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1. Einleitung

Desoxyribonukleins�ure (DNA) und Ribonukleins�ure
(RNA) sind die Grundbausteine allen Lebens. Diese Mole-
k�le kodieren die genetische Information und sind die Blau-
pause f�r jeden lebenden Organismus. Alle Organismen be-
nutzen im Wesentlichen die gleiche genetische Sprache, die
von den vier kanonischen Nukleobasen Desoxyadenosin
(dA), Desoxycytosin (dC), Desoxyguanosin (dG) und Des-
oxythymidin (dT) gebildet wird. In der RNA finden sich die
entsprechenden kanonischen Ribonukleoside A, C, G und U
(Abbildung 1). Diese acht organischen Molek�le sind die
zentralen Bausteine des genetischen Systems. Das DNA-

Molek�l selber wurde entdeckt von
Miescher im Jahre 1869,[1] Chargaff
formulierte sp�ter die Chargaff-
Regeln,[2] die unter anderem die rela-
tive H�ufigkeit der vier kanonischen
DNA-Basen beschreiben. Diese Basen
sind mit dem Zucker Desoxyribose
verkn�pft, was die vier Nukleoside
ergibt, welche �ber Phosphordiester-

br�cken verkn�pft sind.[3] Zentrale Arbeiten 1944 von Avery
und 1952 von Hershey zeigten, dass DNA der Tr�ger der
vererbbaren genetischen Information ist.[4] Kurz darauf
wurde mithilfe bedeutender wissenschaftlicher Beitr�ge von
Franklin, Goslin und Wilkins[5] die doppelhelikale Struktur,
der DNA-Doppelstrang (Abbildung 1), durch Watson und
Crick gelçst[6] – ein wissenschaftlicher Meilenstein des letzten
Jahrhunderts. Die zentralen Bausteine von DNA und RNA
sind die Nukleobasen selbst, die mit der (Desoxy)ribose �ber
den N1-Stickstoff im Fall der Pyrimidine (T, C und U) und
�ber den N9-Stickstoff im Fall der Purinbasen (A und G)
verkn�pft sind (Abbildung 1). Wir begreifen heute, dass die
Basis des genetischen Systems spezifische Wasserstoffbr�-
cken sind, die sich zwischen den Pyrimidinbasen (d)A/dT, U
und den Purinbasen (d)G/(d)C bilden kçnnen. Diese spezi-
fischen Basenpaarungseigenschaften etablieren selektive,
nichtkovalente Wechselwirkungen, welche die Basis f�r die
Replikationsf�higkeit von DNA und die F�higkeit der DNA,
in RNA transkribiert zu werden, sind. W�hrend DNA die
vererbbare genetische Information in den Zellen (in den
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DNA und RNA enthalten neben den vier kanonischen Nukleobasen
eine Vielzahl modifizierter Nukleoside, die ihren chemischen Infor-
mationsgehalt vergrçßern. RNA ist dabei besonders reich an Modifi-
kationen, was offensichtlich das Resultat der Anpassung an ihre
komplexen und vielf�ltigen Aufgaben ist. Die modifizierten Nukleo-
side und deren chemische Struktur etablieren hierbei eine zweite In-
formationsebene, welche f�r die Funktion der RNA-Verbindungen
von zentraler Bedeutung ist. Auch die chemische Diversit�t der DNA
ist grçßer als zun�chst erwartet. Neben den vier kanonischen Basen
enth�lt die DNA hçherer Organismen insgesamt vier epigenetische
Basen: m5dC, hm5dC, f5dC und ca5dC. Alle Zellen eines Organismus
enthalten das gleiche genetische Material. Daher erfordert die Erf�l-
lung der zahlreichen unterschiedlichen Aufgaben und Funktionen
innerhalb dieses Organismus die kontrollierte Aktivierung und Inak-
tivierung Zelltyp-spezifischer Gene. Die Regulation der zugrundelie-
genden Unterdr�ckungs- und Aktivierungsprozesse erfordert eine
zweite, epigenetische Informationsebene, die augenscheinlich direkt
mit erhçhter chemischer Diversit�t verbunden ist. Diese Diversit�t
wird von den modifizierten, nicht-kanonischen Nukleosiden sowohl in
DNA als auch in RNA bereitgestellt.
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Abbildung 1. Darstellung der Watson-Crick-B-DNA-Doppelhelix und der
Watson-Crick-Basenpaare. Diese Sequenz (dA, dC, dG, und dT) bildet
den Sequenzcode, der die erste Ebene der genetischen Information
darstellt. Schwarz: allgemeine Komponenten; rot: Bestandteile spezi-
fisch f�r RNA.
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Zellkernen) speichert, erf�llt der transkri-
bierte RNA-Strang, als Kopie eines DNA-
Segmentes, eine Vielzahl von Funktionen.
RNA-Str�nge transportieren nicht nur die
genetische Erbinformation in das Zytosol, sie
kçnnen dar�ber hinaus auch die Genaktivit�t
regulieren.[7] RNA-Molek�le kçnnen dar�ber
hinaus auch katalytische Eigenschaften haben,
so z. B. im Ribosom, wo sie die Bildung der
Peptidbindungen katalysieren.[8] Neben der
Kodierung im Fall der Boten-RNA (mRNA),
der bekannten ribosomalen RNA (rRNA) und
der Transfer-RNA (tRNA) gibt es eine ganze
Reihe neuartiger, nichtkodierender RNA-
Molek�le. Diese Spezies haben in den letzten
zwei Dekaden unser Bild �ber die RNA in den
Zellen drastisch ver�ndert und machen noch
heute RNA-Forschung zu einem der dynamischsten und am
schnellsten wachsenden Feldern innerhalb der Lebenswis-
senschaften. Die neuen RNA-Spezies sind z. B. nukleare und
nukleolare RNA (snRNA und snoRNA), mikroRNA
(miRNA) und lange nichtkodierende RNA (lncRNA),[9]

welche wichtige zellul�re Funktionen einnehmen, die weit
�ber einen Informationstransport hinausgehen.[10] Ganz be-
sonders interessant ist in diesem Zusammenhang die Entde-
ckung, dass lncRNAs und miRNAs an der Orchestrierung der
Details zellul�rer Differenzierungs- und Entwicklungspro-
gramme beteiligt sind (Tabelle 1).[11] Wir wissen heute, dass
nur ein kleiner Teil des humanen Genoms f�r Proteine ko-
diert, und dass ein wesentlich grçßerer Teil in eine Vielzahl
dieser nicht-kodierenden RNAs �berschrieben wird.[12]

Wir beginnen gerade erst zu verstehen, wie die unter-
schiedlichen RNA-Molek�le innerhalb der Zelle ein kom-
plexes, intensiv vernetztes Geflecht bilden und als solches
gezielte regulatorische Funktionen �bernimmt. F�r all dieje-
nigen, die sich f�r diese Gebiete interessieren, ist es wichtig zu
wissen, dass viele RNA-Molek�le neben den vier kanoni-
schen Basen eine große Anzahl von modifizierten Strukturen
aufweisen. Es wird immer deutlicher, dass f�r die komplexe
Funktion, die die RNA jenseits von Transport und Translation
der DNA-Sequenzinformation �bernimmt, die chemische
Diversit�t, die von den vier kanonischen Nukleobasen auf-
gebaut werden kann, nicht ausreichend ist. Neben der Infor-
mation, die in der Basenabfolge der RNA gespeichert ist,
findet man in den verschiedenen RNA-Spezies an einer

Vielzahl von Stellen strukturell unterschiedliche posttransla-
tionale Modifikationen. Die Position des modifizierten Nu-
kleosids und dessen chemische Struktur etablieren hierbei
eine zweite Informationsebene, die f�r die Funktion der
RNA-Verbindungen ebenfalls von zentraler Bedeutung ist.
Viele der modifizierten Nukleoside wurden vor langer Zeit in
tRNA, rRNA und mRNA gefunden, doch beginnen Wissen-
schaftler erst jetzt gezielt nach solchen Modifikationen in
vielen nichtkodierenden RNA-Spezies zu suchen. Die che-
mische Diversit�t der DNA hingegen ist deutlich weniger
komplex und im Wesentlichen limitiert auf methylierte und
hydroxymethylierte Basen wie N4- und C5-methylierte Cy-
tosine, N6-methyliertes Adenin sowie C5-hydroxymethylier-
tes Cytosin und Uracil (Nukleobase J).[13] Vor kurzem wurden
allerdings neue DNA-Basen entdeckt, die uns zeigen, dass
auch im Fall der DNA die Komplexit�t, die durch die vier
kanonischen Basen erzeugt werden kann, nicht ausreichend
ist. �ber die modifizierten DNA-Basen wissen wir heute, dass
sie epigenetische Informationen kodieren, die f�r die Or-
chestrierung zellul�rer Entwicklungsprogramme von ent-
scheidender Bedeutung sind. Die modifizierten Nukleoside in
der RNA haben demgegen�ber viele unterschiedliche Funk-
tionen, die wir im Folgenden n�her betrachten wollen.

Im ersten Teil des Aufsatzes geben wir eine Einf�hrung in
das Gebiet der RNA-Modifikationen und beschreiben eine
Reihe neuartiger Entwicklungen von, aus Sicht der Autoren,
besonderem Interesse. Aufgrund des großen Umfangs des
Gebietes ist es nicht unsere Absicht, einen allumfassenden
Aufsatz zu schreiben. Teilaspekte des Gebiets der RNA-
Modifizierung sind in exzellenten �bersichtsartikeln bereits
zusammengefasst worden. Das betrifft die Wobble-Basen-
paarbildung,[14] die Modifikationen neben dem Antikodon,[15]

die Frage, wie die Modifikationen die RNA-Stabilit�t beein-
flussen[16] sowie verschiedene andere Aspekte.[17] Im zweiten,
k�rzeren Teil des Aufsatzes diskutieren wir modifizierte
DNA-Basen und konzentrieren uns hier auf den Entde-
ckungsprozess. Wir schildern, wie die Entdeckung dieser
Basen beginnt, unser Verst�ndnis der epigenetischen Pro-
grammierung der Erbinformation zu revolutionieren.

Tabelle 1: Abk�rzungen und Beschreibung der verschiedenen hier vorgestellten RNA-
Spezies.
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2. RNA-Modifikationen

Bis heute sind �ber 100 modifizierte RNA-Nukleoside
entdeckt worden. Die chemischen Strukturver�nderungen
sind hierbei nicht auf spezielle Watson-Crick-Basen limitiert.
Strukturvariationen werden an einer Vielzahl von Positionen
in allen vier kanonischen Basen gefunden, wie es in Abbil-
dung 2 dargestellt ist. Neben sehr einfachen Modifikationen
wie der Methylierung und Acetylierung (N1-Methylguanosin,
m1G; N2,N2-Dimethylguanosin, m2

2G; N4-Acetylcytosin,
ac4C) kennen wir sogenannte hypermodifizierte Basen, in
denen z. B. eine andere heterocyclische Ringstruktur, nor-
malerweise das 7-Desazapurin (Abbildung 2), vorkommt.
Auch wenn angenommen wird, dass alle RNA-Spezies in der
Zelle modifizierte Nukleoside enthalten, so ist die grçßte
Modifizierungsdichte assoziiert mit der tRNA. Ein Drittel der
modifizierten Nukleoside sind in der ribosomalen RNA an-
wesend, und ungef�hr 10 % der bekannten modifizierten
Nukleoside werden in mRNA gefunden. Bis heute wurden 14

modifizierte Nukleoside in anderen RNA-Spezies entdeckt,
und hier vor allem in den kleinen, nichtkodierenden RNAs.[18]

W�hrend einige Modifikationen wie das Pseudouridin Y in
fast allen RNA-Typen vorkommen,[19] sind andere RNA
typspezifisch. Fokussiert man auf tRNA, zeigt die Sequenz-
analyse, dass hier insgesamt 10–15% der kanonischen Nu-
kleotide chemisch modifiziert sind. Im Schnitt enth�lt damit
jedes tRNA-Molek�l acht modifizierte Nukleoside, und von
diesen befinden sich viele in der Antikodonschleife.[20] Die
anderen modifizierten Nukleoside sind an verschiedenen
Stellen �ber die gesamte tRNA verteilt. In den letzten Jahren
konnten die chemischen Strukturen dieser Modifikationen,
ihre Position sowie viele Enzyme, die an der Biosynthese der
Modifikationen beteiligt sind, aufgekl�rt werden. F�r einige
Modifikationen ist die biochemische und biophysikalische
Funktion in der tRNA in etwas grçßerer Detailgenauigkeit
bekannt.

Um die Vielzahl der Nukleosidmodifikationen beschrei-
ben zu kçnnen, wurde eine spezielle Nomenklatur entwickelt.

Wie in Abbildung 3 dargestellt, werden die chemi-
schen Modifikationen mit einem Ein- oder Zwei-
buchstabencode abgek�rzt. Die Position der che-
mischen Modifikation an den Pyrimidin- oder Pu-
rinringen wird als hochgestellte Nummer nach dem
Ein- oder Zweibuchstabencode angegeben. Die
Anzahl der modifizierenden Gruppen, die sich an
den Basen an dieser speziellen Position befinden,
wird durch eine entsprechende tiefgestellte
Nummer beschrieben. Die Nummerierung erfolgt
hierbei in �bereinstimmung mit der Nummerie-
rung f�r Pyrimidine und Purine. Speziell hyper-
modifizierte Nukleoside wie das Queuosin (Q)
oder das Wybutosin (yW) werden durch eigene
Abk�rzungen, �hnlich wie bei den kanonischen
Nukleobasen, beschrieben.[18,21] Modifikationen die
sich an der Zuckerstruktur befinden, werden nach
dem Basenk�rzel angegeben.

Eine besondere Modifikation ist das Pseudo-
uridin (Y). Deren Base, die in Abbildung 2 darge-
stellt ist, ist mit dem Zuckerr�ckgrat nicht �ber das
Pyrimidin N1, sondern �ber C5 verkn�pft, was eine
Isomerisierung darstellt.[19] Hypermodifizierte
RNA-Basen sind in ihrer Struktur drastisch ver-
�ndert. Hierzu gehçrt z. B. das N6-
Threonylcarbamoyladenosin (t6A) und das Lysidin
(k2C), in denen sich Aminos�ureseitenketten am
Purin- bzw. Pyrimidinger�st befinden (Nomenkla-
tur siehe Abbildung 3). Weitere Beispiele f�r noch
komplexere hypermodifizierte Basen sind das
Queuosin (Q) und Wybutosin (yW), in denen mit-
hilfe einer komplexen biosynthetischen Maschine-
rie das gesamte heterocyclische Ger�st umgebaut
wird. Abbildung 4 zeigt die Vielfalt und die Ver-
teilung der bekannten modifizierten Nukleoside in
einem schematischen 2D-tRNA-Diagramm. Die
komplexen Strukturen und die Diversit�t der exis-
tierenden RNA-Modifikationen f�hrten zur Ent-
wicklung spezieller Datenbanken, die konstant er-
weitert werden. Zwei der wichtigsten Datenbanken

Abbildung 2. Ausgew�hlte RNA-Modifikationen. Von oben nach unten: A-abgeleite-
te Modifikationen (dunkelblau), C-abgeleitete Modifikationen (mittelblau), G-abge-
leitete Modifikationen (hellblau), U-abgeleitete Modifikationen (dunkelgr�n), hy-
permodifizierte Purinbasen (hellgr�n), hypermodifizierte Pyrimidin(Uridin)-Basen
(gelb). F�r eine komplette �bersicht �ber die Modifikationen, die bisher gefunden
wurden, siehe: http://s59.cas.albany.edu/RNAmods/ und http://modomics.
genesilico.pl/.
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sind die „RNA Modification Database“ (http://s59.cas.albany.
edu/RNAmods/) und „Modomics: A Database of RNA Mo-
difications“ (http://modomics.genesilico.pl/). Diese Daten-
banken enthalten Informationen �ber die chemische Struktur
der verschiedenen RNA-Modifikationen, ihre Trivialnamen
und ihre Abk�rzungen. Zus�tzlich wird Literatur �ber die
chemische Synthese der Verbindungen und ihre biologischen
Funktionen angeben. Eine weitere wichtige Datenbank ist
tRNAdb (http://trnadb.bioinf.uni-leipzig.de/), welche die
modifizierten Nukleoside in einen Kontext mit den tRNA-
Sequenzen stellt.

2.1. K�rzlich entdeckte RNA-Modifikationen

Mithilfe neuer Techniken der Fl�ssigchromatographie-
gekoppelten Massenspektrometrie (LC-MS) mit empfindli-
chen Massenspektrometern gelang es k�rzlich, weitere RNA-
Nukleoside zu entdecken (Abbildung 5). In den letzten zehn
Jahren wurden ca. 14 neue Modifikationen in Datenbanken
hinterlegt, unter anderem das Agmatidin (agm2C oder C+), 8-
Methyladenosin (m8A), Glutamylqueuosin (gluQ) und 5-
Taurinomethyluridin (tm5U).[18] Die Agmatidin-Modifikation
wurde 2010 durch die Gruppen von Suzuki und RajBhandary
entdeckt. Diese Modifikation ist ein Cytidinderivat, das in der

ersten Position in der AUA-dekodierenden tRNA2
IIe von

Arch�en gefunden wird.[23] Agmatidin ist verwandt mit der
bakteriellen Modifikation Lysidin (k2C), unterscheidet sich
aber hinsichtlich der Aminos�ureseitenkette, die mit dem
Cytidin an C2-Position verkn�pft ist. Beide Modifikationen
haben die gleiche Aufgabe. Sie reprogrammieren das Kodie-
rungspotential von C, da die modifizierten Basen k2C und C+

pr�ferentiell mit A statt mit G paaren.[23b, 24]

Drei Jahre zuvor entdeckten Wissenschaftler das 8-Me-
thyladenosin (m8A) als eine neue Base in der bakteriellen
23S-rRNA. Diese Base wird in der Position A2503 gefunden,
wo man zuvor auch die Modifikation m2A gefunden hatte.[25]

Die Methylierung der Position A2503 zum m8A wird durch
die Methyltransferase Cfr durchgef�hrt. Die Methylierung
etabliert eine starke Resistenz der entsprechenden Riboso-
men gegen f�nf unterschiedliche Klassen von Antibiotika, die
auf die Peptidyltransferaseaktivit�t zielen.[26] Diese Inhibito-
ren kçnnen am modifizierten Ribosom nicht mehr binden.
Eine chemische Synthese von m8A wurde bereits 1993 be-
schrieben, und es wurde entdeckt, dass das Nukleosid selbst
ein selektiver Inhibitor des Vacciniavirus ist.[27] Dieses Re-
sultat ist interessant, weil es zeigt, dass auch die Basen selbst
interessante biologische Funktionen haben kçnnen. Hierzu
gehçrt auch die als Phytohormon bekannte Modifikation i6A,
die antiproliferative Wirkung auf Tumorzellen zeigt.[28] Zwei
weitere neu entdeckte Modifikationen, das 5-Taurinomethyl-
uridin (tm5U) und das 5-Taurinomethyl-2-thiouridin
(tm5s2U) wurden in der mitochondrialen tRNA von S�ugern
gefunden. Diese Modifikationen wurden mit hochauflçsender
Massenspektrometrie in Kombination mit MSn-Fragmentie-
rungsanalysen identifiziert. Die Strukturen wurden durch
Totalsynthese und nachfolgende NMR-Analyse best�tigt.[29]

Fehlen diese Modifikationen, so kommt es zur Bildung von
Mitochondriophatien (siehe Abschnitt 2.5.1). Die Analyse
von seltenen RNA-Spezies mithilfe von hochempfindlichen
LC-MS-Methoden konnte k�rzlich verschiedene Addukte
mit kleinen Molek�len wie NAD, CoA und mçglicherweise
weiteren kleinen Molek�len aufdecken. Die Verkn�pfungs-
stellen mit dem NAD wurde bis heute noch nicht identifiziert,
auch wenn die NAD-Modifikation relativ h�ufig in Escheri-
chia coli und in Streptomyces venezuelae vorkommt (ungef�hr
3000 Kopien pro Zelle).[30]

Einige der hypermodifizierten RNA-Basen wie das Q
oder das yW besitzen ihre eigene chemische Diversit�t. F�r
Queuosin ist z. B. bekannt, dass diese Basen in verschiedenen
glycosylierten Formen, unter anderem als Galactose- (galQ)
und Mannose(manQ)-Derivat existiert.[31] Die Funktion der
zus�tzlichen Zuckereinheiten ist nicht gekl�rt. Neben den
zuckermodifizierten Formen von Q ist noch das Q-Epoxid
(oQ) bekannt, bei dem es sich vermutlich um ein Biosyn-
theseintermediat handelt (Abbildung 5).[32] K�rzlich wurde
ein neues Q-Derivat, das Glutamylqueuosin (gluQ) entdeckt,
das statt der Zuckereinheit eine Aminos�ure am Amino-
cyclopentendiol-Ring enth�lt.[33] Diese Modifikation wurde in
E.-coli-tRNA mithilfe spezieller Isolierungsbedingungen,
welche die schnelle Hydrolyse der Glutamyl-Queuosin-Bin-
dung verhindert, entdeckt. Dieses Resultat ist sehr wichtig,
denn es zeigt, dass viele andere Modifikationen mçglicher-
weise aufgrund zu harscher Isolations- und Detektions-

Abbildung 3. Nomenklatur zur Beschreibung der h�ufigsten modifizier-
ten RNA-Nukleoside. Die mçglichen Modifikationsstellen an den Pu-
rinen und Pyrimidinen werden in Violett (oben) angegeben. In der Ta-
belle (unten) schreiben wir zun�chst die Abk�rzungen, die f�r die
funktionellen Gruppen an den modifizierten Nukleosiden benutzt
werden; im zweiten Teil der Tabelle schreiben wir einige Abk�rzungen
f�r spezielle modifizierte Nukleoside.
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bedingungen bisher unentdeckt blieben. Bis heute ist weder
die exakte Position der Glutamylgruppe noch deren Funktion
an der Q-Base bekannt.[33a] Zus�tzlich fehlen bislang Syn-
thesen der Zucker- und Aminos�ure-modifizierten Q-Basen.

Man kann annehmen, dass sich der Entdeckungsprozess
neuer Nukleoside mit der Entwicklung empfindlicherer
Massenspektrometrie und milderer Extraktionsprotokolle
fortsetzen wird.

Abbildung 4. a) 2D-Darstellung von tRNA, welche (nicht vollst�ndig) die Positionen wichtiger Modifikationen aufzeigt, die in Bakterien, Arch�en
und Eukaryoten an der jeweiligen Stelle gefunden werden. Der Antikodon ist in Rot hervorgehoben, h�ufig modifizierte Positionen sind in Orange
dargestellt. Das universelle CCA-3’-Ende wird in Blau gezeigt. Position 34 ist die Wobble-Position und Position 37 gleich neben dem Antikodon ist
eine semi-invariable Stelle, die immer von einer Purinbase eingenommen wird. Diese beiden Positionen enthalten oft die hypermodifizierten
Basen. Daten wurden der Literatur[17c] entnommen. b) Modifikationen gruppiert nach ihrem Vorkommen in den drei Dom�nen des Lebens. Abbil-
dung wurde angepasst nach Lit. [22].

Abbildung 5. Neu entdeckte RNA-Basen: k2C (blau) und Derivate der hypermodifizierten RNA-Base Q (gr�n).
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2.1.1. Die Familie der Q-Basen

Die neu entdeckte Base gluQ best�tigt die Q-Base als eine
der variabelsten Modifikationen.[33] Zentrales Strukturele-
ment der Q-Base ist das Desazaguanosin-Ringsystem, das ein
Kohlenstoffatom statt eines Stickstoffs in Position 7 tr�gt und
eine Cyclopentendiol-Einheit, die mit dieser C7-Position �ber
eine Methylamingruppe verkn�pft ist. Die weiteren Q-Spe-
zies galQ und manQ, in denen eine Aldohexose mit der nicht-
allylischen Alkoholgruppe des Cyclopentens verkn�pft ist,
existieren alle als b-Anomere.[31] Das Nukleosid Queuosin
selber wurde in den letzten 40 Jahren in tRNAAsn, tRNAAsp,
tRNAHis und tRNATyr nachgewiesen. Q-Derivate sind sowohl
in Bakterien als auch in Eukaryoten beschrieben worden, mit
der Ausnahme von B�ckerhefe und Mykoplasma.[34] Es ist
aber bekannt, dass sich die hçher modifizierten Q-Derivate
nur in bestimmten �sten des Stammbaums wiederfinden.
gluQ wurde z.B. nur in Bakterien gefunden,[33b] w�hrend sich
galQ und manQ nur in Tieren nachweisen ließen.[31, 35] Alle Q-
Derivate befinden sich in der Position 34 der jeweiligen
tRNA, der Wobble-Position in der Antikodonschleife.[36] In
Arch�en wurden bislang keine Q-Derivate gefunden. Hier
findet sich stattdessen das strukturell �hnliche 7-Desazagua-
nosin-Nukleosid Archaeosin G+ (Abbildung 2). G+ befindet
sich allerdings in tRNA an der Position 15 im sogenannten
Dihydrouridin-Loop, und es wird angenommen, dass diese
Base haupts�chlich f�r die Struktur und Stabilit�t der tRNA
verantwortlich ist.[37]

Die komplexe Biochemie, die gebraucht wird, um solche
Basen in der RNA zu etablieren, wird am besten am Beispiel
der Q-Base dargestellt. Prokaryoten und Eukaryoten bauen
diese Base mithilfe unterschiedlicher Prozeduren ein. Euka-
ryoten verwenden das Queuin f�r die Biosynthese, bei dem es
sich einfach um den Q-Heterocyclus handelt.[38] Diese Base
wird nicht de novo synthetisiert, sondern mit der Nahrung
aufgenommen.[39] Eukaryoten besitzen eine spezielle tRNA-
Guanin-Transglycosylase (TGT), welche die glykosidische
Bindung von G34 spaltet und eine abasische Stelle bildet. An
dieser Stelle wird anschließend der Queuosin-Heterocyclus
mit dem Zucker verkn�pft. Die Biosynthese beinhaltet daher
einen Heterocyclus-Austauschprozess, der direkt an der
tRNA erfolgt.[38,40] Bakterien sind in der Lage, die Q-Base
de novo zu synthetisieren.[41] Zu diesem Zweck besitzen sie
eine komplexe Biosynthesemaschinerie mit mehreren Enzy-
men.[34, 42] Einer der interessantesten Schritte in der Biosyn-
these ist die Bildung des reaktiven Epoxids. Interessanter-
weise wird der Cyclopentenring direkt aus der Riboseeinheit
eines SAM-Cofaktors gebildet.[43] Der letzte Schritt der Bio-
synthese von Q wird durch ein von Vitamin B12 abh�ngiges
Protein katalysiert, welches oQ in Q umwandelt.[44] Dieses
Enzym wurde von Bandarian und Mitarbeitern entdeckt.[45]

Es handelt sich dabei um eine Eisen-Schwefel-Reduktase,
deren Struktur noch nicht bekannt ist. Auch ist die Funktion
des Vitamin B12 noch nicht aufgekl�rt.[45]

Trotz umfangreicher Forschungen bez�glich der Q-Base
ist deren Funktion noch nicht vollst�ndig gekl�rt.[46] Es wird
aber angenommen, dass sie die molekulare Erkennung des
mRNA-Kodons durch die tRNA am Ribosom maßgeblich
beeinflusst. Dies spielt z.B. eine Rolle beim �berlesen von

Stop-Kodons bei bestimmten Viren.[47] Die Q enthaltenden
tRNAs erkennen Kodons mit der Sequenz NAC und NAU
(die Sequenz wird, wenn nicht anders angegeben, immer in 5’-
3’-Richtung gelesen), wobei das N f�r A, C, U oder G stehen
kann. tRNAs, die statt der G-Base die Q-Base beinhalten,
interagieren pr�ferentiell mit Kodons, die mit einem C enden
(zur Illustration siehe Abbildung 6B).[48] Allerdings wird nur
mit einer Q-Base an Position 34 der tRNATyr das Stop-Kodon
UAG in der RNA des Tabakmosaikvirus (TMV) nicht mehr
f�lschlicherweise erkannt. Die Translation bricht ab, was die
Produktion viraler Proteine verhindert.[49] Weitere Zusam-
menh�nge zwischen der Q-Base und Krankheiten werden in
Abschnitt 2.5 diskutiert.

2.2. Funktion von RNA-Modifikationen

Bis heute wurden vielz�hlige Informationen zur Funktion
spezieller Nukleosidmodifikationen in speziellen Positionen
gesammelt. Die Modifikationen in oder neben dem tRNA-
Antikodon wurden hierbei am intensivsten untersucht. Eine
Ausnahme ist die in mRNA vorkommende Base m7G, welche
die 5’-cap-Struktur in Eukaryoten bildet, die zusammen mit
dem poly-A-Schwanz verschiedene Funktionen �bernimmt.
m7G hilft unter anderem, den mRNA-Leserahmen zu defi-
nieren. Es beeinflusst den nuklearen mRNA-Export, es
sch�tzt die mRNA vor Abbau, und es reguliert die Spleiß-
prozesse.[50] Entscheidend ist, dass die cap-Struktur das Mo-
lek�l als mRNA definiert. Interessanterweise wird das m7G
mit der mRNA �ber eine relativ labile Triphosphatgruppe
verkn�pft.[51] Eine weitere, gut untersuchte Modifikation in
mRNA ist das Inosin, das durch Desaminierung von Ade-
nosin gebildet wird. Aufgrund des dadurch ver�nderten Ba-
senpaarungsmodus (Inosin paart mit C statt mit U) beein-
flusst diese Modifikation direkt den genetischen Code. Die
Desaminierung ist Teil des RNA-Editierens.[52] In tRNA kann
die große Zahl der Nukleosidmodifikationen bez�glich der
Funktionalit�t grob in drei Gruppen eingeteilt werden.[17c]

Die erste Gruppe von Modifikationen befindet sich direkt in
oder neben dem Antikodon (z. B. die Q-Base in Position 34).
Diese Modifikationen sind an der Feinjustierung des Trans-
lationsprozesses beteiligt und bestimmen damit die transla-
tionale Fitness von Organismen.[14a] Eine zweite Klasse von
tRNA-Modifikationen außerhalb der Antikodonschleife
kontrolliert die Stabilit�t und die Faltung der tRNA. Eine
dritte Gruppe von tRNA-Modifikationen bestimmt die
Identit�t der jeweiligen tRNA. Diese Modifikationen sind
besonders wichtig f�r die Interaktion von tRNA mit der
entsprechenden Synthetase, die eine spezifische Aminos�ure
auf die zugehçrige tRNA-Spezies l�dt.[53] Die Modifikationen
dieser Gruppe kçnnen sich in ganz unterschiedlichen Posi-
tionen der tRNA befinden, auch im Antikodon.

Viele der am st�rksten modifizierten Nukleoside gehçren
zu der ersten Gruppe. Sie befinden sich in der Wobble-Posi-
tion 34 oder in Position 37 (Abbildung 6) direkt 3’ neben dem
Antikodon. Position 37 ist die semi-invariable Position, die
immer von einer, normalerweise modifizierten Purinbase
besetzt wird. Die bekanntesten modifizierten Basen sind das
N6-Threonylcarbanyladenosin (t6A) und das N6-Isopentenyl-
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adenosin (i6A), sowie das guaninmodifizierten N1-Methyl-
guanosin (m1G) und das strukturell hochkomplexe Wybuto-
sin (yW), das sich speziell in Phenylalanin kodierenden
tRNAs befindet. Diese Modifikationen beeinflussen direkt
den Dekodierungsprozess. Sie werden in der Regel nicht f�r
die Interaktion der tRNA mit der entsprechenden Amino-
acylsynthetase gebraucht. Diese Basen reduzieren die kon-
formative Flexibilit�t der Antikodonschleife. Sie erzwingen
eine rigidere Konformation und optimieren dadurch die In-
teraktion des Antikodons mit dem Kodon der mRNA.[15]

Diese Stabilisierung, so wird angenommen, erhçht die Ge-
schwindigkeit und die Genauigkeit der tRNA-Bindung zum

entsprechenden Kodon an der ribosomalen A-Seite. Dar�ber
hinaus helfen die Modifikationen, die Positionierung in der
ribosomalen P-Stelle zu optimieren, wodurch sie Lese-
rahmenverschiebungen verhindern.[54] Kristallstrukturen[55]

zeigen, dass die großen Seitenketten dieser Basen an Position
37 (z. B. in t6A, ms2i6A und yW) helfen, die schwache
Kodon:Antikodon-Wechselwirkung durch zus�tzliche Ba-
senstapelung mit der Base 38 der tRNA mit der ersten Base
des mRNA-Kodons zu stabilisieren (Abbildung 6).[56] Ohne
diese zus�tzlich stabilisierenden Wechselwirkungen kçnnten
U/A-reiche Kodon:Antikodon-Interaktionen (z. B. das AAA-
Kodon) nicht effizient gebildet werden. Dar�ber hinaus

Abbildung 6. Kristallstrukturen, welche die Kodon:Antikodon-Bindung am Ribosom zeigen. a) Struktur des 70S-Ribosoms mit gebundener mRNA
und tRNA in der A-, P- und E-Stelle. Die tRNA wird in Rot gezeigt, die mRNA in Blau; dunkelgrau ist das 50S und hellgrau die 30S-Untereinheit
des Ribosoms. Teile der 30S-Untereinheit wurden aus �bersichtsgr�nden weggelassen. b) Illustration der Kodon/Antikodon-Interaktion und der
Rolle der modifizierten Basen an den Positionen 34 und 37. * = ms2i6A, Q = Queuosin. c) Ausschnitte aus der tRNA/mRNA-Interaktion am Ribo-
som, welche die zus�tzlichen stabilisierenden Wechselwirkungen zeigen, die durch die großen Reste der modifizierten Base an Position 37 neben
der Anticodonschleife erzeugt werden.[56] Die tRNA wird in Orange gezeigt, die mRNA in Violett. Die Stapelwechselwirkung zwischen der modifi-
zierten Base und der tRNA/mRNA werden mit gestrichelten Linien angedeutet. Die Daten wurden den Kristallstrukturen 3I8G (links) und 1XMQ
(rechts) entnommen.
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halten die großen Seitenketten die Antikodonschleife offen
und verhindern so eine Basenpaarung zwischen den Positio-
nen 32 und 33 mit der Position 38 in der Antikodonschleife
(Abbildung 4). Solch eine Interloop-Interaktion w�rde die
Grçße der Schleife drastisch ver�ndern und damit die Anti-
kodonerkennung deutlich behindern.[57]

Modifikationen in der Wobble-Position 34 beinhalten das
Q und eine große Zahl 5’-modifizierter Uridine (siehe auch
Abbildung 2). Diese Basen beeinflussen ganz sicher die Natur
der Wobble-Basenpaarung, neben ihrem Einfluss auf die
Stabilit�t der Antikodonschleifenstruktur. K�rzlich erschie-
nene �bersichten haben die molekularen Mechanismen, die
der Wobble-Basenpaarung[14a] zugrunde liegen, intensiv be-
leuchtet und auch den Einfluss der Wobble-Basenpaarung auf
den Dekodierungsprozess des genetischen Materials be-
schrieben.[14b] Die Mechanismen der modifizierten Wobble-
Basenpaarung sind komplex und sehr spezifisch f�r be-
stimmte tRNAs, wie es z. B. durch k�rzlich erschienene
Rçntgenstrukturen gezeigt wurde, welche die Modifikationen
mnm5U34 und cmo5U34 beinhalten.[56a, 58] Diese Strukturen
zeigen, wie die Modifikationen die modifizierte Base stabili-
sieren und korrekt anordnen, sodass optimale Basenstapel
und Wasserstoffbr�cken am Ribosom gebildet werden
kçnnen.

Anhand der Lysidinmodifikation (k2C, Abbildung 5) kann
eindrucksvoll gezeigt werden, wie modifizierte Basen sowohl
den Dekodierungsprozess als auch die Identit�t der tRNA
beeinflussen kçnnen. Diese Base wird in der Position 34 von
tRNAs gefunden, die f�r die Aminos�ure Isoleucin mithilfe
des Antikodons CAU (tRNAIle

CAU) kodiert.[24b] Das CAU-
Antikodon mit einem unmodifizierten Cytidin an Position 34
erkennt typischerweise das Methionin-Kodon AUG in der
mRNA. Wenn jedoch das Cytidin posttranskriptional zu
einem Lysidin modifiziert wird, dann wird das Isoleucin-
Kodon AUG erkannt. Die Modifikation Lysidin hat eine
duale Funktion, weil sie dar�ber hinaus auch die Wechsel-
wirkung mit der tRNA-Synthetase beeinflusst. W�hrend die
Isoleucin-Aminoacyl-tRNA-Synthetase (IleRS) die
tRNAIle

k
2

CAU erkennt und ein Isoleucin auf diese tRNA l�dt,
wird die unmodifizierte tRNA (tRNAIle

CAU) sehr viel lang-
samer erkannt. Die an dieser Position unmodifizierte tRNA
wird jedoch schnell durch die MetRS mit Methionin bela-
den.[24a] Diese Modifikation gehçrt daher zu den beiden
Klassen 1 und 3.

Modifikationen der zweiten Gruppe beeinflussen die
korrekte Faltung des tRNA-Molek�ls und stabilisieren die
tRNA. Zusammenh�nge, die k�rzlich in einem hervorragen-
den �bersichtsartikel dargestellt wurden.[16, 22] In �berein-
stimmung mit dieser Ansicht wurde k�rzlich gezeigt, dass die
Schmelztemperatur von komplett unmodifizierter und teil-
modifizierter tRNA niedriger ist als die von normal modifi-
zierter tRNA.[59] Es wurde gezeigt, dass tRNA, welche min-
destens die zwei Modifikationen m7G46 und m5C oder ac4C
und Um44 nicht beinhalten, temperaturempfindlich sind und
diese untermodifizierten tRNAs schnell abgebaut
werden.[20, 60] F�r die Modifikation Pseudouridin[61] und 2’-O-
Methyladenosin[62] ist bekannt, dass sie die Doppelhelix-
strukturen innerhalb eines tRNA-Molek�ls stabilisieren. Die
modifizierte Base m1A ist wichtig f�r die korrekte Faltung der

humanen mitochondrialen tRNALys.[63] Diese Base scheint ein
spezielles Faltungsintermediat zu stabilisieren.

Die dritte Klasse von Modifikationen bestimmt die
Identit�t der entsprechenden tRNA, so wie das schon be-
schriebene Lysidin, welches als spezifisches Erkennungssignal
f�r die IleRS dient.[24a] Eine ganze Reihe anderer Modifika-
tionen ist ebenfalls f�r die Erkennung der tRNA durch die
entsprechende Aminoacyl-tRNA-Synthetase bekannt, so z. B.
das s2U[64] und das m1G.[65] Ein weiteres interessantes Beispiel
sind die einzigartigen Phosphoribosylmodifikationen, die sich
in Position 64 der Initiator tRNAi

Met in Hefe, Pflanzen und
Pilzen befinden. Diese tRNA wird bençtigt, um die Peptid-
synthese mit Methionin am AUG-Startkodon zu initiieren.
Aber sie ist nicht an der weiteren Elongation der Peptidkette
und am weiteren Einbau von Methionin beteiligt. Die Phos-
phoribosylmodifikation verhindert, dass die tRNAi

Met mit
dem Elongationsfaktor interagieren kann. Damit schr�nkt sie
die Funktion dieser tRNA auf den Initiierungsprozess ein.[66]

Diese Modifikation ist bekannt als 2’-O-Ribosyladenosin
Ar(p) oder 2’-O-Ribosylguanosin Gr(p). Die große Modifi-
kation weist hierbei in den T-Arm des tRNA-Molek�ls und

vergrçßert dessen sterische Anforderung stark.[67] W�hrend in
Hefe tRNAi

Met normalerweise nicht in der Lage ist, mit dem
Elogationsfaktor EF-1a zu interagieren, wurde gezeigt, dass
eine durch chemische Modifikation nicht-phosphoribosylierte
Variante von tRNAi

Met an diesen Elongationsfaktor binden
kann.[68] Folglich konnte eine Initiator-tRNA ohne die Ar(p)-
Modifikation Methionin in vitro auch an internen AUG-
(Met)-Kodons einf�gen, also eine Elongatorfunktion �ber-
nehmen. Auch wurde gezeigt, dass ein Stamm, dem das Gen
f�r das phosphoribosylierende Enzym fehlt und der auch
keine Elongator-tRNAMet bilden kann, erfolgreich mit
tRNAi

Met als Elongator-tRNAMet leben kann.[69] Diese Expe-
rimente zeigen deutlich, dass das phosphoribosylierte Nu-
kleosid die Rolle der tRNA als Initiator-tRNA definiert und
verhindert, dass diese tRNA an der Elongation beteiligt wird.
Es sei darauf hingewiesen, dass in Bakterien und hçheren
Eukaryoten andere Strategien zur Differenzierung zwischen
normaler tRNA und initialer tRNA gefunden werden.

Zusammenfassend stellen wir fest: Auch wenn der genaue
Mechanismus, wie eine bestimmte Nukleosidmodifikation
den Organismus beeinflusst, h�ufig noch unbekannt ist, er-
halten wir doch Einblick in ihre Funktionen, z. B. wie sie die
Stabilit�t der Antikodonschleife[56b] spezifisch ver�ndern, um
die Genauigkeit des Dekodierungsprozesses zu beeinflus-
sen.[70] Wir lernen, wie die Modifikationen spezifische Kodon-
und Antikodonpr�ferenzen einstellen, vor allem um Lese-
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rahmenverschiebungen zu verhindern.[54] Diese Beobachtun-
gen f�hrten schon fr�h zu der Auffassung, dass die Deko-
dierung der mRNA-Sequenz durch tRNA �ber ein soge-
nanntes „Extended Codon“ abl�uft, das neben der Informa-
tion der drei Antikodonbasen auch die Informationen ver-
wendet, die durch Basenmodifikationen eingef�hrt wer-
den.[14a,71]

2.3. Biosynthese der RNA-Modifikationen

Wie bereits in Abschnitt 2.1.1 am Beispiel des Queuosins
dargestellt, ist die Chemie zur Einf�hrung einiger Modifika-
tionen oft komplex und erfordert dedizierte Biosyntheseen-
zyme, mit h�ufig unbekannten Reaktionsmechanismen. In-
formationen �ber die enzymatische Maschinerie, die hinter
dem Einbau von Modifikationen in RNA steht, findet sich
gesammelt in der Modomics-Datenbank unter http://
modomics.genesilico.pl.

Diese biosynthetischen Enzyme operieren h�ufig in
Komplexen, in denen die vielf�ltigen Schritte zur Erzeugung
einer RNA-Modifikation orchestriert ablaufen kçnnen.[17b]

Unter den k�rzlich identifizierten Komplexen ist der
KEOPS-Komplex, der f�r die Synthese der universellen Base
t6A37 in tRNAs, die ANN-Kodons erkennen, zust�ndig ist,[72]

sowie das S�ugerenzym ABH8 (ein AlkB-Homolog), das
sowohl die Methylierung als auch die Hydroxylierung bei der
Synthese von mcm5U34/mchm5U34 katalysiert.[73] Das
ABH8-Enzym ist besonders interessant, da es einen Einfluss
beim �berleben nach DNA-Sch�digung aus�bt und somit
eine Rolle von tRNA-Modifikationen bei der Antwort auf
DNA-Sch�digung impliziert. Dar�ber hinaus ist die hydroxy-
lierende Untereinheit von ABH8 eine FeII/a-Ketoglutarat-
abh�ngige Dioxygenase, �hnlich wie die sp�ter beschriebenen
TET-Enzyme, die f�r die Hydroxylierung von 5-Methylcyto-
sin in DNA zust�ndig sind (Abschnitt 3.2).

Obwohl bereits viel �ber die Enzyme und Stoffwechsel-
wege, die an der RNA-Modifikation beteiligt sind, bekannt
ist, fehlen Detailkenntnisse �ber die Erkennung der genauen
Position, an der die Modifikationen eingef�hrt werden. Ein
Teil der modifizierenden Enzyme ist sicherlich strukturspe-
zifisch. Sie bençtigen eine ausgebildete Struktur der RNA f�r
den Start der Modifizierungsreaktion. Andere Enzyme
nutzen Template aus kleiner nukleolarer RNA (snoRNA),
die mit einer komplement�ren Ziel-RNA-Sequenz inter-
agieren, in die die Modifikation eingef�hrt wird. Diese
Templat-RNA-Str�nge sind Teil von kleinen, ribonukle�ren
Partikeln (snoRNPs). Die snoRNAs vom Box-C/D-Typ er-
kennen beispielsweise komplement�re Sequenzen im Ribo-
som. Nach erfolgter Erkennung wird das Protein Fibrillarin,
ein Bestandteil des snoRNP, aktiviert und katalysiert eine 2’-
O-Ribosylierung mittels des Cofaktors SAM.[74] Box-H/ACA-
snoRNAs hingegen rekrutieren das Enzym Dyskerin zur
Modifikationsstelle, welches die Umwandlung von Uridin in
Pseudouridin katalysiert.[75] K�rzlich wurden weitere modifi-
zierende Templat-RNAs in den Cajal-Kçrperchen der Zellen
entdeckt (scaRNA), die eine Rolle bei der Modifikation von
snRNA zu spielen scheinen.[76]

tRNAs, auf die wir uns in diesem Teil des Aufsatzes auf-
grund ihrer großen chemischen Diversit�t konzentrieren
wollen, werden zun�chst als Prim�rtranskripte (pri-tRNAs)
im Zellkern hergestellt. Sie durchlaufen eine Prozessierung
der 3’- und 5’-Enden und werden h�ufig vor der Einf�hrung
von Modifikationen gespleißt. In anderen F�llen, wie bei der
Lysidin-tRNA-Modifikation, findet die Modifizierung bereits
an der Vorl�ufer-tRNA statt, vermutlich um die Konse-
quenzen von unmodifizierter tRNA zu vermeiden.[77] In
jedem Fall muss die Zelle die Art und Position der Modifi-
kationen streng kontrollieren. Lange Zeit nahm man an, dass
vollst�ndig modifizierte tRNA unwiderruflich aus dem Zell-
kern in das Zytoplasma exportiert wird, wo die Aminos�uren
auf den CCA-Terminus der tRNA �bertragen werden.[78] Man
hat jedoch in den letzten Jahren entdeckt, dass diese verein-
fachte Betrachtung nicht korrekt ist. Die Prozesse der
Aminoacylierung[79] und des Spleißens[80] kçnnen sowohl im
Zellkern als auch im Zytoplasma stattfinden. Wir wissen
heute, dass auch unvollst�ndig prozessierte RNA vom Zell-
kern ins Zytoplasma exportiert wird und f�r die Vervoll-
st�ndigung des Modifikationsprozesses auch wieder in den
Zellkern reimportiert werden kann.[81] Wir folgern daraus,
dass die RNA-Reifung ein hçchst komplexer Prozess ist, der
in verschiedenen Organismen unterschiedlich ablaufen
kann.[82] Um diesen Prozess beispielhaft zu verdeutlichen,
werden wir im Folgenden die Prozessierung der tRNAPhe aus
Saccharomyces cerevisiae bis zur Einf�hrung der hyper-
modifizierten Base Wybutosin n�her beschreiben.

2.3.1. Verteilung des tRNA-Reifungsprozesses in der Zelle am
Beispiel yW-modifizierter tRNA

Transkription[83] und 3’-Prozessierung[84] der pri-tRNAPhe

aus Hefe finden innerhalb des Nukleolus des Zellkerns statt
(Abbildung 7). Die Schritte der 3’-Prozessierung und das
Anh�ngen des CCA-3’-Endes, sowie die Einf�hrung der
ersten 10 Nukleosidmodifikationen in die tRNAPhe finden
anschließend im Kernplasma und an der inneren Kernmem-
bran statt.[85] W�hrend dieses Vorgangs bleibt das 19 Nu-
kleotide lange Intron dieser pr�-tRNAPhe vorhanden, was die
Voraussetzung f�r die Bildung der m5C-Modifikation an Po-
sition 40 ist.[86] Vor der Synthese des Wybutosins und dreier
weiterer Modifikationen muss dieses Intron zwischen Positi-
on 37 und 38 jedoch aus der tRNA herausgeschnitten werden.
Die f�r dieses Spleißen zust�ndigen Endonukleasen befinden
sich an der �ußeren Membran der Mitochondrien.[80] Die
Intron-enthaltende pr�-tRNAPhe wird daher aus dem Zellkern
exportiert, um an der Mitochondrienmembran den Spleiß-
vorgang zu durchlaufen. Anschließend werden von zytosoli-
schen Methyltransferasen die Modifikationen m2G10 und
Cm32/Gm34 eingef�hrt, bevor die tRNAPhe wieder in den
Zellkern reimportiert wird.[85] Im Zellkern kann nun der erste
Schritt der Wybutosin-Synthese stattfinden, die S-Adenosyl-
methionin(SAM)-abh�ngige Methylierung von Guanosin 37
in m1G durch TRM5. Es folgt der erneute Export der tRNA
in das Zytoplasma, wo alle weiteren Schritte der yW-Bio-
synthese stattfinden.[85] Die letztliche Aminoacylierung findet
wahrscheinlich im Zytoplasma an der vollst�ndig modifizier-
ten tRNAPhe mit Wybutosin in Position 37 statt. Es wurde
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jedoch gezeigt, dass die Beladung mit Aminos�uren auch im
Zellkern stattfinden kann.[87]

Man nimmt heute an, dass der standardm�ßige Transport
von tRNA in und aus dem Zellkern regulatorische Funktion
hat und einen Korrekturmechanismus f�r falsch modifizierte
oder gefaltete tRNA darstellt.[81b] So ist bekannt, dass das
eukaryotische Transportprotein Exportin-t intakte amino-
acylierte tRNA wesentlich besser erkennt als pr�-tRNA oder
tRNA mit strukturellen Defekten.[79b,87] Hypomodifizierte
oder fehlgefaltete tRNA wird so im Zellkern erkannt und
dem Abbau zugef�hrt.[88] Zudem ist bekannt, dass unter be-
stimmten Stressbedingungen tRNA im Zellkern akkumuliert
und so wichtige Impulse f�r die Produktion von Aminos�uren
liefert.[81b, 89] Werden diese Aminos�uren nachtr�glich in das
Medium gegeben und auf die tRNA geladen, werden diese
unverz�glich aus dem Zellkern exportiert.[89] Diese Beob-
achtung zeigt, dass die Verteilung der tRNA zwischen Zell-
kern und Zytoplasma reversibel ist und auch regulatorische
Funktion besitzen kann. Eine interessante Beobachtung ist
auch, dass Im- und Export von tRNA auch mit der Erken-
nung von DNA-Sch�den verkn�pft ist. Werden zu viele
DNA-Sch�den im Genom der Hefe erkannt, wird das Ex-
portprotein Los1 im Zytoplasma zur�ckgehalten. Dies f�hrt
zu einer Akkumulation unprozessierter tRNA im Zellkern,
was wiederum zu einer reduzierten Translation und dem
Verbleib in der G1-Phase des Zellzyklus f�hrt.[90]

2.3.2. Biosynthese der yW-Base

Die Biosynthese der hypermodifizierten Basen Wybuto-
sin (yW) und ihrer hydroxylierten Form, Hydroxywybutosin
(OHyW), wurde in den letzten Jahren vollst�ndig aufgekl�rt
(Abbildung 8). Von den 6 an der Biosynthese von Wybutosin
beteiligten Enzymen (TRM5, TYW1-5) wurden TYW1,

TYW2, TYW5 und TYW5 von Nureki und Mitarbeitern
strukturell charakterisiert.[91] Der erste Schritt, die Methylie-
rung an der N1-Position des Guanosins durch TRM5, ist oben
bereits erw�hnt worden.[92] Dem schließt sich die Bildung der
f�r yW charakteristischen, tricyclischen Ringstruktur mittels
Pyruvat an.[93] Diese Reaktion wird von dem Enzym TYW1
katalysiert.[91a, 94] Im n�chsten Schritt erfolgt die Verkn�pfung
der a-Amino-a-carboxypropyl(acp)-Gruppe von SAM mit
dem tricyclischen Grundger�st durch TYW2.[91d, 94b, 95] Danach
wird von TYW3 eine weitere Methylgruppe an Position 4
eingef�hrt.[94b] Der letzte Schritt der Biosynthese von yW
besteht aus zwei Reaktionen, die beide von TYW4 katalysiert
werden.[91b] In diesen Schritten wird zun�chst die Carboxy-
funktion der acp-Gruppe methyliert und dann die Amino-
funktion methoxycarbonyliert. Dieser Prozess beinhaltet die
Fixierung von CO2. Die noch komplexere, in hçheren Euka-
ryoten zu findende Modifikation Hydroxywybutosin, tr�gt
zus�tzlich eine Hydroxygruppe in b-Position zur acp-Seiten-
kette. Die Synthese dieser Modifikation bençtigt eine unge-
wçhnliche C-H-Aktivierung. In wegweisenden Arbeiten
haben die Gruppen um Nureki und Suzuki 2010 das humane
Jumonji-C-Dom�nenprotein TYW5 isoliert, das diese unge-
wçhnliche Reaktion katalysiert.[96] Wie auch das zuvor er-
w�hnte ABH8 gehçrt TYW5 zur Familie der FeII/a-KG ab-
h�ngigen Dioxygenasen, auf die wir in Abschnitt 3.2 n�her
eingehen wollen. Die Kristallstruktur des humanen TYW5
(hTYW5) zeigt ein konserviertes His-X-(Asp/Glu)-Xn-His-
Motiv, das den Eisen-Chelatkomplex bildet (Abbil-
dung 8D).[91c] Des Weiteren wird die acp-Seitenkette von
zwei konservierten Argininresten komplexiert. Der vorge-
schlagene Mechanismus der C-H-Aktivierung erfolgt nach
dem Muster anderer Dioxygenasen.[97] Das Enzym bindet
zun�chst FeII, molekularen Sauerstoff, a-Ketoglutarat und
Wybutosin und bildet nun eine reaktive Oxoferryl-Spezies

Abbildung 7. Darstellung der Biosynthese der yW-Base und der Orte innerhalb der Zelle, an denen die einzelnen Reifungsschritte stattfinden.
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mit der Entstehung von CO2 und Succinat. Diese Oxoferryl-
spezies greift nun die b-Position der acp-Seitenkette an und
f�hrt zur Bildung des Hydroxywybutosin-Derivats OHyW-
72,[91c] das anschließend von TYW4 zu OHyW �berf�hrt wird.
Es ist faszinierend zu beobachten, wie die Natur komplexe
Radikalchemie f�r die notwendigen Transformationen nutzt,
und zwar auf einem komplexen DNA- bzw. RNA-Substrat,
das normalerweise sehr leicht durch Radikale zerstçrt wird.[98]

2.3.3. Modifikationen in nicht-kodierender RNA

Nicht-kodierende RNA (ncRNA) sind Transkripte, die
nicht in Proteine �bersetzt werden.[99] Diese RNA-Familie
beinhaltet tRNA, rRNA, snoRNA, miRNA, siRNA, piRNA
(etwas l�ngere miRNA, assoziiert mit piwi-Proteinen in

Zellen der Keimbahnlinie) und auch lange, nicht-kodierende
RNA (lncRNA). Die kleinen, nicht-kodierenden RNAs sind
daf�r bekannt sowohl interne als auch externe Modifikatio-
nen zu tragen. 2005 zeigten Chen und Mitarbeiter, dass die 3’-
Enden der miRNA in Arabidopsis thaliana 2’-O-methyliert
sind.[100] Sie zeigten, dass die Methyltransferase HEN1 Me-
thylgruppen in miRNA und siRNA einf�hrt, um diese Mo-
lek�le zu stabilisieren. In hen1-Mutanten war die Menge der
miRNA verringert und ihre L�nge unterschiedlich.[101] Es
wurde gezeigt, dass diese Methylierung die miRNA vor der
Uridinylierung mit bis zu 5 Uridinen sch�tzt, was andernfalls
zum Abbau der miRNA f�hren w�rde.[102] W�hrend die 3’-
Enden tierischer miRNA generell unmodifiziert sind, sind die
3’-Enden der piRNA in Maus,[103] Zebrafisch[104] und Droso-
phila[105] 2’-O-methyliert. In Drosophila wird auch die siRNA

Abbildung 8. a) Biosynthese von Wybutosin und Hydroxywybutosin. b) Vorgeschlagener Mechanismus f�r die Einf�hrung der Hydroxygruppe in
die b-Position der acp-Seitenketten. Abbildung ver�ndert nach Lit. [91c]. c) Schematische Ansicht des TYW5-Dimers. Die linke Untereinheit ver-
deutlicht die Sekund�rstruktur, w�hrend auf der rechten Untereinheit die Oberfl�chenladungen gezeigt sind. Blau steht f�r positive Ladung, rot f�r
negative Ladung. Das aktive Zentrum ist von positiver Ladung umgeben, was auf die Schnittstelle zur RNA-Bindung hindeutet. d) Vergrçßerung
des aktiven Zentrums von TYW5, das mit Nickel anstatt Eisen und a-Ketoglutarat, aber ohne das RNA-Substrat kristallisiert wurde.
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an ihrem 3’-Ende 2’-O-methyliert. Um diese Modifikation des
3’-Endes in Drosophila-siRNA zu bewerkstelligen, assoziiert
das HEN1 ortholog (DmHEN1) mit dem Protein Argonaut 2
(Ago2), was impliziert, dass diese Modifizierung mçglicher-
weise den letzten Schritt beim Aufbau des RISC-Komplexes
darstellt.[105] Interne 2’-O-Methylierungen sind beispielsweise
f�r die kleine, nicht-kodierende BC1-RNA wichtig, die in
Neuronen stark exprimiert und in Synapsen angereichert
wird. Die 2’-O-Methylierung beeinflusst die RNA-Struktur
und moduliert so die Interaktion mit wichtigen Proteinen.
Wenn die Modifikation fehlt, bindet BC1-RNA an Proteine.
Auf diese Weise wird �ber Modifikationen die Translation
bestimmter mRNAs in Synapsen gesteuert.[106] Ein k�rzlich
erschienener �bersichtsartikel von Kim et al. behandelt diese
wichtigen Aspekte der ncRNA-Modifikation bei der dyna-
mischen Regulation der Gen-Stummschaltung.[107] Es gibt
einige weitere interne Modifikationen in nicht-kodierenden
RNAs. Adenosin-nach-Inosin-Editierung wurde zum Beispiel
f�r einige pri-miRNA gezeigt. Eine A-nach-I modifizierte pri-
miRNA verlor die F�higkeit zu pr�-miRNA bzw. miRNA
prozessiert zu werden. Dies gab Anlass zur Spekulation, dass
diese Art von Editierung strukturelle Ver�nderungen her-
vorruft, welche die Weiterprozessierung verhindern.[108] Ein
weiterer Editierungsprozess, die Isomerisierung von Uridin
zum Pseudouridin (siehe Abschnitt 2.3) findet in verschiede-
nen nicht-kodierenden, strukturellen RNAs, wie rRNA und
tRNA, sowie in snRNA[109] und snoRNA statt. Auch die
RNA-Komponente der humanen Telomerase enth�lt poten-
tielle Pseudouridinylierungsstellen.[110] Pseudouridinylierung
kann die Regulation der Genexpression beeinflussen, was am
Beispiel einer Coaktivator-RNA, der sogenannten Steroid-
rezeptoraktivator-RNA (SRA), gezeigt wurde. Diese SRA
wird von der Pseudouridinylat-Synthase aus der Maus
(mPUS1p) an verschiedenen Positionen pseudouridinyliert,
und es wird angenommen, dass SRA dadurch eine unter-
schiedliche Struktur einnimmt, um mit weiteren Proteinen,
die an der Regulation der Transkription bestimmter Zielgene
beteiligt sind, zu interagieren.[111]

Zusammenfassend kçnnen wir sagen, dass tRNA zwar die
RNA-Spezies mit den meisten und chemisch komplexesten
Modifikationen (z. B. Queuosin, Wybutosin) darstellt, Modi-
fikationen aber von grunds�tzlicher Bedeutung auch f�r
andere RNA-Spezies sind. Modifizierte Basen werden auch in
ribosomalen RNAs und kleinen nicht-kodierenden RNAs
(sncRNA) wie miRNAund piRNA gefunden, aber auch – erst
k�rzlich – in langen, nicht-kodierenden RNAs (lncRNA), wo
sie die Faltung, Stabilit�t und nicht zuletzt die Interaktion mit
kritischen Proteinen beeinflussen. Nicht-kanonische Basen
sind in hohem Maß f�r die diversen Funktionen dieser nicht-
kodierenden RNAs zust�ndig.

2.4. Quantifizierung und genomweite Kartierung von RNA-
Modifikationen

Die Detektion und strukturelle Charakterisierung von
modifizierten RNA-Nukleosiden ist ein hochentwickeltes
Gebiet, und wir verweisen an dieser Stelle auf exzellente
�bersichtsartikel.[112] Es ist nach wie vor schwierig, modifi-

zierte Nukleoside in unterschiedlichen RNA-Spezies und
Geweben zu lokalisieren und zu quantifizieren. Die eta-
blierten Sequenziertechniken beruhen auf vorangehender
Amplifikation revers transkribierter RNA durch die Poly-
merasekettenreaktion (PCR). Informationen �ber in der
RNA befindliche Modifikationen, die sich nicht auf das Ba-
senpaarungsverhalten auswirken, gehen bei diesen Schritten
verloren. Zudem werden die f�r die reverse Transkription
bençtigten reversen Transkriptasen durch viele Modifikatio-
nen blockiert, und es entstehen unvollst�ndige cDNA-Frag-
mente oder lokale Mutationen.[113] Diese Eigenschaften
konnten jedoch durch geschicktes Assaydesign zur genom-
weiten Kartierung einiger Modifikationen genutzt werden. A-
nach-I-Editierungen konnten beispielsweise durch chemische
Derivatisierung von Inosin mit Acrylnitril detektiert werden,
was Inosin in einen Block der reversen Transkription �ber-
f�hrt.[114] Die Verwendung von Sequenzierungstechniken der
n�chsten Generation (NGS) bei der Sequenzierung von Bi-
sulfit-behandelter RNA hat zur genomweiten Identifizierung
von m5C-Modifikationen gef�hrt.[115] Limbach und Mitarbei-
ter haben durch chemische Derivatisierung von Pseudouridin
in Kombination mit Restriktion durch Endonukleasen und
MALDI-TOF-MS Pseudouridinylierungen in komplexen
RNA-Mischungen nachweisen kçnnen.[116] Erst k�rzlich
wurde auch eine genomweite Karte von m6A-Modifikationen
erstellt, basierend auf der Anreicherung m6A-haltiger Frag-
mente mit einem spezifischen Antikçrper und anschließender
massiver paralleler RNA-Sequenzierung (RNAseq).[117]

Diese Methoden ermçglichen die Detektion ausgew�hlter
Modifikationen innerhalb der RNA. Demgegen�ber konnte
k�rzlich eine Vielzahl unterschiedlicher Modifikationen auf
einem pr�zise geschachtelten Mikroarray detektiert werden.
Durch die vergleichende Analyse von Wildtyp-Hefe mit
modifikationsdefizienten Mutanten wurden enzymspezifische
und bislang unbekannte Modifikationsstellen entdeckt.[118] Es
ist jedoch weiterhin schwierig, die exakte RNA-Spezies oder
gar die genaue Position einer bestimmten Modifikation zu-
zuordnen. Es werden weiterhin effiziente Methoden zur Iso-
lierung einzelner RNA-Spezies aus komplexen Gewebepro-
ben bençtigt, die die anschließende Analyse mittels partiel-
lem Verdau und Massenspektrometrie ermçglichen. Eine
solche Methode kçnnte die positionsgenaue Bestimmung von
Modifikationen in tRNA und anderen RNA-Spezies erheb-
lich beschleunigen. Mit diesem Ziel wurde k�rzlich eine
Methode namens RCC (reciprocal circulating chromatogra-
phy) entwickelt, die es erlaubt, einzelne RNA-Spezies aus
einer komplexen Mischung mithilfe von komplement�ren
DNA-F�ngersonden, immobilisiert auf einer Festphase, zu
isolieren. Der Vorteil der RCC-Technik ist ihre Anwendbar-
keit auf Hochdurchsatz-Strategien.[119] Ein anderer Ansatz
mit spezifischen Sonden f�r bekannte Zielsequenzen wurde
k�rzlich f�r die Quantifizierung von m1A in tRNA auf ge-
nomweiter Ebene genutzt. Hierbei wurden Primerverl�nge-
rung mit anschließender PCR-Amplifikation und Hybridi-
sierung auf Mikroarrays verwendet.[120]

Die Quantifizierung des Modifikationsgrades in Geweben
und Zellen ist ebenfalls im Fokus intensiver Untersuchungen,
und verschiedene Methoden wurden zu diesem Zweck ent-
wickelt.[112a, 121] Zurzeit basieren die pr�zisesten Techniken auf

.Angewandte
Aufs�tze

T. Carell et al.

7232 www.angewandte.de � 2012 Wiley-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim Angew. Chem. 2012, 124, 7220 – 7242



der Massenspektrometrie, genauer der LC-MS in Kombina-
tion mit Isotopenverd�nnungsprotokollen[122] oder Tandem-
Massenspektrometrie.[123] Obwohl sich LC-MS hervorragend
f�r die Detektion individueller Modifikationen eignet und
MSn-Technologien zur Entschl�sselung der Struktur beitra-
gen kçnnen, ist die Massenspektrometrie nur bedingt f�r die
Quantifizierung geeignet, da die Signalintensit�t eines be-
stimmten Molek�ls eher auf seinem Ionisierungspotential als
auf seiner Konzentration im Analyt beruht. Mithilfe von
isotopenmarkierten Standardsubstanzen, welche die gleichen
Retentionszeiten und Ionisierungseigenschaften wie ihre na-
t�rlichen Pendants besitzen, kann jedoch die Konzentration
einer Modifikation sehr pr�zise bestimmt werden. Ihre Posi-
tion innerhalb der RNA-Spezies kann jedoch nicht bestimmt
werden. Basierend auf dieser Methode war es k�rzlich mçg-
lich, einen breiten, quantitativen Einblick in die Verteilung
von Modifikationen zwischen unterschiedlichen Geweben
aus Maus und Schwein zu erhalten. Beispielhafte Daten sind
in Abbildung 9 aufgef�hrt.[124]

Wie in Abbildung 9 gezeigt, variieren die Mengen der
modifizierten Nukleoside stark in den unterschiedlichen
Geweben, was unterstreicht, dass der Sequenzcode in allen
Zellen eines Organismus zwar identisch, der Modifizie-
rungsgrad der tRNA hingegen f�r jedes Gewebe spezifisch

ist. Dies kçnnte eine gewebsspezifische Modulation von
Translation und Metabolismus widerspiegeln.

Andere Quantifizierungsans�tze zeigten, dass Umwelt-
bedingungen einen Einfluss auf den Modifizierungsgrad
haben kçnnen. Eine k�rzlich verçffentlichte Studie belegt,
dass sich die Mengen spezifischer RNA-Modifikationen in
Saccharomyces cerevisiae als Antwort auf verschiedene
Stressbedingungen dynamisch ver�ndern,[123b] was darauf
hindeutet, dass die Modifikationsgrade auch aufgrund von
Umwelteinfl�ssen angepasst werden.

LC-MS-Analysen in Kombination mit Isotopenverd�n-
nung wurden ebenfalls f�r die Quantifizierung von modifi-
zierten Nukleosiden in tRNA bakterieller und eukaryotischer
Spezies durchgef�hrt. Die gesammelten Quantifizierungsda-
ten variieren so stark zwischen den untersuchten Spezies, dass
ein „phylogenetischer“ Stammbaum (Abbildung 10) kon-
struiert werden konnte, dessen Aufbau gut mit Stammb�u-
men auf klassischen, genomischen Datengrundlagen �ber-
einstimmt.[125] Diese Daten zeigen, dass zwar kleinere
Schwankungen im Modifikationsgehalt aufgrund von Stress
oder organspezifischen Aufgaben auftreten, die Gesamtheit
der Modifikationen und ihre relativen Mengen aber vom
phylogenetischen Ursprung einer Spezies bestimmt werden.

2.5. Die Rolle von RNA-Modifikationen in
Krankheit und Diagnose

Obwohl es f�r die meisten Modifi-
kationen bislang unbekannt ist, wie sie
die Gesundheit eines Organismus be-
einflussen, gibt es dennoch einige Bei-
spiele, wie Ver�nderungen im Modifi-
kationsstatus zur Entwicklung von
Krankheiten beitragen. Hierbei ist es
auff�llig, dass die meisten Krankheiten
im Zusammenhang mit Nukleosidmo-
difikationen im Bereich des Energie-
stoffwechsels zu finden sind (z. B. Mi-
tochondriopathien, Diabetes mellitus
Typ 2, Fettleibigkeit).

2.5.1. Die Rolle von RNA-Modifikationen
bei menschlichen Erkrankungen

Eine besondere Modifikation,
deren Abwesenheit direkt mit einem
Krankheitsbild verkn�pft ist, ist das
Taurin, eine Modifikation der Wobble-
Base Uridin in den mitochondrialen
tRNALeu

UUR und tRNALys.[126] Unter-
modifizierte Wobble-Positionen in
diesen tRNAs sind verantwortlich f�r
die Auspr�gung zweier bedeutender
mitochondrialer Erkrankungen,
MELAS (mitochondrial myopathy,
encephalopathy, lactic acidosis and
stroke-like episodes) und MERRF
(myoclonus epilepsy associated with

Abbildung 9. Darstellung von synthetischen, mit stabilen Isotopen markierten, modifizierten
Nukleosiden und die ungef�hre Position der nat�rlichen Analoga innerhalb der tRNA. Die farb-
codierte Tabelle zeigt die Mengen der hergestellten Modifikationen in unterschiedlichen Gewe-
ben vom Schwein, was deutliche gewebsspezifische Unterschiede im Modifikationsgrad aufzeigt
(die Werte beziehen sich auf 1000 tRNA-Molek�le, die Farben spiegeln den relativen Modifikati-
onsgehalt wider; rot: hoch, gr�n: niedrig).
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ragged-red fibers).[126,127] Fehlende Modifikationen f�hren zu
gestçrter Dekodierung der Leucin- und Lysin-Wobble-
Kodons, was wiederum zu Defiziten in der mitochondrialen
Translation f�hrt.

Eine andere Wobble-Modifikation, das Queuosin, wurde
ebenfalls mit einer Reihe von Erkrankungen in Verbindung
gebracht. So ist ein niedriger Q-Gehalt charakteristisch f�r
bestimmte Tumortypen. Beispielsweise enth�lt Tumorgewebe
der Lunge niedrigere Q-Mengen als gesundes Lungengewe-
be.[128] Dar�ber hinaus wurden niedrige Q-Niveaus mit hç-
herer Expressionsrate der tRNA-Guanin-Transglycosylase
(TGT) bei Leuk�mie und Darmkrebszellen in Verbindung
gebracht.[129] Mehrere Krankheiten stehen in Verbindung mit
der A-nach-I-Editierung durch RNA-spezifische Adenin-
Desaminasen (ADAR). Desaminierung von Adenin f�hrt zu
Inosin, das bevorzugt mit Cytosin paart. Die meisten Editie-
rungen wurden f�r Proteine des zentralen Nervensystems
beschrieben. Bedeutende Beispiele sind die Familie der
Glutamatrezeptoren und der Serotoninrezeptor 5-HT2C. Zu
den Krankheiten, die auf einem Defekt der ADAR-Enzyme
beruhen, gehçren neurodegenerative Erkrankungen, Diabe-
tes, Krebs und AIDS (siehe den �bersichtsartikel von Gallo
und Locatelli).[130]

K�rzlich erweckten zwei weitere Modifikationen Auf-
merksamkeit, nachdem sich ihre biosynthetischen Enzyme als
bekannte genetische Faktoren f�r Fettleibigkeit (FTO) und
Typ-2-Diabetes (CDKAL1) herausstellten. W�hrend Allele
beider Gene mit hoher statistischer Signifikanz schon fr�h f�r
die Auspr�gung einer Krankheit verantwortlich gemacht
wurden,[131] konnte die Funktion der Proteine erst k�rzlich
aufgekl�rt werden. Die Gruppen um Fontecave und Tomi-
zawa konnten schl�ssig beweisen, dass das mit Typ-2-Diabe-
tes (T2D) assoziierte Protein CDKAL1 (CDK5 regulatory
subunit associated protein 1-like 1) eine S-Adenosylmethio-
nin(SAM)-abh�ngige Methylthiotransferase ist, die f�r die
Bildung von ms2t6A aus t6A in tRNALys

UUU zust�ndig ist.[132]

Das Protein ist im endoplasmatischen Retikulum (ER) lo-
kalisiert, und seine Ausschaltung in M�usen beeinflusst si-

gnifikant die Insulinaussch�ttung und
f�hrt zur Dysfunktion der b-Zellen,
wahrscheinlich verursacht durch ein
fehlerhaftes Auslesen des LysUUU-Ko-
dons.[132b] Interessanterweise neigen
CDKAL1-defiziente M�use zu er-
hçhtem Stress bei Ern�hrung mit
hohem Fettgehalt, w�hrend das zweite
neubewertete Protein FTO (fat mass
and obesity associated protein) ein
wohlbekannter Faktor bei Fettleibig-
keit ist. Beide Gene sind zudem �ber
eine Vielzahl von klinischen Studien
zu Typ-2-Diabetes verbunden (siehe
http://string-db.org). FTO wurde zu-
n�chst von Schofield und Mitarbeitern
als FeII/a-KG-abh�ngige Dioxygenase
identifiziert, die in der Lage ist, die
alkylierten DNA-Sch�den m3dT,
m1dA und in geringerem Maße auch
m3dC in einzelstr�ngiger DNA zu de-

methylieren.[133] Sp�ter erweiterten He und Mitarbeiter das
Substratspektrum auf m3U und RNA.[134] So war das genaue
Substrat von FTO l�ngere Zeit unklar, bis die Gruppe um He
k�rzlich FTO als RNA-spezifische m6A-Demethylase be-
schrieb.[135] m6A ist eine h�ufige Modifikation in mRNA, und
eine Aktivit�t von FTO auf m6A-enthaltende Prolactin-
mRNA konnte gezeigt werden. Die k�rzlich publizierte ge-
nomweite Karte von m6A zeigt eine Anreicherung dieser
Modifikation am Transkriptionsstart und nahe der Stopko-
dons. Es konnte ebenfalls gezeigt werden, dass m6A das
Spleißen der mRNA beeinflusst.[117] FTO wurde im Zellkern
gefunden und lokalisiert dort in spezifischen Foci, die als
potentielle Spleißstellen charakterisiert wurden.[135]

Es ist in diesem Zusammenhang vielleicht interessant zu
bemerken, dass ein Paralog von CDKAL1, CDK5RAP1
(CDK5 regulatory subunit associated protein 1), ein be-
kannter Repressor der gut untersuchten Kinase CDK5 ist.[136]

CDK5 ist nicht nur ein wichtiger Faktor bei der Regulation
der Gehirnentwicklung, sondern auch an der Auspr�gung
neurogenerativer Erkrankungen wie Alzheimer und der In-
sulinsekretion beteiligt.[137] Sein Inhibitor CDK5RAP1 ist das
humane Ortholog des bakteriellen MiaB-Proteins und f�r die
Methylthiolierung von i6A unter Bildung von ms2i6A in mi-
tochondrialer tRNA und anderen RNA-Spezies zust�ndig.[138]

Alle hier erw�hnten Krankheiten sind �ber die Funktion der
Mitochondrien verbunden.[139] Zusammengenommen erge-
ben sich Hinweise auf eine Vernetzung der Funktion von
RNA-Modifikationen bei der Auspr�gung der Zivilisations-
krankheiten Adipositas und Typ-2-Diabetes.

2.5.2. RNA-Modifikationen als diagnostische Marker und thera-
peutische Zielmolek�le

Neben einer direkten Beteiligung von RNA-Modifika-
tionen in Krankheitsbildern haben Methoden zur Quantifi-
zierung spezifischer Modifikationen zur Entwicklung dia-
gnostischer Verfahren gef�hrt. Bereits 1978 stellten Nishim-
ura und Mitarbeiter abnehmende Mengen von Queuosin in

Abbildung 10. „Phylogenetischer“ Stammbaum auf der Grundlage von quantitativen Daten zur tRNA-Modi-
fikation f�r einige Pro- und Eukaryoten. Die zunehmende Helligkeit des Gr�ntons steht f�r hçhere Mengen
der in der x-Achse aufgef�hrten Modifikationen in den in der y-Achse aufgef�hrten Spezies.
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Tumorgewebe fest.[140] Dieser Fakt wurde sp�ter als Biomar-
ker f�r Lungenkrebs entwickelt.[141] Das Vorhandensein
dieser Modifikation ist zudem f�r die Virulenz von Shigella
flexneri verantwortlich, einem Shigellenruhr verursachenden
Bakterium. Untersuchungen am Gen des TGT-Enzyms, das
f�r den Austausch von Guanin mit preQ1 zust�ndig ist, haben
gezeigt, dass Mutationen zu einem signifikanten Verlust der
Pathogenit�t von S. flexneri f�hren.[142] Dies macht TGT zu
einem interessanten Zielmolek�l bei der Bek�mpfung der
Shigellenruhr.[142a] Es wurden in der Medizinalchemie bereits
Anstrengungen zur Inhibition von TGT unternommen.[143]

Insbesondere die Entwicklungen in der Massenspektrometrie
zu immer niedrigeren Nachweisgrenzen hat zur Entwicklung
von RNA-Modifikationen als Biomarker beigetragen. Die
Analyse von Nukleosiden im Urin durch LC- oder CE-ge-
koppelte Massenspektrometrie wurde f�r die Diagnose un-
terschiedlicher Krebsarten genutzt.[144]

3. Modifizierte Basen in der DNA

Im Vergleich zur großen Vielfalt an Modifikationen in der
RNA und der komplexen Biosynthesemaschinerie, die zu
ihrer Generierung sowohl einzeln agierende Enzyme als auch
große Komplexe wie z.B. die snRNP erfordert, wurden in
DNA verh�ltnism�ßig wenige Modifikationen gefunden. Dies
hat sicherlich mit der bedeutenden, aber eingegrenzten
Funktion der DNA als Tr�ger der genetischen Information zu
tun. Als solche liegen die Molek�le der DNA meist in einer
Doppelstrangstruktur vor, in der die Basen zum Zentrum der
Helix zeigen und Wasserstoffbr�cken zu ihren Gegenst�cken
ausbilden. RNA liegt dagegen meist einzelstr�ngig und in
einer komplexen dreidimensionalen Faltung vor, in der nicht
alle Basen Wasserstoffbr�cken zu benachbarten Basen aus-
bilden. Wichtige Modifikationen in der DNA sind sicherlich
die DNA-Sch�den. Sch�den sind modifizierte Basen, die
aufgrund der Exposition mit sch�dlichen Agentien entstehen,
seien es UV-Strahlung, reaktive Sauerstoffspezies oder aus
der Umwelt, z. B. mit der Nahrung aufgenommene Substan-
zen wie aromatische Amine. Letztere werden in der Leber zu
reaktiven Nitronium-Intermediaten aktiviert, die mit den
nukleophilen Gruppen der DNA-Basen zu den sogenannten
„bulky adducts“ reagieren kçnnen. All diese DNA-Sch�den
sind mutagen oder cytotoxisch. Daher besitzen Zellen dedi-
zierte Reparatur- und Schadenstoleranzsysteme, um den
mutagenen oder auch oft letalen Effekten der modifizierten
DNA-Basen zu entgegnen. DNA-Sch�den stellen keine bio-
synthetisch modifizierten Basen dar und sollen daher in
diesem Aufsatz nicht ber�cksichtigt werden. Interessierte
Leser verweisen wir auf weiterf�hrende Literatur zu diesem
wichtigen Forschungsgebiet.[145]

Neben den DNA-Sch�den existiert eine kleine Anzahl
modifizierter DNA-Basen, die enzymatisch generiert werden
(Abbildung 11). In spezifischen Sequenzen bakterieller
Genome kçnnen Adenine und Cytosine an der N6- bzw. der
C5- oder N4-Position methyliert werden. Beide Cytosinderi-
vate, m5dC und m4dC, sch�tzen die DNA des Bakteriums vor
dem Abbau durch eigene Restriktionsenzyme. Diese Endo-
nukleasen werden als Abwehrsystem z.B. gegen Infektion mit

Bakteriophagen, f�r die Zerstçrung von nicht-methylierter
Fremd-DNA bereitgehalten. m6dA ist zus�tzlich zu dieser
Funktion an der Regulation von Virulenz, der Reparatur von
Fehlpaarungen, dem Timing der DNA-Replikation und der
Kontrolle der Genexpression beteiligt.[146] Weil w�hrend der
Replikation gebildetes dA zun�chst unmethyliert vorliegt,
erlaubt es der Zelle f�r wenige Sekunden bis zur Remethy-
lierung, den neugebildeten DNA-Strang von seinem Tem-
platstrang zu unterscheiden. Diese Zeit erlaubt die Reparatur
von Replikationsfehlern. Eben kopierte Replikations-
urspr�nge werden durch die Bindung des SeqA-Proteins vor
einer Remethylierung gesch�tzt und bleiben daher l�nger im
halbmethylierten Zustand. Weil halbmethylierte Replika-
tionsurspr�nge inaktiv sind, wird die weitere Zellteilung un-
terbunden, bis die Remethylierung vollst�ndig abgeschlossen
ist.[147]

Die modifizierten Basen 5-Hydroxymethyluracil (hmU/
hm5dU, Nukleosid J) und 5-Hydroxymethylcytosin (hmC/
hm5dC) wurden in der DNA der geradzahligen T-Bakterio-
phagen (hm5dC) und in dem parasit�ren Flagellaten Trypa-
nosoma brucei (hm5dU) gefunden. In beiden F�llen wird die
Hydroxymethylgruppe in das Triphosphat vor der Inkorpo-
ration in die DNA eingef�hrt und anschließend glycosyliert.
Die Funktion dieser Basen ist der Schutz gegen Abbau durch
die Restriktionsenzyme des Wirtes.[13b] hmU steht zudem in
Verdacht, die Transkription zu hemmen.

Die am besten untersuchte, nicht-kanonische Nukleobase
ist jedoch das 5-Methyldesoxycytosin (m5dC). Es wird als
f�nfte Hauptkomponente des DNA-Molek�ls bezeichnet.
Die Existenz dieser DNA-Base, die genau eine Methylgruppe
am C5 des Cytosin tr�gt, wurde bereits 1925 von Johnson und
Cokel postuliert, die die Base im Tuberkelbazillus entdeck-

Abbildung 11. Oben: m4dC und m6dA. Mitte: b-d-glycosylierte Formen
von 5-hmC/hm5dC (links) und 5-hmU/hm5dU (rechts). Unten: Abbil-
dung der vier epigenetischen Basen, die eine zweite Ebene der geneti-
schen Information darstellen. Diese Ebene enth�lt Informationen �ber
die Genaktivit�t. In Anlehnung an die RNA-Nomenklatur sollten die
modifizierten DNA-Basen mit m5dC, hm5dC, hm5dU, f5dC und ca5dC
abgek�rzt werden. In der DNA-Community haben sich jedoch die Ab-
k�rzungen 5-mC, 5-hmC, 5-fC und 5-caC oder die noch k�rzere Dar-
stellung mC, hmC, fC und caC eingeb�rgert, weshalb hier auf beide
Formen zur�ckgegriffen wird.
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ten.[148] Dieser Befund, zun�chst nur als pure Spekulation
abgetan, wurde 24 Jahre sp�ter von Wyatt best�tigt, der
bewies, dass m5dC tats�chlich Bestandteil des genetischen
Materials ist.[149] Es gilt heute als best�tigt, dass diese Base an
der Regulation der Transkription beteiligt ist. W�hrend die
Sequenz der DNA unver�ndert bleibt, kann die Transkripti-
onsaktivit�t eines Gens �ber die Methylierung der Cytosin-
Basen beeinflusst werden, was das Forschungsgebiet der
Epigenetik definiert. Damit ist m5dC in Pflanzen, Pilzen und
Bakterien eine epigenetische Modifikation zur Kontrolle der
Genaktivit�t, w�hrend es in Bakterien vor allem dem Schutz
vor Infektionen durch Bakteriophagen dient (siehe oben).

3.1. Die Entdeckung der modifizierten DNA-Basen
5-Hydroxymethylcytosin, 5-Formylcytosin und
5-Carboxycytosin in hçheren Organismen

Das Forschungsgebiet um das m5dC ist so gewaltig, dass es
hier nicht abgehandelt werden kann. Stattdessen konzen-
trieren wir uns auf den Entdeckungsprozess, der k�rzlich zur
Beobachtung weiterer modifizierter Cytosinderivate in der
DNA gef�hrt hat.

2009 zeigten zwei Forschergruppen unabh�ngig vonein-
ander die Existenz von 5-Hydroxymethylcytosin (hmC/
hm5dC) in DNA aus Stammzellen der Maus und in Neuronen,
zus�tzlich zu dem bekannten 5-Methylcytosin (mC/m5dC).[150]

Tats�chlich handelte es sich hier um eine Wiederentdeckung,
da hmC bereits 1972 von Yura und Mitarbeitern als Be-
standteil tierischer DNA beschrieben wurde.[151] In darauf-
folgenden Arbeiten konnte gezeigt werden, dass 5-Hydroxy-
methylcytosin besonders h�ufig in der DNA des zentralen
Nervensystems (ZNS) vorkommt.[152] Diese Arbeiten wurden
durch die Synthese von isotopenmarkiertem mC und hmC
und deren Nutzung in der quantitativen LC-Massenspektro-
metrie ermçglicht, wie bereits f�r die Quantifizierung von
RNA-Modifikationen beschrieben.[122a] Mit dieser Methode
konnte gezeigt werden, dass der Gehalt an mC in allen Ge-
weben der Maus bei konstant etwa 4.5% aller Cytosine liegt,
w�hrend die Mengen an hmC stark variierten. Wir wissen
heute, dass diese Base in allen Geweben, jedoch in stark un-
terschiedlichen Mengen vorkommt. Dabei ist hmC vor allem
im Gehirn stark angereichert, besonders in Regionen mit
hçherer kognitiver Funktion. In Tumoren des Gehirns sind
diese Werte deutlich reduziert.[153] Neben neuronalem
Gewebe wurden signifikante Mengen von hmC auch in em-
bryonalen Stammzellen gefunden. Diese Beobachtung f�hrte
zu der Idee, dass die hmC-Base eine Rolle bei der epigene-
tischen Programmierung des Genoms und insbesondere bei
dem r�tselhaften Prozess der aktiven Demethylierung
spielt.[154]

Anf�ngliche Versuche, die wahrscheinlichsten Oxida-
tionsprodukte des hmC, n�mlich 5-Formylcytosin (fC/f5dC)
und 5-Carboxycytosin (caC/ca5dC), in Hirngewebe zu detek-
tieren, schlugen fehl.[155] Es wurde gezeigt, dass trotz großer
Mengen hmC weder fC noch caC in auswertbaren Mengen im
zentralen Nervensystem (ZNS) vorlag. Im weiteren Verlauf
dieser Untersuchungen wurde fC k�rzlich in der DNA von
embryonalen Stammzellen der Maus gefunden.[156] Dar�ber

hinaus wurde hier kurz darauf auch caC nachgewiesen.[157] Es
wurde berichtet, dass caC in grçßeren Mengen in Stamm-
zellen auftritt, deren TDG-Enzym deletiert wurde. Diese
Reparaturglycosylase ist bekannt, die glycosidische Bindung
zwischen Desoxyribose und caC zu spalten, um diese Modi-
fikation zu reparieren.[157b] Diese Ergebnisse f�hrten zu dem
Schluss, dass caC �ber die Basenexzisionsreparatur aus der
DNA entfernt wird. Eine Kristallstruktur von TDG mit ge-
bundener, caC-haltiger DNA st�tzt diese Hypothese.[158]

3.2. Die Rolle der modifizierten DNA-Basen
5-Hydroxymethylcytosin, 5-Formylcytosin und
5-Carboxycytosin

Obwohl die exakte Menge und Verteilung von fC und caC
in Stammzellen und somatischen Geweben noch nicht klar ist,
besteht die Frage nach ihrer Funktion. Die wichtige Base mC
ist an einer Vielzahl biologischer Prozesse, wie Regulation
der Genexpression, der genetischen Pr�gung, der Inaktivie-
rung des X-Chromosoms und der Unterdr�ckung transposa-
bler Elemente, beteiligt.[159] Wenn ein Promotor signifikante
Mengen an mC ausweist, ist die Expression des zugehçrigen
Gens meist unterdr�ckt. Es wird aktuell angenommen, dass
hmC eine vergleichbare epigenetische Funktion einnimmt.
Proteine, die f�r ihre Bindung an mC bekannt sind, kçnnen
nicht mit hmC interagieren, was die transkriptionelle Akti-
vit�t der hydroxymethylierten Gene gegen�ber der methy-
lierten Gene beeinflussen kçnnte. Somit stellen hydroxyme-
thylierte Promotoren womçglich bereits eine Reversion der
durch Methylierung unterdr�ckten Genexpression dar.[160]

Dar�ber hinaus sind die Basen hmC, fC und caC womçglich
Intermediate auf dem Weg, die epigenetische Base mC aus
dem Genom zu entfernen und durch unmodifiziertes C zu
ersetzen.[161] Dies w�rde den Zellen eine flexible Repro-
grammierung des epigenetischen Status eines Gens erlauben.
Der tats�chliche Mechanismus hierf�r ist bislang unklar,
kçnnte jedoch prinzipiell auf zwei unterschiedliche Arten
geschehen (Abbildung 12). Der erste Mechanismus basiert
auf der Basenexzisionsreparatur.[162] Hier geht man davon
aus, dass die modifizierten Basen fC und caC von speziellen
Glycosylasen, wie der Thymin-DNA-Glycosylase (TDG),
erkannt und durch Spaltung der glycosidischen Bindung
zwischen Zucker und Base herausgeschnitten werden. Dabei
bleibt eine abasische Stelle zur�ck (Abbildung 12), die in der
Folge mit unmodifiziertem dC repariert wird,[163] was in der
Konsequenz zu einem Austausch der epigenetischen Mar-
kierung mC mit unmodifiziertem dC f�hrt. Ein �hnlicher
Mechanismus geht hierbei von hmC aus. Allerdings hat sich
gezeigt, dass hmC ein schlechtes Substrat f�r TDG ist.
Enzyme wie AID/APOBEC kçnnen jedoch hmC zu hmU
desaminieren, was wiederum ein gutes Substrat f�r die DNA-
Glycosylasen SMUG1 und TDG ist. Somit wird ein Aus-
tausch von hmC nach C �ber den Umweg der Desaminierung
mçglich.[164]

Der zweite, chemisch attraktive Weg zur aktiven Deme-
thylierung w�re die Decarboxylierung von caC oder alterna-
tiv die Dehydroxymethylierung von hmC oder Deformylie-
rung von fC. In diesem Szenario werden zur Demethylierung
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vorgesehene mC-Basen spezifisch schrittweise bis zum caC
enzymatisch oxidiert, um sie anschließend einem der Prozesse
zu unterziehen. An diesem Punkt scheint die Decarboxylie-
rung des caC chemisch am attraktivsten, da �hnliche Reak-
tionen bereits von der Orotat- und der Isoorotatdecarboxy-
lase bekannt sind, die an der Bildung von Uracil beteiligt
sind.[165]

Obwohl bislang keine spezifische caC-Decarboxylase
entdeckt wurde, konnte k�rzlich gezeigt werden, dass Ex-
trakte von Stammzellen die F�higkeit zur Decarboxylierung
von caC zu C besitzen und dass diese Aktivit�t chemisch
durch S�ttigung der C5-C6-Doppelbindung ermçglicht
wird,[166] wie bereits vorher postuliert.[167]

Eine wichtige Entdeckung auf diesem Gebiet sind die
Enzyme zur schrittweisen Oxidation von mC zu hmC, fC und
caC. Dies sind die „ten-eleven-translocation“-Enzyme
(TET1, 2 und 3). Diese Proteine sind a-Ketoglutarat-Dioxy-
genasen, die molekularen Sauerstoff in einem FeII-haltigen
aktiven Zentrum f�r die radikalische Oxidation der Methyl-
gruppe, zun�chst in hmC, nutzen. Diese Enzyme sind ebenso
in der Lage, hmC zu fC und weiter zu caC zu oxidieren.[157,168]

Letztere Eigenschaft wurde k�rzlich zur basengenauen Se-
quenzierung von hmC entwickelt, f�r die hmC mithilfe von
rekombinantem TET-Enzym zum caC oxidiert wurde, das ein
unterschiedliches Verhalten in der Bisulfitsequenzierung
zeigt.[168] Eine alternative Methode mit demselben Ziel nutzt
die chemische Oxidation von hmC zum fC mit Perruthenat,
gefolgt von Bisulfitsequenzierung.[169]

In diesem Aufsatz wurde die interessante Klasse der FeII/
a-KG-abh�ngigen Dioxygenasen bereits mehrere Male in
unterschiedlichem Zusammenhang erw�hnt. Diese Enzyme
sind im Augenblick von großem Interesse, da sie in der Lage
sind, die Methylgruppen von Nukleobasen zu funktionalisie-
ren und zu entfernen. Die Entfernungsreaktion kehrt den
Effekt dieser speziellen Modifikationen um. Das FTO-Pro-

tein und die DNA-Repa-
raturenzyme der ALKB-
Familie entfernen z. B. die
Methylgruppen von m6A
oder m1dA. Sie oxidieren
die Methylgruppe zu
einem Hydroxymethyl-
intermediat (Schema 1).
Weil diese Methylgruppe
sich auf einem Hetero-
atom befindet, entsteht
eine leicht hydrolysierbare
„Acetal“-Struktur, die
letztlich zum vollst�ndigen
Verlust der Methylgruppe
f�hrt. Demgegen�ber oxi-
dieren die Enzyme ABH8
und TYW5 Methylgrup-
pen zu Hydroxymethyl-
gruppen in mchm5U und
OHyW, welche nicht eli-
miniert werden, da sie mit
einem weiteren Kohlen-
stoffatom verkn�pft sind.

In dieser Situation ist die Hydroxymethylgruppe der End-
punkt der Biosynthese. Die k�rzlich entdeckten TET-Enzyme
haben nun die anspruchsvolle Aufgabe, die C5-Methylgruppe
des Methylcytosins vollst�ndig zu entfernen. Dies geschieht
durch Aufoxidation zu fC und caC. Diese Basen sind bekannt,
von der TDG-Glycosylase durch Spaltung der glycosidischen
Bindung entfernt zu werden, was die schwierige Spaltung
einer C-C-Bindung umgeht. Es sind nun Arbeiten gefordert,
die die Entschl�sselung der Aktivit�t zum Ziel haben, die zur

Abbildung 12. Mçgliche Wege zur aktiven Demethylierung, basierend auf der Oxidation von mC. In Blau der
Glycosylase/BER-Mechanismus, der zun�chst durch DNA-Glycosylasen eine abasische Stelle erzeugt, diese
durch A/P-Endonuklease (APE) in einen Strangbruch �berf�hrt und mittels Polymerase und Ligase die L�cke
mit dC erneut schließt. hmC ist kein Substrat der TDG. Hier erfolgt zuerst eine Desaminierung zum
5-Hydroxymethyluracil (hmU) durch Enzyme der AID/APOBEC-Familie. Der mutmaßliche Decarboxylierungs-
weg ist in Rot gezeigt.

Schema 1. Oxidationsreaktion verschiedener Nukleoside durch Mitglie-
der der Familie der FeII/a-KG-Dioxygenasen.
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Decarboxylierung f�hrt, sei es ein enzymatischer oder an-
derweitig katalysierter Prozess.

4. Zusammenfassung

Es ist Lehrbuchwissen, dass die DNA und RNA aus je-
weils vier kanonischen Nukleobasen zusammengesetzt ist.
Dar�ber hinaus enthalten beide Polymere des Lebens eine
Vielzahl modifizierte Basen, die ihren chemischen Informa-
tionsgehalt vergrçßern. RNA ist dabei besonders reich an
Modifikationen, was die vielf�ltigen Aufgaben der RNA-
Molek�le in der Zelle widerspiegelt. RNA ist kein Informa-
tionsspeicher, sondern �bersetzt die Information in eine
Aminos�uresequenz. Zudem besitzt RNA regulatorische und
gelegentlich auch katalytische Funktion, und sie ist in Form
von Templatstr�ngen maßgeblich an der Modifikation ihrer
selbst beteiligt. Die Vielfalt und große Zahl an Modifikatio-
nen in der RNA ist offensichtlich das Resultat der Anpassung
an die komplexen und vielf�ltigen Aufgaben von RNA.
K�rzlich lernten wir auch, dass die chemische Diversit�t der
DNA grçßer ist als zun�chst erwartet. Neben den vier ka-
nonischen Basen und den lange bekannten Modifikationen
m4dC, m5dC, m6dA, hm5dU/hmU und hm5dC/hmC wissen wir
nun, dass DNA insgesamt vier epigenetische Basen (mC,
hmC, fC und caC) enth�lt, von denen fC und caC eben erst
entdeckt wurden. Wiederum dienen diese Modifikationen
regulatorischen, epigenetischen Zwecken. W�hrend alle
Zellen, so unterschiedlich sie auch sein mçgen, das gleiche
genetische Material enthalten, so erfordert die Erf�llung der
großen Zahl unterschiedlicher Aufgaben und Funktionen
innerhalb eines komplexen hçheren Organismus die spezifi-
sche Aktivierung und Inaktivierung Zelltyp-spezifischer
Gene. Die Regulation der zugrundeliegenden Unterdr�-
ckungs- und Aktivierungsprozesse erfordert eine zweite,
epigenetische Informationsebene, die augenscheinlich direkt
mit erhçhter chemischer Diversit�t verbunden ist. Diese Di-
versit�t wird von den epigenetischen Basen mC, hmC, fC und
caC bereitgestellt. Zusammenfassend kann man sagen, dass
DNA und RNA zus�tzlich zu ihrer ersten Informationsebene,
bereitgestellt durch die Abfolge der kanonischen Watson-
Crick-Basen, eine zweite Ebene auf der Basis chemischer
Komplexit�t enthalten, die durch die gezielte Einf�hrung von
Modifikationen in DNA und RNA aufgebaut wird. Die Wis-
senschaft wird sich sicherlich in den kommenden Jahren
vermehrt der Entschl�sselung der Biochemie dieser Sub-
stanzen, ihrer r�umlichen Verteilung (Sequenz) sowie der
Orchestrierung ihrer Einf�hrung in DNA und RNA widmen.
Die Forschung an DNA- und RNA-Modifikationen ist in den
Fachgebieten der chemischen Synthese, der Biochemie und
der Zellbiologie beheimatet, was den synthetisch orientierten
Forschern der chemischen Biologie Gelegenheit gibt, zu dem
Verst�ndnis, wie Nukleosidmodifikationen das Leben beein-
flussen, maßgeblich beizutragen.
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