
ZUSCHRIFTEN

718 � WILEY-VCH Verlag GmbH, D-69451 Weinheim, 1999 0044-8249/99/11105-0718 $ 17.50+.50/0 Angew. Chem. 1999, 111, Nr. 5

¹Base Flippingª: UV-Licht-geschädigte DNA-
RNA-Duplexe sind schlechte Substrate für
photoreaktivierende DNA-Reparaturenzyme**
Jens Butenandt, Lars T. Burgdorf und Thomas Carell*

cis-syn-Cyclobutanpyrimidin-Dimere (Photodimere) sind
die dominierenden DNA-Schäden, die bei der Bestrahlung
von Zellen mit UV-Licht entstehen.[1] Sie bewirken den
Zelltod und sind an der Entwicklung verschiedener Haut-
krebs-Arten beteiligt. Daher sind sie eine ernste Bedrohung
für jeden Organismus, der dem Sonnenlicht ausgesetzt ist.[2]

Alle Organismen haben DNA-Reparaturmechanismen ent-
wickelt,[1±3] um die durch UV-Licht verursachten Verände-
rungen aus dem Genom zu entfernen und eine Schädigung
der DNA zu überwinden. Gewisse Stellen des Genoms
werden mit deutlich geringerer Effizienz repariert, was sie
zu kritischen Mutationszonen (¹hot spotsª) macht.[3a, 4] Dies
hat die Untersuchung von Faktoren, die die Effizienz der
Schadenserkennung bestimmen, zu einer der zentralen Fra-
gestellungen in der Erforschung der DNA-Reparatur werden
lassen. Nach derzeiter Auffassung erkennen schadensspe-
zifische Reparaturenzyme im normalen DNA-Duplex struk-
turelle Veränderungen, die vermutlich durch geschwächte

Untersuchungsobjekte für die Aufdeckung bisher unerkann-
ter Zusammenhänge zwischen Struktur und Eigenschaften
von Nucleinsäuren eignen.[5]
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Grund für die vernachlässigbar kleine Stabilitätsdifferenz zwischen
den Duplexen der Motivpaare Nr. 7 und 8.[1f] Dafür sprechen die Tm-
Werte der Duplexe Nr. 9 und 10. Da die bei letzteren obligate
Verschiebung des Paarungsrahmens strangaufwärts (bei der p-RNA)
oder strangabwärts (bei der homo-DNA) erfolgen kann, ist in beiden
Serien der Duplex Nr. 9 mit vier statt drei Adenin-Adenin-Stapelun-
gen der stabilere (siehe Abbildung 2).
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erhalten bleiben kann. Inwieweit ein solcher Unterschied für lokale
Fluktuationen der Paarungsstärke innerhalb von Duplexen verant-
wortlich sein könnte, ist eine interessante Frage im Hinblick auf die
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Evanston, IL) eine Arbeit veröffentlicht werden.
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H-Brücken und geschwächte p-Stapel-Wechselwirkungen
in der Umgebung der DNA-Schädigung verursacht wor-
den sind. Kristallographischen Daten zufolge drehen viele
Reparaturenzyme die geschädigte Base aus dem DNA-
Duplex zur Reparatur heraus.[5] Dieser Vorgang könnte
durch die DNA-Packung,[6] durch die lokale DNA-Se-
quenz und durch die DNA-Konformation beeinfluût wer-
den.[7] Einen ersten Hinweis darauf liefert die Entdek-
kung, daû dsDNA-spezifische Reparaturenzyme Schädigun-
gen aus DNA-RNA-Hybriden,[8] die in der untypischen
A-Konformation vorliegen, mit geringerer Effizienz ent-
fernen.[9]

Wird also der Reparaturvorgang durch die Duplexkon-
formation beeinfluût, und wenn ja, in welchem Ausmaû? Um
dies zu klären, haben wir sequenzspezifisch Schädigungen in
DNA eingebaut und untersucht, wie stark Doppelstränge in
A- und B-Konformationen durch die Photoschäden destabi-
lisiert werden.

Die Reparaturreaktion ist in Schema 1 gezeigt und wurde
mit einer DNA-Photolyase untersucht. Von diesem Enzym
wird angenommen, daû es die cis-syn-Photoschäden in einer
extrahelicalen, herausgeklappten Konformation erkennt.[5d]

Gemäû den thermodynamischen Daten destabilisieren Pho-
todimere den B-Duplex signifikant und verringern die
Stabilität des A-Duplex nur wenig. Die geringere Destabili-
sierung korreliert mit einer weniger effizienten Reparatur.
Daher könnte die lokale DNA-Konformation das Heraus-
klappen der DNA-Schädigung modulieren.

Alle Studien wurden mit dem kürzlich eingeführten
Formacetal-verbrückten[10] cis-syn-Photodimer-Analogon 1
(Schema 1) durchgeführt. Es ist leicht in Gramm-Mengen
erhältlich,[11] so daû Oligonucleotide mit einem sequenzspe-
zifisch eingebauten Photodimer für diese Untersuchung in

Schema 1. Die Ausgangsverbindungen 1 und 2 der Phosphoramidit-Bau-
steine 3 bzw. 4, die für die Synthese der Schädigungen enthaltenden DNA-
Einzel- sowie DNA-DNA- und DNA-RNA-Doppelstränge verwendet
wurden. Die Reparatur unter Spaltung des Cyclobutanrings wird durch
Photolyase-DNA-Reparatur-Enzyme katalysiert.

ausreichenden Mengen zugänglich waren. 1 erwies sich als
gutes Substrat für DNA-Photolyasen, da diese während der
Reparatur den zentralen Phosphordiester innerhalb des
Dimers ignorieren.[12] 1 und die Referenzverbindung 2
wurden in die Phosphoramidite 3 bzw. 4 überführt und diese
nach bekannten Verfahren[11] in die GC-reichen 12mer- und
AT-reichen 14mer-Oligonucleotide 5 ± 8 (Tabelle 1) einge-
baut. Die Oligonucleotide wurden mit 1.0 ¾quiv. (1.3 ¾quiv.
für enzymatische Studien) der komplementären DNA- oder
RNA-Stränge zu den DNA-DNA-Duplexen 9 ± 12 (B-Kon-
formation) bzw. den DNA-RNA-Duplexen 13 ± 16 (A-Kon-
formation) anelliert.[8] Die Duplexe 9, 11, 13 und 15 wurden zu
Vergleichszwecken hergestellt.

Zur Untersuchung der Konformationen in Lösung wurden
mit allen Duplexen Circulardichroismus(CD)-Studien durch-
geführt.[13] Die CD-Spektren wurden bei 25 8C (coligo� 5 mm)
aufgenommen (Abbildung 1; Mittelwert aus fünf unabhängi-

Tabelle 1. Schmelzpunkte Tm [8C], Gibbs-Enthalpien DGo

15 oC,[18] Enthalpien DH8 und Entropien DS8 für DNA-DNA- und DNA-RNA-Duplex-Bildung,
erhalten aus van�t-Hoff-Auftragungen.

Sequenz Tm DGo

15 oC DH8 DS8
[8C][a] [kJ molÿ1][b] [kJ molÿ1] [kJ Kÿ1 molÿ1]

5 5'd(CGACGTfTGCAGC)3' ± ± ± ±
6 5'd(CGTATTfTATTCTGC)3' ± ± ± ±
7 5'd(CGACGT�TGCAGC)3' ± ± ± ±
8 5'd(CGTATT�TATTCTGC)3' ± ± ± ±

DNA-Duplexe vom B-Typ:
9 5'd(CGACGTfTGCAGC)3'

3'd(GCTGCA ACGTCG)5' 58.2 ÿ 81 ÿ 367 ÿ 0.99
10 5'd(CGACGT�TGCAGC)3'

3'd(GCTGCA ACGTCG)5' 51.0 ÿ 69 ÿ 321 ÿ 0.88
11 5'd(CGTATTfTATTCTGC)3'

3'd(GCATAA ATAAGACG)5' 46.8 ÿ 78 ÿ 458 ÿ 1.32
12 5'd(CGTATT�TATTCTGC)3'

3'd(GCATAA ATAAGACG)5' 41.2 ÿ 68 ÿ 417 ÿ 1.21

DNA-Duplexe vom A-Typ:
13 5'd(CGACGTfTGCAGC)3'

3'r(GCTGCA ACGTCG)5' 54.9 ÿ 78 ÿ 371 ÿ 1.02
14 5'd(CGACGT�TGCAGC)3'

3'r(GCTGCA ACGTCG)5' 51.5 ÿ 72 ÿ 344 ÿ 0.95
15 5'd(CGTATTfTATTCTGC)3'

3'r(GCATAA ATAAGACG)5' 46.3 ÿ 75 ÿ 427 ÿ 1.22
16 5'd(CGTATT�TATTCTGC)3'

3'r(GCATAA ATAAGACG)5' 45.6 ÿ 73 ÿ 412 ÿ 1.18

[a] Bedingungen: 150 mm NaCl, 10 mm Tris/HCl,[18] pH 7.4, coligo� 4.0mm. Fehler in Tm:�0.3 8C. [b] Erhalten durch Auftragen von 1/Tm gegen ln cT. Daten von
mindestens fünf Konzentrationen und zwei bis drei unabhängigen Messungen wurden verwendet; abgeschätzter Fehler bei �5%.
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gen Messungen). Die CD-Spektren des Referenz-DNA-
DNA-Duplexes 9 und des DNA-DNA-Duplexes 10, der das
Photodimer enthält, sind sehr ähnlich und weisen alle
Charakteristika einer Doppelhelix in B-Form auf. Der Einbau

Abbildung 1. CD-Spektren der Oligonucleotide bei 25 8C in 150 mm NaCl,
10mm Tris/HCl (Tris�Tris(hydroxymethyl)aminomethan),[18] pH 7.4,
coligo� 5 mm. ± ±± 9, ±*** 10, **** 13, ÐÐ 14. ¾hnliche Ergebnisse wurden
für die Oligomere 11, 12 und 15, 16 erhalten.

des Photodimer-Analogons 1 beeinfluût folglich die über-
greifende B-Struktur nicht. Die CD-Spektren der DNA-
RNA-Duplexe 13 und 14 deuten auf eine A-Form der
Duplexstruktur hin.[8, 13] Die CD-Spektren von 13 und 14 sind
wiederum weitestgehend identisch, was bedeutet, daû die
Photoschädigung auch die A-Konformation nicht beeinfluût.

Um den destabilisierenden Effekt des Photodimers in einer
A- und B-Duplex-Konformation zu quantifizieren, wurden
Schmelzpunktstudien durchgeführt (Tabelle 1). Die thermo-
dynamischen Parameter (15 8C) wurden aus den van�t-Hoff-
Auftragungen bestimmt. Es sind Mittelwerte aus Messungen
bei jeweils fünf verschiedenen Konzentrationen (0.5 ±
8.0 mm).[14] Unter den beschriebenen Bedingungen haben die
zwei Referenz-DNA-DNA-Duplexe 9 und 11 einen Schmelz-
punkt Tm (4mm) von 58.2 bzw. 46.8 8C (Tabelle 1). Der Einbau
des Photodimers bewirkt eine signifikante Destabilisierung
der Duplexe 10 und 12, deren Tm-Werte (4 mm) 51.0 bzw.
41.2 8C sind. Eine solche Destabilisierung wurde bereits
früher einer lokalen Störung der p-Stapelung- und H-Brük-
ken-Wechselwirkung des Dimers im DNA-Duplex zuge-
schrieben,[15] obwohl NMR-Untersuchungen[15c, 6] und Berech-
nungen[17] vermuten lassen, daû der Dimer-Schaden noch
innerhalb des Duplex lokalisiert ist.

Die für Referenzzwecke hergestellten DNA-RNA-Hetero-
duplexe 13 und 15 schmelzen bei Tm� 54.9 bzw. 46.3 8C (4 mm).
Der Einbau des Photodimers in diesen A-artigen Duplex
bewirkt eine signifikant geringere Destabilisierung des Du-
plexes: Die Schmelzpunkte nehmen um ein sehr viel kleineres
Ausmaû ab und ergeben einen Tm-Wert (4 mm) von 51.5 8C für
14 und von 45.6 8C für 16. Diese Werte sind nur um 3.4 8C bzw.
0.7 8C niedriger als die der Referenzverbindungen 13 und 15.
Für die geringere Destabilisierung des geschädigten DNA-
RNA-Hybrids sprechen auch die thermodynamischen Daten

(Tabelle 1). Der Einbau der Dimereinheit in die DNA-DNA-
Duplexe 10 und 12 verringert deren Stabilität um �12 bzw.
�10 kJ molÿ1 im Vergleich zu der von 9 bzw. 11. Innerhalb der
DNA-RNA-Serie vom A-Typ ist die Abnahme der Stabilität
jedoch zwei- bis viermal kleiner. Der Unterschied D(DG)
beträgt �6 kJ molÿ1 zwischen 13 und 14 und nur �2 kJ molÿ1

zwischen 15 und 16.
Sollte die Erkennung von DNA-Schädigungen durch die

Duplex-Konformation und durch den Betrag der Destabili-
sierung des Duplexes beeinfluût werden, dann wäre eine
erhöhte Reparaturrate für 1 im stark destabilisierten
B-Duplex zu erwarten. Um diese Hypothese zu testen, haben
wir die Reparatureffizienz von 1 enthaltenden DNA-DNA-
und DNA-RNA-Duplexen durch eine DNA-Photolyase (A.
nidulans) verglichen.[19] Ersten Experimenten zufolge erken-
nen diese Enzyme nur einige wenige Phosphodiester-Grup-
pen, die sich direkt neben der Dimereinheit und fast
ausschlieûlich in dem Strang befinden, der die Schädigung
enthält.[12] Um diese Ergebnisse zu bestätigen, untersuchten
wir zuerst die Reparatur der DNA-Einzelstränge 7 und 8 und
der DNA-DNA-Doppelstränge 10 und 12. Wir stellten jedoch
identische Reparaturraten fest (Abbildung 2), was unter-
streicht, daû Photolyasen die cis-syn-Photoschäden bei den

Abbildung 2. Kinetische Messungen der Reparatur der Schädigung 1 im
Einzelstrang (7, &), im DNA-DNA-Duplex (10, ~) und im DNA-RNA-
Duplex (14, !). ¾hnliche Ergebnisse wurden für die Oligomere 8, 12 und
16 erhalten. Alle Messungen der Photolyaseaktivität wurden mindestens
zweimal und bei zwei verschiedenen Oligonucleotidkonzentrationen
durchgeführt (coligo� 10ÿ6m und 10ÿ7m, cenzym� 5� 10ÿ8m). y : Anteil an
repariertem Oligonucleotid in%.

verwendeten Konzentrationen weitgehend unabhängig vom
Gegenstrang reparieren.[3d] Die abschlieûenden Reparatur-
daten für die DNA-DNA- und DNA-RNA-Duplexe sind in
Abbildung 2 für die Oligonucleotid-Serie 7, 10 und 14
dargestellt. Die Messung der Dimerreparatur in der A-artigen
DNA-RNA-Umgebung (14 und 16) ergab in Übereinstim-
mung mit der Hypothese drastisch verringerte Reparatur-
effizienzen (Abbildung 2). Unter allen Bedingungen stellten
wir eine annähernd 10fach (!) geringere Reparaturrate fest.
Die Zugabe von nichtkomplementärer RNA während eines
solchen Experiments beeinfluûte die Reparatureffizienz
nicht. Damit scheidet die Möglichkeit aus, daû die Photolyase
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durch RNA inhibiert wird. Auch wenn wir nicht völlig
ausschlieûen können, daû die 2'-OH-Gruppe der RNA in
den DNA-RNA-Duplexen die Schadenserkennung beein-
fluût, hat den RNA-Kontrollexperimenten und Ergebnissen
mit den Einzelsträngen zufolge die 2'-OH-Gruppe einen nur
begrenzten Einfluû.

Die thermodynamischen Daten verdeutlichen, daû einer
der wichtigsten durch Umwelteinflüsse induzierten DNA-
Photoschäden einen Duplex in einer A-Konformation weni-
ger destabilisiert als in der üblichen B-Konformation. Die
durch DNA-Photolyase katalysierte Reparatur eines 1 ent-
haltenden DNA-Stranges ist gegenüber der eines entspre-
chenden DNA-DNA-Duplex stark verringert, falls der Ein-
zelstrang mit einem RNA-Gegenstrang (DNA-RNA-Hybrid)
gepaart wird. Bisher ist weder das angenommene, von der
Photolyase induzierte Herausklappen der Schädigung aus der
Helix (¹Flippingª) noch der Einfluû der 2'OH-Gruppen des
RNA-Gegenstranges auf die Bindung der Photolyase voll-
ständig verstanden. Dennoch geben unsere Daten einen
klaren Hinweis darauf, daû konformative Faktoren den
Destabilisierungseffekt von DNA-Schädigungen modulieren
und die DNA-Reparatureffizienz beeinflussen. Wir schlieûen
ausgehend von unseren Daten und dem Wissen, daû Photo-
lyasen sich dem DNA-Duplex über die groûe Furche an-
nähern: Die spezielle A-Konformation mit ihrer engen und
tiefen groûen Furche behindert das ¹Flippingª der Schädi-
gung aus dem Duplex.
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