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Abstract: Poly(ADP-Ribos)ylierung (PARylierung) ist eine
wichtige posttranslationale Proteinmodifikation, die in
grundlegende zellul�re Prozesse wie Genregulation und DNA-
Reparatur involviert ist. Ihre Fehlregulierung wurde mit ver-
schiedenen Krankheiten wie Krebs in Verbindung gebracht.
Trotz grçßter Wichtigkeit gibt es nur wenige Methoden, um
PARylierung und ihre Dynamik in Zellen zu beobachten.
Mittels einer chemisch-biologischen Herangehensweise entwi-
ckelten wir ein fluoreszierendes NAD+-Analogon, das sich als
kompetitiver Baustein fîr die PARylierung von Proteinen in
vitro und in Zellen erwies. Dies ermçglichte uns, den Umsatz
von PAR direkt und in lebenden Zellen nach DNA-Sch�di-
gung durch NIR-Mikrobestrahlung zu verfolgen. Zus�tzlich
wurden mithilfe von FLIM-FRET-Mikroskopie kovalente und
nichtkovalente Interaktionen von PAR mit ausgew�hlten
Proteinen sichtbar gemacht. Unsere Ergebnisse erçffnen neue
Chancen fîr die schnelle zellul�re Untersuchung der Protein-
PARylierung in Echtzeit und werden somit zu einem besseren
Verst�ndnis und hçherer Aussagekraft im zellul�ren Kontext
beitragen.

Im letzten Jahrzehnt haben verschiedene biochemische Un-
tersuchungen und In-vivo-Studien die Bedeutsamkeit der
Poly(ADP-Ribos)ylierung (PAR, Abbildung 1A) als eine
komplexe, funktionell vielf�ltige, posttranslationale Protein-
modifikation aufgedeckt.[1] Modifizierung von Proteinen
durch kovalentes Hinzufîgen von ADP-Ribose wird durch
die Enzymfamilie der Diphtherietoxin-�hnlichen ADP-
Ribosyl-Transferasen (ARTDs) vermittelt, welche 17 Mit-
glieder im Menschen aufweist. Mittels Nicotinamidadenin- dinukleotid (NAD+) als Substrat îbertragen ARTDs ADP-

Ribose kovalent auf Glutamat-, Aspartat- oder Lysin-Sei-
tenketten von Akzeptorproteinen. Durch Abspaltung von
Nicotinamid entstehen so mono(ADP-ribos)ylierte Proteine.
Von den verschiedenen ARTDs, die diese erste ADP-Ribose
zu PAR-Polymeren verl�ngern kçnnen,[2] gilt die Diphthe-
rietoxin-�hnliche ADP-Ribosyl-Transferase 1 (ARTD1) als
Hauptquelle fîr PAR.[3] ARTD1 ist in die Detektion von
DNA-Sch�den und deren Reparatur, die Regulation von
Transkription sowie die Modulation der RNA-Prozessierung
involviert.[4] Fehlregulierung der Funktion von ARTD1
wurde mit Krebs, Entzîndungsprozessen, Nervendegenera-
tion und Herz-Kreislauf-Erkrankungen in Verbindung ge-
bracht, weshalb es ein attraktives Target in klinischen Studien
darstellt.[5]

Protein-PARylierung ist ein streng regulierter Prozess,
welcher außer PAR-herstellenden Enzymen auch Abbauen-
zyme wie Poly(ADP-Ribose)-Glykohydrolasen (PARGs)
umfasst.[6] Die Auswirkungen von PARylierung auf die Pro-
teinfunktion werden entweder durch 1) die Modulation der

Abbildung 1. Struktur von A) Poly(ADP-ribose) und B) NAD+ und
NAD+-Analoga 1 und 2, die in dieser Studie verwendet wurden.
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Bindungsaffinit�t von Proteininteraktionen infolge kovalent
hinzugefîgter PAR oder 2) durch das Zerstçren von Prote-
inkomplexen oder 3) durch Rekrutierung anderer Proteine
vermittelt. Die beiden letzten Prozesse beruhen auf der
nichtkovalenten Bindung der Proteine an das r�umlich er-
weiterte und flexible Polymer. Die schnelle Fluktuation zel-
lul�rer PAR-Level macht die molekulare Untersuchung der
Protein-PARylierung zu einer anspruchsvollen Aufgabe. Zum
heutigen Zeitpunkt existieren nur wenige Methoden, um
PARylierung in Zellen sichtbar zu machen, und keine dieser
Methoden ermçglicht es, PAR und seine Dynamik direkt und
nach Stimuli wie DNA-Sch�digung verfolgen zu kçnnen. Ei-
nerseits kann man PAR indirekt mittels Antikçrpern (z. B. 10-
H),[7] ADP-Ribose bindenden Makrodom�nen (z. B. macro-
H2A)[8] sowie durch Markierung PAR-synthetisierender
Enzyme (z. B. EGFP-ARTD1)[9] in Zellen nachweisen. An-
dererseits kann PAR direkt mithilfe funktionalisierter NAD+-
Analoga visualisiert werden. Dazu wurden bioorthogonal
markierte Reporter-NADs entwickelt, die die Untersuchung
der ADP-Ribosylierung in vitro[10] und in Zellen[11] ermçgli-
chen. In diesem Fall erfolgt die Markierung mit einem ent-
sprechend funktionalisierten Farbstoff durch bioorthogonale
Reaktionen mit dem in das Polymer eingebauten NAD+-
Molekîl. Auch wenn diese Reaktionen relativ schnell ver-
laufen, mîssen sie in fixierten Zellen durchgefîhrt werden,
nachdem die PAR-Bildung abgeschlossen ist. Trotz des
mçglichen Einflusses auf die Untersuchung und das Ver-
st�ndnis von PAR-vermittelter Proteinregulierung[12] gibt es
bisher keine Methode, die es ermçglicht, die Entstehung von
PAR in lebenden Zellen und auf Ebene des Polymers zu
beobachten. Hier berichten wir îber die Entwicklung eines
fluoreszenzmarkierten NAD+-Analogons fîr die zeitaufge-
lçste Visualisierung der PARylierung in lebenden Zellen
(Abbildung 1B). Weiterhin zeigen wir, dass dieses NAD+-
Analogon in Kombination mit Fluoreszenzlebensdauer-
mikroskopie (FLIM) die Detektion und Untersuchung von
proteinspezifischen PAR-Modifikationen nach genotoxischer
Sch�digung ermçglicht.

Bereits erfolgreich in ADP-Ribosylierungsreaktionen
eingesetzte NAD+-Analoga wurden an der Purinbase in Po-
sition 2 und 6 modifiziert.[10, 11] Deswegen synthetisierten wir
NAD+-Analoga, die an denselben Positionen îber geeignete
Linker mit einem fluoreszierenden Farbstoff modifiziert
wurden. Zun�chst stellten wir die mit den jeweiligen Amino-
Linkern modifizierten Adenosinmonophosphate her und
setzten diese mit Tetramethylrhodamin(TMR)-N-Hydroxy-
succinimidester um (Abbildung 1B sowie Abbildungen S1
und S2 in den Hintergrundinformationen). Anschließende
Kupplung der erhaltenen Farbstoff-modifizierten Mono-
phosphate mit pr�aktiviertem b-Nicotinamidmonophosphat
ergab die gewînschten Fluorophor-markierten NADs 1 und
2.[10b,11a]

Nachdem diese Verbindungen nun zur Verfîgung stan-
den, untersuchten wir ihre Substrateigenschaften mit den
îblichen ADP-Ribosylierungsassays und Histon H1.2 oder
ARTD1 als Akzeptorproteinen.[10b] Dazu wurden die jewei-
ligen Analoga mit den Proteinen sowie kurzer dsDNA als
Aktivator fîr ARTD1 inkubiert. Der Einbau der modifi-
zierten NADs wurde mittels SDS-PAGE-Analyse bewertet

und die Fluoreszenzsignale mit der Coomassie-Blue-F�rbung
verglichen. In Abwesenheit von natîrlichem NAD+ wurde
nur fîr Verbindung 2 das H1.2-Protein mit fluoreszierenden
PAR-Ketten modifiziert (Abbildung 2, Bahn 4 vs. 7). In einer
1:1-Mischung mit natîrlichem NAD+ konnten wir diese PAR-
Ketten auch fîr Verbindung 1 beobachten (Abbildung 2,

Bahn 8). Nennenswert hierbei ist, dass das 2-modifizierte
Analogon kîrzere PAR-Ketten bildet (Abbildung 2, Bahn 5).
Dies l�sst die Vermutung zu, dass die Art der Modifikation
die Polymerverl�ngerung beeinflusst. Interessanterweise ist
nach Inkubation ohne Enzymzugabe ein geringfîgiges An-
f�rben des Histons zu sehen (Abbildung 2, Bahn 3 und 6).
Dies kann von der elektrostatischen Anziehung zwischen
dem negativ geladenen NAD+-Analogon und dem positiv
geladenen Protein herrîhren und/oder durch die nicht-enzy-
matische Addition der ADP-Ribose an Lysinseitenketten
durch Schiff-Base-Bildung erkl�rt werden.[13] Zus�tzlich un-
tersuchten wir die NAD+-Analoga in einem Auto(ADP-
Ribos)ylierungsassay, in dem ARTD1 als sein eigenes Ak-
zeptorprotein fungiert (Abbildung S3).[14] Auch hier beob-
achteten wir fluoreszenzmarkiertes, automodifiziertes
ARTD1 nur, wenn Verbindung 2 verwendet wurde (Abbil-
dung S3, Bahn 3 vs. 4). Unsere Ergebnisse lassen auf Fol-
gendes schließen: 1) das Hinzufîgen und die Polymerisation
der ersten ADP-Riboseeinheiten und die Verl�ngerung be-
reits vorhandener Ketten werden in unterschiedlicher Weise
von der eingefîhrten Modifikation beeinflusst und 2) Ver-
bindung 2 ist kompetitiver gegenîber dem natîrlichen Sub-
strat als Verbindung 1 w�hrend der Initiierung. In Anbetracht
dessen, dass in Zellen gebildete Ketten signifikant kîrzer sind
als in vitro,[15] muss ein zellul�r anwendbares NAD+-Derivat

Abbildung 2. Vergleich der NAD+-Analoga 1 und 2 mittels SDS-PAGE-
Analyse der PARylierung von Histon H1.2. Oben: Coomassie-Blue-
F�rbung, Unten: TMR-Fluoreszenz; Die NAD+-Konzentration betrug
1 mm. Kontrollreaktionen wurden mit natírlichem Substrat (Bahn
1 und 2) sowie ohne Zugabe von Enzym (Bahn 1, 3 und 6) durch-
gefíhrt. Jedes Analogon wurde auch in einem 1:1-Gemisch mit natír-
lichem NAD+ untersucht (Bahn 5 und 8).
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seine Effizienz sowohl in Initiierungs- als auch in Verl�nge-
rungsreaktionen unter Beweis stellen. Da diese Kriterien
besser von Verbindung 2 erfîllt werden, wurden alle weiteren
Experimente nur mit diesem Analogon durchgefîhrt.

Im n�chsten Schritt wurde die Verbindung als Mischung
in verschiedenen Verh�ltnissen von modifiziertem zu unmo-
difiziertem NAD+ in einem PARylierungsassay mit Histon
H1.2 untersucht (Abbildung 3). Unsere Ergebnisse zeigen,
dass PAR-Bildung in einem großen Verh�ltnisbereich de-
tektiert werden kann. Ab einem Verh�ltnis von modifiziertem
zu unmodifiziertem NAD+ unter 1:5 kçnnen fast keine Un-

terschiede in der Polymerbildung in vitro beobachtet werden.
(Abbildung 3, Bahn 6 bis 10 vs. 11). Dies zeigt, dass Verbin-
dung 2 ein kompetitives Substrat fîr die Protein-PARylierung
darstellt.

Basierend auf diesen Ergebnissen spekulierten wir darauf,
dass Verbindung 2 tats�chlich fîr Lebendzelluntersuchungen
der Protein-PARylierung geeignet ist. Der Transfer des ne-
gativ geladenen NAD+ îber die Zellmembran wurde mithilfe
des Carrier-Peptids Pep-1 erreicht.[16] Zun�chst wurden un-
terschiedliche Carrier-Cargo-Verh�ltnisse getestet und die
Markierungseffizienz mittels Durchflusszytometrie bestimmt.
Zus�tzlich wurde die Zellviabilit�t mithilfe der Sytox-Blue-
F�rbung bewertet. Mehr als 90% der Zellen waren nach
einstîndiger Inkubation mit 25 mm Verbindung 2 und 100 mm
Pep-1 effizient markiert. Die Zellviabilit�t wurde bei allen
getesteten Konzentrationen nicht beeinflusst (Abbildung S4).
Lebendzellmikroskopie von PAR und seiner Dynamik am
Ort eines DNA-Schadens wurde mithilfe eines konfokalen
Mikroskops realisiert, das mit einer Femtosekunden-Faser-
laserquelle ausgestattet wurde. Nachdem die Zellen mit
Verbindung 2 beladen wurden, wurden die Zellkerne mit
Femtosekunden-Laserpulsen der Wellenl�nge 775 nm ent-
lang einer Linie mikrobestrahlt (Abbildung 4A). Dies fîhrt
zu einer Aktivierung der ARTD1 wie frîher beschrieben.[17]

Die DNA-Sch�digung ist das Ergebnis einer Dreiphotonen-
anregung und ist in allen drei Dimensionen r�umlich auf das
Volumen des Brennpunktes begrenzt.[18] Wir zeichneten die
Bildung von PAR mithilfe eines Konfokalmikroskops bei der
Wellenl�nge 555 nm in 10-Sekunden-Intervallen entlang der
laserbestrahlten Linie auf, um den Einbau der Verbindung 2
innerhalb des Zellkerns detektieren zu kçnnen (Abbil-
dung 4B). Bilddaten wurden quantitativ ausgewertet, indem
die relative Verst�rkung des Fluoreszenzsignals der be-
strahlten Regionen im Vergleich zur Umgebung bestimmt
wurde (Abbildung 4C). Innerhalb weniger Sekunden nach
erfolgtem DNA-Schaden wurde eine starke Zunahme der
Fluoreszenzintensit�t beobachtet, gefolgt von einer langsa-
meren Abnahme der Fluoreszenzintensit�t, die nach etwa 50
Sekunden einsetzt (Video S1). Zur Kontrolle wurde das
gleiche Experiment in Anwesenheit des ARTD-Inhibitors
ABT888[19] wiederholt. Unter diesen Bedingungen wurde der
Einbau der Verbindung 2 an der mikrobestrahlten Linie

Abbildung 3. SDS-PAGE-Analyse der PARylierung von Histon H1.2 mit
NAD+-Analogon 2 und natírlichem NAD+. Oben: Coomassie-Blue-F�r-
bung; unten: TMR-Fluoreszenz. Die NAD+-Konzentration betrug 1 mm
mit angegebenen Verh�ltnissen von modifizierten zu unmodifizierten
NAD+. Kontrollreaktionen wurden mit natírlichem Substrat (Bahn
1 und 11) sowie ohne Zugabe von Enzym (Bahn 1 und 2) durchge-
fíhrt.

Abbildung 4. Beobachtung von PARylierung nach DNA-Sch�digung in lebenden Zellen mithilfe des NAD+-Analogons 2. A) Experimenteller
Aufbau. HeLa-Zellen werden mit 2 beladen und zur DNA-Sch�digung mikrobestrahlt. B) Exemplarische Sequenz der konfokalen Mikroskopiebilder.
Maßstab: 7 mm. C) Quantitative Analyse der relativen Fluoreszenzverst�rkung am Ort des DNA-Schadens im Vergleich zur Umgebung (n = 32
Zellen). Kontrollexperimente wurden mit 10 mm ARTD-Inhibitor ABT888 (n =28 Zellen) durchgefíhrt. Drei unabh�ngige Experimente wurden
durchgefíhrt. Fehlerbalken entsprechen dem Standardfehler (SEM).
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komplett verhindert. Dies weist darauf hin, dass die Anrei-
cherung und der Einbau von 2 am DNA-Schaden auf die
Aktivit�t von ARTD1 zurîckzufîhren ist.

Um die Modifizierung von ARTD1 mit fluoreszenzmar-
kierter PAR direkt visualisieren zu kçnnen, haben wir weitere
Experimente unter Verwendung der FLIM-FRET-Mikro-
skopie durchgefîhrt. Dieser Ansatz wurde bereits erfolgreich
fîr die proteinspezifische Detektion anderer posttranslatio-
naler Modifikationen eingesetzt.[20] Er basiert auf dem Be-
obachten des Fçrster-Resonanzenergietransfers zwischen
zwei benachbarten Fluorophoren. Deshalb fîhrten wir den
FRET-Donor EGFP am Proteinrîckgrat der ARTD1 ein.
Der TMR-Marker am NAD+ diente dabei als FRET-Ak-
zeptor (Abbildung 5A). Wenn EGFP-ARTD1 mit TMR-
markierter PAR modifiziert wird, kann FRET îber die Re-
duktion der Fluoreszenzlebensdauer des EGFP detektiert
werden. Dies ist eine der direktesten und robustesten Me-
thoden, um FRET auslesen zu kçnnen (FLIM-FRET-Mi-
kroskopie, fîr Details siehe die Hintergrundinformationen).

Zun�chst fîhrten wir Fluoreszenzlebensdauermessungen
der EGFP-ARTD1 in vitro durch, indem wir entweder das
aufgereinigte Protein (Abbildung S5) oder Lysate von
HEK293T-Zellen verwendeten, die EGFP-ARTD1 expri-
mierten (Abbildung 5B). Die Reaktionsmischung mit

NAD+-Analogon 2, natîrlichem NAD+ und dsDNA wurde
bei 37 88C inkubiert und die PARylierung wurde in Echtzeit
beobachtet. Fortlaufende Modifizierung des EGFP-ARTD1
mit mehreren TMR-markierten ADP-Riboseeinheiten fîhrt
zu einer markanten Abnahme der EGFP-Fluoreszenzle-
bensdauer, welche auf einen zunehmenden FRET hinweist.
Der Effekt wurde nicht beobachtet, wenn die Reaktion in
Abwesenheit von dsDNA oder nach Zugabe des ARTD-In-
hibitors Olaparib[21] durchgefîhrt wurde. Mithilfe von ADP-
Ribosylierungsassays îberprîften wir, dass der EGFP-
Marker die Aktivit�t des EGFP-ARTD1 im Vergleich zum
ARTD1-Wildtyp nicht beeinflusst (Abbildungen S6 und S7).

Nach erfolgreicher Messung der Lebenszeit in vitro ar-
beiteten wir darauf hin, PAR-Protein-Interaktionen in Zellen
nachzuweisen. Dazu wurden HeLa-Zellen, die EGFP-
ARTD1 exprimierten, mit Verbindung 2 beladen und wie
oben beschrieben mit dem Laser mikrobestrahlt. Dies fîhrte
zu der Anreicherung der EGFP- und TMR-Fluoreszenzsi-
gnale an den bestrahlten Stellen (Abbildung S8A). Die
Zellen wurden zwei bis drei Minuten nach der Bestrahlung
fixiert und am FLIM-Mikroskop analysiert (Abbildung 5C).
Die Fluoreszenzlebensdauer des EGFP-ARTD1 wurde fîr
jeden Bildpunkt berechnet und in nach Intensit�t gewichteten
Pseudofarben dargestellt (d.h. Pixel mit hçherer Intensit�t

erscheinen heller). Der Ort des
DNA-Schadens kann durch das
helle EGFP-Fluoreszenzsignal,
das aus der Rekrutierung von
EGFP-ARTD1 resultiert, iden-
tifiziert werden. In Kontroll-
proben ohne fluoreszenzmar-
kiertes NAD+ war die Fluores-
zenzlebensdauer im ganzen
Zellkern unver�ndert. Im Ge-
gensatz dazu wiesen Regionen
hoher EGFP-Intensit�t in An-
wesenheit der Verbindung 2
eine signifikant reduzierte Le-
bensdauer des Donors auf, in-
folge von FRET zwischen
EGFP-ARTD1 und der TMR-
markierten PAR. Diese Beob-
achtung wird durch eine quan-
titative Analyse von 15 Zellen
best�tigt (Abbildung 5D).

Ein wichtiger Wirkmecha-
nismus der PARylierung ist die
Rekrutierung von Proteinen an
PAR-Ketten durch nichtkova-
lente Interaktion. Leider
kçnnen derzeitige Methoden,
die zur Identifizierung und
Charakterisierung von spezifi-
schen nichtkovalenten PAR-
Bindedom�nen[22] verwendet
werden, nicht im Kontext in-
takter Zellen durchgefîhrt
werden. Da FRET auf der N�he
zweier Fluorophore zueinander

Abbildung 5. Fluoreszenzlebensdauer-basiertes Auslesen von PARylierung. A) Aktivierung von ARTD1
fíhrt zu FRET zwischen EGFP und der TMR-Markierung am PAR-Polymer und wird durch die Abnahme
der EGFP-Fluoreszenzlebensdauer detektiert. B) HEK293T-Zellen, die EGFP-ARTD1 exprimierten, wurden
lysiert und die Extrakte wurden mit dsDNA, NAD+-Analogon 2 und natírlichem NAD+ inkubiert. Kontrol-
len wurden ohne dsDNA und mit ARTD-Inhibitor Olaparib durchgefíhrt. Die Fluoreszenzlebensdauern
wurden bei 37 88C gemessen. Fehlerbalken entsprechen dem Standardfehler (SEM), n =3. C) HeLa-Zellen,
die EGFP-ARTD1 exprimierten, wurden mit 2 beladen oder nicht behandelt, mikrobestrahlt und fixiert.
Fluoreszenzlebensdauerbilder von EGFP-ARTD1 sind intensit�tsgewichtet und in Pseudofarben darge-
stellt. Maßstab: 7 mm. D) Quantitative Analyse der Fluoreszenzlebensdauern von 15 Zellen. Mittelwerte
�SEM sind dargestellt. Statistische Signifikanz wurde mittels Two-Way-ANOVA und Bonferroni Posttest
bewertet. Das Signifikanzlevel ist mit n.s.= nicht signifikant, *** p<0.001 angegeben.
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beruht, schlussfolgerten wir, dass dieser Ansatz nicht nur
geeignet ist, kovalente Modifizierung mit PAR sichtbar zu
machen, sondern auch die Detektion nichtkovalenter Inter-
aktion der PAR mit Proteinen ermçglicht. Wir îberprîften
diese Hypothese mithilfe des macroH2A-EGFP-Fusionspro-
teins als FRET-Donor.[8b] Diese hochkonservierte Protein-
dom�ne ist dafîr bekannt, ADP-Ribose in nichtkovalenter
Weise zu binden.[8] HeLa-Zellen, die macroH2A exprimier-
ten, wurden dazu mit Verbindung 2 behandelt, bestrahlt und
anschließend mit FLIM-FRET wie beschrieben analysiert
(Abbildungen S8 B und S9A). In der Umgebung um die Be-
strahlung unterscheidet sich die Fluoreszenzlebensdauer
zwischen TMR-behandelten und unbehandelten Zellen nicht.
Wesentlich ist, dass auch hier die EGFP-Fluoreszenzlebens-
dauer am DNA-Schaden nur in mit Verbindung 2 behandel-
ten Zellen signifikant reduziert war (Abbildungen S9B und
S9 C). Demnach kann auch die nichtkovalente Interaktion
von macroH2A-EGFP mithilfe fluoreszenzmarkierter PAR
durch FLIM-FRET-Mikroskopie visualisiert werden.

Zusammenfassend haben wir das Potential eines neuen,
fluoreszenzmarkierten NAD+-Analogons als Werkzeug fîr
die optische Visualisierung der Protein-PARylierung be-
schrieben. Dazu wurde das Molekîl kovalent mit dem Fluo-
rophor TMR modifiziert. Trotz des sterischen Anspruchs
erwies sich das NAD+-Analogon als kompetitives und ef-
fektives Substrat von ARTD1 in vitro und in Zellen. Es war
uns daher mçglich, sowohl die Bildung als auch den Abbau
von PAR nach erfolgter DNA-Sch�digung in Echtzeit zu
verfolgen. Nach bestem Wissen ist dies das erste Mal, dass der
Umsatz von PAR direkt auf der Ebene des Polymers in Zellen
beobachtet wurde. In Kombination mit FLIM-FRET-Mikro-
skopie ist das neue Analogon 2 ein leistungsf�higes Werk-
zeug, um proteinspezifische PARylierung in Zellen untersu-
chen zu kçnnen. Unsere Ergebnisse bereiten daher die Basis
fîr zukînftige Experimente, in denen sowohl kovalente als
auch nichtkovalente Interaktionen mit PAR fîr ausgew�hlte
Proteine untersucht werden. In-vitro-Studien wie beispiel-
weise enzymspezifische Screenings fîr neue und klinisch re-
levante ARTD1-Inhibitoren werden sehr von dieser Methode
profitieren, da die Fluoreszenzlebensdauer ein schnelles
Auslesen der ARTD1-Aktivit�t in Echtzeit ermçglicht. Wir
sind davon îberzeugt, dass unser Ansatz sehr hilfreich bei
Lebendzelluntersuchungen von PARylierungen sein wird –
sowohl fîr die Identifizierung und Charakterisierung ver-
schiedener PAR synthetisierender und abbauender Enzyme
als auch fîr bisher unbekannte Proteintargets. Dies war
bisher im Kontext von intakten Zellen nicht mçglich.
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