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Massenspektrome-
trie von modifizier-
ten Nukleinsäuren

S Während die Massenspektro-
metrie von Proteinen vor allem un-
ter dem Schlagwort Proteomics Er-
folge verzeichnet, ist die vergleich-
bare Entwicklung bei den Nuklein-
säuren ins Hintertreffen geraten. In 
jüngster Zeit zeichnet sich jedoch 
ein Aufwärtstrend auf diesem Ge-
biet ab. Einen wesentlichen Anteil 
daran haben die Forschungstrends 
zu modifizierten Nukleinsäuren. 
Tatsächlich wurden natürliche Mo-
difikationen von Nukleinsäuren 
noch vor der DNA-Doppelhelix be-
schrieben, und seit der Identifikati-
on von 5-Methylcytosin in DNA 
(m5dC) durch Wyatt 1) ist die Zahl 
bekannter natürlich vorkommen-
der DNA- und RNA-Nukleoside bis 
auf nun über 160 gestiegen.2)

Gesteigerte Aufmerksamkeit wi-
derfährt Nukleosiden vor allem im 
Zusammenhang mit der Beschrei-
bung einer oxidativen Decarbox-
ylierung von m5C3) (siehe auch 
Trendberichte Biochemie 2011),4) 
weil sowohl Synthese als auch Ab-
bau von m5dC als zentral für die 
Epigenetik und Entwicklungsbiolo-
gie gelten unter anderem in der Ma-
nifestation der Pluripotenz von 
Stammzellen. Das Konzept einer 
oxidativen Demethylierung wurde 
im vergangenen Jahr auch für 6-Me-
thyladenosin (m6A, Abbildung 1a) 
in mRNA beschrieben.5) Durch zwei 
transkriptomweite Analysen der 
Verteilung von m6A,6) die eine An-
häufung an regulatorisch wichtigen 
Stellen von mRNA beschreiben, rü-
cken jetzt auch RNA-Modifikatio-
nen in den Fokus der Epigenetik.7)

Warum sind diese Entwicklun-
gen wichtig für die Massenspektro-
metrie (MS) – und umgekehrt? Die 
eindeutige Identifizierung und 
Quantifizierung eines modifizier-
ten Nukleosids – beispielsweise in 
einer mRNA oder einer regulatori-
schen, nicht-kodierenden RNA – 
ist in mehrfacher Hinsicht eine ge-
waltige technische Herausforde-



rung: Einerseits sind extrem kleine 
Probenmengen zu analysieren, da 
die Kopienzahl solcher RNA in ei-
ner komplexen RNA-Präparation 
aus biologischen Proben eine harte 
intrinsische Barriere ist, die bisher 
nur moderne Sequenziertechniken 
durchbrechen können.8) Anderer-
seits ist die chemische Struktur der 
Modifikation nachzuweisen, was 
angesichts der Fülle möglicher Al-
ternativen2a) nur mit der Massen-
spektrometrie eindeutig gelingt. 
Ähnlich einem tryptischen Verdau 
bei Proteinen werden die Nuklein-
säuren typischerweise enzymatisch 
fragmentiert. Daraus resultieren 
Nukleoside, Mononukleotide oder 
Oligonukleotide, letztere je nach 

eingesetzter Nuklease mit einer 
Größenverteilung zwischen zwei 
und zwanzig Nukleotiden.9) 

Die empfindlichste Analytik ba-
siert derzeit auf Nukleosiden, geht 
aber leider einher mit dem voll-
ständigen Verlust von Sequenzin-
formation (Abbildung 1b). Beim 
Übergang zu Oligonukleotiden of-
fenbart sich ein Problem, das in der 
massenspektrometrischen Protein-
analytik bereits besser gelöst ist: 
Die Empfindlichkeit der Detektion 
von Oligonukleotiden ist im Ver-
gleich zu Nukleosiden deutlich ge-
ringer, weil die Phosphatreste die 
Desorption ins Vakuum erschwe-
ren. Weiterhin ist das Auslesen von 
Sequenzinformation aus solchen 

Fragmenten (Abbildung 1c) 
schwierig. Hier befindet sich das 
Feld in einem Umbruch, von dem 
wir hier einige neuere Arbeiten vor-
stellen. Diese beginnen mit Nu-
kleosidanalytik, gefolgt von Ansät-
zen zur Analyse immer größerer 
Oligonukleotide bis hin zu einer 
Top-Down-Methode, die ohne Nu-
kleaseverdau auskommt. 

Nukleosidanalytik 

S Die bewährteste Methode, ein 
modifiziertes Nukleosid in einer 
Nukleinsäureprobe zu quantifizie-
ren, beruht auf einer vollständigen 
enzymatischen Hydrolyse alle 
Phosphordiesterbindungen und ei-

Abb. 1. Massenspektrometrie von Nukleinsäuren. a) Einige natürlich vorkommende, modifizierte Ribonukleoside von besonderem Interesse. b) Typische Nukleosid-

analytik per LC-MS/MS basiert auf enzymatischer Hydrolyse aller Phosphordiesterbindungen und massenspektrometrischer Detektion nach chromatographischer 

Trennung. Das Beispiel von 5-Methylribocytidin zeigt die typische Fragmentierung der glykosidischen Bindung und den entsprechenden Massenübergang.

c) Größere RNAs werden häufig durch spezifische Nukleasen in definierte Oligonukleotidfragmente hydrolysiert. Deren Fragmentierung im Massenspektrometer 

geschieht an verschiedenen Stellen der Phosphordiesterbindung und produziert charakteristische Ionen, für die sich die rechts dargestellte Nomenklatur durchge-

setzt hat. 5‘-ladungstragende Fragmente werden von a bis d benannt, wobei ein zum 3‘-Ende steigender Index die genaue Position im Oligonukleotid angibt. 

Umgekehrt werden Fragmente, welche die Ladung am 3‘-Fragment tragen mit w bis z bezeichnet, wobei der Index dann am 3‘-Ende beginnt. 
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ner Auftrennung des resultieren-
den Nukleosidgemisches durch 
Flüssigchromatographie an einer 
Umkehrphase. Diese Methode wur-
de bereits in den 1970er Jahren 
entwickelt10) und alsbald an LC-
MS-Geräte angepasst.11) 

Besonders hohe Empfindlichkeit 
erreichen LC-MS/MS-Kopplungen 
(Abbildung 1) und wenn die Mas-
sen und Massenübergänge eines 
Nukleosids einmal bekannt sind, 
sind Triple-Quadrupol-Geräte im-
mer noch der Goldstandard an 
Empfindlichkeit. Hier gab es kürz-
lich einen Technologiesprung, in 
dessen Folge diese Geräte Detekti-
ons- und Quantifikationsgrenzen 
im einstelligen Femtomol- und bis-
weilen sogar im zwei- bis dreistelli-
gen Attomol-Bereich aufweisen. Da-
mit kommen diese Geräte in einen 
Bereich, der auch für die Analyse re-
lativ seltener RNA-Spezies interes-
sant ist. Zur Einschätzung: Je nach 
Zell- oder Gewebetyp ergeben 1 g 
Zellen (109 Zellen) etwa 100 lg to-
tale RNA, wovon etwa zehn Prozent 
totale tRNAs etwa 4 nmol eines Ge-
mischs von etwa 40 tRNA-Spezies 
darstellen. Moderne Geräte könn-
ten also aus einer solchen Präparati-
on beispielsweise nichtkodierende 
RNAs (ncRNAs) analysieren, deren 
Kopienzahlen um einen Faktor 105 
unterhalb der einer einzelnen tRNA-
Spezies liegen, vorausgesetzt, diese 
ncRNAs lassen sich sauber isolieren. 

Das steigende Interesse an Nu-
kleosidmodifikationen rückt auch 
tRNAs wieder in den Fokus, die als 
am stärksten modifizierten RNAs 
überhaupt gelten. Neue Arbeiten, 
die auf Massenspektrometrie basie-
ren, zeigten, dass die komplexe Mo-
difikationsausstattung von tRNAs 
je nach Spezies, Zelltyp und Um-
welteinfluss variiert. Die Gruppe 
um Carell hat in einer Quantifizie-
rung unter Zuhilfenahme von iso-
topenmarkierten Standards Modifi-
kationsprofile von tRNA-Populatio-
nen aus verschiedenen Spezies er-
stellt und aufgrund dieser Daten 
deren Phylogenie nachvollzogen.12) 
Mit der gleichen Methode erstellte 
sie Modifikationsprofile aus ver-
schiedenen Gewebetypen, die na-

helegen, dass tRNAs aus Zellen mit 
hoher Proteinsyntheseaktivität ein 
besonders ausgeprägtes Modifikati-
onsmuster zeigen.13) 

Dass tRNA-Modifikationsprofile 
sich dynamisch unter dem Einfluss 
von oxidativem Stress und im Zu-
sammenspiel mit Komponenten 
der DNA-Reparatur verändern, 
zeigten die Gruppen von Begley 
und Dedon.14) Hierbei trat ein be-
sonderer Einfluss von m5C in 
tRNAs auf die Translation be-
stimmter mRNA hervor.14b) 

Die Gruppe um Lyko stellte ein 
Zusammenspiel zweier m5C-Me-
thyltransferasen bei der Regulation 
der Proteinbiosynthese in der Maus 
fest.15) Dies geschieht vermutlich 
durch einen kooperativen Einfluss 
der resultierenden Methylierungen 
auf die Stabilität einer Untergruppe 
von tRNA-Spezies, die damit zu ei-
nem limitierenden Faktor der Pro-
teinbiosynthese werden.

Eine weitere Arbeit der Carell-
Gruppe identifizierte eine enzyma-
tische Aktivität in einem Protein -
extrakt aus embryonischen Maus-
stammzellen, welche 5- Carboxy -
cytosin (caC) in Cytosin umwan-
delt.3) Weil mehrere alternative Me-
chanismen in der Literatur disku-
tiert werden,4) besteht das Kern-
stück dieser Arbeit aus dem Einsatz 
eines zweifach mit 15N markierten 
caC- Substrats, das über Phosphor -
amiditsynthese in ein Oligodes oxy -
nukleotidsubstrat eingebaut wurde. 

Nach Inkubation mit dem Protein-
extrakt wurde die DNA isoliert und 
einer Nukleosidanalyse per HPLC-
MS unterzogen. Ein hochauflösen-
des Orbitrap-Massenspektrometer 
zeigte, dass die Nukleobase des ent-
stehenden Cytosins die Stickstoff-
markierung noch enthält, wodurch 
ein Basenaustausch ausgeschlossen 
ist (Abbildung 2). Dementspre-
chend war eine direkte Decarbox-
ylierung nachweisbar, deren Kataly-
se höchstwahrscheinlich durch eine 
Michael addition an die 5,6-Doppel-
bindung des Pyrimidinrings einge-
leitet wird.

Kleine und mittlere Oligonukleoti-
de nach Nukleasefragmentierung

S Aus dem Labor von David Liu 
kam im vergangenen Jahr die Aufse-
hen erregende Entdeckung von ge-
ranylierten Uridinen an der Wob-
ble-Position 34 von tRNAGlu

UUC und 
weiterer tRNAs. Diese sind offen-
bar eine Subpopulation mehrerer 
differenziell modifizierter tRNAs 
aus E. coli. und möglicherweise mit 
Membranen assoziiert.16) Unge-
wöhnlich an der Methode, die 
letztendlich zur Entdeckung der 
Geranylierung – inklusive Vollsyn-
these, Kristallstruktur und Aufklä-
rung der Biogenese der Modifikati-
on – führte, ist ein nicht ganz voll-
ständiger Verdau mit Nuklease P1 
und eine anschließende Auftren-
nung per Umkehrphase eines Ge-



mischs aus Mono- und Dinukleoti-
den relativ kleiner Masse (Abbil-
dung 3). 

Diese besondere Vorgehensweise 
erlaubte es auch besonders lipophile 
Nukleotide zu erfassen, die bei oben 
beschriebenen Standardanalysen 
nicht effizient erfasst werden. Für ei-
ne Strukturanalyse mit MS3-Techni-
ken diente eine UPLC-Quadrupol-
TOF-Kombination. Zur Identifizie-
rung des lipophilen Nukleotids wur-
den RNAs aus Bakterienkulturen in 
13C- und 15N-haltigen Medien ver-
wendet, um die Summenformel der 
unbekannten Modifikation zu erhal-
ten. Dadurch wurde klar, dass es 
sich bei dem neuen Nukleotid um 
das bekannte mnm5s2U (Abbildung 
3 oben) mit einer zusätzlichen Gera-
nyl-Funktion handelte. Die Position 
von mnm5ges2U in der tRNA wurde 
anhand von Fragmenten eines RNa-
se T1-Verdaus ermittelt. RNase T1 
schneidet den RNA-Strang nach je-
dem ungepaarten Guanosin und er-
zeugt so aus einer RNA bekannter 
Sequenz eindeutig zuzuordnende 
Oligonukleotid-Fragmente. Das MS/
MS-Spektrum des RNase-T1-Ver-

daus zeigt überwiegend c- und y-Io-
nenfragmente (Definition siehe Ab-
bildung 1c) des entsprechenden 
kurzen Oligonukleotids. Nach Aus-
wertung und Interpretation des 
Spektrums wurde das neue modifi-
zierte Nukleotid mnm5ges2U an Po-
sition 34 der isolierten tRNAGlu

UUC 
eingeordnet.

Isotopenbasierte Methoden eröff-
nen auch bei Oligonukleotiden be-
sondere Möglichkeiten der Analytik. 
Die Gruppe um Limbach entwickel-
te eine Methode, RNA-Fragmente, 
die während der gezielten Fragmen-
tierung durch RNase T1 entstehen, 
mit isotopenreinem 18O- oder 
16O-Wasser spezifisch zu markieren. 
Aufgrund des katalytischen Mecha-
nismus von RNase T1, der über ein 
cyclischen Phosphordiester verläuft, 
wird die Sauerstoffmarkierung spe-
zifisch am 3‘-Ende des neu generier-
ten Fragmentes eingebaut. Sie er-
leichtert dadurch Identifikation und 
Zuordnung von Fragmenten und Io-
nen und ermöglicht in einem Bot-
tom-Up-Schema die Rekonstruktion 
einer tRNA-Sequenz und ihrer Nu-
kleotidmodifikationen durch Ver-

gleich mit einer ähnlichen RNA be-
kannter Sequenz.17) 

Top-down-Massenspektrometrie 
von modifizierter RNA 

S Während Top-down-MS eine 
weit verbreitete Form der Protein-
sequenzanalytik ist, findet sie bis-
her erstaunlich wenig Anwendung 
in der RNA-Analytik. Umfangrei-
che Untersuchungen zur Top-
down-MS von RNA im Labor von 
Kathrin Breuker zeigen deren weit-
reichende Anwendungsmöglich-
keiten. Zum einen kann Top-down-
MS Pseudouridine in kleinen 
22-nt-Oligonukleotiden gleichzei-
tig identifizieren, lokalisieren und 
relativ quantifizieren.18) Zum ande-
ren lassen sich die gesamte Se-
quenzinformation sowie Identität 
und Position von modifizierten 
Nukleotiden in tRNA durch diese 
Form der Analytik gewinnen.19) 

Ihren hohen Informationsgehalt 
erreicht die Top-down-MS-Analy-
tik durch die Kombination speziel-
ler Fragmentierungstechniken mit 
einem hochauflösenden und sehr 
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Abb. 3. Identifikation und Lokalisation unbekannter modifizierter Nukleotide. Oben: Gesamt-RNA wird mit Nuklease P1 verdaut, wobei Mononukleotide und 

 Dinukleotide entstehen. Diese werden anschließend chromatographisch getrennt und massenspektrometrisch untersucht. Der spät eluierende Peak einer stark 

hydrophoben Verbindung mit der Masse eines uridinhaltigen Dinukleotids war Ausgangspunkt umfassender Untersuchungen. RNA, isoliert aus Bakterienkultu-

ren in 13C- und 15N-Wachstumsmedium erlaubt eine Bestimmung der Summenformel des Dinukleotids. Durch weitere Fragmentierungen, etwa MS2, war es mög-

lich die Masse der unbekannten Nukleobase und durch MS3 deren Fragmente zu identifizieren. Die Nukleobase mnm5ges2U ist demnach das bekannte modifizier-

te Nukleosid mnm5s2U, an dem ein Geranylrest an den Schwefel gebunden vorliegt. Unten: Lokalisation des neuen modifizierten Nukleotids an Position 34 (Wob-

ble Position) von beispielsweise tRNAGlu
UUC durch RNase T1-Verdau in kurze Oligonukleotide und anschließende MS/MS-Untersuchung der RNA-Fragmente.16)



Abb. 4. a) Aufbau eines Massenspektrometers zur Top-down-MS-Analytik von RNA. Die unverdaute RNA wird in der Ionenquelle durch 

 Protonenentzug (mehrfach) ionisiert und in der anschließenden Ionenfalle angereichert. Im Quadrupol-MS erfolgt dann die Auswahl der 

 Precursorionen für CAD- oder EDD-Fragmentierung. Die Produktionen werden dann im hochauflösenden FTICR anhand ihrer Frequenz  registriert. 

b) Typische Fragmentierungsstellen von CAD- und EDD-Fragmentierungstechniken.

c) Auswertung der CAD- und EDD-Spektren von tRNAVal aus E. coli ergibt eine 99%ige Sequenzübereinstimmung. Auf der linken Seite ist die voll-

ständige Sequenz mit allen produzierten und detektierten Fragmentionen aus CAD und EDD Fragmentierung dargestellt. Rechts ist die unter-

suchte tRNA abgebildet. Blau markierte Nukleotide: An dieser Stelle werden sowohl CAD- als auch EDD-Ionen gefunden. Grün markierte Nu-

kleotide: nur CAD-Ionen. Violett markierte Nukleotide: nur EDD-Ionen. Rot: gefundene modifizierte Nukleotide. Die Strukturen der auf der 

tRNA eingezeichneten modifizierten Nukleoside zeigt Abbildung 1a.
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schnellen Massenanalysator (Ab-
bildung 4a, S. 311). Die unverdau-
te, RNA-haltige Probe wird mit ei-
ner HPLC-Anlage oder einer Sprit-
zenpumpe in die Elektrospray-Io-
nenquelle (ESI) überführt. Hier 
wird die RNA durch Entzug von 
Protonen negativ ionisiert und in 
der direkt anschließenden Ionen-
falle angereichert. Ein folgender 
Quadrupol-Massenanalysator dient 
der Selektion der Precursor-Ionen 
für die anschließenden Fragmen-
tierungsreaktionen. Collision-Acti-
vated-Dissociation (CAD) wird in 
der Ionenfalle mit Argon und Span-
nungen von –90 V erzeugt. Für 
diese Fragmentierungsreaktionen 
müssen Precursor-Ionen mit zirka 
0,2 Ladungen je Nukleotid gewählt 
werden, um zuverlässig RNA-Frag-
mentierungen in c- und y-Ionen zu 
erhalten (Abbildung 4b). 

Für eine vollkommene Sequenz-
abdeckung ist das Gerät zusätzlich 
mit einem IR-Laser zur Fragmentie-
rung per Electron-Detachment-Dis-
sociation (EDD) ausgestattet. EDD 
produziert fast ausschließlich w- 
und d-Ionen, wenn Precursor-Ionen 
mit zirka 0,5 Ladungen je Nukleotid 
ausgewählt wurden. Die Fragmen-
tionen erreichen dann den Fourier-
Transform-Ion-Cyclotron-Resonan-
ce(FTICR)-Massenanalysator. Hier 
bringen ein magnetisches und elek-
trisches Feld  die Ionen in eine Orbi-
talbahn. Das Spektrum wird zu-
nächst als Frequenz der Ionen 
durch einen gepulsten Wechsel-
stromimpuls an den Empfängerplat-
ten registriert und anschließend 
durch Fourier-Transformation in 
das Spektrum umgerechnet. 

Das FTICR ist aufgrund der Re-
gistrierung der Ionen als Frequenz 
und nicht als m/z in der Lage, 
schnell und exakt einen weiten 
Frequenzbereich zu scannen und 
hochauflösende Spektren zu erzeu-
gen. Diese unter allen Massenana-
lysatoren einzigartige Messtechnik 
ermöglicht schnell und mit gerin-
gen Probenmengen Top-down-
Analytik von RNA und Proteinen. 
Die Kombination der Spektren aus 
CAD- und EDD-fragmentierten 
RNA-Ionen ermöglicht es, die de-

tektierten Ionen der RNA-Sequenz 
zuzuordnen, da sich beispielsweise 
y- und w-Ionen um genau 79,97 Da 
(HPO3) unterscheiden und c- und 
d-Ionen um genau 18,01 Da (H2O). 
Abbildung 4c zeigt eine solche Io-
nenzuordnung von tRNAVal aus E. 
coli. In der 2D-Struktur wird deut-
lich, dass fast alle Positionen der 
tRNA durch CAD und EDD frag-
mentiert sind (blaue Nukleotide). 
Nur wenige wurden entweder 
durch CAD (grüne Nukleotide) 
oder EDD (lila Nukleotide) alleine 
fragmentiert. Die gezeigte Sequen-
zierung und Zuordnung aller mo-
difizierter Nukleotide in tRNAVal 
E.coli wurde mit einer 2 �M tRNA-
Lösung durchgeführt.

Fazit und Ausblick

S Fortschritte in der Chemie und 
Biochemie von natürlich modifi-
zierten Nukleinsäuren gehen mit 
aktuellen Entwicklungen der Mas-
senspektrometrie Hand in Hand. 
Dieser Flaschenhals bietet auch in 
naher Zukunft Raum für Fort-
schritte in beiden Feldern.
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