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				Obecność rybonukleotydów w DNA ma antagonistyczne znaczenie dla utrzymania stabilności genetycznej organizmów

			

		

		
			
				Streszczenie

				Wysoka wierność replikacji, rozumiana jako zdolność polimeraz DNA do selekcji nukleoty-dów z właściwą zasadą jak i cukrem, ma krytyczne znaczenie dla utrzymania stabilności genetycznej. Z uwagi na fakt, że poziomy komórkowe rybonukleotydów są znacznie wyższe od stężeń deoksyrybonukleotydów, polimerazy replikacyjne mogą inkorporować rybonukleotydy z tysiąckrotnie wyższą częstością niż niewłaściwe deoksyrybonukleotydy. Za zdolność do dys-kryminacji rybonukleotydów przez polimerazy DNA odpowiada obecność bramki sterycznej w centrum aktywnym enzymu. Mimo że rybonukleotydy są najczęściej wstawianymi nieprawidło-wymi nukleotydami w DNA, nie są one obserwowane w prawidłowo funkcjonujących komór-kach. Głównym systemem odpowiedzialnym za rozpoznawanie i usuwanie rybonukleotydów z DNA jest naprawa przez wycięcie rybonukleotydu (ang. Ribonucleotide Excision Repair). Upo-śledzenie systemów usuwania rybonukleotydów może prowadzić do podwyższenia poziomu mutagenezy, stresu replikacyjnego, pęknięć DNA, problemów z transkrypcją, utrzymaniem struktury chromatyny, chorób genetycznych, a nawet śmierci. Mimo to inkorporacja rybonu-kleotydów do DNA może mieć pewne pozytywne znaczenie biologiczne, stymulując naprawę błędnie sparowanych zasad czy łączenie końców niehomologicznych.

				Wstęp

				Poprawne przekazanie informacji genetycznej to jedno z największych wy-zwań stojących przed organizmami żywymi. Jednocześnie zmienność genetyczna umożliwia im adaptację do zmieniających się warunków środowiska i pozwala na zajmowanie nowych nisz ekologicznych. Ważnym czynnikiem wpływających na stabilność genomu są mechanizmy inkorporacji i usuwania rybonukleotydów z DNA. Co ciekawe, rybonukleotydy obecne w DNA, choć z punktu widzenia podstawowych zasad biologii molekularnej niepożądane, mogą wywierać pozy-tywny wpływ na stabilność genetyczną, a w pewnych warunkach kontrolować niektóre procesy komórkowe. Poniższy przegląd podsumowuje aktualną wiedzę na temat źródeł, systemów usuwania i konsekwencji rybonukleotydów w DNA.

				Inkorporacja rybonukleotydów przez polimerazy DNA

				Synteza kwasów nukleinowych przez polimerazy DNA wymaga przyłączenia substratu w kieszeni wiążącej nukleotyd, utworzonej przez odpowiednio usytu-owane przestrzennie aminokwasy [1]. Kształt kieszeni wymusza nie tylko ściśle określoną budowę trójwymiarową nukleotydu, w tym obecność lub brak różnych grup funkcyjnych, ale także odpowiednią konformację substratu i jego orientację w przestrzeni. W ustabilizowaniu pozycji nukleotydu w kieszeni pomagają wią-zania wodorowe powstające między aminokwasami polimerazy a substratem [2].

				Selektywność polimeraz DNA względem reszty cukrowej związana jest z obec-nością bramki sterycznej (ang. steric gate) [3]. Bramką steryczną nazywa się jeden z aminokwasów tworzących centrum aktywne polimerazy. W prawidłowo sfał-dowanym białku, grupa hydroksylowa znajdująca się przy węglu C2’ rybonu-kleotydu tworzy zawadę przestrzenną z łańcuchem bocznym bramki sterycznej. Słabsze oddziaływanie rybonukleotydu z centrum aktywnym polimerazy DNA zmniejsza prawdopodobieństwo włączenia go do powstającej nici DNA [2]. 

				Na ogół zawada steryczna powstaje z udziałem łańcucha bocznego rozbudo-wanego przestrzennie aminokwasu — fenyloalaniny, tyrozyny bądź kwasu glu-taminowego (Ryc. 1A i Tab. 1) [2,3]. Istotny wyjątek stanowią polimerazy DNA należące do rodziny X, na przykład eukariotyczne polimerazy β i λ, w przypad-ku których mechanizm selekcji obejmuje oddziaływanie grupy C2’–OH z łańcu-chem poliamidowym białka (Ryc. 1B) [4,5]. Co ciekawe, przyrównując sekwen-cję aminokwasową eukariotycznej polimerazy μ do sekwencji innych polimeraz z rodziny X stwierdzono, że w pozycji bramki sterycznej (Tyr w polimerazach β i λ) występuje glicyna, co przyczynia się do znacznie obniżonej selektywności 
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				polimerazy μ względem reszty cukrowej [6]. Dalsza anali-za strukturalna wykazała możliwość powstawania wiązań wodorowych pomiędzy łańcuchem poliamidowym poli-merazy μ a grupą 2’–OH rybonukleotydu, sugerując, że w pewnych warunkach rybonukleotydy mogą być prefe-rowanym substratem dla polimerazy μ [7].

				Mutacje w obrębie bramki sterycznej prowadzą do znacz-nego zwiększenia częstości wstawania rybonukleotydów przez polimerazy DNA [2]. Wariant drożdżowej polimera-zy η zmieniony w bramce sterycznej (mutacja Phe35→Ala) może in vitro wstawiać do kilku rybonukleotydów w prze-ciwieństwie do polimerazy η typu dzikiego, która nie po-siada takiej aktywności [8]. Co ciekawe, ten sam mutant charakteryzuje się większą wiernością podczas wstawiania deoksyrybonukleotydów, co pokazuje, że mutacje w bram-

			

		

		
			
				ce sterycznej mogą wpływać także na inne właściwości po-limerazy DNA.

				Zjawisko bramkowania sterycznego wynika ze specyficz-nej budowy centrum aktywnego i dlatego nie zależy jedynie od aminokwasu stanowiącego bramkę steryczną. Na zdol-ność do dyskryminacji względem reszty cukrowej mają także wpływ: lokalna struktura pierwszorzędowa białka (sąsied-nie aminokwasy sytuujące bramkę steryczną w określonym punkcie przestrzeni) oraz inne aminokwasy mogące oddzia-ływać z grupą C2’–OH rybozy. Jak pokazują badania in vitro, pojedyncze substytucje aminokwasowe w obrębie centrum aktywnego polimerazy λ nie wpływają istotnie na selektyw-ność względem reszty cukrowej — selektywność ta zostaje silnie obniżona dopiero w wyniku delecji trzech aminokwa-sów w centrum aktywnym [5]. Określona mutacja w bramce 
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				Tabela 1. Bramki steryczne wybranych polimeraz DNA [22,86].
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					polimeraza I Escherichia coli

					polimeraza γ Homo sapiens
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					polimeraza δ Saccharomyces cerevisiae

					polimeraza ζ Saccharomyces cerevisiae
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					polimeraza III Escherichia coli
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					polimeraza μ Homo sapiens
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					polimeraza V Escherichia coli

					polimeraza η Saccharomyces cerevisiae

					polimeraza η Homo sapiens

					Dpo4 Sulfolobus solfataricus
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				Rycina 1. Mechanizm sterycznego wykluczenia rybonukleotydów przez polimerazy DNA.

				Wytłuszczoną czcionką oznaczono aminokwas stanowiący bramkę steryczną. A. Fragment struktury ludzkiej polimerazy η (PDB 5EWE). Selekcja substratu jest możli-wa dzięki powstawaniu zawady przestrzennej między grupą C2’–OH rybozy a łańcuchem bocznym bramki sterycznej Phe18 (kolor czerwony). B. Fragment struktury krystalograficznej ludzkiej polimerazy β (PDB 3RH4). Selekcję nukleotydu umożliwia zawada steryczna między grupą C2’–OH rybozy a grupami funkcyjnymi łańcucha poliamidowego aminokwasów z pozycji 271–274 (kolor czerwony). Ryciny wykonano przy pomocy oprogramowania UCSF Chimera [77].
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				sterycznej (Tyr11) polimerazy V DNA Escherichia coli, głów-nej bakteryjnej polimerazy TLS (ang. translesion synthesis, syn-teza przez uszkodzenie) prowadzi do zwiększenia częstości wstawiania rybonukleotydów in vitro, jednak substytucja aminokwasu sąsiedniego (Phe10) prowadzi do odwrotnego efektu [9]. Powyższe przykłady pokazują, że kilka amino-kwasów może współuczestniczyć w dyskryminacji rybonu-kleotydów; mimo to obecność bramki sterycznej ma na ogół kluczowe znaczenie dla selektywności substratowej polime-razy DNA. Na przykład zamiana Tyr645 stanowiącej bramkę steryczną drożdżowej polimerazy ε na alaninę prowadzi do efektu letalnego [10], natomiast mutacja sąsiadującego ami-nokwasu (Met644) może, w zależności od charakteru zmia-ny, zwiększać lub zmniejszać selektywność tej polimerazy względem reszty cukrowej [11].

				Nie bez znaczenia dla selektywności względem reszty cu-krowej pozostaje obecność metalicznego kofaktora. Jak poka-zują badania in vitro, wymiana jonu Mg2+ na Mn2+ zwiększa wydajność inkorporacji ddNTP przez polimerazę I DNA Escherichia coli i polimerazę DNA faga T7 [12]. Podobne eks-perymenty przeprowadzono z wykorzystaniem polimerazy β: obecność kationów manganowych ułatwia wykorzystanie CTP zamiast dCTP przy syntezie kwasu nukleinowego [13].

				Innym czynnikiem wpływającym na zdolność do dys-kryminacji rybonukleotydów przez polimerazy DNA jest obecność nieprawidłowych nukleotydów w matrycy, po-wstałych na przykład w wyniku stresu oksydacyjnego czy działania promieniowania UV. Dla przykładu ludzka poli-meraza λ wykazuje wyższą selektywność podczas wstawia-nia nukleotydów naprzeciwko 8–oksoguaniny niż naprze-ciwko guaniny [14].

				Konieczność utrzymywania rygorystycznych ograniczeń w dostępie rybonukleotydów do DNA jest związana przede wszystkim z różnicą w poziomach komórkowych deoksy- i rybonukleotydów. W zależności od rodzaju zasady azo-towej przewaga w stężeniach rybonukleotydów nad odpo-wiadającymi im deoksyrybonukleotydami waha się od ok. 2 do 600 razy dla Escherichia coli [15], od 36 do 190 razy dla drożdży Saccharomyces cerevisiae [16] i od 40 do 350 razy dla człowieka [17]. Stosunki te różnią się także w zależności od fazy cyklu komórkowego — stężenie deoksyrybonukleoty-dów znacznie spada po wyjściu komórki z fazy S [18], co jest szczególnie istotne dla interfazowych procesów naprawy DNA takich jak łączenie niehomologicznych końców (ang. non–homologous end joining, NHEJ) [19].

				Współczynnik selektywności polimeraz DNA wzglę-dem reszty cukrowej (definiowany jako liczba wstawionych dNTP przypadających na jeden wstawiony rNTP z tą samą zasadą albo jako iloraz kcat/KM dla inkorporacji dNTP dzie-lony przez iloraz kcat/KM dla inkorporacji odpowiadającego mu rNTP) waha się w szerokim zakresie, przy czym główne polimerazy DNA zaangażowane w replikację charakteryzu-ją się wysoką selektywnością [16,20], natomiast polimera-zy TLS cechuje na ogół obniżona selektywność, co ułatwia syntezę na uszkodzonej matrycy DNA [19,21]. Polimerazy różnią się także zdolnością wydłużania produktu (prawdo-podobieństwem terminacji elongacji) po wstawieniu rybo-nukleotydu do powstającej nici oraz wydajnością przecho-

			

		

		
			
				dzenia rybonukleotydu znajdującego się w nici matrycowej [22].

				Wspomniane parametry biochemiczne polimeraz DNA, przy uwzględnieniu wysokich stężeń rybonukleotydów w komórkach, przekładają się na dużą częstość inkorporacji rybonukleotydów do DNA w porównaniu do nukleotydów z niewłaściwą zasadą. Częstość błędnego parowania zasad przez replikazy ocenia się na 1 błąd na 1–10 mln wstawio-nych deoksynukleotydów [23]. Z drugiej strony holoenzym polimerazy III Escherichia coli umieszcza 1 rybonukleotyd na 2,3 tys. sparowanych zasad [20]. W przypadku drożdży Saccharomyces cerevisiae częstość inkorporacji nukleotydów z nieprawidłowym cukrem wynosi 1/1250 nt dla replikazy nici wiodącej — polimerazy ε i 1/5 tys. nt dla replikazy nici opóźnionej — polimerazy δ [16]. Korzystając z tych infor-macji można oszacować, że w wyniku replikacji prowadzo-nej przez holoenzym polimerazy III do genomu Escherichia coli w trakcie jednego cyklu replikacji trafia ok. 1 niewłaści-wy deoksyrybonukleotyd i nawet 2 tys. rybonukleotydów [20]. Polimerazy DNA mogą wstawić do genomu drożdżo-wego ok. 13 tys. rybonukleotydów, a do genomu ludzkiego ponad 1 mln rybonukleotydów [24]. Rybonukleotydy te nie są usuwane w procesie dojrzewania fragmentów Okazaki.

				Systemy usuwania rybonukleotydów z DNA

				Rybonukleotydy uznawane są za najczęściej występujące niewłaściwe nukleotydy w DNA. Mimo to w prawidłowo funkcjonujących komórkach nie obserwuje się ich obecności w genomie [25], co jest związane z istnieniem wydajnego systemu odpowiedzialnego za ich rozpoznawanie i usuwa-nie. System ten został nazwany naprawą przez wycięcie ry-bonukleotydu (ang. ribonucleotide excision repair, RER) [26].

				Mechanizm działania systemu RER jest konserwowany we wszystkich organizmach żywych i wymaga obecności enzymów o kilku kluczowych właściwościach (Ryc. 2A) [26,27]: 

				endorybonukleaza H (RNaza H) zdolna do rozpoznania rybonukleotydu w DNA i nacięcia nici po stronie 5’ ry-bonukleotydu,

				polimeraza syntetyzująca fragment DNA,

				endo–/egzonukleaza usuwająca zbędny fragment DNA zawierający rNMP,

				ligaza łącząca nacięcie w DNA.

				Rybonukleazy H

				Rybonukleazy H (RNazy H) to niespecyficzne wzglę-dem sekwencji endonukleazy zdolne do rozpoznawania i hydrolizy hybryd RNA/DNA oraz chimerycznej cząsteczki DNA zawierającego rybonukleotydy [28,29]. Wyróżnia się dwie grupy RNaz H: RNazy H typu 1 i typu 2. Obydwie grupy, mimo podobnego mechanizmu katalizy, budowy przestrzennej i specyficzności substratowej, wykazują ni-ską homologię, co sugeruje, że powstały niezależnie w toku ewolucji organizmów. Bakteryjne RNazy H przyjęło się nu-merować cyframi rzymskimi, natomiast eukariotyczne i ar-cheonów — cyframi arabskimi. 
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				RNaza H1 (HI) należy do rodziny RNaz H typu 1 [29]. RNa-za H1 (HI) jest zdolna do specyficznego rozpoznawania nici RNA w hybrydach RNA/DNA, potrafi także hydrolizować chimeryczną nić DNA zawierającą co najmniej cztery kolej-no ułożone rybonukleotydy [30]. RNaza H1 (HI) obecna jest u prawie wszystkich organizmów żywych z wyłączeniem nie-których archeonów. RNaza H1 (HI) zaangażowana jest w usu-wanie transkryptów RNA, które nie zostały usunięte z DNA po zakończonej transkrypcji, tworząc tak zwane R–pętle (ang. R–loops) [31,32]. Sugeruje się, że eukariotyczna RNaza H1 może być także zaangażowana w usuwanie starterów RNA na nici opóźnionej oraz podczas procesowania telomerów [29,30,33].

				Obecna we wszystkich żywych organizmach RNaza H2 (HII) należy do rodziny RNaz H typu 2. RNaza H2 (HII) spe-cyficznie rozpoznaje chimeryczną nić DNA zawierającą co najmniej jeden (lub więcej) rybonukleotyd, hydrolizując wią-zanie fosfodiestrowe po stronie 5’ niewłaściwego nukleotydu [29]. Bakteryjna RNaza HII jest zbudowana z pojedyncze-go polipeptydu (RNaza HII Pseudomonas aeruginosa tworzy funkcjonalny homodimer) (Ryc. 2B, górny panel) [29,34,35]. Jej eukariotyczny odpowiednik jest heterotrimerem skła-dającym się z podjednostki katalitycznej (Rnh2a) i dwóch niezbędnych podjednostek akcesorycznych (Rnh2b, Rnh2c) o nieznanej funkcji (Ryc. 2B, dolny panel) [28,36]. W obecno-

			

		

		
			
				ści jonów Mg2+ bakteryjna RNaza HII jest zdolna do przecina-nia chimerycznej nici DNA tylko na połączeniu RNA–DNA, przy końcu 3’ wstawki RNA, natomiast eukariotyczna RNa-za H2 potrafi hydrolizować także na połączeniu DNA–RNA, przy końcu 5’ wstawki RNA, wewnątrz fragmentu RNA, a nawet nić RNA w hybrydzie RNA/DNA [28,37–39]. RNaza H2 (HII) jest zaangażowana w naprawę przez wycięcie ry-bonukleotydu (RER). U eukariotów, ze względu na podobną aktywność, może także zastępować RNazę H1 [27,33].

				W komórkach niektórych bakterii występuje także inna RNaza H typu 2, RNaza HIII. Enzym ten wykazuje homo-logię do RNazy HII, jednak jego specyficzność substratowa jest taka sama jak RNazy HI, tj. rozpoznaje substraty zawie-rające co najmniej cztery kolejne rybonukleotydy oraz nici RNA [29,30]. Uważa się, że RNaza HIII pełni rolę zastępczą wobec braku RNazy HI. RNaza HIII posiada N–końcową domenę rozpoznającą hybrydy RNA/DNA (ale nie RNA/RNA i DNA/DNA), która zwiększa siłę wiązania z substra-tem i aktywność katalityczną [40–42].

				Genomy większości bakterii, m. in. Escherichia coli, niosą geny kodujące RNazę HI (rnhA) i HII (rnhB) [43–45]. Niektó-re prokarionty, jak np. Bacillus subtilis, posiadają RNazę HII (kodowaną przez gen rnhB) i HIII (rnhC) [46]. Bakterie mogą posiadać także więcej niż jedną kopię rybonukleazy H dane-go typu, np. Mycobacterium smegmatis posiada geny kodujące dwie RNazy HI (rnhA, rnhC) i dwie RNazy HII (rnhB, rnhD) [47–50]. Wiele blisko spokrewnionych gatunków bakterii wykazuje różnice w obecności genów kodujących rybonukle-azy H, co sugeruje, że geny te rozprzestrzeniały się w toku ewolucji na drodze transferu horyzontalnego [29]. Obecność RNazy HII/H2 we wszystkich domenach życia wskazuje na jej istotną rolę w komórce, jednak nie jest ona niezbędna do przeżycia bakterii. Delecja genów kodujących wszystkie RNazy H z genomów Escherichia coli i Bacillus subtilis nie jest letalna [20,46]. Co ciekawe, w Mycobacterium smegmatis dele-cja genów kodujących RNazy HII nie wpływa na ich żywot-ność, jednak usunięcie RNaz HI prowadzi do efektu letalne-go [47,48].

				Naprawa przez wycięcie rybonukleotydu (RER)

				Po wygenerowaniu nacięcia przez RNazę HII odpowied-nia polimeraza odsuwa fragment DNA zawierający rybonu-kleotyd, co umożliwia resyntezę zastępowanego fragmentu DNA (ang. strand–displacement synthesis) [26,27]. W komór-kach Escherichia coli rolę tę pełni polimeraza I DNA, nato-miast w komórkach eukariotycznych — polimeraza δ przy udziale czynnika procesywności PCNA (ang. proliferating cell nuclear antigen) [24].

				Mechanizm usuwania rybonukleotydów podczas RER jest bardzo podobny do mechanizmu dojrzewania frag-mentów Okazaki. Polimeraza I DNA nie tylko usuwa zastę-powany fragment przy użyciu aktywności 5’–3’–egzo- lub endonukleolitycznej, ale i resyntetyzuje odsunięty fragment DNA. W organizmach eukariotycznych etap nukleolizy ka-talizowany jest przez egzonukleazę 1 (Exo1) bądź flap–en-donukleazę 1 (Fen1). Po usunięciu wystającego fragmentu DNA przerwa w DNA łączona jest przez jedną z ligaz ko-mórkowych [27,33,35,51–53].
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				Rycina 2. Naprawa przez wycięcie rybonukleotydu (RER).

				A. Po zreplikowaniu genomu przez replikazę RNaza H2 (HII) hydrolizuje DNA zawierający rybonukleotydy po stronie 5’ rybonukleotydu. Następnie właściwa polimeraza DNA syntetyzuje fragment DNA, z jednoczesnym odsunięciem za-stępowanego fragmentu, który usuwany jest przez odpowiednią endo–/egzonu-kleazę. Na koniec ligaza łączy przerwę powstałą po usunięciu fragmentu DNA. B. W obecności jonów Mg2+ monomeryczne bakteryjne RNazy HII hydrolizują chimeryczną nić DNA na połączeniu RNA–DNA po stronie 5’ rybonukleotydu, przy końcu 3’ wstawki RNA [37,38]. Będące trimerami eukariotyczne RNazy H2 mogą hydrolizować także na połączeniu DNA–RNA, przy końcu 5’ oraz we-wnątrz fragmentu RNA [39].
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				Zarówno bakterie, jak i eukarionty mają zdolność do czę-ściowej kompensacji utraty aktywności różnych białek zaanga-żowanych w RER. Polimeraza I DNA może być zastępowana przez polimerazę III, natomiast polimeraza δ przez polimerazę ε [26,51]. Badania in vitro sugerują, że bakteryjna RNaza HI nie może zastępować RNazy HII podczas RER, jednak ekspery-menty in vivo sugerują jej zaangażowanie w usuwanie rybonu-kleotydów w warunkach braku RNazy HII [26,54].

				Inne systemy zaangażowane w usuwanie rybonukleotydów

				W usuwaniu rybonukleotydów z DNA w komórkach Escherichia coli może uczestniczyć naprawa przez wycięcie nukleotydu (ang. nucleotide excision repair, NER) [54]. System NER odpowiada za usuwanie dimerów pirymidynowych po-wstających pod wpływem promieniowania UV [55]. Analiza krystalograficzna pozwoliła wysnuć hipotezę, że rybonukle-otydy stymulują system NER dzięki oddziaływaniom elek-trostatycznym między dodatkową grupą –OH w pierścieniu rybozy a łańcuchami bocznymi aminokwasów w białkach NER [56]. NER nie bierze udziału w usuwaniu rybonukle-otydów w komórkach ludzkich, natomiast jego rola w Saccha-romyces cerevisiae nie została dotychczas ustalona [33].

				Inaktywacja RNazy H2 w komórkach drożdży prowadzi do uruchomienia alternatywnej ścieżki usuwania rybonukle-otydów zależnej od topoizomerazy I [57,58]. Katalizowana przez topoizomerazę I reakcja usuwania rybonukleotydów przebiega poprzez wycięcie krótkiego (2 nukleotydy) frag-mentu DNA. Przerwa ta może zostać wypełniona przy za-angażowaniu odpowiednich enzymów procesujących końce DNA. Jeśli jednak ubytek pojawi się w obrębie sekwencji po-wtórzonych o długości 2 – 5 par zasad, nić komplementarna ulega przesunięciu i dopasowaniu w taki sposób, że jedno z powtórzeń zostaje usunięte w trakcie ligacji [22,24,33].

				Konsekwencje obecności rybonukleotydów w DNA

				Liczba rybonukleotydów trafiających do DNA jest znacz-nie większa niż liczba niewłaściwych deoksyrybonukleoty-dów oraz innych nieprawidłowych nukleotydów (takich jak np. 7–metyloguanina czy 8–oksoguanina) [59], co sugeruje, że mogą one stanowić poważne zagrożenie dla stabilności genetycznej. Zgodnie z obecną wiedzą naukową życie wy-ewoluowało w kierunku wykorzystania DNA jako główne-go nośnika informacji genetycznej, mimo że pierwsze or-ganizmy żywe prawdopodobnie wykorzystywały do tego celu RNA [60]. Przyczyn tego stanu rzeczy należy upatry-wać we właściwościach fizykochemicznych odróżniających rybozę od deoksyrybozy.

				Grupa hydroksylowa przy węglu C2’ rybozy jest bardzo reaktywna ze względu na dużą różnicę elektroujemności między atomem tlenu a atomem wodoru. W środowisku zasadowym dochodzi do deprotonacji grupy hydroksylo-wej z wytworzeniem anionu alkoholanowego [24]. Anion ten może przypuścić atak nukleofilowy na grupę 3’–fosfo-ranową, prowadząc do przerwania łańcucha nukleinowego z wytworzeniem 2’–3’–cyklofosforanu (Ryc. 3A). Brak do-datkowej grupy hydroksylowej w pierścieniu deoksyrybo-

			

		

		
			
				zy uniemożliwia zajście tej reakcji — jak pokazują badania, RNA jest 100 tys. razy bardziej podatny na spontaniczną hydrolizę zasadową niż DNA [61]. 

				Pierścień cukrowy obecny w nukleotydzie nie jest struk-turą płaską. Obecność podstawników oraz atomów H przy węglach pentozy powoduje powstawanie napięć, które ograniczają swobodną rotację wokół wiązań C–C, powodu-jąc wykrzywienie pierścienia pentozowego. Wykrzywienie obniża energię układu poprzez zmniejszenie napięć mię-dzy podstawnikami [62]. Najkorzystniejsza energetycznie konformacja dla deoksyrybozy to C2’–endo, co oznacza, że węgiel 2’ wystaje ponad płaszczyznę cukru po stronie węgla 5’ (Ryc. 3B, lewy panel) [62]. Dodatkowy duży atom (tlen) przy węglu C2’ rybozy powoduje, że przyjmuje ona chętnie konformację C3’–endo (w tym przypadku ponad płaszczyzną cukru po stronie węgla 5’ znajduje się węgiel 3’) (Ryc. 3B, prawy panel) [62]. 

				Różnice w strukturze przestrzennej pentoz są przyczy-ną różnic w konformacji helis kwasów nukleinowych: RNA przyjmuje konformację A, natomiast DNA przyjmuje kon-formację B [63]. Obydwie konformacje różnią się parametra-mi geometrycznymi, takimi jak: liczba nukleotydów przy-padających na jeden obrót helisy, szerokość helisy, wymiary małego oraz dużego rowka i inne.

				Niestabilność genetyczna i stres replikacyjny

				Zwiększona podatność DNA na hydrolizę, wywołana obecnością rybonukleotydów, może być przyczyną powsta-wania jedno- i dwuniciowych pęknięć DNA. Tego rodzaju uszkodzenia mogą potencjalnie prowadzić do śmierci ko-
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				Rycina 3. Właściwości fizykochemiczne rybozy i deoksyrybozy.

				A. W środowisku zasadowym RNA, ze względu na obecność reaktywnej grupy hydroksylowej, ulega hydrolizie zasadowej z wytworzeniem 2’–3’–cykloproduk-tu. B. Po lewej: Deoksyryboza przyjmuje konformację C2’–endo z grupą C2’ wy-stającą ponad płaszczyznę cukru, co sprawia, że helisa DNA posiada konformację B. Po prawej: Ryboza przyjmuje konformację C3’–endo z grupą C3’ wystającą po-nad płaszczyznę cukru, co sprawia, że helisa RNA posiada konformację A. (PDB 3GTK). Ryciny wykonano przy pomocy oprogramowania UCSF Chimera [77].
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				mórki, szczególnie w sytuacji nagromadzenia dużej liczby rybonukleotydów w DNA. Wrażliwość DNA zawierającego liczne rybonukleotydy na środowisko alkaliczne jest wyko-rzystywana podczas badań nad inkorporacją rybonukleoty-dów, zarówno in vitro jak i in vivo [16,25,64].

				Lokalne zaburzenia konformacji helisy wywołane obecno-ścią rybonukleotydów mogą wpływać negatywnie na proces replikacji. Wykazano, że nawet pojedyncze rybonukleotydy mogą zmieniać konformację, wymiary i elastyczność DNA [63,65]. Rybonukleotydy w matrycowym DNA stanowią szczególne wyzwanie dla replikaz. Holoenzym polimera-zy III DNA Escherichia coli przechodzi przez rybonukleotyd w matrycy od 5 do 30 razy wolniej niż w przypadku gdy w matrycy znajduje się odpowiadający mu deoksyrybonu-kleotyd [20]. Jak pokazują badania in vitro, zwiększenie stę-żenia rybonukleotydów w stosunku do deoksyrybonukle-otydów powoduje spowolnienie tempa replikacji zarówno w przypadku holoenzymu polimerazy III, jak i głównych replikaz Saccharomyces cerevisiae — polimerazy δ oraz poli-merazy ε [20]. Polimeraza ε jest w stanie przejść przez maksy-malnie 3 rybonukleotydy w matrycy ze spadającą wydajno-ścią, natomiast ciąg 4 rybonukleotydów całkowicie hamuje jej aktywność [33]. Brak aktywności RNazy H2 w komórkach drożdży skutkuje pojawieniem się fenotypu związanego ze stresem replikacyjnym: komórki zatrzymują się w fazie S cyklu komórkowego, posiadają podwyższone stężenia de-oksyrybonukleotydów i wykazują wrażliwość na niewielkie stężenia hydroksymocznika, będącego inhibitorem reduk-tazy rybonukleotydowej (ang. ribonucleotide reductase, RNR) [11]. Wykazano, że stres replikacyjny w szczepach pozba-wionych RNazy H2 związany jest z mutagenną aktywnością topoizomerazy I [57]. Brak RNazy H2 w komórkach drożdży prowadzi także do aktywacji postreplikacyjnych systemów naprawy DNA (PRR), takich jak synteza TLS katalizowana przez polimerazę ζ czy replikacja z przełączeniem matrycy (ang. template switching) [33]. 

				Mysie zarodki pozbawione RNazy H2 prezentują feno-typ związany z występowaniem translokacji i rearanżacji chromosomowych oraz tworzeniem mikronukleusów, czyli fragmentów chromosomów znajdujących się poza jądrem komórkowym [66]. Uważa się, że tego typu poważne uszko-dzenia chromosomów są efektem występowania dużej licz-by dwuniciowych pęknięć nici spowodowanych obecnością rybonukleotydów w DNA.

				Konsekwencje w organizmach wyższych

				Szczególnie wrażliwe na obecność rybonukleotydów w DNA są organizmy wyższe. Brak RNazy H2 prowadzi do efektu letalnego we wczesnym stadium zarodkowym my-szy [66]. Myszy pozbawione RNazy H2 wykazują wysoki poziom ekspresji cykliny G1 oraz białka p21, co sugeruje, że zahamowanie wzrostu zarodka związane jest z aktywacją punktu kontrolnego i zahamowaniem cyklu komórkowego. Dowiedziono ponadto, że RNaza H1 w komórkach ssaczych zaangażowana jest w usuwanie starterów RNA podczas re-plikacji mitochondrialnego DNA, a usunięcie obydwu kopii genu kodującego tę RNazę z genomu myszy skutkuje śmier-cią w stadium zarodkowym w związku z nagromadzeniem rybonukleotydów w DNA mitochondrialnym [67].

			

		

		
			
				Mutacje w genach kodujących podjednostki RNazy H2 mogą prowadzić do rozwoju zespołu Aicardiego–Goutières’a (ang. Aicardi–Goutières syndrome, AGS), rzad-kiej choroby autosomalno–recesywnej o podłożu neuro-zapalnym, skutkującej wieloma upośledzeniami, głównie w obrębie układu nerwowego [68]. Ok. 50% przypadków choroby związanych jest ze zmianami w obrębie genów kodujących którąkolwiek z trzech podjednostek ludzkiej RNazy H2, jednak co interesujące, tylko niewielka część tych mutacji obniża aktywność enzymatyczną, zaś pozosta-łe wpływają m.in. na stabilność kompleksu i oddziaływanie z substratem [35,39].

				Przerwa w DNA powstała w wyniku aktywności RNazy H2 i będąca miejscem działania RER może być także sub-stratem dla ligaz zależnych od ATP [24,30,33]. Ligaza może przyłączyć się do jednoniciowego końca DNA zanim zrobi to polimeraza DNA. Proces ligacji rozpoczyna się od prze-niesienia AMP na grupę fosforanową rybonukleotydu znaj-dującego się na 5’–końcu pękniętej nici DNA. Obecność do-datkowej grupy hydroksylowej w rybozie sprawia jednak, że ligaza nie jest w stanie ukończyć procesu ligacji, co skut-kuje pozostawieniem 5’–adenylowanego produktu. Proces ten nazywa się abortywną ligacją i skutkuje nagromadze-niem pęknięć nici w DNA. W usuwanie AMP z 5’–końca DNA zaangażowany jest enzym aprataksyna [69]. Mutacje w genie kodującym aprataksynę mogą powodować choro-bę autosomalno–recesywną — ataksję z apraksją gałkoru-chową typu 1 (ang. ataxia with oculomotor apraxia 1, AOA1), skutkującą m.in. atrofią móżdżku, hipoalbuminemią czy hipercholesterolemią. Wykryto ponad 20 różnych mutacji w genie kodującym aprataksynę, które skutkują rozwojem AOA1 o różnym stopniu ciężkości [70].

				Niestabilność genetyczna wynikająca z zaburzonej kon-troli obecności rybonukleotydów w DNA może być powią-zana z powstawaniem i progresją chorób nowotworowych, jak sugeruje stale rosnąca liczba publikacji naukowych [36,71–78]. Dane kliniczne zawarte w bazach takich jak CO-SMIC czy cBioPortal wskazują, że mutacje w genach kodu-jących podjednostki RNazy H2, a także zmiany w profilu ekspresji tych białek, występują w nowotworach wielu róż-nych narządów i części ciała: jelit, piersi, skóry, narządów płciowych i innych [79–81].

				Wykazano podwyższoną ekspresję podjednostki kata-litycznej RNazy H2 (Rnh2a) w komórkach m.in. białaczki, czerniaka, nowotworach piersi i mózgu [36]. Zwiększona ekspresja podjednostki niekatalitycznej Rnh2c u myszy promowała przerzutowanie nowotworu sutka, natomiast zmniejszenie ekspresji tego białka prowadziło do ogranicze-nia częstości tworzenia metastaz w obrębie płuc [76]. Brak białka Rnh2b w naskórku myszy prowadził do rozwoju raka skóry [74]. Z kolei brak podjednostki Rnh2b w tkance nabłonkowej powodował zmiany histopatologiczne świad-czące o obecności uszkodzeń DNA, zwiększoną apoptozę oraz aktywację białka p53. Brak białka p53 u myszy pozba-wionych Rnh2b prowadził natomiast do rozwoju raka jelita cienkiego i grubego [78]. W ostatnim czasie wykazano, że mutacje we wszystkich trzech podjednostkach RNazy H2 zwiększają wrażliwość komórek raka piersi na powszech-

			

		

	
		
			
				Postępy Biochemii 65 (2) 2019	149

			

		

		
			
				nie stosowane w terapii inhibitory polimerazy poli(ADP-ry-bozy) (ang. poly(ADP-ribose) polymerase, PARP) [75]. PARP wiąże się w miejscach występowania uszkodzeń DNA, na-tomiast inhibitory PARP utrudniają usuwanie takich kom-pleksów, prowadząc do efektu cytotoksycznego. Stwier-dzono, że w komórkach z nieaktywną RNazą H2, w wyniku mutagennego procesowania rybonukleotydów przez topo-izomerazę I, dochodzi do nagromadzenia uszkodzeń DNA wiążących białko PARP, a w efekcie do zwiększenia wrażli-wości komórek na inhibitory PARP. Zasugerowano, że inhi-bitory PARP mogą mieć szczególny potencjał terapeutycz-ny w nowotworach z nieaktywną ścieżką RER zależną od RNazy H2 (rak prostaty, białaczka) [75]. 

				Inne negatywne konsekwencje

				Bakteryjna RNaza HI zaangażowana jest w usuwanie transkryptów RNA, które nie zostały odłączone od matrycy DNA po zakończeniu transkrypcji. Transkrypty te tworzą krótkie hybrydy RNA/DNA zwane R–pętlami [32]. W szcze-pach Escherichia coli pozbawionych RNazy HI R–pętle mogą powstawać w dużej ilości w całym genomie. Rozplecenie helisy DNA spowodowane obecnością R–pętli umożliwia związanie białek zaangażowanych w replikację DNA. Mimo że poprawna inicjacja replikacji w komórkach Escherichia coli wymaga związania białka inicjatorowego DnaA do miejsca startu oriC [82], obecność R–pętli może prowadzić do rozpo-częcia replikacji mimo braku białka DnaA w oriC. Proces ten określany jest jako konstytutywna stabilna replikacja DNA (ang. constitutive stable DNA replication, cSDR) [32].

				Dowiedziono, że w usuwanie R–pętli może być także zaangażowana bakteryjna helikaza RecG. Jednoczesna de-lecja genów kodujących RNazę HI oraz białko RecG pro-wadzi do efektu letalnego w szczepach Escherichia coli [31], co sugeruje, że usuwanie R–pętli ma krytyczne znaczenie dla przetrwania komórek. Brak obydwu RNaz HI w szcze-pie Mycobacterium smegmatis prowadzi do efektu letalnego, prawdopodobnie w związku z nagromadzeniem nieusunię-tych R–pętli [50].

				Inkorporacja rybonukleotydów do DNA może wpływać także na inne procesy związane z metabolizmem DNA, ta-kie jak: tworzenie nukleosomów i remodelowanie chroma-tyny czy transkrypcja [24,83]. Wykazano, że rybonukleoty-dy matrycowe wpływają negatywnie na aktywność i wier-ność eukariotycznej polimerazy II RNA [84]. Wyniki te stoją w zgodzie z danymi uzyskanymi podczas badań nad zmu-towanymi szczepami Escherichia coli zawierającymi znaczną zawartość rybonukleotydów w DNA. W szczepach tych za-obserwowano wysoki poziom mutacji w obrębie proteomu, jednak nie genomu, co sugeruje, że mutacje te mogły po-wstać podczas procesu transkrypcji [85].

				Znaczenie fizjologiczne rybonukleotydów w DNA

				System naprawy błędnie sparowanych zasad (ang. mi-smatch repair, MMR) zwiększa wierność replikacji poprzez usuwanie błędów polimeraz popełnionych podczas synte-zy DNA. Białka eukariotycznego systemu MMR wykorzy-stują nacięcia w nowo powstałej nici DNA do odróżnienia jej od nici matrycowej. Nacięcia te obecne są w dużej liczbie 

			

		

		
			
				na nici opóźnionej DNA ze względu na nieciągły charak-ter syntezy (fragmenty Okazaki), jednak pozostaje zagadką w jaki sposób system MMR jest rekrutowany do nici wiodącej.

				Wykazano, że brak RNazy H2 powoduje spadek wy-dajności naprawy insercji i delecji przez system MMR w komórkach Saccharomyces cerevisiae, szczególnie na nici wiodącej DNA. Oznacza to, że obecność nacięć wygenero-wanych przez RNazę H2 w wyniku obecności rybonukle-otydów może być czynnikiem nakierowującym MMR na nowo powstałą nić DNA w komórkach drożdży [25]. Re-plikaza nici wiodącej, polimeraza ε, charakteryzuje się ok. 4–krotnie wyższą częstością wstawiania rybonukleotydów od replikazy nici opóźnionej, polimerazy δ [24]. Co cieka-we, pojedyncza substytucja aminokwasowa (Leu644→Met) w centrum aktywnym polimerazy ε prowadzi do otrzyma-nia wariantu o większej selektywności względem reszty cukrowej [25,33]. Leu644 jest konserwowana ewolucyjnie wśród eukariontów, wskazując tym samym, że zwiększo-na częstość inkorporacji rybonukleotydów do nici wiodącej DNA może mieć istotne znaczenie biologiczne.

				Rybonukleotydy obecne w DNA mogą wpływać na wier-ność replikacji, jak sugerują badania wykorzystujące mu-tanta w bramce sterycznej (Tyr11→Ala) polimerazy V DNA Escherichia coli. Mutant ten charakteryzuje się podobnie ni-ską wiernością in vitro co polimeraza V DNA typu dzikiego, jednak znacznie słabszą dyskryminacją względem reszty cukrowej [64]. Co ciekawe, szczepy eksprymujące polime-razę Y11A cechuje znacznie obniżony poziom mutagenezy w stosunku do szczepów niosących polimerazę V typu dzikiego. Dalsze eksperymenty wykazały, że obserwowa-ny antymutagenny efekt substytucji Y11A wynika z silnej aktywacji systemów naprawy rybonukleotydów. Podczas resyntezy fragmentu DNA zawierającego rybonukleotyd, systemy te zastępują także błędnie sparowane deoksyrybo-nukleotydy, de facto naprawiając błędy replikacji wprowa-dzone przez polimerazę V DNA (Ryc. 2A) [27,51].

				Poziomy komórkowe deoksyrybonukleotydów są najniż-sze w interfazie [22], co sugeruje, że systemy postreplikacyjnej naprawy DNA, takie jak naprawa przez łączenie niehomolo-gicznych końców (ang. non–homologous end joining, NHEJ), mogą używać rybonukleotydów podczas syntezy DNA.

				Główną ludzką polimerazą DNA zaangażowaną w NHEJ jest polimeraza μ [86]. Jak wspominano, polimeraza μ cha-rakteryzuje się wyjątkowo niską jak na polimerazy DNA selektywnością względem reszty cukrowej. Badania in vitro z wykorzystaniem różnych substratów imitujących natu-ralne substraty systemu NHEJ wykazały, że polimeraza μ wstawia rybonukleotyd z większą wydajnością i wiernością niż odpowiadający mu deoksyrybonukleotyd [87]. Z dru-giej strony, polimeraza ta mało wydajnie wydłuża rybo-nukleotydy znajdujące się w syntetyzowanej nici. Oznacza to, że polimeraza μ wydajnie wstawia jedynie pojedyncze rybonukleotydy do DNA, co koreluje z preferencją ligazy NHEJ, która najwydajniej łączy substraty zawierające poje-dyncze rybonukleotydy na 3’–końcu DNA [87].

				Podobne obserwacje zanotowano, badając ścieżkę NHEJ w Gram-dodatniej bakterii Pseudomonas aeruginosa. Ścieżka 
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				NHEJ w Pseudomonas aeruginosa wykorzystuje białko LigD posiadające m. in. domenę o aktywności polimerazy. Do-mena polimerazy wypełnia braki w DNA znajdujące się na końcu 5’pękniętej nici i wykorzystuje do tego celu rybonu-kleotydy z większą wydajnością niż deoksyrybonukleoty-dy. Obecność rybonukleotydów stymuluje domenę o ak-tywności ligazy do łączenia końców DNA [30].

				Badania przeprowadzone na modelu drożdżowym Schi-zosaccharomyces pombe sugerują, że niektóre rybonukleotydy mogą być „celowo” pozostawiane w DNA do następnego cyklu replikacji. Powoduje to zablokowanie widełek repli-kacyjnych i inicjację rekombinacji homologicznej, w wy-niku której dochodzi do zmiany typu płciowego komórek [35,53,88].

				Rybonukleotydy w DNA mitochondrialnym

				Ssacze RNazy H1 posiadają N–końcową sekwencję MTS (ang. mitochondrial targetting sequence) odpowiadającą za eksport do mitochondriów [28]. Delecja genu kodującego RNazę H1 prowadzi do śmierci myszy w stadium zarod-kowym w związku z utratą DNA mitochondrialnego (mtD-NA) [66,67], wskazując na istotną rolę RNazy H1 w utrzy-mywaniu stabilności genetycznej mitochondriów. Co cieka-we, w związku z brakiem sekwencji MTS, RNaza H2 nie jest obecna w tych organellach, a pojedyncze rybonukleotydy wstawiane przez polimerazę γ do mtDNA nie są naprawia-ne. Brak RNazy H2 nie wpływa na poziom rybonukleoty-dów w mitochondrialnym DNA w komórkach drożdży Sac-charomyces cerevisiae [89].

				Powyższe obserwacje implikują niezwykłą tolerancję mitochondriów na obecność rybonukleotydów w mtD-NA. Wykazano, że mitochondrialna replikaza, polimera-za γ, może przechodzić przez pojedyncze rybonukleotydy w matrycy z bardzo wysoką wydajnością i wiernością, a jej selektywność względem reszty cukrowej jest porównywalna z polimerazą δ [90]. Szacuje się, że w DNA mitochondrialnym kręgowców stale występuje 30–60 rybonukleotydów [90].

				Perspektywy na przyszłość

				Ostatnia dekada badań znacznie poszerzyła naszą wie-dzę na temat mechanizmów kontrolujących występowa-nie rybonukleotydów w DNA. Wykazano, że zdolność do dyskryminacji rybonukleotydów przez polimerazy DNA zależy od wielu czynników, w tym struktury centrum ak-tywnego, ale też charakterystyki matrycy DNA czy startera DNA lub RNA. Obserwacja ta pozwala przypuszczać, że częstość wstawiania rybonukleotydów do DNA może być dynamicznie regulowana w odpowiedzi na warunki śro-dowiska zewnętrznego i wewnętrznego. Z drugiej strony, inkorporacja znacznej liczby rybonukleotydów może mieć katastrofalne skutki dla komórki, co wymusza ścisłą kontro-lę nad tym procesem.

				Badania nad mechanizmami wstawiania i usuwania ry-bonukleotydów z DNA oraz ich konsekwencjami, zarówno pozytywnymi jak i negatywnymi, mają ogromne znacze-nie dla zrozumienia molekularnych podstaw zmienności ewolucyjnej organizmów i mechanizmów odpowiedzi na 

			

		

		
			
				stres. Dogłębne poznanie mechanizmów kontrolujących występowanie rybonukleotydów w genomie ludzkim może pełnić istotną rolę w walce z chorobami genetycznymi oraz nowoczesnej terapii przeciwnowotworowej. Równie istotne są badania nad organizmami prokariotycznymi, które po-zwolą wyjaśnić przyczyny wyjątkowo wysokiej tolerancji bakterii na rybonukleotydy w DNA, a także mogą zostać wykorzystane przy projektowaniu nowych generacji leków przeciwbakteryjnych.
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				Abstract

				High replication fidelity, understood as the DNA polymerases’ ability to select nucleotides with both correct base and sugar, is of critical importance for maintaining the genetic stability. Due to the fact that the cellular levels of ribonucleotides are much higher than the concen-trations of deoxyribonucleotides, replicative polymerases are able to incorporate ribonucleotides with up to 1000-fold higher frequency than mismatched deoxyribonucleotides. The ability to discriminate against ribonucleotides by the DNA polymerases relies on the steric gate resi-due in the enzyme’s catalytic centre. Despite the fact that ribonucleotides are the most abundantly inserted incorrect nucleotides in DNA, they are not observed in properly functioning cells. The major pathway responsible for the recognition and removal of ribonucleotides from DNA is called Ribonucleotide Excision Repair. The impairment of ribonucleotide removal pathways can cause increased mutation rate, replication stress, DNA breakage, problems with transcription, chromatin structure maintenance, genetic disorders and cell death. In spite of that, ribo-nucleotide incorporation into DNA may have some positive biological impact, stimulating mismatch repair and non-homologous end joining.
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Obecnosé rybonukleotydéow w DNA ma antagonistyczne znaczenie

dla utrzymania stabilno$ci genetycznej organizméw

STRESZCZENIE

oka wiernoé¢ replikacji, rozumiana jako zdolnoé¢ polimeraz DNA do selekeji nukleoty-
6w z wlasciwa zasada jak i cukrem, ma krytyczne znaczenie dla utrzymania stabilnosci
genetycznej. Z uwagi na fakt, ze poziomy komérkowe rybonukleotydéw sa znacznie wyzsze od
stezet: deoksyrybonukleotydéw, polimerazy replikacyjne moga inkorporowaé rybonukleotydy
2 tysiackrotnie wyzsza czestodcig niz niewlasciwe deoksyrybonukleotydy. Za zdolnos¢ do dys-
Leyminacji rybonukleotydéw przez polimerazy DNA odpowiada obecnoéé bramki sterycznej w
centrum aktywnym enzymu. Mimo ze rybonukleotydy sa najczeéciej wstawianymi nieprawidlo-
wymi nukleotydami w DNA, nie 53 one obserwowane w prawidlowo funkejonujacych komor-
Kach. Gléwnym systemem odpowiedzialnym za rozpoznawanie i usuwanie rybonukleotydéw
2 DNA jest naprawa przez wycigcie rybonukleotydu (ang. Ribonucleotide Excision Repair). Upo-
Sledzenie system6w usuwania rybonukleotydéw moze prowadzic do podwyzszenia poziomu
‘mutagenezy, stresu replikacyjnego, peknie¢ DNA, probleméw z transkrypeja, utrzymaniem
struktury chromatyny, choréb genetycznych, a nawet émierci. Mimo to inkerporacja rybonu-
Ideotydéw do DNA moze mieé pewne pozytywne znaczenie biologiczne, stymulujac naprawe
blednie sparowanych zasad czy laczenie koficéw niehomologicznych.

WSTEP

Poprawne przekazanie informacji genetycznej to jedno z najwiekszych wy-
zwan stojacych przed organizmami zywymi. Jednoczesnie zmiennosé genetyczna
umozliwia im adaptacje do zmieniajacych sie warunkow stodowiska i pozwala
na zajmowanie nowych nisz ekologicznych. Waznym czynnikiem wplywajacych
na stabilnos¢ genomu sa mechanizmy inkorporadii i usuwania rybonukleotydéw
2 DNA. Co ciekawe, rybonukleotydy obecne w DNA, choé z punktu widzenia
podstawowych zasad biologii molekularnej niepozadane, moga wywieraé pozy-
tywny wplyw na stabilnosc genetyczna, a w pewnych warunkach kontrolowac
niektére procesy komérkowe. Ponizszy przeglad podsumowuje aktualna wiedze
na temat zrodel, systeméw usuwania i konsekwendji rybonukleotydow w DNA.

INKORPORACJA RYBONUKLEOTYDOW PRZEZ POLIMERAZY DNA

Synteza kwasow nukleinowych przez polimerazy DNA wymaga przylaczenia
substratu w kieszeni wiazacej nukleotyd, utworzonej przez odpowiednio usytu-
owane przestrzennie aminokwasy [1]. Ksztalt kieszeni wymusza nie tylko scile
okreslona budowe tréjwymiarowa nukleotydu, w tym obecnosc lub brak réznych
grup funkeyjnych, ale takze odpowiednia konformadje substratu i jego orientacje
W przestrzeni. W ustabilizowaniu pozycji nukleotydu w kieszeni pomagaja wia-
zania wodorowe powstajace migdzy aminokwasami polimerazy a substratem [2].

Selektywnos¢ polimeraz DNA wzgledem reszty cukrowej zwiazanajest z obec-
noscia bramki sterycznej (ang, steric gate) [3]. Bramka steryczna nazywa si jeden
2 aminokwasow tworzacych centrum aktywne polimerazy. W prawidlowo sfal-
dowanym bialku, grupa hydroksylowa znajdujaca sie przy weglu C2’ rybonu-
Kleotydu tworzy zawade przestrzenna z laricuchem bocznym bramki sterycznej.
Slabsze oddzialywanie rybonukleotydu z centrum aktywnym polimerazy DNA
zmniejsza prawdopodobieristwo wlaczenia go do powstajacej nici DNA [2]

Na ogol zawada steryczna powstaje z udzialem lasicucha bocznego rozbudo-
wanego przestrzennie aminokwasu — fenyloalaniny, tyrozyny badz kwasu glu-
taminowego (Ryc. 1A i Tab. 1) [2,3]. Istotny wyjatek stanowia polimerazy DNA
nalezace do rodziny X, na przyklad eukariotyczne polimerazy i\, w przypad-
ku ktérych mechanizm selekcji obejmuje oddzialywanie grupy C2'-OH z laricu-
chem poliamidowym bialka (Ryc. 1B) [4,5]. Co ciekawe, przyréwnujac sekwen-
Gje aminokwasowa eukariotycznej polimerazy 1 do sekwendji innych polimeraz
2 rodziny X stwierdzono, ze w pozycji bramki sterycznej (Tyr w polimerazach
§)) wystepuje glicyna, co przyczynia sie do znacznie obnizonej selektywnosci
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Slowa kluczowe: inkorporacja rybonukleoty-
déw do DNA, stabilnod¢ genetyczna, RNaza
H2, naprawa przez wyciecie rybonukleotydu
(RER)

Skroty: AGS — zespol Aicardiego-Goutiéres'a
(ang. Aicardi-Goutiéres syndrome), AOAL —
ataksja z apraksja galkoruchows typu 1 (ang.
ataxia with oculomotor apraxia 1), MMR —
naprawa blednie sparowanych zasad (ang
‘mismatch repair), NER — naprawa przez wy-
ciecie nukleotydu (ang. nucleotide excision
repair), NHEJ — laczenie niehomologicznych
koricéw (ang. non-homologous end joining),
PARP — polimeraza poli(ADP-rybozy) (ang.
poly(ADP-ribose) polymerase), PCNA — an-
tygen jadrowy komorki proliferujacej (ang.
proliferating cell nuclear antigen), RER — na-
prawa przez wyciecie rybonukleotydu (ang
ribonucleotide excision repair), TLS — synteza
przez uszkodzenie (ang. translesion synthesis)
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