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Liste des Abréviations

2-AP — 2-aminopurine
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8vdA — 8-vinyladénosine

A — Adenine
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ARNt — ARN de transfert

ATP — Adénosine TriPhosphate
a.u. — arbitrary units

BDF — Base-Discriminating Fluorescence
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C — Cytosine

Cbz — Groupement Carboxybenzyl
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CDKN2a — Cyclin-Dependent Kinase
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CEP — 2-cyanoéthyl N,N-
diisopropylphosphoramidite

CH3sCN — Acetonitrile

cm — Centimetre

CMC - Concentration Micellaire Critique
COSY — COrrelation SpectroscopY

CPG — Controlled Pore Glass

CpG — Dinucléotide Cytosine-phosphate-
Guanosine

Cys — Cystéine

DAC — Dibasic Ammonium Citrate

DAPI — 4’,6-diamidino-2-phenylindole
DAPK — Death-Associated Protein Kinase
DCM - Dichlorométhane

ddNTP — 2’,3’-didésoxynucléotide
triphosphate
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DHU - 5,6-dihydrouridine

DIEA — Diisopropy! Ethyl Amine

DMAD — Drosophila DNA 6mA
demethylase

DMAP — 4-diméthylaminopyridine

DMAP — (4-amino-2,6-dimethyl-8-(2-
deoxy-B-D-ribofuranosyl)-7(8H)-pteridone
DMBAN — 4-N,N*-
diméthylaminobenzonitrile

DMF — Diméthylformamide
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FLIM — Fluorescence-Lifetime Imaging
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FRET — Fluorescence (Férster)
Resonance Energy Transfer

Fur — Groupement Furyle

G — Guanine

GFP — Green Fluorescent Protein
GSTP1 — Glutathione S-Transferase P1
H — Histone

HAT — Histone Acetyl Transferase

HCV — Hepatitis C Virus

HDAC — Histones Deacetylases

HIV-1 — Human Immunodeficiency Virus
type 1

HM — Hémi-méthylé (ADN)
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HMT - Histone MethylTransferases
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HRMS — High-Resolution Mass
Spectrometry.

HSA — Human Serum Albumine
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IGF2 — Insulin-like Growth Factor 2
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NM - Non méthylé (ADN)
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PBS — Primer Binding Site
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PHD — Plant Homeo Domain
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SNP — Single Nucleotide Polymorphism

SRA — SET and RING finger-associated
domain

ts —temps de vie de fluorescence

T — Thymine

T — Forme tautomere des 3-HC

T* — Forme tautomere excitée des 3-HC
TAR - Trans-Activation Response element

TDG — Thymine DNA Glycosylase

TdT — Terminal deoxynucleotidyl!
Transferase

TET — Ten-Eleven Translocation
TFIID — Transcription Factor Il D
Th — Groupement Thiényle

THF — Tétrahydrofurane

Thr — Thréonine

TICT — Twisted Intramolecular Charge
Transfer

TIPS — Groupement Triisopropylsilyl
TLC — Thin Layer Chromatography
Tm — Température de fusion des ODN
TMS — Groupement Triméthylsilyl

TO — Thiazole Orange

TOF — Time of Flight

Tol — Groupement Toluoyl

TRBP - Transactivating ARN-Binding
Protein

Trp — Triptophane

TTD — cryptic Tandem Tudor Domain
U - Uracile

UBL — UBiquitin-Like

UHRF1 - Ubiquitin-like, containing PHD
and RING Finger domains 1

UV - UltraViolet

Val — Valine
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/ Introduction Générale

A P’heure actuelle, environ 25 millions de personnes sont atteintes de cancer dans
le monde. On estime qu’un homme sur deux, et qu’'une femme sur trois, se verront
diagnostiqués un cancer avant I'age de 85 ans et qu’a partir de 2030, la maladie touchera
entre 20 et 26 millions de nouveaux individus par an. L’apparition de ces cancers est due a
la succession et a laccumulation de traumatismes causés a I'ADN. Ces altérations
touchent plus particulierement des génes-clés contrélant la division, la différenciation ou
encore la mort cellulaire (apoptose). Ainsi, les cellules touchées deviennent
« immortelles » et acquierent la capacité de se diviser de maniére infinie et anarchique,
aboutissant a I'apparition de tumeurs.

Les altérations a 'origine de la carcinogenése peuvent étre liees a notre vieillissement, au
contact avec certains agents infectieux (rétrovirus) ou certaines substances polluantes,
aux rayons du soleil ainsi qu’a notre comportement, notre style de vie (tabagisme,
alcoolisme, alimentation déséquilibrée ou manque d’activité physique). Ces différents
facteurs de risques entrainent des modifications dites « épigénétiques » qui alterent
certaines voies de régulation de I'expression des genes. Plus particulierement, elles
touchent les voies de méthylation de 'ADN, de méthylation et d’acétylation des histones
ou encore I'expression des miARNSs.

En temps normal, la méthylation de I’ADN garantit une parfaite régulation des
phénomeénes majeurs tels que le maintien de l'intégrité du génome, I'empreinte génomique
parentale, I'expression tissu-spécifique des génes, l'inactivation du chromosome X et le
silencing des transposons et des rétrovirus. Cependant, dans le cas de cellules
cancéreuses, une hypométhylation globale de I’ADN ainsi qu’une hyperméthylation des
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promoteurs des génes suppresseurs de tumeurs peuvent étre observées. Une meilleure
compréhension de ce mécanisme permettrait d’aider les chimistes médicinaux dans
I’élaboration et la recherche de nouveaux inhibiteurs plus spécifiques que ceux
actuellement présents sur le marché (Vidaza® et Dacogen®). Notons que des
dérégulations de la méthylation de 'ADN sont également mises en cause dans le
développement de certains troubles neurodégénératifs et de maladies génétiques et
métaboliques (Alzheimer, Huntington, ...).

L'une des cibles privilégiées, impliquées dans ce mécanisme de méthylation de I’ADN, est
le couple UHRF1 / DNMT1. L’action conjointe de ces deux protéines permet de réguler le
profil de méthylation au cours de la division cellulaire. Cependant, des dérégulations de
leur comportement ont été observées dans le cas de nombreuses lignées cancéreuses.
Une clarification de leur mode d’interaction pourrait donc fournir la clé d’un traitement plus
efficace contre le cancer.

Pour répondre a cette problématique, nous avons donc entrepris le développement
d’oligonucléotides (ODN) marqués a l'aide d’un rapporteur fluorescent capable de sonder
les changements environnementaux se produisant lors de ces interactions acides
nucléiques / protéines. La fluorescence est la technique de choix de part sa grande
sensibilité, sa polyvalence et son caractere non destructif. Néanmoins, cette méthode est
limitée par la disponibilité de fluorophores capables de sonder avec une grande sensibilité
et de maniere spécifique et multiparamétrique les changements de conformation se
produisant lors de la formation de ce genre de complexes nucléoprotéiques.

Une famille de fluorophores s’est avérée particulierement prometteuse : celle des
3-hydroxychromones (3-HC). Ces sondes ratiométriques et multiparamétriques présentent
une trés grande sensibilité aux changements environnementaux grace a leur capacité a se
tautomériser a I'état excité, par transfert de proton intramoléculaire (ESIPT). Leur spectre
d’émission présente deux bandes parfaitement résolues dont le rapport varie en fonction
des changements environnants.

Ainsi, mes travaux de these se sont inscrits dans la lignée des recherches
entreprises au sein du Groupe Sondes Fluorescentes depuis plusieurs années et qui
consistent a utiliser ces analogues nucléosidiques fluorescents a base de motifs
3-hydroxychromones afin d’aider a I’élucidation de mécanismes nucléoprotéiques majeurs
impliqués dans les cancers, le VIH ou la réparation de ’ADN.

Plus particuléerement, mes travaux de thése s’inscrivent dans la cadre d’une collaboration
entre notre équipe et celle dirigée par le Professeur Yves Mély de I'Université de
Strasbourg.

Ce manuscrit de thése est divisé en trois parties :

Dans un premier chapitre bibliographique (Etat de I’art), des généralités sur 'ADN
seront présentées, ainsi que sa composition, sa structure, ses fonctions principales et

les modifications épigénétiques, plus particulierement la méthylation de I’ADN, pouvant
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affecter I'expression du génome. Ensuite, des rappels sur la spectroscopie de
fluorescence et ses avantages (résolution spatiale et temporelle, sensibilité, rapidité de
réponse et son c6té non destructif) seront détaillés avant de nous intéresser aux motifs
3-hydroxychromones utilisés pour ces études. Enfin, quelques rappels sur les
oligonucléotides (ODNSs) et les difféerentes techniques de marquage fluorescent de
I’ADN seront exposés.

Le second chapitre (Résultats et Discussions) sera consacré a la présentation des
résultats obtenus au cours de ces trois années. Il sera divisé en deux sous-parties,
chacune traitant de I'une des deux stratégies de marquage développées.

Enfin, le dernier chapitre (Partie Expérimentale) sera dédiée aux protocoles et aux
analyses réalisées sur les différents composés synthétisés.

Note : Les structures de cristallographie aux rayons X ont été réalisées en utilisant le
logiciel de modélisation gratuit UCSF Chimera®, version 1.8.1.
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/CHAPITRE 1. Etat de l’art

|. Méthylation de ’ADN
A.Génétique & Epigénétique

L’expression du code génétique d’un individu est due a I'enchainement des bases
nucléiques le long de la molécule d’ADN, mais pas seulement. L’état moléculaire de
I’ADN, et des entités interagissant avec lui, permet également d’influencer I'expression du
génome. Ainsi, en plus du code génétique, dont quelques notions vont étre rappelées ici, il
existe un code dit « épigénétique » venant jouer ce rble « au-dela du génome ».

Les notions concernant la constitution et le réle biologique de I’ADN (transcription,
traduction, mitose) vont tout d’abord étre rappelées, avant de présenter les marques
épigénétiques pouvant influencer son expression. Puis, dans une seconde partie, la
méthylation de I’ADN sera passée au crible : son influence sur notre développement, le
réle que joue I'environnement sur elle et son mécanisme a I’échelle moléculaire. Enfin, son
implication dans la genése des cancers sera étudiée.

1. Rappels sur les acides nucléiques

i. Constitution des acides nucléiques

Les acides nucléiques sont des macromolécules biologiques, indispensables au
développement de toute forme de vie animale, végétale, microbienne ou virale. Il existe
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deux types d’assemblage nucléique : 'ADN, pour acide désoxyribonucléique et I’ARN,
pour acide ribonucléique [cf. Figure 1 et 3].

+ Le premier a pour réle de stocker I'information génétique nécessaire au développement
des différents constituants de la cellules. Il se localise dans le noyau de cette derniere.

« Le second, quant a lui, joue de multiples réles. Il est, par exemple, impliqué dans le
transport de linformation génétique du noyau vers le cytoplasme (ARNm) ; il peut
également jouer le role de catalyseur a linstar des enzymes : on parle alors de
ribozymes. C’est le cas de I’ARN ribosomal (ARNr) qui, bien qu’associé a des protéines
structurales du ribosome, assure le rble catalytique! ; il peut également servir de
transporteur : les ARNt vectorisent les acides aminés vers le ribosome au moment de la
synthése protéique (cf. l.A.2.ii).

Les acides nucléiques sont constitués de briques élémentaires appelées
nucléosides [cf. Figure 1]. Ces unités monomériques appartiennent a deux familles bien
distinctes : les purines d’'une part (adenine (A) et guanine (G)) et les pyrimidines d’autre
part (cytosine (C), thymine (T), et uracyle (U)). La T est spécifigue de I'ADN et est
remplacée par l'uracile (U) dans I’ARN. Dans le cas de I’ADN, ces nucléosides sont
constitués par 'assemblage d’un noyau sucre, le 2’-désoxyribose, sur lequel vient se fixer
une des quatre bases, en liant I'azote en 1 des bases pyrimidiques ou 9 des bases
puriques a la position anomérique (1°) du sucre [cf. Figure 1]. Dans le cas de I’ARN, le
noyau sucre mis en jeu est du ribofuranose [cf. Figure 1].

Les Bases nucléiques

Bases puriques Bases pyrimidiques
' - N
NHz ' 0 o Nucléotide Triphoshate
7 1 aJl 3 f !
s’ NH : Nucléotide diphoshate
Ly Gy, G | e
3 N72Y0 : i Nucléotide Monophoshate
nian : ~tan : : [ |
! ' ! ' ' ' Nucléoside
Adénine Thymme Uracile : : :
(ADN & ARN) (ADN) (ARN)
[0} NH,
7
6 1
LICL,, . (6 L
MIM B = Bases nucléiques
. : R =H (ADN)
Guanine ' Cytosme OH (ARN)
(ADN& ARN) | (ADN & ARN) N g

Bases complémentaires I'une de I'autre

Figure 1. Constitution des bases nucléiques.

D’autres bases, résultant de modifications post-traductionnelles (cf. 1.A.3.ii-iii),
peuvent également étre rencontrées de facon plus anecdotique au sein de I’ADN et de
’ARN. Par exemple, ’ADN présente un grand nombre de dérivés de la C et de la A (5mC,
5hmC, 5fC, 5caC et 6mA), impliqués dans des processus épigénétiques. L'ARN, peut lui
aussi présenter des bases méthylées mais également d’autres bases telles que la
pseudouridine,2 la wyosine3 ou l'inosine, qui sont plus particulierement rencontrées dans

les ARNt [cf. Figure 2].
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Figure 2. Autres bases nucléiques pouvant étre rencontrées.

ii. Structure de 'ADN

L'ADN est un polymere formé par I'assemblage de nucléotides, a savoir des
nucléosides présentant des groupes phosphates en 5’ [cf. Figure 1]. lls sont reliés entre
eux de maniére covalente par des ponts phosphodiesters, entre la position 5 du
nucléoside n et la position 3’ du nucléoside n+1 [cf. Figure 3A], afin de former un brin
d’ADN : c’est la structure primaire de I’ADN [cf. Figure 3]. Le brin représenté en Figure 3
est conventionnellement noté d(ACGT). Cette nomenclature vise a nommer les acides
nucléiques dans le sens 5’ = 3’4

NH ;
A z H B Grand sillon

)

Liaisons
Phosphodiester

. .
. .
.........

o ; Petit sillon

NH; E Grand sillon

------
. e
o .

- peii Sitan
Figure 3. (A) Structure primaire de ’ADN et (B) liaisons Watson-Crick entre les paires de bases
C-G & A-T.

Cependant, deux brins d’ADN sont nécessaires car il s’agit d’'un systeme
bicaténaire : c’est-a-dire constitué par I'assemblage de deux chaines d’acides nucléiques,
complémentaires l'une de l'autre [cf. Figure 3B]. Ces deux brins complémentaires
s’apparient entre eux de fagon antiparalléle grace a I'établissement de liaisons hydrogénes
spécifiques. En effet, deux liaisons hydrogénes sont établies entre les bases nucléiques A
& T, contre trois entre les bases C & G : on parle d’interactions de type Watson-Crick [cf.
Figure 3B]. Les bases s’empilent ensuite les unes sur les autres - on parle d’empilement
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(stacking) - sous la forme d’une hélice, afin de renforcer I'interaction inter-brin. Le double
brin d’ADN ainsi formé adopte une structure hélicoidale ‘droite’ (sens de rotation vers la
droite), telle que I'ont décrit Watson et Crick en 1953 [cf. Figure 4 - forme B].5> Dans cette
structure, les nucléobases sont orientées vers l'intérieur du systéme (coeur hydrophobe),
et les groupements phosphates vers I'extérieur.

Il n’existe pas qu’une seule structure secondaire hélicoidale de ’ADN. En effet, en
fonction de I'enchainement des acides nucléiques au sein de la séquence, des conditions
de salinité ou du taux d’hydratation environnant, les deux brins d’ADN peuvent s’agencer
de plusieurs fagons et ainsi donner lieu a différents polymorphes. Citons parmi les plus
répandus, ceux présentés dans la Figure 4, a savoir les polymorphes A, B et Z.6

Figure 4. Différentes conformations de ’ADN : ADN A, et .6b

La conformation B [cf. Figure 4, bleu], est la plus couramment rencontrée dans les
conditions physiologiques. Elle est caractérisée par un pas d’hélice de 10,5 paires de
bases (pb) (35,7 A). Les nucléosides sont tous de conformations C2’ endo / anti [cf. Figure
5] et les bases nucléiques sont situées dans un plan perpendiculaire a I'axe de I’hélice.
Enfin, deux sillons profonds, courent le long de la structure hélicoidale : le grand et le petit
sillons. lls exposent vers I'extérieur du duplexe un profil de liaisons hydrogénes séquence-
dépendant, pouvant étre reconnu et lu par certaines protéines, comme les facteurs de
transcription (cf. I.A.2.ii).7

Le polymorphe A [cf. Figure 4, rouge], quant a lui, est observé pour de fortes
concentrations en ions Mg2+* ou lorsque le taux d’hydratation diminue. Il est caractérisé par
une hélicité de 11 pb (28,05 A) et cette fois-ci, 'ensemble des nucléosides sont de
conformations C3’ endo / anti [cf. Figure 5]. Comme pour 'ADN B, deux sillons peuvent
étre observés a sa surface, a ceci prés que dans le cas du dérivé A, le grand sillon est
plus étroit et profond alors que le petit sillon est plus large et moins profond.6

Contrairement aux deux autres polymorphes mentionnés précédemment, la forme Z
[cf. Figure 4, jaune], pour zigzag, est structurée en hélice ‘gauche’. Elle est observée pour
des séquences riches en paires de bases G-C et lorsque la concentration saline est
élevée (2,5 M NaCl ou 0,7 M MgClz). Cette structure résulte de l'alternance des
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conformations C3’ endo / syn et C2’ endo / anti des bases G et C respectivement
[cf. Figure 5].6 Il faut cette fois-ci 11,6 pb (42,92 A) afin d’effectuer un tour complet autour
de I'axe principal. Le grand sillon est completement aplati a la surface et le petit sillon est,
quant a lui, étroit et profond.

¢ fJ\ J\Jj: \f:io oy

C3' endo C2' endo

Figure 5. Conformation des nucléosides.

D’autres conformations de I’ADN peuvent également étre rencontrées telles que les
G-quadruplexes, les i-motifs, les tige-boucles (hairpin), les A-motifs ou encore les
triplexes, mais ces derniéres ne seront pas traitées dans ce manuscrit.2

2. Le génome

i. Rappels

Intéressons-nous a présent au réle biologique de I’ADN. Il représente ce que I'on
appelle le génome d’un étre vivant, c’est-a-dire, 'ensemble du matériel génétique de ce
dernier, qu’il s’agisse de virus, de bactéries, de plantes ou de toutes formes de vie
animale. Deux types de génomes, se situant au niveau de deux organelles bien distinctes,
peuvent étre rencontrés :

* le génome nucléaire, localisé au niveau du noyau de la cellule. Le reste du manuscrit va
exclusivement se focaliser sur lui.

+ le génome mitochondrial (ou chloroplastique chez les plantes) qui se situe dans les
mitochondries (ou les chloroplastes), organelles responsables de la respiration
cellulaire et de la production d’énergie (ATP). La présence de ces génomes s’explique
par le fait que, d’aprés la théorie endosymbiotique, les mitochondries et les
chloroplastes seraient des bactéries ancestrales, assimilées il y a plusieurs milliards
d’années, par d’autres bactéries primitives.9: 10

Le génome nucléaire contient toutes les informations indispensables au
développement et a la vie de l'individu et joue un rble de premiere importance pour ce
dernier. Sa taille varie en fonction des espéces. Les virus possedent par exemple des
génomes « courts » de quelques kb (kilobase) de long alors que chez les eucaryotes, il
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peut atteindre plusieurs centaines de milliers de Mb (mégabase). Il est constitué de parties
codantes, les génes, qui sont transcrits en ARNm puis traduits en protéines (cf. [.A.2.ii.) ;
ainsi que de parties non-codantes, a hauteur de 80-90 % (introns, promoteurs de
genes, ...).

Le nombre de génes varie en fonction des espéces, du millier chez les bactéries a
quelques dizaines de milliers chez les individus plus développés. L’homme, par exemple,
posseéde entre 20 et 25 000 genes, présents sur 46 chromosomes [cf. Figure 6].1" lls sont
constitués de trois parties principales : la région promotrice, située en amont du gene (5’)
et qui initie son expression ; le corps du gene qui contient I'information génétique a
exprimer ; et le site de terminaison, situé en aval du gene (3’) et qui stoppe son
expression.

19 20 21 22 X Y

Figure 6. Représentation schématique des 23 paires de chromosomes humains.

Il est intéressant de noter que chez certains virus appelés ribovirus (grippe, rougeole,
HCV, ébola, ...), le génome est porté par de 'ARN. Il existe également une sous-catégorie
de virus, les rétrovirus (comme le SIDA), qui ont en plus comme particularité de
rétro-transcrire cet ARN viral en ADN viral. Ce dernier est ensuite introduit au sein du
génome (ADN) de I'organisme héte afin de I'infecter et d’utiliser son appareillage cellulaire
dans le but de se reproduire.

ii. De I'ADN aux protéines

L’ADN est une macromolécule essentielle, point de départ de la biosynthése du
matériel cellulaire, dont font par exemple parti les protéines. Alors que I’ADN se localise
exclusivement dans le noyau de la cellule eucaryote, la synthése des protéines, elle, n’est
réalisée que dans son cytoplasme ; et 'TADN ne peut pas s’y déplacer. Afin de permettre la
synthése de ce biomatériel, des copies transitoires et simples brins de ’'ADN sont donc
produites grace a « I’ARN polymérase Il » [cf. Figure 7A et B]. On les appelle des
ARN messagers (ARNm). lls sont constitués de sous-parties codantes, les introns, et non-
codantes, les exons et possédent exactement les mémes informations que les génes
desquels ils sont issus. lls présentent I'avantage de pouvoir étre exportés dans le
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cytoplasme de la cellule, grace a leurs petites tailles, et la plupart sont également
transcrits en plusieurs exemplaires afin d’accélérer la synthése protéique.12

Afin de générer ces brins d’ARNm, des facteurs de transcription (comme TFIID, TFIIDa et
TFIIDb) se positionnent tout d’abord au niveau du promoteur du géne a transcrire. Ce
complexe protéique prépare I'ADN a la liaison de 'ARN polymérase Il et oriente par la
méme occasion son positionnement au début du géne. L'enzyme se déplace ensuite le
long de la séquence d’ADN en ouvrant localement la double hélice afin de « lire »
I'information génétique contenue sur le brin matrice. Au fur et a mesure de son avancée,
elle génere le brin d’ARNm correspondant, complémentaire de ce brin matrice, par
incorporation des différents nucléotides présents dans le milieu [cf. Figure 7A et B]. Une
fois le site de terminaison de la transcription du gene atteint, le complexe ADN / ARNm /
ARN polymérase Il se dissocie en libérant les trois entités.12

A B

Ribonuclotides
Qo
1

o D
Pey=2

ARN
Polymerase

ARNmen
croissance

Grande sous-unité du
c Ribosome

A M — M — ﬂ\@
Petite sous-unité du

; Ribosome
Ribosome

ARNt

7~ l %%
& - T Site de reconnaissance
z avec 'ARNm

Figure 7. (A) Transcription de ’ADN en ARNm, (B) Structure obtenue apres diffraction des rayons
X (RX) d’'une ARN polymérase et de TARNm en synthése (vert) (PDB : 1IMSW)12a et (C) traduction
de ’ARNm en protéine.

25


http://www.rcsb.org/pdb/explore/explore.do?structureId=1MSW

L'ARNm subit ensuite une étape de maturation au cours de laquelle les parties non-
codantes, introns, sont éliminées : c’est I'épissage. Une fois arrivé a maturité, il peut alors
transporter I'information génétique qu’il renferme du noyau vers le cytoplasme de la cellule
ou se trouve la machinerie cellulaire (ribosome). Une fois arrivé, les deux sous-unités du
ribosome viennent interagir avec lui et c’est avec la formation de ce complexe que débute
la phase de traduction [cf. Figure 7C].'3 Elle consiste a convertir le message génétique
transporté par TARNm en unités protéiques (protéines, enzymes).

L’ARNm, tout comme I’ADN, est constitué de ce que I'on appelle des codons. Un codon
est une séquence de 3 nucléotides faisant référence a un acide aminé bien particulier
[cf. Tableau 1 - ANNEXE S1]. L'enchainement des codons les uns a la suite des autres
détermine la structure primaire de la protéine a synthétiser.

Afin de produire ces protéines, le complexe ribosome / ARNm doit interagir avec différents
transporteurs d’acides aminés, les ARN de transferts (ARNt). Ces entités, en forme de
« L », présentent chacune un site de reconnaissance spécifique a un codon de ’ARNm :
’anti-codon. A chaque codon de ’ARNm correspond un anti-codon de ’ARNt, et donc un
acide aminé de la protéine.

Au contact du codon-start (en vert dans le Tableau 1 - ANNEXE S1), la synthése protéique
débute. Le ribosome parcourt alors le brin d’ARNm de codon en codon. Pour chacun
d’entre eux, un ARNt vient interagir avec la séquence d’ARNm (interaction anti-codon /
codon) et I'acide aminé qu’il porte vient s’ajouter a la protéine en croissance dans une des
cavité du ribosome. A la lecture du codon-stop (en rouge dans le Tableau 1 - ANNEXE
S1), la synthése s’arréte et le complexe ARNm / petite sous-unité du ribosome / grande
sous-unité du ribosome / protéine se dissocie [cf. Figure 7C].

iii. Génome et division cellulaire

Notre organisme compte plusieurs milliers de milliards de cellules de formes et
d’activités diverses (250 types différents entre les cellules de la peau, du foie, les
neurones, ...) qui se renouvellent a un rythme effréné. Environ 1 milliard de nouvelles
cellules se forment dans notre organisme chaque jour grace, entre autres, a la division
cellulaire [cf. Figures 8 & 9]. Il s’agit du phénoméne au cours duquel une cellule « mere »
se divise afin de donner deux cellules « filles », présentant chacune le méme patrimoine
génétique, la méme spécialisation (cellule musculaire, hépatique, de la peau, ...) que la
cellule mére.14
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Figure 8. Représentation schématique du cycle de division cellulaire.

Ce cycle cellulaire est constitué de deux phases principales [cf. Figure 8]. La
premiére, l'interphase, se fait sur trois étapes (G1, S et G2) et permet la croissance des
cellules et la réplication de 'ADN. La seconde, la mitose, est sub-divisée en cinq étapes
(prophase, prométaphase / métaphase, anaphase, télophase et citokinése [cf. Figures 8 &
9]) et vise a former les deux cellules filles et a y répartir un exemplaire de chaque
chromosome répliqué. Lorsque les cellules ont cessé de se diviser, elles quittent ce cycle
de division et se mettent au repos : on dit qu’elles entrent en quiescence [cf. Figure 8].140

G1 est la premiere phase de croissance cellulaire. Elle correspond au point de départ de
la division cellulaire sous l'influence d’hormones mitogénes. La phase S nous intéresse
plus particulierement ici, car elle correspond a la réplication de I’ADN [cf. Figure 10A]. La
phase G2 est la deuxiéme phase de croissance cellulaire et précede la phase M de mitose
cellulaire dont I'ensemble de ses cinq étapes permet, in fine, la formation des deux
cellules filles.4b

Les deux cellules
filles commencent
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Télophase
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Prophase Anaphase v
Apparition Les Chromatides des Citokinése
des Chromosomes chromosomes migrent
vers les poles. Les cellules
se séparent et
donnent les deux
cellules filles.

Figure 9. Représentation schématique de la Mitose.

La phase S de réplication de I'ADN est réalisée en trois temps : linitiation,
I’élongation et la terminaison. Elle débute a des points spécifiques de I'’ADN appelés
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‘origine de réplication’ et met en jeu une trentaine de protéines différentes, dont des ADN
hélicases [cf. Figure 10A] et des ADN polymérases [cf. Figure 10A et B]. Les hélicases ont
la capacité d’ouvrir la double hélice de ’ADN afin de former des fourches de réplication.
Ceci permet aux polymérases Il de venir dupliquer le matériel génétique contenu sur
chacun des brins parents [cf. Figure 10A]. La réplication des deux brins s’effectuant en
parallele, deux ADN polymérases Ill sont donc nécessaires, une sur chacun des brins
parents. Afin de les maintenir sur leurs brins respectifs, d’autres entités protéiques sont
mises en jeu : les « sliding clamps » [cf. Figure 10A et C].14d

A

Brin "Direct” 5"

Brin "Retardé" 3"

Figure 10. (A) Représentation schématique de la phase S - Réplication de ’ADN et (B) structure
RX d’'un complexe ADN polymérase / double brin d’ADN (PDB : 7ICG)'4a et (C) d’un « sliding
clamp » complexé a de ’ADN double brin (PDB : 3BEP).14c

Au cours de la phase d’élongation, chaque ADN polymérase Il progresse le long du brin
parent auquel elle est liée, dans le sens 5’ — 3. Au fur et a mesure de leur avancée, elles
lisent I'information contenu sur le brin parent et rajoutent les nucléotides en position 3’ sur
la séquence complémentaire en croissance. Cependant, les deux brins parents étant
anti-paralleles, deux mécanismes différents ont lieu. Une des ADN polymérases Il
effectue la syntheése « continue » a partir du brin parent « direct », orienté 3’ = 5’ (rouge
sur la Figure 10A), et l'autre effectue la synthése « discontinue » a partir du second brin
parent, le brin « retardé » (bleu sur la Figure 10A).14d

La réplication du brin direct est réalisée en continu alors que pour le brin retardé, elle
s'effectue de maniere séquentielle, grace a l'intervention répétée de I’ADN primase. Les
ADN polymérases Ill ne peuvent pas effectuer de réplication sans la présence d’un

28


http://www.rcsb.org/pdb/explore/explore.do?structureId=7ICG
http://www.rcsb.org/pdb/explore/explore.do?structureId=3BEP

nucléotide hydroxylé en 3’ (3-OH). Des amorces d’ARN, synthétisées par I'ARN
polymérase et présentant ce nucléoside 3’-OH, sont donc positionnées toutes les 200 pb
(eucaryotes), par I'ADN primase, le long du brin retardé, afin de faire progresser sa
réplication [cf. Figure 10A]. Ces unités de 200 pb de long sont appelées « les fragments
d’Okazaki ».1* Une fois que l'un d’entre eux a été synthétisé, ’ADN polymérase | vient
remplacer 'amorce d’ARN |[cf. Figure 10 - en vert] par les 2’-désoxyribonucléotides
correspondants et ’ADN ligase vient ensuite relier ce fragment nouvellement formé aux
précédents, déja liés entre eux. A ce moment la, une nouvelle amorce est apportée par
I’ADN primase, et la synthése du brin retardé peut continuer.'4d

Finalement, le processus s’achéve lors de la « collision » entre deux fourches de
réplications ou lorsque chacune d’entre elles rencontre un signal de terminaison.

3. Les marques épigénétiques

Alors que le décryptage du génome nous donnait l'illusion de pouvoir expliquer le
phénotype des individus, un nouveau code, le code épigénétique, est découvert.
Le terme « épigénese » a été utilisé par Aristote (384-322 av. J.-C.) afin d’expliquer la
formation progressive des organes au stade embryonnaire. Le terme « épigénétique » a,
quant a lui, été défini plus récemment (1942) par Conrad Hal Waddington, un biologiste et
embryologiste britannique.’5 Il vient du grec « épi » (€ml) et « génétique » (YEVETIKOG)
signifiant « au-dessus du gene ». Ce terme caractérise I'’ensemble des variations des
caracteres phénotypiques cellulaires et physiologiques non provoquées par des mutations
de la séquence d’acides nucléiques (génotype), et pouvant étre transmises a la
descendance.

L’expression combinée du génome et de son épigénome semble étre la clé a l'origine de
notre phénotype. En effet, les modifications d’expression du génome, conditionnées par
I’épigénome, ont une influence sur le développement des individus. Contrairement aux
mutations, ces épi-modifications sont réversibles (un paramétre majeur pour I'approche
thérapeutique) et se produisent au niveau de I'ADN ou des protéines I'entourant
(histones). Elles modifient 'accessibilité aux génes ; elles influencent leur expression.

Le code épigénétique est caractérisé par trois différents marqueurs, que des chercheurs
du monde entier tentent de décrypter. Le tout premier touche les histones, des protéines
permettant de réguler le compactage de la chromatine et donc I'accessibilité aux genes.
Le second, concerne les modifications chimiques des bases de I'ADN telles que leur
méthylation. Enfin, un dernier marqueur concerne les ARNs non-codants, comme les
micro-ARNs (miARN), qui ont eux aussi une influence sur la transcription des génes et
dont un certain nombre portent des cytosines méthylées pour de nouveaux réles
biologiques. Le manque d’outils pour étudier ce domaine fait stagner la compréhension de
leur importance (cf.l.A.3.iv).
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Figure 11. Marques épigénétiques (adapté de Marx et al.).16

i. Modification des Histones / Modification de la chromatine.

L’ADN est une macromolécule gigantesque. Pour donner un ordre de grandeur, si
’'on met bout a bout le matériel génétique présent sur les 23 paires de chromosomes
humain, notre génome mesure approximativement 2 m de long. Or, le noyau d’une cellule
ne mesure que quelques micrometres (10 a 100 ym) de diamétre. Ainsi, afin de faire
rentrer le génome (et du coup son épigénome) dans un espace aussi restreint, il est
indispensable de le compacter.

Le compactage de ’ADN passe par les nucléosomes. Il s’agit d’'un assemblage
nucléoprotéique constitué d’'un cceur protéique (les histones - H) et de 'ADN qui s’est
enroulé autour (environ 147 pb) [cf. Figure 11 & 12]. Plus particulierement, le coeur est un
octamere formé d’un tétrameéere H3—H4 et de deux diméres H2A-H2B [cf. Figure 12A et B].
Les nucléosomes se retrouvent toutes les 157 — 240 pb, si bien que dix millions d’entre
eux se trouvent dans le noyau de nos cellules.!”

Histone H1

Figure 12. (A) Structure RX d’un nucléosome vue de face et (B) de profil — Résolution : 1,9 A
(PDB : 1KX5) et (C) représentation schématique de I'histone H1.

Dans un second temps, les nucléosomes se rapprochent les uns des autres afin de
former des fibres de chromatine. Plus le taux de compactage est élevé (nucléosomes
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« serrés ») et plus la fibre de chromatine est dense, on parle alors d’hétérochromatine [cf.
Figure 11]. Afin de maximiser le compactage de cette derniére, une autre histone, I'histone
H1 [cf. Figure 12C], vient se positionner aux points d’entrée et de sortie de I’ADN sur le
nucléosome afin de « sceller », de maniére plus efficace encore, le complexe
nucléoprotéique.’™® L'encombrement stérique important rend impossible l'accés a
I'information génétique et donc I’'hétérochromatine correspond a une répression génique.
Quand le taux de compactage est plus faible (euchromatine), I'information génétique est
accessible aux complexes enzymatiques (comme I’ARN polymérase). Cela se traduit par
I’expression des genes.1®

Le taux de compactage de la chromatine est directement lié a la distance qui
sépare les différents nucléosomes les uns des autres. Mais cette distance dépend elle-
méme des modifications potentiellement subies par les histones (méthylation, acétylation,
ubiquitylation, ...) au niveau de leurs chaines N-terminales (visibles sur les Figures 12A et
B).20 Ces modifications sont réversibles et touchent des acides aminés bien spécifiques
tels que des lysines (K) ou des arginines (R) et bien d’autres. Les modifications les plus
étudiées sont l'acétylation et la méthylation.9. 20

Les enzymes responsables de ces modifications sont tres spécifiques. Par exemple, les
enzymes a lorigine de l'acétylation et de la désacétylation des histones sont
respectivement HAT (Histone Acetyl Transferase) et HDAC (Histone DeACetylases). De
son cb6té, la méthylation est caractérisée par I'enzyme de méthylation HMT (Histone
MethylTransferases) et par les enzymes de déméthylation (LSD)1 (Lysine-Specifique
Demethylase) ou JmjC (JmjC domain-containing histone demethylase).'® Il est a noter
que, au-dela de la modification des histones, certaines de ces enzymes modifient
également des protéines comme les facteurs de transcription.2!

L'acétylation des histones est plus communément associée a l'activité transcriptionnelle
alors que la désacétylation contribue a I'extinction de la transcription. En effet, I'acétylation
d’'une lysine masque la charge positive de son ammonium a la suite de la formation de
'amide. L'ammonium ne pouvant plus interagir avec les charges négatives des
phosphates de I’ADN, le complexe nucléoprotéine se relache en laissant un libre accés au
géne a transcrire. De son c6té, la méthylation des lysines K4, K36, et K79 de H3 est
associée a la transcription des génes alors que la méthylation de K9 et K27 de H3 et K20
de H4 est liée a I'effet inverse.19. 22

ii. Méthylation de ’ADN

La méthylation de la C est la principale modification épigénétique touchant
directement '’ADN. Ce processus permet I'ajout d’un motif CHs (méthyle) en position 5 du
noyau pyrimidique (5mC) et ne modifie en rien la séquence d’ADN [cf. Figure 13]. Ce
phénoméne réversible est tout sauf aléatoire, il répond a des stimuli bien particuliers dont
certains, évoqués ultérieurement [cf. ANNEXE S2], peuvent étre extérieurs a I'organisme.
Chez 'hnomme, 1 % du génome est occupé par des 5mC pour environ 21 % de C non
modifiées (ou Cp - p = phosphate).23

31



La synthése de la 5mC est catalysée par des enzymes appelées DNMTs (DNA
MethylTransferases). Il en existe au moins 5 : DNMT1, DNMT2, DNMT3a, DNMT3b et
DNMTSL. Chacune joue un réle bien spécifique qui sera présenté plus en détails dans les
prochains paragraphes (cf. [.B.2.i).

NH, NH,

ﬁ'go Méthylation de la Cytosine

»r% y
o Démeéthylation

Figure 13. Schéma représentant la méthylation réversible de la cytosine.

Elles abritent, au sein de leur structure, une poche accommodant le cofacteur SAM (pour
S-Adenosyl-L-méthionine - ou AdoMet) donneur du groupe méthyle [cf. Figure 14].8 Ce
composé, obtenu suite a la combinaison d'ATP et de méthionine par la Méthionine
Adénosyltransférase, présente un groupe méthyle hautement réactif. Les méthylases,
comme les DNMTs, l'utilisent afin de méthyler leurs substrats. Une fois le transfert de
méthyle réalisé, le SAM laisse la place au SAH, la S-adénosyl-L-homocystéine (ou
AdoHocy) [cf. Figure 14], qui peut alors étre recyclé en SAM.

NH, : NH,
N N
l)\J = &Y
, ® N N
! HsN s
. 3 o
H cod®
OH OH : OH OH
SAM : SAH

Figure 14. Structures de SAM et SAH.

Chez les mammiféres, la 5mC se retrouve quasi exclusivement au niveau de
dinucléotides CpG et plus rarement au niveau de trinucléotides CpXpG ou CpXpX (X = A,
T ou C). Les dinucléotides sont répartis sur 'ensemble du génome ; 70 a 80 % d’entre eux
sont C méthylés de maniere constitutive chez ’'homme. Le tiers restant correspond a des
régions riches en CpG, dénommées ilots CpG. lls contiennent environ 55 % de
dinucléotides CpG et dans 50 % des cas, ils se trouvent au niveau de régions promotrices
de génes. La plupart du temps, ils sont déméthylés, sauf dans les tumeurs.24. 25

Comme indiqué précédemment, les grand et petit sillons exposent, vers I'extérieur du
duplexe d’ADN, un profil de liaisons hydrogenes particulier, indispensable a I'interaction
avec certaines protéines (facteurs de transcriptions, par exemple).8 Des altérations de ce
profil, comme la méthylation de I’ADN, influencent la capacité de ces entités a se lier ou
non a ’ADN. En effet, les états actifs et réprimés des génes sont corrélés au taux de
méthylation des ilots CpG de leurs régions promotrices.26 Il a par exemple été démontré
en 1980 par I'équipe de Cedar, que la méthylation in vitro du promoteur du géne de la
B-globuline, par I'intermédiaire d’'une méthylase, empéchait sa transcription et d’ailleurs, le
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traitement de certaines hémoglobinopathies, par des agents déméthylants, est
actuellement promu.252. 8

La présence des groupes méthyles sur les ilots CpG des promoteurs géniques se traduit
par une répression transcriptionnelle. Deux mécanismes peuvent étre mis en cause :

la présence des groupes méthyles provoque une géne stérique qui empéche la liaison
des différentes entités de transcriptions. Ne pouvant pas étre lu, le gene est donc
réprimé.25¢

les ilots CpG méthylés peuvent étre reconnus par au moins trois familles de protéines
capables de recruter des enzymes de modification des histones pour provoquer un
remodelage de la chromatine. La méthylation de I'ADN s’accompagne donc d’une
structure répressive de la chromatine.26

Le profil de méthylation de I’ADN s’établit au tout début du développement car il est
indispensable au développement complet et harmonieux de I'embryon.27 Il est en effet
directement impliqué dans la mise en place de « I'empreinte génomique »,26 dont
I’'exemple le plus connu est l'inactivation d’'un des chromosome X chez la femme.2® En
effet, cette empreinte permet I'expression mono-allélique d’un gene, ce qui permet de
doubler le répertoire d’expression du génome. Dans certains cas, ces méthylations mono-
alléliques sont transmisses a I’embryon par un seul de ces deux parents : c’est 'empreinte
parentale (cf. I.B.1.ii). La méthylation de ’ADN permet aussi de réguler la prolifération et la
survie des cellules souches totipotentes (Dolly) et celle des cellules adultes permettant par
exemple la croissance dendritique de nouveaux neurones.2s3.30

Notons que chez les bactéries, un autre marqueur de méthylation a été repéré : la
6-méthyl-2’-désoxyadénosine (6mA) [cf. Figure 15]. Elle permet de réguler la réplication et
la transcription bactérienne et facilite la réparation des mésappariements de ’ADN. Mais
de récentes études ont démontré que cette 6mA était également présente chez de
nombreux eucaryotes (plantes et champignons) et qu’elle pouvait également jouer un réle
épigénétique (drosophiles, vers et plantes). Chez Chlamydomonas reinhardtii (micro
algue), elle est présente dans prés de 14 000 génes, soit 84 % du génome de cette algue.
On la retrouve essentiellement au niveau de dinucléotides ApT et elle est fortement
présente au niveau des promoteurs de génes (contrairement a la 5mC, présente de fagon
prépondérant sur le reste du génome). Elle semble jouer un réle quant au positionnement
de ’ADN au niveau du nucléosome, et semble également intervenir sur la régulation de
I'expression des genes. Ces études soulévent la question de la présence d’un tel
marqueur au sein du génome des mammiféres ou plus généralement des vertébres,
sachant que sa présence est avérée dans leur ARNm.31
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Figure 15. Schéma représentant la méthylation réversible de 'adénosine.

iii. Autres modifications de ’ADN

La méthylation de I'ADN s’accompagne également du phénomeéne inverse : la
déméthylation. Cette déméthylation était, et est toujours, obligatoire puisque mesurée lors
de la maturation de gametes (cf. 1.B.1.ii). Cependant, on ne savait pas a quoi I'attribuer.
Alors que la méthylation est étroitement liée a la réplication, la déméthylation, elle, ne
semble pas dépendre du cycle cellulaire. Comme vu précédemment, I'hyperméthylation
d’'un promoteur de gene entraine la répression de ce gene ; sa déméthylation a plutét
tendance a I'activer.

La 5mC peut étre déméthylée via deux processus bien distincts I'un passif et l'autre
actif. En ce qui concerne le mécanisme passif, il semble étre lié a un manque de maintien
du profil de méthylation apres la réplication de '’ADN. Une perte d’activité de I'enzyme
responsable de ce maintien, DNMT1, ou bien une absence (diminution) de complexes
DNMT1 / ADN peuvent provoquer, au cours des mitoses successives, une déméthylation
progressive de ’ADN.250. 32

La version active de ce mécanisme semble étre un mécanisme de « nettoyage »,
permettant de réparer les erreurs de méthylation acquises au cours de la division
cellulaire.33 Plusieurs hypothéses ont été avancées quant a ce mécanisme. Les premieres
étapes, ou l'oxydase TET (Ten-Eleven Translocation) oxyde de maniere séquentielle la
5mC en 5caC (5-carboxylic acid Cytosine), en passant par les intermédiaires
hydroxyméthyle (5hmC) et formyle (5fC), semble faire I'unanimité [cf. Figure 16].8. 31b. 34
Les avis divergent quant a I’étape finale, permettant le retour a la cytosine [cf. Figure 16] :

(1) Une premiére hypothese, largement acceptée, procede selon un mécanisme de
réparation de I’ADN par excision de la base (BER : Base Excision Repair) qui implique
une série d’enzymes. Elle débuterait par I'excision des bases 5fC et/ou 5caC par la
TDG (Thymine DNA Glycosylase) afin de former un site abasique sur ’ADN en cours
de « nettoyage ».25b. 35

(2) Une seconde hypothése traite de I'action d’'une décarboxylase, encore inconnue, qui
viendrait décarboxyler 5caC, afin de redonner directement la cytosine de départ.
L’hypothése d’'une déformylase, qui agirait sur 5fC, a également été évoquée.25b: 8

(3) Enfin, une derniére hypothése, uniquement démontrée in vitro pour l'instant, semble
indiquer que DNMT1 serait capable de convertir 5hmC en C.250
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Parmi ces analogues de cytosine, notons que 5hmC peut également étre
considérée comme un marqueur épigénétique a part entiere, a linstar de 5mC. Par
exemple, dans le cas ou le chromosome X est inactif, on constate une forte déplétion en
5hmC et lorsque le chromosome est réactivé, elle s’accumule de nouveau. De plus, un
enrichissement en 5hmC au niveau de promoteurs de génes, et simultanément une
diminution en 5mC, semble permettre de réguler I'expression des génes (grace a la
variation du rapport 5hmC / 5mC). Il a également été démontré que le taux de 5hmC varie
énormément dans les tissus, comme c’est le cas pour 5mC. Elle semble aussi intervenir
au cours du développement embryonnaire.23. 31b
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Figure 16. Déméthylation active et passive (fleche rouge) de la 5mC.

Enfin, en ce qui concerne la 6mA, les premiéres études démontrent I'existence
d’enzymes permettant de la déméthyler activement : DMAD chez les drosophiles, NMAD-1
chez Caenorhabditis elegans et il semblerait qu’'une enzyme similaire soit également
présente chez 'homme, METTL4.3'a Cependant, aucun mécanisme de déméthylation
passive de la 6mA n’a été encore observé.

iv. Les micro-ARNs

Les miARNs sont des portions d’ARN de 21 a 23 pb de long. lIs interviennent au
cours du cycle cellulaire, lors de I'apoptose, du développement et de la différenciation
cellulaire. lls sont encodés par le génome et ont la capacité d’accélérer la dégradation des
ARNmM ou de réprimer la traduction protéique (cf. I.A.2.ii). lls régulent ainsi, en association
avec les protéines argonautes (Ago), I'expression de 60 % de notre génome. On dit que
ce sont des répresseurs post-transcriptionnels.3¢ Ces fragments d’ARN ont également la
capacité d’influer sur la structure de la chromatine, la méthylation de ’ADN et I'expression
des genes codants les facteurs de transcription.3?
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Les miARNSs sont transcrits par ’ARN polymérase Il sous la forme de pré-miARN, qui sont
ensuite clivés par les enzymes Drosha (ribonuclease Il de classe 2) et DGCR8 (Di
George Critical Region 8). Ces précurseurs ainsi obtenus mesurent 70 nt de long et
adoptent une structure en tige boucle. Il sont ensuite transportés dans le cytoplasme, ou
I’enzyme Dicer (endoribonuclease) hydrolyse la tige-boucle afin de donner un double brin
d’ARN [cf. Figure 17]. Son interaction avec une des protéines argonautes (Ago1 a 4) et la
protéine TRBP (transactivating ARN-binding protein) donne le complexe RISC (RNA-
induced silencing complex). Au cours de la formation de RISC, le miARN double brin
laisse la place a un simple brin [cf. Figure 17].37b.38

Le complexe RISC peut alors se positionner au niveau de ’ARNm, par complémentarité
de base miARN / ARNm. Si la protéine Ago2 est présente dans le complexe RISC et si les
deux brins sont parfaitement complémentaires, la dégradation de ’ARNm cible est induite.
En revanche, si 'une des autres protéines Ago (1, 3 ou 4) est présente dans le complexe
et si la complémentarité miARN / ARNm est partielle (mésappariement), la traduction est
réprimée [cf. Figure 17]. Cette reconnaissance partielle rend un seul miARN capable de
cibler plus de 200 genes.37 38
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Figure 17. Formation du complexe RISC et mode d’action des miARN sur la traduction.

pré-miARN

ARNm

Les miARN jouant naturellement un réle sur la prolifération cellulaire, des
modifications de leur taux ont été associées au développement des cancers. En effet, la
formation de clusters de miARN ou leur duplication ont été observées au niveau
d’oncogénes (oncomiARN) ou de genes suppresseurs de tumeurs. Ces modifications
peuvent étre provoquées par un dysfonctionnement des enzymes Dicer et Drosha ou par
des modifications épigénétiques des promoteurs de genes codants pour ces régulateurs
nucléiques (méthylation de ’ADN et modifications de leurs histones).37

L’ensemble des marques épigénétiques qui viennent d’étre présentées agissent en
synergie afin d’atteindre un but commun : soit exprimer, soit réprimer des genes. Elles
évoluent en fonction des facteurs environnementaux (nourriture, exposition au soleil,
tabagisme, pollution, ...) auxquels un individu est exposé et peuvent méme subir des
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dérégulations, pouvant aboutir a différentes pathologies (cancers, Alzheimer, Huntington,
...). Ces modifications de leur mode de fonctionnement peuvent par la suite étre
transmises a la descendance (mitose et gamétogenese).

La méthylation de ’ADN est une marque particulierement intéressante car elle joue a la
fois un réle direct sur I'expression des génes et un réle indirect sur la structure de la
chromatine et sur I'expression des miARNSs. Elle semble donc étre la « clé de volte » de
toute cette machinerie transcriptionnelle complexe. Il n’en reste pas moins que, bien
gu’étant associées, méthylation de ’ADN et modifications des histones ne sont pas encore
temporellement définies. En d’autres termes, qu’elle est celle qui commence, la premiére
ou la seconde, pour éteindre les génes ?

Intéressons-nous, a présent, au role biologique de la méthylation de I’'ADN, aux effets que
I’environnement peut avoir sur elle et a son mécanisme, a I’échelle moléculaire.

B.Role et mécanisme de la méthylation de ’ADN
1. Développement et Méthylation de ’ADN

i. Division Cellulaire

Comme nous l'avons déja évoquée (cf. 1.A.2.ii), la réplication de ’ADN permet de
dupliquer I'information génétique afin de donner deux duplexes d’ADN identiques, qui sont
ensuite répartis entre les deux cellules filles [cf. Figure 10A]. La cellule mére présente un
profil de méthylation symétrique du fait que ses deux brins soient méthylés. Cependant, au
cours de la réplication, les nucléotides utilisés pour produire les brins complémentaires
des brins parents sont les dérivés dans leurs formes naturelles, a savoir qu’ils n’ont subi
aucune modification chimique. Ainsi, une fois la réplication achevée, les cellules filles
nouvellement formées ne présentent qu’'un seul brin d'ADN méthylé, a savoir le brin
matrice provenant de la cellule mére [cf. Figure 18A] ; l'autre brin nouvellement synthétisé,
lui, ne I'est pas : on parle donc d’ADN hémi-méthylé. Afin de redonner un ADN symétrique,
identique a celui de la cellule mere, DNMT1 vient méthyler le brin néo-formé, en se basant
sur le modéle des 5mC présentes sur le brin parent. Les cellules filles vont donc ainsi
posséder un ADN di-méthylé symétrique fidelement reproduit selon le modeéle de la cellule
mére [cf. Figure 18B].23. 33
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Figure 18. (A) Représentation simplifiée de la phase de réplication de ’ADN et (B) de la
conservation du profil de méthylation de ’ADN au cours de la mitose d’'une cellule mére en deux
cellules filles.

Cette étape de méthylation du nouveau brin est indispensable au bon fonctionnement de
nos cellules. Nous avons vu précédemment que la déméthylation passive de I'ADN
pouvait apparaitre a cause d’'un manque d’activité de cette enzyme ou a I'absence de
complexe DNMT1 / ADN et progresser au fur et mesure des divisions cellulaires
successives.

ii. Empreinte génomique parentale

Outre la mitose (cf. I.A.2.iii), un autre processus de division cellulaire a lieu lors de
de la production de gamétes (gamatogéneése), il s’agit de la méiose [cf. Figure 19]. Les
gametes sont les cellules reproductrices (spermatozoides et ovules), qui sont a I'origine du
transfert d’information génétique des parents vers la descendance. Les gametes ne
présentent que la moiti€ du génome de chaque parent, soit 23 chromosomes. La fusion
d’un ovule et d’'un spermatozoide donne lieu a une cellule-ceuf qui présente a nouveau un
code génétique complet (46 chromosomes), indispensable au développement du nouvel
étre. Ce dernier posséde donc, dans son matériel génétique, 50% du patrimoine de
chacun de ses parents.
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Figure 19. Schéma représentatif de la Méiose des gametes.

La rencontre entre un génome male et un génome femelle est indispensable car ils sont
complémentaires I'un de l'autre. Cependant ils présentent des différences fonctionnelles
dues a une signature bien spécifique de chaque génome : c'est ce que l'on appelle
« 'empreinte génomique parentale » ou encore « I'expression mono-allélique » des genes.
Par exemple, un méme géne peut étre « éteint » chez le pére et « allumé » chez la mere.
Cela impliqgue donc que le géne transmis par le pére ne sera pas exprimé chez I'enfant.
Ce type de géne est ce que I'on appelle un « géne soumis a empreinte ».28, 39,40

L’empreinte génomique parentale se met en place au moment de la gamétogenese.
Pour ce faire, les cellules germinales primaires, obtenues aprés méioses, subissent
d’abord une étape d’effacement au cours de laquelle les 5mC sont déméthylées. Ceci
permet la création, dans un second temps, d'une nouvelle empreinte propre au sexe du
futur embryon, mais toujours liée a I'empreinte parent [cf. Figure 20]. La Figure 20 montre
I'évolution du taux de méthylation de I'ADN au cours de cette gamétogenése et du
développement embryonnaire. On peut constater que les génes soumis a empreintes
(rouge et bleu foncés) restent méthylés apres la fécondation alors que les autres génes
(non-soumis a empreintes : rouge et bleu clair) se déméthylent. Cette déméthylation
semble avoir pour réle de mettre fin aux phénoménes de régulations propres aux
gametes. Le nouveau profil d’expression génique de I'embryon peut alors se mettre en
place et les tissus peuvent commencer leur différentiations (neurones, cellules
musculaires, cardiaques, ...).28 40 Les mécanismes précis qui sous-tendent la mise en
place et la transmission des empreintes géniques, et donc la méthylation précise de
certains genes, sont inconnus.
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Figure 20. Evolution du taux de méthylation de ’ADN parental, des gameétes a 'embryon (adapté
de Dandolo et al.).28

Notre environnement peut influer sur notre génome, plus particulierement sur notre
épigénome, tout au long de notre vie. Cependant, c’est au cours de notre développement
gu’il est le plus influent car il peut avoir un impact sur 'empreinte génomique parentale et
les épimutations qu’il provoque peuvent étre transmises a notre descendance [cf.
ANNEXES S2].

ii. Influence de I'environnement sur le développement

cf. ANNEXES S2

2. Transmissions de la méthylation de ’ADN et couple DNMT1 /
UHRF1(SRA)

i. Les DNMTs

La méthylation de I'’ADN est catalysée par les différentes DNMTs évoquées
précédemment. Ces enzymes possédent toutes un rdle bien particulier. Par exemple,
DNMT1 permet le maintien du profil de méthylation apres réplication du matériel génétique
[cf. Figure 16].18. 41

DNMT3a et DNMT3b sont chargées d’introduire les groupes méthyles sur des
portions d’ADN naturellement non méthylées, comme dans le cas des cellules germinales
ou lors de phénoménes pathologiques ; on parle alors de méthylation de novo. Par
exemple, DNMT3a catalyse la meéthylation d’ADNs non-méthylés avec 3 fois plus
d’efficacité que dans le cas d’ADN hémi-méthylés.'® Elle semble également pouvoir activer
TDG, I'enzyme d’excision de 5fC et 5caC, qui en retour semble inhiber son activité
méthyltransférase.25> DNMT3L est une enzyme de régulation. Grace a sa chaine
C-terminale, elle peut réguler I'activité des deux autres DNMT3.42 A noter également que
DNMT1 peut, dans une moindre mesure, réaliser la méthylation de novo.43

Enfin, 'enzyme DNMT2 présente une activité méthyltransférase plus faible que
celle des autres DNMTs. Son réle au niveau de ’ADN semble trés limité, voire inexistant.
En effet, l'inactivation du géne codant pour DNMT2 chez des souris n’entraine aucune
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variation du taux global de méthylation de leur ADN. Des études démontrent plutét un réle
dans la méthylation d’ARNt, comme celui de ’ARNt-aspartyl (cytosine 38), ou encore dans
I'activation des siARN.19.25b

ii. DNMT1

DNMT1 est une enzyme de 183 kDa, constituée de 1 616 acides aminés. Elle est
omniprésente dans notre organisme ; fortement exprimée dans les tissus foetaux, le coeur,
les reins, le placenta, et moins exprimée dans la rate, les poumons, le cerveau, l'intestin
gréle, le cblon, le foie et les muscles squelettiques. Quatre isoformes peuvent étre
observés : DNMT1a (la plus abondante) et DNMT1b sont naturellement présentes dans
notre organisme ; DNTM10 et DNMTp ne sont exprimées que dans le cas des ovocytes et
lors de la spermatogenése, respectivement.250. 42

Comme nous l'avons déja évoqué, DNMT1 est impliquée dans le maintien du profil de
méthylation de I'ADN. En effet, elle est trés peu abondante lorsque les cellules sont en
quiescence (GO) [cf. Figure 8] et n’est induite que lors de I'entrée en phase S (réplication
de I’ADN). Plus particulerement, son domaine RFTD (Replication Foci Targetting Domain)
permet son recrutement au niveau de la fourche de réplication.#4 De plus, une déplétion en
DNMT1 n’entraine aucune variation du taux de méthylation de novo, indiquant donc
gu’elle n’intervient que faiblement dans ce processus mais bel et bien dans le maintien du
profil de méthylation.25b. 42, 45

Elle présente une affinité sélective pour I’ADN hémi-méthylé. Son activité
méthyliransférase est en effet 30 a 40 fois plus importante pour les duplexes
hémi-méthylés que pour les non-méthylés.25® En fait, DNMT1 reconnait la 5mC du brin
complémentaire (rouge sur la Figure 21A) en positionnant son groupe méthyle a l'intérieur
d’'une poche hydrophobe se trouvant sur la boucle TRD [cf. Figure 21A]. Le duplexe
d’ADN est maintenu en place grace a cette boucle TRD et a une deuxiéme boucle : la
boucle catalytique chez les souris [cf. Figure 21A] et la boucle CXXC chez 'homme. Dans
ces deux cas, TRD et la deuxiéeme boucle se positionnent respectivement au niveau des
grands et petits sillons de ’ADN.
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Figure 21. (A) Structure RX de la seule DNMT1 murine, co-crystallisée en présence d’'un ADN
hémi-méthylé (PDB : 4DA4), (B) Zoom sur le site de stabilisation de I'ouverture du duplexe et (C)
Structure RX de la DNMT1 humaine liée a un double brin d’ADN non méthylé (PDB : 3PTA).46

Dans le cas de la méthylase murine (la seule ayant été co-crystallisée avec un ADN hémi-
méthylé), la cytosine a méthyler [cf. Figure 21A et B - en rose] est basculée (flippée) hors
du duplexe d’ADN et se positionne parfaitement dans sa poche catalytique, au plus prés
de SAM [cf. Figure 23A]. Afin de stabiliser la position laissée vacante par le basculement
(flip) de la base, les Met 1235 (boucle catalytique) et Lys 1537 (boucle TRD) viennent
occlure I'ouverture du duplexe [cf. Figure 21B].46 Ce mécanisme semble étre identique
chez toutes les enzymes homologues a DNMT1 puisque également observé dans le cas
des méthyltransférase (M.Mpel) de champignons microscopiques (Mycoplasma
penetrans).*”

Le mécanisme standard de formation de la 5mC [cf. Figure 22] commence tout
d’abord par une addition de Michael acido-catalysée par un résidu acide carboxylique d’un
acide glutamique du site actif de I'enzyme. Elle favorise I'attaque nucléophile du thiol de la
cystéine 1229 de I'enzyme sur la position 6 de la cytosine.462 Ensuite, I'attaque nucléophile
du C5 de I’énamine de la nucléobase, sur le donneur de méthyle SAM, permet le transfert
du groupe méthyle sur la base, tout en libérant SAH. Cette étape bénéficie d’une catalyse
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basique, grace a l'action du résidu carboxylate de I'acide glutamatique, qui augmente le
caractére nucléophile de la base nucléique. Enfin, la S-élimination de la cystéine restaure
I'aromaticité de la nucléobase et permet la dissociation du produit méthylé du site actif de
’'enzyme.8 42

= Me (5mC)

Figure 22. Mécanisme de méthylation impliquant DNMT1 et SAM.

Une fois la méthylation achevée, la cytosine reprend sa place au sein du duplexe et
DNMT1 relache son étreinte.

ii. UHRF1 / SRA

Le maintien du profil de méthylation assuré par DNMT1 se fait avec une tres haute
fidélité. Cependant, sa préférence pour ’ADN hémi-méthylé ne suffit pas, a elle seule, a
expliquer cette fidélité. Elle repose en fait sur l'interaction de DNMT1 avec une autre
protéine : UHRF1 (Ubiquitin-like, containing PHD and RING finger domains 1 - appelée
aussi ICBP90 chez 'homme ou Np95 chez la souris). Cette protéine posséde un poids
moléculaire apparent de 90 kDa (homme) avec cinq domaines bien distincts : le domaine
UBL (pour Ubiquitin-like), le domaine TTD (pour Cryptic Tandem Tudor Domain), le
domaine PHD (pour Plant Homeodomain), le domaine SRA (pour Set and Ring
Associated) et le domaine RING (pour Really Interesting New Gene).*®

Le réle gu’elle joue sur la conservation du profil de méthylation ne fait aucun doute. En
effet, dans le cas ou les cellules sont dépourvues de UHRF1, ce maintien est compromis.
Elle a la capacité d’interagir avec DNMT1 - ainsi qu’avec les deux DNMT3a et b - afin de
les guider sur le site a méthyler. A lI'instar de DNTM1, elle reconnait elle aussi ’ADN hémi-
méthylé grace a son domaine SRA [cf. Figure 23]. Plus particulierement, le domaine SRA
(210 résidus) reconnait la 5mC du brin parent [cf. Figure 23, en rouge] et la fait basculer
hors du duplexe d’ADN afin de la positionner dans son site de reconnaissance, un
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tonneau B ainsi que I'ont montré différentes structures obtenues par diffraction des rayons
X 42, 48, 49

NKR finger __y

Figure 23. (A) Structure RX de SRA liée a un double brin d’ADN hémi-méthylé (PDB : 3CLZ) ; (B)
Zoom sur le site de stabilisation de I'ouverture du duplexe et (C) Poche de fixation de la 5mC.48a

Ce basculement est couramment rencontré chez les enzymes telles que les DNMTs
(cf. 1.2.2.ii) et les enzymes de réparation de ’ADN. Cependant, dans le cas de SRA il s’agit
du premier exemple d’un domaine protéique, dépourvu d’activité catalytique, dont la
liaison a ’ADN implique le basculement d’une base nucléique de la sorte. Dans le cas des
enzymes, ce meécanisme de basculement permet un accés optimal a la cible afin de
pouvoir la modifier. Dans le cas de SRA, il permet probablement un ancrage spécifique de
UHRF1 sur ’ADN en évitant toute diffusion linéaire le long du duplexe.50

L'interaction avec I’ADN est renforcée par la présence de deux boucles qui, comme dans
le cas de DNMT1, viennent maintenir le duplexe en place : le NKR finger et le thumb [cf.
Figure 23A et B]. Elles agissent comme l'index et le pouce d’'une main, pendant que la
5mC se positionne au coeur du tonneau f3.48

Le NKR finger et le thumb interagissent respectivement avec le grand sillon et le petit
sillon de I’ADN. Les acides aminés du NKR finger qui sont a proximité du duplexe (Asn
489, Lys 490, Arg 491 et Thr 492) viennent stabiliser, gréace a des liaisons hydrogenes et
du stacking, la position laissée vacante par le basculement de la 5mC [cf. Figure 23B]. En
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plus de cela, la valine 446 du thumb vient effectuer une interaction de type Van der Walls,
au travers de l'ouverture formée a l'intérieur du duplexe, avec la partie aliphatique de Arg
491 du NKR finger, pour stabiliser encore plus le systéeme [cf. Figure 23B].48

Ainsi UHRF1 permettrait de recruter DNMT1 et d’augmenter la fidélité dans la
reproduction du patron de méthylation de ’ADN. Sur la base des résultats des différentes
études réalisées, un mécanisme en quatre étapes a été proposé afin d’expliquer le rble de
UHRF1 [cf. Figure 24].48> Par le biais de son domaine SRA, UHRF1 se lierait dans un
premier temps a ’ADN, puis reconnaitrait la 5mC du brin parent et la ferait basculer de sa
position intra-hélice vers le site de liaison de la protéine. Dans une seconde étape, le
complexe SRA / ADN permettrait de recruter DNMT1, grace a l'interaction d’un second site
de liaison, conduisant a un complexe ternaire transitoire. Dans une troisieme étape, cette
liaison de DNMT1 a UHRF1 déstabiliserait le complexe SRA / ADN, libérant 'ADN
héméthylé, et facilitant I'accés a DNMT1. La liaison a I’ADN conduirait alors au
basculement et a la liaison de la cytosine a méthyler au site actif de ’'enzyme. Dans une
derniere étape, une fois la méthylation réalisée, DNMT1 se dissocierait de ’'ADN avec
repositionnement a [lintérieur du duplexe de la 5mC nouvellement synthétisée.42
Cependant la facon dont UHRF1 et DNMT1 communiquent entre elles pour conduire a la
méthylation de I’ADN et son mécanisme dans ces différentes étapes a I'échelle
moléculaire restent encore a élucider.

Enfin le mécanisme serait plus complexe car d’autres partenaires protéiques seraient
également impliqués. En particulier, le « sliding clamp » PCNA (Proliferating Cell Nuclear
Antigen) permettraient d’augmenter la processivité du couple UHRF1 / DMT1.51

Reconnaissance
de la 5mC du brin
méthylé

Recrutement de
DNMT1
. CECETTTTEEPEEEES
. CEBEEEEEEPEEEEEEEEE
Y\

Méthylation
de I'ADN

Figure 24. lllustration du mécanisme concerté supposé entre UHRF1(SRA) et DNMT1 (adapté de
Arita et al.).480
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C.Implication dans le cancer

Le cancer est une pathologie qui résulte de la perte de contrdle, par notre
organisme, du cycle de vie de certaines cellules. Suite a une mutation ou une épimutation,
ces cellules deviennent insensibles a 'ensemble des signaux visant a les réguler, comme
les signaux mitogénes ou apoptotiques. Elles acquierent alors la capacité a se multiplier
de fagon incontrélée et infinie (anarchique) au sein du tissu ou elles se trouvent, en
d’autres termes, elles deviennent immortelles. Leur division incontrélée aboutit finalement
a la formation de tumeurs. Les tumeurs bénignes (verrues, grains de beauté) sont, comme
leur nom l'indique, sans gravité. En revanche, les tumeurs malignes (ou cancers), elles,
envahissent progressivement les tissus avoisinants en les détruisant. Afin de mieux
proliférer, elle peuvent également déclencher I'angiogenése ou méme se répandre dans
l'organisme sous forme de métastases. Il existe approximativement 200 types de cancer
qui peuvent toucher tous les tissus du corps.52P

Les cancers ne sont causés qu’a hauteur de 5-10 % par des anomalies génétiques alors
que 90-95 % sont provoqués par notre mode de vie et notre environnement (tabac, alcool,
pollution, infections, stress, obésité, ...).53

1. Méthylation de ’ADN et cancers

Durant de nombreuses années, les chercheurs du monde entier ont considéré que
la premiere cause a l'origine de la carcinogenese était 'accumulation de mutations
génétiques. Cependant, les différentes découvertes relatives aux marqueurs
épigénétiques, tendent a prouver que des dérégulations de I'épigénome seraient a
I'origine du développement de cancers.

Le profil de meéthylation des régions promotrices de géne influence grandement
’expression des geénes. Dans la plupart des cas, a I'exception des génes soumis a
empreintes, les ilots CpG de ces régions promotrices (environ 55 %) sont non méthylés,
contrairement aux dinucléotides CpG présents sur le reste du génome [cf. Figure 25A)].
Les génes liés a ces promoteurs sont naturellement transcrits. Cependant, dans le cas de
cellules cancéreuses, certains génes subissent des altérations de leur profil de
méthylation et des phénomenes d’hyper- et d’hypométhylation sont alors observés [cf.
Figure 25A & B]. L'expression génétique s’en trouve alors altérée.23. 24, 25, 26, 37b, 54
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Figure 25. lllustration du profil de méthylation des ilots CpG (promoteurs de géne) dans le cas de
(A) cellules seines et (B) cancéreuses.26b. 37b, 54b

Les cellules cancéreuses présentent une hyperméthylation locale, essentiellement
au niveau des ilots CpG (78 % des cas) [cf. Figure 25B]. Les génes touchés sont
impliqués dans la suppression de tumeurs (MLH1, CDKNZ2a,...), la réparation de '’ADN
(BRCA1, MGMT) et la détoxification carcinogénique (GSTP1). Mais d’autres génes,
indispensables au cycle cellulaire (p16NK4a  pi15INKda Rb, p14ARF) g Papoptose (DAPK,
TMS1), ou encore a des phénomenes de résistance, de différentiation, d’angiogenese et
de métastase (E-cadherin), peuvent également étre touchés.43 Au total, ce ne sont pas
moins de 500 promoteurs qui peuvent étre méthylés dans le cas des cancers.55

Cette hyperméthylation de la région promotrice [cf. Figure 25B] conduit a réprimer les
génes touchés, soit par réarrangement de la chromatine, sous l'action de protéines
reconnaissant la 5mC (protéines MDB ou a doigts de zinc : ZBTB4, ZBTB38), soit par
géne stérique.>2® Ne pouvant donc plus étre exprimés, ces mécanismes de sécurité ne
permettent plus de « contenir » les tumeurs en régulant le cycle cellulaire (division,
apoptose), et la cellule devient immortelle / cancéreuse.26a, 52b

Ces cellules cancéreuses présentent également une hypométhylation globale de
leur ADN. Une perte de 20 a 60 % de CpG méthylées est, en effet, observée. Cette
hypométhylation se retrouve dans bon nombre de cancers (sein, ORL, cerveau, ...) et
tend a s’accroitre au cours de I’évolution de la tumeur, de bénigne a maligne. Elle peut se
produire au niveau des promoteurs de géne, du corps du géne ou sur des séquences
répétées de ’ADN (50 % du génome).%6 Elle joue un réle sur I'activation des oncogénes,
naturellement réprimés (c-MYC, H-RAS, ...) ; sur le positionnement intranucléaire de la
chromatine ; sur l'activation de retro-transposons, qui peuvent s’insérer dans les génes
afin de perturber leur expression ; ou encore sur l'instabilité chromosomique.520 De plus,
I’lhypométhylation de certaines portions mineures et répétées de I'ADN peut
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occasionnellement induire la transcription d'éléments rétroviraux endogénes, possédant
un fort pouvoir oncogene. Enfin, les cancers peuvent également, dans certains cas, se
développer sans hyperméthylation de leur gene ; une hypométhylation globale extréme,
semble suffire.19. 26a, 48b, 56, 57

Ces épimutations sont extrémement variées et dépendent du patient et du type de
cancer. Par exemple, le géne GSTP1 est hyperméthylé dans 90 % des cancers de la
prostate mais est non-méthylé dans le cas de la leucémie myéloide aigué.*3 Il a été
démontré que, pour un grand nombre de cancers, ces altérations du profil de méthylation
pouvaient étre liées a une hyperactivité et/ou une surexpression de DNMT1%8. 59 et de
UHRF1.60 Leurs rbles a toutes les deux vont donc étre passés en revue dans les
prochains paragraphes.

2. DNMT1 / UHRF1 et cancers

L’enzyme de maintien du profil de méthylation de ’ADN, DNMT1, semble jouer un
rble majeur dans la genése des cancers. En effet, de nombreuses études tendent a
montrer qu’elle est surexprimée dans bon nombre de cancers. Dans le cas du cancer du
colon, elle présente une activité réduite : 5% en comparaison avec les cellules saines.
Cependant, a cause de sa surexpression, I'impact de cette inactivation sur le profil de
méthylation est minime.58

Il a aussi été démontré qu’une surexpression en DNMT1 au sein de cellules NIH 3T3 de
souris, entrainait I'apparition de tumeur gastro-intestinale.?® En cas d’inactivation, le gene
p21WAF1/CIP1 et |e rétablissement de la mort cellulaire induite par p53.6" En ce qui concerne
les cancers du rein et de la vessie, une déplétion en DNMT1 permet de réactiver les
genes RASSF1 et CDKN2A, respectivement.45 62 Enfin, I’équipe de Barton a de son cété
mis en avant le fait qu’une plus grande activité de DNMT1 était observée dans le cas du
cancer colorectal et qu’ici, elle provenait probablement plus d’'une hyperactivité que d’'une
surexpression de I'’enzyme.58

Cette surexpression n’est pas le seul facteur, a l'origine de la carcinogenése. En effet, sa
coopération avec les DNMMT3a et b est amplifiée dans le cas de cellules cancéreuses.
Prenons lI'exemple des leucémies ou DNMT1 et DNMT3a sont toutes les deux
surexprimées et cooperent dans le but d’hyperméthyler des ilots CpG.42 Citons également
le cas du lymphome de Burkitt, ou DNMT1 et DNMT3b, cette fois-ci, sont surexprimées.
Cette étude de Klumb montre d’ailleurs que DNMT1 est essentielle a la prolifération
cellulaire et a I'entretien du phénotype tumoral de ce lymphome 63

De plus, de nombreuses études montrent que UHRF1, protéine responsable du
recrutement de DNMT1, est surexprimée dans le cas de ces cancers (sein, rein, vessie,
prostate, poumon, utérus, astrocytome, ...).60. 64 Elle semble avoir une influence sur le
développement des cancers : prolifération des cellules cancéreuses et déclenchement de
métastases.b4c
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La déplétion en p53, inactif dans prés de 50 % des cancers, pourrait étre a I'origine de sa
surexpression. En effet, dans le cas de cellules saines, ce géene suppresseur de tumeur
régule I'expression de UHRF1 de maniere indirecte, en désactivant le facteur de
transcription E2F-1.65

UHRF1 a par exemple été impliquée dans 'apparition d’une excroissance du foie chez le
poisson zebre. Sa surexpression déclenche une hypométhylation globale de ’ADN car elle
empéche la parfaite localisation et stabilisation de DNMT1. Ceci aboutit finalement au
contournement de la sénescence, normalement déclenchée par p53, et donc a la
tumorogenese (Carcinome Hépatocellulaire).59: 65.66 Dans le cas du cancer des ovaires
(lignées cellulaires SKOV-3 et OVCAR-3), l'utilisation de siARN, permettant de réguler
I'expression de UHRF1, a permis de stopper la croissance des cellules cancéreuses et a
déclenché leur apoptose.64a

En plus de jouer un réle important dans la carcinogenese, UHRF1 semble également
impliquée dans la toxoplasmose.65

Enfin, il a également été démontré que la perturbation du complexe DNMT1 / PCNA /
UHRF1 induit une hypométhylation de ’ADN. Cette perturbation agit comme un oncogéne
et provoque, plus particulierement, I'apparition de tumeur du cerveau (astrocytes), du sein,
du poumon et des cellules mésothéliales.5”

Ces entités protéiques sont indispensables au développement et a la survie des
individus car elles permettent de maintenir un méthylome sain dans nos cellules.
Cependant, a cause des effets de notre environnement, de notre style de vie plus
particulierement, lactivité et I'expression de ces protéines sont perturbées. Elles
commencent a altérer le profil de méthylation de notre génome et induisent ainsi
I'apparition de tumeurs.

Une meilleure compréhension du mécanisme de méthylation de I'’ADN et des
dérégulations qui I'affectent est indispensable d’un point de vue clinique. De telles
informations permettraient de lutter plus efficacement contre les cancers, en développant
de nouveaux principes actifs plus sélectifs, plus efficaces et moins toxiques.

Au total, I'épigénétique est basée sur au moins quatre parameétres clés. Le premier
concerne la réversibilité des marques épigénétiques qui ouvrent le champ thérapeutique.
Le second, affirme que les marques épigénétiques s’accumulent au fil de I'existence sous
'influence de I'environnement. Leur accumulation pourrait étre prévenue par la nutrition
pro-épigénétique et I'éviction de certains toxiques a effets épigénétiques. Le troisieme,
constate que la transmissibilité des marques épigénétiques a la descendance est un
risque trop important pour étre négligé. Le dernier paramétre met en avant le fait que
I’épigénome n’est pas encodé dans le génome. Sa mise en évidence, sa mesure, sa
détection nécessitent des outils spécifiques auxquels nous apportons notre contribution en
développant des sondes fluorescentes adaptées.
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De part sa sensibilité et son c6té non destructif, la fluorescence est la technique de choix
afin de pouvoir suivre l'interaction de ces entités a I’échelle moléculaire.

ll. Fluorescence

Le terme luminescence vient du latin lumen (ou luminis) qui signifie lumiére. |l fut
pour la premiére fois introduit en 1888 par le physicien allemand G. H. Wiedemann.s8 ||
s’agit d’'une émission de lumiére (rayonnement électromagnétique) se produisant lors du
retour a I'état fondamental d’'une substance se trouvant dans un état électronique excité.

Afin d’atteindre cet état excité, la substance doit au préalable étre soumise a une source
d’excitation. Il est possible de distinguer différents types de phénomeénes de luminescence
classés en fonction du mode d’excitation mis en jeu :

« la bioluminescence, ou une réaction biochimique est la source d’excitation (ex
luciférase),

+ la chimiluminescence, ou une réaction chimique intervient afin d’exciter le systeme
(ex : luminol),s°

« la photoluminescence, ou I’excitation provient d’une source lumineuse,

« la mécanoluminescence, ou une source mécanique est a I'origine de I'excitation (ex :
tube cathodique),

+ la cristalloluminescence, ou I’énergie d’excitation provient de procédé de cristallisation,

- la thermoluminescence, ou un changement de température génere I'énergie
d’excitation,

« I’électroluminescence, ou I'application d’un champ électrique provoque I'excitation,

+ la radioluminescence, obtenue aprés irradiation RX ou rayonnement a, £, .

Photoluminescence est un terme général qui englobe a la fois la fluorescence et la
phosphorescence.

A. Rappels

La fluorescence est un phénoméne se produisant apres interaction de la matiere
avec de la Ilumiere. Si lI'on se réfere a la dualité onde-corpuscule, une onde
électromagnétique (lumiere) présente les propriétés d’'un phénoméne ondulatoire,
caractérisé par sa longueur d’'onde (A, nm) et son nombre d’onde (v, cm), et d’'une
particule (photon) ayant une certaine énergie (E, eV) [cf. Figure 26]. Cette énergie est
directement proportionnelle au nombre d’onde et inversement proportionnelle a la
longueur d’onde.
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Figure 26. Spectre électromagnétique.

Une molécule capable d’absorber un photon est un chromophore. Une molécule qui est
portée dans un état excité, aprés absorption de lumiere, et qui revient spontanément a
I’état fondamental, par émission de photons, suivant le processus de fluorescence, est un
fluorophore.

Le spectre lumineux examiné en photochimie et photophysique s’étend généralement sur
la gamme spectrale 100 nm (Ultraviolet - UV)-1000 nm (Infrarouge - IR) ; la portion visible

s’étendant, elle, de 400 a 800 nm [cf. Figure 27].
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Figure 27. Spectre électromagnétique.

1. Transitions électroniques

Afin de mieux appréhender ces phénomenes d’absorption et d’émission de
photons, intéressons nous au diagramme des orbitales moléculaires d’un composé
fluorescent [cf. Figure 28]. A I'état fondamental So, I'orbitale HOMO (Highest Occupied
Molecular Orbital) contient deux électrons, respectivement de spin (S) +1/2 et -1/2, et la
LUMO (Lowest Unoccupied Molecular Orbital) est vide. La multiplicité de spin M vaut 1
(M = 25+1), on dit alors de cet état qu’il est singulet.
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Figure 28. Diagramme électronique de I’état fondamental et des états excités singulet et triplet.

La différence d’énergie entre ces deux orbitales correspond, pour la majorité des
composés organiques, a I’énergie de radiation UV - visible. Une exposition de cette
molécule a des radiations UV proches (200-400 nm) ou a de la lumiére visible (400-800
nm) peut alors provoquer I'absorption de photons et le transfert d’'un électron de la HOMO
vers la LUMO. Le passage d’un électron dans l'orbitale anti-liante est possible car
extrémement rapide (= 1015 s), beaucoup plus que les vibrations moléculaires (10-12- 10-10
s). D’apres le principe de Franck-Condon, « une transition électronique se produit sans
changement des positions des noyaux dans l'entité moléculaire et son environnement » .68
L’orientation de spin des électrons est conservée (+1/2 et -1/2) et la multiplicité de spin de
cet état excité, appelé S1, est identique a celle de I'état fondamental So.

Le retour a I'état fondamental, la relaxation, peut se faire selon trois voies différentes [cf.
Figure 28 et 29]. Tout d’abord, le retour a So peut se faire sans émission de photon :
I’énergie absorbée diffuse. Dans le cas de la fluorescence, la relaxation s’effectue par
émission de photons. Enfin, un dernier processus entraine une conversion de I'état excité
singulier S1 vers un état excité triplet T4, ou les deux électrons présentent des spins
paralleles (M = 3). Cette conversion est suivie par une émission de photons avec inversion
de spin : c’est ce que I'on appelle la phosphorescence [cf. Figure 29].

2. Diagramme de Jablonski

Le diagramme de Jablonski permet d’approfondir les explications évoquées avec le
modele des orbitales moléculaires. |l permet plus particulierement, une meilleure
visualisation des phénomenes d’absorption et de relaxation que peuvent subir les
molécules fluorescentes [cf. Figure 29].

Les transitions entre états électroniques sont représentées par des fleches verticales afin
d’illustrer la nature instantanée de ces phénomeénes. Les traits horizontaux représentent
les sous-niveaux vibrationnels associés aux différents états électroniques (So, S1 et T1). lls
sont indispensables a la réalisation des phénomenes d’absorption et de relaxation.68
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Figure 29. Diagramme de Jablonski.

A température ambiante, la plupart des molécules se trouvent dans le plus bas
niveau vibrationnel de I'état électronique fondamental So (loi de Boltzmann).68

Lirradiation de la molécule par une onde électromagnétique provoque l'absorption de
photons (fleches verticales bleues - =~ 1015 s), dans le sens So = Si. Les électrons
peuplent ainsi les différents niveaux vibrationnels de I'état électronique excité Si.
L’ensemble des transitions possibles vers les différents niveaux excités (fleches bleues)
déterminent le spectre d’absorption de la molécule. Aprés relaxation vibrationnelle (fleches
oranges - 102 - 1010 s), le composé se trouve dans son état excité de plus basse
énergie.58

Le retour de ce niveau S relaxé a I'état fondamental So, par émission de photons, traduit la
fluorescence (fleches verticales rouges). Le temps de vie de I'état excité S+ est de l'ordre
de 1010 - 107 s. En parallele, I’énergie accumulée a I'état excité peut également étre
dissipée par transfert d’énergie vibrationnelle au milieu sous la forme de chaleur (collisions
moléculaires) et/ou par d’autres processus non radiatifs.68

La phosphorescence est le résultat d’émission de photons aprés transition inter-systeme
(fleche ondulée horizontale violette - 10-10 - 108 s). Elle correspond a une transition non-
radiative s’effectuant entre des états électroniques de multiplicités différentes (S1 = Ti).
Une fois I'état triplet atteint et relaxé, le retour a I'état fondamental, par émission de
phosphorescence, implique une inversion de spin de I'électron interdite (T1 = So), c’est
pourquoi le temps de vie de I’état excité T+ est de plusieurs ordres de grandeur supérieur a
celuide Sq (106a 1 s).68

3. Avantages de la fluorescence

La fluorescence et les techniques d’'imagerie qui lui sont associées ont été mises a
’lhonneur a deux reprises au cours de ces dix derniéres années par deux prix Nobel de
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Chimie. Osamu Shimomura, Martin Chalfie et Roger Y. Tsien ont été récompensés en
2008 pour avoir mis en évidence la protéine GFP (Green Fluorescent Protein) et le
développement de ses applications en particulier en imagerie cellulaire. Ce fut ensuite au
tour d’Eric Betzig, Stefan W. Hell et William E. Moerner de recevoir cette distinction
supréme en 2014, pour avoir réussi a améliorer considérablement la résolution spatiale et
temporelle des procédés d’imagerie de fluorescence.”0

En plus de sa grande résolution spatiale et temporelle, la fluorescence présente aussi une
sensibilité trés importante. Les concentrations mises en jeu au cours de ces études sont
extrémement faibles (allant du yM au pM). Les instruments actuels permettent, également,
la détection de photons émis par une seule molécule : on parle de spectroscopie de
fluorescence en molécule unique (single-molecule fluorescent spectroscopy).”!

De plus, la réponse est obtenue de maniere extrémement rapide. En effet, la transition

Si = So, et donc I'émission de photons, s’effectue avec une constante de vitesse de
10-10- 108 s.

Enfin, cette technique est non-invasive : elle ne détruit pas I'échantillon étudié, dans
l'intervalle de temps de I'analyse.

4. Facteurs jouant sur le signal de fluorescence

L’émission de fluorescence d’un fluorophore peut fluctuer sous linfluence de
plusieurs facteurs. Les processus inter- et intramoléculaires, se déroulant aprés
I’absorption, peuvent modifier I'état excité du fluorophore (rendement quantique, durée de
vie, intensité de fluorescence - cf. Il.LA.5.i-iv & 11.B.1). A chaque processus correspond une
voie de désexcitation [cf. Figure 30]. Ces différentes voies permettent d’obtenir des
informations capitales sur I'environnement immédiat de la molécule (cf. 11.B.1.). Certains
de ces processus seront présentés plus en détails dans les prochains paragraphes.68a

Croisement
Inter-systéeme

hv
Conversion
4 / interne
[ Molécule | > Changement de

Excitée / conformation

\ v \
\\\ : p //\ Emission de Fluorescence

Transfert de charge
intramoléculaire

Phosphorescence

Transfert d’énergie
Formation d’exciplexes

ou d’excimeres Transfert de proton

Figure 30. Processus suivant I'excitation d’un fluorophore.
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Parmi ces processus :

L'inhibition, ou quenching, est une perte du signal de fluorescence réversible suite a
des interactions, a courte portée, avec des molécules environnantes (Q), y compris
d’autres fluorophores.72

L’augmentation de température accroit I'agitation moléculaire et avec elle, le nombre
de collisions entre molécules et les vibrations et rotations moléculaires. Les processus
non-radiatifs deviennent alors beaucoup plus efficaces, au détriment de la
fluorescence.68

Sur le méme principe, 'augmentation de viscosité du milieu permet d’accroitre le
rendement quantique de fluorescence en figeant le systéme, limitant ainsi I'agitation
moléculaire a I'origine de phénoménes de désexcitation non-radiative.

A l'inverse des trois exemples précédents, le photoblanchiement, ou photobleaching,
est irréversible. Il correspond a la destruction pure et simple du fluorophore a I'état
excité. Il dépend de la stabilité du fluorophore dans son milieu, de la durée d'exposition
et de l'intensité du faisceau incident.”!

5. Grandeurs caractéristiques de I’émission de fluorescence

Avant d’émettre des photons, tout fluorophore doit d’abord en absorber. Ainsi le

maximum d’absorption et le coefficient d’absorption molaire (L.mol-'.cm-), qui traduit la
capacité du fluorophore a absorber des photons, sont les deux premieres grandeurs
spectroscopiques caractérisables.

Les autres grandeurs physiques liées aux sondes fluorescentes sont le maximum
d’émission [cf. Figure 31], le déplacement de Stokes, le rendement quantique, la brillance
et la durée de vie.

Déplacement de Stokes (Av=v,, Abs-v, Em)

<>
}\ Max Em

A

o

[y

|
|
Max Abs }
1
[

[
I [y
[l

Fluorescence

Sea

Unité arbitraire d'absorbance / Fluorescence

1 I 1 I
450 500 550 600 650
Longueur d'onde, nm

Figure 31. lllustration de spectres d’absorption et de fluorescence.
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i. Déplacement de Stokes

Par rapport au spectre d’absorption, le spectre de fluorescence est décalé vers des
longueurs d’ondes plus grandes (vers le rouge) [cf. Figure 31], en premier a cause de la
perte d’énergie provoquée par les relaxations vibrationnelles [cf. Figure 29]. D’autres
phénoménes peuvent augmenter cette différence pour certains type de fluorophores
(comme le solvant). Cette différence entre les maxima d’absorption et d’émission s’appelle
le déplacement de Stokes (Av), ou Stokes Shift (SS) en anglais, et s’exprime en nombre
d’onde [cf. Equation 1].68

_ +,Abs Em
Av_vMax_vMax (1)
Ce parametre fournit des informations importantes sur les états excités. D’un point de vue

pratique, la détection d’une espece fluorescente est d’autant plus facile que le
déplacement de Stokes est grand.

ii. Rendement Quantique

Le rendement quantique correspond au rapport entre le nombre de photons émis
sur le nombre de photons absorbés (0 <= ® < 1) [cf. Equation 2].68
N ks

q) — émis
’ R

absorbés

Nemis est le nombre de photons émis, Nabsobes COrrespond au nombre de photons absorbés, k.S est la constante de vitesse
des phénomenes radiatifs et knS est la constante de vitesse de désexciation non radiative.

Il est proportionnel a la durée de vie de I'état excité et est aussi fonction du rapport de la
constante de vitesse radiative (kS) sur la somme de toutes les vitesses (radiatives et non
radiatives) (cf. II.A.5.iv.). Si la décroissance non-radiative est beaucoup moins importante
gue I’émission de fluorescence, le rendement quantique se rapproche de 1 (100 %).

iii. Brillance et Intensité de Fluorescence

La brillance (Bij) correspond au produit du coefficient d’absorption molaire (g) du
fluorophore et de son rendement quantique (®r). Plus cette valeur est importante et plus le
fluorophore est sensible [cf. Equation 3].73

Bi=ex¢, (3
Lintensité de fluorescence représente, elle, la quantité de photons émis par unité

de temps et de volume [cf. Equation 4]. Elle dépend de la brillance du fluorophore, de
I'intensité du faisceau incident (lo) ainsi que de la concentration de I’échantillon :

I.=RX¢. X1, xX(cxeXI) (4

IF est l'intensité de fluorescence, R est une constante liée a I'appareil utilisé et lp I'intensité incidente (excitation).
Notons que |, la longueur de la cuve, mesure 1 cm.
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Cette valeur étant directement proportionnelle a la concentration de I’échantillon (C), un
fluorophore est d’autant plus sensible que de faibles concentrations en produits peuvent
étre détectées.

iv. Durée de vie

L'intensité de fluorescence est une grandeur exprimée par unité de temps. Elle
décroit exponentiellement avec un temps caractéristique reflétant le temps de séjour
moyen des molécules dans I'état excité Si. Elle dépend donc d’un autre parametre
important : la durée de vie de I'état excité S1 [cf. Equation 5].

1
K +k> ©

Ts est le temps de vie de I'état excité (généralement de la picoseconde a quelques nanosecondes), ki est la constante

de vitesse des phénomeénes radiatifs et knr® correspond a la constante de vitesse de désexciation non radiative.

Ce temps de déclin de fluorescence ts est une grandeur particulierement importante pour
un fluorophore. Il définit l'intervalle de temps pendant lequel un phénoméne dynamique
peut étre observé (déclin de fluorescence) (cf. 11.B.1.iii).8a

6. Diversité des fluorophores

Il existe une grande variété de molécules fluorescentes. Dans la plupart des cas, il
s’agit de composés aromatiques ou hétéroaromatiques présentant un systeme m étendu
[cf. Figure 32].

Ry, R; et R; = aliphatique, aromatique,
hétéroaromatique
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Figure 32. Quelques exemple de molécules fluorescentes.

La fluorescéine 1 fut synthétisée pour la premiére fois en 1871 par Adolf Von
Baeyer. Elle et ses dérivés, dont la rhodamine, sont parmi les fluorophores les plus
utilisés. En effet, ce composé de la famille des xanthénes présente des rendements
quantiques élevés (méme dans l'eau) ainsi qu’une forte solubilité en milieu aqueux
(2 g/L).680, 74

Un autre fluorophore couramment rencontré est la quinine 2. Elle fut étudiée pour la
premiére fois par Sir John Frederick William Herschel en 1845. Elle présente une émission
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de fluorescence bleue (Aem = 450 nm). Elle est encore employée de nos jours comme
produit de référence pour la détermination de rendements quantiques des nouveaux
fluorophores (cf. 11.A.5.ii.).68b

Les BODIPY 3, en fonctions des substituants (R1, Rz et Rs) qu’ils portent, peuvent émettre
sur une large gamme spectrale (510 - 763 nm).”> lls présentent des rendements
quantiques élevés, proches de 1, des coefficients d’absorptions molaires de l'ordre de
80 000 L.mol'.cm', une grande sensibilité aux variations de polarité et de pH et des
durées de vie élevées. Cependant, leurs déplacements de Stokes sont faibles.68b. 74

Le tryptophane 4 est un des 20 acides aminés naturels présent dans nos protéines. Sa
structure de type indole lui confére son caractére fluorescent (Aabs = 280 Nnm ; Aem = 345
nm) et sa présence dans les assemblages protéiques en fait une sonde intrinseque,
permettant de les étudier, sans modifications préalables (cf. 1I.B.). Un décalage de sa
bande de fluorescence permet de déterminer la nature structurée (décalage vers le bleu)
ou non (décalage vers le rouge) d’une protéine, par exemple.68b

La quercétine 5 est un flavonoide naturel, produit par de nombreuses plantes. Cette
molécule présente un large éventail d’activités biologiques’® mais est également un
fluorophore remarquable (cf. lll. Les 3-hydroxychromones). Grace a cette molécule, qui
présente un déplacement de Stokes trés important, Kasha décrivit pour le premiére fois le
mécanisme de transfert de proton a I'état excité des 3-hydroxyflavones (ESIPT : Excited
State Intramolecular Proton Transfer - cf. 111.B.1.i).77

Un grand nombre de composés polycycligues aromatiques sont utilisés comme
fluorophores. Le pyréne 6, par exemple, présente des rendements quantiques et une
durée de vie importants (ex : 0,65 et 410 ns dans I’éthanol). Il est également extrémement
sensible aux changements de polarité du solvant.68b

B.Sondes Fluorescentes pour le développement de
capteurs

La fluorescence peut étre utilisée pour deux raisons :

« Visualiser des entités biologiques ou moléculaires, et se soustraire ainsi au marquage
radioactif. Une brillance trés importante et un signal stable sont les premiéres qualités
recherchées pour ce type de fluorophore.”® La GFP (cf. 11LA.3.), par exemple, est
souvent employée pour observer l'expression de génes par microscopie de
fluorescence. Un autre exemple significatif, qui sera plus amplement présenté en
Partie 1V. Oligonucleotides, concerne le séquencage de I’ADN.

+ Développer des capteurs. Un capteur est un dispositif sensible a un phénoméne
physique donné et transformant cette grandeur physique en signal exploitable. Pour un
capteur fluorescent, l'interaction de I'analyte (la cible) avec le dispositif produit un
complexe qui peut étre détecté grace au changement du signal de fluorescence et
quantifié si la mesure est calibrée [cf. Figure 33].78 Le dispositif peut-étre de nature
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extrémement variée allant de la petite molécule organique a des assemblages
supramoléculaires. Il en va de méme de I'analyte qui va de I'atome a la cellule.

Analyte

Fluorophore

Capteur fluorescent

Figure 33. Représentation d’'un capteur.

En raison de I'impact du milieu environnant sur I’émission de fluorescence, un grand
nombre de capteurs sont aujourd’hui utilisés pour étudier des interactions biologiques et
détecter et/ou doser différentes espéces chimiques (ions, protéines, ...). Les champs
d’applications sont multiples et I'intensité de fluorescence, I'anisotropie ou le temps de vie
sont par exemple les signaux de fluorescence qui peuvent étre exploités.

Le développement d’un capteur nécessite 'emploi d’'un groupe rapporteur fluorescent, ou
sonde de fluorescence, pouvant étre rangées en trois grandes classes :

« Les sondes intrinséques (comme le tryptophane 4), directement présentes sur la / les
cible(s) protéiques a étudier.

+ Les sondes extrinséques liées a la cible a étudier. De nombreux procédés permettent
de lier de maniére covalente une sonde fluorescente sur une protéine ou des acides
nucléiques (cf. IV.B.1.ii), par exemple,

- Les sondes extrinséques qui s’associent a la cible via des interactions
intermoléculaires (liaisons non covalentes). Certaines d’entre elles, interagissant avec
'’ADN (DAPI, Hoechst, ...), seront présentées dans la Partie IV. Oligonucléotides
(cf. IV.B.1.i).

Ici, nous allons plus particulierement nous focaliser sur les parameétres de fluorescence qui
peuvent étre exploités a laide de ces sondes afin de développer un capteur,
indépendamment de la classe a laquelle elles appartiennent.

1. Parametres exploitables

i. Mesure d’intensité a une ou deux longueurs d’onde
i) Aune longueur d’'onde (monobande)

Il s’agit de la technique de fluorescence la plus basique qui consiste a mesurer la
variation de l'intensité de la bande d’émission. Les fluorophores concernés présentent un
spectre de fluorescence avec un profil unique dont seule I'intensité varie en fonction des
facteurs environnementaux. Ainsi, suivant les modifications environnantes (polarité, liaison
avec une protéine, changement de conformation, viscosité, détection d’ions, ...), le spectre
de fluorescence est soumis a des effets hypochromes (diminution de lintensité) ou

hyperchromes (augmentation de I'intensité). Dans le cas d’'une détection par augmentation
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de l'intensité de fluorescence, on dit qu’il s’agit d’'une sonde « Turn Off/On » et dans le cas
contraire, d’'une sonde « Turn On/Off ». Ces effets peuvent étre dus a des modifications
structurales se produisant au niveau du senseur lui-méme au moment de la détection, ou
a des interactions intermoléculaires avec un inhibiteur de fluorescence, par exemple.”®

Cette facon de procéder présente cependant de nombreux inconvénients. En effet,
I'intensité de fluorescence dépend de la concentration de I'échantillon et les conditions
d’analyse doivent étre parfaitement contrélées et calibrées. La moindre erreur de
préparation fausse toutes les mesures. De plus, des phénomeénes parasites peuvent venir
perturber I'analyse : I'intensité peut diminuer au cours du temps a cause de phénoménes
extérieurs (photodégradation, présence d’inhibiteurs, fluctuation de température ou
d’intensité de la lampe, ...). Ainsi, les fluctuations du signal de fluorescence observées ne
sont pas nécessairement dues aux phénomenes étudiés mais peuvent provenir de ces
facteurs parasites.

i) A deux longueurs d’'ondes (monobande ou duale)

Cette approche consiste a mesurer un rapport d’intensité de fluorescence a deux
longueurs d’ondes. On dit donc de cette mesure qu’elle est ratiométrique. Elle peut tout
d’abord étre réalisée avec des dispositifs présentant un seul fluorophore dont le maximum
de la bande d’émission varie (ESICT - Excited State Intramolecular Charge Transfer) ou
capable de produire une émission duale grace a des phénomeénes intramoléculaires
(ESIPT, TICT - Twisted Intramolecular Charge Transfer) ou intermoléculaires (transfert de
proton par exemple). L'autre technique consiste a réaliser un double marquage soit avec
deux sondes monobandes n’interagissant pas entre elles, dont une jouant le réle d’étalon
externe, soit avec deux sondes interagissant entre elles (FRET, excimére, exiplexe).

Les variations du rapport d’intensité de ces deux canaux d’émissions donnent des
renseignements capitaux sur les changements environnementaux. Le fait de procéder
ainsi permet de s’affranchir des contraintes propres a une détection monobande. En effet,
le rapport d’intensité est indépendant de la concentration de I’échantillon, du
photoblanchiement (si le marquage dépend d’un seul fluorophore, vide infra), des
fluctuations d'intensité de la lampe, de la sensibilité du fluorimétre, ...682

a. Marquage Simple
e ESIPT

L’ESIPT sera plus amplement détaillé dans la Partie Il - 3-hydroxyhromones (cf. Ill.B.1.i).
e ESICT

Les especes soumises a un mécanisme ESICT présentent des groupements
électrodonneurs (-NHz, -NMez, -OMe, ...) et électroattracteurs (>C=0, -CN, ...) localisés
de part et d’autre de la molécule, et reliés entre eux par un systéme insaturé. Ceci
entraine une polarisation électronique de la molécule. Lors de I'excitation du fluorophore,
un mouvement électronique se produit d'une orbitale moléculaire vers une autre (cf. I.A.
1-2). Ainsi, dans le cas ou le fluorophore est neutre, I'excitation de la molécule entraine
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une augmentation, souvent importante, de son moment dipolaire. Ce transfert de charge
est favorisé et stabilisé en présence de solvants polaires. En effet, a I'état excité le
donneur et I'accepteur d'électron deviennent plus forts. Ainsi, la polarisation électronique
augmente de maniére significative. Le grand moment dipolaire ainsi créé, interagit en
particulier avec les dipbles des molécules de solvants polaires (stabilisation par le
solvant), aboutissant a de forts déplacement de Stokes : I'état de transfert de charge
intramoléculaire (ICT) relaxé est ainsi atteint [cf. Figure 34]. La bande de fluorescence se
trouve alors élargie et décalée vers le rouge.t8 74 Les deux états, normal et ICT, étant en
équilibre dynamique, un suivi ratiométrique des changements environnementaux peut étre
réalisé.68. 74

Lorsque I'espéce est chargée a I'état fondamental, I'effet inverse est observé : les solvants
polaires stabilisent plus I'état fondamental. Ainsi, la différence d’énergie entre les états
fondamental et excité augmente dans les solvants polaires et I'on observe principalement
un décalage du maximum d’absorption vers le bleu qui peut étre suivi en fluorescence en
mesurant la variation du maximum du spectre d’excitation80 Il faut cependant souligner
gue mesurer un rapport d’intensité a deux longueurs d’onde a partir du spectre d’excitation
pour un suivi ratiométrique est moins pratique.
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Figure 34. Diagramme d’énergie montrant la réorganisation des molécules de solvants et la
stabilisation de I'état ICT par les dipbles du solvant.8!

Dans certains cas, comme celui du DMBAN 7 (4-N,N-diméthylaminobenzonitrile), la
formation de I'état excité ICT nécessite la rotation d’'un groupement du fluorophore, I'amine
en l'occurence : on parle d’état ICT twisté (TICT) [cf. Figure 35]. Les deux formes, plane et
twistée, émettent a deux longueurs d’onde différentes (émission duale).68
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Figure 35. Structure du DMBAN.

b. Double Marquage
e FRET

Le FRET (pour Fluorescence Resonance Energy Transfer ou Férster Resonance
Energy Transfer) est un transfert d’énergie non radiatif, résultant d’une interaction
dipble-dipble (interactions coulombiennes) entre un fluorophore excité, le donneur, et une
autre molécule a I'état fondamental, I'accepteur. |l se produit lorsque les états excités du
donneur entrent en résonance avec ceux de l'accepteur. Pour ce faire, le spectre
d'émission du donneur doit recouvrir, au moins partiellement, le spectre d'absorption de
I'accepteur [cf. Figure 36].680

Donneur Accepteur

Absorbance / Fluorescence a.u.

Wavelength, nm

Figure 36. lllustration des spectres d’absorptions et d’émissions d’un couple FRET.

Le transfert d'énergie dépend de I'étendue du recouvrement spectral entre les deux entités
mais également du rendement quantique du donneur, de l'orientation relative des deux
especes et de la distance qui les séparent. Cette distance, appelée distance de Forster,
est caractéristique de chaque couple donneur-accepteur et correspond a la distance pour
laquelle I'efficacité de transfert est de 50 %. Elle varie en général entre 10 et 100 A (les
distances de Forster les plus importantes sont obtenues avec des complexes de
lanthanides).68b. 82

Le FRET est couramment employé afin d’estimer la distance qui sépare les deux
membres du couple. Par exemple, il est possible de suivre le repliement d’une protéine,
doublement marquée, ou linteraction entre deux macromolécules, 'une marquée avec le
donneur, l'autre avec 'accepteur.68v
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o Excimeres et Exciplexes

Comme pour le FRET, des processus intermoléculaires sont a l'origine de la
formation des exciméres (Excited Dimer - homodimére) et des exciplexes (Excited
Complex - hétérodimere).

Le terme excimere a été introduit en 1960, par Stevens et Hutton. Ce sont des dimeres de
fluorophores qui n’existent qu’a I'état excité. lls se forment par collision entre un
fluorophore excité (M*) et une autre molécule, chimiquement identique, restée a I'état

fondamental (M). Les entités soumises a ce type d’interaction sont généralement des
especes polycycliques aromatiques telles que le pyréne, le péryléne ou le naphtaléne.83

Le spectre d'émission des exciméres est trés différent de celui des monomeres ; Il est
généralement plus large, décalé vers des longueurs d’ondes plus grandes et ne contient
pas de structure vibrationnelle [cf. Figure 37].68a. 74

M *+M < (MM*) avec (MM*) étant I'excimere
*
M)+ (M) = C@]
hv, | | hv, hv,
Bande du Bande de
Monomeére I’excimeére

Figure 37. Exemple de spectre de fluorescence d’'un monomeére et de I'excimére correspondant.

Les exciplexes appartiennent a la méme famille de composés, a ceci pres qu’ils
sont formés par la collision d’'une molécule a I'état excité (M*) avec une autre molécule
non excitée, chimiquement différente (Q). Ce partenaire (Q) est généralement un donneur
d’électrons, comme une amine. Ce type de processus a par exemple été observé lors de
I'interaction entre I'anthracéne et la N,N-diéthylaniline, ou un transfert d'électron de
I'amine vers I'anthracéne, a I'état excité, se produit.68a. 74

M *+Q <> (OM*) avec (QM*) étant I'exciplexe
La formation des exciméres et des excipléxes nécessitent que les deux partenaires soient
a proximité et correctement orientés. De plus, leur formation est réversible : aprées

émission de photons, ils retournent a I'état fondamental ou ils se dissocient. De nouveaux
excimeéres et excipléxes peuvent alors se former.68a. 74
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o Etalon externe (fluorophores non couplés)

Une derniere solution permettant un dosage ratiométrique bimoléculaire consiste a
mettre en présence une sonde, jouant le réle de référence, et un capteur moléculaire,
reliés entre eux ou non. Contrairement aux deux cas précédents, aucun processus
intermoléculaire n’est mis en jeu (afin de limiter les signaux parasites). Ici, la référence
fournit seulement un canal supplémentaire d’analyse (une deuxiéeme bandes de
fluorescence). Deux cas de figure s’offrent au chimiste :

+ la sonde de référence est insensible a la présence de la cible a analyser ou a tout
autre perturbation. Elle joue alors le réle d’étalon externe,84

- la sonde de référence et le rapporteur présentent des sensibilités différentes une fois
en présence de la cible (I'intensité de 'un augmente et celle de l'autre diminue ou les
deux intensités augmentent / diminuent avec des cinétiques différentes).85

Pour que le systéme soit optimal, les deux entités doivent pouvoir étre excitées a la méme
longueur d’onde, émettre dans des domaines de fluorescence différents et posséder des
intensités d’émission comparables.8¢

Un des facteurs limitants important de ce type d’approche peut cependant venir du fait que
le photoblanchiement et/ou la dégradation chimique des deux entités peuvent étre
différents. Cela peut par conséquent faire varier le rapport d'intensité des deux bandes de
maniéere irréversible.8>

ii. Anisotropie
L’anisotropie de fluorescence est une technique reposant sur I'excitation
photosélective de fluorophores par de la lumiere polarisée. Les fluorophores absorbent
préférentiellement les photons dont les vecteurs électriques sont paralleles a leurs
moments de transitions (par exemple, transition verticale - cf. 11.A.2).680

A §®@ c

B Milieu Fluide ‘
@ ® 7 / Trp
A

t=3ns

Excitation ' Milieu Rigide
polarisée

Figure 38. (A) Excitation et émission dépolarisée et (B) polarisée. (C) Exemple d’application : Trp
(Tryptophane) = émission dépolarisée et complexe Trp-HSA (Human Serum Albumin) = émission
polarisée.
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Dans une solution isotrope, les moments de transition des fluorophores sont orientés de
maniére aléatoire [cf. Figure 38A]. Ces molécules absorbent donc des photons dont les
vecteurs électriques sont orientés aléatoirement, eux aussi.

Lors de I'excitation avec de la lumiére polarisée, seuls les fluorophores dont le moment de
transition est paralléle au vecteur électrique d’excitation sont sélectivement excités : on
parle de photosélection [cf. Figure 38B]. Cette technique est liée au temps de vie de
fluorescence et a la vitesse de rotation de la molécule, et deux types d’émissions de
fluorescence peuvent ainsi étre observées :

- Si le systéme est fluide (solution, aucune géne rotationnelle), la diffusion rotationnelle
des molécules excitées (50 - 100 ps), pendant la durée de vie de I'état excité (= ns),
provoque une dépolarisation de la lumiere émise [cf. Figure 38B]. Plus généralement,
les facteurs a l'origine de cette dépolarisation sont :

Des moments de transition d'absorption et d'émission non paralléles,

Des vibrations de torsion,

Des mouvements browniens,

Des transferts de I'énergie d'excitation a une autre molécule ayant une
orientation différente.88. 73

+ Si le systeme est rigide (rotation du fluorophore entravée, basse température, viscosité
élevée), ces facteurs sont empéchés / ralentis et les molécules sont considérées
« immobiles » sur la période du temps de vie de I'état excité. Cela permet donc
d’observer une émission de fluorescence également polarisée [cf. Figure 38B].68 74

L'enregistrement de l'anisotropie nécessite la mesure du rapport entre les intensités de
fluorescence obtenues a deux polarisations différentes (verticale et horizontale).68. 74

Ce type de mesures est couramment employé en biochimie. Elles fournissent des
renseignements sur la mobilité moléculaire, leur taille, leur forme, leur souplesse ou
encore sur la fluidité / rigidité du milieu [cf. Figure 38B et C]. Elles sont, par exemple,
utilisées afin de mesurer des interactions entre protéines, la fluidité des membranes et
pour des immunoessais sur de nombreuses substances [cf. Figure 38C].68. 74

Par exemple, lorsque le fluorophore se trouve dans un milieu fluide, son anisotropie de
fluorescence est proche de zéro, a cause des diffusions rotationnelles. Lors de I'interaction
avec des macromolécules biologiques, la taille du systeme et/ou la viscosité locale
augmente ; la vitesse de rotation diminue donc et I'on observe une augmentation de la
polarisation et de I'anisotropie de fluorescence [cf. Figure 38C].74

iii. Temps de vie

Suite a une courte impulsion excitatrice, un certain nombre de molécules passent a
’état excité Si. Une fois I'impulsion stoppée, ces molécules retournent ensuite
spontanément a I'état fondamental So en suivant une courbe exponentielle décroissante
[cf. Figure 39]. Une méme molécule peut présenter plusieurs temps de vie de fluorescence
en fonction de son orientation et de son environnement proche.88a
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Figure 39. Déclin de l'intensité de fluorescence.

Ce type d’étude permet de suivre I’évolution temporelle de phénomenes dynamiques dont
la vitesse d’exécution s’échelonne de /100 a 10t [cf. Equation 5]. Ce genre de
considération est semblable a celle rencontrée lors de l'utilisation de radio-isotopes : la
période radioactive doit étre du méme ordre de grandeur que I'dge de I'objet a dater.58a

Le temps de vie est sensible aux changements du microenvironnement et une des
applications importantes est l'imagerie par temps de vie de fluorescence (FLIM -
Fluorescence-Lifetime Imaging Microscopy).8” Cette technique utilise les différences de
temps de vie de I'état excité du fluorophore comme un mécanisme de contraste pour
I'imagerie [cf. Figure 40]. Les résultats obtenus sont indépendants de la concentration de

la sonde.68
/ Intensité \\ Temps de vie

(%)

Figure 40. Concept de I'imagerie par temps de vie de fluorescence (FLIM).

Prenons I'exemple d’une cellule présentant deux régions distinctes, noyau et cytoplasme
par exemple. Si lintensité de fluorescence du fluorophore injecté dans la cellule est
identique a I’état stationnaire dans chacune de ces régions 1 et 2 [cf. Figure 40], limage
obtenue ne permet pas de les distinguer. En revanche, si la durée de vie de la sonde est
différente en fonction de la région (t1 et T12), il devient possible de les différencier. Plus
particulierement, ces mesures permettront de mettre en évidence la présence d'espéeces
ioniques, la liaison de la sonde a une macromolécule ou tout autres facteurs
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environnementaux auxquels la sonde est sensible. C’est le méme principe que celui de
'IRM, ou la différence de relaxation des protons, en fonction du milieu, permet de

différencier les tissus : le FLIM est en quelque sorte une méthode optique analogue a
I'IRM.68b

2. Applications a la chimie et a la biologie

La clé du succes de la fluorescence est le développement de sondes dont la
structure permet de suivre des phénomeénes spécifiques. Chaque type de sonde présente
une sensibilité accrue a son environnement, d’'une maniere qui lui est propre. Les
applications de ces sondes sont multiples :

*  suivi du pH,

- dosage de composés (anions, cations, ...),

« détection d’interactions, de changement de conformation, ...,
« visualisation cellulaire.

I. Sondes « pH-sensibles »

Certaines sondes fluorescentes voient leurs intensités de fluorescence varier (effets
hypso-, batho-, hyper- ou hypochrome) en fonction du pH environnant. Elles présentent
une grande sensibilité et peuvent étre utilisées afin de mesurer le pH a l'intérieur de
cellules vivantes, par exemple.88

En fonction de la nature de ces sondes, les variations de pH provoquent soit un transfert
de proton photoinduit soit un changement de conformation de la molécule. On peut alors
observer une augmentation / diminution du maximum d’émission de la sonde ou le
décalage soit du maximum d’absorption, soit du maximum d’émission, soit des deux en
méme temps. Il est ainsi possible de réaliser un suivi monobande (variation d’intensité) [cf.
Figure 41A], ou ratiométrique (décalage de bandes) [cf. Figure 41B], de I'’évolution du pH.
Afin de permettre une mesure optimale du pH, ces sondes doivent, bien évidemment, étre
utilisées dans des domaines de pH proches de leur pKa.682.89
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Figure 41. Exemple de sondes pH-sensible.

Ainsi, 'HPTS 8 (Acide 8-Hydroxypyréne-1,3,6-Trisulfonique) [cf. Figure 41A], disponible
commercialement, a été utilisé pour mesurer le pH cytoplasmique (6,8 - 7,4) ou celui
d’organelles acides (4,5 - 6,0) de plusieurs lignées cellulaires. Alors que son maxima
d’émission ne varie pas, ses maxima d’absorption, eux, fluctuent de 60 nm suivant que
I'espéce soit protonée ou non [cf. Figure 41A]. De plus, les intensités d'absorption a 405 et
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465 nm diminue et augmente, respectivement, quand le pH passe de 5 a 8. Exciter la
molécule a 405 nm ou 465 nm revient donc a détecter une intensité de fluorescence
décroissante ou croissante, respectivement (intensiométrie - monobande).89. %0

De son cété, le dérivé fluorene 9 [cf. Figure 41B], également utilisé pour de I'imagerie
cellulaire, présente des maxima d’absorption et d’émission qui varient respectivement de
41 et 189 nm en fonction du pH. La présence d’un point isobestique a 355 nm, permet
d’exciter les deux espéces, protonée et non-protonée, simultanément afin de pouvoir
réaliser une mesure ratiométrique du pH.89.91

ii. Sondes aions

De nombreuses sondes ont la capacité de détecter des anions ou des cations,
autres que le protons, afin de pouvoir les doser, par exemple. Les toutes premieres
sondes développées étaient monobandes et peu sélectives. Par exemple, I'oxine 10,
permettait de détecter des cations Cu(ll), Al(lll), In(lll), ... [cf. Figure 42A] et la sonde
SPQ 11 était souvent employée pour détecter des anions chlorures, méme si elle
répondait également a la présence d’l, de Br- et de SCN- [cf. Figure 42B].68a
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Figure 42. Exemple de sondes a cations et anions.84. 92

Afin de développer des sondes plus spécifiques a un type d’ion donné, les chercheurs ont
décidé de coupler des fluorophores a des « ionophores », des entités capables de
complexer des ions, et ont appelés ces nouvelles molécules des « fluoroionophores » [cf.
Figure 42]. Ces ionophores peuvent étre de nature trés variées : chélatants 13, éther-
couronnes, macrobicycles (cryptand 12), calixarénes. Le principe de fonctionnement est
simple. Un transfert d’électron inhibe la fluorescence lorsque le fluoroionophore est libre et
la chélation de l'ion entraine un changement structurel qui permet de « rallumer » la
sonde.68. 93
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Cependant, ces fluoroionophores, bien que plus sélectifs, étaient toujours monobandes.
Ainsi, les chercheurs ont mis au point de nouveaux analogues ratiométriques comme
I'Indo-1 14 et I'anthracéne 15 [cf. Figure 42]. Utilisés in vivo, ils permettent de localiser
et/ou de doser des ions endogénes tels que le calcium, le magnésium, le zinc, le
sodium, ... A noter que I'lndo-1 appartient a la méme famille que le Fura-2. lls permettent
un dosage ratiomeétrique intracellulaire du calcium, mais le Fura-2 n’est plus utilisé car la
mesure est réalisée a partir du spectre d’excitation.®*

iii. Interaction et repliement de macromolécules

Les fluorophores présentant une sensibilité accrue aux changements de polarité
sont dits solvatochromiques (cf. ESIPT et ESICT). Par exemple pour les sondes ESICT, un
effet bathochrome ou hypsochrome, peut étre observé sur leur spectre de fluorescence en
fonction de la polarité environnante. Il est di a la stabilisation de I'état excité du
fluorophore par les molécules de solvant (augmentation du moment dipolaire a I'état
excité - cf. 1.B.1.i.ii.a.).68a 95

Le marquage protéique a l'aide de sondes solvatochromiques peut étre utilisé afin
de suivre leur repliement / ouverture (a), I'approche de leur ligand (c), la liaison avec une
autre biomolécule (e et f) ou encore le passage d’'une conformation active a une
conformation inactive (d) [cf. Figure 43].790
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Figure 43. Applications possibles de sondes solvatochromiques (adapté d’Imperiali et al.).81b

D’un autre cété, ces études de repliements (a et d) et d’interactions (e et f) peuvent
€galement étre réalisées par la méthode de FRET. Mis a part I'utilisation d’'un fluorophore
intrinseque comme le tryptophane d’une protéine, un double marquage de la protéine (ou
de I'acide nucléique) subissant le repliement, ou le marquage de chaque partenaire mis en
jeu dans linteraction, devient indispensable (cf. I1.B.1.i.ii.b.).%6

69



iv. Imagerie cellulaire

La microscopie de fluorescence ou la cytométrie de flux sont des techniques qui
permettent la visualisation des constituants présents dans nos cellules, qu’elles soient
saines ou malades.?” Ainsi, il existe des sondes capables de marquer la membrane
cellulaire [cf. Figure 44C],%¢ I’ADN (cf. Partie IV. Oligonucléotides) ainsi que diverses
organelles [cf. Figure 44A et B].9° Parmi ces organelles pouvant étre visualisées par
fluorescence, citons les mitochondries, les lysosomes, le réticulum endoplasmique,
'appareil de Golgi et le noyau, ainsi que plusieurs structures subcellulaires telles que les
filaments d'actine ou encore les microtubules [cf. Figure 44A a C].
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Figure 44. Sondes utilisées pour I'imagerie cellulaire.

Citons par exemple le BODIPY FL-Cs [cf. Figure 44A] qui permet d’observer I'appareil de
Golgi, le MitoTracker Red FM [cf. Figure 44A] qui fluoresce une fois a lintérieur des
mitochondries ou encore le DAPI et les colorants Hoechst qui interagissent avec '’ADN
(cf. IV.B.1.i.ii). D’autres rapporteurs ont besoin d’étre couplés a des molécules ciblant 'une
ou l'autre de ces entités cellulaires. Par exemple, I’Alexa Fluor 488 [cf. Figure 44B] est
couplé a la phalloidine, une toxine produite par certains champions et qui cible les
filaments d’actine.?® La chromone F2N12S [cf. Figure 44C] présente une chaine
aliphatique de 12 carbones de long et une téte hydrophile pour cibler et visualiser la
membrane cellulaire. Ce composé a été utilisé afin de détecter une déplétion en
cholestérol, composé indispensable a la rigidité de ces membranes, par un changement
de durée de vie de fluorescence.%®

Nous allons a présent nous intéresser aux chromones et au mécanisme ESIPT
auquel ces sondes ratiométriques sont soumises. Leur grande sensibilité aux
changements environnementaux ainsi que leur grande versatilité en font les sondes de
choix afin d’étudier les mécanismes intermoléculaires impliqués dans la méthylation de
I’ADN.
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lll. Les 3-hydroxychromones

Les 3-hydroxychromones (3-HC) sont des composés hétérocycliques aromatiques
dérivés de la 1-benzopyr-4-one (ou chromone) présentant un hydroxyle en position 3 de
I’hétérocycle [cf. Figure 45]. Les motifs chromone et 3-HC sont présents dans les produits
naturels de la famille des flavonoides, et de sa sous famille les flavonols. Ces composés
sont des métabolites secondaires couramment rencontrés chez les plantes. Plus
particulierement, une flavone est un dérivé de chromone présentant nécessairement un
groupement phényle en position 2. Les structures de la 1-benzopyr-4-one, de la flavone,
de la 3-hydroxyflavone (3-HF) et de la 3-hydroxychromone (3-HC) sont représentées en

Figure 45.
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Figure 45. Structures des 1,4-benzopyrone, flavone, 3-HF et 3-HC.

Les flavonoides sont fortement répandus dans la nature, essentiellement dans les fruits et
les 1égumes.1 |Is présentent des activités bénéfiques sur notre santé, dans la prévention
du cancer ou des maladies coronariennes (exemples : antioxydants, antitumoraux, anti-
diabétique, ...). La quercétine est le dérivé de 3-HF ayant le plus fort potentiel.101

En plus de ces activités importantes, les composés 3-hydroxylés présentent également un
intérét pour leurs propriétés de fluorescence. En 1979, Michael Kasha 192 découvrit que
les flavonols pouvaient réaliser un transfert de proton intramoléculaire a I'état excité
(ESIPT), a lorigine d’'une émission de fluorescence duale (cf. Ill.B.1.i.). Les 3-HCs
devinrent par la suite le modele de prédilection pour I’étude de ce mécanisme ESIPT.

Dans les prochains paragraphes, différentes voies de synthése des 3-HCs vont étre
passées en revue, ainsi que leurs caractéristiques photophysiques (ESIPT) et quelques
applications.

A.Syntheése

Trois grandes voies de synthéses, développées au début du XXeme siecle,
permettent de construire le noyau des 3-HCs. Par ailleurs, certaines modifications de
flavones ont été mises au point afin de pouvoir les hydroxyler et les convertir en flavonols.

1. Synthése d’Auwers

Développée en 1908 par Auwers et Mliller, cette réaction consiste a convertir un
dérivé de coumarone 16 en aurone 17 puis en 3-HC 19. Ainsi, une condensation en milieu
acide du dérivé de coumarone 16 avec un aldéhyde aromatique donne [I'aurone
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correspondante (17). Cette derniére subit alors une réaction de dibromation, puis un
traitement du dérivé dibromé 18 par du KOH, dans I'’éthanol a reflux, permet finalement
d’aboutir a la 3-HC souhaitée (19) [cf. Figure 46]. De nos jours, cette voie de synthése
n’est plus appliquée. Elle a été supplantée par les deux réactions suivantes.103
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Figure 46. Synthése d’Auwers.
2. Synthése d’Allan-Robinson

En 1892, Nagai et Tahara firent réagir un phénol avec de I'anhydride acétique a
reflux et en présence d’acétate de sodium. lls obtinrent un composé hétérocyclique qui ne
fut caractérisé que 10 ans plus tard (1901) par Kostanecki comme étant une chromone.
Leurs travaux ont par la suite été complétés par Allan et Robinson en 1924 avec la
synthése de 2-alkyl- et 2-aryl-3-HC 21 [cf. Figure 47].104

Cette derniere voie de synthése, communément appelée condensation d’Allan-Robinson,
consiste a faire réagir un dérivé de 2-alcoxy- ou 2-aryloxy-2’-hydroxyacétophénone 20
avec un anhydride aromatique (ou son chlorure d’acide correspondant) en milieu basique
(amine). Elle se déroule a haute température et ne nécessite ['utilisation d’aucun
oxydant.104
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Figure 47. Condensation d’Allan-Robinson.

Elle a été essentiellement appliquée a la synthése de dérivés naturels de flavonoides pour
des applications thérapeutiques.

Notons enfin que la réaction de Kostanecki permet d’obtenir soit des chromones, soit des
coumarines.104
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3. Synthése d’Algar-Flynn-Oyamado (AFO)

Cette méthode fut pour la premiére fois reportée en 1934 simultanément par Algar
et Flynn en lIrelande et Oyamada au Japon.'%5 Cette réaction d’Algar-Flynn-Oyamada
(AFO) consiste tout d’abord a former une 2’-hydroxychalcone 23 par aldolisation-
crotonisation entre un dérivé de 2-hydroxyacétophénone 22 et un aldéhyde. Cette
chalcone subit alors une cyclisation oxydante par traitement avec du peroxyde
d’hydrogene en milieu alcalin afin d’étre convertie en 3-HC. En fonction des substituants
présents sur l'acétophénone et I'aldéhyde, les rendements en 3-HC finale 25 oscillent
entre 15 et 70% |[cf. Figure 48]. Notons également que l'aldéhyde peut présenter un
hétérocycle aromatique.95
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Figure 48. Réaction d’Agar-Flynn-Oyamada.

Cette réaction n’a subi que trés peu de modifications depuis 1934. La plus intéressante
d’entre-elles concerne la chalcone intermédiaire qui était initialement isolée puis purifiée. A
présent, elle est générée in situ puis soumise, immédiatement aprés, a la cyclisation
oxydante. Il est alors devenu possible d’obtenir rapidement, et en un pot (« one pot »), une
large gamme de dérivés de 3-HCs, présentant différents substituant en position 2.105

Enfin, notons que malgré son ancienneté elle est, encore de nos jours, la méthode de
choix si I'on souhaite synthétiser des 3-HCs.105

4. Autres voies de synthese

L'obtention de dérivés 3-HCs peut également passer par une oxydation de la
position 3 des chromones. Cette réaction a été réalisée suivant trois procédures
différentes.

Le premier exemple implique une réaction tandem de lithiation - boration suivie par une
oxydation de I'ester boronique en présence de peroxyde d’hydrogéne. Cette
méthodologie, appliquée a la synthéese totale du (-)-Episilvestrol et du (-)-Silvestrol, permet
'obtention du flavonol final avec un rendement global compris entre 60 et 92 %
[cf. Figure 48].106
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Figure 48. Lithiation, boration et oxydation de flavone en 3-HF.

Une autre approche consiste a utiliser un agent d’oxydation fort a base d’iode
hypervalent. Par exemple, I'iodobenzéne diacétate 31 fut utilisé par Moriarty et Prakash
afin d’oxyder, en milieu basique, les flavones et chromones 30 [cf. Figure 49].107
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Figure 49. lode Hypervalent afin d’oxyder les flavones / chromones en flavonols / 3-HCs.

Enfin, une derniére approche consiste a oxyder la flavone 30 en époxyflavone 34
qui subit, dans un second temps, une ouverture et réarrangement de I’époxyde en milieu
acide afin de donner la 3-HC correspondante (33) [cf. Figure 50]. Typiquement, les
conditions d’oxydation utilisées mettent en jeu du diméthyldioxirane ou de I'eau oxygénée
ou du m-CPBA suivie par une ouverture concomitante de I'’époxyde en milieu acide en
présence d’acide p-toluenesulfonique ou du NbCls.108
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Figure 50. Epoxydation et ouverture de I'oxirane.

B. Caractéristiques Photophysiques

1. Présentation

i. ESIPT

LESIPT (Excited-State Intramolecular Proton Transfer) est un mécanisme de
transfert de proton s’effectuant a I'état excité et pouvant étre réversible. On le rencontre

chez les fluorophores présentant des groupes donneur (hydroxyle, par exemple) et
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accepteur (oxygene d’un carbonyle, par exemple) de liaison hydrogene a proximité 'un de
lautre. Lors de l'excitation, la redistribution de charges qui se produit entraine une
augmentation des caracteres acide du proton et basique de I'accepteur, respectivement, et
favorise ainsi 'ESIPT.74

Ainsi, lorsque la forme normale N fondamentale est irradiée sélectivement, elle conduit a
la forme normale excité N* [cf. Figure 51]. Cette derniére peut ensuite soit revenir a I'état
fondamental N (avec ou sans émission de photons), soit effectuer un transfert de proton
intramoléculaire (ESIPT) afin de donner la forme tautomere excité T*. Cette derniere subit
alors, a son tour, une désexcitation (radiative ou non) qui conduit a la forme tautomére
fondamentale métastable T. Enfin, un transfert de proton (BPT - Back Proton Transfer)
permet le retour a la forme N [cf. Figure 51]. Notons qu’il n’a jamais été observé de bande
d’absorption de la forme T.74

Par conséquent, les deux formes excitées N* et T* permettent aux molécules soumises au
mécanisme ESIPT d’émettre a deux longueurs d’onde différentes. Cette émission duale
résulte du fait que chaque forme differe par sa structure chimique et électronique, et donc
gu’elle est plus ou moins stabilisée dans un solvant donné. Ainsi, chacune d’entre elles
émet des photons avec une énergie différente, I'émission de la bande T* étant la plus
décalée vers le rouge.

N =—=——= T* Etat excité

N «— T Etat fondamental

Figure 51. Schéma général du mécanisme ESIPT.

La premiére description du mécanisme ESIPT remonte a 1956 avec les travaux de
Weller sur I'acide salicylique et I'ester méthylique correspondant. [cf. Figure 52A - hauf].10®
Depuis, de nombreuses molécules pouvant réaliser ce transfert intramoléculaire ont été
identifiées. Deux grandes familles peuvent étre rencontrées ; celle présentant un transfert
de proton vers :

« un atome d’oxygene [cf. Figure 52A],
+ un atome d’azote [cf. Figure 52B].

A noter que des transferts de proton vers des atomes de carbone peuvent également étre
rencontres, de fagon plus anecdotique, dans la littérature.’0

Les représentants de la premiere famille présentent un carbonyle comme accepteur. I
s’agit plus particulierement de dérivés de I'acide salicylique, des 3-hydroxyflavones et 3-
hydroxychromones ou encore des 3-hydroxyquinolones (3-HQ) [cf. Figure 52A]. Les
molécules appartenant a la seconde famille sont des dérivés de la salicylideneaniline, des
2-(2’-hydroxyphenyl)benzimidazoles et 2-(2’-hydroxyphenyl)benzoxazoles [cf. Figure 52B].
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Figure 52. Exemple de molécules pouvant réaliser 'ESIPT.

La liaison hydrogene entre le donneur et I'accepteur forme dans la plupart des cas un
cycle a 6 chainons (cas optimal), a I'exception des dérivés 3-HF(C) et 3-HQ ou un cycle a
5 chainons est obtenu. Dans ce cas, la liaison H est plus longue que dans le cas des
cycles a 6 chainons ce qui conduit a un transfert de proton plus lent.

Le mécanisme ESIPT, et I'équilibre entre les deux formes, peuvent étre fortement
influencés par les interactions réalisées avec le solvant ainsi que par la structure du
fluorophore, plus particulierement par la nature électrodonneuse ou électroattractrice de
ses substituants, comme nous allons pouvoir le constater dans les prochains paragraphes.

Les 3-hydroxychromones (3-HC)

Les 3-hydroxychromones sont des sondes fluorescentes duales pouvant étre
excitées sélectivement dans des domaines ou les biomolécules (protéines et acides
nucléiques) sont transparentes (A > 320 nm) et aux rendements quantiques qui peuvent
étre élevés. Comme indiqué précédemment, leur dualité provient d’'un transfert de proton
intramoléculaire a état excité (ESIPT), qui permet le passage de la forme normale excitée
N* vers la forme tautomére excitée T* [cf. Figures 51 et 53]. Le donneur de proton
(hydroxyle) et I'accepteur (carbonyle) sont respectivement positionnés sur les carbones 3
et 4 de I'hétérocycle.
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Figure 53. ESIPT des 3-HFs.

Le mécanisme ESIPT, auquel elles sont soumises, peut-étre irréversible ou réversible et
donc par conséquent la formation de la forme T* peut-étre sous contrdle cinétique ou
thermodynamique, respectivement. Le type de mécanisme dépend du solvant et de la
nature de la 3-HC et plus particulierement de la présence ou non de substituants
électrodonneurs ou électroattracteurs en position 2 ou 5 sur le noyau chromone [cf. Figure
54B et 55A].1"1 La 3-HF [cf. Figure 54A] est 'exemple type d’une chromone qui suit un
mécanisme de transfert irréversible, alors que la 4-diéthylamino-3-HF 36 [cf. Figure 54B et
56A], qui posséde un substituant aryle trés riche en électrons, est I'exemple type d’une
chromone qui suit un mécanisme réversible. Aprés absorption de photons, la forme N*
posséde un moment dipolaire plus large que celui des formes N et T*, c’est donc la forme
N* qui sera la plus sensible a la polarité du solvant (vide infra). Notons que la forme T* est
également influencées par les effets du milieu mais dans une moindre mesure. Cette
sensibilité de la forme N* au milieu est d’autant plus importante que son moment dipolaire
est élevé [cf. Figure 56B]. Ceci est particulierement vrai pour la 4-diéthylamino-3-HF [cf.
Figure 54B et 55B].109. 111e, 112,113
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Figure 54. Représentation schématique et relative des différences entre les niveaux d’énergie des
états excités de (A) la 3-HF et (B) du dérivé 4-diéthylamino-3-HF 36 dans des solvants aprotiques
apolaires (benzéne) et polaires (CH3sCN).

Prenons le cas de la 3-HF pour laquelle le mécanisme de transfert de proton est
irréversible. Elle présente des cinétiques de transfert de proton trés différentes quand elle
est en présence de solvants aprotiques (Méthylcyclohexane, CHsCN, ...) et protiques
(H20, MeOH, EtOH, ...). La formation de liaisons hydrogénes entre la 3-HF et les solvants
protiques semble étre en grande partie responsable de ces différences. En effet, dans le
cas des solvants aprotiques, la participation du solvant a la stabilisation de I'état excité
(relaxation de solvant) est minime car 'augmentation du moment dipolaire de la 3-HF est
faible lors de I'excitation.!4e Le niveau énergétique de I'état T* est donc bien plus bas que
celui de la forme normale N* a I’état excité et la barriére énergétique entre les niveaux est
assez faible (voire nulle) : le transfert de proton est donc trés rapide.4cef En revanche,
lorsque de fortes liaisons hydrogenes se forment entre le soluté et le solvant (35) [cf.
Figure 55], comme en présence de solvants protiques, le transfert de proton
intramoléculaire s’en trouve considérablement altéré.4ef Ceci est a lorigine d’un
ralentissement de la vitesse du transfert de proton.'4f La barriere énergétique pour
dissocier la liaison H solvant-soluté doit étre franchie avant que I'ESIPT puisse se
produire.’4ce Ainsi, I'intensité de la bande N* augmente. Cependant, son intensité reste
plus faible que celle de la bande T* qui demeure majoritaire [cf. Figure 54A].1'4 Notons que
plus le pKa du solvant est faible (proton plus acide) et plus le mécanisme ESIPT est inhibé
(2,2,2-trifluoroéthanol vs éthanol).114¢.

R.(?
H,"
‘0
|\ | OH
Z O "Ar
35

Figure 55. Inhibition du mécanisme ESIPT par compétition avec les donneurs de liaison
hydrogéne du milieu.114ci
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Dans le cas de la 4-diéthylamino-3-HF 36, le mécanisme de transfert de proton est
réversible.’4 En effet, dans un solvant aprotique, comme [I’'acétonitrile, la barriere
énergétique entre les niveaux N* et T* est assez faible (comme précédemment) mais en
plus de cela, les états excités N* et T* ont des niveaux d’énergie trés proches, grace a une
stabilisation plus importante de I'état excité due a un moment dipolaire accru par le
transfert de charge.’3c De plus, le transfert de proton est ralenti, par rapport a la 3-HF,
probablement a cause d’un mouvement de torsion entre le phényle et le groupement
amino (TICT)."4ef Le rapport d’intensité des deux bandes d’émission In+/It- est alors
contrdlé par la distribution des populations de Boltzmann des niveaux N* et T* et la bande
N* apparait (elle devient méme majoritaire dans CH3CN, par exemple). D’un autre cété, la
liaison hydrogéne avec des solvants protiques (éthanol ou méthanol) entraine la formation
d’especes solvatées N-H a I'état fondamental (en équilibre avec N). Elles peuvent étre
excitées directement afin de donner N-H* (en paralléle de la forme N non protonée qui
donne N*) [cf. Figure 56B].14 Cet equilibre n’est pas observée a l'état excité. L'espéce
non solvatée N, présente un ESIPT rapide, empéchant ainsi toute solvatation une fois
excitée. En revanche, pour l'espéce solvatée N-H*, un ralentissement du mécanisme
ESIPT est observé.4 Ceci peut s’expliquer par une stabilisation sélective de la forme
normale (augmentation de la barriere énergétique entre les deux états excités) et un
affaiblissement de la liaison hydrogéne intramoléculaire (inhibition du transfert de proton et
donc diminution de la population de la forme tautomére).'4 De plus, le complexe T-H*,
entre la sonde et du solvant, est instable et se dissocie afin de redonner T*. La
contribution de la forme tautomeére dans I’émission duale diminue alors. Ainsi, l'intensité de
la bande normale, celle de la forme N-H* (N* étant négligeable), augmente alors - bien
plus que dans le cas de la 3-HF.112. 113c, 114f, 115

Ainsi, la sensibilité des 3-HCs peut étre modulée en fonction du milieu a sonder, par
introduction de groupements électrodonneurs ou électroattracteurs en position 2 et/ou 5.

79



X=0(38),S (39

R ) ‘0
: Forme T-H* \ F -H*
Forme N* Forme T* 9 H orme N
B 0®
| N OH
07N
hVg N hVgm Nom*
.H
®0
(]
A4 o BN

ROH

Forme N | Forme N-H 'i‘

Figure 56. (A) Structure de trois dérivés de 3-HCs présentant divers groupements électrodonneurs
en position 2 et (B) mécanisme ESIPT de la 4-diéthylamino-3-HF 36 au moment dipolaire
important.112b-d, 114 116

La forme N* étant plus sensible que la T* aux changements environnants
(interactions dipdle-dipdle, liaisons hydrogénes et donc hydratation ...), il devient possible
de suivre I'évolution du milieu en mesurant le rapport d’intensité entre les deux bandes
(In/17+). Il s’agit d’'un des canaux d’information les plus importants des sondes ESIPT, que
I’on qualifie ainsi de sondes ratiométriques. Par ailleurs, d’autres parametres tels que les
maxima d’absorption et d’émission permettent également d’exploiter le caractere
multiparamétrique de ces sondes, c’est-a-dire qu’elles sont capables de fournir
simultanément des informations sur différents paramétres environnants.'4 Par exemple,
avec la 4-diéthylamino-3-HF 36, la mesure du déplacement de Stokes permet d’estimer la
polarité du milieu.15¢ Cette grande polyvalence a ainsi permis de les utiliser comme
sondes fluorescentes pour le développement de capteurs, lors d’études en biologie
cellulaire et moléculaire, comme nous allons pouvoir le constater dans les prochains
paragraphes.

2. Applications

Les interactions macromoléculaires se produisant a l'intérieur d’une cellule sont des
évenements capitaux pour la survie de tout étre vivant. Leur complexité rend cependant
leur étude difficile. Il y a un besoin réel de sondes fluorescentes capables de sonder les
changements environnementaux de maniere site-spécifique et sensible. Dans ce contexte
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le développement et I'utilisation de capteurs a base de 3-HCs a permis d’apporter des
solutions innovantes. Elles ont par exemple été utilisées afin d’étudier le changement
conformationnel de protéines, ou des interactions non-covalentes se déroulant au niveau
de bicouches lipidigues, de membranes cellulaires, de protéines ou peptides et de
I’ADN.117

i. Marquage des protéines / peptides

La premiére utilisation des 3-HCs afin d’étudier le comportement des protéines
remonte a 1994 avec les travaux de Kasha.8 |l utilisa trois dérivés de 3-HF, dont le 4-
diéthylamino-3-HF [cf. Figure 56A], capables d’interagir avec la RSA (Rat Serum
Albumine), afin de déterminer son site de liaison. De telles études, par interaction non-
covalentes avec le fluorophore, ont également permis de détecter deux sites de liaison de
la 3-HF sur HSA (Human Serum Albumine) 2 ans plus tard.’® Cependant, au cours de ces
travaux, les chercheurs se sont intéressés a l'intensité du signal de fluorescence et non au
rapport d’intensité des deux bandes.

Il fut cependant utilisé par la suite afin de suivre l'interaction de protéines® ou de
peptides’@! avec d’autres biomolécules. Pour ce faire, le dérivé de chromone était lié de
facon covalente, soit a une lysine (—NH>) soit a une cystéine (—SH) d’'une de ces entités
protéiques. Prenons I'exemple illustré en Figure 57 ou I'al-antitrypsine a été marquée
avec le dérivé 2-furylchromone 40, au niveau de sa cystéine 232, afin d’étudier son
repliement induit par linteraction avec I'élastase pancréatique. Le rapport I+ / In
initialement de 1,18, chute d’environ 65 %, une fois les deux entités mises en présence
'une de l'autre. En d’autres termes, I'intensité de la bande T* diminue et celle de la bande
N* augmente, suggérant une plus grande exposition a I'eau de la 3-HC apres interaction
[cf. Figure 57].117. 1200

Figure 57. (A) Structure de la 3-HC utilisée pour marquer I'a1-antitrypsine et (B) interaction entre
I’a1-antitrypsine marquée et I'élastase. 19, 1200

D’autres études sur des peptides marqués ont également été réalisées afin
d’étudier leurs interactions avec des acides nucléiques,’2ad des protéines'21-¢c ou encore
des membranes cellulaires.’7. 12tef C’est par exemple le cas de la protéine de
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nucleocapside (NCp7) du VIH-1, qui joue un réle majeur en interagissant avec I'ARN viral
et ses copies ADN. La partie N-teminale du peptide correspondant au domaine « doigt de
zinc » a ainsi été marquée avec un dérivé de 3-HC afin d’étudier ses interactions avec des
ODNs tels que cTAR (Trans-Activation Response element) ou (-)PBS (Primer Binding Site)
par exemple. Une diminution du rapport d’intensité, soulignant une exposition moins
importante a I'eau provoquée par l'interaction du peptide avec ces acides nucléiques, a
ainsi pu étre observée.121a

ii. Marquage des phospholipides / micelles

La premiere étude d’environnement micellaire, a I'aide de 3-HF, remonte a 1991.122
L’hydrophobicité de la chromone la poussant a se localiser dans le coeur hydrophobe de la
micelle, seule la forme tautomere T* y est observée (émission de fluorescence verte) et le
suivie de son émission de fluorescence a permis de déterminer la concentration micellaire
critique (CMC).122 Un autre dérivé de 3-HF a également permis de suivre la transition gel -
crystal liquide dans des liposomes, par des études d’anisotropie de fluorescence en
fonction de la température.23 Enfin, de récentes études résolues en temps, ont permis de
déterminer que le mécanisme ESIPT était plus lent dans le cas de micelles anioniques
que dans le cas de micelles cationiques. En effet, le taux d’hydratation au niveau des
micelles chargées négativement semble étre plus important, ce qui a tendance a affaiblir
la liaison hydrogéne intramoléculaire.24

De nouveaux dérivés de 3-HCs, présentant une structure de tensioactif [cf. Figures 44C et
58] ont également été développés afin d’étudier, de maniére plus spécifique, les bicouches
lipidiques des cellules.?> Brievement, les groupements chargés de la téte polaire créent
un champ électrique local qui rend le mécanisme ESIPT trés sensible a la constante
diélectrique du milieu. Une telle modulation électrochromique de 'ESIPT permet a ces
sondes d’étre a la fois sensibles au champ électrique local (potentiel transmembranaire) et
a I'hydratation. La plupart d’entre elles présentent des rendements quantiques corrects
(0,05-0,17). A noter que la présence d’une charge positive a proximité de la chromone
permet d’augmenter le rendement de fluorescence de maniéere significative (0,3-0,7).1250
Ce genre de sonde a par exemple été utilisé pour détecter la perte d'asymétrie de la
membrane plasmatique dans les premiéres étapes de I'apoptose.125f
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Figure 58. 3-HC présentant une structure de tensioactif.125h

Comme autre exemple de ce type de tensioactifs, rappelons aussi le dérivé
F2N12S [cf. Figure 44C], présenté précédemment, qui permet de détecter une déplétion
en cholestérol grace a des études de temps de vie.%

iii. Marquage de '’'ADN

Le marquage de I’ADN permet de suivre ses interactions avec d’autres
macromolécules biologiques comme des protéines ou des enzymes et/ou d’étudier sa
conformation. Le marquage des acides nucléiques constituant une part importante du
manuscrit, seule une liste des différentes stratégies va étre présentée ici. Elles seront plus
amplement détaillée par la suite (cf. Partie IV. Oligonucléotides).126

Comme dans le cas des protéines, I'étude par interaction non covalente de chromones
avec I’ADN a initialement été réalisée. Par exemple, afin d’étudier le microenvironnement
autour de simples brins et de duplexes d’ADN, la chromone a initialement été couplée a
de la spermine 44,'26a yn polyamine naturel ayant une forte affinité pour ’ADN [cf. Figure
59].127 D’autres travaux, plus récents, ont consisté a utiliser la capacité de la Fisétine 47 a
interagir avec diverses conformations d’acides nucléiques (duplexes, i-motif, G-
quadrupléxes) afin de détecter des sites abasiques 26¢ ou de les différencier les unes des
autres, par changement du rapport In+ / I1+.1260 Enfin, 'approche covalente, développée au
sein du laboratoire, consiste a synthétiser des analogues nucléosidiques présentant un
motif chromone et a les introduire dans la séquence d’ADN, de maniére site-spécifique,
afin de suivre des interactions ADN / protéines (cf. Partie I1V.B.1.i.).126b.d-g
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44
Figure 59. 3-HC couplé a de la spermine.126a

Les différentes stratégies de marquages des acides nucléiques et leurs applications vont a
présent étre approfondies dans la prochaine partie IV. Oligonucléotides.

IV. Oligonucléotides

Afin de pouvoir jouer son réle au sein de nos cellules, ’ADN doit interagir avec
différentes protéines comme par exemple les histones qui compactent 'ADN, les ARN
polymérases qui catalysent la production d’ARNm, ou encore les ADN Méthyltransférases
qui méthylent ’ADN dans le but de masquer certains genes... Pour pouvoir étudier ces
interactions, il est indispensable de connaitre la structure des entités mises en jeu ainsi
que leur dynamique. La résonance magnétique nucléaire, la spectrométrie de masse, la
cristallographie aux rayons X et la spectroscopie de fluorescence sont des techniques
largement utilisées afin de caractériser ces assemblages complexes d’acides nucléiques
et de protéines. Parmi celles-ci, la spectroscopie de fluorescence est une technique de
choix pour suivre cette dynamique de par sa sensibilité extréme qui permet de travailler a
de trés faibles concentrations, comparables a celles des milieux biologiques. La réalisation
de telles études nécessite cependant de disposer de fluorophores aux propriétés
photophysiques optimisées. lIs doivent, en effet, étre capables de moduler leurs émissions
de fluorescence en fonction des changements environnementaux s’opérant lors de la
formation des complexes nucléoprotéiques, afin de permettre un suivi des interactions
ADN / protéines qui en découlent. Pour réaliser de telles études, les chercheurs
synthétisent des fragments d’ADN, ou oligonucléotides (ODN), ayant une forte affinité pour
ces protéines, et les marquent a 'aide de rapporteurs fluorescents.

A.Synthése des ODNs

La synthese d’oligonucléotides peut étre réalisée via deux approches bien
distinctes : la voie enzymatique ou I'approche chimique, la plus employée. Ces techniques
sont utilisées afin d’incorporer des nucléosides naturels et modifiés, tels que des
rapporteurs fluorescents, au sein de brin d’ADN.

Chacune de ces approches présente des avantages et des inconvénients détaillés ci-
apres :
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La méthode enzymatique permet d’utiliser la grande spécificité et le pouvoir catalytique
de ces biomolécules. Elle permet de générer des brins d’ADN long, comprenant un
nombre de paires de bases de l'ordre de 104.128 Elle nécessite I'utilisation de
nucléotides triphosphates (dNTP) qui peuvent présenter des nucléobases naturelles (A,
T, C ou G), modifiees’ ou artificielles.'30 Une contrainte majeure impose que les
analogues de nucléotides, par exemple a bases modifiée ou artificielle, soient reconnus
comme substrat de 'enzyme. D’un autre cété, la synthése enzymatique est compatible
avec un grand nombre de groupements hautement réactifs (azotures,'3! aldéhydes?32
ou encore accepteurs de Michael)'38 ne nécessitant pas I'utilisation de groupes
protecteurs. A partir des bases naturelles, différentes positions peuvent étre exploitées
pour introduire un groupe rapporteur [cf. Figure 60]. Les points d’ancrage possibles
sont pour les bases puriques la position 8, a la condition d’utiliser un bras espaceur
flexible, la position 7 des deazapurines, le NH2 de I'adénine (grand sillon), ou le NH2 de
la guanine (petit sillon) ; pour les bases pyrimidiques la position 5 et le NH> de la
cytosine (grand sillon) [cf. Figure 60]. Enfin, notons qu’un grand nombre de techniques
permettant de synthétiser ces ODNs existent (PCR - Polymerase Chain Reaction, PEX
- Primer Extension, TdT - Terminal deoxynucleotidyl Transferase & SNI-PEX - Single-
Nucleotide Incorporation-PEX). Elles se basent sur l'utilisation d’un brin matrice afin de
générer son brin complémentaire (sauf TdT). Ainsi, I'incorporation de bases naturelles
se fait de maniére spécifique car se basant sur la présence, sur le brin matrice, de la
nucléobase complémentaire. En revanche, l'incorporation site-spécifique de bases
modifiées, analogues des bases naturelles, dans bons nombres de cas (PCR, PEX et
TdT) n’est pas possible : par exemple un analogue de A* substituera toutes les A de la
séquence en croissance. La synthése chimique des ODNs ne présente pas cet
inconvénient. A I'heure actuelle, une seule solution permet de marquer de facon
site-spécifique un ODN, avec ces analogues de nucléobase : la méthode SNI-PEX.134d
Enfin, la création de couple de bases artificielles, permet d’étendre le répertoire de
I'alphabet génétique et de proposer une autre solution et leur incorporation spécifique
est possible. Pour cela, il est indispensable que le brin matrice présente la nucléobase
artificielle complémentaire.134

Y ¥
lﬂ/°o lﬂ

OH

dA: Y=NH, X=H dT: Y= OH, =CH;
dG: Y =0H, X =NH, dC: Y=NH, Z=H
X=NouCH

Figure 60. Positions de modification couramment employées (fleches rouges).

La synthése chimique est la méthode de choix afin d’incorporer des nucléotides
présentant une base non-naturelle de fagon site-spécifique. Elle permet d’introduire une
plus large variété d’analogues de nucléotides que la méthode enzymatique. Bien
gu’historiguement mise au point en solution,35 |la synthése chimique des ODNs est
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aujourd’hui réalisée sur support solide car c’est la technique la plus performante afin de
produire des ODNs courts (inférieur a 200 nt). Elle présente de nombreux avantages.
Le support solide permet d’utiliser un large exces de réactif afin d’augmenter la vitesse
des réactions. Cet exces est facilement éliminé par des lavages une fois le couplage
réalisé. Ainsi, seul ’ODN final est soumis a une étape de purification. Le processus est
également automatisable. L'automate se charge d’introduire les différents nucléotides
les uns a la suite des autres, suivant la séquence qui lui a été renseignée au préalable.
L'inconvénient principal de la synthése chimique vient du fait qu’elle est linéaire. Afin de
contourner cela, les différentes étapes de la synthése [cf. Figure 62] ont été optimisées
afin d’obtenir les meilleurs rendements de couplage possible : de I'ordre de 98 - 99 %
(chimie des phosphoramidites).

1. Synthése chimique moderne des ODNs

De nombreuses années ont été nécessaire avant de pouvoir synthétiser des ODNs
de maniére efficace. Depuis les tout premiers travaux d'Alexander Todd en 1955,135 un
grand nombre de techniques ont vu le jour. Parmi les plus importantes, citons les voies
des phosphoramidites, des H-phosphonates,’3® des phosphodiesters’3” et des
phosphotriesters!3® . Chacune d’entre elle a initialement été développée en solution afin
de mettre au point les conditions opératoires, avant d’étre transposée sur support
solide.39

Aujourd’hui, seules les deux premieres sont encore employées, les deux autres étant
beaucoup trop contraignantes a mettre en oeuvre (rendements modérés, réactions
parasites et problémes de purification). Notons que la voie des H-phosphonates n’est
gu’une alternative a la chimie des phosphoramidites, la méthode la plus couramment
rencontrée.136-139

Cette chimie des phosphoramidites a été introduite en 1981 par Beaucage et
Caruthers 140 qui ont reporté I'utilisation de ces dérivés du P(lll) pour la synthese d’ODN.
Elle repose sur ['utilisation de nucléosides protégés en 5 par un groupement
4,4’-diméthoxytrityle (DMT), et en 3’ par un groupement 2-cyanoéthyl
N,N*diisopropylphosphoramidite (CEP) [cf. Figure 61]. Ces composés (phosphoramidites)
sont extrémement sensibles en présence d’espéces nucléophiles lorsqu’ils sont activés en
milieu faiblement acide. Des conditions de préparation et de synthése anhydres sont donc
indispensables afin d’assurer les rendements de couplage les plus élevés et les amines

primaires réactives des nucléobases doivent étre protégées, afin d’éviter la synthese
d’ODNs branchés [cf. Figure 61].141
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Figure 61. Structure des phosphoramidites.

McBride et Caruthers 142 établirent la méthodologie de synthése des ODNs sur support
solide que I'on connait aujourd’hui [cf. Figure 62]. Elle se déroule sur un support solide
CPG (Controlled-Pore Glass) ou polystyréne, dans la direction 3° = 5’, a l'inverse de la
synthése enzymatique catalysée par ’ADN polymérase Il (cf. I.A.2.iii).
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Figure 62. Cycle de synthese des oligonucléotides - Voie Phosphoramidite

Elle se compose de quatre étapes, qui s’enchainent jusqu’a obtention de I'ODN de
longueur souhaitée :

1. Déprotection (détritylation) du DMT porté par le premier nucléotide, lié au
support CPG par l'intermédiaire d’'un bras succinique (acide trichloroacétique a
3 % dans du DCM).
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2. Activation du phosphoramidite du nucléotide suivant (5’-O-DMT et 3’-O-CEP), en
présence d'un dérivé de 1-H-tétrazole (ETT ou BTT)'“3 puis couplage.
L’hydroxyle 5’, libéré a I'étape 1, attaque I'espéce activée afin de donner un
dinucléotide, dont les deux oses sont reliés entre eux par un lien phosphite.

3. Coiffage (acétylation) des 5’-OH n’ayant pas réagit avec de I'anhydride acétique,
activé par du N-méthylimidazole dans la pyridine, afin de masquer leur réactivité.

4. Oxydation du phosphore (lll) du pont phosphite, en présence d’iode l2 en milieu
alcalin aqueux, afin de donner le phosphotriester.

A partir de la, le cycle recommence par la déprotection du DMT (1) présent sur le
nucléotide récemment ajouté. Une fois tous les cycles achevés et la synthése terminée, il
est possible de conserver le DMT final, ou de le retirer par un traitement acide.

5. L'oligomeére est finalement clivé de son support solide par traitement avec une
solution aqueuse d’ammoniac a 30 %. Par la méme occasion, les groupements
protecteurs des différentes bases sont également déprotégés et le 2-cyanoéthyl
du phosphate est clivé.141. 142

Cette technique peut également étre adaptée a la syntheése d’ARNs qui different de ’ADN
par la présence, en position 2’ du sucre, d’'un groupement hydroxyle (cf. 1.A.1.i). Ce dernier
les rend plus instables que des brins d’ADN. Sa protection, par un groupement silylé par
exemple, est recommandée afin de masquer sa réactivité.44

Une fois 'ODN (ou ORN) obtenu, diverses méthodes s’offrent au chimiste afin de le
purifier. La méthode la plus répandues est ’'HPLC en phase inverse. Conserver le DMT
terminal permet de rendre 'ODN plus lipophile et facilite sa purification. D’autres méthodes
comme la chromatographie ionique ou I'électrophorese, plus résolutives, peuvent aussi
étre employées. Elles nécessitent de travailler sans DMT et de dessaler ’ODN une fois
purifié.

Le schéma de synthése des ODNSs illustré sur la Figure 62 n’est qu’'un schéma
général. De nombreuses variantes existent. En effet, Les conditions de déprotection
présentées ici ne sont pas toujours adaptées a la synthese des ARNs ou compatibles avec
les modifications apportées aux nucléosides. Il y a quelques années de cela, la chimie
PAC (ou « UltraMILD ») a par exemple été développée afin de permetire la déprotection
des groupements protecteurs des nucléobases dans des conditions plus douces (0.05 M
KoCOs dans le méthanol). D’un autre cété, certains analogues, comme la 8-Aryl-dG, sont
sensibles aux conditions acides utilisées pour déprotéger le DMT. Ainsi, le
5’-0-2,7-diméthylpixyle, encore plus labile que le DMT, a été mis au point.145

2. Fonctionnalisation des ODNs

De nombreux chercheurs s’intéressent depuis des années a la fonctionnalisation
des ODNs, afin de les utiliser comme capteurs (fluorescents, paramagnétiques, redox, ...),

ou comme agents thérapeutiques ou diagnostiques. Dans cette optique, un grand nombre
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de motifs divers et variés ont été incorporés dans des ODNSs.1340.d Deux techniques
s’offrent a eux : 'approche ‘pré-synthétique’ et 'approche ‘post-synthétique’.

i. Approche pré-synthétique

L’approche ‘pré-synthétique’ consiste a synthétiser le phosphoramidite, le
phosphonate ou le triphosphate de I'analogue de nucléoside afin de pouvoir I'incorporer au
cours de la synthése, chimique ou enzymatique, de 'ODN [cf. Figure 63]. La modification
qui caractérise I'analogue de nucléoside peut étre extrémement variée, allant d’'un atome
(ex. S) a une molécule dont la taille est supérieure au nucléoside lui-méme
(ex : rhodamine, porphyrine, etc..). Elle peut étre attachée au sucre, au phosphate, a la
base, ou substituer cette derniere. Dans tous les cas, cette entité chimique doit étre stable
dans les conditions de synthése afin d’éviter sa dégradation. La synthese enzymatique
permet dans certains cas de palier aux inconvénients de la synthése chimique car elle est
réalisée dans des conditions bien plus douces. Cependant elle est nettement moins
modulaire quant a la nature de I’'analogue de nucléotide qui peut étre incorporé.

e
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Figure 63. Représentation schématique de I'approche pré-synthétique.
ii. Approche post-synthétique

L'approche ‘post-synthétique’ consiste, elle, a synthétiser un ODN porteur d’un
groupement réactif (amine,#¢ thiol, 146 azoture,'4” alcyne,'48 halogéne,149 & 150 ) 134b.d, 151
qui servira de point d’accroche a la fonctionnalisation. L’analogue de nucléotide porteur de
ce groupement réactif est tout d’abord incorporé dans le brin d’ADN au cours de sa
synthése. Ensuite, la séquence est engagée dans une réaction de couplage [cf. Figure 64]
afin d’introduire I'entité chimique au niveau du point d’ancrage.
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Figure 64. Représentation schématique de I'approche post-synthétique.

De nombreux travaux font référence a ce type d’approche dans la littérature car elles ont
des avantages par rapport a I'approche ‘pré-synthétique’ :

« Introduction d’entités chimiques incompatibles avec une approche pré-synthétique
(instabilité),

- Une grande modularité,

- Un nombre d’étapes de synthese et de purifications réduit,

- De bons rendements de réaction,

- Une élimination de I'exces de réactif facilité par l'utilisation du support solide,

- et l'utilisation de moins de réactifs (20 équivalents de phosphoramidite en moyenne
pour la méthode ‘pré-synthétique’ chimique).

B. Marquages Fluorescents de ’ADN

Le marquage de I'ADN par des sondes fluorescentes couvre un champ vaste
d’applications, plus particulierement en biologie et en biochimie. Il permet le séquencage
de I'ADN a haut débit, de détecter 'ADN en imagerie cellulaire (DAPI),152 du
polymorphisme nucléosidique simple base (SNP) ou des produits de PCR, d’étudier des
mécanismes fondamentaux régis par des interactions acide nucléique / protéine et bien
d’autres applications.

En 1971, Daniels a étudié les propriétés de fluorescence des nucléobases naturelles
canoniques (A, G, C et U).58 Leurs rendements quantiques extrémement faibles
(respectivement 2,6.104, 3,0.104, 0,8.10 et 0,5.104) ont conduit les chercheurs a se
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tourner vers deux voies alternatives afin de rendre fluorescent un acide nucléique : le
marquage non-covalent et le marquage covalent.

1. Diversité des Sondes

i. Marquage non covalent

Une grande variété d’espéces fluorescentes [cf. Figure 65 - liste non exhaustive]
pouvant spontanément se lier a ’ADN ont été développées afin de pouvoir le rendre
visible dans des conditions bien spécifiques. La plupart de ces sondes sont utilisées en
biologie lors d’étude en microscopie, en cytométrie de flux, en PCR ou afin de révéler les
molécules d’ADN apres séparations sur gel d’électrophorese.
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Figure 65. Structures de molécules marquant ’ADN de maniére non covalente.

Ces composés peuvent interagir selon deux grands modes d’interaction avec
I’ADN : I'intercalation entre les bases nucléiques et la liaison, principalement dans le petit
sillon de ’ADN.

i) Intercalants de ’ADN

Parmi ces sondes, citons le bromure d’éthidium 45 (BE), I'un des intercalants les
plus utilisés. Il permet de visualiser les brins d’ADN aprés séparation sur gel
d’électrophorése. Faiblement fluorescent dans I'eau, apres intercalation dans le duplexe
l'intensité de fluorescence et le temps de vie sont multipliés respectivement par 30 et
quasiment 10.154

Initialement synthétisée afin d’étudier les réticulocytes (globules rouges juvéniles), le
thiazole orange 46 (TO) présente une forte affinité pour les acides nucléiques, tant pour
'’ADN que I'ARN.'55 Les systéemes conjugués étendus comme le TO présentent des
maximums d’absorption et d’émission fortement décalés vers le rouge (Aabs = 509 nm et

Aabs = 530 nm pour 46). Comme pour l'entité précédente, son rendement quantique
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augmente lors de l'interaction sonde / acide nucléique, mais d’'un facteur 3000 cette
fois-ci. 147t

Sur le méme principe, les fluorochromes TOTO et YOYO 50, diméres de TO 46 et
d’oxazole jaune (YO) respectivement, sont utilisés pour révéler 'ADN sur les gels
d’électrophorese. lls présentent de bons rendements quantiques (0,52 et 0,34) et une
affinité supérieure a la fois pour I'ADN et I'ARN.156

De nouvelles sondes, récemment apparues, permettent, non plus de révéler ’ADN,
mais d’étudier des phénomeénes plus complexes, tels que le repliement des acides
nucléiques.'’5” Parmi ces composés, citons le PyroTASQ 51 développé par Languette et
al%8 |l s’agit d’un ligand fluorescent dit « intelligent », permettant de détecter et de suivre
le repliement des G-quadruplexes dans la cellule. A I'état ouvert (tel que représenté sur la
Figure 65), la proximité spatiale des guanines inhibe la fluorescence du noyau pyréne par
transfert d'électron intramoléculaire photoinduit (iPET). Lors de la liaison avec un
quadruplexe, le mécanisme de transfert d’électrons est inhibé suite au repositionnement
des guanines et leurs interactions avec le G-quadruplexe. C’est ainsi que le pyrene
récupere son émission de fluorescence au contact du G-quartet, permettant ainsi sa
détection et son suivi.

ii) Interaction avec le petit sillon de ’'ADN

Le 4',6-diamidino-2-phenylindole 48 (DAPI), se lie au niveau de régions riches en
paires de bases A-T de I’ADN, dans le petit sillon et avec un angle de 45° par rapport a
I’axe principal du duplexe [cf. Figure 66 - PDB : 1D30].159 Ces maximums d’absorption et
d’émission (358 et 461 nm) permettent de I'exciter dans des domaines ou les bases
naturelles sont transparentes. A l'instar du BE 45 ou du TO 46, son rendement quantique
est tres faible dans I'eau et augmente de maniere significative lors de sa liaison a ’”ADN.160
Le DAPI, ayant la capacité de passer au travers des membranes cellulaire et nucléaire,
est essentiellement utilisé en microscopie de
fluorescence. En se liant a ’ADN (nucléaire ou
mitochondrial), il permet de le révéler sous la
forme de points bleus fluorescents. Il peut
également étre utilisé simultanément en
présence d’autres fluorophores afin de réaliser
des études multicanaux de cellules.

Les dérivés de Hoechst 49 (33342 et 33258)
jouent un réle similaire au DAPI 48. lls sont
moins toxiques que ce dernier et leur

fluorescence est inhibée en présence d’iode.!6 Figure 66. L(T’EDAI\PJ|1£9éb a un duplexe

Tout comme le PyroTASQ 51, la fisétine 47,

dérivé polyhydroxylé de la famille des 3-hydroxyflavones (cf. I1I.B.2.iii), permet de suivre le
repliement des acides nucléiques. Son caractére ratiométrique a récemment permis
d’étudier différentes conformations de ’ADN, dont des i-motifs et G-quadruplexes.162
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Afin d’augmenter la sélectivité de ces rapporteurs pour I’ADN, il est possible de les
coupler a des entités affines pour les acides nucléiques, comme la spermine par exemple
(cf. TOTO et YOYO 50 ou la chromone 44).126a 156, 163 Cependant, n’étant pas liées de
maniére covalente, leur localisation au sein de la séquence n’est pas connu précisément.
Dans un certain nombre de cas, ce genre de sonde peut méme induire des distorsions au
niveau de ’ADN.64 Enfin, ce type de marquage est essentiellement utilisé pour visualiser
les acides nucléiques, méme si lintroduction de nouvelles sondes,'%8 162 permet
désormais d’étudier des évenements plus complexes, comme leur repliement.

ii. Marquage covalent

Un avantage notoire du marquage covalent est qu’il présente une gamme plus
large d’applications que le marquage non covalent.'85 De plus, la position d’ancrage de la
sonde est connue avec précision, car incorporée lors de la synthése de 'ODN de facon
site-spécifique. Nous avons vu précédemment que le chimiste a a sa disposition de
nombreuses techniques lui permettant de fonctionnaliser de maniere covalente des ODNs,
et donc d’introduire une entité fluorescente (cf. IV.A.2.). Schématiquement, trois modes
d’attaches différents peuvent étre distingués [cf. Figure 67]. Il est tout d’abord possible
d’ancrer la sonde sur le squelette nucléosidique a I'aide d’un bras espaceur long, afin de
lui offrir une certaine liberté de mouvement [cf. Figure 67A]. Ensuite, une nucléobase peut
étre remplacée par le rapporteur fluorescent, afin de pouvoir l'orienter vers l'intérieur du
duplexe [cf. Figure 67B]. Enfin, le fluorophore peut étre directement couplé a l'une des
nucléobase, a I'aide d’'un bras espaceur court, la plupart du temps insaturé, permettant le
contrble de son positionnement au niveau des sillons de '’ADN [cf. Figure 67C]. Des
informations complémentaires peuvent étre trouvées dans les revues de Tor et
Wilhelmsson sur les différentes stratégies de marquage et la grande variété de
fluorophores couplés a de ’ADN.

Figure 67. Sondes fluorescentes attachées a ’ADN par (A) un bras espaceur long, (B) substitution
d’'une nucléobase naturelle et (C) et un bras espaceur court et rigide.

i) Bras espaceurs longs

Le bras espaceur ‘long’, utilisé pour ancrer des sondes fluorescentes sur un ODN,
est communément une chaine flexible de 6 a 12 atomes (hydrocarbonée, polyethyléne-
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glycol - PEG, ...). Les positions d’ancrage privilégiées sont les positions 3’, 5’ terminales
de I'ODN et la nucléobase [cf. Figure 68].

Une grande diversité de fluorophores peuvent étre attachés a I'extrémité du bras
espaceur. Certains d’entre eux sont disponibles commercialement, comme les deux
dérivés de la fluorescéine 52 et 53, ou les Quasar 55 [cf. Figure 68].141

Citons également I'oligothiophénes 54166 ainsi que le BODIPY 56,67 pouvant tous deux
étre incorporés dans I'ODN en position 5-terminale grace a leurs phosphoramidites
respectifs [cf. Figure 68].
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Figure 68. Exemples de sondes marquant I’ADN via un bras espaceur.

Ce type de marquage a trouvé un grand nombre d’applications comme pour le
séquencage du génome, la recherche d’alleles par PCR ou de l'imagerie cellulaire.
Cependant ce lien flexible confere au fluorophore une grande mobilité et génere une
incertitude quant a sa position et a son orientation. De plus, le fluorophore, relativement
volumineux, peut interagir avec I’ADN ou avec les protéines du milieu et interférer avec les
systemes étudiés, ce qui souleve des problemes pour linterprétation des données
expérimentales.

i) Polycycles (hétéro)aromatiques connectés au sucre

La capacité a s’intercaler dans '’ADN de certains fluorophores polyaromatiques a
été exploité afin de développer des capteurs a base d’ADN [cf. Figure 69]. En principe, ces
sondes planes n’établissent pas de liaison hydrogéne de type Watson-Crick avec les
bases naturelles, mais s’intercalent entre les bases adjacentes grace a des interactions
enthalpiques (van der Waals et recouvrement t-11), et entropiques (hydrophobes)
favorables. L'intercalant peut substituer une base naturelle ou étre attaché au nucléoside.
La dimension de ces fluorophores varie généralement entre celle d’'une base naturelle et
d’'une paire de bases. Dans la plupart des cas, ils sont liés au carbone anomérique du
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sucre, leur permettant ainsi de se positionner a l'intérieur du duplexe d’ADN. Ceci permet
de connaitre a la fois la localisation de la sonde et son orientation.165b. 168

o Polycycl romatiques hydrocarboné

| 60 | 61 “""" 62
o 5 : 285 nm =345 nm et .= 440 nm et M= 285 nm et
cf. Pyrene : A= 334 nm et ; et A= 320 & }\. = 375-395 nm n= 443-470 nm Aem= 345 NM
Aem= 376 NM ' 335nm

63 64 T 65

58 )...= 633 nm et e _301 nmet hw.=242-314nm A, _400 nmet AL _367 nm et
Aon= 665 nm  Aen= 356 NM et A.,=n/a hem= 629 NM hom= 440 & 515 nm

Figure 69. (A et B) Exemples de bases polycycliques aromatiques et (C) représentation
schématique du positionnement de ces sondes dans un duplexe. 169

Un grand nombre de ces composés ont été synthétisés dont certains, comme les
composés 57 et 58 par approche ‘post-synthétique’ [cf. Figure 69A].170 Toutefois, la
majorité de ces dérivés a nécessité une approche ‘pré-synthétique’ pour la fixation du
fluorophore sur le désoxyribose.”! Le naphtalene 59 et le pyréne 60 ont été parmi les
premiers composés de cette classe a étre décrits, suivis par le pérylene 61, le triphényle
62 et le stylbéne 63.172 Ces composés présentent tous des maxima d’absorption décalés
vers le rouge.

Kool développa, par chimie combinatoire, une librairie d’'ODNs introduisant plusieurs de
ces dérivés polycycliques aromatiques les uns a la suite des autres. Il les appela ODFs,
pour « oligodeoxyfluorosides ». La proximité spatiale de ces analogues nucléosidiques [cf.
Figure 69C] permettait la formation d’excimeres ou exciplexes (cf. 1.B.1.i.ii.b). Les ODFs
pouvaient ainsi étre excités a une longueur d’onde unique (354 nm) et la couleur émise
était spécifique a la séquence. Sélectionnés a partir d’'une chimiotheque de 256 composés
générée a partir de seulement quatre chromophores différents (4-(dicyanomethylene)-2-
methyl-6(p-dimethylaminostyryl)-4H-pyran, pyréne, benzopyréne et péryléne), une
vingtaine d’entre eux permet ainsi de couvrir 'ensemble du spectre visible [cf. Figure 70].
Autre point important concernant ces ODFs, ils présentaient de larges déplacements de
Stokes (jusqu’a 200 nm).172f,173

T

9 10 11 12 13 14 15 16 17 18 19 20 21 22 23

Figure 70. 23 différents ODFs recouvrant le spectre visible (excitation commune a 354 nm).

Cette chimie a été étendue a l'introduction de dérivés hétérocycliques tels les 2,2’
bipyridine (64) et porphyrine (65) [cf. Figure 69B].1774 Ces composés ont été nommés
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« ligandosides ». A I'image des fluoroionophores (11.B.2.ii), ils ont la capacité de chélater
des ions métalliques (Cu+, Pd2+, Ag+) afin, par exemple, de pouvoir les titrer. Enfin, la
thiénylchromone 66, synthétisée au laboratoire, est une sonde ratiométrique a émission
duale capable de détecter des interactions ADN / protéine par un changement de
couleur.126b-e

Le comportement de ces composés, apres incorporation, varie d’'une espéce a
l'autre. Le pyréne 60, par exemple, est fortement éteint a cause des interactions avec les
bases adjacentes. De son cété, la porphyrine 65 voit son rendement quantique peu
fluctuer, quelles que soit les bases voisines. Enfin, le péryléene 61 subit, lui, une Iégére
augmentation de son rendement quantique, beaucoup plus marquée lorsque deux
pérylénes sont incorporés cote a cote.169.175

e Analogu naturell

Il a été démontré que des modifications structurales mineures des nucléobases
naturelles permettait d’obtenir des nucléosides fortement émissifs. La plupart des dérivés
de cette famille ont des tailles similaires a celles des bases naturelles et conservent la
capacité a établir les mémes liaisons Watson-Crick (ou Watson-Crick inverse) [cf. Figure
71]. La structure hélicoidale de '’ADN-B (et/ou A) est en général peu ou pas perturbée.
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Figure 71. Divers analogues de bases nucléiques.

La 2-Aminopurine 67 (2-AP), la thiénoguanine 68 (thdG) et le composé 69 (5-
méthylpyrimidin-2-one désoxyriboside - mS°K) sont respectivement des analogues
d’adénine, de guanine et de 5mC. Les modifications structurales subies par ces composés
sont :

* une transposition du groupement amino pour 67,'7°
+ une substitution de I'imidazole par un thiényle pour la t\dG 68,177
+ une élimination du groupement amino pour 69.178

Avec un maximum d’émission décalé vers le rouge, par rapport au domaine d’absorption
des acides nucléiques, et un déplacement de Stokes significatif, ces composés peuvent
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étre excités sélectivement et facilement détectés. De plus, leurs rendements quantiques
dans I’eau sont appréciables : g7 = 0,68, Peg = 0,58 et Pgg = 0,13.169. 175, 176,177, 178,179

Les dérivés de ptéridines présentent également une grande homologie avec les bases
puriques naturelles A (70 et 71) et G (72 et 73). lIs peuvent étre impliqués dans les mémes
interactions hydrogenes que ces derniéres. Leurs rendements quantiques sont tres élevés
(0,77-0,88 pour les dérives de A et 0,39—0,48 pour ceux de G) et ils présentent
également de forts déplacements de Stokes 75-120 nm (pour 71 et 73).169. 175,176

La majorité des ces sondes est fortement éteintes une fois qu’elles sont incorporées dans
des ODNSs. Elles sont la plupart du temps utilisées comme sondes « Turn Off/On » (cf. Il.
2.1.i.i.).175. 180

o Extensions de conjugaison des bases naturelles

Outre ces changements structuraux, les propriétés photophysiques des bases
naturelles peuvent également étre améliorées en augmentant la conjugaison au niveau du
noyau aromatique de la base. En effet, cette maniére de procéder se traduit par un
décalage des maxima d’absorption et d’émission vers le rouge et une augmentation,
parfois trés importante, du rendement quantique (par rapport aux bases naturelles).

NH,
NN
\\_<']|\)\»J
HO N™>N
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OH
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74

Aaps= 290 Nm et A,,= 382 nm
Figure 72. Structure de la 8vdA.

Un exemple type est celui de la 8-vinyladénosine 74 (8vdA), synthétisée au sein de
notre laboratoire [cf. Figure 72].18" En plus d’étre un meilleur mime de I'adénine que la
2-AP 67, elle est deux fois plus brillante que celle-ci. Cependant, elle présente des
caractéristiques similaires a savoir une forte extinction de fluorescence une fois incorporée
dans les ODNs, a cause de I'empilement avec les bases adjacentes.
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Figure 73. Analogues fluorescents présentant des noyaux (hétéro)aromatiques.

La conjugaison peut également étre augmentée en attachant des cycles
aromatiques a la base. Par exemple, des hétérocycles a 5 chainons ont été couplés a la
nucléobase en position 5 de l'uridine (78-80), 6 de la 2-AP (75 et 76) ou 8 des purines
naturelles (77, 81) [cf. Figure 73]. Les dérivés de pyrimidines sont faiblement fluorescents
(P78 = 0,01, ®79 = 0,035 et dgo = 0,014).175. 182 En revanche, les purines 75-77 et 81 [cf.
Figure 73], elles, donnent de bons rendements quantiques (®7s = 0,41, ®7 = 0,46,
®77 = 0,57 et Pg1 = 0,69).175. 183 Seules les 2 dérivés de 2-AP et les pyrimidines, présentant
un plus grand intérét pour leur découvreurs, furent introduites dans des ODNs. Et, comme
dans bons nombres de cas précédents, leur émission de fluorescence a été inhibée une
fois incorporées. A noter que les dérivés de 2-AP (75 et 76) ont été développés par Hirao
pour s’apparier sélectivement avec une base artificielle, car la géne stérique induite par
I'hétérocycle a 5 chainons empéche I'appariement avec une T (cf. IV.A.).130c. 183a

Notons également que des dérivés benzothiazole,'® indoles,'85 ou encore

benzothiophéne'® ont également été synthétisés par les les équipes de Matsuda 184 et de
Srivatsan.18s. 186

Une autre approche consiste a juxtaposer un cycle ou hétérocycle aromatique a la
nucléobase, tels que des dérivés de phényle, thiophéne ou anthracene (82 a 85) [cf.
Figure 73].187 D’autres exemples font état d’'un hétérocycle obtenu apres cyclisation au
niveau de I'amine n°4 de la cytidine ou 6 de I'adénine [cf. Figure 73]. C’est le cas par
exemple du tC0 86 (et de son dérivé soufré tC - Aaps = 375 nm et Aem = 505 nm),188 des
pyrrolo-dC 87176 et 88189 ou de I'cA 89.190 Mise a part NDA 85, ces composés présentent
des rendements quantiques intéressants en version nucléosidique (= 0,2 pour 82, 83, 86—
88, 0,48 pour 84 et 0,56 pour 89).'75 Cependant, seul tC ne subit aucune inhibition de
fluorescence une fois incorporé dans un ODN.188b
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Figure 74. Extension de conjugaison des bases naturelles.

Enfin, une quatrieme et derniére approche consiste a augmenter la taille de la base
naturelle en insérant un noyau benzénique (ou naphtalene) entre le sucre et la base
pyrimidique ou entre le noyau imidazole et le motif pyrimidine des bases puriques [cf.
Figure 74].1%1

Les dérivés benzoN 90 a 93 (N = A, T, C, G) représentés en Figure 74 présentent des
déplacement de Stokes importants (50 a 80 nm) et de bons rendements quantiques (0,3 a
0,6). Lors de leur incorporation dans des ODNSs, ils donnent lieu a des paires de base plus
larges que celles présentes dans I’ADN B classique, l'ajout du noyau benzénique
augmentant la taille de la nucléobase de 2,4 A. Kool appelle ce type d’ODN de I’ADNx
(XDNA - pour ‘extended DNA’).169.191b Des duplexes hybrides XN—-N (XN-N = xA-T, xT-A,
xC-G et xG-C) ont ainsi été synthétisés et étudiés. Ces duplexes ADNx / ADNx et
ADN / ADNXx présentent une stabilité supérieure a celle des duplexes ADN / ADN
conventionnels. Ceci peut facilement s’expliquer par un recouvrement supérieur des bases
dxN grace a la présence du noyau benzénique supplémentaire.69. 191 Cependant, leur
fluorescence est plus ou moins inhibée une fois incorporés dans de I’ADN. Par exemple,
les bases puriques inhibent leur émission de fluorescence de maniere bien plus
importante que les bases pyrimidiques (pour dxA 93 : compris entre 0,05 et 0,2
respectivement dans I’ADN, contre 0,44 pour le monomeére ; pour dxT 91 : compris entre
0,01 et 0,33 dans I’ADN, contre 0,3 pour le monomére).'%2

Ces travaux ont été par la suite complétés par I'élaboration d'autres analogues étendus.
Ces composés présentent une autre géométrie, résultant du fait que le point d’accroche
de la pyrimidine sur le noyau benzénique est différent. lls ont conduit & des duplexes
d’ADNy (yDNA - pour ‘wild DNA’).1652 Ces molécules démontrent des maxima d’émission
encore plus décalés vers le rouge. Par exemple, dyA émet a 433 nm, soit 40 nm de plus
que dxA 93.169

Remarque : Lors de l'ajout d’un noyau naphtaléene, la taille de la nucléobase augmente de
4,8 A et I'ADN obtenu apres incorporation de cette base est alors appelé ADNyy. Seuls
des exemples sur les bases pyrimidiques sont référencés.91b

i) Bras espaceurs court

Enfin, un chromophore ou un fluorophore peut étre lié avec un bras espaceur court
sur la nucléobase. Cette approche est en quelque sorte une combinaison des deux
premiéres. En effet, le rapporteur est orienté vers I'extérieur du duplexe, comme avec un
bras espaceur long. Cependant, sa petite taille et sa rigidité permettent de mieux contréler
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le positionnement et I'orientation du fluorophore, soit vers le grand sillon de ’ADN (cas le
plus fréquent) soit vers le petit sillon. Comme dans I'approche précédente, la capacité a
former des liaisons hydrogénes interbrins (Watson-Crick) est conservée. Si le lien est
insaturé, le fluorophore (ou chromophore) et la base nucléique sont électroniquement
couplés. Le bras espaceur insaturé est souvent un alcyne (plus rarement un alcéne). Le
couplage électronique entre la base nucléique et le rapporteur produit une nouvelle entité
fluorescente dont les maxima d’absorption et d’émission sont décalées vers le rouge.93
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Figure 75. Sondes conjuguées aux bases naturelles.

Les positions de marquage utilisées sont le carbone n°5 pour les pyrimidines (94 a 103), le
carbone 8 pour les purines naturelles (106 a 109) et le carbone 7 pour les dérivés 7-
déazapurines (104, 105 et 110) [cf. Figure 75]172a. 194 : || est & noter que contrairement a la
position 7, la modification en position 8 des purines va introduire une géne stérique
importante, défavorable a la formation d’'une paire Watson-Crick stable dans ’ADN double
brin. Lintroduction en position 7 de la déazapurine est donc a privilégier lors de la
synthése d’analogues fluorescents devant conserver leur capacité a former des duplexes
stables.

La Figure 75 illustre le grand nombre d’exemples de dérivés fluorescents
synthétisés selon cette approche. Citons pour exemples, les motifs fluorescents issus du
pyréne (9519 et 106'9°), du fluoréne (96,1950 196 107,195 108—109'97) et de I'anthracene
(99, 100 et 103).198

La plupart des études dans la littérature font référence a des dérivés de l'uridine et de
I'adénine, fonctionnalisés par des dérivés de pyrene 95 (UPY) et 106 (APY). Le choix du
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pyréne est essentiellement basé sur son fort rendement quantique. Par exemple UPY 95
présente un rendement quantique de 0,81 dans le chloroforme et de 0,12 dans le
méthanol, et son analogue adénosine APY 106 présente des rendements quantiques de
0,81 et 0,73, respectivement dans les mémes solvants.199

A noter aussi que des dérivés de la cytosine (102 et 103),200 et de la guanosine (108—
110)70.201 ont également été préparés.

Le lien alcyne (ou alcéne) permet d'éloigner le fluorophore de la nucléobase et,
dans un duplexe parfaitement complémentaire, empéche I'empilement du fluorophore
avec les bases adjacentes qui, dans bon nombre de cas, réduit le signal de
fluorescence.99

Toutes ces approches ont permis d’accéder a un ensemble d’analogues de
nucléosides fluorescents trés nombreux et d’'une trés grande diversité. lls ont permis aux
chimistes de marquer des nucléobases dans les ODNs afin d’en faire des rapporteurs
fluorescents. Certaines applications de ces types de marquage vont a présent étre
passées en revue.

2. Applications

Les nucléosides fluorescents présentent un intérét tout particulier en biologie
moléculaire. lls sont par exemple employés afin de déterminer I'enchainement des acides
nucléiques d’'une séquence d’ADN donnée, de détecter des modifications de bases
nucléiques (SNP) ou encore d’étudier des phénomeénes cellulaires variés (changements
de conformation, interactions intermoléculaires (petits ligands, protéines), ...).

Afin de pouvoir étudier ces derniers phénomeénes, le fluorophore doit étre incorporé de
maniére spécifique, au plus pres du phénomene a étudier. De plus, le signal, et toutes les
modifications l'affectant, doivent pourvoir étre aisément observés afin de permettre un
suivi optimal de I'objet étudié.

i. Séquencage de '’ADN (Méthode Sanger)

La méthode de Frederick Sanger, développée en 1977 permet de déterminer
I’enchainement des nucléotides dans une séquence d’ADN donnée.2%2 Elle se déroule a la
facon d’une synthése enzymatique sélective et utilise, dans sa version améliorée, des
nucléotides fluorescents a la place des nucléotides radioactifs initiaux.

A linstar d’'une PCR, la polymérisation de I’ADN est initiée par une amorce,
complémentaire a une partie de la séquence d’ADN a séquencer. Les quatre
2’-désoxynucléotides naturels (ANTP - N = A, T, C, G - 0,5 mM), indispensables a la
réaction, sont introduits dans le milieu. De plus, des dérivés dépourvus d’hydroxyle en 3’
(2’,3’-didésoxynucléotides ou ddNTP), permettant de bloquer I’élongation une fois
incorporés, sont également ajoutés en faible concentration (0,005 mM). Ces ddNTP sont
marqués avec des sondes fluorescentes émettant a des longueurs d’ondes différentes,
afin de pouvoir les détecter sélectivement [cf. Figure 76A].
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A chaque phase d’ajout d’un nucléotide, I'un des deux dérivés 2’-désoxy- ou
2’,3’-didésoxynucléotide, est introduit de maniére statistique dans la séquence. On obtient
alors des séquences porteuses du dérivé naturel et d’autres terminées, par la présence du
ddNTP fluorescent correspondant.202 | ’élongation se poursuit jusqu’a obtenir la séquence
souhaitée. A ce moment |3, le milieu contient autant de fragments terminées qu’il y avait
de base N (N =A, T, C ou G) dans la séquence d’ADN analysée. Une séparation de ces
fragments par électrophorése (séparation en fonction de leur taille), couplée a un suivi par
fluorescence, permet alors de déterminer I'enchainement de ces bases N au sein de la
séquence [cf. Figure 76B].202
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Figure 76. (A) Exemple de sondes pour marquer les ddXTP203 et (B) d’un électrophorégramme
haut débit.

ii. Détection de polymorphisme mononucléosidique

Le polymorphisme mononucléosidique (ou SNP - ‘Single Nucleotide
Polymorphism’) est une modification de la séquence d’ADN, survenant généralement au
sein d'une population, pour laquelle un seul nucléotide (A, T, C ou G) differe entre les
membres de I'espéce biologique. Deux fragments d’ADN, provenant de deux individus et
présentant un seul nucléotide différent (C remplacé par T, par exemple) sont appelés
alléles. Les SNP peuvent se produire au niveau de régions codantes ou non codantes de
genes, ou de régions inter-géniques. Leur présence a l'intérieur d'une séquence codante
ne modifie pas nécessairement I'enchainement d'acides aminés de la protéine produite
(cf. Tableau 1 - ANNEXE S1).

Ces SNP ont démontré un impact sur les différences dans les caractéristiques génétiques,

la susceptibilité a la maladie et la réponse aux traitements médicamenteux. Un large
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éventail de maladies humaines, par exemple I'anémie falciforme, la SB-thalassémie et la
fibrose kystique, résultent de SNP.204 Ces modifications sont trés fréquentes (1 base sur
1000, chez ’lhomme).205

Leur détection a fait I'objet d’une attention toute particuliére, en raison de leurs impacts sur
la santé humaine. Afin de les identifier, deux approches principales existent. La premiere
est une approche enzymatique. Elle met en jeu des ADN ligases, des ADN polymérases
ou des nucléases (TagMan 5’ Nuclease Assay,?%¢ FLP endonuclease - FEN). La seconde,
elle, consiste a marquer des oligonucléotides complémentaires du domaine d’intérét a
'aide de rapporteurs fluorescents (Dynamic allele-specific hybridization - DASH ;
Molecular Beacons, puces a ADN ou Base-Discriminating Fluorescence - BDF). Si I'on
prend I'exemple des BDF, tels qu’ils ont été définis par Saito et al., les rapporteurs
fluorescents sont généralement positionnés en face de la base a étudier. Aprés
hybridation, le fluorophore exprime un profil d’émission qui varie en fonction du nucléotide
présent sur le brin complémentaire, permettant ainsi d'identifier cette base.207

iii. Microenvironnement

Les nucléosides fluorescents sensibles aux changements environnementaux
permettent d’étudier la dynamique, la structure et la fonction des acides nucléiques. Une
fois incorporés, ils peuvent nous renseigner sur les changements conformationnels de
I’ADN (ou de I’ARN) ou sur des interactions capitales dans lesquelles ils sont engagés.

La 2-AP 67 [cf. Figure 71] a par exemple été utilisée a de nombreuses reprises pour suivre
la dénaturation de I'ADN ou ses changements de conformation (basculement de
nucléobases hors du duplexe, présence de site abasique).208 D’autres sondes, telle que le
UPY 95 [cf. Figure 75] positionné dans le grand sillon de I’ADN, ont également permis ce
genre d’études. Il a par exemple été utilisé pour suivre les changement conformationnels
ADN-B — ADN-Z et ‘tige boucle’ «++ duplexe.95b.c, 209

Les interactions d’acides nucléiqgues avec des protéines / enzymes ou des petites
molécules présentent un intérét pharmaceutique majeur. Inhiber certaines de ces
interactions ou confirmer le site de liaison d’autres, sont autant de but que se sont fixer les
industries pharmaceutiques afin de développer de nouveaux principes actifs aux modes
d’actions innovants. C’est pour cela que des fluorophores permettant de suivre ces
interactions ont été mis au point.210 Citons par exemple le cas de la pyrimidine 78, utilisée
afin d’étudier l'interaction de la protéine TAT avec ’'ARN TAR du VIH (Trans-Activation
Response).21 Cette méme pyrimidine, son dérivé sélénié 80 ou les ptéridines 3MI 72 et
6MI 73 [cf. Figure 71 & 73] ont également permis de suivre I'approche et la ligation
d’antibiotiques aminoglycosides (paromomycine, tobramycine ou néomycine) sur ’ARN
bactérien.182b.c. 212
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Le succes est d’avancer d’échec en échec sans perdre
I'enthousiasme. - Winston Churchill
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CHAPITRE 2. Résultats et
Discussions

Présentation du programme de recherche

Beaucoup d'événements cellulaires fondamentaux mettent en jeu des machineries
complexes d'acides nucléiques et de protéines. La méthylation de I'ADN est 'un de ces
événements. Il s’agit d’'une des principales modifications épigénétiques qui existent. Elle
joue un réle essentiel dans la régulation des processus majeurs tels que le maintien de
l'intégrité du génome, I'empreinte génomique parentale ou encore I'expression tissu-
spécifique des génes. D'autre part, les altérations du profil de méthylation de I'ADN sont
impliquées dans le développement de différentes pathologies telles que les cancers, les
troubles neurodégénératifs et les maladies génétiques et métaboliques. La méthylation de
I'ADN a récemment été reconnue comme l'une des principales cibles a inhiber afin de
lutter contre le cancer. En effet, dans le cas de cellules cancéreuses, une hypométhylation
globale de I’ADN ainsi qu’une hyperméthylation des promoteurs des génes suppresseurs
de tumeurs peuvent étre observées. Bien que plusieurs inhibiteurs aient déja été identifiés,
comme la 5-azacytidine (Vidaza®) et la décitabine (Dacogen®),2'3 leur manque de
sélectivité, leur faible activité et leur toxicité limitent leur utilisation. Un examen plus
approfondi de ce mécanisme permettrait d’aider les chimistes médicinaux dans
I’élaboration et la recherche de nouveaux inhibiteurs plus spécifiques a ce phénomene.

Actuellement, diverses hypothéses sont avancées quant a ce mécanisme de méthylation
de I'ADN et méritent d'étre confirmées ou clarifiées. L'une des cibles privilégiées est le
couple UHRF1 / DNMT1. Ces deux protéines interviennent afin de réguler le profil de
méthylation au cours de la division cellulaire qui produit deux cellules filles au matériel
génétique identique a partir d’'une cellule mére. Au cours de la réplication de I’ADN, les
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deux brins d’ADN de la cellule mére, méthylés de fagon symétrique (sur chaque brins), se
dissocient afin de servir de matrices pour synthétiser leurs brins complémentaires. Ceci
permet d’obtenir deux cellules filles présentant chacune un duplexe d’ADN. Cependant, le
brin néo-formé de ces cellules filles est dépourvu de méthyle sur les cytosines, la synthése
s’effectuant a I'aide des dNTP naturels (N = A, T, C, G) - on parle d’ADN hémi-méthylé.
Ainsi, afin de récupérer un profil de méthylation symétrique, identique a celui de la cellule
mere, le couple UHRF1 / DNMT1 interviendrait au niveau du duplexe hémi-méthylé afin de
méthyler les cytosines du néobrin.23. 33 Cependant, la fagon dont communiquent ces deux
entités protéiques afin de jouer leurs roles de régulatrices ainsi que leur mécanisme
d’action restent encore a clarifier.

Un mécanisme en quatre étapes a été proposé afin d’expliquer le réle de UHRF1 dans ce
processus [cf. Figure 24 - Chapitre 1 et 1 - Chapitre 2].48> Tout d’abord, elle se lierait a
I’ADN hémi-méthylé par le biais de son domaine SRA, puis ce dernier reconnaitrait la 5mC
du brin parent et la ferait basculer de sa position intra-duplexe vers son site de
reconnaissance. Dans un second temps, le complexe formé avec '’ADN permettrait de
recruter DNMT1, au niveau d’'un second site de liaison de UHRF1, conduisant a un
complexe ternaire transitoire. Dans une troisieme étape, la déstabilisation du complexe
nucléoprotéine, provoquée par I'approche de la méthylase, entrainerait le départ de
UHRF1 et la libération de ’ADN héméthylé, facilitant ainsi I'accés a DNMT1. Cette
derniére ferait alors basculer la cytosine a méthyler dans son site actif afin de la méthyler.
Dans une derniére étape, une fois la méthylation réalisée, DNMT1 se dissocierait de
I’ADN, permettant a la 5mC nouvellement synthétisée de se repositionner a l'intérieur du
duplexe afin de s’apparier avec la G complémentaire qui lui fait face.48o

Reconnaissance
de la 5mC du brin ol
méthylé J

‘ -~ A~ / Recr;:le“::nt de
) &) >

Méthylation
de I'ADN

L~

Figure 1. Hypothése de travail pour I'’étude du mécanisme de méthylation de I’ADN a I'aide d’une
sondes sensible aux changements environnementaux.

Dans ce contexte, nous proposons de développer de nouveaux outils chimiques,
des senseurs fluorescents, afin d’étudier la dynamique et le mécanisme de méthylation de
I'ADN. Gréace a sa grande sensibilité, sa polyvalence et son caractere non destructif, la

fluorescence est une technique de choix afin de comprendre, au niveau moléculaire,
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'assemblage de ces protéines, leur dynamique et leur fonction. Néanmoins, cette
méthode est limitée par la disponibilité de fluorophores capables de sonder avec une
grande sensibilité et de maniere spécifique et multiparamétrique les changements de
conformation de ces complexes nucléoprotéiques au cours de leurs interactions. Par
conséquent, le développement de nouvelles sondes fluorescentes qui permettraient de
surmonter ce probleme fait I'objet de vives recherches dans le monde entier.

Parmi les sondes sensibles aux changements environnementaux, la famille des
3-hydroxychromones (3-HC) est une classe de fluorophores particulierement prometteuse.
En effet, ces sondes fluorescentes ratiométriques et multiparamétriques ont la capacité de
se tautomériser a I'état excité, grace a un transfert de proton intramoléculaire (ESIPT), ce
qui leur permet de présenter sur leur spectre d’émission deux bandes parfaitement
résolues dont le rapport d’intensité dépend des changements environnementaux (capacité
du milieu a donner des liaisons hydrogéne, polarité, constante diélectrique, ...).

Ainsi en partant de la séquence d’ADN double brin hémi-méthylée co-cristallisée
avec le domaine SRA dont est issue la structure publiée en 2008,482 nous nous sommes
fixé pour objectif de synthétiser différentes séquences d’ADN marquées aux 3-HCs et de
les utiliser afin de détecter et quantifier les interactions entre les différents partenaires
protéiques (UHRF1 et DNMT1) et ’'ADN ainsi que leur dynamique. Lorsque toutes ces
interactions (URHF1 / ADN et ADN / DNMT1) auront été caractérisées [cf. Figure 1], il sera
alors plus aisé de corroborer ou bien de corriger les hypothéses émises sur le mécanisme
qui régit le ménage a trois (UHRF1 / ADN / DNMT1) des acteurs principaux de la
méthylation des ilots CpG. Au cours de cette thése, nous nous sommes focalisés sur
’étude de la premiere étape de ce mécanisme de méthylation de '’ADN, a savoir la
reconnaissance du brin hémi-méthylé par le domaine SRA de UHRF1.

Pour atteindre ces objectifs, deux stratégies de marquage, complémentaires I'une de
autre, ont été envisagées. La premiere d’entre elles repose sur la substitution d’'une
nucléobase naturelle (position anomérique) par le motif 2-thiényl-3-HC [cf. Figure 2A]. La
synthése et la caractérisation de cet analogue fluorescent de nucléoside a été mise au
point par Marie Spadafora'26® et son incorporation et caractérisation dans des ODNs par
Dmytro Dziuba'26d gu cours de leurs theses dans notre laboratoire. En collaboration avec
I’équipe du Pr. Yves Mély (Université de Strasbourg), il a été démontré récemment que
I'interaction de la nucléoprotéine du VIH (NCp7) avec sa cible ADN marquée par cette
sonde se traduit par un changement du rapport d’intensité des deux bandes de
fluorescence, attestant la validité du concept.'26d Cette approche devrait permettre de
sonder les changements environnementaux a l'intérieur du duplexe d’ADN (changement
conformationnel par exemple) [cf. Figure 2B]. Les propriétés de nucléobase universelle
fluorescente de la 2-thiényl-3-HC, (possibilité de substituer n’importe quelle base, faible
influence sur la stabilité et la conformation des duplexes et excellentes caractéristiques
spectroscopiques : rendement quantique, émission duale) en font une candidate de choix
pour ces études.126b.d
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ODN marqué ala
)3 3-HC (=)

Figure 2. (A) Structure de la sonde de premiere stratégie et (B) schéma illustrant son incorporation
dans un ODN et son positionnement a l'intérieur du duplexe.

L'autre stratégie fait intervenir, quant a elle, une modification d’'une nucléobase naturelle
par le biais d’'un espaceur (alcyne) directement relié au motif fluorescent [cf. Figure 3].
Cette approche devrait permettre de localiser la copule fluorescente dans le grand sillon
de 'ADN et ainsi de sonder les changements environnementaux a I'extérieur du duplexe
d’ADN. L’accés aux analogues de nucléosides de ce type avait été initié par Marie
Spadafora et Dmytro Dziuba. Mon second objectif a été de mettre au point les conditions
de synthése permettant d’accéder a ces dérivés de dT fonctionnalisés par le motif 3-HC
fluorescents, sensibles aux changements environnementaux, et a les incorporer dans de
I'ADN. Des travaux préliminaires ont d’abord été nécessaires afin de déterminer les
propriétés photophysiques d’un tel rapporteur en partant dans un premier temps d’un
composé modele de dT, sur lequel le motif 3-HC était attaché en position 5 [cf. Figure
3A],126f puis dans un deuxiéme temps en série 2’-désoxyuridine avec divers espaceurs
aromatiques (phényl, furyl et thiényl - Figure 3B).1269 Dans un troisiéme temps, les copules
fluorescentes démontrant les propriétés photophysiques les plus appropriées ont été
introduites dans divers ODNs modéles, afin de pouvoir caractériser ses propriétés de
fluorescence une fois incorporée dans I'’ADN [cf. Figure 3C]. Par ailleurs le double brin
d’ADN retenu pour l'étude des interactions du domaine SRA a I’ADN hémi-méthylé
comprend une dT dans la séquence non-méthylée. Cette dT est proche du site de liaison
mais n’est pas impliquée dans les interactions qui s’établissent entre 'ADN et SRA
(données cristallographiques).#82 Nous avons donc synthétisé des ODNS de séquence
identique mais dont la dT a été substituée par nos nouvelles sondes afin de les utiliser
pour les études du mécanisme de méthylation de ’ADN.
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Figure 3. (A) Structure de la sonde de seconde stratégie diméthylée au niveau de la nculéobase,

(B) analogues nucléosidiques correspondants et (C) schéma illustrant leur incorporation dans un
ODN (positionnement dans le grand sillon).

Les deux approches développées et les résultats correspondants vont a présent étre plus
amplement développés dans ce Chapitre 2. Résultats et Discussions.
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A.Premiére stratégie de marquage (intra-duplexe)

PUBLICATION 1

L'objectif principal du projet de thése est le développement d’outils fluorescents
pour I'étude du mécanisme de méthylation de '’ADN. Nous nous sommes tout d’abord
intéressés a la premiére étape du mécanisme, a savoir I'approche du domaine SRA de
UHRF1 sur ’ADN hémi-méthylé. Afin de pouvoir réaliser une telle étude, nous avions
besoin de séquences d’ODN fluorescentes, marquées a la 3-HC, et présentant une forte
affinité pour le domaine SRA. Le nucléoside 2-thiényl-3-HC (premiere stratégie) semblait
étre le fluorophore ratiométrique adapté afin de réaliser ce marquage et ces études car il
présente des propriétés de base universelle, ce qui lui permet de substituer n'importe
quelle nucléobase, avec un effet minime sur la stabilité du duplexe et une trés grande
sensibilité aux changements environnementaux.126b.d De plus, la séquence sélectionnée
pour I'étude correspond a celle ayant été co-crystallisée avec SRA en 2008.482 En se
basant sur la « cartographie » des interactions établies entre ’TODN modele et le domaine
SRA de UHRF1, obtenue par diffraction des rayons X [cf. Figure 4A],48a nous avons donc
déterminé des positions de bases azotées pouvant étre substituées par la base
fluorescente universelle [cf. Figure 4B].
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Figure 4. (A) Carte des interactions du domaine SRA avec 'ODN (les interactions de van der
Waals sont représentées comme une série de lignes courtes et paralléles et les liaisons hydrogene
comme des fleches) et (B) Positions sélectionnées pour le marquage a la 3-HC.

Le nucléoside fluorescent a ensuite été synthétisé a I'échelle du gramme, en 16 étapes,
sous la forme d'un phosphoramidite, synthon indispensable afin de permettre son
incorporation dans des ODNs. Pour y parvenir, le protocole de synthése développé au
laboratoire26bd g été appliqué [cf. Figure 5]. Cependant, afin de maximiser le rendement
de synthése, les étapes 9 — 10 et 10 — 11 [cf. Figure 5] ont été modifiées. En effet, les
groupements protecteurs tert-butyl diphényl silyles des alcools 3’ et 5 du sucre
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initialement utilisés, entrainaient des rendements de synthése variables a cause de génes
stériques et de temps de déprotections trés longs (4 a 5 jours), a lorigine d’'une
déprotection non négligeable du groupement 3-Cbz de la chromone. lls ont donc été
remplacés par des groupements moins volumineux et plus labiles (tert-butyl diméthyl

silyles).
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Figure 5. Synthése du phosphoramidite de 1¢ére génération (les étapes améliorées sont encadrées
en rouge).

Le phosphoramidite ainsi obtenu a alors été engagé dans la préparation de 18 ODNs
marqués a la 3-HC a proximité du site de reconnaissance du dinucléotide CpG central
(brin méthylé, non-méthylé et brin complémentaire) [cf. Figure 4B]. Une phase de pré-

sélection a ensuite permis d’isoler deux séquences particulierement prometteuse
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(marquées en C8 et G5’ - Figure 1B), pour lesquelles le rapporteur perturbait a minima la
conformation du duplexe et sa liaison avec I'entité protéique - conditions indispensables
afin d’obtenir des résultats exploitables.

Enfin, les études de fluorescence a I'état stationnaire et résolue en temps ont été
poursuivie avec ces deux séquences afin de préciser le mécanisme de reconnaissance de
SRA pour sa cible ADN hémi-méthylé. Les variations du signal de fluorescence
(rendement quantique et rapport In+/IT+) ont ainsi permis de suivre 'approche du domaine
SRA de UHRF1 ainsi que le basculement de la 5mC dans son site de reconnaissance. De
plus, les études de stopped-flow ont permis de déterminer la cinétique (constantes de
vitesse) du processus de basculement de la base. Un article a été rédigé pour étre soumis
a publication.
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UHRF1-induced base flipping in methylated DNA can be monitored by using an environment
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Abstract

DNA methylation patterns, which play a key role in the regulation of gene activity, are mitotically inherited through
postreplicative methylation of the newly synthesized DNA strand by the concerted action of the DNA methyltransferase 1
(DNMT1) and the ubiquitin-like with PHD and ring finger domains 1 (UHRF1) proteins. The first step of DNA methylation
replication is thought to be the recognition and subsequent flipping of a methylated cytosine (mC) in the context of a mCpG
dinucleotide by the Set and Ring Associated (SRA) binding domain of UHRF1. To monitor and investigate for the first time the
kinetics of this base flipping, we used the fluorescent ratiometric nucleotide analog 2-thienyl-3-hydroxychromone (3HCnt). The
probe was incorporated at various positions in a 12 base pair DNA, close to the central °CpG’ recognition site containing either a
non-modified C (NM duplex) or a mC (HM duplex). When the 3HCnt was at position 5° or 8, SRA interaction induced much
larger spectroscopic changes (quantum yield and ratio of the two emission bands of 3HCnt) in HM duplexes as compared to NM
duplexes. These large changes could be clearly associated to the flipping of methylcytosine, as they disappear with a G448D SRA
point mutant unable to flip the mC. Furthermore, stopped-flow studies revealed that SRA interaction with HM duplexes was
governed first by very fast kinetics, consistent with a “bind-and-slide” model, accompanied by a much slower kinetic component
(k =10 s") corresponding to mC6 base flipping. Dissociation experiments further revealed that the flipping back process was
governed by a rate constant of 2.9 s™'. Therefore, base flipping of mC6 was found to stabilize by four-fold the binding of SRA to
HM as compared to NM duplexes and to considerably increase the lifetime of the SRA/HM duplex, which may be crucial for the
recruitment of DNMTI.

Keywords
Conformational changes, DNA methylation, ESIPT, fluorescence, 3-hydroxychromone, SRA domain, UHRF 1
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3HCnt, 2-thienyl-3-hydroxychromone; DNMT1, DNA methyltransferase 1; FRET, fluorescence resonance energy transfer; HM,
hemi-methylated; NM, non-methylated; BM, bi-methylated; ODN, oligonucleotide; PHD, Plant Homeo Domain; QY, quantum
yield; SRA, SET and RING-Associated; UHRF1, Ubiquitin-like containing PHD and RING Finger 1



Introduction

Epigenetics refers to the study of heritable
phenotypic changes that occur without altering the
DNA sequence. At the molecular level, major
epigenetic marks include DNA methylation, post-
translational modifications of histones, histone
variants and nucleosome positioning >, DNA
methylation is a heritable cytosine modification,
realized by covalent addition of a methyl group to
the fifth carbon of the cytosine base.

In mammalian cells, cytosine methylation
mainly occurs in a symmetrical CpG context”, a
fundamental unit of epigenetic inheritance, which
supports the semi-conservative model for its
duplication. In differentiated cells approximately
70-80 % of all CpG are methylated '*'°. This
methylation is established and maintained by a
family of enzymes called DNA methyltransferases
(Dnmts) '°. One of the first steps of the
reproduction of the DNA methylation profile
involves recognition of hemi-methylated CpG sites
(i.e., only one DNA strand that is methylated)
generated after DNA replication, which will be
subsequently fully methylated through the action of
DNMT1. However, the preference of DNMT1 for
hemi-methylated CpG sites is insufficient to
explain the high degree of fidelity to replicate the
DNA methylation patterns. In this context, UHRF1
(Ubiquitin-like containing PHD and RING finger
1) plays a key role since it is the co-factor that
guides DNMTT to find its target on DNA. This is
achieved by its ability, via its SRA (Set and Ring
Associated) domain, to specifically recognize
hemi-methylated DNA ' and flip methylated
cytosines.

Crystallographic studies carried out on the SRA
domain gave interesting insights on the recognition
of hemi-methylated CpG sites and the mechanism
of methylcytosine flipping '"". On binding of SRA
to hemi-methylated DNA, methylcytosine is
flipped out from the helix to a specific binding
pocket. This binding pocket has several futures that
enable the SRA domain to selectively recognize
methylcytosines. First, its size is too small to fit
purines but contains a hemisphere of 2 A radius,
where a methyl group can exactly accommodate.
Second methylcytosine is sandwiched through 7t-
stacking interactions by two tyrosine residues at
positions 466 and 478 (Fig 1A). Third, the
methylcytosine 1is stabilized by two hydrogen
bonds with an aspartic amino acid at the top of the
binding pocket and a hydrogen bond with a

threonine '’. Fourth, at the entry of the pocket,

glycine 448 (Fig 1A) plays a crucial role since its
mutation drastically decreases affinity of SRA for
hemimethylated DNA ', Though X-ray
crystallography was very useful to resolve the
structure of a SRA/hemi-methylated DNA,
understanding of the molecular mechanism how
SRA reads DNA and promotes flipping of
methylcytosine in diluted solutions requires other
techniques. Among the possible techniques,
fluorescence-based ones are particularly attractive,
due to their high sensitivity, ease to use and
multiparametric  information. However, these
methods rely on the availability of fluorescent
probes that should respond sensitively and
selectively to the molecular event of interest. In the
case of nucleic acids, the most obvious strategy to
obtain a selective response is to use fluorescent
nucleobase analogues that could be incorporated at
any desired position. However, monitoring base
flipping is especially challenging due to several
constraints. First, due to the highly constrained
dimensions of the SRA binding pocket, it appears
very difficult to find an appropriate fluorescent
nucleobase able to substitute for methylcytosine.
Moreover, substitution of a nucleobase close to the
methylcytosine should not affect the binding of
SRA, nor the stability or conformation of the
labeled duplexes. Recently, 2-aminopurine (2-AP)
was found to fulfill partly these criteria because,
when incorporated at positions close to a
methylcytosine, 2-AP was able to monitor the
binding of SRA to methylated, hemi-methylated
and fully methylated duplexes. However, it
demonstrated insufficient sensitivity for rising to
the challenge of reporting base flipping ».

A prospective fluorescent nucleoside bearing 2-
thienyl-3-hydroxychromone as a base surrogate
was recently developed . This fluorescent
nucleoside (3HCnt) features high environmental
sensitivity, as a consequence of an excited-state
intramolecular proton transfer (ESIPT) reaction
2728 Fig.1B, which results in two excited states
(normal, N* and tautomer, T*) with well separated
emission bands. These two forms being differently
sensitive to the physico-chemical parameters of the
environment, and notably to polarity and hydration
¥ it is possible to sensitively monitor the
annealing of the labeled sequences with
complementary sequences or the binding of
proteins through changes in the N*/T* ratio 2**°.
Moreover, this fluorescent nucleobase behaves as a
universal nucleobase that is able to substitute any



nucleobase with minimal effect on the stability of
the duplexes.

In the present study, we labeled the 12-bp
duplex used to solve the 3D structure of the
SRA/duplex complex 7 with the fluorescent 3HC
nucleobase at several positions, close to the central
%CpG’ recognition site. This recognition site
contained either a non-modified cytosine (NM
duplex) or a methylated cytosine (HM duplex).
When the 3HC nucleobase replaced G5’ or C8, it
was found to show a much larger change in
quantum yield and N*/T* ratio on SRA binding to
HM duplexes, as compared to the corresponding
NM duplexes. This change in the spectroscopic
properties could be clearly associated to the
flipping of the methylcytosine, as the use of a SRA
point mutant that is unable to flip the
methylcytosine was found to provide similar
spectroscopic changes in NM and HM duplexes.
Finally, stopped-flow studies were used to
characterize the kinetic rate constants of the base
flipping process.

MATERIALS AND METHODS
Materials

The SRA domain of hUHRF1 (SRA, residues
408-643) was expressed in Escherichia coli BL21-
pLysS (DE3) and purified as described previously
! The mutant G448D was produced as described
elsewhere *%. Unmodified oligonucleotides (DNAs)
were synthesized and HPLC-purified by IBA
GmbH Nucleic Acids Product Supply (Germany).
3HCnt and DNAs labeled by 3HCnt were produced
as described previously *. The sequence of the 12-
bp duplex was 5-GGGCCXGCAGGG-3'/5'-
CCCTGCGGGCCC-3" with a single CpG site that
was either nonmethylated (X = C) or hemi-
methylated (X = 5mC). The 3HCnt was selectively
introduced at different positions (3, 5, 6, 7, 8, 9, 6'
or 5") within the sequence described previously .
Double stranded DNAs were prepared by mixing
complementary strands in equal molar amounts in
PBS 20mM, pH 7.5, NaCl 50mM, EDTA 1mM
buffer and annealing them by heating to 90 °C for 5
min, followed by cooling down to room
temperature. After this step, samples were kept on
ice. The presence of EDTA was critical to avoid the
formation of the anionic form of 3HCnt **~**.

The lyophilized Calf thymus DNA (ctDNA)
from Sigma Aldrich was reconstituted overnight at
10 °C and molar concentration of nucleotides was
determined by measuring absorption at 260 nm
using extinction coefficient of 6600 M™.cm™.

Absorption spectroscopy

Absorption spectra were recorded on a Cary
400  spectrophotometer (Varian).  Extinction
coefficients comprised between 86,500 and
135,020 M'em?! were used to determine the
concentrations of the duplexes at 260 nm. Both
diffusion and buffer absorbance were subtracted
from the spectra. All experiments were performed
at 20 °C in PBS 20 mM, pH 7.5, NaCl 50 mM,
EDTA 1 mM, TCEP 2.5 mM buffer, in the presence
of 0.04 % PEG 20,000 to prevent protein
adsorption on the cuvette walls *°.

Melting curves of the duplexes (2 uM
concentration of each strand) were recorded by
following the temperature-dependence of the
absorbance changes at 260 nm on a Cary 400
spectrophotometer (Varian) equipped with a Peltier
thermostated cell holder. The optical pathlength of
the cell was 1 cm. The temperature range was 20 —
80 °C, with a speed of heating of 0.5 °C/min. PBS
20 mM, pH 7.5, NaCl 50 mM, EDTA 1 mM buffer
was used. The melting temperatures were extracted
from melting curves as described elsewhere .

Steady-state fluorescence spectroscopy

Fluorescence emission spectra were recorded at
20 °C on a FluoroLog spectrofluorimeter (Jobin
Yvon) equipped with a thermostated cell
compartment. Excitation wavelength was set at 374
nm to excite selectively 3HCnt. Spectra were
corrected for buffer fluorescence, lamp fluctuations,
and detector spectral sensitivity. Quantum yields of
the labeled duplexes in the absence or presence of
the SRA protein were determined by using quinine
sulfate (QY =0.577 in 0.5 M H2S04) as a reference
37, Measurements were performed by using SRA
concentrations ensuring that at least 80 % of the
3HCnt-labeled duplexes are bound to SRA.

Anisotropy measurements were performed on
the same instrument. Excitation wavelength was at
374 nm and emission was collected at 556 nm,
which corresponded to the T* band emission.
Anisotropy was calculated as I=(Tvv-
Givh)/(Ivv+G2Ivh), where G 1is the correction
factor. The anisotropy value was obtained by
averaging 10 measurements.

The affinity of SRA wild type and G448D
mutant to labeled DNAs was obtained by titrating a
fixed amount of 3HCnt-labeled duplex by SRA and
monitoring the fluorescence intensity and
anisotropy signals, simultaneously. The affinity
constants were determined by fitting the



fluorescence anisotropy changes to the following
equation:
r= VRre—rg(v—1) 1

1+Rv-v
where r and r; are the anisotropy values at a given
and a saturating SRA concentration respectively, rg
is the anisotropy in the absence of protein. R is the
ratio of the quantum yields of the bound to free
forms, K, is the apparent affinity constant, v is
fraction of bound SRA calculated as:

(K51+nLt+Pt)—\/(K51+nLt+Pt)2—4nPtLt

™ 2

where P; and L; are the concentrations of SRA and
duplexes, and n is the number of SRA proteins
bound per duplex ***’.

Isothermal titration calorimetry (ITC)

Affinity of SRA to non-modified DNA was also
determined by Isothermal titration calorimetry. The
heat exchanged for the interaction of SRA with the
non-modified methylated duplex was analyzed at 20
°C in PBS 20 mM, pH 7.5, NaCl 50 mM, EDTA 1
mM with a VP ITC microcalorimeter (Microcal,
Northampton, MA, USA). Titration of SRA by the
non-labeled methylated duplex was performed by
monitoring under constant stirring (310 rpm) the
thermal power generated by repeated injections of 4
uL aliquots (in 4 min) of 40 uM DNA contained in
the syringe into a 6 uM SRA solution contained in
the 1.42 mL cell compartment of the instrument.
The total heat resulting from an injection of titrant
was calculated as the integral versus time of the
experimental signal. A control experiment in which
DNA was titrated into the buffer alone was done to
determine the heat of dilution. Instrument control,
data acquisition, and analysis were done with the
VPViewer and Origin software provided by the
manufacturer.

Stopped flow spectroscopy

The reaction of SRA with the 3HCnt-labeled
duplexes was monitored with time, using a stopped-
flow apparatus (SFM-3, Bio-Logic, Claix, France),
which allows rapid mixing of 100 pL of each
reagent. The 3HCnt was excited at 365 nm, and its
fluorescence intensity was recorded above 530 nm
with a long-pass filter (Melles Griot, France). The
data recording frequency was 5 kHz for the first 200
ms and 2 kHz between 200 ms and 1200 ms. The
dead time of the set-up was 2 ms *. The final
concentration of labeled DNA was 0.3 uM and the
concentration of SRA was adjusted to have 80% of
DNA bound to protein. Blank experiments in which

the SRA was omitted were performed in the same
conditions.  Dissociation = experiments  were
performed by adding an excess of ctDNA to pre-
formed complexes of SRA with HM or NM
duplexes labeled with 3HCnt. The final
concentration of SRA was adjusted to have 50 % of
DNA bound to protein. The condition of signal
acquisition and experimental setup parameters were
the same as for association measurements.

Data acquisition and processing were done with
the Biokine software from the instrument
manufacturer.

Results

Labeling position strategy and spectroscopic
characterization of the labeled duplexes

Based on the reported structure of SRA in
complex with a 12 bp duplex (Fig. 1A) ", we
labeled the same duplex with 3HCnt (Fig 1B) at
positions 5, 6, 7, 8, 9, 5' and 6'. These positions
were selected due to their proximity to the
methylcytosine (mC) at position 6 and their direct
interaction with SRA. Positions 3 and 9, not in
contact with SRA were also labeled. Moreover,
corresponding 3HCnt-labeled NM duplexes with a
cytosine at position 6 were also synthesized for
systematic comparison with HM duplexes.

For all 3HCnt-labeled duplexes, we first
determined  their melting temperatures by
monitoring their absorbance changes at 260 nm (Fig
S1 Supplementary materials). With the exception of
position 3, the Tm depression was found to be
minimal (£ 3 °C) (Table S1 Supplementary
materials), confirming that though 3HCnt does not
participate in base pairing, it destabilizes the
duplexes less than a mismatch because of its large
area of contact with the surrounding bases *.
Duplexes labeled at position 3 provide a melting
curve of low amplitude (data not shown),
suggesting that due to its proximity to the 5’end, the
3HCnt destabilizes the terminal base pairs, so that
only limited hypochromicity is achieved.
Nevertheless, at the working temperature of 20°C,
the destabilization is limited, so that duplexes are
the major form.

Inclusion of the 3HCnt into the duplexes was
found to significantly shift the positions of the N*
and T* bands, and strongly decrease the N*/T*
ratios in comparison to the free 3HCnt (Fig. 1C).
Both the spectral shift and the decrease in N*/T*
ratio are consistent with stacking of the 3HCnt with
its neighboring bases that protects it from the bulk



water *°. The quantum yields were found to be
rather low, being between 0.5 and 2% (Table S2),
probably due to the fact that at all positions, the
3HCnt has a G and/or C neighbors, which acts as an
efficient fluorescence quencher *°. Importantly, the
methylation of the cytosine at position 6 had
negligible effect on the spectroscopic properties of
3HCnt at all used positions (Table S2).
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Figure 1. Structure of the used duplex and the 3HCnt. (A) Structure
of the used duplex. The interactions of the duplex with SRA, as
determined by X-ray crystallography 17 are indicated by arrows.
Hydrogen bonding and van der Waals interactions are indicated by
black and white arrows, respectively. Positions substituted by 3HCnt
are highlighted in green. (B) Structure of 3HCnt and ESIPT reaction.
(C) Fluorescence spectra of 3HCnt either free (blue curve) or
incorporated at position G5 in the duplex (black curve). Experiments
were done in Phosphate buffer 20 mM, NaCl 50 mM, TCEP 2.5 mM,
PEG 0.05%, pH 7.5, at T=20°C. The spectra were normalized at the
maximum of the T* band.

Monitoring SRA-DNA interaction by steady-
state spectroscopy measurements

To determine whether 3HCnt could be used to
monitor the SRA-induced base flipping of the
methylated cytosine at position 6 (m6C), we
compared the SRA-induced changes in the emission
spectra of the 3HCnt-labeled HM or NM duplexes.
SRA was observed to increase the quantum yield
and to decrease the N*/T* ratio of almost all the
HM and NM duplexes, but the changes were
strongly dependent on the position of 3HCnt (Fig. 2
and 3, and Table S2). The most interesting data
were obtained for 3HCnt at positions 8 and 5 (Fig
2A and B). While SRA interaction with HM led to
an increase of 3HCnt QY up to 2 and 2.7 times for
positions 8 and 5°, respectively, the corresponding
increase was only of ~1.3 and 1.6 times,
respectively in DNA-NM (Fig 2A and B).
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Figure 2. Fluorescence spectra of 3HCnt-labeled DNA at positions 8
(A), 5 (B), 7 (C) and A9 (D). Black lines - spectra of free labeled
DNA (HM and NM are superimposable), blue lines — spectra of NM
bound with SRA, red line - spectra of HM bound with SRA.
Experiments were done in PBS buffer 20mM, pH 7.5 NaCl 50mM,
TCEP 2.5mM, PEG 0.05% at 20°C. Concentration of labeled
duplexes was 1 uM, while the SRA concentration was adjusted to
complex at least 80% of the DNA molecules.

In parallel, while 30 % and 69 % decreases in the
N*/T* ratio were observed at positions 8 and 5’ in
HM respectively, the corresponding decreases were
only of 7 % and 25 % in NM. As HM and NM
differ only by a methyl group at the cytosine at
position 6, it is tempting to conclude that the larger
changes observed in HM may be related to the
flipping of mC6.

The strongest changes in QY were observed at
positions 5, 7 and 6’ (Table S2), which are the
immediate neighbors or the opposite nucleobase of
C6 or mC6. At these positions, an up to 6.5-fold
increase in QY could be observed. However, only
marginal differences in QY, but also in N*/T*
ratios, could be observed between HM and NM,
suggesting that labeling at these positions does not
allow to selectively monitor the flipping of mCé6.
Finally, at positions 3 and 9, only limited changes in
QY and N*/T* ratios were observed on SRA
binding, indicating that these positions were poorly
sensitive to the interaction with SRA, as expected
from the marginal interactions of the nucleobases at
both positions with SRA in the crystal structure '’

Characterization of the binding of SRA to DNA
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Figure 3. SRA-induced changes in quantum yield (A) and N*/T* ratio (B) of 3HCnt-labeled NM (blue bars) and HM (red bars). Experiments
were performed as described in Figure 2. The QY increase in (A) shown in log scale corresponds to the ratio of the QY of 3HCnt in the
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DNA/SRA complex to that in the free DNA. Data are expressed as means +/- standard deviation for n = 5 independent experiments.

In a first step, we characterized the binding of SRA
with non-labeled HM duplex by isothermal titration
calorimetry (ITC). Titration of SRA by the duplex
revealed that the reaction is exothermic (Fig. 4A
top) and that the binding curve could be adequately
fitted by a 1:1 binding model (Fig. 4A bottom), with
an apparent affinity constant, K,,, = 1.4(= 0.3)x10°

M, in good agreement with the literature ***.

Next, we investigated the binding of SRA to 3HCnt-
labeled duplexes by fluorescence anisotropy (Fig.
4B). A fixed concentration of labeled DNA was
titrated by increasing concentrations of protein. The
anisotropy changes as a function of the SRA/DNA
molar ratio were fitted by equation (1) using a 1:1
binding model. The K,,, values were found to
depend on the 3HCnt position in the duplex (Figure
4C and Table S3). Noticeably, when 3HCnt was at
positions 3, 8, 9, or 5°, the Ky, values obtained with
the labeled HM duplex were close to the Ky, value
obtained by ITC with the non-labeled HM duplex.
This indicates that at these positions, the 3HCnt
does apparently not affect the binding of SRA to the
duplex. This conclusion is further substantiated by
the fact that at positions 8 and 5°, the affinity of
SRA for the HM duplex was ~5 and ~8 times higher
than for the NM duplex (Figure 4D), in full
agreement with previous reports on non-labeled
sequences 17.18.20-24

In contrast, 3HCnt at position 5 or 7 increased the
affinity of the labeled HM duplex to SRA by 4 to 14
times as compared to the non-labeled HM duplex.
As numerous contacts were evidenced between
these positions and SRA in the SRA/DNA complex

it is likely that the complexes are stabilized

through direct interaction between the 3HCnt and
SRA amino acids. One consequence of this
stabilization is that it precludes observing any
binding difference between HM and NM duplexes,
so that C6 and mC6 likely behave similarly in the
two complexes. The similarity in the behavior of the
nucleobase at position 6 is further highlighted by
the similar SRA-induced spectroscopic changes in
HM and NM duplexes labeled at position 5 or 7
(Figures 3A and B). At position 6°, the 3HCnt also
substantially stabilizes the complexes with SRA,
but differences in the binding between DNA-HM
and DNA-NM could still be observed.

Taken together, our data show that the 3HCnt at
position 8 and 5 does not alter the binding of SRA
to both HM and NM duplexes, and allows
observing clear spectroscopic differences between
the two duplexes on SRA binding. Thus, these
positions were selected for further study.

Interaction of 3HCnt-labeled HM and NM
duplexes with G448D SRA mutant

To further demonstrate that the differential
spectroscopic response of HM and NM duplexes
labeled at positions 5’ and 8 to SRA binding may be
connected with flipping of the mC6 nucleobase, we
used a SRA mutant where the G448 residue has
been replaced by a D residue. This G448D mutant
was suggested to prevent the flipping of the mC6
residue through the steric hindrance induced by the
mutation "2,
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Interestingly, we noted a significant decrease of the
affinity of the SRA mutant to the HM duplexes (Fig.
5A), in line with previous observations .
Moreover, the G448D mutation was also found to
largely remove the preferential binding to HM
duplexes, since the affinities of G448D to both HM
and NM duplexes were found to be comparable,
being on the level of those for the interaction of
wild-type SRA with NM duplexes.

In sharp contrast to the wild-type SRA, the G448D
SRA mutant induced only a limited increase in the
QY (Fig. 5B) and N*/T* ratio (data not shown) of

the HM duplex labeled by 3HCnt at positions 8 or
5’. The changes in QY and N*/T* ratio observed on
binding of the SRA mutant to the labeled HM
duplexes were comparable to those observed on
binding of both wild-type and mutant SRA to NM
duplexes. These data thus confirm that the 3HCnt
nucleobase at positions 8 and 5’ can sense the SRA-
induced flipping of mC6 and that the preferential
affinity of SRA to HM duplexes relies on the ability
of SRA to flip the mC6 residue into its binding
pocket 17-19.
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Kinetics of base flipping

To further confirm and characterize the SRA-

induced flipping of mCeé,

we comparatively

wild-type and mutant SRA with HM and NM
duplexes labeled at positions 8 and 5°. The
interaction kinetics were monitored through the
changes in the fluorescence intensity of the T* band

investigated by stopped-flow the interaction of  of 3HCnt.
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obtained with HM- or NM-duplexes mixed with the buffer. The blue and red solid lines are the kinetic traces obtained for the interaction of SRA
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of the ratio of SRA to DNA.



For NM duplexes, a non resolvable increase in
fluorescence intensity was observed on mixing with
SRA, indicating that most of the reaction was
completed within the dead time (2 ms) of the
instrument and thus, that the apparent bimolecular
rate constant of the reaction is > 10° M'.s™ (Fig.
6A and B). This very fast kinetics with an apparent
rate constant greater than the “diffusion-limited”
one is typical of binding of proteins to nucleic
acids*"*?. For the HM duplexes, a non resolvable
increase in  fluorescence intensity likely
corresponding to the formation of the DNA/SRA
complex was also observed. In sharp contrast to
NM duplexes, the non resolvable fluorescence
increase was followed by a much slower
exponential increase of the fluorescence intensity
that was completed in 0.5 s (Fig. 6 A and B). At the
end of the process, the final fluorescence increase
was fully consistent with the QY increase observed
in steady-state spectroscopy (Fig. 2). This slow
component, but not the initial non resolvable
component, disappeared when the HM duplexes
were mixed with the G448D mutant (Fig. C),
strongly suggesting that this slow component may
describe the kinetics of mC6 base flipping. To
further confirm this attribution, we monitored the
interaction kinetics of SRA with the 3HCnt-labeled
HM duplexes, using SRA/DNA ratios varying from
5:1 to 25:1, and fitted the kinetic traces to single
exponential functions. The observed rate constants
were found to be independent on the concentration
of SRA (Fig. 6D), indicating that the flipping
reaction was first-order. This reaction order was
fully expected as the flipping reaction can be
envisioned as a conformational rearrangement that
occurs after formation of the complex of SRA with
the HM duplex.

Next, we performed dissociation experiments by
adding an excess of calf thymus DNA (ctDNA) to
pre-formed complexes of SRA with HM or NM
duplexes labeled at the 5’ position (Fig. 7). Labeling
at the 5’ position was preferred to the 8 position
because it leads to larger changes in fluorescence
intensity on binding to SRA (compare Fig. 6B with
Fig. 6A). Addition of an excess of ctDNA to a
preformed complex of SRA with 3HCnt-labeled
NM duplex leads to a fast fluorescence decrease,
likely related to the dissociation of the complex, with
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Figure 7. Dissociation kinetics of the complexes of SRA with HM
(red) and NM (blue) duplexes labeled with 3HCnt at position 5°. The
kinetics traces were recorded after addition of an excess of ctDNA to
the complexes. The concentration of HM or NM duplexes was 0.3
uM. The SRA concentration was 1.8 and 3.6 pM for having 50% of
complex with HM and NM duplexes, respectively. The concentration
of ctDNA was 600 M by molar concentration of nucleotides. For the
kinetic traces, the measured fluorescence intensity was converted in
percentage of 3HCnt-labeled duplexes bound to SRA. Inset:
Highlight of the kinetic trace recorded with the NM-labeled duplex
during the first 60 ms.

a rate constant of 150 s”'. Under similar conditions,
a much slower rate constant of 2.9 s was observed
when an excess of ctDNA (75-fold excess of
ctDNA) was added to a preformed complex of SRA
with 3HCnt-labeled HM duplex. This observed rate
constant was found to be only weakly dependent on
the ctDNA concentration (data not shown). Thus,
the reaction associated with the slower reaction rate
could be considered as being of first order, and
likely corresponds to the flipping back of the mC6
into the HM duplex. Comparison of the dissociation
curves obtained with HM and NM duplexes further
suggests that the flipping back of the mC6 residue is
the rate-limiting step and is immediately followed
by the dissociation of the complex.

Taken together, the kinetic data clearly confirm that
the 3HCnt at position 8 and 5’ can monitor the
SRA-induced flipping of the mC6 residue.
Moreover, they allow us to determine for the first
time the rate constants of the flipping reaction as
well as of its back reaction.

Discussion

In the present study, we were able for the first time
to monitor in diluted solution and real time the
flipping of the mC6 residue of a HM duplex
promoted by the SRA domain of UHRF1. This was
achieved by inserting the environment-sensitive



fluorescent nucleotide analogue 3HCnt at either
position 8 or 5°. At these two positions, the 3HCnt
probe marginally perturbed the binding of SRA and
preserved the preferential binding to HM duplex
over NM duplex (Figure 4). The flipping of the
mC6 residue in the HM duplex labeled by 3HCnt at
these positions was observed to strongly increase
the emission intensity of the T* band of 3HCnt and
decrease its N*/T* ratio (Figure 2). Monitoring by
stopped-flow the 3HCnt signal changes occurring
on interaction of the HM duplex with SRA further
revealed that the kinetics of base flipping were
much slower than the kinetics of SRA binding to its
target (Figure 6). Finally, when the HM duplex was
replaced by a NM duplex or the SRA domain by a
G448D SRA mutant unable to perform flipping
(Figure 5), the Ilimited changes in 3HCnt
spectroscopic properties as well as the suppression
of the slow component in the kinetic traces clearly
confirm that the observed spectroscopic changes
upon binding were related to base flipping.

On a photophysical point of view, as the 3HCnt
residue is thought to be highly quenched by
stacking interactions with its neighbors G and C
residues and as it undergoes an irreversible ESIPT
reaction with a fast proton transfer rate constant *
leading to rapid accumulation of the T* form, the
observed spectroscopic changes likely result from a
decrease of the stacking interactions with the T*
form of the probe. These decreased stacking
interactions could be rationalized from the 3D
structure of the complex of SRA with the HM
duplex . In this complex, the Arg491 residue of
SRA inserts in the hole left by the flipped mC6
residue in DNA and forms tight contacts with the
C5 and G7 residues, as well as with the G5’ and
G6’ residues. Thus, when 3HCnt is introduced at 8
position, the contacts of Argd91 with G7 likely
reduces the dynamic stacking of 3HCnt by G7,
explaining the increase in 3HCnt QY. Similarly,
when 3HCnt is introduced at 5’ position, the
interaction of Arg491 with G6’ likely restricts the
dynamic quenching of 3HCnt by this residue.

This strong sensitivity of 3HCnt to mC6 base
flipping appears quite unique, since in a previous
report the 2-aminopurine probe was unable to sense
the base flipping induced by UHRFl 2.
Nevertheless, it should be stressed that the position
of the 3HCnt in the duplex is critical to get relevant
response to base flipping. Indeed, by labeling
positions 5, 7 or 6°, the 3HCnt was found to clearly
increase the affinity for SRA and suppress the
preferential binding to HM duplex, likely as a
result of the multiple contacts of the nucleobases at
these positions and the SRA amino acids '’. The
multiple contacts of 3HCnt with SRA may strongly
restrict the dynamic quenching of 3HCnt by its
neighbors, explaining the strong changes in the QY
and N*/T* ratio at these positions for both HM and
NM duplexes. Finally, the marginal changes in the
spectroscopic properties of 3HCnt at position 3 and
9 may easily be rationalized by the Ilimited
interaction of SRA with the nucleobases at these
positions .

Using the 3HCnt label at position 8 or 5°, we were
able for the first time to measure the kinetics of
interaction of SRA with its DNA target as well as
the kinetics of base flipping. The kinetics of
interaction were found to be faster than a
“diffusion-limited” reaction, suggesting that the
interaction proceeds through a two-step “bind-and
slide” reaction mechanism (scheme 1), as

classically described for protein/DNA interactions
41,42,44

In this mechanism, the protein binds
nonspecifically to the duplex, and then slides to the
CpG recognition site. As the sliding corresponds to
a one-dimensional diffusion, this mechanism
reduces the dimensionality of the search,
explaining why apparent rate constants faster than
diffusion-limited rate constants could be obtained.
Due to the inability to kinetically resolve the
binding reaction, we could not determine the values
of ki, ko, k1 and k.. In contrast, as the flipping

Bind Slide Flip
ky k Kk
SRA + DNAyy, —DNAyy —— SRA/DNAyy——DNAyuy DNAyy —DNA,/SRA > DNAyy — DNA"M /SRA

— — —
Koy ks k_z

Scheme 1. Proposed reaction mechanism of SRA interaction with HM duplex. For the interaction with NM duplex, the third step is
likely absent.



reaction was much slower, it could be represented
as the third step in scheme 1. The kinetic rate
constants were determined to be kz = 10 s'and k.
3=29 s”!. From the ratio of these values, it can
be seen that the flipping reaction and the
accompanying conformational changes stabilize
the complex by about 3.5-fold. This stabilization
is in very good agreement with the four-fold
increased affinity observed for HM over NM
duplex ». TImportantly, the dissociation
experiments with NM and HM duplexes (Fig. 7)
indicate that the k3 value appeared much slower
than the k., and k.; values. This suggests that the
lifetime of the complex of UHRF1 bound to a
CpG site in HM duplexes is much longer than in
NM duplexes. This will obviously increase the
time and the probability to recruit DNMTI, in
order to duplicate DNA methylation profile. In
contrast, the much shorter lifetime of SRA bound
to NM duplexes is consistent with a reader role of
SRA, able to slide rapidly alon% the DNA to scan
for hemi-methylated CpG sites *>*°.

In conclusion, the environment-sensitive
3HCnt fluorescent nucleoside analogue appears
as a unique tool to monitor with high sensitivity
the SRA-induced flipping of methylcytosine and
its dynamics. This sensitive tool will allow
monitoring the cooperation of SRA with other
domains of UHRFI, e.g., the tandem tudor
domain (TTD) that shows affinity for the
methylated lysine at position 9 of histone H3 *.
UHRF1 ensures the link between DNA
methylation and histone methylation thanks to the
readout capacities of both its SRA domain and
TTD ****  which questions whether the different
structural domains cooperate to regulate the
affinity of each domain towards its target site.
Consequently, there is a great need to investigate
how the SRA domain functions to flip out the
methylated cytosine in connection with other
putative domains of the UHRF1 protein and/or of
its partners, such as DNMTI1. This work is
currently under progress.
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B.Seconde stratégie de marquage (grand sillon)

PUBLICATION 2

En plus de la premiére stratégie de marquage qui permet de sonder l'intérieur du
duplexe d’ADN, nous avons également envisagé la modification d’une nucléobase
naturelle afin de pouvoir sonder l'intérieur du grand sillon de ’ADN. Pour ce faire, le
rapporteur fluorescent devait étre attaché par I'intermédiaire d’un bras espaceur court et
rigide sur la nucléobase (en 5 de pyrimidine ou 7 de déazapurine). Le double brin d’ADN
hémi-méthylé sur lequel s’appuie notre étude du mécanisme de méthylation de ’ADN [cf.
Figure 4A], présente sur son brin complémentaire dodécamére, une thymidine a proximité
du site de liaison avec SRA. D’aprés la structure du complexe ADN / SRA obtenue par
diffraction des rayons X, la dT n’est pas impliquée dans la liaison entre la protéine et le
double brin d’ADN. L’introduction d’'un analogue de dT couplé a la chromone sur cette
position ne devrait pas perturber la liaison de SRA pour sa cible ADN. Ainsi, nous nous
sommes consacrés a I'élaboration et a la synthése d’'un analogue fluorescent de dU,
marqué a la 3-HC sur la position 5 de I'uracile via un bras espaceur acétylénique.

o}
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‘ / absorption dual-band fluorescence
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Figure 6. Modele simplifié (TCU), diméthylé sur les azotes 1 et 3 de I'uridine.

Dans un premier temps, il était nécessaire de déterminer les propriétés photophysiques
d’un tel rapporteur pour pouvoir définir les avantages qu’il apporterait. Nous avons donc
décidé de synthétiser un analogue simplifi¢ TCeU, diméthylé au niveau des azotes 1 et 3
de l'uracile [cf. Figure 6]. Les études de fluorescence a I'état stationnaire et résolues en
temps ont permis de mettre en évidence un transfert de charge intramoléculaire entre
'azote 1 de l'uracile (donneur) et le carbonyle 4 de la chromone (accepteur), a l'origine
d’un effet bathochrome important (déplacement des maxima d’absorption et d’émission
vers le rouge de 40 nm). La sonde présente de bons rendements quantiques (de 15 a
25 %) ainsi qu’une variation du rapport d’intensité des deux bandes d'émission importante,
sur une gamme de solvants protiques et aprotiques de polarités différentes plus large que
celle déterminée pour la sonde de 1¢e génération. Enfin, elle posséde un coefficient
d’absorption molaire également bien supérieur (35 000 L.mol'.cm' au lieu de
13 000 L.mol'.cm-). Ces travaux firent 'objet d’un article, publié€ début Janvier 2014, dans
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Chemistry — A European Journal. Ces résultats prometteurs nous ont conforté dans la
poursuite de nos travaux pour cette stratégie de marquage.126f
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[Abstract: Fluorescent nucleoside analogues with strong and
informative responses to their local environment are in
urgent need for DNA research. In this work, the design, syn-
thesis and investigation of a new solvatochromic ratiometric
fluorophore compiled from 3-hydroxychromones (3HCs) and
uracil fragments are reported. 3HC dyes are a class of multi-
parametric, environment-sensitive fluorophores providing
a ratiometric response due to the presence of two well-re-
solved bands in their emission spectra. The synthesized con-
jugate demonstrates not only the preservation but also the
improvement of these properties. The absorption and fluo-

rescence spectra are shifted to longer wavelengths together
with an increase of brightness. Moreover, the two fluores-
cence bands are better resolved and provide ratiometric re-
sponses across a broader range of solvent polarities. To un-
derstand the photophysical properties of this new fluoro-
phore, a series of model compounds were synthesized and
comparatively investigated. The obtained data indicate that
uracil and 3HC fragments of this derivative are coupled into
an electronic conjugated system, which on excitation attains
strong charge-transfer character. The developed fluorophore
is a prospective label for nucleic acids. )

Introduction

Fluorescent analogues of non-emissive natural nucleosides
found broad applications in studying structure, dynamic prop-
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erties and interactions of nucleic acids." Artificial fluorescent
nucleosides can be site-selectively incorporated into nucleic
acid strands by an enzymatic polymerization reaction or by
chemical synthesis. As a result, a well-defined location and ge-
ometry of the fluorophore within the nucleic acid structure
can be achieved together with the ability to follow its func-
tional transformations.” This opens many possibilities that
cannot be realized with other types of covalent fluorescent
labels. Advanced fluorescent nucleosides allow for the sensing
of nucleic acid hybridization and conformational changes,”
typing of single-nucleotide polymorphisms (SNPs),” and sens-
ing the activity of DNA-binding proteins and enzymes.®®
These results stimulate new efforts to synthesize advanced
emissive nucleosides based on new mechanisms of response.
Fluorescence offers a limited number of parameters for quanti-
tative detection. Typically, the events occurring in the microen-
vironment of fluorophores may be monitored by changes in:
1) fluorescence intensity; 2) fluorescence anisotropy; 3) excit-
ed-state lifetime; and 4) position of the emission band maxi-
mum (emission color).”? Analytical assays based on fluorescent
nucleosides commonly use one of these modalities. A classic
example is 2-aminopurine (2AP), a constitutional isomer of ad-
enine, changing emission intensity based on its local environ-
ment. 2AP fluoresces brightly in water (©=0.68), whereas
stacking interactions with neighboring nucleobases within the
nucleic acid strands strongly quenches 2AP fluorescence.” As
a consequence, quantitative determination of fluorescence in-

© 2014 Wiley-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim
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tensity may be problematic because it depends on the concen-
tration and is sensitive to unaccountable quenching effects.
Application of color-changing nucleosides can only partially re-
solve this problem; typically they are molecules that possess
a highly dipolar excited state and exhibit polarity-dependent
shifts in their emission together with the intensity changes,
which can be rather strong. Both parameters can monitor
changes occurring in their microenvironment.® Meanwhile,
sensing based on fluorescent intensity or spectral shifts suffers
from several limitations, related mainly to the problems of the
calibration of the fluorescence response, which is commonly
displayed in relative units. To overcome these limitations, an
approach based on the A-ratiometric sensing can be used.'”
Based on recording of the fluorescence signal as the ratio of
intensities at two or more wavelengths, this sensing has under-
gone rapid development during recent years. Such simple
two-channel probing makes possible to record an intrinsically
calibrated analytical signal that does not depend on local
probe concentration or instrumentation settings. Analytical
assays for nucleic acids based on A-ratiometry are known. The
vast majority of them exploit double-dye systems, such as fluo-
rescence resonance energy transfer (FRET) pairs and formation
of excimers."" Nevertheless, this method requires double label-
ing to obtain informative signals. An attractive alternative
using a single dye is still poorly explored because of the very
limited number of dyes that can display this property and of
the difficulties in their synthesis."®'? In this context, the focus
of our research is the synthesis of fluorescent nucleosides con-

Abstract in Ukrainian:

$yopecueHTHI aHasiory HyK/1e03nAiB, WO BOJOAIK0Tb
BMCOKOIK YYT/IMBICTIO 40 HaBKOMULIHLOIO OTOYEHHS, €
BaXNMBUMWU AN pocnimpkeHs OHK. B uiii po6oTi mu
npefcTaBNfAeMo AW3aiiH, CYHTe3 Ta BUBYEHHS HOBOTO
CO/IbBATOXPOMHOIO  paTioMeTpuyHoro  chnyopodiopy,
WO cKnafaeTbcs 3 oparMeHTiB  3-rigpOKCUXPOMOHY
(3rx) ta ypauuny. 3-TigPOKCUXPOMOHM € KIacom
My/NbTUNapaMeTpUYHUX  YyTAMBUX O  OTOYEHHSA
nyopodoopiB, WO Aal0Tb PATIOMETPUYHUIA CUTHAN
yepe3 HasABHICTb ABOX A[00pe po3giieHNX CMyr B
crnekTpax ewmicii. Crnonyku, onucaHi B Ui po6oTi,
NnokKasyloTb He TiflbKM 36epexeHHs, a i NoKpaweHHs
paTioMeTpUYHMX BnactmBocTeld. CnekTpu MOrMHaHHS
Ta dnyopecueHuii 3MilleHi B 4epBOHY 06NnacThb,
ACKpaBiCTb onyopecueHuji 36inswmnack. binbw Toro,
OBi  cMyrM  doniyopecueHuil  BUSBWIUCL  Kpalue
posgineHumMun, a TakoX JalTb  PaTioOMETPUYHY
BiANOBIAb Y 6iNbl LWIMPOKOMY iHTEPBAs NONAPHOCTEN
cepepgoBuLa. ansa aHanisy oToi3NYHNX
B/1ACTUBOCTEA HOBOro (onyopodoopy, My MNOPIBHANN
oro 3 cneujajlbHO CMHTE30BaHUM PALOM MOAENbHUX
cnonyk. OTpumaHi faHi cBigyatb npo Te, WO
hparmenTn  ypauuny Ta  3rX y  dnyopodopi
YTBOPIOKOTb EANHY CNPSKEHY €1EKTPOHHY CUCTEMY, LLIO
3a3Hae nepeHocy 3apagy Yy 30y[KEHOMY CTaHi.
Po3pobnennii Hamu chnyopochop € nepcrnekTUBHUM
ANS [OCNIIKEHHSA HYKNETHOBUX KUCNOT.
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taining single ratiometric emitters. With this aim, we concen-
trated our efforts on fluorescent nucleosides incorporating 3-
hydroxychromone fluorophores as single-dye ratiometric re-
porters.

3-Hydroxychromones (3HCs) are a prospective class of fluo-
rescent dyes offering exceptional solvatochromism together
with dual-band fluorescence suitable for ratiometric detection.
The two emission bands originate from a reaction occurring in
the excited state: the excited-state intramolecular proton
transfer (ESIPT, Figure 1)."® Upon excitation, 3HC molecules

0 H o™
T 0 ESIPT e
_,_,QJ | P
_ - +
s 07 A 0 Ar
R 5138 -
e 3g
238 ST H
&3%0 H o

ground
states

Figure 1. Origin of the dual emission of 3-hydroxychromones (ESIPT = excit-
ed state intramolecular proton transfer; BPT=ground state back-proton
transfer; N and T denote the normal and tautomer forms, respectively).

attain the normal excited form (N¥), which then undergoes an
ESIPT reaction to produce the tautomer (T*) excited form. Both
states are highly emissive, the T* band being typically 80-
100 nm redshifted compared with the N* band (Figure 1).

The dual emission of 3HCs is highly sensitive to the polarity
of the surrounding medium." In particular, the ratio of the
two emission bands changes with respect to the dielectric con-
stant and H-bond donor ability of the environment." High
values of dielectric constant and strong H-bond acidity of the
solvent stabilize the N* state and inhibit the ESIPT reaction,
thus increasing the N*/T* intensity ratio. Therefore, the ratio of
the two emission bands provides information about the micro-
environment of the dye. In addition to the N*/T* ratio, informa-
tion may be extracted from the relative positions of the two
bands, so that 3HCs are multiparametric fluorescent probes.'
Over the past two decades, 3HCs have found applications in
sensing polarity of normal”® and supercritical liquids,"” prob-
ing lipid membranes"® and proteins."” However, applications
of 3HC-based probes to nucleic acid sensing remain meager.

The work presented herein expands our earlier efforts in the
use of 3HC for nucleic acid probing. We showed that the H-
bond-sensitive fluorophore 2-furyl-3-hydroxychromone conju-
gated to a polyamine chain can distinguish single- from
double-stranded DNA through its two-band ratiometric re-
sponse.”” Subsequently, we synthesized a fluorescent nucleo-
side, which included the environment-sensitive 2-thienyl-3-hy-
droxychromone as a nucleobase mimic.?" Incorporation of the
nucleoside into oligonucleotides induced only a small destabi-
lization of the duplex structure. Most importantly, the 3HC nu-
cleoside showed significant changes in its ratiometric response
upon binding to a complementary strand or as the result of
the conformational changes caused by the chaperone viral nu-
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cleocapsid protein.”? According to these data, 3HCs are pro-
spective fluorophores for probing nucleic acids and their inter-
molecular interactions.

In this work, we developed a new 3HC-based ratiometric
fluorophore with improved properties for the purpose of nu-
cleic acid probing. We designed and synthesized a fluorophore
composed of 3HC and uracil aromatic fragments assembled
into a conjugated electronic system through an electron-con-
ducting acetylenic linker and investigated its solvatochromic
properties. The fluorophore showed improved fluorescence
properties, including redshifted absorption and emission,
higher brightness, and a new sensitivity profile to H-bond in-
teractions. The dye constitutes a promising building block for
incorporation into nucleic acids.

Results and Discussion
Design of the fluorophore

Design of new fluorophores with predefined photophysical
characteristics is a great challenge. To reach this aim, the ap-
proach based on modification of known fluorescent cores ap-
pears particularly fruitful.®® For designing a new fluorophore
based on the 3-hydroxychromone core for nucleic acid label-
ing, several requirements need to be met: 1) the target mole-
cule should contain a 3HC moiety with an unprotected hydrox-
yl group to use ESIPT as the principal sensing mechanism;
2) the fluorophore should be connected with one of the natu-
ral nucleobases to allow its incorporation into DNA as a corre-
sponding nucleoside; 3) the 3HC and nucleobase parts should
be connected through a short rigid linker to ensure a defined
localization of the fluorophore with respect to the nucleic acid
main axis. Based on these requirements, the following chemi-
cal structure of the fluorophore 1 (named TCelU) was pro-
posed.

Fluorophore 1 is composed of two fragments, namely 2-
thienyl-3-hydroxychromone, which was previously shown to
be a good ratiometric reporter sensitive to H bonding®" and
uracil, as the simplest member of the genetic alphabet. 1,3-Di-
methyl uracil was used to exclude any prototropic tautomerisa-
tion in the nucleobase part, which could trigger side reactions
such as 5-endo cyclization
during fragment assembly. An
acetylenic linker was introduced
between the 5’ position of the

thienyl ring and the 5 position o
of uracil. Such a modification of & J | o
uracil is commonly used in the ] 0 \S
synthesis of fluorescent nucleo- /
sides with new photophysical 2(1C)
characteristics."®®  Moreover, -
the selected configuration of £ ? OMe
the nucleobase and chromone B < |
moieties is expected to allow an 2 0 i S/
intramolecular  charge-transfer

4(MTC)

(ICT) between 4-carbonyl of
chromone and N-1 atom of
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ICT acceptor

R

ICT donor

1 (TCel)

Figure 2. Proposed structure of the electronically connected 2-thienyl-3-hy-
droxychromone and uridine fragments.

uracil (Figure 2). ICT was shown to play an important role in
modulating the environment-sensing properties of 3HC
dyes."™2¥ Furthermore, it has been shown for 2-thienyl-3-hy-
droxychromones that their 5-position is highly sensitive to
electron-donating groups.*”

To better understand the photophysics of this new com-
pound, we compared it with two analogues, namely the
parent 2-thienyl-3-hydroxychromone 2 (TC) and a TC bearing
an acetylene moiety 3 (TCe; Figure 3).

In addition, we have synthesized and characterized for fur-
ther comparison the methylated analogues of these three
compounds 4, 5 and 6 (named MTC, MTCe, and MTCeU, re-
spectively) that are unable to undergo ESIPT.

Synthesis

Synthesis of the fluorophore 1 TCeU and the model com-
pounds is depicted in Scheme 1 and Scheme 2. Several syn-
thetic strategies are reported to elaborate the 3HC scaffold. In
our study, the Algar-Flynn-Oyamada (AFO) reaction was em-
ployed as the most facile and abundant reaction for construct-
ing the 3-hydroxychromone core. Appreciable yields of the
target chromones were achieved by using a “soft” one-pot
protocol of the AFO reaction (Scheme 1).2¢ An important fea-
ture of this protocol is the possibility to obtain pure product
with minimal manipulation. According to this procedure, 2-hy-
droxyacetophonone 7 was treated with thiophene-aldehydes 8
and 9 in ethanol in the presence of sodium hydroxide with
subsequent addition of hydrogen peroxide and acidic work-up
to give 3-hydroxychromones 2 (TC) and 10 in 50 and 48%

Increase of electronic conjugation

5 (MTCe)

6 (MTCeU)

Figure 3. Structure of the designed fluorophore TCeU and model compounds.
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a), b)

TC:2 R'=H (50 %)
10 R" = Br (48 %)

r e) (for 10)

O ——TMS
{ /

MTCe: 5R? = Me (98 %)
TCe: 3R%2=H (41 %)

Scheme 1. Synthesis of 2-thienyl-3-hydroxychromones. Reagents and conditions: a) NaOH, EtOH, RT, 48 h; b) H,0,
¢) Me,SO,, KOH, 18-crown-6, CH,Cl,/H,0, RT, 1 h; d) Cbz-Cl, KOH, 18-crown-6, CH,Cl,/H,0, RT, 1 h;

(30% aq.);
e) [PdCl,(PPh;),], Cul, NEt;, THF, reflux.

0 o) ™S O
N

I\fJ\NH a) |\ka/ b) \ka/

H/go N/&O N’go

\
13 14 (68 %) 15 (82 %) o
N
A
d) | N
N o)
MTCeU 6:R = Me (64 %) N 16 (91 %)

17: R = Cbz (59 %)

e)
TCeU 1:R=H (81 %)

Scheme 2. Modular synthesis of 3HC-uracil fluorophores. Reagents and con-
ditions: a) Me,SO,, NaOH, H,0, 100°C, 2 h; b) TMS-acetylene, [PdCI,(PPh;),],
Cul, DIPEA, THF, 55°C, 4 h; ) TBAF, THF, RT, 1 h; d) 11 or 12, [PdCl,(PPh,),],
Cul, DIPEA, THF, 55°C; e) NH,OH, MeOH, RT, 1 h.

yields, respectively.?” Derivative 4 (MTC) was obtained in 97 %
yield after methylation of TC by dimethyl sulfate under the
phase-transfer catalysis (PTC) conditions reported previously.”®
Compounds 2 (TC) and 4 (MTC) were used for spectroscopic
characterizations. Bromo-chromone 10 was converted under
the same conditions into the methylated derivative 11 needed
for the synthesis of the model compound MTCe.

The synthesis of the designed fluorophore TCeU requires an
appropriate protection for the 3-OH group of the chromone.
We selected a carbonate-type protecting group, the benzyloxy-
carbonyl group (known as Cbz or Z), which was successfully
employed in our recent work for the synthesis of 3HC-contain-
ing nucleosides.”” The Cbz group was introduced onto
bromo-chromone 10 by treatment with Cbz-Cl under PTC con-
ditions. Sonogashira coupling with TMS-acetylene and com-
pounds 10 and 11 resulted in moderate to excellent yields of
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the model compounds TCe (3)
and MTCe (5) required for the
photophysical studies.

Concerning the preparation
of the nucleobase fragment,
5-iodouracil 13 was first bis-me-
thylated on its N-1 and N-3 posi-
tions as reported.”” A Sonoga-
shira coupling in presence of
TMS-acetylene  provided the
alkyne derivative 15 in good
yields. Removal of TMS by treat-
ment with tetrabutylammonium
fluoride (TBAF) led to the re-
quired fragment for the final as-
sembly. Sonogashira coupling
between fluorescent moieties 11
and 12 and the nucleobase part
16 gave the desired dye MTCeU
(6) and 17 in appreciable yields.
The Cbz masking the 3-hydroxyl
group was cleaved by a simple treatment with aqueous am-
monia in methanol at room temperature to afford the target
fluorophore TCeU (1).

O \/ R1

H, R? = Me (97 %)
11 R" =Br, R? = Me (78 %)
12 R" = Br, R? = Cbz (81 %)

Spectroscopic properties of the designed fluorophore

UV/Vis absorption and fluorescence properties of the designed
fluorophore as well as of the model compounds were investi-
gated in a set of eleven solvents varying in polarity (Table 1).

Table 1. Spectroscopic properties of TCeU in different solvents.

Solvent  E(EBO)®  SBHM 4 @ @ 4 d 0 @
H,0 63.1 035 401 500 - - 0.08
MeOH 55.4 047 395 501 558 120 022
EtOH 519 048 397 488 574 063 0.18
BuOH 497 048 400 481 571 050 0.19
CHCN 456 032 392 472 576 054 0.15
DMSO 451 0.88 402 477 582 143 025
acetone 422 049 393 465 581 053 0.15
CH,Cl, 407 0.05 397 458 577 031 0.17
EtOAC 38.1 045 394 451 579 036 0.15
THF 374 048 396 448 585 073 0.18
PhCH, 339 0.14 399 441 587 0.3 0.15

[a] Reichardt’s empirical solvent polarity index.*® [b] H-bond basicity.'>*"
[c] Position in nm of the absorption maximum. [d] Position in nm of the
maximum of the normal emission band. [e] Position in nm of the maxi-
mum of the tautomer emission band. [f] Ratio of the intensities at the
two emission maxima. [g] Fluorescence quantum yield measured using 3-
hydroxyflavone in toluene (@ =0.29) as a reference.t?

Four protic solvents (water, methanol, ethanol, n-butanol) and
seven aprotic solvents (acetonitrile, dimethyl sulfoxide, ace-
tone, ethyl acetate, THF, dichloromethane, toluene) were se-
lected. According to their H-bond basicity (53,") values, three
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of the aprotic solvents may be classified as neutral (toluene, di-
chloromethane, acetonitrile), whereas the other aprotic sol-
vents are rather basic.">3"

The compound TCeU exhibits a single absorption band cen-
tered at 392-401 nm. The positions of the maxima correlate
poorly with the solvent polarity showing a little positive solva-
tochromism. In all solvents except for water, TCeU showed
dual emission, in which the short-wavelength and long-wave-
length bands can be attributed to the N* and T* states, respec-
tively. The N*/T* ratio as well the position of the N* emission
band were strongly solvent-dependent (Table 1, Figure 4).

0.0

T y T T T y T g T
450 500 550 600 650

fluorescence/A.U.

0.0 4= - T T T T T
400 450 500 550 600 650 700

wavelength/nm

Figure 4. Fluorescence spectra of TCeU normalized at the maximal intensity
in: A) protic, and B) aprotic solvents.

The N* band demonstrates positive solvatochromism, which
is typical for this class of compounds.®™ The position of the T*
band maximum is blueshifted in protic solvents, as compared
with aprotic solvents, probably due to the formation of
a H bond between the phenoxide oxygen of TCeU in the excit-
ed tautomer state and the solvent, as it was proposed for 2-
furyl-3HC.B¥ The Stokes shifts for the first and second emission
bands are comprised between 2387-5356 and 7395-
8027 cm™’, respectively. The large Stokes shift obtained for the
second emission band is characteristic for ESIPT probes. As
a general trend, the N*/T* ratio increases with an increase in
solvent polarity. Thus, the highest values of N*/T* ratio are ob-
served for highly polar protic methanol and aprotic DMSO,
whereas the lowest values are observed for the most apolar
toluene. The fluorescence quantum vyields are rather good in
all solvents (0.15-0.25), except water (0.08).
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Comparison of TCeU with model compounds

The absorption and fluorescence properties of TC and TCe
were investigated and compared with those obtained for
TCeU in the same set of solvents to get further insight regard-
ing the effect of the electronic conjugation in the extended
chromophore (Table 2). The absorption spectrum shifts to red

Table 2. Spectroscopic characteristics® of TC, TCe, and TCeU in different
solvents.
Compound Solvent Aabs A A Ino/ b D
MeOH 359 424 540 0.72 0.07
EtOH 360 424 542 0.34 0.08
TC CH,CN 354 414 540 0.07 0.08
EtOAc 354 412 543 0.05 0.12
CH,Cl, 357 412 537 0.02 0.30
PhCH, 358 412 546 0.01 0.24
MeOH 378 442 561 0.43 0.13
EtOH 379 439 563 0.22 0.14
TCe CH;CN 373 431 563 0.10 0.14
EtOAC 374 430 566 0.12 0.15
CH,Cl, 379 432 561 0.05 0.19
PhCH, 379 431 572 0.03 0.20
MeOH 395 501 558 1.20 0.23
EtOH 397 488 574 0.63 0.18
TCeU CH;CN 392 472 576 0.54 0.15
EtOAC 394 451 579 0.36 0.15
CH,Cl, 397 458 577 0.31 0.17
PhCH, 399 441 587 0.13 0.15
[a] See the footnotes [c]-[g] in Table 1 for the definitions of these param-
eters.

in the following sequence: TC—TCe—TCelU (Figure 5). Extinc-
tion coefficients increase upon extending the m-electronic
system of the fluorophore. Values are 23500, 30500, and
35000m'cm™" in methanol for TC, TCe, and TCeU, respective-
ly.

This sequential redshift corresponds well to the gradual in-
crease in the conjugation length of the fluorophores. The data
also suggest that the chromone and uridine parts in TCeU are
fused into a single conjugated electronic system as evidenced
by the disappearance of the characteristic absorption band of

absorption

0.0 ;

i
300 400 500
wavelength/nm

Figure 5. Absorption spectra of compounds TC, TCe and TCeU in ethyl ace-
tate. Absorptions are proportional to their absorption coefficient.
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uracil at about 260 nm (Figure 5). Interestingly, our designed
fluorophore exhibits suitable absorption properties with an ab-
sorption band around 400 nm making possible its selective ex-
citation in the presence of proteins and nucleic acids with con-
ventional commercial lasers.

Similar to TCeU, the model compounds TC and TCe display
dual emission, indicating that all three of them undergo ESIPT.
The positions of the emission bands shift to the red with the
increase in the fluorophore conjugation: TC—TCe —TCeU. For
each solvent studied, the value of the N*/T* ratio of TCeU is
much higher than those of TC and TCe (Table 2). Furthermore,
the dual emission of these dyes depends differently on the sol-
vent polarity.

In contrast to TCeU, compounds TC and TCe show only lim-
ited positive solvatochromism of the N* band. Indeed, going
from toluene to MeOH, the N* band shifts to the red by only
12 nm for TC and TCe, whereas for TCeU the redshift reaches
60 nm. The T* band of TC and TCe also does not reveal clear
variations with solvent polarity. Remarkably, all three com-
pounds showed an increase in the N*/T* ratio with increasing
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Figure 6. Normalized fluorescence spectra of TC (—), TCe (----- ), and TCeU

(eoees ) in: A) methanol, B) ethanol, C) ethyl acetate, and D) dichloromethane.

solvent polarity (Figure 6). However, the N* band emission of
TCeU is significant in aprotic solvents of different polarity,
which is not the case of TC and TCe. Both compounds show
only a marginal contribution of their N* form to the emission
spectra in apolar solvents, such as ethyl acetate and dichloro-
methane (Figure 6 C and D).

Both the strong solvatochromism of the N* band of TCeU
and its high intensity in aprotic solvents are in line with
a charge-transfer character of its N* state. A very similar
charge-transfer character of the N* state was previously ob-
served for 4'-(dialkylamino)-3-hydroxyflavone* and its ana-
logues having a push-pull structure.®™ It was hypothesized
that in aprotic solvents, the strong interaction of the highly
polar N* state with the environment may stabilize it dielectri-
cally and thus shifts the ESIPT equilibrium N*=T* towards to
the N* state.B®
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To further investigate the contribution of ICT to the photo-
physical behavior of the synthesized ESIPT dyes, their methy-
lated analogues MTC, MTCe, and MTCeU were characterized in
the same set of solvents (Supporting Information, Table S2).
MTC, MTCe, and MTCeU showed comparable absorption coef-
ficients to the parent non-methylated dyes and absorption
bands centered at 337-341, 362-368, and 375-388 nm, respec-
tively. When compared with the corresponding non-methylat-
ed chromones, the methylated analogues exhibit a significant
blueshift of their absorption maximum. This significant blue-
shift may be explained by a possible distortion of the planar
structure of the fluorophores due to an increased steric hin-
drance between the methoxyl group and the thienyl substitu-
ent in positions 3 and 2 of the chromone ring.?”

As expected, no tautomer band in the emission spectra was
observed due to blocked ESIPT. Notably, no significant blue-
shift in the emission maxima was observed, when compared
with the N* band of non-methylated chromones. This indicates
that the geometry of the relaxed excited state is close for both
methylated and non-methylated compounds. The emission
bands of the methylated 3HCs were centered at 426-450 nm
for MTC and at 432-442 nm for MTCe, showing a poor de-
pendence on solvent polarity. At the same time, compound
MTCeU exhibited a strong solvent dependence of the position
of its emission band, which ranges from 451 nm in ethyl ace-
tate to 511 nm in water (Figure 7). Thus, the methylated com-

o
®
N

fluorescence/A.U.

o
[N
L

0.0 T T 1
400 450 500 550 600
wavelength/nm

Figure 7. Normalized fluorescence spectra of MTCeU in representative sol-
vents of different polarities.

pound MTCeU, similarly to its parent 3-hydroxychromone
TCeU, shows a strong solvatochromism of its emission band,
confirming our hypothesis on the charge-transfer character of
the N* state. Our data confirm the presence of an ICT state
due to the interaction of the chromone and uracil moieties.

A significant increase in the fluorescence quantum yield was
observed for MTCeU (10-50%) as compared with MTC (0.5-
2%) and MTCe (2-20%). The high quantum vyields of MTCeU
together with its solvatochromic properties compare favorably
with other color-changing nucleoside analogues® and make
this fluorophore a prospective candidate for incorporation in
DNA and further investigations.
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Table 3. Time-resolved decay parameters® for TC, TCe, and TCeU in polar solvents.
Compound Solvent Vv a,N'®! Vv a,N®! " a,"® " a," ™
[ns]® [ns]® [ns]® [ns]®
EtOH 0.10+0.01 1.00 - - 0.08+0.01 —0.45 1.24+0.1 0.55
MeOH 0.11£0.01 1.00 - - 0.104+0.01 —0.47 0.76 +0.05 0.53
EtOH 0.11+0.01 1.00 - - 0.09+0.03 —0.53 26+0.9 0.47
MeOH 0.134+0.01 1.00 - - 0.13+0.02 —0.15 2.00+0.01 0.85
EtOAc 0.12+0.01 1.00 - - 0.104+0.01 —0.47 24+0.2 0.53
EtOH 0.22+0.01 0.54 0.50+0.01 0.46 0.30+0.13 —-0.12 1.9+0.1 0.88
MeOH 0.43+0.01 0.79 0.91+0.02 0.21 0.354+0.08 —-0.25 1.55+0.1 0.75
1(TCeU) \
[a] The short- (7;) and long- (z,) lived decay times for the N* and T* emission bands, respectively. [b] The corresponding pre-exponential coefficients for the
N* and T* emission bands, respectively.

Time-resolved studies of ESIPT

Time-resolved investigation of the ESIPT reaction in com-
pounds TC, TCe, and TCeU was performed to understand the
dramatic differences in the sensitivity of these compounds to
solvent polarity. Time-resolved measurements were conducted
in polar solvents in which both the normal and tautomer fluo-
rescence bands were well separated (Table 3). Except for TCeU
in the two protic solvents, the decay of the N* band of the
three compounds was characterized by a single short-lived
component (7;V), whereas the T* band decay was character-
ized by a fast rise component (z;") with a lifetime value close
to that of 7,V followed by a slower decay component (z,"). A
similar behavior was already reported for (2-furyl)-3-hydroxy-
chromone®? and for 3-hydroxyquinolones,”” the aza-ana-
logues of 3HCs, strongly suggesting an irreversible ESIPT
mechanism that is kinetically controlled. In this mechanism,
the 7,"" and 7,” values describe the kinetics of the proton
transfer, whereas the long-lived decay component of the T*
state (z,") describes the lifetime of the T* form. For TCe, the
ESIPT is slightly slower than in TC. For both compounds, the
short-lived lifetimes are slightly higher in methanol, confirming
that the ESIPT process is slower in this more H-bond-donating
solvent.

In the case of TCeU, the data indicate an apparent change
in the ESIPT mechanism in polar protic solvents. Whereas the
N* emission in ethyl acetate is characterized by monoexponen-
tial kinetics, the N* emission in EtOH and MeOH shows biexpo-
nential decay with commensurable amplitudes. The shorter
component in these solvents still matches well with the corre-
sponding rise component of the T* emission band, so it can
be assigned to the ESIPT process. Interestingly, the value of
this component drastically rises with the increase of the H-
bond-donating ability of the solvent, indicating a slowing
down of the ESIPT. The slowing down of ESIPT can be assigned
to the formation of an intermolecular H bond between the 3-
hydroxyl group of the dye with the solvent, which disrupts the
intramolecular H bond with the carbonyl oxygen. Remarkably,
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the ESIPT process is slower in TCeU in comparison with TC
and TCe in the same solvents. Indeed, an increase in the
charge-transfer character of the N* state in TCeU due to the
electron-donating uracil group may further strengthen the in-
termolecular solvent-solute H bond, thus additionally slowing
down the ESIPT reaction.® The longer component in the N*
emission, however, is not similar to the long-lived decay com-
ponent in the T* emission, which one would expect in the
case of reversible ESIPT.5®

Thus, the proton transfer in TCeU in polar protic solvents
likely remains irreversible, whereas the longer component of
the N* emission decay may be assigned to the fluorescence of
a different form, probably the intermolecular H-bonded species
that is generally non-emissive in 3HCs, but was shown to emit
in  3-hydroxyquinolones® and 4'-dialkylamino-3-hydroxyfla-
vones.*" The presence of this new emissive species is consis-
tent with the higher quantum yield measured for TCeU in
methanol and ethanol as compared with TC and TCe.

Correlation of the spectroscopic properties of TCeU with sol-
vent polarity

In the prospect of using TCeU as an environment-sensitive
fluorophore for DNA probing, it is important to establish the
relationships between the photophysical parameters of the
fluorophore (position of absorption/emission bands, and N*/T*
ratio) and quantitative parameters of the environment polarity.
In this work, we used the Reichardt’s polarity scale £-(30),®” an
empirical scale commonly used in the analysis of dye solvato-
chromism. It has also been established as a reliable scale for
analyzing emission of 3HCs.'%3*

We observe that the positions of the absorption band and
the T* emission band of TCeU show a poor correlation with
E;(30). In contrast, a strong correlation is observed for the posi-
tion of the N* band, which undergoes a bathochromic shift
with an increase in solvent polarity (Figure 8). Obviously, this
solvatochromism is caused by the strong dipole moment of
the N* state, which possesses an ICT character. The strong sol-
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Figure 8. Dependence of the spectroscopic characteristics of TCeU on the
solvent polarity index E(30). Position of the N* band (top) and logarithm of
the N*/T* ratio (bottom) as a function of £/(30). The light-gray squares, black
circles, and dark-gray triangles represent protic (MeOH, EtOH, BuOH), aprotic
neutral (CH;CN, CH,Cl,, PhCHj;), and aprotic H-bond basic solvents (DMSO,
acetone, EtOAc, THF), respectively.

vent-dependent variation in the N*/T* intensity ratio is the dis-
tinctive feature of 3HC fluorophores.>**! In the case of TCeU,
the N*/T* ratio increases with the solvent polarity both in
protic and neutral aprotic solvents, showing a linear correlation
between log (l\/I+) and E;(30). Most importantly, the N*/T*
ratio remains relatively high in aprotic media, so that the TCeU
fluorophore is capable of distinguishing one apolar aprotic sol-
vent from another; whereas, both the parent TC (Table 2,
Figure 6) and its structural analogue 2-furyl-3-hydroxychro-
mone® show a uniformly low N*/T* ratio in these solvents. By
this feature, TCeU is comparable to 4’-dialkylamino-3-hydroxy-
flavones that also possess an ICT nature of their normal excited
state. However, the dependence of the N*/T* ratio of TCeU
versus E-(30) shows some upward deviation for aprotic sol-
vents that present strong H-bond-acceptor ability (basicity).
The upward influence of basic solvents on the relative intensity
of N* band was observed even at trace concentration of
a basic solvent originating from the stock solution; notably,
this was observed only for fully conjugated TCeU (Supporting
Information, Figure S1).

This deviation indicates that these aprotic solvents can
hamper the ESIPT reaction in TCeU, probably by disrupting its
intramolecular H bonding. This phenomenon is not usually ob-
served for 3HC derivatives," but it is a common property of 3-
hydroxyquinolones.*™ A similar effect of basicity was also ob-
served for several other 2-thienyl-3-hydroxychromones.”” The
effect of solvent basicity on TCeU emission confirms the fact
that unlike other 3HCs, its complex with disrupted H bonding
is probably emissive, in line with its relatively high quantum
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yields observed in H-bond-acceptor solvents (Table 1). Finally,
the good correlation observed with all other solvents
(Figure 8), indicates that the N*/T* ratio depends both on the
polarity, H-bonding acidity and basicity of the solvent.

It should be noted that the strong variation of the dual
emission of TCeU is observed in a broad range of solvent po-
larities, ranging from apolar toluene up to polar methanol. This
is an important difference with its analogues TC, TCe, and the
previously reported 2-furyl-3-hydroxychromone, which show
strong variation of their dual emission mainly in polar protic
solvents.®¥ The present new feature, resulting from the
charge-transfer character of the N* excited state, makes this
new fluorophore prospective for incorporation into DNA, in
which rather low polarities of internal regions can be found as
well as the local environment of the major groove is expected
to be relatively polar and comparable to methanol and there-
fore different to bulk water.*? The incorporation of TCeU into
DNA and its further application for monitoring DNA interac-
tions is under way and will be reported in due course.

Conclusion

A new fluorescent dye based on the fusion of 3HC and uracil
moieties has been designed, synthesized, and investigated.
The dye undergoes an ESIPT reaction and exhibits a dual-band
emission in a set of solvents of varying polarity. The ratio of its
two emission bands changes as a function of the solvent polar-
ity across a broad range. The position of the N* band corre-
lates perfectly with the empirical solvent polarity scale E(30). A
strong correlation was found also between log(N*/T*) and
E;(30) for protic and neutral aprotic solvents. Comparison with
its structural analogues allowed for the demonstration of the
electronic conjugation between 3HC and uracil heterocycles
and the charge-transfer nature of its normal excited state that
is responsible for the dependence of its N*/T* ratio on the sol-
vent polarity. The fluorophore is a prospective candidate for in-
corporation into DNA as an environment-sensitive nucleobase
mimic.

Experimental Section
General methods

All non-aqueous reactions involving water-sensitive reagents were
performed in oven-dried glassware under argon using dry solvents.
The synthetic intermediates were co-evaporated twice with tolu-
ene and dried in vacuo before use. All chemical reagents were ob-
tained from commercial sources and were used as supplied. Anhy-
drous solvents were obtained according to standard procedures.*”
The reactions were monitored by thin-layer chromatography (TLC,
Merck silica gel 60 F254 plates) and visualized both by UV radiation
(254 and 365 nm) and by spraying with phosphomolybdic acid in
ethanol followed by a subsequent warming with a heat gun. Flash
column chromatography™! was performed by using silica gel (40-
63 um). All NMR spectra ('H, °C, ?D) were recorded on 200 or 500
Bruker Advance Spectrometers (200 or 500 MHz). '"H NMR (200 and
500 MHz), CNMR (50 and 125 MHz, recorded with complete
proton decoupling) spectra were obtained with samples dissolved
in CDCl;, CD;0D, or [Dc]DMSO, with the solvent signal used as an
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internal reference: 6=7.26 for CHCl;, 3.31 for CD,HOD, and
2.50 ppm for (CD3)(CD,H)S(O) for 'H NMR experiments, and 6 =77.0
for CDCl,, 49.0 for CD,0D, and 39.4 ppm for (CD5),S(0) for *C NMR
experiments.*”! Chemical shifts (0) are given in ppm to the nearest
0.01 ("H) or 0.1 ppm (*C). The coupling constants (J) are given in
Hertz (Hz). The signals are reported as follows: (s=singlet, d=dou-
blet, t=triplet, m=multiplet, br=broad). Assignments of 'H and
3C NMR signals were achieved with the help of D/H exchange,
COSY, HMQC, HMBC experiments. Regular mass spectra (MS) were
recorded on an Esquire 3000 Plus apparatus with ESI in both posi-
tive and negative mode. High-resolution mass spectrometry was
conducted with a FINIGAN MAT 95 spectrometer with El or ESI ion-
ization techniques. Systematic flavone and nucleobase nomencla-
ture is used below for the assignments of each spectrum. All sol-
vents for absorption and fluorescence experiments were of spec-
troscopic grade. Absorption spectra were recorded on a Cary 4
spectrophotometer (Varian) using 1 cm quartz cells. Stock solutions
were prepared using dimethyl sulfoxide, except for TCeU for which
dioxane was used. The samples used for spectroscopic measure-
ments contained approximately 0.1% v/v of the stock solvent.
Fluorescence spectra were recorded on a FluoroLog 3.5 spectro-
fluorometer (Jobin Yvon, Horiba). Excitation wavelength was
360 nm. Time-resolved fluorescence measurements were per-
formed with the time-correlated, single-photon counting technique
using the excitation pulses at 315 nm provided by a pulse-picked
frequency-tripled Ti:sapphire laser (Tsunami, Spectra Physics)
pumped by a Millenia X laser (Spectra Physics). The fluorescence
decays were collected at the magic angle (54.7°) of the emission
polarizer to avoid any artifact due to vertically polarized excitation
beam. The single-photon events were detected with a microchan-
nel plate photomultiplier (Hamamatsu) coupled to a pulse pream-
plifier HFAC (Becker-Hickl) and recorded on a SPC-130 board
(Becker-Hickl). Time-resolved data were analyzed by the maximum
entropy method (Pulse 5 software).*® In all cases, the y* values
were close to 1 and the weighted residuals as well as their auto-
correlation were distributed randomly around 0, indicating an opti-
mal fit.

Synthesis

3-Hydroxy-2-(thiophen-2-yl)-chromen-4-one (2): A 5N NaOH solu-
tion (6 mL) was added drop-wise to a stirred solution of o-hydroxy-
acetophenone 7 (1.16 mL, 9.63 mmol) and 2-thiophenecarbalde-
hyde 8 (900 pL, 9.63 mmol) in ethanol (50 mL). The reaction mix-
ture was stirred 48 h at RT before the drop-wise addition of 30%
aqg. hydrogen peroxide solution (2 mL). The resulting mixture was
stirred 7 h at RT, then poured into cold water (300 mL) and neutral-
ized with diluted acetic acid. The resulting precipitate was filtered
and thoroughly washed with water and hexane to provide the
target derivative 2 (1.17 g, 50%; C;3HgO,S (244.27)) as a yellow
solid. 'HNMR (200 MHz, [DDMS0Q): 6=7.30 (dd, */=5.0, ’J=
3.8 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.46 (td, >J=8.0, /=1.2 Hz, 1H, He), 7.72
(dd, >)=8.4, J=1.2Hz, 1H, H8), 7.73-7.84 (m, 1H, H7), 7.91 (dd,
3)=5.0, “J=1.2Hz, TH, Hy-thioph)), 7.97 (dd, *J=3.8, “J=1.2Hz,
1H, Ha-thioph.), 8.10 (dd, J=8.0, 1.2 Hz, 1H, H5), 10.28 ppm (s, TH,
OH); 3C NMR (50 MHz, [D]JDMSO): 6 =118.0 (C8), 121.7 (C10), 124.5
(C6), 124.7 (C5), 127.7 (CP), 128.3 (Ca), 130.9 (Cy), 132.3 (C2-Th),
133.6 (C7), 136.6 (C3), 143.1 (C2), 154.1 (C9), 171.9 ppm (C4); MS
(ESIT): m/z: 267.0 [M+Na] .

2-(5-Bromothiophen-2-yl)-3-hydroxy-chromen-4-one (10): A 5N
NaOH solution (6 mL) was added drop-wise to a stirred solution of
o-hydroxyacetophenone 7 (1.16 mL, 9.63 mmol) and 5-bromo-2-thi-
ophenecarbaldehyde 9 (1.14 mL, 9.63 mmol) in ethanol (50 mL)
was. The reaction mixture was stirred 48 h at RT before a drop-
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wise addition of 30% ag. hydrogen peroxide solution (2 mL). The
resulting mixture was stirred 7 h at RT, then poured into cold water
(300 mL) and neutralized with diluted acetic acid. The resulting
precipitate was filtered and thoroughly washed with water and
hexane to provide as a yellow solid the target derivative 10
(1.49 g, 48%; Cy5H,BrO;S (323.16)). 'H NMR (200 MHz, CDCly): 0=
7.19 (d, 3J=4.0 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.41 (td, >/=8.0, “/=0.8 Hz,
TH, H6), 7.54 (d, >J=8.4Hz, 1H, H8), 7.71 (ddd, /=84, */=8.0,
*J=1.4Hz, 1H, H7), 7.73 (d, >J=4.0 Hz, 1H, Ho-thioph.), 8.22 ppm
(dd, 3J=8.0, “J=1.4 Hz, 1H, H5); *C NMR (50 MHz, [D;]DMSO): 6 =
112.2 (Th-Br), 117.8 (C8), 121.6 (Ca), 122.0 (C10), 122.9 (C6), 124.7
(C5), 129.3 (CP), 131.6 (C7), 136.1 (C2-Th), 141.6 (C3), 146.5 (C2),
153.3 (C9), 176.0 ppm (C4); MS (ESI™): m/z: 344.9 [M+Na]™".

3-Methoxy-2-(thiophen-2-yl)-chromen-4-one (4): A solution of
4.5m KOH (2 mL), 18-crown-6 (5 mol%, 25 mg), and dimethyl sul-
fate (370 uL, 3.86 mmol) were added to a stirred suspension of 2
(472 mg, 1.93mmol) in CH,Cl, (8 mL). The reaction mixture
became homogenous in 5 min and was stirred at RT for 1 h. After
quenching by addition of H,O (10 mL), the organic layer was ex-
tracted with CH,Cl, (3x), dried over MgSO,, filtered, and the vola-
tiles were removed in vacuo. The residue was purified by flash
chromatography on silica gel eluted with cyclohexane/EtOAc mix-
ture (10:1—4:1, v/v) to provide the desired compound 4 as
a yellow solid (483 mg, 97 %; C,,H,005S (258.29)). '"H NMR (200 MHz,
CDCl): 6=4.06 (s, 3H, CHy), 7.19 (dd, *J=40, 50Hz, 1H, Hp-
thioph.), 7.36 (td, 3/=8.0, “J=1.0 Hz, H6), 7.50 (dd, >/=84, =
1.0 Hz, 1H, H8), 7.60 (dd, *J=5.0, */=1.2 Hz, 1H, Hy-thioph.), 7.65
(td, >)=84, “J=1.6Hz, TH, H7), 7.94 (dd, ¥)=4.0, J=1.2Hz, 1H,
Ho-thioph.), 8.22 ppm (dd, 3/=8.0, “/=1.6 Hz, 1H, H5); *CNMR
(50 MHz, CDCl,): 6=59.6 (OMe), 117.7 (C8), 124.2 (C10), 124.6 (C6),
125.6 (C5), 127.4 (CB), 129.5 (Car), 131.5 (Cy), 131.7 (C2-Th), 133.3
(C7), 1386 (C3), 151.5 (C2), 154.7 (C9), 174.0 ppm (C4); HRMS
(ESIY): m/z caled for C,,H,;,05S: 259.0423 [M+H]*; found 259.0424.

3-Methoxy-2-(5-bromothiophen-2-yl)-chromen-4-one (11): A solu-
tion of 45m aqg. KOH (5 mL), 18-crown-6 (5 mol%, 65 mg), and di-
methyl sulfate (930 pL, 9.84 mmol) were added to a stirred suspen-
sion of 10 (1.59 g, 4.92 mmol) in CH,Cl, (35 mL). The reaction mix-
ture became homogenous in 5 min and was stirred at RT for 1 h.
After quenching by addition of H,O (40 mL), the organic layer was
extracted with CH,Cl, (3 x), dried over MgSO,, filtered and the vola-
tiles were removed in vacuo. The residue was purified by flash
chromatography on silica gel eluted with cyclohexane/EtOAc mix-
ture (10:1—4:1, v/v) to provide the desired compound 11 as
a yellow solid (1.30 g, 78%; C,,HoBr0,S (337.19)). '"H NMR (200 MHz,
CDCl,): 0=4.07 (s, 3H, CH,), 7.16 (d, 3J=3.8 Hz, TH, Hp-thioph.),
7.38 (td, >J=8.0Hz, “J=1.0 Hz, H6), 7.49 (dd, *J=84, Y/=1.0Hz,
1H, H8), 7.62-7.79 (m, 1H, H7), 7.66 (d, °J=3.8 Hz, 1H, Ha-thioph.),
822 ppm (dd, /=80, *)/=1.6Hz, 1H, H5); *CNMR (50 MHz,
CDCl,): 6=59.7 (OMe), 117.7 (C8), 119.8 (Th-Br), 124.2 (C10), 124.7
(C6), 125.7 (C5), 129.2 (Ca), 130.2 (CP), 132.7 (C2-Th), 133.5 (C7),
138.4 (C3), 150.2 (C2), 154.7 (C9), 173.8 ppm (C4); HRMS (ESI*): m/z
calcd for C;4H,,BrO,S: 336.9529 [M+H]"; found 336.9531.

3-Benzyloxycarbonyloxy-2-(5-bromothiophen-2-yl)-chromen-4-

one (12): A solution of 4.5m ag. KOH (9 mL), 18-crown-6 (5 mol %,
43 mg), and benzyl chloroformate (700 pL, 4.88 mmol) were added
to a stirred suspension of 10 (1.05 g, 3.25 mmol) in CH,Cl, (13 mL).
The reaction mixture became homogenous in 5min and was
stirred at RT for 1 h. After quenching by addition of H,0 (10 mL),
the organic layer was extracted with CH,Cl, (3x), dried over
MgSO,, filtered, and the volatiles were removed in vacuo. The resi-
due was purified by flash chromatography on silica gel eluted with
cyclohexane/EtOAc mixture (9:1—7:3, v/v) to provide the desired
compound 12 as white crystals (1.20 g, 81%; C,,H,3BrO,S (457.29)).
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R:=0.53 (cyclohexane/EtOAc=7:3); '"H NMR (200 MHz, CDCl,): 6 =
537 (s, 2H, CH,), 7.16 (d, >J=4.0 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.34-7.50 (m,
6H, H6 and Cbz), 7.52 (dd, 3/=8.4, “J=0.6 Hz, 1H, H8), 7.65 (d, *J=
4.0Hz, 1H, Ho-thioph), 7.72 (td, /=84, *J=16Hz, 1H, HY),
8.25 ppm (dd, 3J=80, “/=1.6Hz, 1H, H5); “CNMR (50 MHz,
CDCly): 6 =71.3 (OC(O)CH,Ph), 117.8 (C8), 120.4 (Th-Br), 123.6 (C10),
125.4 (C6), 126.1 (C5), 1284 (0-Cpy), 128.7 (m-Cyy), 128.8 (p-Gpp),
131.0 (CP), 131.0 (Ca), 131.5 (C2-Th), 132.0 (C3), 134.1 (C7), 134.5
(i-Cpp), 150.3 (C2), 151.8 (OC(O)CH,Ph), 155.0 (C9), 171.3 ppm (C4);
HRMS (ESI*): m/z caled for C,,H,,BrOS: 456.9740 [M+H]"; found:
456.9732.

3-Hydroxy-2-(5-((trimethylsilyl)ethynyl)thiophen-2-yl)-chromen-
4-one (3): [PACL,(PPh;),] (3 mol%, 20 mg) and Cul (3 mol%, 5 mg)
were added to a stirred solution of aryl bromide 10 (323 mg,
1 mmol), trimethylsilylacetylene (210 uL, 1.5 mmol) and N,N-diiso-
propylethylamine (DIPEA; 280 pL, 2 mmol) in THF (6 mL) under
argon. The mixture was heated at reflux for 1 h, then allowed to
cool down to RT. The volatiles were removed in vacuo and the resi-
due was purified by flash chromatography on silica gel eluted with
CH,Cl,/MeOH (99:1—97:3, v/v) to provide the coupled derivative 3
as a yellow solid (142 mg, 41%; C;gH,s0,SSi (340.47)). 'H NMR
(500 MHz, [Dg]DMSO): 6 =0.27 (s, 9H, SiMe;), 7.47 (dd, *J=8.0 Hz,
3)=7.5Hz, H6), 7.50 (d, >J=4.0 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.72 (d, *J=
8.5 Hz, 1H, H8), 7.81 (ddd, 3/=8.5,3J=7.5, *J=1.5Hz, 1H, H7), 7.85
(d, >J=4.0 Hz, 1H, Ha-thioph.), 8.10 (dd, */=8.0, */=1.5Hz, 1H,
H5); 10.59 ppm (brs, 1H, OH); *C NMR (125 MHz, [D;]DMSO): 6 =
—0.4 (SiMe;), 97.2 (-C=C-TMS), 101.9 (-C=C-TMS), 118.0 (C8), 121.7
(C10), 124.5 (C6), 124.8 (C5), 125.3 (C2-Th), 127.8 (Ca), 133.2 (CP),
133.5 (Th-C=C), 133.7 (C7), 137.5 (C3), 141.9 (C2), 154.1 (C9),
172.0 ppm (C4); HRMS (ESIT): m/z caled for CgH;,0,SSi: 341.0662
[M+H]"; found: 341.0657.

3-Methoxy-2-(5-((trimethylsilyl)ethynyl)thiophen-2-yl)-chromen-

4-one (5): [PACI,(PPh;),] (4 mol%, 45 mg) and Cul (4 mol%, 12 mg)
were added to a stirred solution of aryl bromide 11 (536 mg,
1.6 mmol), trimethylsilylacetylene (340 pL, 2.4 mmol), and DIPEA
(430 uL, 3.2 mmol) in THF (10 mL) under argon. The mixture was
heated at reflux for 2 h, then allowed to cool down to RT. The vola-
tiles were removed in vacuo and the residue was purified by flash
chromatography on silica gel eluted with cyclohexane/EtOAc mix-
ture (9:1—5:1, v/v) to provide the coupled derivative 5 as yellow
solid (554 mg, 98%; CyoH.05SSi (354.49)). 'HNMR (500 MHz,
CDCl,): =0.28 (s, 9H, SiMe,), 4.09 (s, 3H, CH,), 7.29 (d, 3)=4.0 Hz,
1H, Hp-thioph.), 7.39 (dd, /=80, 3/=7.0Hz, H6), 7.50 (d, /=
8.0 Hz, 1H, H8), 7.67 (ddd, >)=8.0,*J=7.0, “J/=1.2 Hz, TH, H7), 7.79
(d, 3J=4.0 Hz, 1H, Ho-thioph.), 8.24 ppm (dd, >/=8.0, */=1.2 Hz,
1H, H5); ®CNMR (125 MHz, CDCl;): 6=—0.2 (SiMe;), 59.8 (OMe),
96.9 (-(=C-TMS), 102.7 (-C=C-TMS), 117.7 (C8), 124.3 (C10), 124.8
(C6), 125.8 (C5), 1289 (C2-Th), 129.0 (Ca), 132.3 (Th-C=C), 132.6
(CP), 133.5 (C7), 139.0 (C3), 150.5 (C2), 154.8 (C9), 173.9 ppm (C4);
HRMS (ESIT): m/z calcd for CioH,405SSi: 355.0819 [M+H]™"; found
355.0815.

5-lodo-1,3-N,N-dimethyluracil (14): Dimethyl sulfate (870 pL,
9.2 mmol) was added drop-wise to a stirring slurry of 5-iodouracil
13 (1.00 g, 4.2 mmol) and NaOH (497 mg, 10.5 mmol) in H,0 (7 mL)
at 0°C. The mixture was heated under reflux for 2 h, cooled to RT,
extracted with CH,Cl, (3x), dried over MgSO,, filtered, and reduced
in vacuo. The resulting insoluble solid after the evaporation was
washed several times with cyclohexane and subsequently with tol-
uene, ether, EtOAc, and cold CH,Cl.. For each solvent, the solid par-
ticles were allowed to settle and the supernatant washings were
taken out carefully with a syringe with a fine needle. The washings
were collected and evaporated and the residual solid was washed
as before. All the residues were combined and dried to obtain 14
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(763 mg, 68%; C4H,IN,O, (266.04)) as an amorphous white solid.
'HNMR (200 MHz, CDCly): =341 (s, 3H, N°CH,), 3.42 (s, 3H,
N'CH,), 7.64 ppm (s, TH, H6); *CNMR (50 MHz, CDCly): 6=29.4
(N3CH5), 37.2 (N'CH;), 67.1 (C5), 147.3 (C6), 151.4 (C2), 160.4 ppm
(C4); MS (ESIT): m/z: 288.9 [M+Na] ™.

5-(Trimethylsilyl)ethynyl-1,3-N,N-dimethyluracil ~ (15):  [PdCl,-
(PPhs),] (6 mol%, 89 mg) and Cul (6 mol%, 24 mg) were added to
a stirred solution of alkenyl iodide 14 (544 mg, 2.0 mmol), trime-
thylsilylacetylene (441 pL, 3.0 mmol), and DIPEA (1.80 mL,
10.0 mmol) in a 2:1 THF/DMF mixture (10 mL) under argon. The re-
action mixture was warmed to 55°C for 4 h. Then, the volatiles
were removed in vacuo and the residue was purified by flash chro-
matography on silica gel eluted with toluene/EtOAc (10:1—4:1,
v/v) to provide the TMS-alkyne derivative 15 (390 mg, 82%;
C1H6N,0,Si (236.34)) as a white foam. 'H NMR (200 MHz, CDCl,):
8=0.17 (s, 9H, SiMey), 3.30 (s, 3H, N3CH,), 3.38 (s, 3H, N'CH,),
7.49 ppm (s, TH, H6); *CNMR (50 MHz, CDCly): 6=—0.3 (SiMe,),
28.1 (N?CH;), 37.2 (N'CH,), 95.6 (-C=C-TMS), 98.7 (-C=C-TMS), 98.7
(C5), 146.2 (C6), 150.7 (C2), 161.5 ppm (C4); MS (ESIT): m/z: 259.1
[M+Nal*.

5-Ethynyl-1,3-N,N-dimethyluracil (16): TBAF (1m in THF, 931 pL,
0.93 mmol) was added drop-wise to a stirred solution of 15
(200 mg, 0.85 mmol) in THF (150 mL). The reaction mixture was
stirred at RT for 1 h. Then, the volatiles were removed in vacuo
and the residue was purified by flash chromatography on silica gel
eluted with toluene/EtOAc (10:1—3:1, v/v) to provide the terminal
alkyne 16 (126 mg, 91%; CgHgN,O, (164.16)) as a white solid.
'HNMR (500 MHz, CDCly): §=3.17 (s, 1H, (-C=CH), 3.37 (s, 3H,
N3CH,), 3.43 (s, 3H, N'CH;), 7.50ppm (s, TH, H6); "C NMR
(125 MHz, CDCly): 6 =28.4 (N*CH,), 37.4 (N'CH,), 74.9 (-C=CH), 81.6
(-C=CH), 98.0 (C5), 146.4 (C6), 150.9 (C2), 161.8 ppm (C4); MS
(ESIM): m/z: 187.0 [IM+Na]*.
5-[5-(3-Benzyloxycarbonyloxy-4-oxo-chromen-2-yl)-thiophen-2-
yl-ethynyl]-1,3-N,N-dimethyluracil (17): [PdCI,(PPh;),] (5 mol%,
19 mg) and Cul (5 mol%, 5 mg) were added to a stirred solution of
aryl bromide 12 (236 mg, 0.50 mmol), 16 (92 mg, 0.55 mmol), and
DIPEA (450 pL, 2.51 mmol) in THF (5 mL) under argon. The mixture
was heated at reflux for 5 h, then allowed to cool down to RT. The
volatiles were removed in vacuo and the residue was purified by
flash chromatography on silica gel eluted with CH,Cl,/Et,0 (9:1—
6:1, v/v) to provide the coupled derivative 17 as an orange solid
(160 mg, 59%; CyoH,N,0,5 (540.5)). 'H NMR (500 MHz, CDCL,): 6=
3.39 (s, 3H, N3CH5), 3.47 (s, 3H, N'CH5), 5.38 (s, 2H, OC(O)OCH,Ph),
7.27 (d, *J=4.0 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.37 (d, *J=7.0 Hz, 1H, p-Hy),
7.41 (t, 3)=7.0 Hz, 2H, m-H), 7.42 (m, TH, H6'), 7.48 (s, >)=7.0 Hz,
2H, 0-Hpy), 7.53 (d, 2J=8.0 Hz, 1H, H8), 7.57 (s, 1H, H6), 7.71 (ddd,
’J=8.0Hz, *J=7.0Hz, *J=1.8Hz, 1H, H7), 7.76 (d, >J=4.0 Hz, 1H,
Ho-thioph), 823 ppm (dd, */=7.8, “/=1.8Hz H5); “CNMR
(125 MHz, CDCly): 6 =28.4 (N°CH,), 37.5 (N'CH,), 71.3 (OC(O)CH,Ph),
85.6 (Th-C=C-), 88.5 (Th-C=(C-), 98.3 (C5), 117.9 (C8), 123.6 (C10'),
1253 (C6'), 126.0 (C5), 1283 (0-Cp), 128.7 (M-Cp), 128.7 (p-Cpp),
129.2 (C2'-Th-), 130.7 (Ca), 131.6 (Th-C=C-), 131.9 (C3'), 132.8 (CP),
134.1 (C7'), 1345 (i-Cyy), 145.9 (C6), 150.6 (C2), 150.7 (C2), 151.8
(OC(0)CH,Ph), 155.0 (C9'), 161.1 (C4), 171.3 ppm (C4"); HRMS (ESI*):
m/z calcd for CysHxoN,NaO,S: 563.0883 [M+Nal*; found: 563.0872.
5-[5-(3-Hydroxy-4-oxo-chromen-2-yl)-thiophen-2-yl-ethynyl]-1,3-
N,N-dimethyluracil (1): A solution of 33% aq. NH,OH (870 pL,
22.2 mmol) was added drop-wise to a stirred solution of 17
(30 mg, 55.5 umol) in CH,Cl, (7 mL). The reaction mixture was
stirred at room temperature for 1 h. The resulting insoluble solid
after the evaporation was washed several times with cyclohexane
and subsequently with toluene, ether, EtOAc, and CH,Cl,. For each
solvent, the solution was centrifuged for settling solid particles and
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the supernatant washings were carefully taken out with a syringe
with a fine needle. The washings were collected and evaporated
and the residual solid was washed as before. All the residues were
combined and dried to obtain 1 (18 mg, 81 %; C,,H,,N,0sS (406.4))
as a bright-yellow solid. "H NMR (500 MHz, CDCl;): §=3.42 (s, 3H,
N°CH,), 3.48 (s, 3H, N'CH;), 6.94 (brs, TH, OH), 7.36 (d, >J=4.0 Hz,
1H, Hp-thioph.), 7.42 (ddd, *J=7.0, >J=8.0, “/=15Hz, 1H, H6),
7.56 (d, 3J=8.0Hz, 1H, H8), 7.57 (s, 1H, Hé), 7.71 (ddd, */=7.0,
3)=8.0, Y=1.5Hz, 1H, H7), 7.88 (d, >J=4.0 Hz, 1H, Ha-thioph.),
8.23 ppm (dd, *J=8.0Hz, *J=15Hz, 1H, H5); *CNMR (125 MHz,
CDCly): 6=285 (N’CH,), 37.5 (N'CH,), 863 (Th-C=C-), 87.5
(Th-C=(C-), 98.8 (C5), 118.1 (C8), 121.0 (C10), 124.7 (C6'), 125.5 (C5'),
126.8 (C2'-Th-), 129.1 (Ca), 133.1 (C7’), 133.8 (CP), 134.0 (C3'), 136.7
(Th-C=C-), 141.6 (C2'), 145.5 (C6), 150.8 (C2), 155.1 (C9'), 161.3 (C4),
172.4 ppm (C4); HRMS (ESI*): m/z calcd for Cy;H;sN,OsS: 407.0696
[M+H]*; found: 407.0683.
5-[5-(3-Methoxy-4-oxo-chromen-2-yl)-thiophen-2-yl-ethynyl]-1,3-
N,N-dimethyluracil (6): [PdCl,(PPhs),] (6 mol%, 16 mg) and Cul
(6 mol%, 4 mg) were added to a stirred solution of aryl bromide
11 (125mg, 0.35mmol), 16 (65mg, 0.39 mmol), and DIPEA
(415 uL, 1.76 mmol) in THF (4 mL) under argon. The mixture was
heated at reflux for 5 h, then allowed to cool down to RT. The re-
sulting insoluble solid after the evaporation was washed several
times with cyclohexane and subsequently with toluene, ether,
EtOAc, and CH,Cl,. For each solvent, the solution was centrifuged
for settling solid particles and the supernatant washings were care-
fully taken out with a syringe with a fine needle. The washings
were collected and evaporated and the residual solid was washed
as before. All the residues were combined and dried to obtain 6
(95 mg, 64%; Cy,H,sN,0sS (420.4)) as a bright-yellow solid. '"H NMR
(500 MHz, [DJDMSO): 6=3.21 (s, 3H, N?CH;), 3.36 (s, 3H, N'CH;),
3.99 (s, 3H, OCH,), 7.50 (d, *J=4.0 Hz, 1H, HpB-thioph.), 7.50 (ddd,
J=75,°)=80, Y=1.0Hz, 1H, H6), 7.77 (d, *J=7.5Hz, TH, H8),
7.84 (td, °J=7.5, /=1.5Hz, 1H, H7), 7.98 (d, *)=4.0 Hz, 1H, Ha-
thioph.), 8.09 (dd, J=8.0, “/=1.5Hz, TH, H5'), 836 ppm (s, 1H,
H6); *C NMR (125 MHz, [DJDMSO): 6 =27.8 (N*CH,), 36.8 (N'CH,),
59.4 (OCH,), 84.1 (Th-C=C-), 90.0 (Th-C=C-), 95.2 (C5), 118.2 (C8),
123.6 (C10), 124.8 (C6'), 125.1 (C5), 130.0 (Ca), 131.3 (C2'-Th-),
132.1 (C7’), 134.1 (CP), 138.2 (C3'), 148.8 (C6), 149.5 (Th-C=C-), 150.4
(C2), 154.3 (C9), 160.9 (C2), 172.7 (C4), 186.8 ppm (C4’); HRMS
(ESI"): m/z caled for C,,H¢N,NaOsS: 443.0672 [M+Na]™*; found:
443.0670.
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PUBLICATION 3

Dans une seconde étape, nous nous sommes intéressés au couplage de la
3-hydroxychomone a la 2’-désoxyuridine, ce motif ayant pour vocation d’étre introduit dans
des brins d’ADN. Nous nous sommes focalisés sur 3 analogues nucléosidiques pour
lesquels trois espaceurs aryles différents (phényle 7a, furyle 7b et thiényle 7c) ont été
utilisés afin d’étudier I'impact du lien arylique sur les propriétés de fluorescence de la
sonde [cf. Figure 3].

Figure 7. Analogues nucléosidiques thiényle, furyle et phényle.

Pour cela nous avons dans un premier temps essayé de reproduire le schéma de
synthése utilisé pour la préparation du composé modele TCeU [cf. Figure 6]. Cependant,
introduction de la copule fluorescente sur la nucléobase, par un couplage de
Sonogashira, s’est révélée plus délicate que précédemment. En effet, la base uracyle
n’étant plus diméthylée, la réaction a conduit au produit recherché, contaminé par un
sous-produit fluorescent difficilement séparable, probablement obtenu suite a une réaction
de cyclisation 5-endo-dig. Une étude approfondie a permis de déterminer que la protection
de I'azote 3 de la dU par un groupement toluoyle permettait de solutionner le probleme.
Dans ces conditions, les analogues nucléosidiques comportant les trois liens aryles et
couplés a la copule fluorescente ont été obtenus avec de bons rendements.

Les nucléosides déprotégés 7a,b et ¢ ont alors pu étre caractérisés par spectroscopie
d’absorption UV/visible et de fluorescence. Ces études ont permis de montrer que les
caractéristiques photophysiques du composé 7¢ [cf. Figure 7] étaient similaires a celles de
son analogue diméthylé TCeU [cf. Figure 6]. Le composé furyle 7b présente des
propriétés photophysiques voisines avec cependant un maximum d’absorption faiblement
décalé vers le bleu. En revanche, le dérivé phényle 7a posséde des propriétés similaires a
la sonde de premiére génération. Il se distingue donc des composés 7b et 7c qui
possédent les propriétés les plus intéressantes. De plus, ces études ont permis de mettre
en évidence une forte sensibilité de ces deux nucléosides fluorescents 7b et 7¢ au taux
d’hydratation environnant. L’eau jouant un réle clé dans le contréle de la structure des
acides nucléiques et leur fonction gréce aux interactions électrostatiques et liaisons
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hydrogénes avec ces macromolécules, ils ont naturellement été retenus pour étre
incorporés dans des ODNs. Ces travaux firent I'objet d’un article, publié en Avril 2015,
dans RSC Advances.1269
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sensing interactions in DNA research. Here, we report the rational design, synthesis, and
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photophysical characterization of 2-thienyl-, 2-furyl- and 2-phenyl-3-hydroxychromones
bonded to the C-5 position of deoxyuridine. Since these two-color nucleosides were designed

for incorporation into ODNs, we also investigated the sensitivity of the ratiometric response to
hydration by using acetonitrile/water mixtures and neat solvents. The synthesized 2-thienyl and

2-furyl conjugates were found to exhibit more red-shifted absorption (by 31-36 nm) and
emission (by 77-81 nm of N* band), two-fold increased molar absorption coefficients, and
dramatically enhanced (by 3-4.5 times) fluorescence quantum yields. Demonstrating one
manifold increase in brightness, they preserve the ability of exquisite ratiometric responses to
solvent polarity and hydration. This makes the new fluorescent nucleoside analogues highly
relevant for subsequent labeling of the major groove in nucleic acids and sensing their

interactions.

Introduction

Fluorescence spectroscopy is a highly versatile tool widely
applied in biomolecular researches.' Unfortunately, the very
low intrinsic fluorescence of DNA allows only a very limited
number of applications by this technique.? In contrast, the
introduction of fluorescent probes provides a broad access to a
variety of applications that include probing DNA
hybridization,” typing single-nucleotide polymorphism (SNP),*
and monitoring the dynamics of DNA/protein complexes,™® to
name a few. One major approach to design a DNA-fluorescent
sensor is to incorporate into DNA, a fluorescent nucleoside
analogue as a fluorescent signal transducer.” Fluorophores that
exhibit extreme sensitivity to environmental changes and
interactions are highly desirable to provide site-specific
responses in sensing.

A large number of analogues of fluorescent nucleosides,
such as the widely used 2-amino-purine label (2-AP), responds
to environmental changes by a variation in the intensity of
fluorescence.® However, low sensitivity to the surrounding
environment and low quantum yields in DNA duplexes limit
the use of such intensiometric probes. These limitations
encourage investigating the synthesis of advanced emissive
nucleosides based on new mechanisms of response. Ratiometric
sensing, also referred to as X—ratiometric,g is one such approach,
and is based on recording a ratio of the intensities at two or
more wavelengths. Compared to simple intensity sensing,
ratiometric sensing is advantageous since it compensates for
instrumental factors such as fluctuations in the intensity of the
light source, and because the resulting intrinsically calibrated

This journal is © The Royal Society of Chemistry 2013

analytical response does not depend on the concentration of the
applied dye.!® To this point, two-channel probing was mainly
based on double-labeling of nucleic acids as for the
construction of fluorescence resonance energy transfer (FRET)
and excimer pairs.*"¥% Difficulties and cost of synthesis
obviously represent limitations for this approach. Alternatively,
A-ratiometric sensing can be performed with a single
fluorophore’ using environment sensitive probes. One class of
these probes comprises single-band solvatochromic dyes, which
respond by a spectral shift due to an excited-state
intramolecular charge transfer (ICT). However, these single A-
ratiometric emitters remain faintly explored in the field of DNA
sensing'' mainly due to the strong variations of the intensity of
fluorescence that accompany the shifts. Dual emissive
fluorophores emerge as a second class. These dyes exhibit two
emission bands as a result of twisted excited-state
intramolecular charge transfer (TICT)'?2 or excited-state
intramolecular proton transfer (ESIPT)."® Dual emissive dyes
are very attractive because they offer facile and straightforward
quantification through the ratio of their two bands.
Nevertheless, they are still poorly exploited because of the very
limited number of dyes that display such properties and the
difficulties in their syntheses.

Among  fluorophores  with  dual  emission, 3-
hydroxychromones (3HCs) appear particularly promising in
terms of photophysics and applications as biosensor units. Due
to the ESIPT reaction, 3HCs exhibit two excited states, the
normal form (N*) and the tautomer form (T*), that provide two
well separated emission bands (Fig. 1)."* 3HC fluorophores
offer exceptional solvatochromism,'> since both an increase in

RSC Adv., 2015, 00, 1-10 | 1
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the hydrogen bond donor strength and the dielectric constant of
solvents inhibit the ESIPT reaction and thus, decrease the
relative intensity of the T* band.'® Therefore, changes in the
polarity and the hydration of the microenvironment of 3HCs
can be monitored by measuring the ratio of the intensities of the
two emission bands (In+/I+).”> This unique behaviour of 3HCs
was the cornerstone for the design of environment-sensitive
fluorescent probes for a large range of applications. These
include the characterization of supercritical fluids,” micc::lles,18
phospholipids bilayers,'® plasma membranes of living cells,?
and biomolecular interactions.”’"* Their applications as
fluorescent nucleoside analogues to label oligonucleotides

(ODNss) has only been recently explored.?**

©
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Fig. 1 Excited State Intramolecular Proton Transfer (ESIPT)
reaction of 3-hydroxychromones: genesis of the dual emission.
BPT: Back Proton Transfer.

The fluorescent C-nucleoside 1 wusing 2-thienyl-3-
hydroxychromone moiety was first designed as a substitute for
natural bases for internal labeling of ODNs and sensing (Fig.
2).22% As a next step, external labeling of DNA major groove
was addressed by compiling 2-thienyl-3-hydroxychromone and
uracil at the 5-position via an ethynyl bond.”® The synthesized
conjugate demonstrated that the nucleobase and 3HC fragments
were coupled into an electronic conjugated system, which
attained strong ICT character upon excitation.

FCEETS

ICT acceptor : O

HO

2 (PCU) = 1,4-phenylene
COH 3 (FCU) = 2,5-furylene CH
1 4 (TCU) = 2,5-thienylene

Fig. 2 Fluorescent nucleoside analogues incorporating 3-
hydroxychromone fluorophore as a nucleobase surrogate 12*2*
and natural base modifier 2-4.%

2 | RSC Adv., 2015, 00, 1-10

RSC Advances

View Article Online
DOI: 10.10397C5RAGD7A5I

The ICT states are crucial in achieving the solvent-
dependent two-band emission of 3HC dyes. The substitutions in the
position 2 of the chromone demonstrates the strongest modulating
power’™ that allows reaching a dynamic equilibrium between the
populations of ICT and ESIPT states, from which the dual emission
originates.”’® With the aim to label DNA and to tune the
spectroscopic properties of the conjugates for sensing, reliable
synthesis of 2’-deoxyuridine conjugates bearing aryl groups of
different natures connected to the chromone was developed
(Fig. 2). Herein, we report the synthesis and the photophysics
of 2'-deoxyuridine coupled to 2-phenyl-, 2-furyl- and 2-thienyl-
3-hydroxychromone referred as PCU, FCU and TCU,
respectively (2-4).

Results and discussion

The 3HC deoxyuridines PCU, FCU, and TCU were
furnished by a convergent synthetic strategy based on
Sonogashira couplings and Algar-Flyn-Oyamada reaction
(Scheme 1). Sonogashira reaction®® is widely applied to couple
aromatic scaffolds, including dyes such as pyrenes, ™
fluorenes,*® naphtalenes and anthracenes,®’ to deoxyuridine.
This palladium-catalyzed cross-coupling proceeds usually by
assembling a C-5 iodinated uracil moiety with an aromatic
alkyne.*? Therefore, the ethynyl moiety is generally introduced
to the aromatic molecule through a cross-coupling with TMS-
acetylene, after which the alkyne is deprotected from its silyl
group and directly coupled to the heterocyclic 5-iodo-2'-
deoxyuridine derivative.

We applied this approach for the preparation of the target
compounds. However, we faced difficulties in the elaboration
of ethynylchromones (Scheme S1), and found that the
Sonogashira coupling between our tested ethynylchromone and
5-iodo-2'-deoxyuridine was sluggish and low yielding. This
might be attributed to a competition between homo- and cross-
couplings. Indeed, it has been known that homo-coupling is
favored in the presence of electron-withdrawing groups on aryl
alkynes.” So the 3HC substitution brings electron deficiency to
the terminal alkyne, consequently increasing the competition of
the homo- and cross-couplings to access the catalyst. To
overcome these difficulties, we adopted an alternative approach
based on reacting the electron-rich ethynyl-deoxyuridine
derivative with the electron-poor bromo-arylchromones. The
new suggested strategy established a more reliable synthetic
access to the target compounds.

0 o Algar Flynn
OH ‘Qdarrly

OH Sonogashira e ?Z:(I:Ttlia:)dna

O | Coupling

0 Ar I

2 O Br O

,f xl, |

NH + NH

2: PCU
3: FCU
4: TCU

Scheme 1. Retrosynthetlc analysis of the targeted two-color
emission nucleosides 2-4.

The preparation of the 3HC key intermediates 9-15 required
for the subsequent coupling with the 5-ethynyldeoxyuridine
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derivative is described in Scheme 2. The bromochromones 9—
11 were obtained using the fast and versatile Algar-Flynn-
Oyamada reaction.”® Thus, starting from 2-hydroxy-
acetophenone 5, an aldol condensation/dehydratation process
with aldehydes 6-8 in the presence of sodium hydroxide in
ethanol followed by an oxidative cyclization with aqueous
hydrogen peroxide provided the chromones 9-11 (48-58 %).

OH o
O i) NaOH, EtOH, oH
i, 48 h |
5 + ii) 30% aq. H20z 0 Ar

oHc -5 Br

9 Ar = 1,4-phenyl (58 %)

NI e 10 Ar = 2,5-furyl (51 %)
=25 11 Ar = 2,5-thienyl (48 %
8 Ar = 2,5-thienyl f tenyl (48 %)

o iii) Cbz-Cl, KOH, 18-crown-6,
O OR CH,Clo/H,0, 11, 1 h
| -
o) Ar V) MEMCI, K,COs,
Br DMF, rt, overnight
(for 10)

12 Ar=1,4-phenyl; R = Cbz (99 %)
13 Ar = 2,5-furyl; R = Cbz (78 %)
14 Ar = 2,5-thienyl; R = Cbz (81 %)
15 Ar = 2,5-furyl; R = MEM (98 %)

Scheme 2. Synthetic preparation of the fluorescent
chromone-coupling partners.

The synthesis of the chromone-deoxyuridine conjugates
required masking the reactive 3-OH group of the chromone.
The benzyloxycarbonyl group (Cbz), which was successfully
employed during the synthesis of 3HC-containing C-
nucleosides and ODNs,24 and the more robust
methoxyethoxymethyl group (MEM)* were chosen as the
protecting groups. The Cbz protection of the 3-OH group of
chromones 9-11 was performed under phase-transfer catalysis
conditions,* delivering compounds 12-14 in good yields.
Protection with the MEM group was obtained by treatment of
the furyl chromone 10 with potassium carbonate and MEMCI
in DMF, producing compound 15.

Next, we synthesized the 5-ethynyldeoxyuridine partner 18,
using common procedures (Scheme 3). The protection of
deoxyuridine 16 before the iodination of the nucleobase at the
C-5 position with cerium(IV) ammonium nitrate turned out be
more convenient and efficient.>> Sonogashira coupling of the
iodo intermediate 17 with TMS-acetylene followed by
treatment with tetrabutylammonium fluoride furnished the
terminal alkyne 18 in satisfactory yields (64% in 2 steps).

Preliminary attempts of the final assembly were performed
with the protected bromochromone 15 (Scheme 3). Different
conditions were examined including the catalyst (Pd(PPhj), or
PdCI,(PPh;),), the loading (5-20 mol%), and the solvent
(toluene, dioxane, THF and DMF). All screenings converged to
two major products: the desired coupling derivative 19 and the
5-endo-dig cyclization side-product 20. Despite the use of
DMF, which is reported to minimize the formation of the
bicyclic furanopyrimidine,*® the formation of the endo product
could not be avoided. The ethynyl-coupled product 19 was
difficult to purify and thus, was obtained in 30 % yield after
silica gel and reverse phase chromatographies. NMR and MS
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analysis,”" and chemical means supported the proposed
structure of the endo product. As reported amongst others®’ by
McGuigan et al.*®** after the Sonogashira coupling, an
extended treatment with Cul/Et;N in THF or MeOH at reflux
for several hours enabled us to fully convert the coupled
alkynyl derivative 17 into the 5-endo cyclized side product 18
(Scheme 3).

0 0
|
fJ\NH \kaH
N*o Nko
HO , AcO
o i) DMAP, Ac,0, rt o

-

ii) 1, CAN CH4CN, rt

OAc
OH 16 93 % over 2 steps 17

0
X
| NH
N/&O
—  AcO -<

0 iv) TBAF, THF, rt
64 % over 2 steps

iii) TMS —=
Cul, Pd(Ph3)20|2
EtyN, THF, 55 °C

18

v) 15, Cul,

Pd(PPh3), o
E—
EtgN, DMF, AcO °
55 °C +
30 % 26 %
OAc OAc
19 20
v) Cul, Et3N,
THF, 70 °C, 4 h
95 %

Scheme 3. Preliminary Sonogashira couplings on substrate
18 having no N*-protecting group on the uracil moiety.

Endo-cyclisation of 5-ethynyluridine derivatives is a well-
known reaction that is favored by prolonged reaction time at
elevated temperatures, high Cul loading, and the presence of
electron-withdrawing groups on the coupling partner.*'
Although the copper-free Sonogashira coupling was widely
reported in the last decade,*” no product at all was formed when
copper-free conditions were applied to the reaction of
acetylenic and iodo partners as evidenced by TLC. Protection
of the N*-imide with the base labile benzoyl group is known to
prevent 5-endo cyclisation.*> Consequently, we selected this
type of protection, using p-toluoyl rather than benzoyl, since
the former presents the advantage of displaying a characteristic
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methyl singlet easy to detect by NMR. To set up the imide
protecting group, mild conditions (p-toloyl chloride, Et;N in
pyridine) were employed to provide 21 (82%) as the building
block for the final assembly of the two fragments (Scheme 4).
Second Sonogashira coupling was then efficiently used for that
purpose. Thus, when using a standard catalytic system
(PdCly(Ph3),, Cul, Et;N in THF), the reaction proceeded
cleanly to give the desired coupled derivatives 22-24. It is
noteworthy that the yields of C(sp)-C(sp?) cross coupling for
the five-membered ring partners 23 and 24 (82 and 87%) are
more satisfactory as compared to the one obtained with the
phenyl moiety 22 (60%). The lower yield of the phenyl
derivative could be attributed to the higher steric hindrance of
the six membered ring and/or to the lower reactivity of the
more electronically poor bromophenyl moiety with the electron
withdrawing chromone. A final deprotection of the esters,
carbonate and amide groups via a simple treatment with
aqueous ammonia provided the three targeted conjugated
fluorescent compounds 2 (PCU), 3 (FCU) and 4 (TCU), which
were used for photophysical characterizations.

AcO i) 12-14

o AcO
Cul, Pd(Phg)sCl, o
—_———————
EtgN, THF, 60 °C
OAc 3 ’
OAc
18:R = H . .
poicl, EtoN, QP = 22: 1.4-phenyl (60 %)
21: R= p-Tol Pyr, rt 23: 2,5-furyl (82 %)

82 % 24: 2,5-thienyl (87 %)

ii) ag. NH,OH,
MeOH, rt

HO

NH
N
OH 2 (PCU): 1,4-phenyl (73 %)
3 (FCU): 2,5-furyl (80 %)
4 (TCU): 2,5-thienyl (74 %)

Scheme 4. Synthesis of dual emissive fluorescent
nucleosides 2, 3 and 4 bearing a 3HC scaffold.
Photophysical studies

Results

UV/Vis absorption and fluorescence properties of the three
chromone-nucleoside analogues PCU, FCU, and TCU were
investigated in methanol and compared with those of the
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corresponding parent 2-phenyl, 2-furyl and 2-thienyl-3-
hydroxychromones, PC, FC, and TC respectively (Table 1,
Fig. S1).

These studies brought interesting results. In point of fact,
the positions of the light absorption bands of the new
derivatives were located in the same sequence as that of the
parent 3HCs but demonstrated red-shifts by 25-36 nm, which
could be explained by an electronic conjugation with uracil
moiety (Fig. 3). Such conjugation should increase dramatically
the light absorption cross-section leading to increase
correspondingly the molar absorption coefficients. PCU, FCU,
and TCU absorbed light about twice stronger, with molar
absorption coefficients of about 27000, 37000 and 39000 M~
".em™. It must be noted that the shift of the absorption maxima
to the red, and the increase of the molar absorption coefficients
proceed in the following sequence: PCU < FCU < TCU. The
more red-shifted absorption and emission of the thienyl and
furyl derivatives as well as the increased absorption coefficients
are in agreement with the higher electronic density of
substituents in position 2 of the chromone ring, respectively. In
our case, this may result in more efficient electronic coupling
between the chromone and uracil electronic systems. The
differences with the phenyl substituent can be accounted for the
fact that the five-membered rings are more electron rich and
allow to adopt a more planar conformation with respect to
chromone for better coupling.** Thus, the novel conjugates
display substantial shifts to the red of fluorescence spectra, for
instance in methanol, the shifts of N* and T* bands are ca. 80
and 25 nm, respectively (Table 1, Fig. 3). The fluorescence
quantum Yyields were also increased effectively, so that the
brightness (defined commonly as the product of molar
absorbance and quantum yield) could be increased roughly by
one order of magnitude.

L~ = =
s (=2 oo
=i T T

Absorbance/Fluorescence, a.u.
o
(S ]
T

=2
=3
T

1 L | L | L | ' |
300 400 500 600 700

Wavelength, nm

Fig. 3 Absorption and fluorescence emission spectra of TC
(blue), and TCU (red) in methanol (excitation wavelength
corresponds to the absorbance maximum of each compound).
Absorptions and emissions are proportional to their absorption
coefficients and quantum yields, respectively.

On the next step, the properties of PCU, FCU and TCU
conjugates were investigated and compared in a set of solvents
presenting a large range of polarities (Table 2). For these
studies, five aprotic solvents (acetonitrile, acetone, chloroform,
ethyl acetate, toluene) and four protic solvents
(hexafluoropropan-2-ol (HFIP), H,O, MeOH, EtOH) were
selected.

This journal is © The Royal Society of Chemistry 2012
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Table 1. Spectroscopic comparison in methanol of parent 2-aryl-3-HCs (PC, TC and TC) and corresponding conjugates (PCU,

Page 6 of 11

FCU and TCU).
Dye A‘absa A>\'absb 8C ¢ éa A'N*e A)\‘N*f (Dg @ ﬁq)
PC** 343 - 13300 - 403 - 0.03 -
PCU 368 25 27000 2 500 97 0.30 10
FC** 356 - 16400 - 416 - 0.08 -
FCU 387 31 37000 2.2 497 81 0.24 3
TC* 359 - 23500 - 424 - 0.07 -
TCU 395 36 39000 1.7 501 77 0.32 45

Footnotes: a) Position of the absorption maximum in nm; b) difference of absorption maxima between the conjugate and the
parent 3HC in nm; ¢) molar absorption coefficient in M™'.cm™; d) ratio of molar absorption coefficients between the conjugate and
the parent 3HC; e) position of the normal N* band maximum in nm; f) difference of emission maxima between the conjugate and
the parent 3HC in nm; g) quantum yields determined using 3-hydroxyflavone in toluene (®=0.29),*" 4’-(dimethylamino)-3-
hydroxyflavone in ethanol (®=0.27)* or quinine sulfate in 0.1 M H,SO,4 (©=0.54)° as standard references; h) ratio of quantum
yields between the conjugate and the parent 3HC.

Table 2. Photophysical properties of PCU, FCU and TCU in different solvents.

. A Doped I/ IS @f

Solvent  Ex(30)" M5er—FcU TCU PCU _FCU _TCU PCU__FCU _TCU _PCU__FCU TCU
HFIP 653 | 472 493 500 — — — _ — _ 028 033 040
H,O 63.1 480 499 502 | 525 - - 0.74 - - 005 013 006
MeOH 554 | 500 497 504 | 547 551 568 | 064 103 079 | 030 024 032
EtOH 519 | 489 488 501 | 552 566 575 | 033 056 044 | 026 022 023
CH,CN 456 | 445 466 474 | 549 569 580 | 003 020 028 | 033 017 0.19
Acetone 422 | 455 462 469 | 553 574 583 | 004 0.7 029 | 022 016 025
CHCl, 39.1 426 454 459 | 543 sea 572 | 002 015 017 | 040 023 0.19
EtOAc  38.1 424 444 457 | 551 573 582 | 003 010 020 | 034 022 020

Footnotes: a) Reichardt’s empirical solvent polarity index;* b)
maximum; d) position of the T* band maximum; e) ratio of the

position of the absorption maximum; c¢) position of the N* band
two intensity maxima; f) quantum yields determined using 3-

hydroxyflavone in toluene (©=0.29),*” 4’-(dimethylamino)-3-hydroxyflavone in ethanol (®=0.27)*° or quinine sulfate in 0.1 M

H,SO, (®=0.54) as references.>”

The Reichardt’s polarity parameter E1(30) that accounts for
the dielectric constant of the solvent and its H-bond donor
ability was employed to scale the polarity of the solvents.* We
observed that the positions of the absorption maxima were
similar to the ones observed in MeOH (Table 1). Therefore,
they correlate poorly with the solvent polarity displaying almost
no solvatochromism, which is the evidence of an absence of
charge-transfer character in their ground states.

PCU presented a dual emission in protic solvents, except
HFIP. The short and long wavelength bands can be attributed to
the N* and T* states. In contrast, it presented almost
exclusively the T* band in all aprotic solvents (Fig. 4). In all
solvents, except water and HFIP, FCU and TCU exhibited the
two emission bands (Fig. 4). The positive solvatochromism of
the N* band is typical for ESIPT probes with ICT character.”**’
The ICT character can be further estimated using the polarity
scale of Lippert (Table S1 and Fig S5, S6).'™>' Plotting the
Stokes shifts as a function of the orientation polarizability of
the aprotic solvents demonstrated linear fits with positive slopes
for both compounds. These results are compatible with an
increase of the dipole moments of the normal excited states of
FCU and TCU after Franck-Condon light absorption. The
position of their T* band maxima appeared blue-shifted in
protic solvents, as compared to aprotic ones. The blue shift can
be explained by the formation of an H-bond between the 3-
phenoxide oxygen in the T* state and the donor proton in the
solvent.’>3

This journal is © The Royal Society of Chemistry 2012
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Fig. 4 Normalized fluorescence spectra of PCU (blue),
FCU (green) and TCU (red) in: A) methanol, B) ethanol, C)
ethyl acetate, D) acetone, E) acetonitrile and F) chloroform. All
the spectra are normalized by T* band (excitation wavelength
corresponds to the absorbance maximum of each compound).
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All the three compounds displayed an increase in the I«/It«
ratio by rising solvent polarity and H-bond donor strength
(Table 2, Fig. 4). However, FCU and TCU were much more
sensitive than PCU. As a general trend, the Iy+/It« ratio of FCU
and TCU gradually increased when going from the most apolar
aprotic solvent to the most polar protic solvent (Table 2, Fig.
S2, S3, S4). It is worth indicating that the effect of H-bonding
dominates the polarity effect, as that could be seen from the 3-
to 5-fold larger value of the Iy+/It+ ratio in methanol as
compared to acetonitrile, though both solvents exhibit similar
dielectric constants. Analysing the plots of Lippert further
supports this interpretation. In protic solvents, the Stokes shifts
were deviated to the red from the linear function indicating
specific interactions between the protic solvent and the 3HC
(Fig S5, S6). The deviation from the linear fit in protic solvents
is known for donor-acceptor solvatochromic dyes.'* The
sensitivity of FCU and TCU is typical of the 3HCs exhibiting
significant ICT characters, such as 2-(4-methoxy)phenyl-
3HCs’* and 2-(4-dialkylamino)phenyl-3HCs. '

For PCU, the contribution of the N* form was marginal in
aprotic solvents hinting that PCU was mainly sensitive to protic
solvents that donate protons for intermolecular H-bonding with
the carbonyl at position 4 of 3HC. PCU behaves like the parent
3-hydroxyflavone,”® but with a lower resolution of its dual
emission.

The quantum yields of the three dyes were significantly
enhanced for all the compounds in comparison with their parent
analogs (Table 1). As a function of solvent, they range from 5
to 40 %. Quantum yields were in the range of 22 to 40 % in all
the tested alcohols and 5 to 13 % in water. However, the
quantum yields in HFIP, which is more polar and acidic than
water,57 are about 3 to 7 times larger than in water. Therefore,
the reduced quantum yields in water are unlikely due to the H-
bond strength between the donating water molecule and the
accepting oxygen carbonyl of 3HC (Scheme 5). Reduction of
quantum Yyields in water for solvatochromic dyes exhibiting
strong ICT character is common. It was proposed that several
water molecules act cooperatively to capture electrons from the
excited-state species resulting in quenching of fluorescence.’®
Though being reduced in comparison with other solvents, the
quantum yields of the three compounds are still significant in
water making them attractive for sensing hydrated biological
media. This is a major difference as compared to many other
solvatochromic dyes, which are severely quenched in water.>

To get further insight on the sensitivity of the photophysical
properties of PTU, FCU, and TCU on hydration, emission
spectra were recorded in mixtures of acetonitrile and water
(Fig. 5). The same set of experiments was also performed in
dioxane/water mixtures in order to determine the contribution
from the organic solvent to the spectral changes (Fig. S7). A
dual emission was evident in all the tested compositions for
PCU and up to 70% and 90% water for FCU and TCU,
respectively. In all cases, hydration increased the N*/T* ratio
and shifted the T* band position to the blue, as it was observed
in neat protic solvents (Table 2). The ratios of the intensities
correlated linearly with the water concentration demonstrating
the absence of high-affinity specific hydration (Fig. 6).

These ratios increased gradually from 0.03, 0.2 and 0.27 in
neat acetonitrile to 0.77, 1.4 and 1.15 in 100, 70 and 90% water
for PCU, FCU and TCU, respectively (Fig. 5 & 6 and Table
S2). To conclude, the sensitivity of the N*/T* ratio to water
followed the order: FCU > TCU > PCU (slope comparison in
Fig. 6). Comparable variations of the ratios of the intensities
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were found when dioxane was used as an organic solvent
(Table S2), confirming that the N*/T* ratio is mainly controlled
by water (Fig. S8 & S9).
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Fig. S Sensitivity of the emission spectra to hydration for A)
PCU, B) FCU and C) TCU. Data were recorded in gradual
mixtures of acetonitrile and water. Emission spectra were
normalized by T* band.

The remarkable sensitivity of 3HCs to hydration correlates
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with previous studies carried out with derivatives of 3HCs for
which a model was proposed.®*°*% This latter involves specific
H-bonding interactions of water with the electron rich oxygens
of 4-carbonyl and phenoxide of 3HC (Scheme 5). As a result,
the N* form exists in equilibrium with a protonated N*-H form,
in which intermolecular H-bonding of the 4-carbonyl with
water inhibits the ESIPT process.®’ Thus, growing water
concentration favors the N*-H form, and consequently,
increases the N*/T* ratio. Moreover, hydration also favors H-
bonding of the tautomer T* form, which results in its blue-
shifted emission maximum.>?

1.5

y =0,03x +0,3686
. R2=0.9361
L y =0,0186x + 0,1901
R2=10.9810
1.0
L
= T y=0,011x + 0,069
o R?=0.9629
0.5
0.0 -
L L | L 1 L 1 L 1 L 1 1 |
0 10 20 30 40 50 60

[Water], mol/L
Fig. 6 Dependence of the ratiometric response (In+/I+) of
PCU (blue), FCU (green), and TCU (orange) on the water
concentration in acetonitrile. The ratios were extracted from the
spectra in Fig. 4.
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Scheme 5. Proposed mechanism for water sensing by 3HCs
adapted from previous works. >%

Conclusions

We developed three dual emissive nucleoside derivatives based
on the assembly of a 2-aryl-3HC dye and a 2'-deoxyuridine
fragment, connected through a rigid and electron-conducting
ethynyl linker. The three conjugates PCU, FCU and TCU
differ from each other by the C-2 aromatic ring (phenyl, furyl
and thienyl) of the 3HC. Their photophysical properties were
investigated in a wide range of solvents. The conjugation of
furyl- and thienyl-chromones with the uracil moiety resulted in

This journal is © The Royal Society of Chemistry 2012
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the most dramatic improvement of their spectroscopic
properties.

In the present work, our results show the amplification of
the brightness by about one order of magnitude due to two-fold
increase of the absorbance and 4 times the enhancement of the
fluorescence quantum yield, whilst retaining the most
remarkable property of 3HC dyes to respond to polarity and
hydration of their environment by changes in their dual
emission.'>'® The enhancement of the quantum yield is quite
unexpected, since an increase of the conjugation in the m-
electronic systems generally results in an increase of the
fluorescence quenching.®? Additionally, these derivatives keep
significant quantum yields in water, which is not common
among polarity-sensitive dyes>>®* but was observed for a series
of 3HC derivatives.**> This makes our new compounds highly
prospective for applications as fluorescent reporters in
biological media. Since water plays a key role in controlling
nucleic acid structure and function through H-bonding and
electrostatic interactions, the exquisite ratiometric sensitivity of
FCU and TCU to hydration makes them highly relevant for
subsequent major groove labeling. Moreover, the ethynyl linker
is thought to locate the dye in a precise position with respect to
the DNA major axis, which is of key importance for further
data interpretation of biomolecular interaction studies.
Incorporation of these prospective candidates into
oligonucleotides, as environmentally sensitive fluorescent
(ESF) probes, is currently the focus of our ongoing researches
and will be reported in due time.
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Une fois les nucléosides caractérisés, il nous a été possible de nous consacrer a la
synthése d’ODNs incorporant les analogues nucléosidiques sélectionnés. Pour atteindre
cet objectif nous avons dans un premier temps travaillé avec un composé modeéle,
I'analogue 3-méthoxychromone (MTCU). Le groupement méthoxy porté par la chromone
est stable et facile a manipuler. |l nous a ainsi permis d’optimiser les différentes étapes de
la synthése du phosphoramidite MTCU 8 [cf. Figure 8] jusqu’a son incorporation dans des
séquences modeles. Ces travaux nous ont également permis de vérifier la stabilité de la
sonde dans les conditions de déprotection classiques des ODNs (ammoniaque 30% - 12
heures).

Figure 8. Dérivé Méthoxychromone (MTCU) et son utilisation dans un transfert d’énergie (FRET)
avec la sonde Cy3 (courbes normalisée sur la bande MTCU).

Les différentes caractérisations photophysiques de ces ODNs ont permis de déterminer
que MTCU présentait une absorption dans le domaine visible, un coefficient d’absorption
molaire important, des rendements quantiques appréciables (multipliés par deux aprés
hybridation : de 20-30 % dans les simples brins et de 40 a 50 % dans les duplexes) et une
photostabilité trés importante (duplexes appariés). Tous ces parametres prometteurs ont
permis de concevoir un couple FRET efficace, ou notre fluorophore méga-Stokes agit
comme donneur et ou Cy3 (¢ = 136 000 L.mol-t.cm!; Aabs = 547 nm, Aem = 570 nm ;
® = 0,15), attaché par un bras espaceur flexible en 5’ sur le brin complémentaire, joue le
réle d’accepteur. Les études photophysiques ont également démontré une efficacité de
transfert d'énergie importante et une réponse ratiométrique entrainant un net changement
visuel de la couleur d’émission (du bleu ciel : simple brin MTCU au jaune : duplexe MTCU-
Cy3). Ces travaux ont abouti a la rédaction d’un article qui sera soumis dans un journal a
comité de lecture dans les prochains jours.
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ABSTRACT

We report the synthesis and the site-specific ODN incorporation of an emissive deoxyuridine analog

electronically conjugated on its C5-position with a 3-methoxychromone moiety acting as a fluorophore. The

corresponding labeled sequences exhibited remarkable enhanced photostabilities and improved quantum

yields that were up to 2-fold larger after incorporation in DNA and hybridization. The resulting biosensor was

successfully employed as a mega-Stokes shift donor in a FRET pair with a Cy3 acceptor displaying a yellow

emission combined with a ratiometric response of wide amplitude.

INTRODUCTION

Applications of Forster Resonance Energy Transfer
(FRET) have become an inescapable technique in
biology and biophysics for determining structures,
interactions and affinities between different partners
from single molecules to cell imaging.1 This process
proved to be of particular great interest in DNA
research field due to its large domain of applications
as for instance in hybridization technology and DNA-
DNA or DNA-protein interaction studies.? On the
other hand, DNA offers a unique platform for the
design and construction of optimized emissive donor
and acceptor dye pairs since its structure and
conformation can be easily controlled.®> One
emerging and very attractive design involves for the

donor, a dye exhibiting large Stokes shift (i.e. >100

nm). From a general point of view, such fluorophores,
named mega-Stokes shift dyes, turn out to be very
appealing for FRET applications since they prevent
self-quenching, light scattering and thus reduce the
signal background in imaging.4 The prototype of
mega-Stokes shift dye is a push-pull dye. It exhibits
the excited state due to
(ICT) and a

bathochromic shift of the emission band with

a larger dipole in

intramolecular charge transfer

increasing  solvent  polarity. For  biological
applications, such a fluorophore should meet the
following additional desired properties: absorption in
(>400 nm),

coefficient (>30 000 M’1.cm'1), good fluorescence

the visible high molar absorption
quantum yield (>40 %) and photostability. However,
dyes that fulfil all these requirements are seldom

encountered when incorporated in DNA.° Indeed



insufficient quantum vyields pose problems for
fluorophores showing very large Stokes shifts

because such dyes are usually quenched in aqueous
6a,b

media (e.g. pyridiniums,5 4-aminophtalimide,
biarylic 5-aminobenzoaxozole,®*  DAN family
members: 6-(dimethylamino)-2-
naphthalenecarboxamide,e""e 2-ethynyl-6-

cyanonaphtalene,6f 5-amidodansyleg).i

Recently, we reported that the conjugate 1,

compiling a 3-methoxychromone electronically
coupled to a dimethyluracil scaffold through a rigid
ethynyl linker, absorbed strongly in the violet (35.000
M™'.ecm™), emitted light with large Stokes-shift (Ak=
100-135 nm) and exhibited appreciable quantum
yields in the range of 10 to 53% in water and protic
solvents.’ Anchoring the donor to the nucleobases

through a short and rigid linker presents the
advantage to control the orientation and position of
the emissive dipole as well as the distance

separating it from the acceptor.

: ;_o
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Figure 1. Fluorescent pyrimidine model 1 and

retrosynthetic analysis of the targeted deoxyuridine analog

incorporating methylated  3-hydroxychromone (3HC)

fluorophore as a natural nucleobase modifier 2.

In this context, our research focused on the

development of an efficient FRET pair as a
ratiometric emitter, for sensing interactions involving

nucleic acids, by combining the fluorescent uracil

derivative as a mega-Stokes shift donor with a 5’-

terminal Cy3-acceptor.8 Herein, we report the

synthesis of the corresponding fluorescent

ethynyldeoxyuridine amidite integrating the

conjugated 3-methoxychromone fluorophore on its

Cb5-position, its incorporation in  DNA and
characterization of the labeled DNA. We proved its
site-specific incorporation in ODNs and

demonstrated that the important properties desired
for a mega Stokes shift dye are satisfied for FRET

applications.9

RESULTS AND DISCUSSION

Retrosynthesis: The target fluorescent amidite 2 was
obtained through a convergent strategy involving
Sonogashira  cross-couplings and  Algar—Flyn—
Oyamada reaction (Figure 1). As reported for the
3HC

nucleosidic series,10

preparation  of conjugated deoxyuridine
the synthetic approach is based
on an unusual final assembly. Indeed, face to
competitive homo- and cross-couplings difficulties, it
was found to be definitely more favorable in terms of
yield and purification to couple the electron-rich
5-ethynyldeoxyuridine with the electron-poor bromo-
thienylchromones. By this strategy, it provided an

access to 2 on a gram-scale via a 12-step pathway.

Synthesis: The preparation of the 3HC fragment,
required for the final cross-coupling between the
fluorophore and the nucleoside moieties, is depicted
in Scheme 1. It involves a smooth and efficient
Algar-Flynn-Oyamada process consisting in a

chalcone formation followed by an oxidative
starting from 2-
Claisen-Schmidt

condensation with carbaldehyde 4 in the presence of

cyclization. For that purpose,

hydroxy-acetophenone 3, a

sodium hydroxide in ethanol followed by a treatment
with aqueous hydrogen peroxide provided the 2-
bromothienyl-3-hydroxychromone 5 in a satisfying

over two-step yield (57%).11 By using phase-transfer



conditions (PTC), the reactive 3-hydroxyl group was

then converted as a methyl ether, facilitating

significantly the purification stages of all the

downstream synthesis.12

i) NaOH, EtOH, 1+
_mdeh OH
/J s
ii) 30% aqg. H,0, o » Br
57 % over 2 steps 5
o]
OMe iii) Me,S0O,4 KOH,
) 18-crown-6, CH,CI>/H,0, rt, 1 h
o s —~-

| )—Br 78%

Scheme 1. Synthetic preparation of the methylated 3HC

fluorescent coupling partner 6.

Concerning the preparation of the nucleosidic
fragment required for the final assembly, we started
from the readily available 5-iodo-deoxyuridine 7
(Scheme 2)."

protected as an acid-labile trityl ether whereas the

Its 5’-hydroxyl group was first
3’-OH was consecutively masked by a triethylsilyl
ether, using standard conditions for both reactions.
Sonogashira coupling of the iodo intermediate 8 with
TMS-acetylene furnished the protected ethynyl
derivative 9 in high yields. We recently reported that
a preventive toluoylation of the N3-imide of uracil
moiety avoids competitive 5-endo-dig-cyclization

1014 T4 set

during the further Pd-catalyzed coupling.
up this base labile imide protecting group, mild
conditions (p-toluoyl chloride, Et3N in pyridine) were
employed.15 A subsequent treatment with the softly

nucleophilic tetraethylammonium fluoride
monohydrate enabled to concomitantly cleave the
TMS and TES silyl groups providing the terminal
alkyne 10 in satisfactory yields (71% over 2 steps,
Scheme 2).

then efficiently used for that purpose. Thus, when

A second Sonogashira reaction was

using a standard catalytic system (PdCIl,(PPh3),, Cul,
Et;N in THF), the reaction proceeded cleanly to give
the coupled derivative 11.%* The desired fluorescent
amidite 2 was then obtained pure in acceptable

yields under classical conditions. Fluorescent labeled

15-mer ODNSs,
amidite 2, were efficiently obtained by solid-phase
synthesis using standard procedures (Sl). The
sequences d(CGT TTT XMX TTT TGC), where X =T,
A, C or G, were tagged with the conjugate 2 at the

incorporating site-selectively the

positions labeled M. The other ODNSs required for the
study were supplied from commercial sources.
Complementary ODNs d(GCA AAA YZY AAA ACG),
where Y and Z =T, A, C or G, were annotated in
italics. d(Cy3GCA AAA YZY AAA ACG) was labeled
with Cy3 at the terminal 5 position. Control
experiments were conducted with wild-type ss
strands d(CGT TTT XTX TTT TGC) as follows where
T replaces M. MS, HPLC & UV analysis confirmed
the veracity and purity of the ODNs (Figures S1 to

S5; Table S1).

Photophysics: The labeled ODNs were chosen as
model sequences to characterize the physical
properties of the fluorophore 1 with respect to the
nature of the flanking bases in single- (ss) and
enabled to design and construct double-strands (ds)

DNA (Table 1 & Sl). The fluorescent emitter was
located in the middle of the sequence rather than at
the 5’-terminal positions of duplexes in order to avoid
a sticky end association that could complicate the
interpretation of the emission response.18 Melting
temperature and CD experiments were first realized
with the matched and mismatched labeled ds DNA,
and the corresponding wild type sequences for
comparison (Tables 1 and S2, Fig. S6 & S7).
Thermal denaturation studies clearly demonstrate
that the T emissive analogue preferentially base
paired with A (Table S2, ATm = +8.0 to +5.5 °C
compared to mismatched pairs). Compared to the
matched wild-type duplexes, the incorporation of 2
revealed to be only somewhat destabilizing (ATm =
-4.0 to -5.9 °C, Table S2, Figures S6 & S7) but less
than a mismatch (ATm = -8.2 to -10.5 °C, Table S2).
Furthermore incorporation of the dye did not affect

the secondary structure of the labeled DNA
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Scheme 2. Synthesis of the modified deoxyuridine amidite 2 bearing a 3-methoxychromone scaffold as a fluorescent

reporter.

Table 1. Spectroscopic data for labeled ODNs.?

DNA S8 &ds T Aaos  Aem D
samples COP  (m)° (m)? (%)
1 T™T ; 395 500 30
p) TMT-AAA a%%) 392 490 50
3 AMA - 309 498 21
41.4
4 AMA-TAT arg 392 491 47
5 CMC - 308 500 27
6  CMC-GAG 2561'%) 396 497 7
7 GMG - 306 497 2
50.1
8 GMG-CAC 545 09 495 1
9 AAA(CY3) - 548 565 18
10 TTT-AAA(CY3) 211995) 548 564 20
11 TMT-AAA(CY3) élg%) 303 564 -

a) Recorded at 20 °C with 2 uM of each ODN in buffer pH
7.0 (10 mM cacodylate buffer, 150 mM NaCl); b) Melting
temperature (Tm) of the labeled matched duplex; Tm of the
corresponding wild-type duplexes are listed in parentheses;
+ 0.5°C; c¢) Position of the absorption maximum; d) Position
of the emission maximum; e) Quantum yields determined by
using quinine sulfate (QS) in 0.1 M HCI solution (dex = 350
nm, @ = 0.54)'® and p-dimethylaminoflavone (dMAF)in EtOH
(Aex = 404 nm, @ = 0.27)"" as standard references; + 10%
mean standard deviation.

duplexes as evidenced by CD spectra, which
confirmed a typical B-form signature (Figure S8).
The UV absorbance and fluorescence spectra of 1 in
DNA1-8 were recorded in phosphate buffer pH 7.0
(Figures S10, S12). DNA1-8 showed absorption
maxima in the range of 394-399 nm (Tables 1),
indicating that the absorbance of the dye was
marginally affected by the nature of the flanking
bases in both ss and fully complementary ds DNA.
the the

fluorescence emission maxima were located in the

Independently  of adjacent bases,
green region (ca. 500 nm), conferring to the dye
incorporated in DNA the expected mega-Stokes shift
(98-105 nm, Table 1). Remarkably, compared to the
quantum vyield reported for 1 in HO (10 %), the
fluorophore displayed 2 to 5 fold enhanced quantum
yields in DNA1-5 (ca. 21-50 %). One hypothesis
could be that rotational motion was reduced and
therefore non-radiative dissipation of energy was
lowered due to stacking and hydrophobic
interactions of the fluorophore with the flanking
bases."® By contrast to A, T and C bases, the

fluorophore is quenched by proximal G. G is a well



known and efficient quencher of fluorescent

nucleoside analogues in ODNs.?

1.0

o
%

o
2N

—— DNAI
— DNA2
dMAF
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~
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0.2
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Figure 2. Photodegradation curves of fluoropohore 1 in
water (blue), ss DNA1 (red) and ds DNA2 (green) in buffer
pH 7, and dMAF (yellow) in EtOH. Concentration of each

sample was 2 yM. Excitation was at 400 nm.

Photostability of fluorescent dyes is a major concern
since it represents a severe limitation for their use in
imaging molecule

applications and  single

fluorescence spectroscopy. We therefore
investigated the time-dependence photodegradation
of the free dye 1 and its incorporated form in ss and
matched ds DNA1-2 (Figure 2) under continuous
illumination of the sample. For comparison, the
p-dimethylamino-3-hydroxyflavone (dMAF), a known
unstable push-pull fluorophore was also studied. 21
The curves were fitted to a monoxeponential decay
to extract the time constants of photodegradation.
Dyes 1 and dMAF were found to be the less stable
compounds (t, = 8 and 56 min, respectively).
Therefore the introduction of the methoxyl group at
position 3 of chromone to give 1 did not prevent
photodegradation as it was observed for dMAF. This
result indicates that 1 follows a different
photodegradation
dMAF.? On the

incorporation of the fluorophore

pathway than the methoxy
hand,
in ss DNA1

produced a dramatic enhancement of photostability

derivative  of other

(t12= 55 h vs. 8 min).23 Furthermore, when the dye
was exposed to the major groove as in the ds
matched DNA2, no degradation at all was noticed
over a period of 3 hours under the photobleaching
conditions used. This remarkable improvement of
photostability of the fluorophore without oxygen
depletion and adding additives may be due to a self-
healing mechanism.?* Herein, DNA may participate
as a triplet state quencher producing less singlet
oxygen and consequently less photo-oxidation. Less
populated triplet state is also consistent with the
observed improved quantum yields when the

fluorophore was coupled to ss and ds DNA1-2.

DNA1 { DNA9

Abs Em | Abs Em

Absorption / Fluorescence, a.u.

. I .
400 500 600 700
Wavelength, nm

(dashed line)
(continuous line) spectra of ss DNA1 (blue) and DNA9
(red).

considered in this study was colored in purple. Absorption

Figure 3. Absorption and emission

Spectral overlap of the FRET emissive pair

and emission of DNA1 & DNA9 were normalized on their

respective maximum.

To sum up, our data demonstrate that the dye fulfils
the desired requirements to be a prospective
candidate as a mega-Stokes shift FRET donor.?
Additionally, since its shifted emission (Aem = 490-
498 nm) revealed to be fairly solvatofluorochromic
independently of the flanking bases, it provides the
opportunity to develop a ratiometric probe for
sensing interactions via a radiative energy transfer.

To verify this hypothesis, we selected the sequence



DNA1 since it gave after hybridization with its
complementary strand the brightest combination of
ss and ds DNA (Table 1, DNA1-2: @ = 0.30 and
0.50). The common Cy3 was selected as a FRET
acceptor and was introduced in the complementary
sequence at its 5’-terminal (DNA9 - Figure S16). Cy3
was chosen because the large molar absorptivity of
Cy3 (esa7am = 13.6 x 10*m™.cm™) and the significant
spectral overlap integral (J(1)=3.7 x 1015m'1.cm'1nm4)
between the donor emission and the acceptor
absorption spectra are mandatory properties for
(Figure 3).

Furthermore, its absorption band centered at 548 nm

efficient radiative energy transfer
is well-separated from the donor’'s one (AAL= 156 nm)
and the emission located in the yellow range (565
nm) is combined with an appreciable quantum yield
(@ = 0.20).%° Additionally, the fact that Cy3 is almost
not absorbing (€30 nm < 300 m'1.cm'1) at the
the 3HC donor will

represents a considerable asset

wavelength be excited,

since it will
dramatically increase the S/N ratio due the fact that

direct excitation of the acceptor will be negligible.

The control and FRET experiments were conducted
with the single labeled ds DNA10 and double-labeled
ds DNA11 obtained after annealing DNA9 with the
fully complementary wild type and DNA1 strands,
respectively. When DNA10 was excited at 392 nm

no emission was registered as shown in the Figure 4.

This result is consistent with the fact Cy3 does not
absorb at this wavelength. By contrast, when the
duplex was excited at the absorption maximum of
Cy3 (548 nm) the characteristic emission spectrum
of Cy3 was observed (Figures 4). When it was
irradiated at one quarter of its absorption maximum
at 490 nm, the shape of the emission did not change
but the fluorescence intensity appeared to be one
quarter of its maximum as expected (Figure 4). The
evidence for efficient FRET was provided when the

double-labeled DNA11 was excited at the absorption

P —— TTT-Cy3 A, =39 nm
e\ - Aexc = 490 nm
\ —_— Aexe = 548 nm

\ —— TMT-Cy3 Aexe =396 nm

Fluorescence, a.u. (10%)

0.5

0.0

400 500 600 700 800
Wavelength, nm

Figure 4. Emission spectra of Cy3 labeled DNA10 (blue)
and Cy3-M double-labeled DNA11

different excitation wavelengths at pH 7.0.

(red) duplexes at

maximum of the donor (393 nm).

comparison with the single labeled ds DNA10 and

Indeed by

DNAZ2, a marked increase (over a factor >100) of the
Cy3 emission intensity at 564 nm together with a
marked decrease of the emission intensity of the
donor M at 490 nm were observed. The efficiency of
energy transfer was found to be 92 % for DNA11
Eq1).
furnished from the excitation spectra of the single
and double-labeled DNA10-11 (Figure S14). By

collecting photons at 564 nm, only the spectrum

(see SlI, Further support for FRET was

registered from the double-labeled DNA11 showed a
band centered at 393 nm that perfectly fitted with the
absorption spectrum of the donor (Figures S11 and
S14). Since the donor emission locates in the blue
edge and is well separated from the acceptor
emission band, it allows easy ratiometric detection.
Thus, by gradually increasing the concentration of
DNAJY,

formation of the duplex was probed by a ratiometric

the energy transfer inherent with the
two-color response (Figure 5 & S13). As predicted,
addition of 1 equivalent of DNA9 was sufficient for
completely inverting the intensity ratio, determined at
the two emission maxima, from 0.7 to 3.4 (Figures 4
& S15"%). Indeed, a 10% excess of DNA9 did not

lead to further change in the ratio of intensities of the



two emission bands (saturation), thereby supporting
that the observed FRET is a 1:1 stoichiometric
process. Interestingly, the changes in emission color
of DNA11 from sky blue to yellow offer a clear
visualization of hybridization useful for two-color
imaging applications (Figure 5). The Forster distance
R, is an important physical data that characterizes a
FRET pair and is informative at which distance FRET
can be detected or not. Incomplete labeling is one
source of error in calculating R,; but can be excluded
because HPLC and MS analysis ascertained the
purity and integrity of the labeled ss DNA and
fluorescence titration supported a 1:1 stoichiometry
for hybridization of the two strands (Figure 5 and SI).
Another source of uncertainty is the orientational

dipole factor K>

«* of 2/3 is used for randomly
oriented donor and acceptor partners. However,
applying this value for calculating R, with Cy3 poses
question because it is known that a major fraction of
Cy3 is not free but stacks with the bases at the end
of the duplex.29 Denaturation studies (Tm) agrees
with the fact that Cy3 stacks since it conferred a
2.0 °C extra stabilization to the duplexes (compare
single- DNA10 and the double-labeled DNA11 with
the wild type and DNA2, respectively, see Table
1).20'27 To calculate R, we envisioned the following
two extreme situations. First with free Cy3, 55 A for
R, was found whenx? = 2/3 was applied. Second
with stacked Cy3, the distance separating the two
dyes in DNA11 was estimated to be about 27 A for a
7 base pair separation in length based on a 3.4 A
rise per base pair of B-DNA and a stacked Cy3. CD
confirmed the B-DNA conformation of DNA11 (SI).
When 27 A and 92% for energy transfer efficiency
were taken into account to calculate R,, 41 A was
obtained (see Sl, Eq5). Therefore R, is likely within
these two extreme values (41-55 A: 25% variation).
Nevertheless, it is in the range of Forster distances
of FRET pairs composed of organic dyes, which are

convenient for biological applications.1a

2.0x10 Cy3 /
— 120%
L l — 110%
— 100 %
1.5x10, - 90 %
80 %
§ 70 %
5 60 %
g 1.0x10, [ 50%
2 40%
% 30%
= 20%
£ 9 -
5.0x10_ I —_— 0%
0%
0.0x10, -
I 1 1 1 L 1 L 1
400 500 600 700 800
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Figure 5. Fluorescence titration of DNA1 with DNA9 —
(from 0 to 1.2 equivalents) monitored by ratiometric
emission changes. Insets showed the color changes
before (left: blue cell) and after addition of 1 eq. of DNA9
(right: yellow cell).

Conclusion

In summary, we reported the convergent synthesis
and spectroscopic characterizations of 15-mer
sequences site-specifically labeled with a single-
band emissive deoxyuridine analogue. Based on the
2-thienyl-3-methoxychromone scaffold tethered to
the C-5 position of an ethynyl uracil, the fluorophore
incorporated in DNA presents the exquisite qualities
of displaying a visible absorption (= 400 nm), large
absorption coefficient (35.000 M'1.cm'1), emission of
light with large Stokes shifts (= 100 nm), enhanced
to 50%) and

photostability.

quantum yields (up remarkable

improved Taken together, the
promising parameters of the dye enabled to design
and construct an efficient FRET pair where the
mega-Stokes shift dye of the first strand acts as a
donor whereas a 5’-Cy3 in the complementary strand
plays the acceptor role. Fluorescence studies have
demonstrated both a remarkable energy transfer
efficiency and ratiometric response yielding to a net
visual change in emission color upon hybridization
switching its emission from cyan to yellow. Finally,
since the deoxyuridine conjugate absorbs in the

violet (ca. 400 nm) and the emission locates in the



green region (ca. 500 nm), its excitation using the
common violet laser line and combination with a
orange fluorescent protein30 as the second FRET
partner open prospective applications for two-color

imaging in the near future.
MATERIAL AND METHODS

Supplementary data: experimental protocols and
spectroscopic characterizations. This material is
available free of charge via the Internet at

http://pubs.acs.org.”

NOTES

All authors have given approval to the final version of

the manuscript.

I In water, strong ICT dyes usually follows that trend:
the larger the Stokes shift, the lower the quantum

yield.

11 Independently of the catalytic system being used,

the sterically hindered Glaser coupling product was

observed as a more polar spot by TLC (ca. 10-20 %).

11t S/N ratio detection of DNA1 over the titration is

ca.’.
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PUBLICATION 5

Une fois les conditions mises au point avec le composé modele MTCU 8, nous
nous sommes alors focalisés sur la synthése d’'ODNs incorporant le dérivé ratiométrique
sélectionné 7c¢. Ces conditions ont donc été appliquées a la synthése du phosphoramidite
correspondant qui a ensuite été incorporé dans des séquences d’ODNs dodécamere
(cible de SRA) et pentadécaméres (modeéles), obtenues avec de bons rendements.

L’ensemble des séquences modeéles synthétisées ont été analysées, par spectroscopie
UV/isible (Tm) et Dichroisme Circulaire, afin de déterminer l'influence de la 3-HC sur la
stabilité¢ du duplexe et la structure secondaire de ce dernier. Ensuite, les propriétés
d’absorption et d’émission ont été étudiées sous différentes conditions sur les simples et
doubles brins d’ADN afin de déterminer les maxima d’absorption et d’émission, le rapport
d’'intensité des 2 bandes d’émission et le rendement quantique. Ces données sont
essentielles avant d’engager les études d’interactions entre la séquence dodécamere et le
domaine SRA.
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Figure 9. Sensibilité de la sonde 7¢c aux changement de polarité environnante, aprées incorporation
(courbes normalisée sur la bande T*).

Nous avons dans un premier temps vérifié que cet analogue de dU gardait sa capacité a
s’apparier sélectivement avec la dA et qu’il ne modifiait pas la conformation globale du
duplexe. Nous avons également pu constater que le nucléotide présentait toujours une
émission duale une fois incorporé et que cette émission était trés sensible aux
changements environnementaux. En effet, elle rendait possible la discrimination entre des
duplexes appariés et mésappariés, ainsi qu’entre les conformations B- et A- de duplexes
ADN / ADN et ADN / ARN, respectivement, par changement du rapport In+/l+, couplé a un
décalage du maximum d’émission de la bande T*. L’ensemble de ces données sont en
accord avec I'hypothése que nous avions formulée, a savoir qu’une sonde trés sensible a
I’hydratation pouvait étre utilisée pour étudier des changements conformationnels de

’ADN. La grande sensibilité de ces sondes au taux d’hydratation devrait permettre de
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proposer de nouveaux outils fluorescents pour détecter et étudier les interactions
nucléoprotéiques. Ces travaux ont conduit a la rédaction d’un article qui a été soumis a
publication.

168



Dual emissive analogue of deoxyuridine as a sensitive hydration-reporting probe for
discriminating mismatched from matched DNAs and DNA/DNA and DNA/RNA
duplexes

Nicolas P. F. Barthes,”* Krishna Gavvala,”* Dmytro Dziuba,” Dominique Bonhomme, luliia A. Karpenko,” Anne S. Dabert-Gay,®

Delphine Debayle, Alexander P. Demchenko,” Rachid Benhida,? Benoit Y. Michel,® Yves Mély,”® and Alain Burger °

Fluorescent nucleosides with high sensitivity to H-bonding are of great interest not only to investigate DNA hydration and DNA-protein interactions and
dynamics, but also to develop screening assays. Here, we report on the incorporation of a dual emissive uridine analogue based on the 3-hydroxychromone
scaffold (3HC) into DNA oligonucleotides of different sequences and the characterization of the spectroscopic properties of the labelled oligonucleotides in
matched and mismatched duplexes and in duplexes of different forms. The probe exhibits two-colour emission and spectral A-shift, which vary as a function
of the local hydration of the 3HC. It provides the highest sensitivity together with calibration on the molecular level, which allow discriminating between
matched and mismatched dsDNA, as well as between B- and A-forms of DNA/DNA and DNA/RNA duplexes. We suggest that the physical basis of such

reporting is the change of hydration of fluorescent derivative of DNA base and use the most efficient probe for that.

Introduction

Novel fluorescent derivatives of DNA bases that report high
sensitivity on hydration are of great interest for investigating
DNA hydration and folding, DNA-protein interactions and
dynamics, and developing screening assays. They are expected
to emerge as new sensitive tools since water coating DNAs
plays a key role in determining their folding, conformations
and interactions. Indeed, water molecules bound to DNA
display hydration patterns and physical properties that are
different from bulk water and specific to each DNA form. 2
On the other hand, the binding of proteins or drugs to nucleic
acids is also well known to impact the water distribution in
contact with DNA.**3

Environment-sensitive fluorophores exhibiting
solvatochromic properties are important tools for fluorescence
molecular  sensing. Steady-state and time-resolved
fluorescence spectra of solvatochromic dyes contain in
particular the information about specific and non-specific
interactions of the probe with the surrounding molecules and
the rates of the media relaxation. Different solvatochromic
dyes were investigated to interrogate the polarity of the minor
and major grooves and different conformations of the DNA by
monitoring the changes in the absorption and/or emission
[16-26] The dielectric constant and Lippert-Mataga
were employed to estimate the polarity of the local
environment of the probes. However, exploiting these scales
to estimate the polarity in hydrated media is not fully
satisfactory since they do not take into account the
contribution of specific H-bonding interactions."”” Such
interactions are particularly critical for probes having a
conjugated donor—acceptor system (e.g. dansyl fluorophores:
DAN),[17'20'29] being in contact to water in the considered
grooves. The usage of the Reichardt scalel®” gives in general
better correlations because this empirical scale accounts for
the dielectric constant of the solvent and its H-bond donor
ability. As a consequence, the introduction of a fluorescent

maxima.

[27,28]
scales

probe to sense the DNA grooves and displaying high sensitivity
to H-bonding rather than to dipolar interactions was hitherto
Iacking.[m

An ideal hydration-sensitive probe should satisfy several
additional demands. It should be incorporated in a way not
perturbing the nucleic acid structure being located either in
the major or minor groove of dsDNA. The H-bond sensor
(usually an oxygen of a carbonyl, amide or sulfonamide
group)[l7’2°’29] should be located in a position that is sensitive
to DNA transformations by shifting between H-bond free and
H-bonded forms. To address all these requirements, we have
recently reported a new dual emissive nucleoside 1 (Figure 1)
highly sensitive to hydration.[31’32] The new probe was
engineered by connecting the 2-thienyl-3-hydroxychromone
(3HC) fluorophore to the 5-position of deoxyuridine via an
ethynyl bond to favour interactions with water molecules
rather than to substitute a natural base by the dye.[33’34] A rigid
acetylenic linker was chosen to locate the dye in a precise
position with respect to the DNA major axis with the aim to
restrain undesired contact with H-bond donor and acceptor
groups of DNA. Such control is of key importance for further
data interpretation of hydration and biomolecular interaction
studies.
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Figure 1. a) Structure of the dual emissive deoxyuridine conjugate 1 and b)
Representative concept for the conformational study of hybrid duplexes based on the
ratiometric detection of the local hydration changes.



Due to an excited state intramolecular proton transfer
reaction (ESIPT),BS] 1 can exist in two excited states, the
normal (N*) and the tautomer (T*) forms, that emit light with
different energies and provide two well-separated emission
bands (Scheme 1).
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Scheme 1. Proposed mechanism for water sensing by 3HC 1 adapted from.®" Excited
states N* and N*-H, and T* and T*-H of the normal and tautomer forms are in
equilibrium.[%] N*-H undergoes ESIPT reaction in a much slower time scale than N*. N*
and N*-H, and T* and T*-H generate the higher and lower energy emission bands,
respectively referred as N* and T* on the spectrum for simplification.

In the excited normal state (N*), the oxygen carbonyl at 4-
position of 3HC becomes more basic, making this group
subject to formation of H-bonds with protic solvents. In
particular, 1 demonstrates high sensitivity to hydration since
an increase in water concentration inhibits the ESIPT reaction
and thus, increases the relative intensity of the N* band
(Figure 2).[31]

Moreover, hydration also favours H-bonding of the
tautomer forms, which results in the blue-shift of the T*
emission maximum as a consequence of the more stabilized
ground state and the increased energy gap between the
excited and ground states of the hydrated forms.®” Therefore,
measuring the intensity ratios of the two emission bands
(In+/l7x) and also the A -shifts of the T* band allows
monitoring, by two different channels of information, the
hydration changes in the vicinity of the 3HC. Additionally, the

newly synthesized dye absorbs strongly in the violet (A aps ~
400 nm), exhibits large Stokes shifts (> 100 nm), keeps
significant quantum vyield in water (6%), which is unusual
among polarity-sensitive dyes, and thus possesses useful
. . o . . [38-41]
properties for selective excitation and easier detection.

Fluorescence, a.u.
o o o I =
N [=)} oo [=} N

e
o

0.0

450 500 550 600 650 700
Wavelength, nm

Figure 2. Two-band ratiometric and wavelength-shifting responses of conjugate 1 to
hydration in water-dioxane mixtures..®" Growing water concentration results in the
relative increase of the N* band and the blue-shift of the maximum of the T* band
emission: A and B arrows, respectively. The fluorescence spectra are normalized by T*
band.

Successful synthesis of the conjugate 1 with such
remarkable spectroscopic properties stimulated our efforts to
obtain oligodeoxynucleotides (ODNs) with its incorporation. In
this work, we describe the synthesis and photophysical
properties of such labelled ODNs. We demonstrate that the
incorporated nucleoside is able to probe the hydration of the
major groove and to discriminate the environmental and
conformational changes of DNA/DNA and DNA/RNA duplexes

of different compositions (Figure 1b).
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Scheme 2. Synthesis of the phosphoramidite of the conjugate 3HC-deoxyuridine 1.

RESULTS AND DISCUSSIONS

Synthesis and photophysical properties of labelled DNA and
DNA/DNA duplexes

The synthesis of the phosphoramidite 7 required for the
preparation of the labelled ODNs is described in Scheme 2.
The synthetic approach was adapted from the procedure
developed for dye 1.5 The protection of the 3-imido and
5’-hydroxyl groups of 2, provided the 5-iododeoxyuridine
derivative 4. This intermediate was then engaged in a first
Sonogashira coupling with trimethylsilylacetylene.
Subsequent treatment with tetraethylammonium fluoride
gave the terminal alkyne 5. Concerning the final assembly, a
second Sonogashira coupling with the bromothienyl
chromone partner afforded the conjugate 6 of 3HC and
deoxyuridine. Phosphitylation of 6 wunder classical
conditions yielded phosphoramidite 7, which was used for
the solid-phase synthesis of the labelled 15-mer ODNs (SI).
HPLC, UV and MS analysis ascertained the purity and
integrity of the synthesized ODNs (Table S1, Figures S1, S2,
S3 & S4).

The 15-mer d(CGT TTT XMX TTT TGC) sequences, where
X =T, A Cand G and M = conjugate 1, were chosen as
model sequences to characterize the photophysical
properties of 1 in different ODN contexts. The conjugate
was positioned in the middle rather than at a terminal
position of the duplexes in order to avoid structural
disorders due to end effects. The sequences referred as
TMT, AMA, CMC and GMG and differed by the residues
flanking the modified nucleotide 1. Control experiments
were performed with wild-type strands of composition
d(CGT TTT XTX TTT TGC). Each ODN was then annealed with

o 72 %.

(over 2 steps)
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its complementary ODN (noted in italic) containing a
natural base or an abasic site at the position opposite 1,
resulting in duplexes of different compositions (Table 1 and
Sl). The sequences of the complementary strands were
d(GCA AAA YXY AAA ACG), where Y=A, T, Cor G and X is
any of the natural bases (matched and mismatched pairs)
or an abasic site (Ab). We first assessed whether the
deoxyuridine derivative 1 selectivity base pairs with A and
does not affect the secondary structure of the duplexes by
monitoring the temperature-induced absorbance changes
at 260 nm and recording the CD spectra (Tables 1 & S2,
Figures S5, S6 & S7).

Thermal denaturation studies showed that the most
stable labelled duplexes were obtained with the fully
complementary sequences. The labelled duplexes were
slightly less stable than the corresponding wild-type
matched and mismatched duplexes (AT, = -1 to -4.9 °C)
except for C opposite 1 (A T,,=0.1to 3.6 °C, Tables 1 & S2).
Comparable observations were reported for other
hydrophobic moieties, such as phenanthroline, anthracene,
and pyrene, connected to U via an acetylenic linker. 144!
Remarkably, labelled duplexes containing an abasic site
were significantly more stable than the corresponding
controls (A T,, = +4.7 to +7 °C). The increase of T, of the M-
Ab duplexes suggests that the dye accommodates well the
abasic lesion and stabilizes the duplex, likely through its
large stacking area and hydrophobic character.”!
Furthermore, analysis of the CD spectra showed that the
label did not affect the B-helix conformation of the
DNA/DNA duplexes (Figures 3 & S5).



Table 1. Spectroscopic data for conjugate 1 and labelled ODNs.

Samplesa’b Tm % Aabs AN*E AT*[ |N*/|T*g <ph
(°|C)°  H0” (nm)" (nm)  (nm) (%)
1 100 395 500 - 6
90 394 497 539 117 6
80 395 498 552  1.08 8
70 395 494 561 0.89 26
60 395 493 567 072 27
50 394 490 571 056 25
™T - 405 493 572 063 13
TMT-AAA 45.8 397 487 548 121 11
TMT-ATA 37.9 404 491 573 053 12
TMT-ACA 39.1 405 491 573 040 16
TMT-AGA 38.1 406 490 573  0.57 6
TMT-AAbA  39.2 408 492 573 047 11
TMT-rAAA  38.8 402 487 566 078 20
AMA - 407 492 570  0.63 9
AMA-TAT 424 400 488 552  1.21 8
AMA-TTT 37.6 406 495 571 048 11
AMA-TCT 39.2 407 493 574 047 11
AMA-TGT 381 407 491 571 058 9
AMA-TABT  36.3 408 497 573 067 13
AMA-fUAU  37.1 406 490 564 0.85 15
cMC - 405 493 569  0.70 9
CMC:GAG 481 394 487 548  1.00 9
CMC-GTG 37.9 407 489 565  0.92 4
CMC-GCG 426 412 492 569  0.83 3
CMC:GGG 425 406 490 567  0.76 4
CMC:GAbG 432 409 493 570 0.84 3
GMG - 408 491 573  0.66 3
GMG-:CAC 524 400 488 561  1.00 1
GMG-CTC 456 407 490 572  0.60 2
GMG-CCC 471 406 489 569  0.43 2
GMG-CGC 473 407 488 571  0.84 1
GMG:-CAbC 445 409 490 573  0.60 2

a) 2 uM of monomer 1 in water-dioxane mixtures; b) 2 uM of ODN in buffer
pH 7.0 (20 mM Sodium phosphate, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA); c) Melting
temperature; +0.5°C; d) Position of the absorption maximum; e) Position of
the emission maximum of the normal N* band; f) Position of the emission
maximum of the tautomer T* band; g) Iy+/l= corresponds to the ratio of the
intensities of the two emission bands at their maxima; +2.5% mean standard
deviation; h) Quantum yields determined using quinine sulfate (QS) in 0.1 M
HCl solution (Agx = 350 nm, @ = 0.54)[42] and p-dimethylaminoflavone (dMAF)
in EtOH (Aex = 404 nm, @= 0.27)[43] as references, +10% mean standard
deviation; i) In water, the N* and T* bands collapse in a single band.

In a next step, the UV absorbance and fluorescence
spectra of 1 in the single and double stranded forms were
recorded in phosphate buffer pH 7.0 (Figures 4, S8, S9, S10,
S11 & S12). The spectroscopic characteristics of the labelled
sequences together with the data of the monomer 1 in
water-dioxane mixtures are reported in Table 1.

The fully complementary dsODNs showed absorption
bands centred at 394 and 400 nm while the absorption
maxima of the single strands and mismatched duplexes
were in the range of 404-409 nm. The positions of the
absorption maxima in the fully complementary dsODNs are
close to the absorption maximum of the monomer 1 in
water-dioxane mixtures suggesting that the dye is more
accessible to water than in the single strands and

mismatched duplexes. By contrast to matched duplexes,
the bathochromic shift of about 7-11 nm observed for the
single strands and mismatched duplexes (Figure S8 and
Table 1) suggests m-interactions of the hydrophobic dye
with the surrounding bases. Similar effects were reported
for the pyrenecarboxamide chromophore anchored at the
surface of the major groove of DNA.?® A red-shift of the
absorption maximum is also commonly observed with
intercalating dyes. The dye in duplexes with an abasic site
exhibited the largest red-shift, confirming its suitable
intercalation in these sequences.
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Figure 3. CD spectra of matched (A) TMT-AAA, TMT-rAAA, (B) AMA-TAT, AMA-
rUAU and their native wild type duplexes recorded in pH 7.0 buffer (20 mM
Sodium phosphate, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA).

The fluorescence spectra showed two well-resolved
bands of emission (Figures 4, S9, S10, S11 & S12).
Comparison of the spectra revealed that the matched
duplexes displayed the highest Iy«/It+ ratio and the more
blue-shifted T* band (Table 1, Figures 4, S9, S10, S11 &
S12). For instance, for the matched TMT-AAA duplex, the
intensity ratio Iy+/lt« and emission maximum of the T* band
were 1.21 and 548 nm, respectively; while for the TMT
single strand and the mismatched duplexes, they were in
the 0.4-0.63 and 572-573 nm ranges, respectively.

The intensity ratios and the maxima of the T* emission
of the matched duplexes were close to the values obtained
for 1 in 90 % water, while the corresponding values in the
single strands and mismatched duplexes were close to the
values observed for 1 in 50 % water (Table 1, Figures 2 and
4). Noticeably, TMT and AMA single and double strands
gave very close results, indicating that the spectroscopic



properties of conjugate 1 are similarly influenced by T and A
flanking bases (Table 1, Figures 4, S8, S9 & S10). The CMC
and GMG sequences followed similar trend (Figures S11 &
S12). Nethertheless, the intensity ratios of the fully
matched duplexes were smaller than those obtained for the
corresponding TMT and AMA double strands indicating
than the dye is exposed in a slightly less hydrated
environment (compare 1 with 1.21, similar to the values
obtained for 1 in about 80 % water). All the TMT and AMA
ODNSs, and the CMC single and matched double strands
gave similar or larger quantum vyields as compared to that
of the free dye 1 in water. The fluorescence quantum yield
of the dye in these single- and double-stranded ODNs
varied from 6 to 16 %. By contrast the mismatched
duplexes of CMC and all the GMG ODNs gave lower
quantum vyields suggesting a direct contact quenching of 1
by G in these ODNs. Quenching of fluorescent nucleoside
analogues in ODNs by G is common. 4849
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Figure 4. Fluorescence spectra of ss, matched (A) TMT & TMT-AXA, (B) AMA, AMA-
TXT and their corresponding mismatched duplexes recorded in pH 7.0 buffer (20
mM Sodium phosphate, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA) and normalized by T* band.

Taken together, our data indicate that the analysis of
the two channels of information of the label allows easily
distinguishing the matched duplexes from the single strands
and mismatched duplexes. The Iy+/l;+  channel
demonstrates superior sensitivity (up to 40 fold) to
distinguish matched from mismatched duplexes with
variation in Iy+/lt« from 10 to 200 %"° as compared to the 5
% variation of the shift of the T* band. In matched
duplexes, the label is exposed to a highly hydrated

environment as compared to single strands and
mismatched duplexes, where it is partially shielded from
the water. Noticeably, the label is able to sense in the fully
matched DNA the subtle change in hydration of the local
environment of G/C and A/T base pairs.m It distinguishes
remarkably from the DAN (6-dimethylamino-2-
acylnaphthalene) fluorophore, which was unable to detect
such changes.[24] The new label possesses also attractive
features for A-allele detection. The ODNs with A and T
flanking the label demonstrate the highest sensitivity for
discriminating matched from mismatched bases.

Discrimination of DNA/DNA and DNA/RNA duplexes

Next, we examined the ability of 1 to monitor the
transition from B- to A-form duplexes at constant ionic
strength. Such transition is physiologically important as it is
produced for instance in base pairing of DNA and RNA
strands during transcription and it is thought to govern a
number of protein/DNA interactions.®*”
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Figure 5. Fluorescence spectra of (A) TMT-AAA and TMT-rAAA (B) AMA-TAT and
AMA-rUAU recorded in pH 7.0 buffer (20 mM Sodium phosphate, 100 mM NaCl, 1
mM EDTA) and normalized by T* band.

Thus, the TMT and AMA sequences were annealed with
the complementary RNA strands r(GCA AAA YAY AAA ACG),
$5051 \where Y is A or U, and referred as rAAA and rUAU,
respectively. Upon hybridization of RNA to DNA, a clear
difference in the secondary structure of the obtained hybrid
in comparison to the DNA/DNA duplex was evidenced from
the CD spectra (Figure 3). A characteristic blue-shift of the



positive band, as well as an increase in its amplitude were
observed, as expected.[52] The impact of probe 1 on the
stability of the hybrids was comparable to that observed for
DNA/DNA duplexes (Table S2).

The absorption and fluorescence characteristics of the
two duplexes are given in Table 1. The fluorescence spectra
of the two DNA/RNA hybrids gave similar results but,
revealed dramatic changes relative to the B-form duplexes
(Figures 5 & S13). For TMT-rAAA for instance, the intensity
ratio Iy«/l;+ and emission maximum of the T* band were
0.78 and 566 nm, respectively. Comparison with the
corresponding values of TMT-AAA gave a 1.6 fold ratio
decrease and 16 nm red-shift, respectively.

It is noteworthy that the values of TMT-rAAA were
comparable to the values obtained for dye 1 in 70% water
(Table 1), indicating that the local environment of the dye
was less hydrated in the DNA/RNA hybrid than in the
DNA/DNA duplex. These data are consistent with the lower
hydration of the narrower and deeper major groove of A-
DNA in comparison to the major groove in B-DNA. 245354
They also illustrate that the proper positioning of the water-
sensitive reporting carbonyl group of 1 affords a highly
sensitive and straightforward method to discriminate B
from A duplexes. Compared to the DAN fluorophore
classically used for the same purpose,m] probe 1
demonstrates an about 11 fold-enhanced sensitivity to
detect such transition with a 55 % variation in Iy«/Iy= for 1 as
compared to 5% variation of the A -shift of the emission
maximum for DAN.

Conclusions

In this report, ODNs labelled with a new fluorescent
conjugate of 3HC and deoxyuridine were synthesized and
characterized. It was shown that the unique property of the
designed 3HC derivative to provide high sensitive
wavelength-ratiometric response to H-bonding is retained
on its incorporation into oligonucleotides of different
sequences. Monitoring the two channels of information
(In+/17+ ratio and A -shift of T*) allows estimating the local
hydration and discriminating matched from mismatched
DNA/DNA duplexes. Moreover, this conjugate enables also
to detect the difference between the B and A forms of
DNA/DNA  and DNA/RNA  duplexes, respectively,
demonstrating ~ 10-fold increased sensitivity over the DAN
quorophore.[24] The high sensitivity to hydration displayed
in two information channels® should open the access to a
variety of applications in DNA research, sensing its
interactions and drug design.
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§ Calculated by comparison with the largest and smallest
intensity ratios of the mismatched duplexes, respectively.

§§ For convenience, the more stable methoxy RNA was used
for hybridization with DNA, since conformational effects
induced by the methylation of the 2’-OH groups are negligible
and hydration of the major groove is not altered.
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CHAPITRE 2 Résultats et Discussions
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/ Conclusion Générale et Perspectives

Dans le cadre de ce projet de recherche, nous nous sommes intéressés a la
synthése d’ODNs fluorescents, incorporant un motif 3-hydroxychromone, et capables de
sonder les changements environnementaux afin d’étudier les interactions ADN / Protéine.
Plus particulierement, nous nous sommes focalisés sur I'étude du mécanisme de
méthylation de I’ADN, dont des dérégulations sont rencontrées dans le cas de
nombreuses pathologies (cancers, maladie d’Alzheimer, de Huntington, ...). Notre objectif
principal concernait I’étude du couple UHRF1 / DNMT1 qui intervient dans la régulation du
profil de méthylation au cours de la division cellulaire. D’aprés I'hypothése de travalil
énoncé au début de ce chapitre, TADN hémi-méthylé (HM) serait spécifiquement reconnu
par le domaine SRA de UHRF1 qui ferait alors basculer la 5mC du brin parent dans son
site de reconnaissance. Ensuite, UHRF1 recruterait DNMT1 au niveau d’'un second site de
reconnaissance. L’'approche de la méthylase déstabiliserait alors le complexe ternaire
transitoire formé de DNMT1, de I'ADN et de UHRF1, provoquant le départ de cette
derniere et laissant le champ libre a DNMT1 afin de méthyler la cytosine du néobrin, formé
lors de la réplication de I’ADN. Une derniéere étape consisterait pour DNMT1 a
repositionner la 5mC, nouvellement synthétisée, dans le duplexe d’ADN et a se dissocier
de I'assemblage nucléique.48d

Afin de confirmer ou d’infirmer cette hypothése, nous avons tout d’abord débuté notre
travail par I'’étude de la premiere étape de ce mécanisme, a savoir la reconnaissance du
brin HM par le domaine SRA de UHRF1.

Deux stratégies différentes ont été explorées afin de marquer I'ADN. La premiére d’entre
elles repose sur la substitution d’'une nucléobase naturelle par un analogue de base
fluorescente, afin de nous permettre de sonder l'intérieur du duplexe. Ce biocapteur s’est
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révélé étre un outil particulierement sensible. En effet, lors de linteraction du domaine
SRA avec les séquences marquées sélectionnées, nous avons pu constater une grandes
variation du signal de fluorescence (rendement quantique et rapport d’intensité des deux
bandes d’émission) entre le duplexe HM et le duplexe NM. Ces changements du signal
semblent clairement associés a la détection du basculement de la 5mC. Afin de confirmer
ces résultats, le mutant G448D de SRA, incapable de basculer la 5mC, a également été
synthétisé et son interaction avec le duplexe analysée. Dans ce cas, de telles variations
du signal ne sont plus observées. Enfin, des études de spectroscopie complémentaires, et
en particulier de stopped-flow, ont permis de caractériser les constantes de vitesse du
processus de basculement de la base.

En plus de cette stratégie de marquage « intra-duplexe », nous souhaitions
également développer une seconde approche, complémentaire de la premiére, qui nous
permettrait d’analyser I'intérieur du grand sillon de ’ADN au cours de ces interactions avec
des protéines. Nous avons donc entrepris la modification d’'une base nucléique naturelle
sur laquelle la copule fluorescente a été attachée par l'intermédiaire d'un bras espaceur
acétylénique.

La séquence d’ADN hémi-méthylé sur laquelle est basée notre étude du mécanisme de
méthylation de '’ADN, présente sur son brin complémentaire, une 2’-desoxythymidine a
proximité du site de liaison avec SRA. La structure du complexe SRA / ADN obtenue par
diffraction des rayons X montre que la dT n’est pas impliquée dans la liaison entre la
protéine et le double brin d’ADN.48a C’est donc naturellement vers cette base que notre
choix s’est porté afin de mettre au point cette nouvelle stratégie de marquage.

Avant de débuter la synthése des ODNSs incorporant ce nouveau motif fluorescent, des
études ont au préalable été réalisées afin de déterminer les avantages qu’apporterait un
tel rapporteur. Nous avons donc tout d’abord étudié les propriétés photophysiques d’un
analogue simplifié, diméthylée au niveau des azotes 3 et 5 de l'uridine'2¢f avant de nous
intéresser a des analogues nucléosidiques incorporant trois espaceurs aryles différents
(phényle, furyle et thiényle), dans le but d’étudier les effets de ce lien arylique.'269 Il en est
ressorti qu’un transfert de charge intramoléculaire entre 'azote 1 (uracile) et le carbonyle 4
(chromone) était a l'origine d’un effet bathochrome important (40 nm) et que ces sondes
présentaient également de bons rendements quantiques ainsi que des coefficients
d’absorptions molaires trois fois supérieur a celui de la sonde de premiere génération (de
I'ordre de 35 000 L.mol'.cm'). Enfin, ces études ont permis de mettre en évidence une
forte sensibilité au taux d’hydratation environnant. Ces résultats étaient particulierement
encourageants étant donné que l'eau joue un réle essentiel dans la structuration et
I'activité des acides nucléiques.126'9

Une fois ces études préliminaires achevées, nous avons pu nous consacrer a la synthéese
des ODNs fluorescents correspondants (seconde stratégie). Afin de mettre au point les
différentes étapes de synthése (du phosphoramidite jusqu’a son incorporation dans des
séquences modeles), nous avons dans un premier temps travaillé avec un composé
modele, 'analogue 3-méthoxychromone (MTCU), car le groupement méthoxy porté par la

chromone est stable et facile a manipuler. La stabilité de la sonde dans les conditions de
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déprotection classiques des ODNs a également pu étre vérifiée. Enfin, les études
spectroscopiques réalisées ont démontré que ce composé présentait des propriétés
intéressantes (absorption dans le visible, coefficient d’absorption molaire important,
rendements quantiques appréciables multipliés par deux aprés hybridation) pour étre
utilisé comme donneur dans un couple FRET efficace avec I'accepteur Cy3.

Une fois la méthodologie mise au point avec MTCU, nous nous sommes focalisés sur le
dérivé ratiométrique cible (thiophéne) qui a alors été synthétisé et incorporé dans des
ODNs. Ses caractéristiques photophysiques aprés incorporation et son influence sur la
stabilité et la structure secondaire du duplexe ont ensuite été étudiées. Le nucléotide
s’apparie sélectivement avec la dA et ne modifie pas la conformation globale du duplexe.
De plus, il présente toujours une émission duale une fois incorporé et cette émission est
trés sensible aux changements environnementaux (hydratation). En effet, elle rend
possible la discrimination entre des duplexes appariés et mésappariés, ainsi qu’entre les
conformations B- et A- de duplexes ADN / ADN et ADN / ARN, respectivement, par
changement du rapport In+/It+, couplé a un décalage du maximum d’émission de la bande
T*. Bien que les études avec SRA n’aient pour linstant pas débuté, ces résultats
préliminaires obtenus sur les séquences modeéles sont trés encourageants pour la suite du
projet.

L’ensemble de ces travaux de thése a abouti a la publication de trois articles, dont
deux traitant de la seconde stratégie de marquage'?6ts et un de lidentification des
modifications de ’ADN et de la chromatine.25¢ De plus, un autre papier a été soumis
récemment pour publication et deux autres, faisant référence a I'étude de linteraction
SRA / ADN (premiére stratégie) et au couple FRET (seconde stratégie), sont actuellement
en cours de rédaction. Enfin, plusieurs communications orales et par affiche ont été
réalisées au cours de congres nationaux et internationaux (SCF-PACA, RICT et COST).

Dans la continuité de ces travaux sur la seconde stratégie de marquage, nous
avons également débuté la synthése de dérivés fluorescents de la dC couplés a la 3-HC.
Accéder a ce type d’analogues nous parait particulierement intéressant car le double brin
d’ADN sur lequel repose nos études avec le domaine SRA comporte 11 dC.48 De plus,
nous serions en mesure de marquer n'importe quelle paire de base T*-A ou C*-G (* fait
référence a la modification par la copule fluorescente).

En parallele de ces travaux de thése, nous avons également appliqué la premiere
stratégie de marquage a I'étude de divers mécanismes impliqués dans la transcription
inverse du VIH ou I'excision de base (cf. Annexes).

Ainsi, afin d’étudier le mécanisme de la transcription inverse du VIH impliqué dans la
prolifération du virus, nous nous sommes intéressé a un fragment de 18 unités
nucléosidiques, dPBS (séquence complémentaire ADN de la séquence Primer Binding
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Site de 'ARN génomique du VIH), indispensable au virus lors de la rétro-transcription de
I’ARN génomique du VIH en double brin d’ADN proviral. Le mécanisme de recrutement du
brin complémentaire de (-)PBS, a savoir (+)PBS, lors de la transcription inverse a ainsi pu
étre étudié a I’échelle moléculaire. L'article relatif a cette étude est actuellement en cours
de rédaction.

L’autre étude a concerné le mécanisme de réparation de I’ADN impliquant
l'endonucléase VIII (Nei). Cette enzyme a la capacité de reconnaitre et d’exciser
spécifiquement des bases nucléigues endommagées, oxydées ou hydrogénées, en
'occurence la 5,6-dihydrouridine (DHU). L’évolution des propriétés de fluorescence de
notre rapporteur, positionné a proximité de cette base endommagée, nous a permis de
suivre ce mécanisme étape par étape et de déterminer sa cinétique. Ces travaux ont
abouti a la publication dans PloS ONE d’un article présenté en Annexes.!26e
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N’essaie pas ! Fais-le, ou ne le fais pas !
Il n’y a pas d’essai ! - Maitre Yoda
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Thermal denaturation measurements

The melting curves were monitored by the absorbance changes at 260 nm and converted into a plot of a
versus temperature, where o represents the fraction of strands in the duplex state. The melting
temperatures were extracted by fitting the first derivative of these curves by a Gaussian (Table S1).
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Figure S1. Thermal denaturation curves. The curves are expressed in fraction a of strands in the duplex
state versus temperature for the non labeled duplex (A, black) and the duplexes labeled by 3HCnt at
various positions (A and B). The concentration of duplexes was 2 uM in 20 mM PBS buffer, 50 mM
NaCl, pH=7.4, EDTA 1 mM.

Table S1. Melting temperatures of 3HCnt-labeled duplexes
Position Nonlabeled 5 7 8 9 5 6
Tm, °C 50 48 47 48 51 47 48
ATm ,°C - 2 2 2 -1 3 2

Quantum yield and N*/T* ratio measurements

Table S2. Quantum yield and N/T ratio of 3HCnt-labeled DNAs in the absence and the presence of

SRA'
Position Mezinils:ion Q:]\"?' S?j;?: QY sraspna N/T pna SS//;A N/Tspajpna
free’ complex® Q¥bna free complex N/Tona
e 55 0.84
G3 HM 0.55 0.7 13 0.19 0.18 0.17
NM 0.45 0.5 11 0.20 0.18 0.18
C5 HM 1.2 4.6 3.8 0.17 0.08 0.085
NM 1.2 3.9 3.2 0.17 0.08 0.075
G7 HM 1.2 7.85 6.6 0.14 0.05 0.045



NM 1.2 6.0 5.1 0.136 0.06 0.06

C8 HM 0.9 1.7 1.9 0.145 0.10 0.096
NM 0.8 0.9 1.1 0.15 0.14 0.14
A9 HM 2.2 2.8 1.25 0.11 0.10 0.10
NM 2.1 2.7 13 0.115 0.10 0.11
GS HM 0.5 1.4 2.7 0.19 0.06 0.06
NM 0.5 0.7 1.45 0.19 0.14 0.14
G6’ HM 1.9 4.9 2.55 0.12 0.06 0.06
NM 1.9 43 2.2 0.12 0.06 0.06

'Values are average of 5 experiments. Standard deviations were equal or less than 20 %,
% Quantum yield for labeled DNA was calculated with free 2-thienyl-3-hydroxychromone in buffer as a reference.

Stoichiometry determination

Table S3. Apparent affinity constants of SRA and its G448D mutant for the 3HCnt-labeled DNAs

;. Methylation P 4 Kaiabetea o
Position Ka SRA (x10°), M 7 EE—— Ka SRA-G448D (x10°), M
status of C6 ( ) K, nonmodified
Non modified HM 1.4 1.0
G3 HM 1.4 0.98
NM 1.0
(& HM 20.0 14
NM il
G7 HM 6.1 43
NM 6.9
c8 HM 25 1.8 0.24
NM 0.55 0.13
A9 HM 18 1.25
NM 1.0
G5 HM 23 16 0.19
NM 0.28 0.18
G6’ M 33 23
NM 7.9

Values are average of 3 experiments. Standard deviations of values were equal or less than 20 %. Ka labeled/ Ka non
labeled described the ratio of the apparent affinity constant of SRA for the labeled duplex as compared to the non labeled
duplex.
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Experimental section

1. Steady-state fluorescence measurements
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Figure S1. Influence of basic solvents on the relative intensity of N* band for TCe and TCeU.



Table S1. Spectroscopic properties of 3-hydroxychromones TC, TCe, and TCeU.

Aabs * Ane’ Ape© Iyl I+ QY*©
Solvent
TC TCe TCeU TC TCe TCeU TC TCe TCeU TC TCe TCeU TC TCe TCeU

H,0 362 386 401 430 = 500 509 -f —e 1.80 -f -8 0.04 <0.01 0.08
MeOH 359 378 395 424 442 501 540 561 558 0.72 0.43 1.20 0.07 0.13 0.23
EtOH 360 379 397 424 439 488 542 563 574 0.34 0.22 0.63 0.08 0.14 0.18
BuOH 363 381 400 424 440 481 544 565 571 0.27 0.22 0.50 0.11 0.18 0.19
CH;CN 354 373 392 414 431 472 540 563 576 0.07 0.10 0.54 0.08 0.14 0.15
DMSO 362 381 402 426 432 477 547 568 582 0.10 0.06 1.43 0.08 0.12 0.25
Acetone 354 374 393 412 413,430 465 544 566 581 0.11 0.18 0.53 0.08 0.15 0.15
CH,Cl, 357 379 397 412 432 458 537 561 577 0.02 0.05 0.31 0.30 0.19 0.17
EtOAc 354 374 394 412 411,430 451 543 566 579 0.05 0.12 0.36 0.12 0.15 0.15
THF 357 377 396 415 413,434 448 547 568 585 0.13 0.45 0.73 0.14 0.18 0.18
PhCH; 358 379 399 412 431 441, 467 546 572 587 0.01 0.03 0.13 0.24 0.20 0.15

Footnotes: a) position of the absorption maximum; b) position of the N* band maximum; c) position of the T* band maximum; d) the ratio of two intensity maxima; e)
quantum yield determined using 3-hydroxyflavone in toluene (® = 0.29) as a reference;' f) impossible to determine precisely due to low quantum yield; g) a single emission
band was observed.

"' A. S. Klymchenko,; T. Ozturk; V. G. Pivovarenko, A. P. Demchenko, Can. J. Chem. 2001, 79, 358-363.



Table S2. Spectroscopic properties of 3-methoxychromones MTC, MTCe and MTCeU.

Solvent Favs” Ao ) Qv*
MTC MTCe MTCeU MTC MTCe MTCeU MTC MTCe MTCeU

H,O 346 370 375 442 451 511 0.02 0.03 0.10
MeOH 341 366 387 434 441 501 0.01 0.13 0.49
EtOH 342 367 387 426 442 493 0.02 0.15 0.53
BuOH 344 368 388 434 442 489 0.03 0.18 0.45
CH;CN 338 363 383 430, 444 442 466 0.01 0.03 0.43
DMSO 343 368 389 456 436 486 0.06 0.05 0.56
Acetone 337 362 384 447 449, 470 465 0.02 0.04 0.43
CHCl, 341 366 386 426, 448 446 454 0.02 0.09 0.36
EtOAc 337 362 383 448 449, 474 451 0.02 0.04 0.34
THF 338 364 386 446, 546 448,473 454 0.01 0.03 0.37
PhCH; 340 366 388 451, 546 449, 545 438,457,538 0.03 0.08 0.37

Footnotes: a) position of the absorption maximum; b) position of the emission maximum; c) yield determined using 3-hydroxyflavone in toluene (@ = 0.29) as a
reference.'



3. Colour figures of the manuscript
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Figure 1. Origin of the dual emission of 3-hydroxychromones (ESIPT — excited state intramolecular proton transfer;

BPT — ground state back proton transfer; N and T denote the normal and tautomer forms respectively).
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Figure 4. Fluorescence spectra of TCeU in protic (A) and aprotic (B) solvents.
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Figure 5. Absorption spectra of compounds TC (black line), TCe (red) and TCeU (blue) in ethyl acetate.

55



1.4

124 A i B

1.0 4 E

0.8 - i
0.6 - i
0.4 4
0.2 i

0.9

1.2 C 4 D

Fluorescence, A.U.

1.0

0.8

0.6

0.4

0.2

0.0 -

T T T T T T T T T T T T T T T T T T T T T T T
400 450 500 550 600 650 700 400 450 500 550 600 650 700

wavelength, nm wavelength, nm

Figure 6. Normalized fluorescence spectra of TC (black line), TCe (red), and TCeU (blue) in methanol (A), ethanol (B), ethyl acetate (C) and
dichloromethane (D).
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Figure 7. Normalized fluorescence spectra of MTCeU in representative solvents of different polarities.
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Experimental section

General methods:

All non-aqueous reactions involving water-sensitive reagents were performed in oven dried glassware under argon using dry
solvents. The synthetic intermediates were coevaporated twice with toluene beforehand and dried in vacuo before use. All
chemical reagents were obtained from commercial sources and were used as supplied. Anhydrous solvents were obtained
according to standard procedures.' The reactions were monitored by thin-layer chromatography (TLC, Merck silica gel 60
F254 plates) and visualized both by UV radiation (254 & 365 nm) and by spraying with phosphomolybdic acid in ethanol
followed by a subsequent warming with a heat gun. Column chromatography® was performed with flash silica gel (4063
mm). Analytical HPLC were performed using a Waters™ 600 (600 pump, 600E Controler, 996 Photodiode Array Detector)
and a Jasco LC-Net II / ADC apparatus. A RP C18 column (300 x 4.60 mm, 5 um particle size, Luna® 100A, Phenomenex™)
was used with mobile phases: A: HO (0.1 % HCOOH) and B: CH;CN (0.1 % HCOOH) at a flow rate of 0.5 mL/min (see
SI page 109 for the control method). The NMR spectra (‘H, °C, *D: 'H-"*C COSY, 'H-">C HMQC and 'H-"C HMBC)
were recorded on 200 or 500 Bruker Advance Spectrometers (200 or 500 MHz). "H NMR (200 and 500 MHz), *C NMR (50
and 125 MHz, recorded with complete proton decoupling) spectra were obtained with samples dissolved in CDCl;, CD;0D,
or DMSO-d°, with the solvent signals as internal references: 7.26 ppm for CHCls, 3.31 ppm for CD,HOD, 2.50 ppm for
(CDs)(CD,H)S(0) for 'H NMR experiments, and 77.0 ppm for CDCl;, 49.0 ppm for CD;0D, 39.4 ppm for (CD3),S(O) for
C NMR experiments.> Chemical shifts () are given in ppm to the nearest 0.01 (1H) or 0.1 ppm (**C). The coupling
constants (J) are given in Hertz (Hz). The signals are reported as follows: (s=singlet, d=doublet, t=triplet, m=multiplet,
br=broad). Assignments of 'H and *C NMR signals were achieved with the help of D/H exchange, COSY, DEPT, APT,
HMQC, HSQC, HMBC experiments. Regular mass spectra (MS) were recorded on an Esquire 3000 Plus apparatus with ESI
in both positive and negative mode. High-resolution mass spectrometry was conducted with a FINIGAN MAT 95
spectrometer with EI or ESI ionization techniques. All solvents for absorption and fluorescence experiments were of
spectroscopic grade. Stock solutions were prepared using 1,4-dioxane. The samples used for spectroscopic measurements
contained = 0.1% v/v of the stock solvent. The absorption spectra were recorded on a Cary 300 Scan spectrophotometer
(Varian) using lcm quartz cells at 20 °C. The fluorescence spectra were recorded on a FluoroMax 4.0 spectrofluorometer
(Jobin Yvon, Horiba). They were recorded using excitation and emission slits of 2 nm and were corrected at excitation and
emission. They were taken with absorbance less than 0.05 at 20 °C at the excitation wavelength mentioned in the
corresponding experiments. The quantum yields were determined taking into account the change of the refractive index of the
solvents.

'W. L. F. Armarego and C. L. L. Chai, Purification of Laboratory Chemicals, 7th ed.; Butterworth-Heinemann: Oxford, 2013.
2'W. C. Still, M. Kahn and A. Mitra, J. Org. Chem., 1978, 43, 2923-2925.

3 (a) H. E. Gottlieb, V. Kotlyar and A. Nudelman, J. Org. Chem., 1997, 62, 7512-7515; (b) G. R. Fulmer, A. Miller, N. H.
Sherden and H. E. Gottlieb, Organometallics, 2010, 29, 2176-2179.



Supporting Information
1. Additional Data

Preparation of ethynyl 3HCs

o} i) TMS— o)
OCbz Cul, Pd(Ph3),Cl, OCbz
Et;N, THF, 55 °C o ——TMS
O i )-Br Ft |,
HF.Pyr, THF
rt, overnight

Cleavage of the
10-50 % TMS group

Scheme S1. Cleavage of the TMS group, exhibiting a lack of reproducibility due to a partial and
concomitant removal of Cbz as well as a decomposition of the anionic form.

OH OH OH

PCU FCU TCU

Figure S1. Considered 3-hydroxychromones for the spectroscopic comparison listed in Table 1:
parent 2-aryl-3-HCs (PC, TC and TC) and corresponding nucleosidic conjugates (PCU, FCU and
TCU) are depicted on the first and second rows, respectively.



2. Steady-state fluorescence measurements
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Fig. S2 A) Fluorescence spectra in the set of investigated solvents; B) Normalized emission spectra
by N* band for protic (top) and aprotic (bottom) solvents.
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Fig. S3 A) Fluorescence spectra in the set of investigated solvents; B) Normalized emission spectra
by N* band for protic (top) and aprotic (bottom) solvents.
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Fig. S4 A) Fluorescence spectra in the set of investigated solvents; B) Normalized emission spectra
by N* band for protic (top) and aprotic (bottom) solvents.



Table S1: Lippert-Mataga data of FCU and TCU

1y b

Solvants Af* Av (em™)
FCU TCU
HFIP ¢ 0.3118 5690 5253
H,O 0.3201 5535 5396
MeOH 0.3087 5719 5475
EtOH 0.2888 5348 5166
CH;CN 0.3055 4719 4544
Acetone 0.2842 4533 4188
CHCIl; 0.1482 3251 3307
EtOAc 0.1998 4083 3789

-1 n’—1
2e+1 2n*+1

the dielectric constant (values found in: R. C. Weast., M. J. Astle,; CRC Handbook of Chemistry and Physics,
60th ed.; CRC: Boca Raton, Florida, 1980, p:2528) ® Stock shift values, ¢ Value of ¢ found in Hong D. P.,
Hoshino M., Kuboi R., Goto Y. (1999) J. Am. Chem. Soc. 121, 8427-8433.

Footnote: * Lippert’s Parameter: Af = ( j . In this equation, n is the refractive index and ¢ is

[ FCU % 5500 - TCU .
5500 |- . °
L]
° .
5000 |-
5000 |-
y=8623.8x +2124.9
—_ R?=0,936 —_
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L L
> > B
< . <
4000 4000
3500 - 3500 -
v
3000 I L | I 1 I 1 I J | L | L | L | L |
0.15 0.20 0.25 0.30 0.35 0.15 0.20 0.25 0.30 0.35
A% Ay

Fig. S5 & S6: Stokes shift vs. orientation polarizability function (Af) for FCU and TCU. The linear
plots shown were obtained with aprotic solvents according to the Lippert’s equation (red triangles and
red line). The positions of the points for protic solvents are shown in blue dots.

2
Lippert’s Equation: v, —Vv, = iAfM

hc a
In this equation, / (= 6.6256 x 1077 ergs) is the Planck’s constant, ¢ (= 2.9979 x 10'° cm/s) is the speed of light,
and a is the radius of the Onsager’s cavity. v, and vg are the wavenumbers (cm™) of the absorption and emission,
respectively, Av is the Stokes shift (cm™), Afis the Lippert’s parameter, and u. and ug are the dipole moments of
the excited and ground states, respectively.

Remark: Exploiting the Lippert’s equation to get the difference of the dipole moments (u. — us) needs to
determine the Onsager radius. In the Lippert-Mataga model the fluorophore is treated as a solute occupying a
spherical volume for which the radius corresponds to the Onsager radius. Measuring the distance at the two
extremes of the fluorophore and dividing the distance by two determine the Onsager radius. In general this
distance corresponds to the distance between the donor and acceptor groups of the fluorophore. Applying this
approximation to FCU and TCU is not satisfactory because they are extended conjugated fluorophores with the
acceptor group, the carbonyl group, which is not positioned at one extreme.



3. Hydration Study
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Fig. S7 Sensitivity of the emission spectra to hydration for A) PCU, B) FCU and C) TCU. Data were
recorded in gradual mixtures of dioxane and water. Emission spectra were normalized by T* band.



Table S2. Spectroscopic properties of 3-hydroxychromone uridine analogs PCU, FCU, and TCU in dioxane / water and acetonitrile / water mixtures.

Acetonitrile Dioxane
PCU FCU TCU PCU FCU TCU
0,

W :;er Mt Apd IS Ae® Apd I/l At Apd /IS Ae® Ap® /IS A Apd LIS A® Apd /I
100 480 522 074 495 ¢ -4 501 -¢ -d 480 521  0.75 497 -9 -d 500 -¢ -4
90 481 529 067 495 -9 -4 501 538 1.15 480 528 0.66 494 -9 -d 497 539 1.17
80 481 533 056 495 -9 -4 497 547  1.07 480 539 057 494 -¢ -d 498 552 1.08

70 180 539 0.46 492 539 1.40 498 555 0.93 480 542 047 490 539 1.37 494 561 0.89
60 478 542 0.39 492 541 1.35 496 560 0.77 480 546 038 489 544 1.32 493 567 0.72
50 477 543 0.34 491 546 1.25 496 565 0.65 476 550  0.31 487 559 1.11 490 571 0.56
40 478 546 0.31 490 555 1.13 494 566 0.56 467 551 024 483 562 0.84 485 574 046
30 478 548 0.28 490 556 098 492 568 047 461 553 0.18 478 568 0.64 481 578 0.39
20 474 548 0.23 488 562 0.79 494 572 039 451 554 0.14 475 570 0.47 479 579 0.34
10 472 550 0.17 483 565 0.53 487 571 030 439 554 0.09 466 573 0.32 473 581 0.30
0 454 550 0.03 466 573 020 473 578 027 422 554 0.05 448 573 034  461° 584 -

Footnotes: a) position of the N* emission band maximum; b) position of the T* emission band maximum; c) ratio of two intensity maxima for the N* and T* emission bands;
d) single emission band was observed; ¢) unexplained additional emission band was observed at 438 nm.
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4. Synthetic procedures

Preparation of the SHC fluorophores

OH o
O i) NaOH, EtOH, o
ft, 48 SN
—_———— >
5 + )
orvc -5

ii) 30% aq. H,0, “ o
r Br
9 Ar =1,4-phenyl (58 %)
10 Ar = 2,5-furyl (51 %)
11 Ar = 2,5-thienyl (48 %)

6 Ar=1,4-phenyl
7 Ar = 2,5-furyl
8 Ar = 2,5-thienyl

iii) Cbz-Cl, KOH, 18-crown-6,
CH,Clo/Ho0, rt, 1 h

iv) MEMCI, K,CO3,
DMF, rt, overnight
(for 10)

12 Ar=1,4-phenyl; R = Cbz (99 %)
13 Ar= 2,5-furyl; R = Cbz (78 %)
14 Ar = 2,5-thienyl; R = Cbz (81 %)
15 Ar = 2,5-furyl; R = MEM (98 %)

2-(4-Bromophenyl)-3-hydroxy-chromen-4-one (9): To a stirred solution of o-
hydroxyacetophenone 5 (1.16 mL, 9.65 mmol) and 4-bromobenzaldehyde 6 (1.79
g, 9.65 mmol) in ethanol (50 mL) was dropwise added a 5 N NaOH solution (6
mL). The reaction mixture was stirred 48 h at rt before a dropwise addition of 30
% aq. hydrogen peroxide solution (2 mL). The resulting mixture was stirred 1 day
at rt, and then poured into cold water (300 mL) and acidified with 1 N HCI to pH 3.
The resulting precipitate was filtered and thoroughly washed with water and
cyclohexane to provide as a yellow solid the target derivative 9 (1.78 g, 58 %).
CisHoBrO; (317.13). Ry= 0.49 (cyclohexane/EA = 7:3 'H-NMR (CDCl;, 200 MHz): 7.09 (s, 1H, OH), 7.43 (td,
’J=7.0 Hz, *J=1.0 Hz, H6), 7.59 (d, *J=8.0 Hz, 1H, H8), 7.66 (d, >J=8.8 Hz, 1H, H,,-Ph), 7.73 (ddd, *J=8.0, 7.0
Hz, ‘J=1.4 Hz, 1H, H7), 8.15 (d, *J=8.8 Hz, 2H, H,-Ph), 8.25 (dd, *J=8.0 Hz, “J=1.4 Hz, 1H, H5); "C-NMR
(DMSO-d°, 50 MHz): 6 = 118.3 (C8), 121.2 (C10), 123.2 (Cp-Br), 124.5 (C6), 124.7 (C5), 129.4 (C,-Ph), 130.5
(C-Ph), 131.5 (C,-Ph), 133.7 (C7), 139.4 (C3), 143.9 (C2), 154.4 (C9), 172.9 (C4); PC-NMR (CDCl;, 50
MHz): 6 = 118.2 (C8), 120.6 (C10), 124.7 (C6), 125.5 (C5), 129.2 (C,-Ph), 130.0 (C,-Br), 131.9 (C,-Ph), 133.8
(C7), 138.5 (C3), 143.8 (C-Ph), 155.3 (C9), 157.3 (C2), 173.4 (C4); MS (ESI', MeOH): m/z: 339.0, 341.0
[M+Na]".

2-(5-Bromofur-2-yl)-3-hydroxy-chromen-4-one (10): To a stirred solution of o-
hydroxyacetophenone 5 (3.0 mL, 24.9 mmol) and 5-bromo-2-furanecarbaldehyde
(fufural) 7 (4.37 g, 24.9 mmol) in ethanol (45 mL) was dropwise added a 5 N
NaOH solution (9 mL). The reaction mixture was stirred 48 h at rt before a
dropwise addition of 30 % aq. hydrogen peroxide solution (17 mL). The resulting
mixture was stirred 30 min at rt, and then poured into cold water (300 mL) and
acidified with 1 N HCI to pH 3. The resulting precipitate was filtered and
thoroughly washed with water and cyclohexane to provide as a yellow solid the target derivative 10 (3.90 g, 51
%). C13H7BrO4 (307.10). Ry= 0.33 (CyHex/EA = 7:3); 'H-NMR (DMSO-d’, 200 MHz): § = 6.89 (d, 1H, *J=2.4
Hz, Hp-fur), 7.24 (d, 1H, *J=2.4 Hz, Ho-fur), 7.45 (dd, 1H, *J=6.8, 5.8 Hz, H6), 7.64-7.84 (m, 2H, H7, HS),
8.09 (d, 1H, *J=7.6 Hz, H5), 10.23 (s, 1H, 3-OH); 6.74 (d, 1H, *J=3.4 Hz, Hp-fur), 7.28-7.36 (m, 1H, H6), 7.33
(d, 1H, *J=3.4 Hz, Ho-fur), 7.58-7.66 (m, 2H, H8, H7), 8.05 (d, 1H, *J=7.8 Hz, H5); "C-NMR (DMSO-d°, 50
MHz): 6=112.5 (Ca), 114.2 (CB), 117.9 (C8), 121.1 (C10), 121.8 (Fur-Br), 123.0 (C6), 124.8 (CS5), 131.6 (C7),
137.8 (C3), 149.5 (C2-Fur), 149.6 (C2), 153.4 (C9), 176.2 (C4); MS (ESI’, MeOH): m/z: 329.1, 331.0 [M+Na]".




2-(5-Bromothien-2-yl)-3-hydroxy-chromen-4-one (11): To a stirred solution of
o-hydroxyacetophenone 5 (1.16 mL, 9.65 mmol) and 5-bromo-2-
thiophenecarbaldehyde 8 (1.15 mL, 9.65 mmol) in ethanol (50 mL) was dropwise
added a 5 N NaOH solution (6 mL). The reaction mixture was stirred 48 h at rt
before a dropwise addition of 30 % aq. hydrogen peroxide solution (2 mL). The
resulting mixture was stirred 5 h at rt, and then poured into cold water (300 mL)
and acidified with acetic acid to pH 4. The resulting precipitate was filtered and
thoroughly washed with water and cyclohexane to provide as a yellow solid the target derivative 11 (1.79 g, 57
%). C13H;BrOsS (323.16). Ry = 0.39 (cyclohexane/EA = 7:3); 'H-NMR (CDCls, 200 MHz): 7.19 (d, *J=4.0 Hz,
1H, Hp-thioph.), 7.41 (td, *J=8.0 Hz, ‘J=0.8 Hz, 1H, H6), 7.54 (d, >J=8.4 Hz, 1H, H8), 7.71 (ddd, *J=8.4 Hz,
’J=8.0 Hz, “J=1.4 Hz, 1H, H7), 7.73 (d, >*J=4.0 Hz, 1H, Ha-thioph.), 8.22 (dd, *J=8.0 Hz, *J=1.4 Hz, 1H, H5);
BC-NMR (DMSO-d®, 50 MHz): 6 = 112.2 (Th-Br), 117.8 (C8), 121.6 (Ca), 122.0 (C10), 122.9 (C6), 124.7
(C5), 129.3 (CP), 131.6 (C7), 136.1 (C2-Th), 141.6 (C3), 146.5 (C2), 153.3 (C9), 176.0 (C4); MS (EST’,
MeOH): m/z: 345.0, 347.0 [M+Na]".

3-Benzyloxycarbonyloxy-2-(4-bromophenyl)-chromen-4-one (12): To a stirred
suspension of 9 (500 mg, 1.58 mmol) in a mixture of CH,Cl, (8 mL) and toluene
(8 mL) at 0 °C, were added 18-crown-6 (7 mol %, 30 mg), a 25 % w/w aq. NaOH
solution (1.6 mL) and benzyl chloroformate (338 pL, 2.37 mmol). The reaction
mixture was stirred overnight at rt. After carefully neutralizing by addition of 1 N
aq. HCI1 (10 mL), the organic layer was extracted with CH,Cl; (3 x), washed with
brine, dried over MgSOy,, filtered and the volatiles were removed in vacuo. The
residue was purified by flash chromatography on silica gel eluted with toluene/Et,O mixture (98:2 — 85:15, v/v)
to provide the desired compound 12 as a yellow solid (705 mg, 99 %). CyH;sBrOs (451.27). R, = 0.58
(toluene/Et,0 = 9:1); "H-NMR (CDCl;, 200 MHz): § = 5.17 (s, 2H, CH,), 7.22-7.33 (m, 6H, H6 & Cbz), 7.40
(d, *J=8.4 Hz, 1H, H8), 7.45 (d, >J=8.8 Hz, 1H, H,,-Ph), 7.57 (ddd, *J=8.6, 7.0 Hz, “J=1.6 Hz, 1H, H7), 7.62 (d,
°J=8.8 Hz, 1H, H,-Ph), 8.13 (dd, °J=8.0 Hz, “J=1.4 Hz, 1H, H5); "C-NMR (CDCl;, 50 MHz): 6 = 70.9
(OC(O)CH,Ph), 118.0 (C8), 123.4 (C10), 125.3 (C6), 125.9 (C5), 126.1 (C,-Br), 128.1 (m-Ccy,), 128.3 (C;-Ph),
128.5 (0-Ccpy), 128.6 (p-Ccvy), 129.7 (0-Cpp), 131.9 (m-Cpp), 133.8 (C3), 134.1 (C7), 134.3 (i-Ccpy), 152.0
(OC(O)CH,Ph), 154.9 (C2), 155.2 (C9), 171.8 (C4); MS (ESI', MeOH) m/z: 451.2, 453.2 [M+H]", 473.1, 475.2
[M+Na]’, 489.2, 491.1 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z calcd for C,3H¢BrOs: 451.0176 [M+H]"; found 451.0177.

3-Benzyloxycarbonyloxy-2-(5-bromofur-2-yl)-chromen-4-one (13): To a stirred
suspension of 10 (600 mg, 1.95 mmol) in CH,Cl, (8 mL) were added a 4.5 M aq.
KOH solution (5 mL), 18-crown-6 (5 mol %, 26 mg) and benzyl chloroformate
(420 pL, 2.93 mmol). The reaction mixture became homogenous in 5 min and was
stirred at rt for 1 h. After quenching by addition of H,O (10 mL), the organic layer
was extracted with CH,Cl, (3 x), dried over MgSQy, filtered and the volatiles were
removed in vacuo. The residue was purified by flash chromatography on silica gel
eluted with with toluene/Et,O mixture (99:1 — 92:8, v/v) to provide the desired compound 13 as a brown solid
(674 mg, 78 %). C1H3BrOg (441.23). Ry= 0.54 (toluene/Et,0 = 9:1). 'H-NMR (CDCls, 200 MHz): 6 = 5.35 (s,
2H, CH,), 6.53 (d, 1H, *J=3.8 Hz, Hp-fur), 7.12 (d, 1H, *J=3.8 Hz, Ha-fur), 7.37-7.48 (m, 6H, H6 & Cbz), 7.57
(dd, *J= 8.4 Hz, *J=0.8 Hz, 1H, H8), 7.72 (ddd, *J=8.6, 7.0 Hz, *J=1.7 Hz, 1H, H7), 8.26 (dd, >J=8.0 Hz, *J=1.6
Hz, 1H, H5); "C-NMR (CDCls, 50 MHz): 6 = 71.2 (OC(O)CH,Ph), 114.6 (Cp), 118.1 (C8), 118.9 (Cav), 123.8
(C10), 125.4 (C6), 126.0 (C5), 127.6 (Fur-Br), 128.4 (0-Ccpy), 128.6 (m-Ccyy), 128.7 (p-Cewy), 131.3 (C3), 134.1
(C7), 134.5 (i-Ccp,), 145.1 (C2-Fur), 146.8 (C2), 152.1 (OC(O)CH,Ph), 154.9 (C9), 171.5 (C4); MS (ESI’,
MeOH) m/z: 441.2, 443.2 [M+H]', 463.2, 465.2 [M+Na]', 479.1, 481.1 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z calcd for
C,H3NaBrOy: 462.9788 [M+H]"; found 462.9768.

3-Benzyloxycarbonyloxy-2-(5-bromothien-2-yl)-chromen-4-one (14): To a
stirred suspension of 11 (1.05 g, 3.25 mmol) in CH,Cl, (13 mL) were added a 4.5
M aq. KOH solution (9 mL), 18-crown-6 (5 mol %, 43 mg) and benzyl
chloroformate (700 uL, 4.88 mmol). The reaction mixture became homogenous in
5 min and was stirred at rt for 1 h. After quenching by addition of H,O (10 mL),
the organic layer was extracted with CH,Cl, (3 x), dried over MgSQOy, filtered and
the volatiles were removed in vacuo. The residue was purified by flash
chromatography on silica gel eluted with cyclohexane/EA mixture (9:1 — 7:3, v/v) to provide the desired
compound 14 as white crystals (1.20 g, 81 %). C,H3BrOsS (457.29). R, = 0.53 (cyclohexane/EA = 7:3); 'H-
NMR (CDCls, 200 MHz): § = 5.37 (s, 2H, CH,), 7.16 (d, >J=4.0 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.34-7.50 (m, 6H, H6 &
Cbz), 7.52 (dd, *J=8.4 Hz, “J=0.6 Hz, 1H, H8), 7.65 (d, *J=4.0 Hz, 1H, Ho-thioph.), 7.72 (td, *J=8.4 Hz, *J=1.6
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Hz, 1H, H7), 8.25 (dd, >J=8.0 Hz, “J= 1.6 Hz, 1H, H5); "C-NMR (CDCls, 50 MHz): § = 71.3 (OC(O)CH,Ph),
117.8 (C8), 120.4 (Th-Br), 123.6 (C10), 125.4 (C6), 126.1 (C5), 128.4 (0-Cpy), 128.7 (m-Cpp), 128.8 (p-Cpy),
131.0 (CPB), 131.0 (Car), 131.5 (C2-Th), 132.0 (C3), 134.1 (C7), 134.5 (i-Cpp), 150.3 (C2), 151.8 (OC(O)CH,Ph),
155.0 (C9), 171.3 (C4); MS (ESI', MeOH/CH,CL,): m/z: 479.5, 481.5 [M+Na]", 495.4, 497.4 [M+K]". HRMS
(EST"): m/z caled for Cy H 4BrOsS: 456.9740 [M+H]"; found 456.9737.

3-((2-methoxyethoxy)methoxy)-2-(5-bromofur-2-yl)-chromen-4-one
(15): To a stirred solution of 10 (500 mg, 1.63 mmol) in DMF (3 mL) at 0
°C, were sequentially added K,CO; (451 mg, 3.26 mmol) and 2-
methoxyethoxymethyl chloride (MEMCI, 372 uL, 3.26 mmol). The reaction
mixture was stirred overnight at rt. After quenching by addition of H,O (10
mL), the organic layer was extracted with CH,Cl, (3 x), dried over MgSOy, T
filtered and the volatiles were removed in vacuo. The residue was purified
by flash chromatography on silica gel eluted with cyclohexane/EA mixture (19:1 — 1:1, v/v) to provide the
desired compound 15 as a brown solid (630 mg, 98 %). C,7H,5sB1Og (395.20). R,= 0.32 (cyclohexane/EA = 7:3);
'H-NMR (CDCl;, 200 MHz): 6 = 3.28 (s, 3H, OCHj3), 3.42-3.47 (m, 2H, CH,g), 3.82-3.86 (m, 2H, CH,,), 5.46
(s, 2H, OCH,0), 6.52 (d, 1H, *J=3.6 Hz, Hp-fur.), 7.35 (d, 1H, *J=3.6 Hz, Ha-fur.), 7.30-7.38 (m, 1H, H6), 7.51
(dd, 1H, *J=0.9 Hz, *J=8.4 Hz, H8), 7.63 (ddd, 1H, “J=1.8 Hz, >J=7.0, 8.4 Hz, H7), 8.15 (dd, 1H, *J=1.6 Hz,
’J=8.0 Hz, H5); PC-NMR (CDCls, 50 MHz): § = 59.0 (OCHj3), 69.7 (CHa,), 71.6 (CH,g), 96.6 (OCH,0), 114.5
(CB), 118.0 (C8), 118.9 (Ca), 124.1 (C10), 124.9 (C6), 125.7 (CS), 126.2 (Fur-Br), 133.6 (C7), 135.9 (C3),
145.4 (C2-Fur), 146.1 (C2), 154.7 (C9), 173.8 (C4); MS (ESI', MeOH) m/z: 416.9, 418.9 [M+Na]". HRMS
(ESI"): m/z caled for C17H ¢BrOg: 395.0130 [M+H]"; found 395.0127.

Preliminary approach for the final assembly via a Sonogashira coupling

o) o)
[
fJ\NH %NH
N0 N k 0
HO AcO
:o: i) DMAP, Ac,0, rt :o:
ii) 1, CAN CHZCN, rt
OH : OAc
16 93 % over 2 steps 17
0
\ -
NH i) TMS —
| Py Cul, Pd(Ph3),Cl,
N" "0 EtN, THF, 55 °C
—  AcO -

o iv) TBAF, THF, rt
64 % over 2 steps

v) 15, Cul,
Pd(PPhs),
—_—
Et;N, DMF,  AcO
o
55 °C
30 % 26 %
OAc OAc
19 20
v) Cul, Et3N,
THF, 70°C, 4 h
95 %

1"



3',5'-Di-0-acetyl-2'-deoxyuridine: DMAP (0.16 mmol, 20 mg) was added to a

stirred suspension of 2'-deoxyuridine 16 (1 mmol, 228 mg) in acetic anhydride (7.5 40
mL). The reaction mixture became homogenous in 6 h, and then the volatiles were 5 NH
removed in vacuo. The residue was purified by flash chromatography on silica gel 6 I ,&
eluted with EA/cyclohexane (4:1 — 19:1, v/v) to provide the desired product as a | AcO = N0
white resin (296 mg, 95 %). C3HsN,O7 (312.28). Ry = 0.39 (EA/cyclohexane = . o .
9:1); '"H-NMR (CDCls;, 200 MHz): 8 = 2.10 (s, 3H, 3’-CH3), 2.11 (s, 3H, 5'-CHj), ¥ f
2.10-2.23 (m, 1H, H2'), 2.53 (ddd, *J=14.3, 5.7, 2.0 Hz, 1H, H2"), 4.23-4.41 (m, 3H, OAc

H5', H4"), 5.20 (dt, *J=6.6, 2.1, 1.8 Hz, 1H, H3'), 5.79 (d, *J=8.1 Hz, 1H, H5), 6.26

(dd, *J=8.4, 5.6 Hz, 1H, H1"), 7.49 (d, >J=8.1 Hz, 1H, H6), 9.66 (br s, 1H, NH); *C-NMR (CDCl;, 50 MHz): § =
20.7 (CH3), 20.8 (CHs), 37.7 (C2'), 63.7 (C5'), 74.0 (C3"), 82.2 (C4"), 85.2 (C1"), 102.9 (C5), 138.8 (C6), 150.3
(C2), 163.4 (C4), 170.2 (5'-C=0), 170.3 (3'-C=0); MS (ESI', MeOH) m/z: 335.3 [M+Na]".

3',5'-Di-0-acetyl-5-iodo-2'-deoxyuridine (17): I2 (3.46 mmol, 880 mg) and CAN o
(2.88 mmol, 1.58 g) were added to a stirred solution of the diacetate (5.77 mmol, 1.8 Ny NH
g) in acetonitrile (60 mL). The reaction mixture was refluxed for 1 h then cooled il /&

EA (60 mL). The organic solution was washed with water and brine, dried over
MgSQO,, filtered and reduced under vacuum. The residue was purified by flash \
chromatography on silica gel eluted with cyclohexane/EA (1:1 — 0:1, v/v) to OAc
provide the desired product 17 as a white solid (2.48 g, 98 %). C3H;5IN,O,
(438.17). Ry= 0.61 (EA/cyclohexane = 4:1); 'H-NMR (CDCls, 200 MHz): 6 = 2.12 (s, 3H, 3'-CH3), 2.13-2.24
(m, 1H, H2'y), 2.21 (s, 3H, 5'-CHs), 2.54 (ddd, *J=14.3, 5.6, 2.0 Hz, 1H, H2'g), 4.30 (m, 1H, H4') 4.37 (ddd,
3J=20.0, 12.6, 1.7 Hz, 1H, H5'"), 5.23 (dt, *J=6.4, 2.0 Hz, 1H, H3"), 6.29 (dd, *J=8.2, 5.6 Hz, 1H, H1"), 7.97 (s,
1H, H6), 8.81 (br s, 1H, NH); "C-NMR (CDCls;, 50 MHz): § = 20.8 (3'-CHs), 21.0 (5'-CH;), 38.1 (C2'), 63.7
(C5"), 69.0 (C5), 74.0 (C3"), 82.5 (C4"), 85.4 (C1"), 143.8 (C6), 150.0 (C2), 160.0 (C4), 170.1 (5'-C=0), 170.3
(3'-C=0); MS (ESI', MeOH) m/z: 461.2 [M+Na]", 899.2 [2M+Na]".

down to rt. The volatiles were removed in vacuo and the residue was dissolved in | aoco_ . ’ N
(o)
4 1
3 2

3',5'-Di-0-acetyl-5-trimethylsilylethynyl-2'-deoxyuridine: To a stirred solution of

17 (4.56 mmol, 2.00 g, previously azeotropically coevaporated with dry pyridine) in | TMS \\ 40 .

THF (23 mL) under argon, TMS-acetylene (2 eq., 9.13 mmol, 1.30 mL), Pd(PPh;), (6 5 NH

mol %, 0.27 mmol, 316 mg), Cul (5 mol %, 0.23 mmol, 43 mg) and NEt; (5 eq, , |
N72™0

then cooled down to rt, filtered through a Celite” 545 pad and the volatiles were
evaporated in vacuo. The residue was purified by flash chromatography on silica gel )
eluted with cyclohexane/EA (1:0 — 1:1, v/v) to provide the desired compound as a OAc
beige solid (1.75 g, 4.29 mmol, 94 %). CisH.4N,O;Si (408.48). R, = 0.35
(Cyclohexane/EA = 1:1). "H-NMR (CDCls, 200 MHz): ¢ = 0.16 (s, 9H, SiCH3), 2.08 (s, 3H, 3'-CHj), 2.08-2.24
(m, 1H, H2'y), 2.14 (s, 3H, 5'-CH3), 2.50 (ddd, *J=14.2, 5.8, 2.2 Hz, 1H, H2'g), 4.26 (t, °J =2.6 Hz, 1H, H4'),
4.32 (d, *J=2.6 Hz, 2H, H5'), 5.14-5.30 (m, 1H, H3'), 6.29 (dd, °J =7.8, 6.0 Hz, 1H, H1"), 7.80 (s, 1H, H6), 9.83
(s, 1H, NH); "C-NMR (CDCls;, 50 MHz): § = -0.3 (SiMe3), 20.7 (3'-CH3), 20.8 (5'-CH3), 38.1 (C2'), 63.7 (C5),
73.9 (C3'), 82.4 (C4"), 85.2 (C1"), 95.1 (C=C-TMS), 99.6 (C=C-TMS), 100.8 (C5), 142.1 (C6), 149.3 (C2), 161.1
(C4), 170.0 (5'-C=0), 170.3, (3'-C=0); MS (ESI', MeOH) m/z: 430.7 [M+Na]".

22.82 mmol, 3.16 mL) were added. The reaction mixture was refluxed for 30 min AcO_ s ]
(0}
k—?

3',5'-Di-0-acetyl-5-ethynyl-2'-deoxyuridine (18): TBAF (4.1 mL mL, 1.0 M in

THF) was added to a stirred solution of the silylated alkyne (4.29 mmol, 1.75 g) in \\ AO ,
THF (20 mL). After 20 min, the resulting mixture was concentrated in vacuo and the A NH
residue was purified by flash chromatography on silica gel eluted with SNN ,;& o

(1.4 g, 4.16 mmol, 97 %). CisHieN,O7 (336.30). Ry= 0.15 (cyclohexane/EA = 1:1);
'H-NMR (CDCls, 200 MHz): 6 = 2.12 (s, 3H, 3'-CH3;), 2.17 (s, 3H, 5'-CHj3), 2.17— -
2.27 (m, 1H, H2'5) 2.56 (ddd, 2J=14.3 Hz, *J=5.8, 2.4 Hz, 1H, H2'y), 3.20 (s, 1H, OAc
C=CH), 4.21-4.48 (m, 3H, H4', H5'), 5.17-5.28 (m, 1H, H3'), 6.30 (dd, 3J=7.8, 5.9

Hz, 1H, H1"), 7.91 (s, 1H, H6), BC-NMR (CDCls, 50 MHz): ¢ = 20.8 (CHj3), 20.8 (CHj3), 38.3 (C2"), 63.7 (C5"),
73.9 (C3"), 74.5 (C=CH), 82.2 (C=CH), 82.6 (C4'), 85.5 (C1"), 99.6 (C5), 142.7 (C6), 149.1 (C2), 161.1 (C4),
170.1 (5'-C=0), 170.4 (3'-C=0); MS (ESI', MeOH/DCM) m/z: 337.0 [M+H]", 359.0 [M+Na]".

cyclohexane/EA (1:1 — 1:9, v/v) to provide the desired compound 18 as a white solid | AcO_ s o 1
P
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3',5'-Di-0-acetyl-5-(5-(3-((2-methoxyethoxy)methoxy)-4-oxo-chromen-
2-yDfur-2-yl)ethynyl-2'-deoxyuridine (19): To a stirred solution of the
chromone derivative 15 (1.0 mmol, 359 mg) and the nucleoside derivative |
18 (306 mg, 0.91 mmol) in DMF (9 mL) under argon, NEt; (5 eq, 589 uL,
4.55 mmol), Pd(PPh;), (7 mol %), and Cul (7 mol %) were sequentially
added. The mixture was warmed for 4 h at 60 °C and then cooled down to
rt. The volatiles were removed in vacuo and the resulting crude was
purified by flash chromatography on silica gel eluted with
cyclohexane/EA (1:1 — 1:4, v/v) to give a mixture of two compounds
which was further purified by reverse phase chromatography eluted with
water/acetone, (2 :3, v/v) to provide the desired compound 19 as a yellow
solid (178 mg, 30 %) and the 5-endo-dig cyclized product 20 as an orange \
solid (154 mg, 26 %). C3H3N»Oy3 (650.59). Rr= 0.4 (cyclohexane/EA = OAc
1:4). "H-NMR (CDCls, 200 MHz): 6 = 2.12 (s, 3H, CH3), 2.21-2.35 (m,
1H, H2',), 2.28 (s, 3H, CH3), 2.60 (ddd, °J=14.3 Hz, *J=5.8, 2.6 Hz, 1H, H2'g), 3.32 (s, 3H, OCHj3), 3.46-3.51
(m, 2H, CH,p), 3.85-3.89 (m, 2H, CHy,), 4.29-4.36 (m, 1H, H4"), 4.36—4.44 (m, 2H, H5'), 5.24-5.29 (m, 1H,
H3'), 5.52 (s, 2H, OCH,0), 6.34 (dd, *J=7.3, 6.1 Hz, 1H, H1'), 6.86 (d, *J=3.7 Hz, 1H, Hp-fur.), 7.39 (ddd,
’J=17.9, 6.8 Hz, *J=1.4 Hz, 1H, H6"), 7.46 (d, °*J=3.7 Hz, 1H, Ho-fur.), 7.61 (d, >J=8.4 Hz, 1H, H8"), 7.69 (ddd,
’J=8.4, 6.8 Hz, *J=1.6 Hz, 1H, H7"), 8.06 (s, 1H, H6), 8.20 (dd, *J=7.9 Hz, *J=1.1 Hz, 1H, H5"), 9.35 (br. s, 1H,
NH); "C-NMR (CDCl;, 125 MHz): § = 20.8 (C(O)CHj3), 20.9 (C(O)CHs3), 38.4 (C2'), 58.9 (OCHj3), 63.7 (C5"),
69.7 (CHza), 71.6 (CHyp), 73.7 (C3'), 82.7 (C4'), 83.2 (Fur-C=C-), 85.7 (C1"), 87.0 (Fur-C=C-), 96.6 (OCH,0),
99.6 (CS5), 117.8 (Ca), 118.0 (C8"), 118.4 (CB), 124.1 (C10"), 124.9 (C6"), 125.7 (C5"), 133.7 (C7"), 136.7
(C3"), 138.4 (Fur-C=C-), 142.5 (C6), 145.0 (C2"-Fur), 146.8 (C2"), 148.9 (C2), 154.8 (C9"), 160.4 (C4), 170.2
(C=0), 170.3 (C=0), 173.9 (C4"); MS (ESI', MeOH) m/z: 673.1 [M+Na]". HRMS (ESI'): m/z calcd for
C32H31N2013I 651.1826 [M+H]+, found 651.1820.

3-(2'-deoxy-3',5'-di-O-acetyl-f-D-ribofuranosyl-1")-6-[5-(3-((2-
methoxyethoxy)methoxy)-4-oxo-chromen-2-yl)fur-2-yl|-2,3-
dihydrofuro[2,3-d]pyrimidin-2-one (20): See above procedure since
20 was obtained as a side product. 20 can be derived from 19 via a 5- &
endo-dig-cyclization according to the protocol herein. To a stirred
solution of the coupled derivative (400 mg, 0.615 mmol) in a mixture of
THF/NEt; (15:13 mL), Cul (117 mg, 0.615 mmol) was portionwise
added. The reaction mixture was stirred at 70 °C for 4 h and then
cooled down to rt. The volatiles were removed in vacuo. The residue
was purified by flash chromatography on silica gel eluted with
cyclohexane/EA (1:1 — 1:4, v/v) to provide the cyclized compound 20
as a yellow solid (380 mg, 95 %). C3,H3N,O,3 (650.59). R, = 0.33
(cyclohexane/EA = 1:19). "H-NMR (CDCls, 200 MHz): § = 2.09 (s,
3H, CH3), 2.09-2.17 (m, 1H, H2'), 2.13 (s, 3H, CH3), 3.01 (ddd, *J=14.3 Hz, *J=5.5, 2.2 Hz, 1H, H2'g), 3.31 (s,
3H, OCH3;), 3.46-3.50 (m, 2H, CHsg), 3.86-3.91 (m, 2H, CH;,), 4.40-4.48 (m, 3H, H4', H5'), 5.20-5.28 (m, 1H,
H3'), 5.54 (s, 2H, OCH,0), 6.32 (dd, *J=7.4, 5.6 Hz, 1H, H1"), 6.92 (s, 1H, H9), 7.04 (d, *J=3.7 Hz, 1H, Hp-
fur.), 7.41 (ddd, >J=8.0, 7.0 Hz, *J=1.1 Hz, 1H, H6"), 7.55 (d, >J=3.7 Hz, 1H, Ho-fur.), 7.58 (d, *J=8.3 Hz, 1H,
H8"), 7.71 (ddd, *J=8.3, 7.0 Hz, “J=1.5 Hz, 1H, H7"), 8.22 (dd, *J=8.0 Hz, “J=1.5 Hz, 1H, H5"), 8.41 (s, 1H,
H6); *C-NMR (CDCl;, 125 MHz): 6 = 20.9 (C(O)CHj), 20.9 (C(O)CHs3), 39.4 (C2'), 59.0 (OCH3), 63.7 (C5),
69.7 (CHza), 71.6 (CHyp), 74.0 (C3'), 83.5 (C4"), 88.8 (C1'), 96.8 (OCH,0), 99.3 (C9), 107.4 (CS5), 112.3 (Co),
117.9 (C8"), 118.5 (CP), 124.2 (C10"), 125.0 (C6™), 125.8 (C5"), 133.7 (C7"), 135.6 (Fur-C8), 136.9 (C3"),
145.7 (C2"-Fur), 146.0 (C6), 146.6 (C8), 146.8 (C2"), 154.2 (C2), 154.7 (C9"), 170.3 (C=0), 170.4 (C=0),
171.7 (C4), 173.8 (C4"); MS (ESI', MeOH) m/z: 673.1 [M+Na]". HRMS (ESI): m/z calcd for Cs3,H3N,O3:
651.1826 [M+H]"; found 651.1821.
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Preparation of the fluorescent emissive nucleosides 2, 3 and 4

Ar

0 o)
AN X
| NR | N-p-Tol
N A o) N A 0
AGO i) 12-14 AcO
0o Cul, Pd(Pha),Cl, W(O
o |
OAc EtN, THF, 60 °C OAc

18:R=H p-TolCl, EtsN, @ = 22:1,4-phenyl (‘3:)0 %)
Pyr. 1t 23: 2,5-furyl (82 %)
21: R= p-Tol 82"’/ 24: 2,5-thienyl (87 %)
(]

ii) aq. NH,OH,
MeOH, rt

OH

2 (PCU): 1,4-phenyl (73 %)
3 (FCU): 2,5-furyl (80 %)
4 (TCU): 2,5-thienyl (74 %)

3',5'-Di-0O-acetyl-3-N-(4-methylbenzoyl)-5-ethynyl-2'-deoxyuridine (21): p-

Toluoyl chloride (0.36 mmol, 0.05 mL) and NEt(iPr), (0.9 mmol, 0.15 mL) were \\ J1 . p-Tol
added to a stirred solution of 18 (0.3 mmol, 100 mg) in pyridine (3 mL). The i ’
reaction mixture was stirred for 5 h at rt, and then the volatiles were reduced in SNN ,zgo

cyclohexane/EA (9:1 — 1:4, v/v) to provide the desired compound 21 as a beige
powder (111 mg, 82 %). C,3H»N,05 (454.43). Ry= 0.42 (cyclohexane/EA = 1:1); :
'H-NMR (CDCl3, 200 MHz): § = 2.08 (s, 3H, CH3), 2.18 (s, 3H, CH;), 2.28 (dd, OAc
*J=14.4 Hz, °J=7.4 Hz, 1H, H2'y), 2.43 (s, 3H, p-CH3), 2.56 (ddd, *J=14.4 Hz,
’J=5.8,2.6 Hz, 1H, H2'g), 3.20 (s, 1H, C=CH), 4.28-4.32 (m, 1H, H4"), 4.32-4.45 (m, 1H, H5"), 5.24 (dt, *J=6.6,
2.6 Hz, 1H, H3'), 6.29 (dd, *J=7.6, 6.0 Hz, 1H, H1’), 7.28 (d, *J=8.2 Hz, 2H, H,,-Tol), 7.80 (d, >J=8.2 Hz, 2H,
H,-Tol), 7.99 (s, 1H, H6); "C-NMR (CDCl3, 50 MHz): § = 20.8 (C(O)CH3), 20.8 (C(O)CHj3), 21.9 (CHs-Tol),
38.3 (C2'), 63.6 (C5"), 73.7 (C3"), 74.1 (C=CH), 82.6 (C=CH), 82.7 (C4'), 85.8 (C1"), 99.6 (C5), 128.4 (C-Tol),
129.9 (C,-Tol), 130.7 (C,-Tol), 142.3 (C6), 146.8 (C,-Tol), 148.1 (C2), 160.1 (C4), 167.1 (C=0O-Tol), 170.1
(C=0), 170.3 (C=0); MS (ESI', MeOH/DCM) m/z: 454.9 [M+H]', 477.1 [M+Na]". HRMS (ESI"): m/z calcd for
Ca3H,3N,O0g: 455.1454 [M+H]"; found 455.1450.

vacuo. The residue was purified by flash chromatography on silica gel eluted with | AcO_ s 1
4 o 1
3 2

3',5'-Di-0-acetyl-4-(5-(3-(benzyloxycarbonyloxy)-4-oxo-

chromen-2-yl)phenyl)ethynyl-3-/V-(4-methylbenzoyl)-2'-

deoxyuridine (22): To a stirred solution of the chromone
derivative 12 (0.363 mmol, 172 mg) and the nucleoside derivative
21 (0.242 mmol, 110 mg) in THF (5.5 mL) under argon, NEt; (5
eq, 163 uL, 1.21 mmol), Pd(PPh;),Cl, (7 mol %) and Cul (7 mol
%) were sequentially added. The mixture was warmed for 2 h at
60 °C then cooled down to rt. The volatiles were removed in
vacuo and the resulting crude was purified by flash
chromatography on silica gel eluted with toluene/EA (7:3 — 5:5,
v/v) to provide the desired compound 22 as a yellow solid (120




mg, 60 %). C46H3eN,013 (824.78). Ry = 0.26 (toluene/EA = 4:1). 2.12 (s, 3H, CH3), 2.22 (s, 3H, CH;), 2.28-2.39
(dd, 2J=14.3 Hz, *J=7.0 Hz, 1H, H2'4), 2.44 (s, 3H, CH;(Tol)), 2.61 (ddd, %J=14.3 Hz, *J=5.8, 2.4 Hz, 1H, H2'),
4.31-4.38 (m, 1H, H4'), 4.40-4.47 (m, 2H, H5'), 5.28 (s, 2H, CH,), 5.28-5.33 (m, 1H, H3"), 6.34 (dd, *J=7.4, 5.8
Hz, 1H, H1"), 7.32 (d, *J=8.1 Hz, 2H, H,,-Tol), 7.36-7.41 (m, 5H, Cbz), 7.45 (ddd, *J=8.0, 7.1 Hz, “J=1.0 Hz,
1H, H6"), 7.56 (d, *J=8.5 Hz, 2H, H,,-Ph), 7.57 (d, *J=8.5 Hz, 1H, H8"), 7.74 (ddd, >J=8.5, 7.1 Hz, *J=1.6 Hz,
1H, H7"), 7.85 (d, >J=8.1 Hz, 2H, H,-Tol), 7.88 (d, >J=8.5 Hz, 2H, H,-Ph), 8.04 (s, 1H, H6), 8.28 (dd, *J=8.0 Hz,
“J=1.6 Hz, 1H, H5"); °C NMR (CDCl;, 50 MHz): § = 20.8 (C(O)CH;), 20.9 (C(O)CH3), 21.9 (CH5-Tol), 38.4
(C2), 63.7 (C5'), 71.1 (OC(O)CH,Ph), 73.7 (C3"), 82.6 (Ph-C=C-), 82.8 (C4’), 85.9 (C1"), 93.5 (Ph-C=C-), 100.5
(C5), 118.1 (C8"), 123.6 (C10"), 125.4 (C,-Ph), 125.4 (C6"), 126.1 (C5"), 128.3 (0-Ccp,), 128.4 (C,-Ph), 128.4
(C-Tol), 128.6 (m-Ccv,), 128.8 (p-Ccvy), 129.6 (C2"-i-Ph), 130.0 (C,,-Tol), 130.7 (C,-Tol), 131.7 (C,,-Ph), 134.1
(C3"), 134.2 (i-Ceyy), 134.4 (C7"), 141.3 (C6), 146.9 (C,-Tol), 148.1 (C2), 152.2 (OC(O)CH,Ph), 155.1 (C2"),
155.5

3',5'-Di-0-acetyl-5-(5-(3-(benzyloxycarbonyloxy)-4-oxo-chromen-
2-yD)fur-2-yl)ethynyl-3-N-(4-methylbenzoyl)-2'-deoxyuridine

(23): To a stirred solution of the chromone derivative 13 (0.238
mmol, 110 mg) and the nucleoside derivative 21 (0.198 mmol, 90
mg) in THF (4.5 mL) under argon, NEt; (5 eq, 162 uL, 0.99 mmol),
Pd(PPh;),Cl, (7 mol %), and Cul (7 mol %) were sequentially added.
The mixture was warmed for 2 h at 60 °C and then cooled down to rt.
The volatiles were removed in vacuo and the resulting crude was
purified by flash chromatography on silica gel eluted with
toluene/EA (95:5 — 7:3, v/v) to provide the desired compound 23 as
a yellow solid (132 mg, 82 %). C4H3uN,Ou4 (814.75). Ry = 0.26
(toluene/EA = 4:1). "H-NMR (CDCl;, 200 MHz): ¢ = 2.12 (s, 3H,
CH;), 2.24-2.38 (m, 1H, H2'y), 2.28 (s, 3H, CHj), 2.45 (s, 3H,
CH;(Tol)), 2.61 (ddd, *J=14.4 Hz, *J=5.9, 2.9 Hz, 1H, H2's), 4.30—
4.38 (m, 1H, H4"), 4.38-4.45 (m, 2H, H5'), 5.25-5.31 (m, 1H, H3"), 5.34 (s, 2H, CH,), 6.33 (dd, *J=7.2, 6.2 Hz,
1H, H1"), 6.79 (d, >J=3.8 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.16 (d, >J=4.0 Hz, 1H, Ho-thioph.), 7.28 (d, *J=8.2 Hz, 2H, H,-
Tol), 7.34-7.48 (m, 6H, H6", Cbz), 7.63 (d, *J=7.8 Hz, 1H, H8"), 7.74 (ddd, *J=8.4, 6.8 Hz, *J=1.4 Hz, 1H,
H7"), 7.84 (d, *J=8.2 Hz, 2H, H,-Tol), 8.13 (s, 1H, H6), 8.26 (dd, *J=7.9 Hz, *J=1.5 Hz, 1H, H5"); "C-NMR
(CDCl;, 50 MHz): 6 = 20.8 (C(O)CHj3), 20.9 (C(O)CHj), 21.9 (CHs-Tol), 38.4 (C2"), 63.6 (C5'), 71.2
(OC(O)CH,Ph), 73.5 (C3"), 82.8 (C4'), 83.2 (Fur-C=C-), 86.0 (C1'), 87.0 (Fur-C=C-), 99.4 (C5), 117.9 (Co),
118.1 (C8"), 118.4 (CB), 123.7 (C10"), 125.4 (C6"), 125.9 (C5"), 128.3 (0-Ccry), 128.3 (C-Tol),128.6 (m-Ccyy),
128.7 (p-Ccpz), 130.0 (C,,-Tol), 130.7 (C,-Tol), 132.0 (C3"), 134.3 (C7"), 134.5 (i-Ccpy), 139.3 (C2"-Fur), 142.3
(C6), 143.7 (Fur-C=C-), 146.8 (C2"), 147.0 (C,-Tol), 148.0 (C2), 151.9 (OC(O)CH,Ph), 155.0 (C9"), 159.4
(C4), 167.0 (C=0-Tol), 170.1 (C=0), 170.3 (C=0), 171.4 (C4"); MS (ESI", MeOH) m/z: 815.5 [M+H]", 837.4
[M+Na]’, 853.4 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z calcd for C4sH34N,NaO,4: 837.1902 [M+Na]"; found 837.1895.

3',5'-Di-0-acetyl-5-(5-(3-(benzyloxycarbonyloxy)-4-oxo-chromen-
2-yl)thien-2-yl)ethynyl-3-N-(4-methylbenzoyl)-2'-deoxyuridine

(24): To a stirred solution of the chromone derivative 14 (0.26 mmol, ™
120 mg) and the acetylenic nucleoside 21 (0.24 mmol, 108 mg) in
THF (2 mL) under argon, NEt; (5 eq, 162 ulL, 1.2 mmol),
Pd(PPh;),Cl, (7 mol %), and Cul (7 mol %) were sequentially added.
The mixture was warmed for 2 h at 60 °C and then cooled down to rt.
The volatiles were reduced in vacuo and the resulting crude was
purified by flash chromatography on silica gel eluted with
cyclohexane/EA (7:3 — 1:1, v/v) to provide the desired compound 24
as yellow solid (173 mg, 87 %). C4uH3uN>O3S (830.81). Ry = 0.34
(cyclohexane/EA = 1:1); '"H-NMR (CDCls, 200 MHz): ¢ = 2.11 (s,
3H, CH3), 2.19 (s, 3H, CHj), 2.33 (ddd, *J=14.4 Hz, *J=7.4, 7.0 Hz,
1H, H2'4), 2.44 (s, 3H, CH;(Tol)), 2.61 (ddd, *J=14.4 Hz, *J=6.0, 2.8
Hz, 1H, H2'g), 4.30-4.37 (m, 1H, H4"), 4.37-4.45 (m, 2H, H5"), 5.23—
5.32 (m, 1H, H3"), 5.37 (s, 2H, CH,), 6.33 (dd, *J=7.4, 6.0 Hz, 1H, H1'), 7.27 (d, J=4.0 Hz, 1H, Hp-thioph.),
7.28 (d, >J=8.2 Hz, 2H, H,,-Tol), 7.32-7.51 (m, 6H, H6", Cbz), 7.52 (d, *J=8.5 Hz, 1H, H8"), 7.72 (ddd, *J=8.5,
7.0 Hz, *J=1.6 Hz, 1H, H7"), 7.77 (d, *J=4.0 Hz, 1H, Ha-thioph.), 7.84 (d, >J=8.2 Hz, 2H, H,-Tol), 8.05 (s, 1H,
H6), 8.24 (dd, *J=7.9 Hz, “J=1.5 Hz, 1H, H5"); "C-NMR (CDCls, 50 MHz): 6 = 20.8 (C(O)CH3), 20.9
(C(O)CH3), 21.9 (CH;-Tol), 38.4 (C2"), 63.6 (C5"), 71.4 (OC(O)CH,Ph), 73.6 (C3"), 82.8 (C4'), 86.0 (C1’), 86.5
(Th-C=C-), 87.4 (Th-C=C-), 100.1 (CS5), 117.9 (C8"), 123.6 (C10"), 125.4 (C6™), 126.0 (C5"), 128.4 (0-Ccpy),

15



128.4 (C-Tol), 128.7 (m-Ccy,), 128.8 (C2-Th), 128.8 (p-Ccp,), 130.0 (C,,-Tol), 130.7 (C,-Tol), 130.7 (Car), 132.0
(C3"), 132.1 (Th-C=C-), 133.2 (CB), 134.2 (C7"), 134.4 (i-Ccp,), 141.7 (C6), 147.0 (C,-Tol), 148.0 (C2), 150.4
(C2"), 151.8 (OC(O)CH,Ph), 155.0 (C9"), 159.6 (C4), 167.1 (C=0-Tol), 170.0 (C=0), 170.3 (C=0), 171.3
(C4'); HRMS (ESI+): m/z caled for C44H3sN,O3S: 831.1854 [M+H]+; found 831.1854.

5-(5-(3-Hydroxy-4-oxo-chromen-2-yl)phenyl)ethynyl-2’'-

deoxyuridine (2: PCU): To a stirred solution of 22 (0.024 mmol, 20
mg) in MeOH (1.4 mL) was dropwise added a 33 % ammonium
hydroxide aq. solution (900 pL). Protected from light, the reaction
mixture was stirred at rt for 6 h and then acidified with AcOH (900
pL). After addition of 6.5 mL of milliQ water, the resulting solution
was stored 12 h at 0 °C. The heterogeneous mixture was centrifuged
for settling solid particles and the supernatant was carefully taken out
with a syringe with a fine needle. The precipitate was triturated with a

solution of MeOH/H,0 (7:3) and after centrifugation, the supernatant HO o !
was removed by suction. The final product was partially solubilized in # r
water (300 pL). The resulting solution was frozen and lyophilized to SIOH 2

provide the desired compound 2 (PCU) as an orange solid (6 mg, 50
%). C26H20N208 (48845) Rf: 0.65 (DCM/MCOH = 91) ]H-NMR
(DMSO-d°, 500 MHz): § = 2.14-2.18 (m, 1H, H2'4), 2.21 (dd, %J=13.5 Hz, *J=6.5 Hz, 1H, H2'g), 3.60 (ddd,
J=12.0 Hz, *J=5.0, 3.5 Hz, 1H, H5'4), 3.68 (ddd, J=12.0 Hz, >J=5.0, 3.5 Hz, 1H, H5'g), 3.81-3.83 (q, *J=3.5
Hz, 1H, H4'), 4.26-4.29 (m, 1H, H3"), 5.19 (t, >J=5.0 Hz, 1H, 5’-OH), 5.27 (d, >J=4.0 Hz, 1H, 3’-OH), 6.14 (t,
’J=6.5 Hz, 1H, H1"), 7.48 (td, *J=8.0 Hz, *J=1.5 Hz, 1H, H6"), 7.66 (d, *J=8.5 Hz, 2H, H,.py), 7.79 (d, *J=8.0
Hz, 1H, H8"), 7.83 (td, *J=8.0 Hz, *J=1.5 Hz, 1H, H7"), 8.13 (dd, *J=8.0 Hz, “J=1.5 Hz, 1H, H5"), 8.29 (d,
’J=8.5 Hz, 2H, H,.p), 8.45 (s, 1H, H6), 9.87 (s, 1H, 3"-OH), 11.73 (s, 1H, NH); "C-NMR (DMSO-d°, 125
MHz): 6 = 40.1 (C2"), 60.7 (C5"), 69.8 (C3'), 84.6 (Ph-C=C-), 84.8 (C4'), 87.5 (C1"), 91.6 (Ph-C=C-), 97.8 (C5),
118.4 (C8"), 121.2 (C10"), 123.5 (C6"), 124.5 (Cipy), 124.7 (C5"), 127.6 (Copn), 131.1 (Cpopp), 131.1 (Cprpn),
133.8 (C7"), 139.5 (C3"), 144.0 (C2), 144.2 (C6), 149.3 (C2"), 154.5 (C9"), 161.3 (C4), 172.9 (C4"); MS (ESI,
MeOH) m/z: 489.4 [M+H]", 511.3 [M+Na]". HRMS (ESI"): m/z calcd for C,6H, N,Og: 489.1292 [M+H]"; found
489.1294.

5-(5-(3-Hydroxy-4-oxo-chromen-2-yl)fur-2-yl)ethynyl-2'-deoxyuridine
(3: FCU): To a stirred solution of 23 (0.049 mmol, 40 mg) in MeOH (3
mL) was dropwise added a 33 % ammonium hydroxide aq. solution (1.8
mL). Protected from light, the reaction mixture was stirred at rt for 4 h and
then acidified with AcOH (1.7 mL). After addition of 13 mL of milliQ
water, the resulting solution was stored 12 h at 0 °C. The heterogeneous
mixture was centrifuged for settling solid particles and the supernatant was
carefully taken out with a syringe with a fine needle. The precipitate was
triturated with a solution of MeOH/H,O (7:3), and after centrifugation the
supernatant was removed by suction. The final product was partially
solubilized in water (300 pL). The resulting solution was frozen and . ,
lyophilized to provide the desired compound 3 (FCU) as an orange solid 3 2
(14 mg, 58 %). Co4HsN>Og (478.41). Ry= 0.42 (DCM/MeOH = 9:1). 'H- OH
NMR (DMSO-d°, 500 MHz): 6 = 2.14-2.20 (m, 1H, H2'y), 2.22 (dd,
*J=13.7 Hz, *J=6.3 Hz, 1H, H2'g), 3.59 (ddd, J=11.8 Hz, *J=4.5, 3.5 Hz, 1H, H5'4), 3.67 (ddd, J=11.8 Hz,
’J=4.5,3.5 Hz, 1H, H5'), 3.82 (q, >J=3.5 Hz, 1H, H4"), 4.24-4.28 (m, 1H, H3"), 5.18 (t, *J=5.0 Hz, 1H, 5'-OH),
5.27 (d, *J=4.5 Hz, 1H, 3'-OH), 6.13 (t, *J=6.3 Hz, 1H, H1"), 7.11 (d, *J=3.5 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.33 (d, *J=3.5
Hz, 1H, Ha-thioph.), 7.48 (ddd, *J=8.0, 5.5 Hz, *J=2.5 Hz, 1H, H6"), 7.78-7.82 (m, 2H, H8", H7"), 8.12 (dd,
’J=8.0 Hz, *J=1.0 Hz, 1H, H5"), 8.50 (s, 1H, H6), 10.28 (s, 1H, 3"-OH), 11.80 (s, 1H, NH); "C-NMR (DMSO-
d°, 125 MHz): 6 = 40.2 (C2"), 60.7 (C5'), 69.8 (C3"), 81.5 (Fur-C=C-), 85.0 (C1"), 87.6 (C4'), 89.1 (Fur-C=C-),
96.8 (CS5), 116.2 (Ca), 118.3 (CB), 118.4 (C8"), 121.8 (C10"), 124.7 (C6"), 124.8 (C5"), 133.7 (C7"), 137.2
(C3"), 138.0 (Fur-C=C-), 138.2 (C2"-Fur), 145.0 (C6), 145.0 (C2"), 149.2 (C2), 154.1 (C9"), 161.1 (C4), 171.8
(C4"); MS (ESI', MeOH) m/z: 479.1 [M+H]", 501.3 [M+Na]". HRMS (ESI'): m/z caled for CasHoN,Oo:
479.1085 [M+H]"; found 479.1084.
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5-(5-(3-Hydroxy-4-oxo-chromen-2-yl)thien-2-yl)ethynyl-2'-
deoxyuridine (4: TCU): To a stirred suspension of 24 (0.042 mmol, 35
mg) in MeOH (3 mL) was dropwise added a 33 % ammonium hydroxide |
aqg. solution (1.8 mL). Protected from light, the reaction mixture was
stirred at rt for 3 h and then acidified with AcOH (1.8 mL). After addition
of 12 mL of milliQ water, the resulting solution was stored 12 h at 0 °C.
The heterogeneous mixture was centrifuged for settling solid particles and
the supernatant was carefully taken out with a syringe with a fine needle.
The precipitate was triturated with a solution of MeOH/H,0O (7:3), and
after centrifugation the supernatant was removed by suction. This
operation was repeated 3 times. The final product was partially solubilized
in water (300 pL). The resulting solution was frozen and lyophilized to \
provide the desired compound 4 (TCU) as an orange solid (11 mg, 54 %). OH
C24H18NQOgS (49447) R/‘: 0.50 (DCM/MCOH = 91) 1H-Nl\/IR (DMSO-
d°, 500 MHz): 6 = 2.15 (ddd, J=13.5 Hz, *J=6.5, 4.0 Hz, 1H, H2'»), 2.21
(dd, *J=13.5 Hz, *J=6.5 Hz, 1H, H2'g), 3.59 (ddd, *J=12.0 Hz, *J=4.5, 3.5 Hz, 1H, H5'4), 3.66 (ddd, J=12.0 Hz,
’J=4.5,3.5 Hz, 1H, H5'y), 3.82 (q, >J=3.5 Hz, 1H, H4"), 4.24-4.28 (m, 1H, H3"), 5.19 (t, J=5.0 Hz, 1H, 5'-OH),
5.27 (d, *J=4.5 Hz, 1H, 3’-OH), 6.13 (t, *J=6.5 Hz, 1H, H1’), 7.47 (ddd, *J=8.0, 7.0 Hz, “J=1.0 Hz, 1H, H6"),
7.48 (d, *J=4.3 Hz, 1H, Hp-thioph.), 7.73 (d, >J=8.5 Hz, 1H, H8"), 7.81 (ddd, *J=8.5, 7.0 Hz, *J=1.5 Hz, 1H,
H7"), 7.89 (d, *J=4.3 Hz, 1H, Ho-thioph.), 8.10 (dd, >J=8.0 Hz, *J=1.5 Hz, 1H, H5"), 8.44 (s, 1H, H6), 10.67 (s,
1H, 3"-OH), 11.77 (s, 1H, NH); "C-NMR (DMSO-d’, 125 MHz): 6 = 40.1 (C2’), 60.7 (C5'), 69.8 (C3'), 84.7
(Th-C=C-), 84.9 (C1"), 87.6 (C4"), 89.1 (Th-C=C-), 97.6 (CS5), 118.1 (C8"), 121.8 (C10"), 124.6 (C6"), 124.8
(C5"), 125.8 (C2"-Th), 128.0 (Ca), 132.4 (CP), 133.2 (Th-C=C-), 133.7 (C7"), 137.3 (C3"), 142.1 (C2"), 144.3
(C6), 149.3 (C2), 154.1 (C9"), 161.1 (C4), 171.9 (C4"); MS (ESI', MeOH) m/z: 495.3 [M+H]", 517.2 [M+Na]".
HRMS (ESI): m/z calcd for C,4H19N,05S: 493.0700 [M-H]’; found 493.0689.
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Control Method

Control Method

Name Niko—-060214-Free—Nucleotide—analytique
User Name Administrator

Date Modified 10/02/2014 09:17:43
Description

Method Time 61,0 [min]

Pump #1

Initial Condition

Pump Mode LPG1

Flow 0,500 [mL/min]

Max. Pressure 25,0 [MPa]

Min. Pressure 0,0 [MPa]

Solvents

A 90,0 [%] H20 + 0.1% AF
B 10,0 [%] ACN + 0.1% AF
[¢] 0,0 [%]

D 0,0 [%]

Time Program

# | Time [min] Function Value #1 | Value #2 | Value #3 | Value #4
1 5,00 Composition [%] 90,0 10,0 0,0 00
2 40,00 Composition [%] 0,0 100,0 00 00
3 45,00 Composition [%] 0,0 100,0 0,0 0,0
4 55,00 Composition [%] 90,0 10,0 00 00
5 60,00 Composition [%] 90,0 10,0 00 00

Pump #1 Valve / Event
Initial Condition

Valve #1 1

Event #1 Off
Event #2 Off
Event #3 Off

4WL-UV Detector
Initial Condition

Wavelength #1 254 [nm]
Wavelength #2 280 [nm]
Wavelength #3 360 [nm]
Wavelength #4 393 [nm]
Wavelength #5 (Ratio) 0 [nm]
Response STD
Autozero On

1/2
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Experimental section

General methods:

All reactions involving water-sensitive reagents were performed in oven-dried glassware under argon using dry solvents. The
synthetic intermediates were co-evaporated twice with toluene beforehand and dried in vacuo before use. All chemical
reagents were obtained from commercial sources (Aldrich, Acros, Ala Aesar) and were used as supplied. Anhydrous solvents
were obtained according to standard procedures.' The reactions were monitored by thin-layer chromatography (TLC, Merck
silica gel 60 F254 plates) and visualized both by UV radiation (254 & 365 nm) and by spraying with vanillin in ethanol
containing H,SO, followed by a subsequent warming with a heat gun. Column chromatography”® was performed with flash
silica gel (40—-63 mm). All NMR spectra (*H, BC, D) were recorded on 200 or 500 Bruker Advance Spectrometers (200 or
500 MHz). 'H NMR (200 and 500 MHz), *C NMR (50 and 125 MHz, recorded with complete proton decoupling), 3Ip NMR
(80 MHz, proton decoupling) spectra were obtained with samples dissolved in CDCl;, CD,Cl,, CD;0D, DMSO-d®, acetone-
db6, or CD3;CN with the residual solvent signals used as internal references: 7.26 ppm for CHCl;, 5.32 ppm for CDHCl,, 3.31
ppm for CD,HOD, 2.50 ppm for (CD3)(CD,H)S(0), 2.05 ppm for (CD;)(CD,H)C(0), 1.94 ppm for CD,HCN for 'H NMR
experiments, and 77.0 ppm for CDCls, 53.8 ppm for CD,Cl,, 49.0 ppm for CD3;0D, 39.4 ppm for (CDs),S(0O), 30.8 ppm for
(CD5),C(0) for '*C NMR experiments.® Chemical shifts () are given in ppm to the nearest 0.01 ('H) or 0.1 ppm (**C). The
coupling constants (J) are given in Hertz (Hz). The signals are reported as follows: (s=singlet, d=doublet, t=triplet,
m=multiplet, br=broad). Assignments of 'H and *C NMR signals were achieved with the help of D/H exchange, COSY,
DEPT, APT, HMQC, HSQC, HMBC experiments. Regular mass spectra (MS) were recorded on an Esquire 3000 Plus
apparatus with ESI in both positive and negative mode. High-resolution mass spectrometry was conducted with a FINIGAN
MAT 95 spectrometer with EI or ESI ionization techniques. Supplementary data associated with this article, including the
experimental protocols for the synthesis of intermediates 2 and 5-11, the 'H, '*C and (in part) '"H-'H COSY, 'H-"*C HMQC,
'H-"C HSQC and 'H-"C HMBC NMR spectra of all compounds, can be consulted in this Supporting Information.
Systematic flavone and nucleobase nomenclatures are used below for the assignments of each spectrum. All solvents for
absorption and fluorescence experiments were of spectroscopic grade. Absorption spectra were recorded on a Cary 4
spectrophotometer (Varian) using 1cm quartz cells. Stock solution of the MTCU model 1 was prepared using dioxane. The
samples used for spectroscopic measurements contained ~ 0.1% v/v of the stock solvent. Fluorescence spectra were recorded
on FluoroMax 4.0 spectrofluorometer (Jobin Yvon, Horiba). Excitation wavelength was used as mentioned in the
corresponding experiments. Photostability studies were conducted in a 100 ul fluorescence cell, excitation and emission slits
were set to 4 nm. The concentrations of the samples were 2 pM. The T, values were determined according to the equation
In(I,/T) = kqTs (Where kg is the degradation constant, I, the initial irradiation intensity and I the intensity at time t).

"W. L. F. Armarego and C. L. L. Chai, Purification of Laboratory Chemicals, 7th ed.; Butterworth-Heinemann: Oxford, 2013.
2W. C. Still, M. Kahn and A. Mitra, J. Org. Chem. 1978, 43,2923-2925.

3 a) H. E. Gottlieb, V. Kotlyar and A. Nudelman, J. Org. Chem., 1997, 62, 7512-7515; (b) G. R. Fulmer, A. Miller, N. H.
Sherden and H. E. Gottlieb, Organometallics, 2010, 29, 2176-2179.



Supporting Information

1. Synthetic Procedures

1.1 Preparation of the methylated 3HC fluorophore 6 (Scheme 1)

; [0}
OH i) NaOH, EtOH,
0 s CcHO r, 48 h OH
+ fW —— |
Br—N\ ii) 30% aq. H,0, 0Ny Br
3 4 57 % over 2 steps 5 Y,
(o}
OMe iii) Me,SO, KOH,
I 18-crown-6, CH,Cl,/H,0, rt, 1 h
o 5 -
| ) Br 78 %

2-(5-Bromothien-2-yl)-3-hydroxy-chromen-4-one (5): To a stirred solution of o-
hydroxyacetophenone 3 (1.16 mL, 9.65 mmol) and 5-bromo-2-
thiophenecarbaldehyde 4 (1.15 mL, 9.65 mmol) in ethanol (50 mL) was dropwise
added a 5 M NaOH solution (6 mL). The reaction mixture was stirred 48 h at rt
before a dropwise addition of 30 % aq. hydrogen peroxide solution (2 mL). The
resulting mixture was stirred 5 h at rt, and then poured into cold water (300 mL)
and acidified with acetic acid to pH 4. The resulting precipitate was filtered and
thoroughly washed with water and cyclohexane to provide as a yellow solid the chromone 5 (1.79 g, 57 %).
C3H7BrOsS (323.16). Ry= 0.39 (cyclohexane/EA = 7:3); "H-NMR (CDCl3, 200 MHz): 6 = 7.19 (d, 3J=4.0 Hz,
1H, HB-thioph.), 7.41 (td, *J=8.0 Hz, *J=0.8 Hz, 1H, H6), 7.54 (d, *J=8.4 Hz, 1H, H8), 7.71 (ddd, *J=8.4 Hz,
3J=8.0 Hz, “J=1.4 Hz, 1H, H7), 7.73 (d, *J=4.0 Hz, 1H, Ho-thioph.), 8.22 (dd, >J=8.0 Hz, *J=1.4 Hz, 1H, H5);
BC-NMR (DMSO-d°, 50 MHz): § = 112.2 (Th-Br), 117.8 (C8), 121.6 (Cor), 122.0 (C10), 122.9 (C6), 124.7
(C5), 129.3 (CP), 131.6 (C7), 136.1 (C2-Th), 141.6 (C3), 146.5 (C2), 153.3 (C9), 176.0 (C4); MS (ESI',
MeOH): m/z: 345.0, 347.0 [M+Na] .

3-Methoxy-2-(5-bromothien-2-yl)-chromen-4-one (6): To a stirred suspension
of 5 (1.59 g, 4.92 mmol) in CH,Cl, (35 mL) were added a 4.5 M aq. KOH solution
(5 mL), 18-crown-6 (65 mg, 5 mol%) and dimethyl sulfate (930 uL, 9.84 mmol).
The reaction mixture became homogenous in 5 min and was stirred at rt for 1 h.
After quenching by addition of H,O (40 mL), the organic layer was extracted with
CH,Cl1, (3 x), dried over MgSQy, filtered and the volatiles were removed in vacuo.
The residue was purified by flash chromatography on silica gel eluted with
cyclohexane/EA mixture (10:1 — 4:1, v/v) to provide the methylated chromone 6 as a yellow solid (1.30 g, 78
%). C14HoBrOsS (337.19). '"H-NMR (CDCls, 200 MHz): § = 4.07 (s, 3H, CH3), 7.16 (d, *J=3.8 Hz, 1H, Hp-
thioph.), 7.38 (td, *J=8.0 Hz, “J=1.0 Hz, H6), 7.49 (dd,’J=8.4 Hz, *J=1.0 Hz, 1H, H8), 7.62-7.79 (m, 1H, H7),
7.66 (d, *J=3.8 Hz, 1H, Ha-thioph.), 8.22 (dd, *J=8.0 Hz, “J=1.6 Hz, 1H, H5); *C-NMR (CDCls, 50 MHz): J =
59.7 (OMe), 117.7 (C8), 119.8 (Th-Br), 124.2 (C10), 124.7 (C6), 125.7 (C5), 129.2 (Cav), 130.2 (CP), 132.7 (C2-
Th), 133.5 (C7), 138.4 (C3), 150.2 (C2), 154.7 (C9), 173.8 (C4); HRMS (ESI"): m/z caled for C4H,(BrO;S:
336.9529 [M+H]"; found 336.9531.




1.2 Preparation of the fluorescent amidite 2 (Scheme 2)
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7 DMF, rt 3 h 8 97 % 9 THF, rt, 5 h
80 % over 2 steps 71 % over
2 steps
o)
vii) (\ | OMe /
Y - o S 5 o
1 r
N \rN'P’O\/\CN : X
-p-Tol | -p-Tol N-p-Tol
cl Cul, Pd(Ph3),Cl, | A
<€ - N"YOo
DIPEA, CH.CI, 0 °C tort DMTrO DIPEA, THF, 60 °C  DMTrO
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2
5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-5-iodo-2’-deoxyuridine (7b)*: To a stirred solution 5
of 5-i0do-2'-deoxyuridine 7 (1.00 g, 2.82 mmol) in dry pyridine (20 mL) were s
added triethylamine (830 pL, 5.64 mmol) and DMTrCI (1.00 g, 2.97 mmol). The A NH
reaction mixture was stirred at rt for 1 d and then quenched with H,O. The organic 6 N,;go

phase was extracted with CH,Cl, (3 x), dried over Na,SO,, filtered and the |DMTrO_s 1
volatiles were removed in vacuo. The resulting crude was purified by flash A.KODL.
chromatography on silica gel eluted with CH,Cl,/MeOH (1:0 — 96 :4, v/v) to ¥ 2
provide the desired compound 7b as a white solid (1.81 g, 98 %). C3oH,9IN,O5 OH
(656.46). Rf = 0.41 (CH,Cl,/MeOH, = 95:5). '"H-NMR (CD,Cl,, 200 MHz): § =

2.27 (ddd, *J=13.6 Hz, *J=7.6, 6.0 Hz, 1H, H2'4), 2.45 (ddd, J=13.6 Hz, *J=5.8, 2.8 Hz, 1H, H2'g), 3.35 (d,
3J=3.4 Hz, 2H, H5"), 3.78 (s, 6H, OCH3), 4.02-4.14 (m, 1H, H4'"), 4.47-4.60 (m, 1H, H3"), 6.26 (dd, *J=7.6, 5.8
Hz, 1H, H1"), 6.86 (d, *J=8.7 Hz, 4H, H,,phome), 7.20-7.32 (m, 3H, H,,.pp, H,pn), 7.34 (d, 3J=8.7 Hz, 4H, H,,.
phome), 7.40-7.46 (m, 2H, H,.py), 8.09 (s, 1H, H6), 8.99 (NH); *C-NMR (CD,Cl,, 50 MHz): 6 = 41.7 (C2'), 55.7
(OMe), 64.0 (C5"), 68.8 (C5), 72.6 (C3'), 86.1 (C1"), 87.0 (C4"), 87.3 (5'-O-Cyy), 113.7 (Cphome), 127.4 (Cppn),
128.4 (Cypn), 128.5 (Coopn), 130.4 (Cophome), 130.5 (Cophome), 135.8 (Cipnome), 136.0 (Ciprome), 144.9 (C6),
145.0 (Cipy), 150.6 (C2), 159.2 (C,prome)> 160.8 (C4); MS (ESI', MeOH) m/z: 679.3 [M+Na]", 695.3 [M+K]".

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-5-iodo-3'-O-triethylsilyl-2’-deoxyuridine (8): To a o)
stirred solution of 7b (1.60 g, 2.19 mmol) in dry DMF (7 mL), previously cooled 1 Jls
down to 0 °C, were sequentially added triethylamine (1.20 mL, 8.77 mmol), DMAP ) NH
(81 mg, 0.66 mmol) and Et;SiCl (441 pL, 2.63 mmol). The reaction mixture was 6 lego
stirred at rt for 4 h and then carefully quenched with aq. NH4Cl. The organic phase DMTrO_ s o !

was extracted with CH,Cl, (3 x), dried over MgSQ,, filtered and reduced in vacuo. 4 T
The residue was purified by flash chromatography on silica gel eluted with 36TES 2
toluene/Et,O (95:5 — 67:33, v/v) to provide the desired compound 8 as a light

yellow foam (1.52 g, 90 %). C36H43IN,04S1 (770.73). Ry= 0.62 (toluene/Et,O =

4:1).1H—NMR (CD,Cl,, 200 MHz): 6 = 0.53 (q, 3J=7.8 Hz, 3H, CHj;), 0.89 (4, 3J=7.8 Hz, 2H, CH,), 2.10-2.23
(m, 1H, H2'y), 2.31-2.42 (m, 1H, H2'), 3.26 (dd, 2J=10.9 Hz, *J=3.4 Hz, 1H, H5'y), 3.36 (dd, 2J=10.9 Hz,
3J=2.9 Hz, 1H, H5'p), 3.78 (s, 6H, OMe), 3.98-4.02 (m, 1H, H4"), 4.39-4.44 (m, 1H, H3"), 6.24 (dd, 3J=11,5.7
Hz, 1H, H1"), 6.85 (d, 3J=8.8 Hz, 4H, H,phome), 7.12=7.28 (m, 3H, H,.pn, Hppn), 7.34 (d, 3J=8.8 Hz, 4H, H,.
phome), 7.40-7.46 (m, 2H, H,.py), 8.14 (s, 1H, H6), 8.72 (NH); BC-NMR (CD,Cl,, 50 MHz): 6 = 4.9 (CH,), 6.8
(CHs3), 42.3 (C2'), 55.6 (OMe), 63.6 (C5'), 68.4 (C5), 72.8 (C3'), 86.2 (C1"), 87.3 (5'-O-Cyy), 87.8 (C4"), 113.7
(Chphome), 127.3 (Cppn), 128.4 (Coopp), 128.4 (Cyrpn), 130.4 (Coopnome) 130.5 (Cooprome)s 135.8 (Cipnome), 135.9
(Ci-rhome), 144.9 (C6), 145.0 (Cipn), 150.2 (C2), 159.2 (C,prome), 160.5 (C4); MS (ESI', MeOH) m/z: 793.4
[M+Na]’, 809.3 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z calcd for C3sH43IN,NaO-Si: 793.1776 [M+Na]"; found 793.1767.

4 Q. Xiao, R. T. Ranasinghe, A. M. P. Tang and T. Brown, Tetrahedron, 2007, 63, 3483-3490.



5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-5-trimethylsilylethynyl-3'-O-triethylsilyl-2'-

deoxyuridine (9): To a stirred solution of 8 (810 mg, 0.946 mmol, previously TMS ~ 9
azeotropically coevaporated with dry toluene) in DMF (10 mL) under argon, were A Y NH
sequentially added TMS-acetylene (203 pL, 1.419 mmol, 1.5 eq), triethylamine il

mol%) all together. The reaction mixture was warmed up to 60 °C for 3 h. The
volatiles were removed in vacuo and the residue was purified by flash ) /
chromatography on silica gel eluted with toluene/Et,O (95:5 — 66:34, v/v) to OTES
provide the desired compound 9 as a as a light yellow foam (683 mg, 97 %).
C41Hs5N,08i, (741.03). R/= 0.62 (pentane/Et,0 = 1:2). 'H-NMR (CDCls, 200 MHz): 6 = -0.03 (s, 9H, SiMe;),
0.51 (q, *J=7.8 Hz, 9H, CHj3), 0.88 (t, *J=7.8 Hz, 6H, CH,), 2.03-2.17 (m, 1H, H2'4), 2.37 (ddd, 2/=13.0 Hz,
3J=5.6 Hz, *J=1.8 Hz, 1H, H2'g), 3.22 (dd, J=10.8 Hz, *J=3.4 Hz, 1H, H5'4), 3.45 (dd,*/=10.8 Hz, *J=2.7 Hz,
1H, H5'g), 3.79 (s, 3H, OMe), 3.98-4.04 (m, 1H, H4'), 4.26-4.34 (m, 1H, H3'), 6.28 (dd, >J=8.0, 5.4 Hz, 1H,
H1"), 6.85 (d, *J=8.8 Hz, 4H, H,,.prome), 7.15-7.32 (m, 3H, H,.pp, H,pn), 7.35 (d, 3J=8.8 Hz, 4H, H,.promc), 7.40—
7.49 (m, 2H, H,.py), 8.11 (s, 1H, H6); 8.94 (NH); *C-NMR (CDCls, 50 MHz): 6 = -0.4 (SiMe), 4.5 (SiCH,), 6.6
(SiCH,CH3), 42.0 (C2"), 55.2 (OMe), 63.2 (C5"), 72.5 (C3'), 86.0 (C1"), 86.9 (5'-O-Cyy), 87.6 (C4'), 94.8 (C=C-
TMS), 99.5 (C=C-TMS), 100.3 (C5), 113.3 (C,-phome)s 126.9 (Cppn), 127.9 (Coupp), 128.0 (Cpn), 129.9 (C,.
phome)> 135.4 (Ciprome)> 135.6 (Ciphome), 142.8 (C6), 144.4 (C.py), 149.0 (C2), 158.5 (Cpprome), 161.3 (C4); MS
(ESI', MeOH) m/z: 763.5 [M+Na]’, 779.5 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z caled for C4Hs;N,NaO;Si,: 763.3205
[M+Na]"; found 763.3192.

(670 uL, 4.729 mmol, 5 eq) and Cul (15 mg, 8 mol%)/PdCIy(PPh;), (54 mg, 8 |pmrro_, = N ©
4 o 1
3

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-3-N-(4-methylbenzoyl)-5-trimethylsilylethynyl-
3'-O-triethylsilyl-2’-deoxyuridine (9b): To a stirred solution of 9 (1.190 g, M. @

1.606 mmol) in dry acetonitrile (16 mL), previously cooled down to 0 °C, were A ﬁ-p-ToI
sequentially added triethylamine (723 pL, 5.139 mmol) and toluoyl chloride |l

(297 pL, 2.248 mmol). The reaction mixture was stirred at rt overnight and then | pMTro_ ., ’ N°=~0
carefully quenched with aq. NH4Cl. The organic phase was extracted with -

CH,C1, (3 x), dried over MgSO,, filtered and reduced in vacuo. The residue was ! A 4 '
purified by flash chromatography on silica gel eluted with toluene/Et,O OTES

(99.5:0.5 — 96.5:3.5, v/v) to provide the desired compound 9b as a beige foam
(1.228 g, 89 %). C4oHsgN,OgSi, (859.16). Ry= 0.34 (toluene/Et,0 = 98:2). 'H-NMR (CDCls, 200 MHz): 6 = -
0.00 (s, 9H, SiMe;), 0.53 (q, J=7.8 Hz, 9H, CH3), 0.89 (t, *J=7.8 Hz, 6H, CH,), 2.11-2.25 (m, 1H, H2'}), 2.34—
2.39 (m, 1H, H2'g), 2.44 (s, 3H, p-CH3), 3.27 (dd, J=10.8 Hz, *J=3.6 Hz, 1H, H5',), 3.41 (dd, */=10.8 Hz,
3J=3.0 Hz, 1H, H5'g), 3.79 (s, 3H, OMe), 4.00-4.09 (m, 1H, H4"), 4.31-4.41 (m, 1H, H3"), 6.23 (dd, *J=8.0, 5.6
Hz, 1H, H1"), 6.88 (d, *J=8.8 Hz, 4H, H,.promc), 7.13-7.31 (m, 3H, H,,.pn, H,pp), 7.33 (d, *J=8.2 Hz, “J=0.6 Hz,
2H, H,.101), 7.38 (dd, *J=8.8 Hz, “J=0.8 Hz, 4H, H,.prome), 7.49 (dd, *J=8.4 Hz, *J=1.4 Hz, 2H, H,.py), 7.81 (d,
3J=8.2 Hz, 2H, H,1o), 8.17 (s, 1H, H6); *C-NMR (CDCls, 50 MHz): § = -0.4 (SiMe;), 4.9 (SiCH,), 6.8
(SiCH,CH3), 22.0 (p-CH3), 42.4 (C2'), 55.6 (OMe), 63.6 (C5'), 72.9 (C3"), 86.8 (C1'), 87.3 (5'-O-Cyy), 88.1
(C4'), 95.1 (C=C-TMS), 100.0 (C=C-TMS), 100.5 (C5), 113.6 (Crphome)s 127.3 (Cpepn), 128.3 (Cyopp), 128.4 (C,.
pn)> 129.0 (Cito)), 130.3 (Coopromte), 130.4 (Cptor), 130.9 (Coutor), 135.9 (Cippome), 142.9 (C6), 145.0 (Cipy), 147.5
(Cporon), 148.6 (C2), 159.1 (Cpphome), 160.9 (C4), 168.2 (C(0)-Tol); MS (ESI", MeOH) m/z: 881.6 [M+Na]",
897.6 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z calcd for C40HssN,NaOgSi,: 881.3624 [M+Na]"; found 881.3601.

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-3-N-(4-methylbenzoyl)-5-ethynyl-2'-deoxyuridine

(10): To a stirred solution of 9b (1.90 g, 2.21 mmol) in THF (22 mL), previously \\ Al s
cooled down to 0 °C, was portionwise added Et,NF.H,O (2.00 g, 13.27 mmol). i N-p-Tol
The reaction mixture was stirred at rt for 1.5 h and then carefully quenched with SN0

filtered and reduced in vacuo. The residue was purified by flash chromatography
on silica gel eluted with toluene/Et,O (93:7 — 1:1, v/v) to provide the desired
compound 10 as a light yellow foam (1.23 g, 83 %). C4H3sN2Os (672.72). R, = OH
0.22 (toluene/Et,0 = 7:2). '"H-NMR (CD,Cl,, 200 MHz): § = 2.25-2.43 (m, 1H,

H2'4), 2.44 (s, 3H, p-CH3), 2.44-2.55 (m, 1H, H2's), 2.97 (s, 1H, C=CH), 3.32 (dd, >J=10.8 Hz, *J=3.0 Hz, 1H,
H5'4), 3.41 (dd,%/=10.8 Hz, *J=3.4 Hz, 1H, H5'g), 3.80 (s, 3H, OMe), 4.03-4.12 (m, 1H, H4'), 4.52-4.62 (m,
1H, H3'), 6.24 (dd, *J=7.2, 6.0 Hz, 1H, H1"), 6.89 (d, *J=8.6 Hz, 4H, H,.prome), 7.20-7.31 (m, 3H, H,,.pp, H, ph),
7.33 (d, *J=8.1 Hz, 2H, H,,-11), 7.39 (d, *J=8.6 Hz, 4H, H,.prome), 7.48 (dd, *J=8.2 Hz, *J=1.4 Hz, 2H, H,pp),
7.81 (d, *J=8.1 Hz, 2H, H,.1,)), 8.21 (s, 1H, H6); *C-NMR (CD,Cl,, 50 MHz): § = 22.0 (p-CH3), 41.9 (C2'), 55.6
(OMe), 63.8 (C5"), 72.4 (C3'), 74.4 (C=CH), 82.4 (C=CH), 86.6 (C1'), 87.1 (C4"), 87.5 (5'-O-Cyy), 99.3 (C5),
113.7 (Cp-pnome)> 127.3 (Cppn), 128.3 (Coupn), 128.5 (Cyppn), 128.8 (Ciror), 130.4 (Cito1), 130.4 (Coprome), 130.9
(Co-tol)> 135.7 (Ciprome), 136.0 (Ciprome), 144.0 (C6), 145.0 (Cippn), 147.7 (Cpo1o1), 148.6 (C2), 159.2 (C,ophome)
161.0 (C4), 168.1 (C(0)-Tol); MS (ESI', MeOH) m/z: 695.5 [M+Na]" 711.5 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z calcd
for C4oH3sN,NaOg: 695.2364 [M+Na]'; found 695.2357.

aq. NH,CI. The organic phase was extracted with Et,O (3 x), dried over MgSOQ,, | PMTrO_ s o !
4' 1
3 2




5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-3-NV-(4-methylbenzoyl)-5-(5-(3-Methoxy-
4-0x0-chromen-2-yl)thien-2-yl)ethynyl-2’-deoxyuridine (11): To a
stirred solution of 10 (300 mg, 0.446 mmol) and 6 (206 mg, 0.580 mmol,
1.3 eq) in THF (10 mL) under argon, were sequentially added
triethylamine (311 pL, 2.230 mmol, 5 eq), and Cul (6 mg, 7
mol%)/PdCl,(PPh;), (22 mg, 7 mol%) all together. The reaction mixture
was warmed to 60 °C for 2 h. The volatiles were removed in vacuo and
the residue was purified by flash chromatography on silica gel eluted
with toluene/EA (93:7 — 3:2, v/v) to provide the desired compound 11
as a yellow foam (276 mg, 67 %). CssHuuN>O1;S (929.0). Re= 0.38
(toluene/EA = 7:3). '"H-NMR (CDCls, 200 MHz): § = 2.39-2.49 (m, 1H,
H2'4), 2.43 (s, 3H, p-CH3), 2.58 (ddd, *J=13.6 Hz, *J=5.8, 2.9 Hz, 1H,
H2'p), 3.37-3.51 (m, 2H, H5"), 3.73 (s, 3H, OMe), 3.74 (s, 3H, OMe),
3.97 (s, 3H, 3"-OMe), 4.10-4.19 (m, 1H, H4'), 4.59-4.71 (m, 1H, H3’),
6.35 (dd, *J=5.0, 4.0 Hz, 1H, H1"), 6.82 (d, *J=8.8 Hz, 2H, H,,prome)s
6.84 (d, *J=8.8 Hz, 2H, H,,.phome), 6.87 (d, *J=4.0 Hz, 1H, HB-thioph.), 7.15-7.35 (m, 6H, H6", H,,.-ro1, Hy.phs H,.
pn), 7.37 (d, *J=8.8 Hz, 4H, H,.prome), 7.42-7.51 (m, 3H, H,p,, H8"), 7.63-7.72 (m, 1H, H7"), 7.69 (d, *J=4.0
Hz, 1H, Ho-thioph.), 7.85 (d, >J=8.2 Hz, 2H, H,.1)), 8.22 (dd, >J=8.0 Hz, *J=1.4 Hz, 1H, H5"); 8.37 (s, 1H, H6);
BC-NMR (CDCls, 50 MHz): § = 21.9 (p-CH3), 41.9 (C2’), 55.2 (OMe), 59.7 (OMe), 63.4 (C5'), 72.2 (C3'), 86.4
(C1"), 86.6 (Th-C=C-), 86.9 (Th-C=C-), 86.9 (C4"), 87.2 (5'-O-Cyy), 99.8 (C5), 113.4 (C,.pnome), 117.7 (C8"),
124.2 (C10"), 124.8 (C6"), 125.7 (C5"), 127.1 (Cppn), 127.9 (Cyupp), 128.1 (Cprpn), 128.1 (Th-C=C-), 128.5 (C..
Tol)> 128.9 (Cav), ), 129.8 (C,..1a1), 130.0 (Cyoprome), 130.7 (Cooo1), 132.4 (C2"-Th), 132.6 (CP), 133.6 (C7"), 135.3
(Ciphome)s 135.5 (Cipnome), 138.8 (C3"), 142.3 (C6), 144.2 (Cippn), 146.8 (C,.1o1), 148.1 (C2), 150.6 (C2"), 154.7
(C9"), 158.6 (Cpphome)s 160.2 (C4), 167.5 (C(O)-Tol), 173.9 (C4"); MS (ESI', MeOH) m/z: 950.9 [M+Na]",
966.9 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z caled for Cs;HuuNoNaO,;S: 951.2558 [M+H]'; found 951.2531

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-3-/V-(4-methylbenzoyl)-5-(5-(3-
Methoxy-4-oxo-chromen-2-yl)thien-2-yl)ethynyl-2'-deoxyuridine,
3’-[(2-cyanoethyl)-V,N-diisopropyl]-phosphoramidite (12): To a
stirred solution of 11 (280 mg, 0.301 mmol, beforehand azeotropically
coevaporated with dry toluene) in CH,Cl, (2.3 mL), previously cooled
down to 0 °C, were sequentially added DIPEA (212 pL, 1.206 mmol,
4 eq) and 2-cyanoethyl-N,N-diisopropylchlorophosphoramidite (136
puL, 0.603 mmol, 2 eq). The reaction mixture was stirred at rt for 1 h.
The volatiles were removed in vacuo and the residue was purified by
flash chromatography on silica gel eluted with toluene/EtOAc (95:5 —
65:35, v/v) to provide the desired compound 12 as a yellow foam (230
mg, 68 %). Ce3HeiN4O12PS (1129.22). R/= 0.48 (toluene/EA = 8:2).
'H-NMR (CDsCN, 200 MHz): 6 = 1.06-1.19 (m, 12H, N(CH(CH5),),),
2.45 (m, 3H, p-CHj;), 2.52-2.68 (m, 4H, H2’, -CH,CN), 3.35-3.43 (m,
2H, H5'), 3.52-3.67 (m, 2H, N(CH(CHs;),)2), 3.70 (s, 3H, OMe), 3.71
(s, 3H, OMe), 3.74-3.82 (m, 1H, POCH,-), 3.93 (s, 3H, 3"-OMe),
4.16-4.23 (m, 1H, H4'), 4.68-4.86 (m, 1H, H3"), 6.13 (dd, *J=7.2, 6.2
Hz, 1H, H1"), 6.16 (dd, >J=7.6, 7.4 Hz, 1H, H1"), 6.84 (d, *J=8.8 Hz, 2H, H,,phome), 6.86 (d, J=8.8 Hz, 2H, H,,.
prome), 6.96 (d, *J=4.0 Hz, HB-thioph.), 7.14-7.31 (m, 3H, H,,pp, H,py), 7.35-7.43 (m, 3H, H,,.1o;, H6""), 7.41 (d,
3J=8.8 Hz, 4H, H,.prome), 7.47-7.54 (m, 2H, H,pp,), 7.63 (d, *J=7.6 Hz, H8"), 7.76 (ddd, *J=8.6, 7.0 Hz, *J=1.6
Hz, 1H, H7"), 7.80 (d, >J=4.0 Hz, 1H, Ho-thioph.), 7.94 (d, >J=8.2 Hz, 2H, H,.1o)), 8.20 (dd, >J=8.0 Hz, *J=1.6
Hz, 1H, H5"); 8.38 (s, 1H, H6), 8.40 (s, 1H, H6); *'P-NMR (CDsCN, 81 MHz): § = 148.0, 148.1. HRMS (ESI"):
m/z calced for Cg3HgN4sNaO,PS: 1151.3637 [M+H]+; found 1151.3665.




2. ODN synthesis, purification & physical characterizations

2.1 ODN synthesis and purification:

The ODN synthesis was performed on an Expedite 8900 DNA synthesizer (Applied Biosystem) using the “trityl off” mode
and ultra-mild Pac phosphoramidite chemistry on a 0.2 pmol scale. Reagents and solvents, as well as dT, Ac-dC, Pac-dA, and
dmf-dG or iPr-Pac-dG phosphoramidites were purchased from Link Technologies and Chemgenes. The standard DNA
assembly protocol “DMT-off” was used except for the following modifications: 5-Ethylthio-1H-tetrazole (ETT) was used as
activating agent; Pac- anhydride was used for capping; a longer coupling time (1200 s) was applied to the 3HC
phosphoramidite. Non-labeled ODNs used as wild-type sequences were purchased from Microsynth AG. The ODNs were
cleaved from the solid support and deprotected with concentrated aqueous ammonia at room temperature for 12 h. The ODNs
were analyzed (0.5 mL/min) and purified (2.5 mL/min) by RP HPLC (HPLC apparatus: WatersTM 600 Controller with
WatersTM 996 Photodiode Array Detector and Jasco LC-Net II / ADC apparatus. Columns: analytical, 300 x 4.60 mm, 5 um
particle size, Clarity® 100A, Phenomenex®; semi-preparative, Clarity® 5u Oligo-RP column 250 x 10 mm Phenomenex®).
The following gradient system was used: 100 % A —(30 min)— 60 % A / 40 % B —(5 min)— 100 % B —(5 min)— 100 % A
with A=Buffer pH 7.0 (1.9 L of MilliQ® water, 160 mL acetonitrile, 28 mL triethylamine, 12 mL of acetic acid) and B=0.2
CH;CN:0.8 Buffer.

Fig S1. HPLC profile of DNAI single strand ODN (254 nm left — 390 nm right)
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Fig S2. HPLC profile of DNA3 single strand ODN (254 nm left — 390 nm right)
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Fig S3. HPLC profile of DNAS single strand ODN (254 nm left — 390 nm right)
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Fig S4. HPLC profile of DNA7 single strand ODN (254 nm left — 390 nm right)
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2.2 MALDI-TOF/TOF analysis of ODNs:

Dibasic Ammonium Citrate (DAC) (98% capillary GC) was obtained from Sigma. Acetonitrile of HPLC grade was
purchased from Sigma-Aldrich. Ultrapure 3-Hydroxypicolinic Acid (3-HPA) MALDI matrix was purchase to Protea
Biosciences. C4 pipette tips (Zip-Tip) were from Millipore. The samples (500 pmol) were diluted to 10 uL of water and were
desalted with a C4 pipette Tips (Zip-tip). The Zip-tip was activated before use with 2 x 5 pL of water: CH;CN (50:50) and 2
x 5pL of DAC (50 mg/ml diluted in water). The 10 uL of the ODN solution were loaded on Zip-tip by drawing and expelling
ten times. Next, the zip-tip was washed with 3 x 5 uL of DAC (50 mg/mL) and 3 x 5 pL of water. Elution was performed
with 1.5 pL of 3-HPA matrix (80 mg/mL, 50:50 CH;CN:DAC) directly on MALDI plate. The ODN profile obtained in a
ABSciex MALDI-TOF/TOF mass spectrometer in reflector mode with external calibration mixture (cal Mix 1+2 distributed
by ABSciex). MALDI-TOF/TOF-MS analysis: MS spectra were recorded manually in a mass range of 500-6000 Da resulting
from 400 laser shots of constant intensity fixed at 6200. Data were collected using 4000 series Explorer (AB SCIEX)
experiments.

Table S1. Mass of the synthesized oligonucleotides.

MALDI-TOF
DNA Sequence N
found (caled) [M']

1 5'd-CGTTTTTMTTTTTGC-3’ 4787.6 (4787.2)

3 5'd-CGTTTTAMATTTTGC-3’ 4806.3 (4805.5)

5 5'd-CGTTTTCMCTTTTGC-3’ 4757.6 (4757.2)

7 5'd-CGTTTTGMGTTTTGC-3’ 4837.4 (4837.2)

9 5'd-Cy3-GCAAAAAAAAAAACG-3"  5245.5(5233.5)
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3. Spectroscopic characterizations

3.1 Denaturation studies and melting temperatures

The ODNs were analyzed in cacodylate buffer pH 7.0: 10 mM cacodylate, 150 mM NaCl.

Preparation of the single strand solution: the solution of the sample was prepared by mixing 400 pL of a stock solution of 20
mM cacodylate buffer solution pH 7.0, 80 puL of 1.5 M NaCl solution, 25 pL of 64 uM ssODN and 295 pL of MilliQ®
water.

Preparation of the double strand solution: 400 pL of a stock solution of 20 mM cacodylate buffer solution pH 7.0, 80 puL of
1.5 M NaCl solution, 25 pL of 64 uM ODNT1, 25 uL of 64 uM ODN2 and 270 pL of MilliQ® water.

3.2 Denaturation studies and melting temperatures

Melting curves were recorded by following the temperature-dependence of the absorbance changes of the sample in triplicate
(2 uM concentration of each strand). Absorption spectra were recorded in a Peltier thermostated cell holder on a Cary 4
spectrophotometer (Varian). Wavelength for detection was 260 nm. The pathlength of cell was 1 cm. The temperature range
for denaturation measurement was 5 — 80 °C. Speed of heating was 0.3 °C/min. Cacodylate buffer pH 7.0 was used (10 mM
cacodylate buffer, 150 mM NaCl). The melting curves were converted into a plot of a versus temperature, where o represents



the fraction of single-strands in the duplex state. The melting temperatures were extracted from these curves after
differentiation as described elsewhere.’

Table S2. Melting temperatures of the duplexes.”

Tm (°C)
DNA Duplexes
labeled ~ Wild Type®  ATm (°C)°
2 TMT-A44A4 455 49.5 [50.2] -4.0
TMT-ATA 37.5 40.5 [42.2] -3.0
TMT-ACA 39.5 39 [42] 0.5
TMT-AGA 37.5 40.7 [42.9] -3.2
4 AMA-TAT 41.4 47.3 [47.4] -5.9
AMA-TTT 36.9 39.8 [40.6] -2.9
AMA-TCT 40.0 38.5[39.3] 1.5
AMA-TGT 35.9 42.7 [42.8] -6.8
6 CMC-GAG 46.9 51.3[53.7] -4.4
CMC-GTG 37.9 41.1 [46.7] -3.2
CMC-GCG 42.9 42.1 [45.3] 0.8
CMC-GGG 41.9 46.5 [49.5] -4.6
8 GMG-CAC 51.9 54.8 [55.1] -2.9
GMG-CTC 455 46.6 [47.5] -1.1
GMG-CCC 49.5 43.5 [44.8] 6.0
GMG-CGC 46.5 49.7 [51] -3.2
T (°C)
DNA Duplexes - - -
labeled Wild Type ATy (°C)
10 TTT-AAA(Cy3) 51.9 49.5 [50.2] 2.0
11 TMT-4AA4A(Cy3)  47.5 45.5°¢ 2.0

“Tm of the corresponding duplex formed from unmodified ODNs and its theorical values given in square brackets ; b ATm
refers to the difference of Tm between the labeled and wild type ODNs. © Comparison with the mono-labeled duplex.

5 Breslauer, K. J. Methods Enzymol. 1995, 259, 221-242.



Fig S6. Melting temperature curves of wild Type double strands
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Fig S7. Melting temperature curves of labeled double strands
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3.3 Circular dichroism

Circular dichroism spectra were recorded with 2 pM solution of the canonical dsDNA and labeled dsDNA (3HC (M)
opposite A, T) in buffer pH 7.0 (10 mM cacodylate buffer, 150 mM NaCl) at 25 °C on a Jasco J-810 spectropolarimeter. Two
maxima were observed in CD spectra: one negative at 249 nm, the other one positive at 282 nm.

Fig S8. Representative CD spectra of wild type and labeled duplexes
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Fig 9. Representative CD spectra of wild type, mono- and double-labeled Cy3 duplexes
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3.4 Absorbance and Fluorescence spectra

The absorption and fluorescence experiments were conducted in triplicate in pH 7.0 cacodylate buffer (10 mM cacodylate
buffer, 150 mM NaCl, ImM EDTA). The absorption spectra were recorded on a Cary 300 Scan spectrophotometer (Varian)
using lem quartz cells at 20 °C. The fluorescence spectra were recorded on a FluoroMax 4.0 spectrofluorometer (Jobin
Yvon, Horiba). They were recorded using excitation and emission slits of 2 nm and were corrected at excitation and
emission. They were taken with absorbance of about 0.05 at 20 °C at the excitation wavelength mentioned in the
corresponding experiments. The quantum yields were corrected according to the variation of the refractive index of the
different solvents. FRET parameters (including energy transfer efficiency and rate constant, spectral overlap integral and
Forster distance) were calculated according the definitions and the equations (Eq!/ to Eq4), herein.

< The efficiency of resonance energy transfer (E in %) was measured from the donor fluorescence quenching profile

according the equation Eq/:

F
E= (1 - ﬂ) x 100  (Eql)
Fp

where Fp and Fp, are respectively, the relative fluorescence intensities in the absence and presence of the acceptor.

3

< Rate constant of energy transfer (kt in s~1) was calculated from the equation Eq2:

B
ke = % (Eq2)

where Tt is the lifetime of the donor




< The spectral overlap integral (J(1) in M~1.cm™1.nm*) of the donor emission and the acceptor absorption were
determined by using the equation Eq3:

Jy Fp(Mes(H)A*dA

W = =
d J; Fp(1)da

Eq3)

where Fp(A) is the fluorescence intensity of the donor in the wavelength range [A; X + AA] and €, is the extinction coefficient
of the acceptor at A.

< Forster distance, corresponding to the distance where the resonance energy transfer is 50% efficient, was estimated
according to the equation Eq4 et Eq5:

Ry = 0.2116/(x2n—4QD](,1)) (Eq4)

Ro= (1 E15) e (Eqd)

where 12 describes the relatives orientation in space of the transition dipoles of the donor and acceptor (usually assumed to
be equal to 2/3, which is appropriate for dynamic random averaging of the donor and acceptor) ; n is the refractive index of
the medium (1.4 for biomolecules in aqueous solution) and @, is the quantum yield of the donor in the absence of acceptor.

Fig S10. UV spectra of labeled single and match double strands
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Fig S11. Absorbance spectra of wild type, mono- and double-labeled Cy3 duplexes
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Fig S13. Fluorescence titration of DNAI with DNAY (normalized by the donor emission band on the

right)
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Fig S14. Excitation spectra of DNA10 and DNA11 collected at 490 nm (left) and at 564 nm (right)
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Fig S16. Structure of the 5’-end terminal Cy3 flexible linker used in this study
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Experimental section

1. Synthetic Procedures

General methods:

All reactions involving water-sensitive reagents were performed in oven-dried glassware under argon using dry solvents. The
synthetic intermediates were co-evaporated twice with toluene beforehand and dried in vacuo before use. All chemical
reagents were obtained from commercial sources and were used as supplied. Anhydrous solvents were obtained according to
standard procedures.[1] The reactions were monitored by thin-layer chromatography (TLC, Merck silica gel 60 F254 plates)
and visualized both by UV radiation (254 & 360 nm) and by spraying with phosphomolybdic acid in ethanol followed by a
subsequent warming with a heat gun. Column chromatography[2] was performed with flash silica gel (40—63 mm). All NMR
spectra ('H, °C, D) were recorded on 200 or 500 Bruker Advance Spectrometers (200 or 500 MHz). 'H NMR (200 and 500
MHz), *C NMR (50 and 125 MHz, recorded with complete proton decoupling) spectra were obtained with samples
dissolved in CDCl;, CD,Cl, CD;0D, DMSO-d®, acetone-d®, CD;CN with the solvent signals used as internal references:
7.26 ppm for CHCl;, 5.32 ppm for CDHCI, 3.31 ppm for CD,HOD, 2.50 ppm for (CD3)(CD,H)S(O), 2.05 ppm for
(CD3)(CD,H)C(0), 1.94 ppm for CD,HCN concerning 'H NMR experiments, and 77.0 ppm for CDCls, 53.8 ppm for
CD,Cl,,49.0 ppm for CD;0D, 39.4 ppm for (CD;),S(0O), 30.8 ppm for (CD3),C(O) concerning 3C NMR experiments.[3]
Chemical shifts () are given in ppm to the nearest 0.01 (1H) or 0.1 ppm (**C). The coupling constants (J) are given in Hertz
(Hz). The signals are reported as follows: (s=singlet, d=doublet, t=triplet, m=multiplet, br=broad). Assignments of 'H and
BC NMR signals were achieved with the help of D/H exchange, COSY, DEPT, APT, HMQC, HSQC, HMBC experiments.
Regular mass spectra (MS) were recorded on an Esquire 3000 Plus apparatus with ESI in both positive and negative mode.
High-resolution mass spectrometry was conducted with a FINIGAN MAT 95 spectrometer with EI or ESI ionization
techniques. Supplementary data associated with this article: the experimental protocols for the synthesis of intermediates 3-7
and 10-11, the '"H NMR, ">C NMR and (in part) '"H-"*C COSY, '"H-"*C HMQC and 'H-">C HMBC spectra of all compounds
are described herein. Systematic nomenclatures are used below for the assignments of the flavone and nucleoside.

1.1 Preparation of the 3HC fluorophores

OH i) NaOH, EtOH 0
i) NaOH, EtOH,
) s Br 1, 48 h OH
+ OHC— | —_— [
ii) 30% aq. H,0, o ‘S Br
8 9 /
10

OCbz iii) Cbz-Cl, KOH, 18-crown-6,
| CH,CI,/H,0, rt, 1 h
o <

1"

2-(5-Bromothien-2-yl)-3-hydroxy-chromen-4-one (10): To a stirred solution of o-
hydroxyacetophenone 8 (1.16 mL, 9.65 mmol) and 5-bromo-2-thiophenecarbaldehyde 9
(1.15 mL, 9.65 mmol) in ethanol (50 mL) was dropwise added a 5 N NaOH solution (6 mL).
The reaction mixture was stirred 48 h at rt before a dropwise addition of 30 % aq. hydrogen
peroxide solution (2 mL). The resulting mixture was stirred 5 h at rt, and then poured into
cold water (300 mL) and acidified with acetic acid to pH 4. The resulting precipitate was
filtered and thoroughly washed with water and cyclohexane to provide as a yellow solid the
chromone 10 (1.79 g, 57 %). C3H;BrO;S (323.16). R=0.39 (cyclohexane/EtOAc=7:3); 'H-
NMR (CDCls, 200 MHz): § = 8.22 (1H, dd, *J=8.0 Hz, *J=1.4 Hz, H5), 7.73 (1H, d, *J=4.0 Hz, Hp), 7.71 (1H, ddd, >J=8.4
Hz, 3J=8.0 Hz, “J=1.4 Hz, H7), 7.54 (1H, d, *J=8.4 Hz, HR), 7.41 (1H, td, *J=8.0 Hz, *J=0.8 Hz, H6), 7.19 (1H, d, *J=4.0 Hz,
Ho); “C-NMR (DMSO-d°, 50 MHz): 8= 176.0 (C4), 153.3 (C9), 146.5 (C2), 141.6 (C3), 136.1 (C2-Th), 131.6 (C7), 129.3
(Cav), 124.7 (C5), 122.9 (C6), 122.0 (C10), 121.6 (CP), 117.8 (C8), 112.2 (Th-Br); MS (ESI', MeOH): m/z: 345.0, 347.0
[M+Na]".

3-Benzyloxycarbonyloxy-2-(5-bromothien-2-yl)-chromen-4-one (11): To a stirred
suspension of 10 (1.05 g, 3.25 mmol) in CH,Cl, (13 mL) were added a 4.5 M aq. KOH
solution (9 mL), 18-crown-6 (5 mol %, 43 mg) and benzyl chloroformate (700 pL, 4.88
mmol). The reaction mixture became homogenous in 5 min and was stirred at rt for 1 h.
After quenching by addition of H,O (10 mL), the organic layer was extracted with CH,Cl,
(3x), dried over MgSOy,, filtered and the volatiles were removed in vacuo. The residue was
purified by flash chromatography on silica gel eluted with cyclohexane/EtOAc mixture (9:1
— 7:3, v/v) to provide the desired compound 11 as white crystals (1.20 g, 81 %).
CyH)3BrOsS (457.29). R=0.53 (cyclohexane/EtOAc=7:3); 'H-NMR (CDCl;, 200 MHz): 6 = 8.25 (1H, dd, *J=8.0 Hz, */=1.6
Hz, H5), 7.72 (1H, td, *J=8.4 Hz, *J=1.6 Hz, H7), 7.65 (1H, d, *J=4.0 Hz, HB), 7.52 (1H, dd, *J=8.4 Hz, “J=0.6 Hz, HS),
7.34-7.50 (6H, m, H6 & Cbz), 7.16 (1H, d, *J=4.0 Hz, Ho), 5.37 (2H, s, CH,); *C-NMR (CDCl;, 50 MHz): 6 = 171.3 (C4),
155.0 (C9), 151.8 (OC(O)CH,Ph), 150.3 (C2), 134.5 (i-C-Ph), 134.1 (C7), 132.0 (C3), 131.5 (C2-Th), 131.0 (CP), 131.0
(Co),128.8 (p-C-Ph), 128.7 (m-C-Ph), 128.4 (0-C-Ph), 126.1 (C5), 125.4 (C6), 123.6 (C10), 120.4 (Th-Br), 117.8 (C8), 71.3
(OC(O)CH,Ph); MS (ESI", MeOH/CH,CL,): m/z: 479.5, 481.5 [M+Na]", 495.4, 497.4 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z calcd for
C, H4BrOsS: 456.9740 [M+H]"; found 456.9737.




1.2 Preparation of the amidite 7

i |
I\fL . p-Tol . p-Tol
NH N —
| \fL \fL iil) TMS —=
Ao i) a. TMSCLPyr, t, 15 h Ao i omTrct, DiPEA, A

HO N DMTrO N“S0  cul, Pd(Phs),Cl,
1) b. TolCl, Pyr, rt, overnlght DMF/Pyridine (1:1), fo) Et;3N, THF, 55 °C
' ’
c. H;0, 5 min rt, overnight iv) Et,;NF.H,0
OH
°"'2 72% OH , 93 % brsm . THF, rt, 5 h

81%
(over 2 steps)

p-Tol 11 "

Cul, Pd(Ph;,)ZCIz DMTrO
N o
DMTrO DIPEA, CH,Cl, 0°C tort DMTrO DIPEA THF,
o o 60°C OH
61 % 72 % 5

)\ (? OH
N'P'O/\/CN 6
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Cl

5-lodo-3-N-(4-methylbenzoyl)-2'-deoxyuridine (3): To a stirred solution of 5-iodo-2’- o o
deoxyuridine 2 (4.00 g, 11.3 mmol), in dry pyridine (14 mL), previously cooled down to 0 °C, ool

was dropwise added Me;SiCl (5.9 mL, 45.2 mmol, 4 eq). The reaction mixture was stirred at rt }fLiu\(j\
for 1.5 h. After completion by monitoring with TLC, the reaction mixture was cooled down to
0 °C and Et;N (7.6 mL, 54.2 mmol, 4.8 eq) and p-toluoyl chloride (3.6 mL, 27.1 mmol, 2.4
eq) were sequentially added. The reaction mixture was stirred at rt overnight. H,O was added 3 A
and the mixture was stirred for 15 min. The organic phase was extracted with CH,Cl, (2x) and OH
EA (2x), dried over MgSQOy,, filtered and reduced in vacuo. The residue was purified by flash
chromatography on silica gel eluted with toluene/acetone (9:1 — 3:2, v/v) to provide the desired compound 3 as a white foam
(3.85 g, 72 %). C17H7IN,O¢ (472.2). R=0.55 (toluene/acetone=1:1). "H-NMR (acetone-d°, 200 MHz): 6 = 8.80 (1H, s, H6),
7.94 (2H, d, *J=8.2 Hz, 0-H-Tol), 7.39 (2H, d, *J=8.2 Hz, m-H-Tol), 6.24 (1H, t, *J=6.3 Hz, H1"), 4.55 (1H, m, H3"), 4.01
(1H, m, H4", 3.87 (2H, m, H5'), 2.44 (3H, s, p-Me-Tol), 2.41-2.34 (2H, m, H2'); *C-NMR (acetone-d°, 50 MHz): 6 = 168.9
(C(0O)-Tol), 159.8 (C4), 1499 (C2), 1474 (p-C-Tol), 146.7 (C6), 1314 (0-C-Tol), 130.7 (m-C-Tol), 129.7 (i-C-Tol), 88.9
(C4"),86.8 (C1'),71.4 (C3"), 67.3 (C5), 62.0 (C5'), 41.8 (C2"), 21.7 (p-Me-Tol); HRMS (EST"): m/z calcd for C,;H,,IN,NaO,:
495.0029 [M+Na]"; found 495.0028.

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-5-iodo-3-N-(4-methylbenzoyl)-2'-deoxyuridine (4): To a o o
stirred solution of 3 (3.85 g, 8.2 mmol), in a mixture of dry DMF (15 mL) and pyridine (15 s

mL) previously cooled down to 0 °C were added sequentially DIPEA (3.7 mL, 40.8 mmol, %Nik@
5 eq) and DMTrCl (8.29 g, 24.5 mmol, 3 eq). The reaction mixture was stirred at it |- o . g
overnight. The volatiles were evaporated. The residue was purified by flash 10,
chromatography on silica gel eluted with toluene/acetone (93:7 — 82:18, v/v) to provide the w
recovery of starting material 3 as a white foam (2.01 g, 52 %) as well as the desired
derivative 4 as a beige foam (3.02 g, 93 % brsm). CsgH3sIN,Og (774.6). R=0.66
(toluene/acetone=7:3). '"H-NMR (CD,Cl,, 200 MHz): § = 8.22 (1H, s, H6), 7.79 (2H, d, *J=7.3 Hz, 0-H-Tol), 7.45 (2H, d,
*J=7.3 Hz, m-H-Tol), 7.36 (4H, d, *J=8.6 Hz, 0o-H-PhOMe), 7.33-7.23 (5H, m, H-Ph), 6.87 (4H, d, *J=8.6 Hz, m-H-PhOMe),
6.25 (1H, d, *J=7.6, 5.9 Hz, H1"), 4.57 (1H, m, H3"), 4.07 (1H, dd, *J=5.9, 3.1 Hz, H4"), 3.78 (6H, s, MeO), 3.37 (2H, d,
3J=3.2 Hz, H5'), 2.55-2.35 (5H, m, p-Me-Tol, H2'); HRMS (ESI"): m/z caled for C3gH35IN,NaQg: 797.1336 [M+Na]"; found
797.1311.

OH

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-5-trimethylsilylethynyl-3-/V-(4-methylbenzoyl)-2'-
deoxyuridine (4'): To a stirred solution of 4 (870 mg, 1 mmol) in dry THF (11 mL) under

argon, were sequentially added TMS-acetylene (216 pL, 1.5 mmol, 1.5 eq), triethylamine kﬂ\©\
(710 pL, 5 mmol, 5 eq) and Cul (8 mol %, 16 mg)/PdCl,(PPh;), (8 mol %, 57 mg). The
reaction mixture was warmed to 50 °C and stirred for 2 h. The mixture was filtered over a
545 Celite®™ (basic-washed) pad and the volatiles were removed in vacuo. The residue was
purified by flash chromatography on silica gel eluted with toluene/EtOAc (93:7 — 55:45, OH
v/v) to provide the desired compound 4’ as a beige foam (642 mg, 85 %). C43H44N,05Si1
(744.9). R=0.53 (toluene/EtOAc=7:3). "H-NMR (CD,Cl,, 500 MHz): 6 = 8.13 (1H, s, H6), 7.85 (2H, d, >J=8.0 Hz, 0-H-Tol),
7.52 (2H, d, °J=7.8 Hz, 0-H-Ph), 7.42 (5H, d, *J=8.5 Hz, 0-H-PhOMe), 7.39 (2H, t, J=7.8 Hz, m-H-Ph), 7.38 (2H, d, *J=8.0
Hz, m-H-Tol), 7.29 (1H, t, *J=7.8 Hz, p-H-Ph), 6.93 (4H, d, *J=8.5 Hz, m-H-PhOMe), 6.27 (1H, dd, >J=7.6 Hz, 5.8 Hz, H1"),
4.53 (1H, dd, *J=6.0 Hz, 3.2 Hz, H3"), 4.12 (1H, dd, *J=6.0 Hz, 3.2 Hz, H4'), 3.84 (6H, s, MeO), 3.43 (1H, dd, /=10.7 Hz,
3J=3.2 Hz, H5'g), 3.38 (1H, dd, 2/=10.7 Hz, *J=3.9 Hz, H5'4), 2.52-2.49 (4H, m, H2', p-Me-Tol), 2.31 (1H, m, H2'g), 0.09
(9H, s, Si(CHz)3); *C-NMR (CD,Cl,, 125 MHz): 6 = 168.2 (C(O)-Tol), 160.9 (C4), 159.1 (p-C-PhOMe), 148.6 (C2), 147.5
(p-C-Tol), 145.0 (i-C-Ph), 142.8 (C6), 135.9 (i-C-PhOMe), 130.9 (0-C-Tol), 130.4 (o-C-PhOMe), 130.4 (m-C-Tol), 129.3 (i-
C-Tol), 128.5 (m-C-Ph), 128.3 (0-C-Ph), 127.3 (p-C-Ph), 113.7 (m-C-PhOMe), 100.6 (C5), 100.2 (C=CSi), 95.1 (C=CSi),




87.3 (Cy~0-5"), 87.0 (C4"), 86.5 (C1"), 72.6 (C3"), 63.8 (C5'), 55.6 (OMe), 41.8 (C2'), 22.0 (p-Me-Tol), 0.3 (Si(CHs)3;
HRMS (ESI"): m/z caled for C43HuN,NaOgSi: 767.2765 [M+Na]'; found 767.2742.

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-3-N-(4-methylbenzoyl)-5-ethynyl-2'-deoxyuridine (5): To a o)

stirred solution at 0 °C of the protected ethynyl derivative 4’ (0.725 mmol, 540 mg) in THF \\ Jl s

(7.5 mL) was portionwise added Et;NF'H,O (4.35 mmol, 660 mg, 6 eq). The reaction mixture S| N-p-Tol
was stirred at rt for 1.5 h and then quenched with water. The organic layer was extracted with SN0

compound 5 as a beige foam (468 mg, 96 %). The compound was sufficiently pure to be used \
in the next step without further purification. C40H3sN,Og (672.72). R=0.22 (toluene/Et,0=7:2, OH
v/v). 'H-NMR (CD,Cl,, 200 MHz): § = 8.21 (1H, s, H6), 7.81 (2H, d, >J=8.1 Hz, o-H-Tol),
7.48 (2H, dd, *J=8.2 Hz, “J=1.4 Hz, o-H-Ph), 7.39 (4H, d, >J=8.6 Hz, 0-H-PhOMe), 7.33 (2H,
d, *J=8.1 Hz, m-H-Tol), 7.31-7.20 (3H, m, m-H-Ph, p-H-Ph), 6.89 (4H, d, *J=8.6 Hz, m-H-PhOMe), 6.24 (1H, dd, *J=7.2,
6.0 Hz, H1'), 4.62-4.52 (1H, m, H3"), 4.12-4.03 (1H, m, H4'), 3.80 (3H, s, OMe), 3.41 (1H, dd, “/=10.8 Hz, *J=3.4 Hz,
H5'g), 3.32 (1H, dd, 2/=10.8 Hz, *J=3.0 Hz, H5'4), 2.97 (1H, s, C=CH), 2.55-2.44 (1H, m, H2's), 2.44 (3H, s, p-Me-Tol),
2.43-2.25 (1H, m, H2'4); >C-NMR (CD,Cl,, 50 MHz): 6 = 168.1 (C(O)-Tol), 161.0 (C4), 159.2 (p-C-PhOMe), 148.6 (C2),
147.7 (p-C-Tol), 145.0 (i-C-Ph), 144.0 (C6), 136.0 (i-C-PhOMe), 135.7 (i-C-PhOMe), 130.9 (0-C-Tol), 130.4 (o-C-PhOMe),
130.4 (m-C-Tol), 128.8 (i-C-Tol), 128.5 (m-C-Ph), 128.3 (0-C-Ph), 127.3 (p-C-Ph), 113.7 (m-C-PhOMe), 99.3 (C5), 87.5
(Cy-0-5", 87.1 (C4"), 86.6 (C1"), 82.4 (C=CH), 74.4 (C=CH), 72.4 (C3'), 63.8 (C5'), 55.6 (OMe), 41.9 (C2'), 22.0 (p-Me-
Tol). MS (ESI', MeOH) m/z: 695.5 [M+Na]" 711.5 [M+K]". HRMS (ESI'): m/z caled for C4H;N,NaOg: 695.2364
[M+Na]’; found 695.2357.

CH,Cl, (3 x), dried over MgSO,, filtered and reduced in vacuo to provide the desired DMTrOT' o 1I

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-3-N-(4-methylbenzoyl)-5-(5-(3-benzylcarbonate-4-oxo-

chromen-2-yl)thien-2-yl)ethynyl-2'-deoxyuridine (6): To a stirred solution of 5 (300
mg, 0,45 mmol, previously azeotropically coevaporated with dry toluene) and 11 (279
mg, 0.58 mmol, 1.3 eq) in THF (10 mL) under argon, were sequentially added
triethylamine (311 pL, 2.23 mmol, 5 eq), and Cul (7 mol %, 0.031 mmol, 6
mg,)/PdCl,(PPh;), (7 mol %, 0.031 mmol, 22 mg) all together. The reaction mixture was
warmed to 60 °C and stirred for 2 h. The volatiles were removed in vacuo and the residue
was purified by flash chromatography on silica gel eluted with toluene/EtOAc (93:7 —
3:2, v/v) to provide the desired compound 6 as a yellow foam (339 mg, 72 %).

DMTrO._., 1
CeHugN,0 138 (1049.1). R=0.39 (toluene/EtOAc=7:3). '"H-NMR (CDCls, 200 MHz): § = o).,
8.41 (1H, s, H6), 8.22 (1H, dd, *J=8.0 Hz, *J=1.6 Hz, H5"), 7.85 (2H, m, *J=8.2 Hz, 0-H- 4
Tol), 7.71 (1H, ddd,*/=8.3, 7.0 Hz, *J=1.6 Hz, H7"), 7.62 (1H, d, *J=4.1 Hz, HB), 7.51 OH

(1H, d,’J=8.3 Hz, H8"), 7.46-7.16 (17H, m, H-Ph-Cbz, H-Ph, 0-H-PhOMe, H6", m-H-

Tol), 6.81 (4H, d, *J=8.8 Hz, m-H-PhOMe), 6.74 (1H, d, *J=4.1 Hz, Ha), 6.34 (1H, dd, *J=7.0 Hz, 6.0 Hz, H1"), 5.31 (2H, s,
CH>-Cbz), 4.67-4.58 (1H, m, H3'), 4.18-4.11 (1H, m, H4"), 3.72 (3H, s, OMe), 3.71 (3H, s, OMe), 3.49 (1H, dd, >/=10.6 Hz,
3J=2.4 Hz, H5'g), 3.37 (1H, dd, 2J=10.6 Hz, *J=2.8 Hz, H5'4), 2.64-2.39 (5H, m, Hy', p-Me-Tol); >*C-NMR (CDCls, 50
MHz): § = 171.5 (C4"), 167.6 (C(O)-Tol), 160.2 (C4), 158.8 (p-C-PhOMe), 155.1 (C9"), 151.9 (C(O)-Cbz), 150.8 (C2"),
148.3 (C2), 147.0 (p-C-Tol), 144.4 (i-C-Ph), 142.8 (C6), 135.5 (i-C-PhOMe), 135.4 (i-C-PhOMe), 134.5 (C7"), 134.3 (i-C-
Cbz), 133.4 (CP), 132.1 (C2"-Th), 131.8, 130.9 (0-C-Tol), 130.6 (Cor), 130.1, 130.0, 129.2, 128.9, 128.8, 128.7, 128.4, 128.3,
128.2, 128.0, 127.3, 126.2 (C5"), 125.5 (C6™), 123.7 (C10"), 118.0 (C8"), 113.5 (m-C-PhOMe), 99.7 (C5), 87.6 (Th-C=C-),
87.3 (C;~0-5"), 87.1 (C4"), 86.6 (Th-C=C-), 86.5 (C1"), 72.4 (C3"), 71.4 (CH,-Cbz), 63.5 (C5"), 55.3 (MeO), 42.1 (C2"), 22.1
(p-Me-Tol); MS (ESI', MeOH) m/z: 1070.7 [M+Na]', 1086.8 [M+K]". HRMS (ESI"): m/z calcd for C¢H,,N,O,,S:
1049.2955 [M+H]"; found 1049.2920.

5'-0-(4,4'-Dimethoxytrityl)-3-N-(4-methylbenzoyl)-5-(5-(3-benzylcarbonate-4-oxo-
chromen-2-yl)thien-2-yl)ethynyl-2’-deoxyuridine, 3'-[(2-cyanoethyl)-V,N-diisopropyl]- |~
phosphoramidite (7): To a stirred solution of 6 (0.32 mmol, 339 mg, previously dried
azeotropically by coevaporation with dry toluene) in DCM (2.3 mL) under argon and
cooled down at 0 °C, were sequentially added DIPEA (1.1 mmol, 193 pL, 3.4 eq) and 2-
cyanoethyl-N,N-diisopropylchlorophosphoramidite (0.614 mmol, 138 uL, 2 eq). The
reaction mixture was stirred at rt for 2.5 h. The volatiles were removed in vacuo and the
residue was purified by flash chromatography on silica gel eluted with toluene/EtOAc
(95:5 — 60:40, v/v) to provide the desired compound 7 as a yellow foam (246 mg, 61 %).
C70HesN4O14PS (1249.34). R=0.48 (toluene/EtOAc=8:2). 'H-NMR (CDsCN, 200 MHz): §
=8.42 (1H, s, H6), 8.12 (1H, dd, *J=8.0 Hz, *J=1.7 Hz, H5"), 7.95 (2H, d, *J=8.1 Hz, 0-H-
Tol), 7.82 (1H, ddd, >=8.8 Hz, *J=1.7 Hz, H7"), 7.76 (1H, d, *J=4.1 Hz, HB), 7.66 (1H,
d, *J=8.0 Hz, H8"), 7.53-7.32 (10H, m, H6", H-Ph-Cbz, 0-H-PhOMe), 7.29-7.14 (7H, m,
H-Ph, m-H-Tol), 6.90-6.81 (5H, m, Ho,, m-H-PhOMe), 6.14 (1H, dd, *J=13.0 Hz, 6.0 Hz,
H1'H1'), 5.28 (2H, s, CH,-Cbz), 4.86—4.68 (1H, m, H3'"), 4.19 (1H, m, H4'), 3.82-3.73 (2H, m, CH,-0), 3.68 (6H, s, MeO),
3.64-3.52 (2H, m, N-CH(CH3;),), 3.38 (2H, m, H5’), 2.69-2.52 (4H, m, H2', CH,-CN), 2.45 (3H, s, p-Me-Tol), 1.19-1.06
(11H, m, N-CH(CHs),); 3'P.NMR (CDsCN, 81 MHz): 6=148.1, 148.0; HRMS (ESI'): m/z caled for C,HN,O,,PS:
1249.4034 [M+H]"; found 1149.4014.

2. ODNs synthesis, purification & physical characterization
2.1 ODNs s synthesis and purification:




The ODN synthesis was performed on an Expedite 8900 DNA synthesizer (Applied Biosystem) using the “trityl off” mode
and mild phosphoramidite chemistry on a 0.2 umol scale. Reagents and solvents, as well as dT, Ac-dC, Pac-dA, and dmf-dG
phosphoramidites were purchased from Link Technologies. The standard DNA assembly protocol “DMT-off” was used
except for the following modifications: 5-Ethylthio-1H-tetrazole (ETT) was used as activating agent; Pac-anhydride was used
for capping; a longer coupling time (1200 s) was applied to the 3HC phosphoramidite. Non-labelled ODNs were purchased
from Microsynth AG. The ODNs were cleaved from the solid support and deprotected with concentrated aqueous ammonia
at room temperature for 12 h. The ODNs were analyzed (0.5 mL/min) and purified (2.5 mL/min) by RP HPLC (HPLC
apparatus: Waters™ 600 Controller with Waters™ 996 Photodiode Array Detector and Jasco LC-Net II / ADC apparatus.
Columns: analytical, 300 x 4.60 mm, 5 um particle size, Clarity® 100A, Phenomenex®; semi-preparative, Clarity™ 5u Oligo-
RP column 250 x 10 mm Phenomenex®). The following gradient system was used: 100 % A —(30 min)— 60 % A / 40 % B —
(5 min)— 100 % B —(5 min)— 100 % A with A=Buffer pH 7.0 (1.9 L of MilliQ® water, 160 mL acetonitrile, 28 mL
triethylamine, 12 mL of acetic acid) and B=0.2 CH3CN:0.8 Buffer.

Fig S1. HPLC profile of TMT single strand ODN (254 nm left — 390 nm right):
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Fig S2. HPLC profile of AMA single strand ODN (254 nm left — 390 nm right):
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Fig §3. HPLC profile of CMC single strand ODN (254 nm left — 390 nm right):
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Fig S4. HPLC profile of GMG single strand ODN (254 nm left — 390 nm right):
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2.2 MALDI TOF/TOF analysis of ODNs:

Dibasic Ammonium Citrate (DAC) (98% capillary GC) was obtained from Sigma. Acetonitrile of HPLC grade was
purchased from VWR chemical. Ultrapure 3-Hydroxypicolinic Acid (3-HPA) MALDI matrix was purchase to Protea
Biosciences. C4 pipette tips (Zip-Tip) were from Millipore.
The samples (500 pmol) were diluted to 10 uL of water and were desalted with a C4 pipette Tips (Zip-tip). The Zip-tip was
activated before use with 2 x 5 uL of water: CH;CN (50:50) and 2 x 5pL of DAC (50 mg/ml diluted in water). The 10 pL of
the ODN solution was loaded on Zip-tip by drawing and expelling ten times. Next the zip-tip was washed with 3 x 5 pL of
DAC (50 mg/mL) and 3 x 5 pL of water. Elution was performed with 1.5 pL of 3-HPA matrix (80 mg/mL, 50:50
CH;CN:DAC) directly on MALDI plate. The ODN profile obtained in a ABSciex MALDI-TOF/TOF mass spectrometer in
reflector mode with external calibration mixture (cal Mix 1+2 distributed by ABSciex). MALDI-TOF/TOF-MS analysis: MS
spectra were recorded manually in a mass range of 500-6000 Da resulting from 400 laser shots of constant intensity fixed at
6200. Data were collected using 4000 series Explorer (AB SCIEX) experiments.

Table S1. Mass of the synthesized oligonucleotides.

ODN

Sequence

MALDI-TOF
found (calcd) [M']

W N -

5'd-CGTTTTTMTTTTTGC-3’
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3. Spectroscopic characterizations

3.1 Denaturation studies and melting temperatures

< Preparation of the samples:

The ODNs were analyzed in triplicate cacodylate buffer pH 7.0 (10 mM cacodylate, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA).

Preparation of the single strand solution: the solution of the sample was prepared by mixing 400 pL of a stock solution of 20
mM Cacodylate buffer solution pH 7.0, 80 pL of 1.5 M NaCl solution, 10 pL of 80 mM EDTA solution, 25 pL of 64 uM
ssODN and 285 pL of MilliQ® water.

Preparation of the double strand solution: 400 pL of a stock solution of 20 mM Cacodylate buffer solution pH 7.0, 80 puL of
1.5 M NaCl solution, 10 pL of 80 mM EDTA solution, 25 pL of 64 uM ODN 1, 25 pL of 64 uM ODN 2 and 260 pL of
MilliQ® water.

Melting curves were recorded by following the temperature-dependence of the absorbance changes at 260 nm of
the sample (2 uM concentration of each strand). Absorption spectra were recorded in a Peltier thermostated cell holder on a
Cary 4 spectrophotometer (Varian). The pathlength of cell was 1 cm. The temperature range for denaturation measurement
was 5 — 80 °C. Speed of heating was 0.3 °C/min. The melting curves were converted into a plot of o versus temperature,
where o represents the fraction of single-strands in the duplex state. The melting temperatures were extracted from these
curves after differentiation as described elsewhere.[5]

Table S2. Melting temperatures of the duplexes.

T (°C)

Duplexes - 5 ,

M Wild Type ATy (°C) ¢
TMT-AAA 45.8 49.5 [50.2] -3.7
TMT-ATA 37.9 40.5 [42.2] -2.6
TMT-ACA 39.1 39.0 [42] 0.1
TMT-AGA 38.1 40.7 [42.9] -2.6
TMT-AAbA 39.2 345 4.7
AMA-TAT 42.4 47.3 [47.4] -4.9
AMA-TTT 37.6 39.8 [40.6] -2.2
AMA-TCT 39.2 38.5[39.3] 0.7
AMA-TGT 38.1 42.7 [42.8] -4.6
AMA-TAbT 36.3 30.5 5.8
CMC-GAG 48.1 51.3[53.7] -32
CMC-GTG 37.9 41.1 [46.7] -3.2
CMC-GCG 42.6 42.1 [45.3] 0.5
CMC-GGG 42.5 46.5 [49.5] -4.0
CMC-GAbG 432 37.2 6.0

GMG-CAC 52.4 54.8 [55.1] -2.4




“ T,y of the corresponding duplexe formed from unmodified ODNs and its theorical values given in square brackets. b AT, refers to

GMG-CTC 45.6 46.6 [47.5] -1.0
GMG-ccC 47.1 43.5 [44.8] 3.6
GMG-CGC 473 49.7 [51.0] 2.4
GMG-CAbC 44.5 37.5 7.0
T (°C)

Duplexes - 5 -

M Wild Type AT, (°C) ¢
TMT-r-AAA 38.8 41.4 -2.6
AMA -r-UAU 37.1 40.9 -3.8

the difference of T,, between the labelled and wild type ODNSs.

Fig S5. Melting temperature curves of the wild type double strands:
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Fig S6. Melting temperature curves of labelled double strands:
1.0 —— TMT-444 1.0 —— AMA-TAT
—— TMT-ATA —— AMA-TTT
—— TMT-AC4 —— AMA-TCT
08 - —— TMT-AGA 08 —— AMA-TGT
TMT-AdbA AMA-TAbT
0.6 0.6
< <
04 04
02 02}
00 00 \.
L L L L 1 L 1 L 1 L ] 1 1 n 1 L 1 n 1 L 1 L ]
20 30 40 50 60 70 80 10 20 30 40 50 60 70 80
Temperature, °C Temperature, °C




1.0 —— CMC-GAG 1.0 — GMG-CAC
—— CMC-GTG — GMG-CTC
—— CMC-GCG — GMG-CCC
08 |- —— CMC-GGG 0.8 |- — GMG-CGC
CMC-G4bG GMG-CAbC
0.6 - 0.6 -
< <
04 - 04 |-
02 02
00 \. 00 T
L | L | L | L ] L | L | L | L | L | 1 1 L J
20 40 60 80 10 20 30 40 50 60 70 80
Temperature, °C Temperature, °C

3.3. Circular dichroism

Circular dichroism spectra were recorded in duplicate with 2 uM solution of the canonical dsDNA and labelled dsDNA (3HC
(M) opposite A, T or Ab) in buffer pH 7.0 (20 mM Sodium phosphate, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA) at 20 °C on a Jasco J-
810 spectropolarimeter. Two maxima were observed in CD spectra: one negative at 249 nm and the other positive at 282 nm.
Similar results were obtained by using an alternative buffer: 10 mM cacodylate buffer, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA.

Fig S7. Representative CD spectra of wild type and labelled duplexes:
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3.4. Absorption and Fluorescence spectra

The absorption and fluorescence experiments were realized in triplicate in pH 7.0 phosphate buffer (20 mM sodium
phosphate, 100 mM NaCl, 1 mM EDTA). The absorption spectra were recorded on a Cary 300 Scan spectrophotometer
(Varian) using lem quartz cells at 20 °C. The fluorescence spectra were recorded on a FluoroMax 4.0 spectrofluorometer
(Jobin Yvon, Horiba) by using excitation and emission slits of 2 nm and were corrected at excitation and emission. They
were taken with absorbance of about 0.05 at 20 °C at the excitation wavelength mentioned in the corresponding experiments.




The quantum yields were corrected according to the variation of the refractive index of the different solvents. Quantum yields
were determined by using quinine sulfate (QS) in 0.1 M HCI solution (4ex = 350 nm, @ = 0.54) and p-dimethylaminoflavone
(dMAF) in EtOH (4¢ = 404 nm, @ = 0.27) as standard references.[6,7] Similar results were obtained by using an alternative
buffer: 10 mM cacodylate buffer, 150 mM NaCl, 1 mM EDTA.

Fig S8. UV spectra of labelled single and double strands:
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Fig 89. Fluorescence spectra of labelled single and double strands with TMT:
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Fig S10. Fluorescence spectra of labelled single and double strands with AMA:
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Fig S11. Fluorescence spectra of labelled single and double strands with CMC:
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Fig S12. Fluorescence spectra of labelled single and double strands with GMG':
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Fig S13. Fluorescence spectra of B DNA/DNA and A DNA/RNA:
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ANNEXES S1

Tableau 1. Traduction des codons en acides aminés.

2éme Base
Uuu Phe ucu Ser UAU Tyr uGU Cys U
uucC Phe ucc Ser UAC Tyr UGC Cys C
Stop /
UUA Leu UCA Ser UAA | Stop UGA | Sec/ | A
Trp
Leu/ Stop /
UuG Start uUcG Ser UAG Sec UGG Trp G
Ccuu Leu Cccu Pro CAU His CGU Arg U
cuc Leu cccC Pro CAC His CGC Arg C
CUA Leu CCA Pro CAA Gin CGA | Arg A
qére cuG Leu CCG Pro CAG Gin CGG Arg G | 3eme
Base Base
AUU lle ACU Thr AAU Asn AGU Ser U
AUC lle ACC Thr AAC Asn AGC Ser C
AUA lle ACA Thr AAA Lys AGA Arg A
AUG Met / ACG Th AAG L AGG A G
Start r ys 9
GUU Val GCU Ala GAU Asp GGU Gly U
GUC Val GCC Ala GAC Asp GGC Gly C
GUA Via GCA Ala GAA Glu GGA Gly A
GUG val/ GCG Al GAG Gl GGG Gl G
Start a u y
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ANNEXES S2

ii. Influence de I'environnement sur le développement

L'épigénome est particulierement sensible a la dérégulation au cours des
différentes phases de notre évolution : gestation, développement néonatal, puberté et
vieillesse.2* En effet, il existe maintenant des preuves significatives que le risque de
troubles ou maladies chroniques chez l'adulte résulte d'une exposition a des facteurs
environnementaux lors des premiéres phases du développement. Il semble exister un lien
étroit entre ce a quoi un individu est exposé in utero et les maladies qu’il développe a I'age
adulte.2'5 Des modifications épigénétiques, comme la méthylation de ’ADN, semblent étre
impliqguées dans ces phénomeénes. Les perturbateurs endocriniens modifiant
essentiellement la méthylation de ’ADN sont les exemples les plus frappants et les plus
récents.216

Notre régime alimentaire semble jouer un réle particulierement important sur notre
épigénome. Par exemple, des femmes ayant été enceintes au moment de graves famines,
ont donné naissance a des enfants présentant une prédisposition a développer plus tard
un diabete de type 2 (hyperméthylation de IGF2 - insulin-like growth factor), des
problémes cardiovasculaires ou des troubles psychologiques (schizophrénie).20

Des modifications liées a leur alimentation ont également été observées chez les souris
Agouti présentées en Figure S1A. [Agouti est un terme qui permet de caractériser la
couleur de la robe des mammiferes. Cette nomenclature fait référence a un rongeur
d’Amérique latine au pelage brun, I'agouti.] Le géne Agouti murin sauvage code pour un
signal chimique permettant la production d'eumélanine noire ou de phéomélanine jaune.
Une grande variation de couleur du pelage peut ainsi étre obtenue, du jaune (géne agouti
non méthylé) a 'agouti (géne agouti méthylé), suivant qu’il y ait une hyperméthylation des
2 alleles agouti, une monométhylation ou enfin une absence bi-allélique de méthylation du
géne agouti. Chez ces animaux modeles, Jirtfle et al. ont étudié linfluence, sur
I'épigénome fcetal, de la consommation par la mere d’un cestrogene xénobiotique, le
bisphénol A (BPA).2'7 lIs ont observé que la prise de BPA 15 jours avant la période
d’accouplement, puis tout au long de la gestation et de la lactation, augmentait le nombre
de nouveaux-nés présentant une robe jaune et diminuait donc le nombre d’individus a la
robe brune. Les meéres ingérant du BPA présentaient un taux de méthylation de '’ADN
moins important que les souris contrbles. L'exposition a ce composé chimique induit donc
une hypomeéthylation de ’ADN et cette modification se répercute sur la coloration de la
robe de leur progéniture.214

D’autres études ont également été réalisées sur ces souris Agouti La Figure S1B
présente deux souris génétiquement identiques et de méme &ge. Pendant la grossesse,
leur deux méres ont été nourries avec du bisphénol A mais la mére de la souris jaune
(gauche) a suivi un régime alimentaire standard de souris alors que la mére de la souris
agouti (droite) a recu des compléments alimentaires (vitamine B12, choline, acide folique
et bétaine : donneurs de méthyle). Le BPA a pour effet de déméthyler le gene agouti,

donnant ainsi une couleur jaune a la robe. La consommation de ces agents donneurs de
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groupe méthyle permet d’atténuer, voire d’annuler, les effets du BPA ingéré par la meére.
En effet, ces composés ont affecté I'activité de la DNMT en augmentant la quantité de
SAM disponible pour la méthylation de ’ADN (ou en diminuant celle de l'inhibiteur SAH).
Ceci a eut pour effet d’augmenter (de maintenir, ici) le taux de méthylation de I'ADN chez
les embryons en développement.52

honeybee
(Apis mellifera)

© 2006 Encyclopadia Britannica, Inc.

Figure S1. Influence de I'environnement.

Un autre exemple en lien avec la nutrition concerne les abeilles. Sur la Figure S1C
sont représentés une ouvriere, une reine et un faux-bourdon (male). En fonction de sa
nourriture, une méme larve peut devenir soit une ouvriére soit une reine. En effet, si la
larve est nourrie avec du miel, elle devient une ouvriére [cf. Figure S1D, alvéoles a l'arriere
plan]. En revanche, si elle est nourrie avec de la gelée royale, c’est une reine qui se
développe [cf. Figure S1D, cellule royale au premier plan]. Ceci est due a la présence d’un
inhibiteur naturel de DNMT3 dans la gelée royale.218

Mais la nourriture n’est pas le seul facteur pouvant influencer le développement des
individus, citions par exemple la température. Chez tous les crocodiliens et un certain
nombre de tortues et de l|ézards, la température au cours du mi-trimestre de
I'embryogenése détermine le sexe (male ou femelle) de I'individu.57

Concernant le changement de sexe, les poissons possédent un mécanisme tout aussi
particulier. En effet, en fonction de la présence et du comportement de ses congénéres un
individu peut se transformer en un individu du sexe opposé.5’

Citons également comme autres facteurs I'exposition a des virus, au tabac, a
I'alcool, a la pollution, a la prise d’antibiotiques, ...20. 214 Chez les jumeaux monozygotes
humains, le profil de méthylation est identique a leur naissance. Cependant, au fur et a
mesure qu’ils vieillissent, il évolue. Cette évolution est en réalité liée a I'accumulation de
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marques épigénétiques différentes, en lien avec les nombreux facteurs environnementaux
auxquels chacun d’entre eux a été exposé.219. 42

Ces modifications ne touchent pas que les animaux. Les plantes aussi peuvent
subir les effets de I'environnement comme en attestent les Figures S2A et S2B.
L'illustration montre une fleur (Linaria vulgaris) normale (S2B) et son analogue pélorique
(S2A). [Une plante pélorique est une plante qui, suite a une anomalie, ne présente plus
des fleurs zygomorphes (symeétrie bilatérale : S2B) mais actinomorphes (symétrie radiale :
S2A).]

Ces Linaria péloriques résultent d'une épimutation héréditaire, causée par une vaste
méthylation du gene Lcyc, qui devient alors silencieux. Cette mutation épigénétique
entraine une modification du phénotype floral. La Figure S2C montre, de profil, I'évolution
(de gauche a droite) entre I'espéce sauvage (gauche) et I’épimutant (droite) en passant
par divers individus semi-péloriques.220

Figure S2. Effet de I'environnement sur des Linaria vulgaris.

Ainsi, la méthylation de I’ADN, et plus particulierement l'influence qu’a
’environnement sur elle, lui permet de jouer un réle majeur sur le développement, sur
I’évolution du génome et par conséquent sur le phénotype des individus. De plus, ce
nouveau paradigme met en avant le fait que notre style de vie semble étre a I'origine de
'apparition de différentes pathologies et pourrait expliquer la plasticité du génome pour
une meilleure adaptation a I’environnement (évolution).221
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ANNEXES S3

PUBLICATION 6

De nombreux phénomenes endommagent quotidiennement notre ADN (erreurs lors
de la réplication, rayonnements UV, radicaux libres, substances carcinogenes, ...). Fort
heureusement, le monde du vivant dispose de systemes capables de détecter et de
réparer en continue ces anomalies avec une grande efficacité. La réparation de ’ADN par
excision de base (BER - Base Excision Repair) est I'un de ces systémes. Il consiste a
éliminer une base ayant subi un dommage (oxydation, par exemple), puis a cliver le
2’-désoxyribose afin de pouvoir introduire un nucléotide non endommagé. Tomas Lindahl,
Paul Modrich et Aziz Sancar ont d’ailleurs récemment (Mercredi 07 Octobre 2015) été
honorés du prix Nobel de Chimie pour leurs recherches portant sur la réparation de

I’ADN.222

ODN marqué a la N*
3-HC (=) -

iﬁ HE L excisée & brin
< : ‘.:"i clivé
. : \ &
Nei g ?@
a ' (L) \:
3 k‘ T
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Figure S3. Détection de I'excision de base en présence de 3-HC.

Base endommagée

Fluorescence

T

C’est dans ce contexte que I'étude de l'excision d’une base endommagée, la 5,6-
dihydrouridine (DHU), spécifiquement reconnue et éliminée par I'’endonucléase VIII, a été
réalisée, a l'aide de l'analogue nucléosidique de 3-hydroxychromone de premiere
génération [cf. Figure S3]. Plus particulerement, une comparaison avec d’autres
rapporteurs commerciaux (2-AP 67, tC° 86 et Crv) a été réalisée afin d’évaluer ses
capacités a sonder les changements conformationnels de 'ADN qui ont lieu lors de

I’excision d’une telle base endommageée.

Pour cela, des fragments d’ADN incorporant les différents analogues fluorescents de
nucléosides ont été synthétisés et étudiés. Les fluorophores, incorporés soit en face, soit a
proximité de la DHU endommagée, ont tous montré des sensibilités différentes aux
changements conformationnels du duplexe d’ADN, induits par la liaison de I'enzyme. La
sensibilité la plus élevée et les informations les plus détaillées ont cependant été obtenues

en utilisant le fluorophore a motif 3-HC. A travers ces travaux, il a été démontré que cette
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base fluorescente artificielle est un outil particulierement intéressant pour I'étude de
mécanismes complexes mettant en jeu des partenaires protéiques et nucléiques. Ces
travaux firent I'objet d’un article, publié en Juin 2014, dans PloS ONE.126e
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Introduction

Understanding at the molecular level the dynamics and
functions of enzymes in interactions with their DNA targets is of
main importance in biology and medicine. In this context,
fluorescence spectroscopy is widely used in nucleic acids research
to study the structure and the dynamics as well as the kinetics of
protein-DNA interactions [1]. Different fluorescent analogues of
DNA bases have been evaluated for examining of DNA
conformational transitions [2-8]. Most of them are sensitive to
the quenching of DNA nucleobases. The degree of quenching
depends on the conformation of DNA and on the composition of
the bases surrounding the fluorescent dye. The sensitivity to
nucleobase quenching has therefore been exploited to study in real
time the dynamic and function of nucleic acids. The most
commonly used fluorescent base analogue is 2-aminopurine (aPu,
Fig. 1). 2-Aminopurine can form stable base pairs with thymine
but also moderately stable base pairs with cytosine [9]. The
sensitivity of aPu fluorescence to the microenvironment has been
utilized in the study of wide range protein-DNA interactions [10—
14]. The cytosine analogue pyrrolocytosine (3-[f-D-2-ribofurano-
syl]-6-methylpyrrolo[2,3-d]pyrimidin-2(3H)-one, CF, Fig. 1)

PLOS ONE | www.plosone.org

forms hydrogen bonds with guanine. In some studies, the DNA
duplexes containing CP” as a fluorescent reporter were used for the
investigation of their bindings with some proteins [15-17].
Moreover, the tricyclic cytosine analogue as 1,3-diaza-2-oxophe-
noxazine (tC°, Fig. 1) was reported as a fluorescent cytosine
analogue and recently proposed for studying the physical
properties of DNA and protein-DNA interactions [18-21].

The design of new DNA-based fluorescent labels, with high site-
specific responses to intermolecular interactions and sensitive to
the environmental change by a different mechanism than
quenching, attracts great attention of chemists. New probes are
desirable to overcome the limited environment sensitivity of the
dye when strongly quenched and to get further insight on the
molecular mechanisms of their interactions by sensing new
mechanisms of the fluorescent signal response. Recently, the
interesting fluorescent properties of the base analogue 3-hydro-
xychromone (3HC, Fig. 1) have been reported [22,23]. This probe
is up to 50-fold brighter than 2-aminopurine and can substitute
any nucleobase in a duplex with minimal perturbation of the
duplex structure. The total emission of 3HCs is sensitive to G, C
and water mediated quenching, but not A and T'. In addition, due
to an excited state intramolecular proton transfer (ESIPT), 3HC
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Figure 1. Structures of the fluorescent base analogues.
doi:10.1371/journal.pone.0100007.g001

fluorophores exhibit two excited states: the initially excited normal
form (N*) and the tautomeric (T*) one; each form generates one
well-resolved emission band (Fig. 2) [24]. The dual emission of
3HCs is highly sensitive to the polarity of the environment because
an increase in the hydrogen bond donor strength and the dielectric
constant of solvents inhibit the ESIPT reaction and thus, decrease
the relative intensity of the T* band [23,25,26]. Therefore the
variation of dipole/dipole interactions and hydration of the
microenvironment of 3HC can be monitored by measuring the
Intensity ratio of the two emission bands (Iy«/I1=). Taken together,
3HC labeled oligodeoxynucleotides (ODNs) provide different
channels of information: the intensiometric channel based on
sensing quenching and the ratiometric channel based on sensing
hydrogen bond donor strength and dipole/dipole interactions of
3HC microenvironment. An important advantage of the ratio-
metric dye over conventional single-band intensiometric dyes is
that this ratio is independent from unaccountable quenching
effects or instrument settings. In addition, 3HC based sensors
distinguish from the majority of ratiometric sensors, which
employed fluorescence resonance energy transfer (FRET) pairs
or excimers and required double labeling. Therefore, 3HC labeled
ODNs are prospective sensors for the studies of interactions with
proteins [23].

hvy* ;
hvaps N .
photo normal
excitation emission

absorption

Conformational Dynamics of DNA in Repair Process Catalyzed by Nei

The first objective of this work is a comparative study of the new
3HC fluorescent nucleobase moiety with current commercially
available dyes (aPu, CP, tC®) according to the following
questions. Is the non-natural dye a suitable fluorescent base
substitute for monitoring complex mechanism of DNA structural
transitions during interaction with a protein [27]? Can the multi-
channel probe complement the information obtained from
conventional dyes? To address these questions, the Endonuclease
VIII from Escherichia coli (Nei) was used as a model. Nei is a DNA
repair enzyme that removes a wide range of damaged pyrimidine
bases from DNA such as 5,6-dihydrouracil (DHU), thymine glycol,
5,6-dihydrothymine, 5-hydroxypyrimidines, etc [28,29]. Based on
crystal structures of the enzyme free and in complex with the
target DNA [30,31], biochemical means [32,33] and stopped flow
studies of the protein dynamics [34], a mechanism was proposed
to explain how Nei process on the DNA substrate. The recognition
of DNA lesions by Nei involves several conformational changes in
both protein and DNA, such as DNA kinking, damaged base
flipping out from DNA helix, insertion into the enzyme’s active site
and the intrusion of the enzyme loop (a triad: GIn-69, Leu-70, and
Tyr-71) into the void created in DNA after eversion of the
damaged base, damaged base excision and product release (Fig. 3).
It was shown [29] that the excision of the damaged base by Nei
proceeds through several chemical steps: AN-glycosidic bond
cleavage (Fig. 4, stage i), f-elimination (Fig. 4, stage i) and o-
elimination (Fig. 4, stage iii) of the phosphates flanking the
damaged nucleoside. Since the mechanism
conformational changes in both protein and DNA, monitoring
the DNA dynamics in time should give further insight about the
processing. However, preliminary studies using stopped flow
kinetics and aPu labeled DNA with Nei failed to give such
information because no significant fluorescence changes of aPu
were measured [34]. Therefore, the second objective of this work
1s to fill this gap and complement the information collected
following the protein dynamics.

involves several
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Figure 2. Origin of the dual emission of 3-hydroxychromones: the ESIPT reaction. BPT denotes back proton transfer; N* and T* represent

the normal and tautomeric emissive forms, respectively.
doi:10.1371/journal.pone.0100007.g002
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Figure 3. The proposed kinetic mechanism of Nei processing on the DNA substrate containing DHU [34]. Crystal structures of Nei (PDB
ID 1Q39 and 1K3W) were used for schematic representation of the enzymesDNA complexes.
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The overall structures of the free Nei and Nei covalently
complexed with damaged DNA are depicted in Figure 5A [30,31].
As shown in Figure 5B, base placed on the 5'-side of the damaged
nucleotide has the ability to interact only with Leu-70 (shortest
distance is 3.7 A), At the same time, the base placed opposite of
damaged nucleotide interacts with GIn-69 (2.9 A) and Tyr-71 (3.8
A) Therefore, the bases placed opposite and on the 5'-side of the
damaged nucleotide were selected for substitution by the
fluorescent base analogues. The canonical and labeled ODNs
used in this study are presented in Table 1. They contain a
dihydrouracyl base (DHU), as a substrate for Nei,

Since the DNA is known to undergo conformational transitions
upon binding by Nei, the stopped-flow kinetic assay was used to

measure the changes of fluorescence intensities of the various
DNA base labels in the model DNA-substrates.

Materials and Methods

Oligonucleotides and Enzymes

Nei protein was purified as described [31]. The concentration of
the active enzyme (~80%) was determined by trapping with
NaBH, as described [34] using the ODN duplex containing a
DHU/G pair; the reported concentrations of Nei are those of the
active form. The ODNs (Table 1) were synthesized by established
phosphoramidite methods on an ASM-700 synthesizer (BIOSSET
Ltd., Novosibirsk, Russia) from phosphoramidites purchased from
Glen Research (Sterling, VA) in the Laboratory of Bionanotech-

o Glu 9
\— %—O-P-OH Glu
(o] _0 |
I L _0 + HO.C
l?-o‘)“.
H o
° 1<~ N iii) \QFO

Figure 4. Main chemical steps of Nei catalysis. Step i: acid activation of the nucleobase and Schiff base formation; step ii: f-elimination of 3'-

phosphate, step iii: d-elimination of 5’-phosphate.
doi:10.1371/journal.pone.0100007.g004
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) ‘

Figure 5. Overall structure of the Nei and close-up view of the
active site. (A) The structures of the free Nei (blue, PDB ID 1Q39) and
Nei covalently complexed with damaged DNA (red, PDB ID 1K3W). (B)
The GIn-69, Leu-70, and Tyr-71 triad inserted into the duplex. The
arrows indicate the distances between Tyr-71 Ce2 or GIn-69 Ne2 and N3
of the A base placed opposite of the damaged nucleotide (3.8 A or 2.9
A, respectively); between Tyr-71 Omn and 04’ of the nucleotide (3.6 A);
between Leu-70 C31 and C2 of the A base placed opposite of the
damaged nucleotide (4,5 A) or C4 of the A base placed on the 5'-side of
the damaged nucleotide (3.7 A).
doi:10.1371/journal.pone.0100007.g005

Table 1. ODN sequences used in this work.

Conformational Dynamics of DNA in Repair Process Catalyzed by Nei

nology of ICBFM. 3HC phosphoramidite was synthetized as
described previously [22,23]. Synthetic oligonucleotides were
unloaded from the solid support with ammonium hydroxide
according to manufacturer’s protocols. Deprotected oligonucleo-
tides were purified by HPLC. The purity of ODNs exceeded 98%
as estimated by electrophoresis in 20% denaturing PAGE after
staining with the Stains-All dye (Sigma-Aldrich). Concentrations of
oligonucleotides were determined from their absorbance at
260 nm. ODN duplexes were prepared by annealing modified
and complementary strands at a 1:1 molar ratio.

Stopped-flow Fluorescence Measurements

Stopped-flow measurements with fluorescence detection were
essentially carried out as described [35,36]. A model SX.18MV
stopped-flow spectrometer (Applied Photophysics Ltd, Leather-
head, UK) fitted with a 150 W Xe arc lamp and 2 mm path length
optical cell was used. The dead time of the instrument was 1.4 ms.
Experiments were performed at 10°C in the buffer containing
50 mM Tris-HCI (pH 7.5), 50 mM KCI, 9% (v/v) glycerol, I mM
DTT, 1 to 3 uM Nei and 1 pM DNA substrates. The excitation
wavelengths were 290, 310, 344, 360 and 375 nm for the Trp,
aPu, C™, tC° and 3HC fluorescent dyes, respectively. The
emission was monitored using a 320 nm long pass wavelength
filter for Trp, 370 nm long pass wavelength filter for aPu and C*¥,
395 nm long pass wavelength filter for tC° and SHC. Addition-
ally, to separate detection of the second emission T* band of SHC
fluorophore, 495 nm long pass filter was used. Typically, each
trace shown is the average of four or more traces obtained in
individual experiments. Data obtained from the stopped-flow
kinetic assays and pre-steady-state kinetic parameters for possible
kinetic schemes were determined as described previously [34].

To calculate the intensity ratio (Ix*/I1*) for each time point, the
equation (1) was used.

IN*/IT* :(I(N*JrT*)—IT*)/IT* (1)

where Jn#r is the total N*+T* fluorescence intensity (395 nm
filter), /1* is the T* fluorescence intensity (495 nm filter) at the
same time point of the kinetic curves.

PAGE Time-course Experiments

The reaction mixture included 2 uM Nei, 2 uM ODN
substrate, 50 mM Tris-HCI (pH 7.5), 50 mM KCI, 9% (v/v)
glycerol, and 1 mM DTT. All experiments were conducted at
10°C. The modified strands of the ODN substrates were 5'-end
labeled using T4 polynucleotide kinase (New England Biolabs,
Beverly, MA) and 7v[32P]-ATP (4500 Ci/mol) (Radioizotop,
Moscow, Russia) according to the manufacturer’s protocol. The
reactions were initiated by adding the enzyme. Aliquots (2 uL) of
the reaction mixture were quenched with 3 uL of gel-loading dye

Shorthand Sequence

DHU/X 5’-CTCTC(DHU)CCTTCC-3’
X =G, aPu, C™, tC°, 3HC 3’-GAGAG X GGAAGG-5’
Y-DHU 5’-CTCTY(DHU)CCTTCC-3’
Y=aPu, 3HC, Z=C 3’-GAGAZ G GGAAGG-5’
Y=C"; Z=G

doi:10.1371/journal.pone.0100007.t001
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containing 7 M urea, and loaded on a 20% (w/v) polyacrylamide/
7 M urea gel. The disappearance of substrate and the formation of
product were analyzed by autoradiography and quantified by
scanning densitometry using Gel-Pro Analyzer v4.0 software
(Media Cybernetics, Bethesda, MD).

Molecular Modeling

As a complement to experimental studies, we performed
molecular dynamics (MD) simulations using the BIOPASED
program [37] with implicit Gaussian Shell solvation model
extended for DNA [38]. Structures of eight DNA duplexes have
been modeled by MS simulated annealing at 300 K. Comparison
of conformational distortion of duplexes structures due to
fluorescent nucleotide analog are performed at 50 K to elucidate
structural differences between average structures. 3HC analog has
the largest structural distortion from the ideal B-DNA ~1.2 A and
largest amplitude of thermal fluctuations at 300 K comparing to
all other analogs investigated.

Results and Discussion

First, molecular dynamics (MD) simulation of the structures of
all used DHU/X and Y-DHU model duplexes was performed to
verify that the labels have minimal impact on the duplex structure
(Fig. 6). It was shown that fluorescent labels did not disturb
noticeably the regular structure of DNA double helix. The
maximum deviation of DHU base in these duplexes is 1.2 A, i.e. in
the range of thermal fluctuation of the canonical DHU/G duplex.

F
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Secondly, the duplex DHU/G was used as a control of the
enzyme activity. The structural data reveal gross movements in the
structure of Nei upon DNA binding, with the N-terminal and C-
terminal domains “closing” by ~50° to assemble the enzyme’s
active site (Fig. 5) [30,31]. The conformational changes of the
enzyme during DNA-substrate binding, lesion recognition and
excision were registered by the intrinsic fluorescence of the
enzyme’s Trp residues [34]. As depicted in Figure 7A, complex
fluorescence dynamics was observed as it was expected based on
previous data [34]. The minimal kinetic scheme describing the
observed changes of Trp fluorescence intensity was identical to
scheme in Figure 3 and contained three equilibrium steps that
characterized substrate binding followed by an irreversible
chemical step and then an equilibrium step of product release.
The rate constants of the elementary steps estimated according to
this kinetic scheme are listed in Table 2. It should be noticed that
formation of the first enzyme/substrate complex (EsS); ™™
proceeded during the first 50 ms. The maximum of the
concentration of the second complex (E#S), "™ was achicved at
0.6 s, whereas catalytically active complex (EsS)3"™ was formed at
5-10 s. The irreversible base excision and strand cleavage, as well
as the product release are undistinguishable following Trp
fluorescence and proceeded at times >20s. The formation of
EsP complex in the chemical step registered by Trp fluorescence
changes 1s in good agreement with the accumulation of the
reaction products detected by PAGE analysis (Fig. 7B). The first
reversible step likely corresponds to the initial binding, which
changes the shielding of the Nei Trp residues. The two remaining
steps discernible by Trp fluorescence may reflect the insertion of

Figure 6. Comparison of the MD simulations of DNA duplexes. The MD simulation of DHU/X (A) and Y-DHU (B) model duplexes. The colors
correspond to the duplexes containing aPu (black), C* (red), tC° (green), 3HC (blue), unlabeled duplex (dark green).

doi:10.1371/journal.pone.0100007.g006
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amino acid triad into DNA, in exchange of the damaged base
everted into the enzyme’s active site, as well as movement of the
zinc finger resulting in the fine-tuning of the enzyme active site.
These data are consistent with the hypothesis that Nei maintains a
stable conformation during the breakage of the covalent bonds in
DNA (Fig. 3) [34]. It is noteworthy that the M-glycosidic bond
cleavage is faster than the f-elimination process, making of this
latter the rate-limiting step.

We then analyzed the DNA dynamics following the fluores-
cence intensity of the label (CPY, aPu, tC° or 3HC) in time.
Previously, using CP opposite to the damaged base, significant
changes of CP” fluorescent intensity were registered during
interaction of the Fpg (the structural homolog of Nei) with DNA
[17]. According to the analogy with Ipg, we tried to register the
DNA conformational changes in the course of interaction with Nei
using the DHU/X model duplexes containing fluorescent labels
(CP, aPu, tC° or 3HC) opposite to the damaged base (Fig. 8A&B).
It is important to notice that the processes of structural
rearrangements in protein and DNA can occur with a time shift
relative to each other, because of an intrinsic inertia of the DNA
conformational and environmental changes induced by protein
interactions (Fig. 8A&B). As shown in Figure 8C, aPu and C* did
not affect the Nei activity and both tC° and $HC fluorescent base
mimics retained substantial enzymatic activity [39].

The aPu fluorescence did not change at all (Fig. 8A&B). The
absence of the aPu signal change denotes that the most widely
used fluorescent base is unable in this example to sense the DNA
conformational transitions occurring during protein-DNA inter-
actions when the dye is placed opposite of the damaged base. As
shown in Figures 9A&B, fluorescence of CP exhibited three
different steps. On the basis of data (Fig. 9A), the minimal kinetic
scheme (Fig. 10) was proposed for the interaction between Nei and
DHU/CP¥-substrate whereas the values for rate constants were
reported in Table 2. Figure 9B illustrates the time-course of
appearance and disappearance of the different intermediates as
evidenced from CP¥ fluorescence. The fast increase during 10 ms
likely corresponds to the beginning of the first stage detected by
Trp fluorescence. The gradual decrease of CP¥ fluorescence
between 10 ms and 10 s can be attributed to the end of the first
stage and to the formation of complexes (E«S),™™ and (EeS); "™,
which cannot be distinguished by C*” fluorescence. The significant
decrease of C* intensity after 90 s is likely connected to complex
(EsP)"™ and product release.

Using the tC© dye, it was also possible to register the processes
of three different DNA conformational transitions (Fig. 11A&B)
during interaction with Nei but different from CP¥ (Fig. 9A&B).
The initial slight increase of the tC° fluorescence during 0.6 s
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Figure 7. Interaction of Nei with DHU/G-substrate. (A) Changes in
Trp fluorescence intensity during the interaction of Nei with DHU/G-
substrate. Jagged traces display the experimental data whereas smooth
curves correspond to the fit of the data to the kinetic model (Fig. 3).
Concentrations of the DNA (uM) are shown next to the plots. (B) Time-
course of appearance and disappearance of transient enzyme-substrate
complexes during the cleavage of DHU/G by Nei. Modeling was done
for 2 uM Nei and 2 uM substrate with the rate constants listed in
Table 2. Accumulation of the reaction products detected by PAGE
analysis (PP**%) is shown for comparison.
doi:10.1371/journal.pone.0100007.9g007

characterizes the formation of (EsS); "™ and (E«S), ™™ complexes in
correspondence with Trp fluorescence data. The decreasing phase
of the fluorescence intensity after 1 s up to 30 s is reasonably
attributed to the (ES);'™ complex. The catalytic steps and
dissociation of the complex of enzyme with the reaction product
(EsP)"™ marginally influence on the tC© fluorescence. Only two
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Table 2. The rate constants for interactions of Nei with DHU/G and DHU/X-substrates.

Constants Trp 3HC tc® cPY

ky, M7 's7! (10.5%6.2) x10° (53+10) x10° (200+70) x10° (115%30)x10°
ka, s 6.1+3.4 69+22 380+150 246+44
k7" 9.5+2.4 3.9+1.7 0.46+0.16 0.52+0.11

ko s 1602 48+15 0.005+0.002 2.5+0.2

ks, s " 0.4+0.1 0.30+0.08 - -

ks, s 0.9+0.2 0.4+0.1 - -

Keatr S~ 0.056+0.027 0.014+0.003 0.035+0.015 0.040+0.028
Kp, M (6.5+3.4)x10°° (0.16+0.08)x10™® (6.0+2.5)x10°° (3.6+2.1)x10°°
doi:10.1371/journal.pone.0100007.t002
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Figure 8. Interaction of Nei with DHU/X-substrates. (A) Changes
in Trp, aPu, C™, tC° and 3HC fluorescence intensity during the
interaction of 2 uM Nei and 1 uM DNA substrates, containing
fluorescent nucleotides opposite the damaged nucleotide. The
emission of the long-wavelength T* band (495 long wavelength pass
filter) of 3HC dye is presented. The black vertical lines delimit the 4
kinetic steps of protein dynamics following Trp fluorescence. The
dashed black vertical lines delimit the 4 kinetic steps of DNA dynamics
following 3HC fluorescence. (B) Summary of the different steps
detected by the different fluorescent reporters used in this study. (C)
Effect of the fluorescent labels on the enzymatic activity of Nei. The
concentrations of Nei and DNA substrates were 2 uM and 1 uM,
respectively.

doi:10.1371/journal.pone.0100007.g008

binding equilibria were sufficient to describe conformational
changes in DNA in minimal terms (Fig. 10). Table 2 lists the
values of rate constants determined for this scheme.

By contrast to the CP¥ and tC° labels, the kinetic curves
obtained using 3HC label showed four steps (Fig. 12A&B) as were
found by measurements of Trp fluorescence (Fig. 3). As for CP”
label, it demonstrates the fast initial increase of the fluorescence
intensity, which is connected with the early formation of (ES),*"
complex. However, it is also able to differentiate the formation of a
second DNA conformational change (complex (E=9),°7Y) as
evidenced by the second intensity increase phase up to 1 s. The
second phase is likely related to the end of the formation of
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Figure 9. Interaction of Nei with DHU/CPY-substrate. (A) Changes
in C* fluorescence intensity during the interaction of Nei with DHU/
CP-substrate. Jagged traces show the experimental data, smooth
curves correspond to the fit of the data to the kinetic model (Fig. 10).
Concentrations of the DNA are shown next to the plots. (B) Time-course
of appearance and disappearance of transient enzyme-substrate
complexes during the cleavage of DHU/C® by Nei. Modeling was
done for 2 uM Nei and 1 uM substrate with the rate constants listed in
Table 2.

doi:10.1371/journal.pone.0100007.g009

(E#S), "™ and to (ES),'™. Between 1 and 50 s, the third step is
accompanied by a small decrease in the fluorescence signal and
leads to the formation of catalytically active complex (EeS)5*™¢.
The dissociation of enzyme-product complex (E«P)*™ returns thc
fluorescence intensity to the initial level (Fig. 12A). Therefore, the
difference in Trp and 3HC fluorescence changes during interac-
tions is more informative compared to the other dyes, that allows
correlating more precisely the fluorescence variations to the
conformational changes of enzyme and DNA.

Comparison of the individual rate constants (Table 2) for
processes detected by different fluorophores (Trp, C™, tC© and
3HC) has shown that DNA faster responds to the initial binding.
The rate constant k;, which characterizes DNA conformational
change, is at least 5 times larger than the same rate constant for
enzyme conformational change. Probably, this is due to the fact
that the change in intensity of Trp residues occurs only with
significant conformational changes of the protein, such as the
domains “closing”. The rate constants 4, of the second binding
step detected by Trp and 3HC differ insignificantly (in 2.4 times),
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suggesting that both fluorophores characterize the sequentially
coordinated processes, which can be DNA bending, DHU base
eversion and insertion of the amino acids of enzyme into the DNA
duplex. Interesting to note that rate constants k3 of the third
binding step detected by Trp and 3HC and rate constants %y of the
second binding step detected by CP and tC© have close values,
indicating that rearrangements of the active site to achieve the
catalytic structure requires mutual simultaneous conformational
changes of enzyme and DNA. The rate constants k., of the
catalytic step are a little reduced (~1.5 times) for DHU/CP’- and
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Figure 11. Interaction of Nei with DHU/tC®-substrate. (A)
Changes in tC° fluorescence intensity during the interaction of Nei
with DHU/tC®-substrate. Jagged traces show the experimental data,
smooth curves correspond to the fit of the data to the kinetic model
(Fig. 10). Concentrations of the DNA are shown next to the plots. (B)
Time-course of appearance and disappearance of transient enzyme-
substrate complexes during the cleavage of DHU/tC® by Nei. Modeling
was done for 2 uM Nei and 1 uM substrate with the rate constants
listed in Table 2.

doi:10.1371/journal.pone.0100007.g011
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DHU/tC-substrates in comparison with DHU/ G-substrate. For
DHU/3HC-substrate this value differs from DHU/G-substrate by
a factor 4 that is in accordance with the qualitative data obtained
for PAGE analysis of the reaction product (Fig. 8C).

To get further insight about the mechanism of Nei interacting
with DNA, we examined in time the intensity ratio changes of the
dual emissive 3HC labels. Single and double stranded labeled
ODNs displayed the two well-resolved emission bands of 3HC,
with the short- and long-wavelength maxima (N* and T*) centered
at 430 nm and 540 nm, respectively (Fig. 13A). For both single
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Figure 12. Interaction of Nei with DHU/3HC-substrate. (A)
Changes in 3HC fluorescence intensity during the interaction of Nei
with DHU/3HC-substrate. Jagged traces show the experimental data,
smooth curves correspond to the fit of the data to the kinetic model
(Fig. 3). Concentrations of the DNA are shown next to the plots. (B)
Time-course of appearance and disappearance of transient enzyme-
substrate complexes during the cleavage of DHU/3HC by Nei. Modeling
was done for 2 uM Nei and 1 uM substrate with the rate constants
listed in Table 2.
doi:10.1371/journal.pone.0100007.g012
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and double stranded ODNs, the intensity ratio of the two bands
(In*/It¥) was close to 0.3. These results are consistent with the
previously reported data and indicate that the environment of the
labeling site is mainly aprotic and have medium polarity [23]. The
different long pass filters for the 3HC dye were tested in order to
distinguish the changes of the total emission corresponding to both
short- and long-wavelength bands (N* & T* -395 nm long pass
filter) from the only emission of the long-wavelength band (495 nm
long pass filter) (Fig. 13B).

As described above four discernible stages were observed on
kinetic curves using 3HC (Fig. 12A&B). Moreover, the amplitudes
and the slopes of fluorescence intensity changes for the various
stages are different for both channels indicating a change of the
intensity ratio of the two emissive bands in time (Fig. 13B). Since
the total N*+T* (395 nm long pass filter) and the T* (495 nm long
pass filter) emissions were collected separately, the kinetic curves of
the intensity ratio IN*/IT* were calculated.

The first stage of the DHU/3HC duplex binding led to a
decrease of the intensity ratio up to 6 ms (Fig. 13B). This stage
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Figure 13. Fluorescent properties of 3HC dye. (A) Steady-state
emission spectra of 3HC (2 uM) in 3HC-DHU single- (black) and 3HC-
DHU/GGC double-stranded (red) states. (B) Intensity changes of total
(N*+T*) and long-wavelength T* emissions of 3HC and N*/T* ratio
during the interaction of Nei with DHU/3HC substrate. The concentra-
tions of Nei and DNA substrates were 2 uM and 1 uM, respectively. The
dashed black vertical lines delimit the 4 kinetic steps of DNA dynamics
following 3HC fluorescence intensity ratio.
doi:10.1371/journal.pone.0100007.g013
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could be associated with the fast formation of the encountered
nonspecific NeisDNA complex because of binding to protein
should reduce DNA structural fluctuations and increased shielding
from water molecules. This interpretation is supported by the fact
that the hydration and hydrogen bond network of DNA are
dramatically affected by the protein interactions [40]. Then,
intensity ratio In+/Ip+ did not change in the time interval between
6 ms and 20 ms. Afterwards, a second decrease occurred up to
1.0 s indicating that the microenvironment of the dye is further
shielded from water molecules and exhibited weaker dipole/dipole
interactions. The decreasing phase of IN*/It* ratio can be
associated with the DNA bending, DHU base eversion and
subsequent amino acids insertion, that is in the agreement with
Trp data. The IN*/It* ratio exhibited only marginal 3HC
fluorescence change between 1 and 50 s. This stage should
correspond to the formation of the productive complex. The last
stage for the cleavable DHU/3HC substrate showed increase of
intensity ratio IN*/It* up to the initial value indicating the
returning of the microenvironment of 3HC of the DNA that is
more water exposed (Fig. 13B). The last step is therefore
compatible with the dissociation of the enzyme-product complex
and the release of the DNA product.

To develop the comparison of the fluorophores the model Y-
DHU duplexes with different location of the fluorescent labels
were used (Table 1). In this model system, the fluorescent dye (aPu,
CP”, 3HQ) is placed between T and damaged base DHU, which
should be flipped out and removed upon the interaction with Nei.
The DNA dynamics following in time the fluorescence intensity of
the label was monitored (Fig. 14A).

The interaction of Nei with aPu-DHU substrate presented no
fluorescence changes up to 100 s despite the fact that the enzyme
cleaves this substrate with good efficiency (Fig. 14B). Again aPu
fluorescent label is not sensitive for binding by Nei whereas in our
previous works related with hOGG1 and Fpg enzymes this
fluorescent base was a very informative probe for the study of
enzyme-DNA interactions [12-14,41,42]. The increase in the aPu
fluorescence intensity at times >100 s can be the result of the
transition to the states with poorer stacking and/or quenching
abilities of the neighbor bases as a consequence of the strand
cleavage and dissociation of the enzyme-product complex (Fig. 14).
The binding of Nei with CP*-DHU substrate displayed the slight
increase of the CPY fluorescence up to 10 s (Fig. 14). In contrast to
the DNA substrates containing aPu and CP, the duplex 3HC-
DHU containing the 3HC fluorophore showed at least four
discernible stages as observed with the DHU/3HC model
(Fig. 14&15). However, the PAGE analysis of the product
accumulation showed that CP and 3HC labels deprive the
enzyme of its catalytic activity (Fig. 14B) by contrast to aPu. In the
case of CP or 3HC, the introduction of the sterically more
demanding labels on the 5'-side of DHU in the DNA duplex may
inhibit the formation of the catalytically competent state of enzyme
(vide infra).

In the case of 3HC-DHU duplex, the fast change of the
intensity ratio again occurs up to 10 ms. It was clearly discernable
when analyzing the intensity ratio channel indicating about
formation of the nonspecific NeisDNA complex (compare
Fig. 14&15). A second phase takes place in the time interval
between 0.01 s and 0.2 s. It can be suggested that this stage
corresponds to the insertion of the amino acids into DNA in
exchange of the everted damaged base. The next stage was
reached at s, indicating an additional change of the dye
environment. Between 1 and 70 s, the next step is accompanied by
a marginal change in the fluorescence signal. The last phase was
observed above 70 s by a net change of the fluorescence signal
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Figure 14. Interaction of Nei with Y-DHU-substrates. The
changes in Trp, aPu, C*” and 3HC fluorescence intensity during the
interaction of Nei with DNA substrates, containing fluorescent
nucleotides on the 5’-side of the damaged nucleotide. The emission
of the long-wavelength T* band (495 nm long pass filter) of 3HC dye is
presented. The black vertical lines delimit the 4 kinetic steps of protein
dynamics following Trp fluorescence. (B) The effect of the fluorescent
labels on the enzymatic activity of Nei. The concentrations of Nei and
DNA substrates were 2 uM and 1 uM, respectively.
doi:10.1371/journal.pone.0100007.g014

(Fig. 14&15). Kinetic curves for uncleavable SHC-DHU-substrate
was evidenced by a decrease in the IN*/I* ratio up to 1000 s
(Fig. 15) indicating the attempts of the enzyme to further
disturbance of the duplex structure. Indeed, for a productive
enzyme-substrate complex, an increase of the Ix*/I* ratio should
be observed as a consequence of the dye more exposed to water in
the final product (CTCT3HC). Therefore the decrease in the Ix*/
It* ratio for 3HC-DHU is indicative of the formation of a non-
productive complex as supported by PAGE analysis of the product
accumulation (Figures 14B&15).

Conclusions

To sum up, monitoring of the Trp and 3HC fluorescence
(Figures 7A&B, 12A&B and 13B) is complementary and allows
following the protein and DNA dynamics, respectively. It gives a
detailed picture of the mutual sequential conformational adjust-
ment of enzyme and DNA substrate up to the formation of an
active complex and release of the product. The initial Trp
fluorescence growth, which is expressed in an increase of the 3HC
fluorescence intensity up to 6 ms for DHU/3HC, probably
characterizes the fast process of the enzyme domains “closing”
and formation of the first nonspecific complex. The DNA
conformation and environment changes are reflected by the
increase of the quantum yield of 3HC label, probably due to
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Figure 15. Stopped-flow fluorescence traces for interactions of
Nei with 3HC-DHU-substrate. Intensity changes of total (N*+T*) and
long-wavelength T* emissions of 3HC and N*/T* ratio during the
interaction of Nei with 3HC-DHU-substrate. The concentrations of Nei
and DNA substrate were 2 uM and 1 uM, respectively.
doi:10.1371/journal.pone.0100007.9015

reduced neighboring G, C and water-mediated quenching and
reduced DNA structural fluctuations (6). On the other hand, they
are characterized by a decrease of the intensity ratio In*/Ir%,
indicating that the dye is more shielded from water molecules and
that dipole/dipole interactions are weaker (Figure 13B). The
analysis of fluorescence curves showed that the first change of the
Trp fluorescence intensity (up to 0.6 s) consists of two 3HC
fluorescently discernible conformational changes in DNA (the
plateau between 0.006 s and 0.02 s and an intensity increase up to
1.0 s). Probably, these phases of 3HC fluorescence are corre-
sponding to the DNA bending, DHU base eversion and
subsequent insertion of the amino acid triad GIn-69, Leu-70,
and Tyr-71 into the DNA duplex. These processes lead to increase
in hydrophobicity of the medium near the 3HC resulting in the
decrease of the 3HC fluorescence intensity ratio. The next growth
of the Trp fluorescence signal (in the time interval from 1 s to 10 s)
results in a marginal change of the 3HC fluorescence (DHU/
3HC-substrate). In this time range, the catalytic complex should
be formed as the consequence of the fine-tuning of the Nei active
site structure. The last change in the Trp and 3HC fluorescence
(DHU/3HC-substrate) intensities at times >10 s can be the result
of the formation and the dissociation of the enzyme-product
complex exposing the dye to a more hydrated environment of the
DNA product. The increase of the In*/I1* ratio of the 3HC label
supports this idea. On the other hand, the 3HC-DHU duplex
exhibited also at least four discernible stages but finished to a non-
productive enzyme-substrate complex as supported when analyz-
ing the intensity ratio channel and the product accumulation on
PAGE. Non-productive enzyme-substrate complex was also
observed with the CPY-DHU substrate indicating that position 5’
to DHU is sensitive to substitution with labels and critical to
catalysis.

Thereby, comparison of the one-band emissive fluorescent
nucleobase analogues (aPu, C and tC°) with the new dual
emission label 3HC showed that, the usage of the multichannel
3HC label gave us the possibility to specify more exactly the nature
of steps registered previously by Trp fluorescence changes (Fig. 3)
[34]. Therefore, it was possible to propose a new kinetic
mechanism which includes three reversible steps followed by an
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irreversible step and DNA product release, corresponding to: (1)
the fast initial DNA binding and formation of nonspecific
Nei*DNA complex, (2) DNA bending at lesion site, damaged base
eversion from the duplex and insertion of amino acids of the
enzyme (Gln-69, Leu-70, and Tyr-71) into the DNA void, (3)
adjustment of the active site to catalytically competent state, (4) the
hydrolysis of the A-glycosidic bond, the elimination of the 3'-
phosphate (f-elimination) followed by the release of the 5'-
phosphate (d-elimination), and the last stage (5) that fits with
dissociation of the complex between DNA-product and enzyme.
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Grands défis technologiques

Détection des modifications de la méthylation

de ’ADN et de la chromatine

Benoit Y. Michel?, Muriel Cuendet®, Nicolas P. F. Barthes?, Alain Burger?, Philippe Bertrand®, Nadine Martinet®*

Les marques épigénétiques non codées dans la séquence de I’ADN sont
impliquées aussi bien dans le développement normal que pathologique
des étres vivants parce qu’elles modulent I'expression génique. Transmis-
sibles a la descendance mais réversibles, elles ont généré un immense
intérét thérapeutique et des traitements épigénétiques sont déja prescrits
pour traiter les syndromes myélodysplasiques et certains cancers cuta-
nés. D’autres sont en essais cliniques pendant que des méthodes de plus
en plus fines de détections/mesures de ces marques sont constamment
améliorées. Pour qu’elles donnent enfin lieu a des dosages cliniques, des
essais multicentriques sont réalisés. lls ont fait la preuve d’'une mauvaise
reproductibilité inter-laboratoires méme si la répétabilité intra-laboratoire
est acquise. Cependant des références se mettent en place et demain
I’épigénome sera bientét analysé comme I’est, aujourd’hui, le génome.
Nous décrivons les technologies les plus utilisées permettant de détecter
deux marques épigénétiques : la méthylation de la cytosine de ’ADN et la
méthylation des histones, ceci chez I’homme et en excluant les méthodes

SuMMARY

DNA and histone methylation detections

DNA and histone methylation are becoming more and
more important to understand the regulation of gene
expression. Their detection and measures are leaving
the research domain to enter the clinical practice. We
describe here the main methods which are used to
date excluding sequencing and arrays.

Methylation — DNA - histone - detection.

a base de séquencage et de puces traitées par ailleurs.

Méthylation — ADN - histone - détection.

[I La méthylation
de la cytosine de ’ADN

La méthylation de la cytosine est la marque épigénétique
de I’ADN la plus étudiée chez I’hnumain [1]. Elle a méme
retrouvé une seconde vitalité depuis la découverte des
oxydases de la famille TET qui oxydent séquentiellement
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Abréviations

5mC: 5-méthylcytosine

5hmC: 5-hydroxyméthylcytosine
5fC: 5-formylcytosine

5caC: 5-carboxylcytosine

ADN': acide désoxyribonucléique
BER: base excision repair
COBRA :combined bisulfite res-
triction analysis

CpG: désoxycytidine phosphate
désoxyguanosine

DNMT: DNA methyltransferase
dNTP: désoxynucléoside
triphosphate

ELISA: enzyme-linked immuno-
sorbent assay

FRET: Forster resonance energy
transfer

HILIC: hydrophilic interaction
chromatography

HP13: heterochromatin protein 1

HPLC: chromatographie liquide
haute performance

HRM: high resolving melting

LC-MS: liquid-chromatography-
mass spectrometry

LINES: long interspersed ele-
ments ou retrosposons

MBD: methyl-CpG binding
domain

MeDIP: methylated dna
immunoprecipitation

MGMT : O-6-methylguanine-DNA
methyltransferase

MS: mass spectrometry
MS-PCR: methylation-specific
PCR

MS-snupe : methylation-sen-
sitive single-nucleotide primer
extension

PCR: polymerase chain reaction
RAPD: random amplified poly-
morphic DNA

SILAC: stable isotope labeling by
amino acids in cell culture

TDG: thymine-DNA glycosylase
TET: ten-eleven translocation
methylcytosine dioxygenase
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DNMT : DNA methyltransferase ; BER: base excision repair; TDG: thymine-DNA glycosylase, R = 2’-désoxyribosyl.

la nucléobase 5-méthylcytosine (5mC) en la 5-hydroxy-
méthylcytosine (5hmC), la 5-formylcytosine (5fC) et la
5-carboxylcytosine (5caC) [2]

La méthylation de la cytosine, qui résulte de I’action
des DNMTs [3], affecte son cycle pyrimidique sur son
carbone C5. Elle est le plus souvent trouvée dans des
séquences CpG et dans des régions génomiques riches
en ces séquences appelées «ilots CpG». L’addition
covalente d’un groupement méthyle sur la cytosine, en
créant un encombrement stérique, géne I’attachement
de la machinerie transcriptionnelle et réprime alors, le
plus souvent, la transcription des genes concernés.
Dans un génome normal, entre 70-80 % des ilots CpG
sont méthylés. Mais les DNMTs peuvent également
méthyler des cytosines hors flots CpG; comme c’est le
cas dans les cellules souches embryonnaires, les cel-
lules souches nerveuses des adolescents et les cellules
corticales des adultes. Dans d’autres tissus, certaines
régions géniques sont partiellement méthylées et sont
alors associées a une réplication plus tardive. Enfin, il
existe des déserts «sans méthylation de I’ADN » qui
caractérisent les génes du développement embryon-
naire. lls sont plutdt marqués par des méthylations (me)
des lysines (K) des histones 3 (H3) comme H3K4me3
ou H3K27me3, régulant positivement ou négativement
la transcription génique [3, 4].

La méthylation de I’ADN joue un réle physiologique crucial
pour la mise en place de I’empreinte génique ou expres-
sion mono allélique des génes parentaux [3] intervient
pour faire varier le répertoire immunologique [3], et empé-
cher la transcription des éléments répétés de type Alu et
LINES [3]. Dans un cadre pathologique, elle conditionne
I’expression phénotypique des maladies avec extension
de polynucléotides comme I’ataxie de Friedreich et la
maladie d’Huntington [5] et éteint les génes suppresseurs
de tumeurs dont elle affecte les promoteurs géniques [3].
C’est sans doute d’ailleurs la premiere anomalie qui conduit
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a la transformation maligne d’une cellule. A ce jour, un
seul biomarqueur de méthylation de I’ADN est utilisé en
clinique. Il sert a détecter la forme méthylée du promoteur
du géne MGMT, qui prédit la réponse au témozolomide,
des malades traités pour un GBM [6]. Cette méthylation
aberrante affecte une courte séquence d’ADN et elle peut
donc étre recherchée méme dans des tissus fixés ou I’ADN
est dégradé. Tous les autres biomarqueurs de méthylation
de I’ADN n’ont en effet ni démontré leur spécificité ni leur
sensibilité bien que de nombreux travaux aient mis en
évidence un phénotype «hyper méthylateur» chez cer-
tains cancéreux [6].

La sensibilité de diagnostic d’un tel biomarqueur corres-
pond a la proportion d’individus malades qui sont testés
positifs pour lui. Sa spécificité de diagnostic tient compte
du nombre d’individus normaux qui sont positifs pour ce
méme marqueur. Enfin, la sensibilité analytique corres-
pond, elle, a la plus petite quantité d’ADN MGMT méthylé
détectée au sein d’un ADN et d’une technique donnés.
Un biomarqueur idéal posseéde une bonne sensibilité dans
une gamme de valeur étendue. Il est robuste, utilise des
réactifs simples et est adapté au plus haut débit possible.
Historiquement, la détection de la méthylation de ’ADN
repose sur trois principes: (1) elle peut étre détectée direc-
tement parce qu’elle crée ou fait disparaitre un site de
restriction enzymatique de I’ADN ; (2) ’ADN méthylé peut
étre sélectionné/enrichi par immuno précipitation avec
des anticorps anti 5mC (ou anti 5hmC) voire des anticorps
dirigés contre des protéines reconnaissant spécifiquement
I’ADN méthylé; (3) la bisulfitation de ’ADN permet de «fixer»
I’état de méthylation de I’ADN et le rend donc analysable
par des techniques bas débit comme la PCR de méthylation
spécifique ou MS-PCR et aussi par des technologies haut
débit comme le séquengage massif ou les puces dédiées.
La détection directe de la 5mC reste encore du domaine
de la recherche fondamentale soit parce qu’elle demande
un appareillage sophistiqué (spectrometre de masse) pour
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une mesure globale du % de 5mC et de 5hmC présentes
dans un ADN donné [7, 8], soit parce qu’elle est encore
expérimentale quand elle utilise des nanopores capables
de caractériser I'état, in situ, de chaque cytosine d’une
séquence d’ADN traversant ce nanopore [9, 10].

La bisulfitation de ’ADN permet de transformer, par désa-
mination hydrolytique, une cytosine en uracile .
La 5mC est aussi désaminée en thymine par le bisulfite
de sodium mais si lentement que la méthodologie reste
valide. Lors de sa bisulfitation, ’ADN est d’abord dénaturé
a chaud, en simple brin, pour exposer ses bases a I’action
du bisulfite de sodium. La dénaturation est répétée en
cycles itératifs dans un thermocycleur pendant quelques
secondes. Chaque dénaturation est suivie d’'une exposi-
tion au bisulfite a chaud (50 °C) pendant 30 s L’ensemble
du procédé, réalisé dans un thermocycleur programmant
environ 40 fois ces deux cycles, dure environ 4 h. Une
dénaturation alcaline a température ambiante suivie d’une
bisulfitation longue a 50 °C reste une alternative pos-
sible. Une dénaturation insuffisante donnera naissance,
lors de I'analyse par MS-PCR, a une surestimation de la
quantité de 5mC due a une bisulfitation insuffisante des
cytosines. Le bisulfite désamine toutes les cytosines d’un
simple brin d’ADN en créant d’abord un intermédiaire:
le 5,6-dihydrocytosine-6 sodium sulfonate (qu’il faudra
plus tard désulfonater sinon il sera reconnu pendant la
MS-PCR comme une 5mC). Lutilisation d’une solution
6 m de Nal va permettre a la fois de changer le pH de la
solution d’ADN contenant le bisulfite acide (des ions sul-
fites) (pH 5) et de faciliter I’adsorption de ’ADN bisulfité
(sulfonaté) sur la silice. L'ADN ainsi adsorbé est ensuite
lavé par de I’éthanol pour se débarrasser des sels puis il
subit une désulfonation in situ, sur la silice, par traitement
a la soude avant d’étre élué de la silice avec de I'eau.
La séquence de I’ADN bisulfité est donc, in fine, changée;
ses deux brins ne sont plus complémentaires. Des amorces
de PCR complémentaires de I’ADN cible peuvent donc per-
mettre leur amplification par PCR; a savoir, pour la forme
méthylée le brin complémentaire contient une guanine pour
s’apparier avec la 5mC, et pour la forme non méthylée,
une adénine pour I'uracile = thymine. Linterrogation, par la
MS-PCR de chacune des cytosines d’une région de ’ADN
donnée est presque toujours possible mais la réponse
est alors de type détection sans réelle quantification.

Pourtant compte tenu de I’hétérogénéité cellulaire au sein
d’une tumeur ou d’un tissu, une différence de méthylation
minime peut tout changer.

Au terme de sa bisulfitation, la dégradation de I’ADN par le
bisulfite est constante et atteint 90 % apres seulement 1 h
de traitement. Elle peut étre visualisée apres électrophorése
en gel d’agarose contenant du bromure d’éthidium. Pour
une meilleure visualisation, le gel est préalablement refroidi
dans la glace pendant 30 min. avant irradiation sur table
UV. L'ADN bisulfité apparait avec une longueur maximale
d’environ 500 bases. Il est aussi mesurable comme du
simple brin d’ADN a 240 nm avec un spectrophotometre.
Pendant le procédé de bisulfitation, les rendements n’at-
teignent généralement jamais plus de 50 % de I’ADN initial
du fait de I'inefficacité de la chromatographie d’adsorption
sur silice d’un ADN court et simple brin.

De nombreux facteurs affectent la réaction de bisulfitation
de I’ADN. Sulfonation et désamination ont besoin d’un
pH acide alors que la désulfonation a besoin d’un milieu
alcalin. L'intermédiaire sulfoné est instable et sa formation
dépend du pH du milieu réactif, de sa température et de
la quantité de bisulfite de sodium utilisée. L'incubation de
I’ADN a des températures élevées augmente les dégra-
dations induites par le traitement chimique [11]. Pour en
diminuer les effets néfastes, certains ajoutent de I'urée et
des anti-oxydants divers mais sans amélioration majeure.
Le plus difficile pour ’ensemble du procédé reste d’avoir
un vrai contréle d’une bisulfitation compléte; en effet seul
le séquencage prouve I'efficacité d’une bisulfitation. Cette
derniéere ne permet pas de distinguer la 5hmC de la 5mC. En
revanche, des modifications, soit par oxydation chimique
ou bien alors par glycosylation enzymatique, permettent
cependant de 'identifier [12].

La technique de détection de la 5mC la plus sensible
analytiquement (environ 0,01 %) et la plus sensible a un
locus spécifique est la MS-PCR [13]. Elle utilise deux
paires d’amorces complémentaires de la version méthy-
Iée (M) et de la version non-méthylée (U) de I’ADN bisul-
fité considéré. Idéalement, ces amorces encadrent la
région a interroger et ne contiennent pas de CG mais ce
n’est pas toujours possible compte tenu de la séquence
de cet ADN. La technique est facile a mettre en ceuvre,
économique et spécifique de la séquence d’ADN sondée.
La détection des amplicons peut se faire soit par
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électrophorese en gel d’agarose, soit par MS-PCR quan-
titative (QMS-PCR) ou en présence de SYBR Green, les
amplicons sont détectés lors de leurs fusions thermiques
(relargage et capture du SYBR Green lors de la fusion puis
de la reconstitution des amplicons). Aprés bisulfitation, les
amplicons M conservant le dinucléotide CG sont reconnus
par une amorce GC alors que les amplicons U contenant
le dinucléotide UG sont reconnus avec une amorce AG.
Les amplicons U contiennent en plus des T des U et sont
donc plus riches en ces bases que les amplicons M. Leur
température de fusion (Tm) est moins élevée que la tempé-
rature de fusion des amplicons M. Seuls quelques sites CG
dans environ 200 pb d’ADN sont interrogeables par chaque
gMS-PCR: c’est la limite de la technologie. L'existence de
méthylation mono-allélique de I’ADN rend la lecture des
courbes de fusion encore plus difficile, avec des amplicons
de Tm intermédiaires mal résolus (figure 3). Lors des mises
au point des gqMS-PCR, on tentera autant que possible de
choisir des amorces ne comportant pas d’unité CG, ou a
défaut, en incorporant une ou deux maximum, mais dans ce
cas-ci des essais a différentes températures d’appariement
des amorces sont alors nécessaires. Seules celles géné-
rant des amplicons spécifiques devront étre utilisées; des
températures élevées vont favoriser les amplifications des
amplicons M, c’est-a-dire biaiser la MS-PCR alors que des
températures trop basses aboutiront a un manque de spé-
cificité. L'usage de références standardisées comme celles
créées par le bureau des standards US devrait permettre, a

I’avenir, une meilleure reproductibilité inter laboratoires [14].
Pour améliorer la lecture des courbes de dénaturation
thermique des amplicons apres gMS-PCR, il existe une
méthode dite HRM [15] qui utilise le SYTO 9; un fluoro-
phore utilisable a plus forte dose pour mieux saturer les
amplicons sans inhiber la PCR, comme le ferait le SYBR
Green a de fortes concentrations. L'usage du SYTO 9
augmente le signal de fluorescence pendant la fusion
des amplicons. Il est alors analysé par un logiciel dédié
permettant une fusion lente de tous les amplicons et une
représentation graphique spécifique des signaux obtenus.
La méthode permet alors de détecter entre 0,1 et 1,0 %
d’ADN méthylé dans un ADN donné.

Dans une autre variante de gMS-PCR, plus onéreuse:
Methylight, des sondes TagMan reconnaissent chaque
type d’amplicons U et M. La quantification des amplicons
devient alors possible grace a I'utilisation d’étalons.

La conception des amorces de MS-PCR est simplifiée
par I'usage d’un logiciel dédié: MethPrimer, disponible
en ligne a I’adresse suivante: http://www.urogene.
org/methprimer/. Le logiciel est capable de bisulfiter
in silico (figure 4) une séquence d’ADN donnée. Il est
également possible de localiser un flot CpG dans cette
séquence. |l propose aussi des paires d’amorces de MS-
PCR encadrant la région choisie. Il peut également fournir
des amorces de séquengage d’ADN bisulfité voire des
amorces pour une PCR dite de restriction spécifique. Cette
derniéere recherche le ou les nouveaux sites de restriction

Figure 3 - nMS-PCR avec courbes de fusion des amplicons retinoic acid receptor 3, a gauche

avec une seule paire d’amorces universelles et a droite avec deux paires d’amorces différentes U et M.

-d(RFU)/AT

Fluorescence -d(F1)/dT

L’ADN bisulfité provient de cellules MCF7 traitées par des molécules dont on évalue le pouvoir déméthylant (19, 94, 131, 18, et 132) avec comme controle U: ADN des
cellules traitées avec 20 yM de 5-azacytidine pendant 72 h. Les températures de fusion des amplicons générés sont indiquées entre parenthéses a gauche. Sur le panneau

de droite: en vert et en bleu, la 5-azacytidine (amplicons U) et en rouge et en violet I’ADN contrble des cellules MCF7 cultivées en milieu seul (amplicons M).

Figure 4 — Séquence de I'exon 2 du géne RAR, bisulfitée avec le logiciel MethPrimer.

CRATT! GAGCACCAGCTCTGAGGARCTCGTCCCAAGCCCCCCATCTCCACTT @ Version non méthylée du second exon du géne RARP, en rouge :
UERRRRRR s b s e b0zl bbb 0 s l++l szl 222220 1:]::0:]| les cytosines non méthylées et leurs bases complémentaires [
TAATT 1 ATTAGTTTTGRAGGAATTCGTTTTAAGTTTTTTATTTTTATTT : Version non méthylée (U) mais bisulfitée.

FIDIIIIIIIIIIIIIIIIIIIIIIIITE

CAATT GAGCACCAGCTCTGAGGAACTCGTCCCAAGCCCCCCATCTCCACTT :Version méthylée du second exon du géne RARf, en vert les
SEERERRE e st he ez hheta b b i iintel++lzeel|letzzzz]lzlee|e]| cytosines méthylées et leurs bases complémentaires B.
TAATT GAGTATTAGTTTTGAGGAATTCGTTTTAAGTTTTTTATTTTTATTT : Version méthylée (M) mais bisulfitée.

R PR S  r S S S R Les amorces de MSPCR sont en jaune
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Tableau | — Récapitulatif de certaines méthodes de détection de la 5mC et 5hmC.

Analyse cytosine par cytosine

MS-PCR (SYBR Green) sensibilité: 10°a 102

Avantages

Peu d’ADN bisulfité, facile et haut débit

Inconvénients

Site par site mais biais de la MS-PCR

MethylLight (sondes Tagman spécifiques)

Peu d’ADN bisulfité, facile et haut débit

Onéreuse, site par site et biais de la MS-PCR

HRM (SYTO 5 + courbe de fusion des
amplicons)

Peu d’ADN bisulfité, facile et moyen débit

Aspécifique si plusieurs C dans les amplicons

Cobra (restriction d’ADN bisulfité amplifié)

Facile, bas débit et peu onéreuse

Quelques CpG (amorces encadrant la région)

Clivage spécifique de base + spectrométrie

de masse Plus d’ADN et plus long

Appareillage onéreux

HeavyMethyl Facile et moyen débit

Beaucoup d’oligonucléotides bloqueurs

MS-SNP extension Peu d’ADN
Analyse globale

LC-MS

Avantages

Sensibilité de 0,01 %: 5mC et 50 % 5hmC

Radioactivité

Inconvénients

Au moins 3 pg d’ADN clivé (en %)

Immuno-histochimie

Simple (idem pour 5hmC)

Dénaturation de I’ADN nécessaire

Elisa

Simple (idem pour 5hmC)

Au moins 3 pg d’ADN clivé

enzymatique créés apres modification de la séquence
générée par la bisulfitation. Des résultats graphiques illu-
minant la séquence ciblée sont également obtenus [16].
Un forum de discussion en ligne permet aux internautes
de poser des questions techniques a la communauté des
étudiants de la question.

1.1. COBRA [17]

La digestion d’un amplicon, généré a partir d’un ADN
bisulfité, par certaines enzymes de restriction est utilisée
pour distinguer un ADN méthylé d’un ADN non-méthylé.
En effet, la séquence de I’ADN bisulfité peut permettre
soit le maintien soit I’apparition d’un nouveau site de res-
triction enzymatique dans ces amplicons. Ceux-ci sont
alors séparés par électrophorése sur gel d’agarose ou
d’acrylamide suivie d’une hybridation quantitative. Mal-
heureusement, de nombreuses séquences d’amplicons
ne sont pas envisageables via cette technologie du fait
de leur séquence. En plus du biais inhérent a toute PCR,
la quantification peut étre génée par la formation d’hété-
roduplexes entre des brins d’ADN qui contiennent un
site de restriction et les brins mal bisulfités. Le colt de
cette technologie reste peu élevé méme si elle requiert de
nombreuses heures de manipulation. Mspl et ApeKl sont
des enzymes de restriction insensibles a la méthylation
de la cytosine. L'usage de Mspl seule couvre 10 % des
flots CpGs des cellules humaines alors que la double
digestion en couvre 20 %.

1.2. MS-snupe [18]

AV’origine, cette technologie fut développée pour recher-
cher des mutations ponctuelles de I’ADN. Elle a été ensuite
étendue a I’étude des 5mC. Le produit généré est isolé
par électrophorese puis hybridé a une amorce interne qui
se termine immédiatement en 5' du brin d’ADN a étudier.
L’amorce est ensuite allongée avec une ADN polymérase
en présence de dNTP contenant de la dCTP ou dTTP
marquées avec du *P. La quantité relative des amplicons
sera mesurée par un systéeme d’analyse radiographique.
Plusieurs amorces sont utilisables pour un multiplexage
qui permet d’augmenter le débit analytique. Le choix

des amorces non complémentaires de la séquence sau-
vage est primordial. La technique est chronophage et a
I'inconvénient de 'usage de la radioactivité. Elle reste
délicate a appliquer pour I’analyse de régions denses en
flots CpG. La technologie SNaPshot d’Applied Biosys-
tems permet de se passer du marquage radioactif. Une
autre variante utilise 'HPLC pour séparer et quantifier
les amplicons obtenus.

1.3. Methylation sensitive-random amplified
polymorphic DNA-polymerase chain [19]
Cette technique est basée sur I’amplification sélective de
séquences génomiques qui sont flanquées, par chance,
de séquences reconnues par une amorce d’amplifica-
tion choisie arbitrairement. Lorsque I’'on compare de
I’ADN sauvage et de I’ADN bisulfité on observera des
amplicons différents qui vont indiquer la présence de
5mC. Une alternative consiste a hybrider les amplicons
sur une puce dédiée.

1.4. HeavyMethyl [20]

Cette technique utilise des oligonucléotides capables de
bloquer 'amplification de la forme non-méthylée de ’ADN
bisulfité d’un site a étudier, avec une sonde TagMan, pour
identifier les amplicons M. Cette technique simple a mettre
en ceuvre a été tres utilisée (tableau I).

1.5. Détection de la 5mC in situ

L’anticorps monoclonal 33D3 qui reconnait la 5mC est bien
caractérisé mais d’autres ont été mis au point pour les autres
dérivés de la cytosine. L'immuno-histochimie permettant la
détection des 5mC est trés peu utilisée car ce processus pose
probléme lors de la dénaturation de I’ADN in situ nécessaire
a lafixation des tissus, processus détruisant la chromatine et
affectant aussi ’ADN. Des sondes fluorescentes (green fluo-
rescent protein) pour I'observation 3D des cellules vivantes
ont été fabriquées en construisant un transgéne fluores-
cent (domaine MDB fusionné a un domaine de localisation
nucléaire de la méme protéine), reconnaissant ’ADN méthylé.
Les animaux transgéniques ainsi créés ont permis d’obtenir
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des images dynamiques de mise en place de la méthyla-
tion de I’ADN dans I'embryon. La technologie a été amé-
liorée récemment, mais reste encore du domaine de la
recherche [21].

1.6. Enrichissement en ADN méthylé [22]
L'immuno-précipitation MeDIP utilisant I'anticorps mono-
clonal 33D3 et la capture de ’ADN méthylé par des anti-
corps anti protéines spécialisées capables de reconnaitre
et de lier spécifiquement les protéines possédant des
domaines MBD (technologie MBDCap (capture)) sont les
techniques les plus économiques et les plus efficaces
pour détecter la méthylation globale ou localisée de
I’ADN par rapport a des références. L’ADN méthylé ainsi
enrichi peut servir pour des PCR ou des hybridations sur
puces dédiées.

1.7. Détection directe de la 5mC

La détection directe de la 5mC est possible pour des
nucléotides en solution par ELISA, par chromatographie
sur couche mince (CCM), par HPLC, par spectrométrie de
masse et par ampérométrie de nananopore. Cette derniere
technologie n’est toutefois pas encore utilisable en routine.
L’ELISA est facile a mettre en ceuvre et donne une bonne
détection globale du taux de 5mC présent dans un ADN
donné, cependant sa spécificité pour les seules 5mC et
non pas les 5hmC n’est pas démontrée. Les autres tech-
nigues ne sont pas adaptées au haut débit.

Non-méthylée Mono-méthylée

1.8. La LC-MS/MS [23, 24]

Des essais permettant de détecter simultanément les
quantités globales de 5mC et la 5hmC dans des hydro-
lysats d’ADN, en utilisant des références marquées avec
un isotope non radioactif comme étalons externes et
I’extraction en phase solide permettent d’atteindre des
limites de détection de 0,01 et 0,02 pg.

L’hydrolyse de ’ADN peut étre enzymatique mais égale-
ment purement chimique (88 % d’acide formique a 140 °C).
Apres chromatographie des hydrolysats d’ADN par HILIC
sur une colonne bridged ethylene hybrid, la cytidine et ses
dérivés sont analysés par spectrométrie de masse. Les
limites de détection, sans radioactivité, sont de 1 pg/mL
pour la C, 45 pg/mL pour la 5mC et 57 pg/mL pour la 5hmC.
La variabilité inter mesure varie entre 1,87 % et 4,84 %.
Des références commerciales calibrent les expériences et
la répétabilité inter laboratoires. Malheureusement, le cot
de 'appareillage confine ces techniques a la recherche.

A Détection de la méthylation
des histones [25-31]

Les lysines méthyltransférases (environ une cinquantaine
d’enzymes humaines) catalysent la méthylation des résidus
de lysine en utilisant la S-adénosyl-L-méthionine comme don-
neur de groupement méthyle (fableau Il). Lamine de la chaine
latérale de la lysine peut étre mono-, di- ou tri-méthylée.

Tableau Il - Méthylation des histones (en haut les méthylations de la lysine et en bas celles de ’arginine).

Bi-méthylée Tri-méthylée

OI;/\H NH2 HN I;/\ﬂjl\m’

L. e

LG

@
D

Symétrique

I;»N@

Asymétrique
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Cette modification affecte surtout les lysines des histones
H3 (K4, K9, K27 et K36) et H4 (K20), mais aussi celles
d’autres protéines comme p53 en lui conférant une meil-
leure stabilité. En 2012, et en 'absence de techniques
d’enrichissement spécifiques, 169 lysines méthylées dans
72 protéines humaines différentes furent répertoriées.

Les résidus d’arginine des histones mais aussi ceux
d’autres protéines sont aussi mono- ou di-méthylés au
niveau de I’azote de la fonction guanidinium et ce de
maniere symétrique ou asymétrique par les arginines
méthyltransférases: 263 résidus d’arginines méthylés
dans 92 protéines différentes ont été identifiées en
2012 [29]. Des anticorps trés spécifiques des marques
de méthylation des histones sont trés souvent utili-
sés en Western blot et en immuno-précipitation, mais
il faut souligner que leur spécificité reste discutée si
bien que des méthodes d’enrichissement comme pour
I’ADN méthylé sont aussi employées en utilisant des
protéines spécialisées. Par exemple, les protéines a
chromodomaines reconnaissent les lysines di- et tri-
méthylées des histones H3, alors que les protéines a
domaine Tudor répété reconnaissent les lysines mono-,
di- et tri-méthylées. La protéine de I’hétéro chromatine
1B ou HP1pB posséde un chromo domaine qui reconnait
spécifiquement et lie avec une forte affinité : H3K9me3.
Ce domaine a servi d’accroche pour identifier un inter-
actome humain de 109 protéines pour HP1B dont 29
présentent 40 résidus lysine difféeremment méthylés.

Pour déterminer la présence de ces marques de méthy-
lation, les techniques utilisant des anticorps dédiés et le
Western blot restent trés employées mais d’autres, basées
sur la spectrométrie de masse, ont été également déve-
loppées. Du fait du colt des appareillages nécessaires
pour ces dernieres, elles restent des outils dédiés a la
recherche. Il est en plus possible de marquer les acides
aminés donneurs de groupes méthyles par des isotopes
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Résumé : La méthylation de ’ADN est une des marques épigénétiques majeures qui intervient
dans la régulation de processus physiologiques importants (ex : empreinte génomique
parentale ou expression tissus-spécifique de gene). Par ailleurs la méthylation de ’ADN a été
reconnue comme une cible majeur pour lutter contre le cancer car son dysfonctionnement est
impliqué dans le développement de pathologies comme les cancers. Bien que de nombreux
inhibiteurs aient été identifiés, leur manque de sélectivité, leur faible activité et leur toxicité
limitent leur développement. Une meilleure compréhension de ce mécanisme permettrait aux
chimistes médicinaux de développer de nouveaux inhibiteurs plus spécifiques.

Actuellement, un grand nombre d’hypotheses ont été avancées concernant la méthylation de
’ADN et méritent d'étre confirmées ou clarifiées. Dans ce contexte, nous avons décidé de
développer de nouveaux analogues nucléosidiques fluorescents et ratiométriques présentant
un motif 3-hydroxychromones (3-HC), afin d'étudier la dynamique et le mécanisme de
méthylation de la cytosine impliquant UHRF1 et DNMT1. Nous avons tout d’abord décidé de
nous focaliser sur la premiere étape du mécanisme, la reconnaissance du duplexe
hémi-méthylé par le domaine SRA de UHRF1.

Deux stratégies de marquage de I’ADN ont ainsi été explorées. La premiére a consisté a
remplacer une base azotée naturelle par le fluorophore, afin de sonder l'intérieur du duplexe.
Ce biocapteur, obtenu aprés une synthése convergente en 16 étapes, a ainsi pu étre utilisé afin
de détecter I'approche du domaine SRA de UHRF1 ainsi que le basculement de la cytosine
méthylée dans son site de reconnaissance. De plus, des études en écoulement bloqué ont
permis de déterminer les constantes de vitesses du processus de basculement de la base. La
deuxieme approche repose, quant a elle, sur la modification d'une nucléobase naturelle sur
laquelle la sonde ratiométrique est attachée a l'aide d’un bras espaceur insaturé rigide, lui
permettant ainsi de sonder les interactions au niveau du grand sillon de ’ADN. Cette sonde,
obtenue apres 8 étapes de synthése, s’est avérée particulierement intéressante afin de sonder
le taux d’hydratation dans le grand sillon de ’ADN, ouvrant la porte a des applications
prometteuses pour I'’étude du mécanisme de méthylation de ’ADN.

Mots clés : Méthylation de I’ADN, interaction ADN/protéine, sondes fluorescentes
ratiométriques, 3-hydroxychromone, nucléosides.

Abstract: DNA methylation is one of the major epigenetic modification and plays an important
role in the regulation of major processes (ex: genomic imprinting or tissue-specific expression of
genes). On the other hand, alterations of the DNA methylation pattern are involved in the
development of pathologies like cancers. DNA methylation was recently recognized as one of
the major target to inhibit and to fight cancer. Although several inhibitors have already been
identified, their lack of selectivity, poor activity and toxicity limit their development. A deeper
insight of the DNA methylation mechanism should help medicinal chemists in the design and
research of more specific inhibitors of DNA methylation.

Currently, miscellaneous hypotheses are advanced about the DNA methylation mechanism and
deserve to be confirmed or clarified. In this context, we decided to develop new ratiometric
fluorescent nucleoside analogs, incorporating 3-hydroxychromone (3-HC) moiety, to study the
dynamics and mechanism of cytosine methylation involving UHRF1 and DNMT1. We first
decided to focus on the first step of the mechanism, the recognition of the hemi-methylated
duplex by the SRA domain of UHRF1.

Two different strategies of labeling DNA were explored. In the first one, a natural nucleobase
was substituted by the fluorescent dye in order to probe inside the duplex. This biosensor,
obtained after a convergent synthesis of 16 steps, allows to detect and monitor the binding of
the SRA domain and flipping of the 5-methylcytosine from the duplexe into its recognizing site.
Moreover, stopped-flow studies were used to characterize the kinetic rate constants of the base
flipping process. The second approach is based on a modification of a natural nucleobase on
which, through a rigid unsaturated linker, the ratiometric probe was incorporated in order to
sense the interactions in the major groove. This probe, obtained after a 8-step synthesis, gave
particularly interesting and promising results on probing hydratation rate of the major groove,
suggesting upcoming applications to study the DNA methylation mechanism.

Keywords: DNA Methylation, nucleic acid/protein interactions, ratiometric fluorescent probe, 3-
hydroxychromone, nucleosides.



