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1. Les acides nucléiques  

C’est au cours du XIXe et début du XXe siècle que les premiers travaux concernant les 

acides nucléiques sont apparus avec les découvertes de F. Miescher et de R. Altmann 

notamment1–3. En 1929, P. Levene découvre les désoxyriboses et que l’ADN est composé de 

quatre bases : l’adénine (A), la cytosine (C), la guanine (G), et la thymine (T)4,5. Plus tard, E. 

Chargaff publie des études concernant la composition de différents génomes et observe qu’il y 

a un pourcentage identique d’adénine et de thymine et un rapport également identique de 

guanine et de cytosine6,7. A l’aide de ces résultats ainsi que des études de M. Wilkins8 et de R. 

Franklin9 qui s’appuient sur des résultats de diffraction de rayons X de cristaux d’ADN, en 

1953 les chercheurs J. Watson et F. Crick rédigent la célèbre publication où ils décrivent la 

structure de la double hélice d’ADN10. Cette dernière possède une symétrie de type C2 résultant 

d’un assemblage de deux chaînes en hélices qui sont en direction opposée. Ils établissent aussi 

un appariement des bases : A est associée avec T et C est appariée avec G. On retrouve 

également dans ce modèle que les bases sont espacées de 3,4Å et sont perpendiculaires à l’axe 

de rotation. Et enfin, le pas complet de la double hélice mesure 34Å et est formé de 10 bases. 

Ces travaux ont valu à J. Watson, F. Crick et M. Wilkins le prix Nobel de médecine en 1962. 

Décédée avant l’attribution et ne pouvant pas être décerné à titre posthume, R. Franklin ne 

figure pas parmi les lauréats. 

2. L’acide désoxyribonucléique (ADN) et l’acide ribonucléique (ARN) 

Relativement similaire, les brins d’ADN et d’ARN sont tous deux issus d’une 

polymérisation d’une unité que l’on nomme nucléotide. Ce dernier se compose de trois 

éléments: la nucléobase, le sucre et le groupement phosphate. 

La nucléobase peut présenter un noyau de type purine ou de type pyrimidine. On 

retrouve dans l’ADN et l’ARN l’adénine (A), la guanine (G) et la cytosine (C). La thymine (T) 

n’est présente que dans l’ADN alors que l’uracile (U) quant à elle n’est observée que dans 

l’ARN. Et enfin, les nucléobases possèdent différents sites accepteurs et donneurs de liaisons 

hydrogènes, indispensables pour l’appariement des bases (Figure 1). 
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Figure 1 : structures des bases azotées de l’ADN et de l’ARN 

Le sucre est un pentose qui est sous la forme 2’-désoxy-D-ribose dans l’ADN et D-

ribose dans l’ARN et il est lié à la nucléobase en position C1’ par le biais d’une liaison N-

glycosidique (Figure 2a). 

Les différents nucléosides sont reliés entre eux par une liaison phosphodiester. La 

biosynthèse du polynucléotide (ADN ou ARN) se fait via un mécanisme de polymérisation par 

des polymérases et implique les dérivés 5’-triphosphates des nucléosides (Figure 2b). 

 

Figure 2 : (a) représentation de la partie saccharidique du nucléotide et (b) mécanisme de formation 

d’un polynucléotide (ici sous forme ADN) 

Différentes conformations peuvent être observées au niveau du nucléotide. En effet, la 

liaison N-glycosidique peut être orientée soit vers l’extérieur du pentose (conformation anti), 

soit vers l’intérieur du pentose (conformation syn) (Figure 3a). Concernant le duplexe d’ADN 

ou d’ARN, la position anti est prédominante par rapport à la conformation syn pour des raisons 

d’encombrement stérique. Concernant le pentose, on retrouve deux formes principales, C2’-
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endo et C3’-endo qui sont en équilibre entre elles (Figure 3b). Ces deux conformations 

résultent de la position des carbones C2’ et C3’ selon le plan défini par les atomes C1’ et C4’. 

Si le sucre est un désoxyribose, les deux conformations peuvent être adoptées alors qu’en 

présence de ribose, l’orientation C2’-endo est généralement défavorisée pour des raisons 

d’encombrement stérique, des interactions électrostatiques entre l’oxygène 3’ et le groupement 

hydroxyle en 2’11 et l'effet électro-attracteur de l’hydroxyle en 2'. 

 

Figure 3 : (a) représentation des conformations anti et syn du nucléotide avec une guanine et (b) 

structure du pentose sous sa forme C2’-endo et C3’-endo 

a) Structures usuelles de l’ADN et de l’ARN 

L’hélice double brin des acides nucléiques est la structure secondaire la plus connue. 

On retrouve au sein de cette structure deux polynucléotides complémentaires qui s’apparient 

par le biais de liaisons hydrogène de type Watson-Crick. Cette association s’effectue entre deux 

couples de bases, une purine et une pyrimidine, à savoir : l’adénine avec la thymine et la 

cytosine avec la guanine, créant deux et trois liaisons hydrogènes, respectivement (Figure 4). 

Cette association est la base du modèle double hélice de l’ADN proposé par J. Watson et F. 

Crick10. 



 

7 

 

 

Figure 4 : représentation de l’appariement des bases selon le modèle de Watson-Crick 

La topologie de la double hélice d’ADN peut varier et présenter différentes 

conformations. En effet, les purines et les pyrimidines n’ont pas la même dimension provoquant 

un appariement asymétrique des bases par rapport à l’axe de rotation. Il en résulte l’apparition 

d’un petit et d’un grand sillon. Trois conformations de la double hélice d’ADN existent : les 

hélices A, B et Z (Figure 5). Les caractéristiques de ces dernières sont présentées dans le 

Tableau 1. L’ADN B est la forme la plus répandue et connue, alors que les conformations A et 

Z sont moins prépondérantes. En effet, l’hélice A est observée dans des conditions de faible 

hydratation et la conformation Z est aperçue dans des séquences riche en bases G-C12,13. 

 

Figure 5 : représentation des conformations A, B et Z de l’ADN. Figure issue et modifiée de Wood B. 

R. Chem. Soc. Rev. 2016, 45 (7), 1980–1998 13 
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Tableau 1 : caractéristiques des hélices ADN A, B et Z 

Paramètres Hélice A Hélice B Hélice Z 

Sens droite droite gauche 

Pas (Å) 28 34 45 

Bases par tour 11 10 12 

Distance entres les bases (Å) 2,6 3,4 3,7 

Diamètre moyen (Å) 23 20 18 

Conformation du désoxyribose C3’-endo C2’-endo 
C2’-endo : pyrimidine 

C3’-endo : pyrimidine 

Conformation de la base anti anti 
anti : pyrimidine 

syn : purine 

 

Concernant la structure de l’ARN, celle-ci est usuellement simple brin. Toutefois, un 

repliement intramoléculaire peut également être observé, comme la formation d’une hélice 

duplexe s’il y a la présence d’une séquence complémentaire. On retrouve ainsi une diversité de 

structures en ce qui concerne l’ARN et cette hétérogénéité est illustrée à la Figure 614. 

 

Figure 6 : représentation schématique de différentes conformations possibles de l’ARN. Figure issue 

et modifiée de Batey et al. Angew Chem Int Ed 1999, 38 (16), 2326–2343 14 

b) Structures non usuelles de l’ADN et de l’ARN 

L’environnement ainsi que la nature de la séquence de l’acide nucléique peuvent avoir 

une influence sur la morphologie et ainsi provoquer la formation de structures non usuelles. On 

retrouve notamment parmi celles-ci les triplexes, les jonctions à trois ou quatre voies mais 

également les G-quadruplexes et les i-motifs. Ces deux derniers seront définis et discutés en 

détail dans la suite du manuscrit. 
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Figure 7 : représentation schématique d’un triplex ADN intermoléculaire (a) et intramoléculaire (b). 

Figure issue de Jain et al. Biochimie 2008, 90 (8), 1117–1130 15  

Le triplexe peut se former via des interactions intermoléculaire (Figure 7a), ou 

intramoléculaire (Figure 7b). La configuration intermoléculaire est due à l’interaction d’un 

polynucléotide au niveau du grand sillon du duplexe. Dans le cas intramoléculaire, une chaîne 

polypurine s’apparie avec une chaine polypyrimidine et l’une d’entre elle se replie formant ainsi 

la structure triplexe. La formation de ce type de morphologie peut s’effectuer avec soit l’ADN, 

soit l’ARN, soit avec les deux. On y retrouve des interactions de type Hoogsteen ou Hoogsteen 

inverse entre le troisième brin et l’un des brins du duplex (cas intermoléculaire) ou entre la 

séquence qui se replie et l’autre brin (cas intramoléculaire)15. A noter que les appariements de 

type Hoogsteen sont des liaisons hydrogène non Watson-Crick (Figure 8). 

 

Figure 8 : représentation de l’appariement de type Hoogsteen 

Les jonctions à trois voies (« Three-Way Junctions (TWJ) » en anglais) peuvent être 

vues comme une convergence de trois duplexes en un seul point. On peut y observer un 

appariement complet ou partiel et dans ce dernier cas, on y retrouve la présence d’une bosse au 

niveau du point de jonction (Figure 9). La présence des nombreux groupements phosphates 
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provoque un écartement des bras et ce afin de minimiser les répulsions électrostatiques. Dans 

le cas d’un appariement partiel, on observe que certaines bases sont désappariées au niveau du 

point de convergence et ceci est dans le but de réduire la tension stérique. De plus, cette 

conformation peut également varier en présence de cations magnésium vers une structure dite 

en Y16. 

 

Figure 9 : représentation schématique d’une jonction à trois voies parfaitement appariée (a) et (b) 

partiellement appariée évoluant vers un repliement (structure en Y) en présence de magnésium. Figure 

issue et modifiée de Duckett et al. Biophys. Chem. 1997, 68 (1–3), 53–62 16 

Les jonctions à quatre voies (« Four-Way Junctions (FWJ) » en anglais), également 

appelés jonctions de Holliday sont le résultat d’une convergence de quatre hélices d’ADN ou 

d’ARN (Figure 10). Ce type de structure est dépendant de la présence de cations divalents tels 

que le magnésium ou le calcium. En effet en absence de ces derniers, on observe une jonction 

dite étendue (« extended ») où à l’intersection des quatre hélices le point de jonction est de 

géométrie carrée. Par contre en présence de cations, on retrouve une forme dite empilée aussi 

nommée « stacked X structure ». Les jonctions à quatre voies sous forme ADN sont impliquées 

dans le phénomène de recombinaison homologue, processus essentiel à la vie cellulaire17. 

 

Figure 10 : représentation des structures étendues (ou « extended) et empilées (ou « stacked X ») des 

jonctions à quatre voies. Figure issue et modifiée de Lilley D. M. J. Q. Rev. Biophys. 2000, 33 (2), 

109–159 17 
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3. Les G-quadruplexes (G4) 

a) Définition 

Les structures G-quadruplexes ou G4 résultent de la capacité de quatre guanines à 

interagir entre elles dans un même plan par des liaisons hydrogènes selon leurs faces Watson-

Crick et Hoogsteen formant ainsi une tétrade de guanine, également appelé G-quartet. Ces 

derniers peuvent à leur tour interagir entre eux par π–stacking et piéger un cation alcalin tel que 

Na+ ou K+ formant in fine une structure G-quadruplexe (Figure 11). On retrouve cet auto-

assemblage dans des séquences nucléotidiques riches en guanines de type GxN1-7GxN1-7GxN1-

7Gx (où G représente la guanine, N peut être n’importe quel nucléotide et x≥3). 

 

Figure 11 : représentation d’une guanine présentant sa face Hoogsteen et Watson-Crick, d’un G-

quartet et d’un G-quadruplexe schématique 

Au sein de la structure G4, on y retrouve un nombre de tétrades qui peut varier de deux 

à quatre usuellement ainsi qu’un cation métallique. Ce dernier participe à la stabilisation en 

interagissant avec les oxygènes des fonctions carbonyles des guanines. Chaque cation 

métallique possède un pouvoir stabilisant et il a été observé que le potassium et le sodium 

stabilisent fortement les G4 ADN en se positionnant, respectivement, entre deux tétrades ou au 

centre d’une tétrade (Figure 12). Le lithium ou encore le césium par exemple possède un très 

faible pouvoir stabilisant dû à leur rayon atomique ne permettant pas une interaction efficace 

avec la tétrade18,19. A noter que l’ion ammonium possède également un bon pouvoir stabilisant 

sur la structure G4 et se positionne comme le potassium, entre deux tétrades. Toutefois, il a été 

observé que l’ion ammonium est trop large pour être intégré au sein des tétrades provoquant 

une ouverture partielle de ces dernières. Ainsi, la stabilisation entre ce type d’ion et les G4 

dépend de la rigidité du G4, elle-même dépendante de la température19,20. 
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Figure 12 : représentation schématique de la position des cations métalliques potassium et sodium au 

sein d’un motif G-quadruplexe 

b) Les différentes topologies des G-quadruplexes ADN 

 

Figure 13 : représentation schématique d’un G4 unimoléculaire, bimoléculaire et tétramoléculaire 

Les G-quadruplexes peuvent être formés par un, deux ou quatre brins d’acides 

nucléiques et dans ce cas, on parle de G4 unimoléculaire (intramoléculaire), bimoléculaire 

(intermoléculaire) ou enfin tétramoléculaire (intermoléculaire) (Figure 13). Une caractéristique 

importante des G4 est leur variation de topologie et ce peu importe le nombre de brins qui les 

composent. En effet, selon la direction des brins (parallèle ou antiparallèle) et de l’orientation 

de la guanine par rapport au sucre (syn ou anti), on retrouve trois topologies (Figure 14a)19 : 

- Dans la topologie parallèle, tous les brins sont orientés dans le même sens et toutes 

les guanines sont positionnées en anti. 

- Dans la topologie antiparallèle, deux brins sont orientés 3’-5’ et les deux autres 

sont en 5’-3’. Dans ce cas-ci, les guanines sont à la fois en syn et en anti. Il existe 

deux types de structures antiparallèles, la première dite « chair » et l’autre dite 

« basket » qui se différencie selon la nature des boucles qui peuvent être latérale, 

diagonale ou encore « propeller » (Figure 14b). 
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- Dans la topologie hybride également appelé « [3+1] », trois brins sont dans la même 

direction et le quatrième est dans le sens opposé à ces derniers et les guanines sont 

positionnées en syn et en anti. 

 

Figure 14 : (a) représentation schématique des différentes conformations d’un G-quadruplex 

unimoléculaire et (b) des différentes natures de boucles. Figure issue et modifiée de Dolinnaya et al. 

Biochem. Mosc. 2016, 81 (13), 1602–1649 19. 

De multiples facteurs interviennent dans cette variation de topologie comme par 

exemple la séquence des brins d’acides nucléiques, la nature et la longueur des boucles, la 

présence du cation métallique. Ces différentes topologies génèrent des sillons de nature 

différentes qui peuvent être étroit, moyen ou large selon la conformation des guanines (syn ou 

anti)21,22. 

Depuis plusieurs années, différentes études ont démontrées que la formation de 

structures G4 à partir d’une séquence d’acide nucléique riche en guanine est un processus 

dynamique faisant appel à différents intermédiaires23–26 (Figure 15). En effet selon le 

mécanisme proposé26, la première étape est la formation d’une structure appelée G-hairpin dite 

‘épingle à cheveux’. Celle-ci est en équilibre avec deux formes, le G4 antiparallèle à deux 

tétrades et la topologie G-triplexe. Cette dernière est également en équilibre avec deux 

conformations, soit le G4 antiparallèle, soit la topologie hybride. A noter que la structure G4 

antiparallèle à trois tétrades est aussi en équilibre avec sa forme à deux tétrades. La formation 
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de ce type de structures nécessite la présence de cations métalliques et concernant la structure 

G-triplexe, il a été observé que des cations monovalents (Na+ et K+) et divalents (Mg2+ et Ca2+) 

possédaient un pouvoir stabilisant pour ce type d’édifice27. 

 

Figure 15 : représentation schématique du mécanisme proposé pour le repliement d’un brin d’ADN en 

structure G4. Figure issue et modifiée de Hou et al. Nucleic Acids Res. 2017, 45 (19), 11401–11412 26 

c) Les différentes topologies des G-quadruplexes ARN 

Les différences majeures entre l’ARN et l’ADN sont que dans l’ARN, l’uracile 

remplace la thymine et que le sucre est un ribose, comme vu précédemment. La présence de la 

fonction hydroxyle supplémentaire sur le pentose va avoir différentes conséquences. Tout 

d’abord, elle permet la création d’interactions intramoléculaires au sein du G4 ARN causant 

une augmentation de la stabilité de ce dernier. Ensuite, la présence de ce groupement hydroxyle 

dans les sillons favorise la capture de molécules d’eau menant également à un gain de stabilité28. 

Et enfin pour des raisons stériques, une orientation anti des bases est favorisée limitant la 

topologie des G4 ARN à une conformation de type parallèle. Ainsi la formation de topologie 

antiparallèle et hybride de G4 de type ARN ne semble pas être favorisée, confirmée depuis 

plusieurs années par différentes études29–31. Toutefois, en 2014 un aptamère ARN artificiel 

nommé « Spinach » a été découvert et celui-ci présente une conformation antiparallèle32. De 

plus en 2018, il a été découvert qu’une séquence télomérique ARN possédait une topologie 

antiparallèle33 ce qui laisse suggérer une possible extension du répertoire des topologies des 

séquences ARN. A noter également que dans le cas de structures G4 ARN présentant des 
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boucles, ces dernières n’affectent pas la topologie qui reste parallèle mais influencent la stabilité 

du G434,35. En effet, il a été montré que plus les boucles sont longues, plus la stabilité du G4 est 

amoindrie jusqu’à atteindre un plateau35. L’autre paramètre qui différencie les G4 ADN et ARN 

est leur capacité à interagir avec des cations monovalents ou divalents. En 2016, Guiset 

Miserachs et al. ont montrés que des cations comme le potassium ou le strontium stabilisent les 

G4 ARN alors que le sodium ne possède cet effet stabilisant36. 

d) Localisations et implications biologiques des G-quadruplexes 

Ces dernières années, de nombreux algorithmes ont été développés dans le but de prédire 

la formation de structures G4 potentielles dans le génome humain37–41. Un des premiers, 

« Quadparser »37, identifie plus de 370 000 séquences potentielles du génome humain capable 

de former des G4 in vivo. Les critères utilisés dans ces études varient selon les algorithmes. 

Effectivement, certains ne recherchent que des séquences possédant quatre répétitions de trois 

guanines, d’autres tiennent compte de la nature et de la longueur des boucles. Ainsi la prédiction 

de structures G4 au sein du génome est complexe et nécessite la considération de multiples 

facteurs. Parmi toutes ces séquences, nombreuses d’entre elles peuvent être présentes dans des 

régions dites ‘fonctionnelles’, c’est-à-dire là où s’effectuent des processus biologiques. Par 

conséquent, la formation de structures G4 s’effectue à des moments précis d’évènements 

cellulaires tels que la transcription, la réplication ou la traduction mais ils peuvent être 

également aperçus au niveau des télomères42 (Figure 16). 
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Figure 16 : représentation schématique de l’implication de structures G4 au sein de différents 

processus cellulaires. Figure issue et modifiée de Rhodes et al. Nucleic Acids Res. 2015, 43 (18), 

8627–8637 42 

 

i. G-quadruplexes télomériques 

Dans les organismes eucaryotes, l’ADN est majoritairement retrouvé dans le noyau de 

la cellule et celui-ci est associé par enroulement à des histones, octamères de protéines en forme 

de tonneau chargés positivement. Ce phénomène d’enveloppement permet de condenser l’ADN 

jusqu’à 10 000 fois et ce complexe histone-ADN est connu sous le nom de nucléosome. Ces 

derniers sont connectés entre eux par des fragments d’ADN et le compactage de nucléosomes 

forme ce que l’on appelle la chromatine. L’enroulement et l’assemblage de ces unités forme le 

chromosome où l’on retrouve à l’extrémité de ces derniers, les télomères43 (Figure 17). 
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Figure 17 : représentation schématique de la composition d’un chromosome. Figure issue et modifiée 

de Jansen et al. Microbiol. Mol. Biol. Rev. 2011, 75 (2), 301–320 43 

Présent au niveau des extrémités des chromosomes eucaryotes, les télomères sont des 

structures nucléoprotéiques et ont comme rôles de protéger les chromosomes de la dégradation 

et de la recombinaison. Chez les humains, l’ADN télomérique est majoritairement une séquence 

double brin, non codante, composé du motif TTAGGG/AATCCC, de longueur variable allant 

jusqu’à 15 000 paires de bases et possède à son extrémité 3’ un simple brin riche en guanines 

appelé « G-overhang » de longueur variable (150 à 300 bases)44,45 (Figure 18). 
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Figure 18 : représentation schématique de l’ADN télomérique. Figure issue et modifiée de Sandin et 

al. Curr. Opin. Struct. Biol. 2014, 25, 104–110 44 

Toutefois, la représentation de l’ADN télomérique comme illustré à la Figure 18 n’est 

pas linéaire mais possède des boucles. En effet, en 1999 il a été observé pour la première fois 

par microscopie électronique que les extrémités des chromosomes chez les mammifères sont 

repliées sur elles-mêmes induisant la formation de deux boucles ou lassos46 (Figure 19). L’une 

appelée « telomere-loop (T-loop) » composée des deux brins d’ADN riches en G et en C. 

L’autre nommée « displacement loop (D-loop) » qui est formée suite à l’insertion de l’extension 

« G-overhang » et qui s’apparie avec une fraction du brin riche en C. A noter que la formation 

de ces boucles n’est thermodynamiquement pas favorable et qu’on y retrouve l’implication de 

différentes protéines45. 

 

Figure 19 : représentation schématique de la configuration de l’ADN télomérique chez les 

mammifères. Figure issue et modifiée de Giardini et al. Progress in Molecular Biology and 

Translational Science; Elsevier, 2014; Vol. 125, pp 1–40 45 
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Lors du phénomène de réplication, l’ADN ne peut être répliqué complètement, causant 

un raccourcissement de l’ADN télomérique à chaque division cellulaire menant in fine vers la 

sénescence réplicative lorsque celui-ci atteint une taille critique (limite de Hayflick). L’un des 

mécanismes permettant de neutraliser ce raccourcissement des télomères est l’activation d’une 

enzyme, la télomérase. Découverte par E. Blackburn et C. Greider en 1985 qui leur ont valu le 

Prix Nobel de médecine en 2009, la télomérase est une ribonucléoprotéine qui maintient la 

longueur des télomères et est surexprimée dans la plupart des tumeurs humaines et dans les 

cellules souches mais est peu présente dans les cellules somatiques saines47. Toutefois, la région 

télomérique de par sa richesse en guanine est sujette à la formation de structures G448–52 et il a 

été montré in vitro que la présence de G-quadruplexes empêche la télomérase d’effectuer son 

rôle cellulaire53. Ainsi, cibler la formation de structures G4 au sein de l’ADN télomérique est 

une des stratégies permettant d’induire la sénescence réplicative et/ou l’apoptose des cellules 

cancéreuses. Un domaine de recherche ayant cet objectif est la conception de petites molécules 

ou ligands qui permettent la stabilisation de structures G4 télomériques, permettant in fine 

d’inhiber l’activité de la télomérase et causer la mort de cellules cancéreuses. Différents 

exemples de familles de ligands de G4 seront présentés ci-après (page 20). 

ii. G-quadruplexes dans les séquences promotrices 

Comme expliqué précédemment, il existe dans le génome humain plusieurs centaines 

de milliers de séquences capables de former des structures G-quadruplexes. Celles-ci peuvent 

se former dans les télomères (voir ci-dessus) mais également dans les séquences promotrices 

(fragment d’ADN sur lequel l’ARN polymérase se fixe afin de réaliser la transcription). Le 

proto-oncogène c-myc est un exemple où une structure G4 parallèle a été observée dans la 

région riche en G de ce gène54–56. D’autres proto-oncogènes montrent également la formation 

de structures G4 tels que VEGF57, bcl-258,59 ou encore c-kit 60. La formation de G4 dans ces 

régions empêche l’interaction entre l’ADN et les facteurs de transcription ce qui peut être vu 

comme une régulation de la transcription. De plus, de multiples études ont montrées que 

l’utilisation de ligands spécifiques aux G4 et que l’interaction G4/ligands permet de limiter 

l’expression de ces gènes61–63. 

La génération de structures G-quadruplexes permet non seulement l’inhibition du 

processus de transcription mais elle peut permettre également de promouvoir la transcription 

de certains gènes64,65. En effet, lorsque les G4 sont situés en amont du site d’initiation de la 

transcription, celui-ci induit une inhibition de la transcription (cas précédent) alors que dans 
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certaines situations, le G4 peut mobiliser des facteurs de transcription de la région simple brin 

provoquant une initiation de la transcription65. Dans le cas où des structures G4 sont formées 

en aval du site d’initiation de la transcription ceci peut avoir comme conséquence d’empêcher 

l’ARN polymérase d’effectuer son rôle et ainsi interrompre la transcription66. L’impact de la 

formation de G-quadruplexes au sein de certains gènes sur le processus de transcription est 

complexe, implique différentes protéines liant des séquences nucléotidiques spécifiques et est 

de plus en plus étudié ces dernières années. C’est le cas notamment des hélicases, protéines 

permettant l’ouverture d’acides nucléiques doubles brins (ADN ou ARN). Par exemple, les 

hélicases XPB et XPD peuvent être mobilisées au niveau de la séquence promotrice et plus 

précisément là où se forme le G4. Ces dernières déroulent le G4 permettant ainsi la réalisation 

de la transcription67. A noter également qu’il est possible de retrouver des G4 en fin de séquence 

du gène ce qui laisse supposer que ces derniers peuvent aussi avoir un rôle dans la terminaison 

de la transcription de certains gènes68. 

iii. G-quadruplexes ARN 

Dans les cellules eucaryotes, on retrouve une séquence nommée TERRA, pour 

« telomeric repeat-containing RNAs (TelRNA) », riche en G, issue de la transcription du brin 

télomérique riche en C et qui forme des structures G4 ARN in vitro et in cellulo 69,70. De plus, 

il a été montré que la structure G4 de cette séquence présente une topologie de type parallèle69–

71.  

Il a également été découvert la formation d’une structure G4 ARN dans la télomérase 

humaine et plus précisément dans la sous-unité ARN de celle-ci, appelée TERC pour 

« telomerase RNA component »72. De plus, les G-quadruplexes ARN sont fréquemment 

recensés dans les ARN messagers (ARNm). Des prédictions informatiques ont révélées que des 

structures G4 ARN potentielles peuvent être présentes dans les régions 5’ non traduites de 

certains gènes (« 5’ untranslated region (5’-UTR) ») et sont impliqués dans des processus 

biologiques tels que la régulation de la traduction73–75. 

iv. Quid des G-quadruplexes in vivo ? 

Il a été montré précédemment que de multiples études spécifiaient la présence de G-

quadruplexes principalement in vitro et également in cellulo. De plus, différents travaux ont 

constatés qu’un certain nombre d’hélicases permettent le déroulement de structures G4 

télomérique in vitro et qu’elles sont nécessaires pour l’intégrité des télomères in vivo76,77. En 
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2013, l’équipe de S. Balasubramanian a démontrée l’existence de G4 de type ADN et ARN au 

sein de cellules vivantes par l’utilisation d’un anticorps spécifique, l’anticorps BG478,79. 

Récemment, une étude a montré que la spectroscopie RMN peut être utilisée pour investiguer 

la présence de structures G4 au sein de cellules vivantes et plus précisément dans des cellules 

d’ovocytes de Xenopus laevis (genre d’amphibien)80. Tout ceci fournit des preuves 

circonstancielles de l’existence de ce type de structures. Toutefois, énormément de questions 

sont encore à résoudre concernant leurs fonctions et leurs mécanismes d’actions in vivo. 

e) Les G-quadruplexes et leurs ligands spécifiques 

Les séquences d’acides nucléiques riches en G pouvant former des structures G4 ne 

semblent pas être présentes aléatoirement dans le génome et se retrouvent dans les télomères 

ou encore dans les séquences promotrices de gènes. La formation de structures G4 peut induire 

différentes réponses cellulaires comme la répression d’un gène ou encore l’inhibition de la 

télomèrase dans les cellules cancéreuses. Ainsi, concevoir de petites molécules, également 

appelées ligands, qui interagissent et stabilisent les G4 pourrait aider à découvrir de nouveaux 

composés possédant des activités (anti-tumorale par exemple). 

Les ligands de G-quadruplexes sont de petites molécules ayant la propriété de se lier au 

G4 avec une grande affinité. Le ligand peut se lier de plusieurs manières au G4. En effet, il peut 

s’empiler sur les G-quartets externes par interaction de type « π-stacking » mais il peut 

également s’intercaler dans le G4, se lier au niveau des sillons, des boucles ou effectuer une 

combinaison de ceux-ci (Figure 20).  

 

Figure 20 : représentation schématique des différents modes d’interaction entre un ligand et un G-

quadruplexe 
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L’interaction G4-ligand peut ainsi s’effectuer par π–stacking, liaisons hydrogènes mais 

aussi par interactions électrostatiques. Ainsi selon le mode de liaison, on retrouve différentes 

familles de ligands. Par exemple, dans le but d’interagir de manière optimale par π–stacking 

avec le G-quartet externe, on retrouve des ligands possédant de larges surfaces aromatiques. 

Ceci peut conférer une certaine sélectivité du ligand puisque ce dernier étant large ne peut 

aisément s’intercaler dans l’hélice double brin. L’utilisation de ligands chargés positivement 

permet l’interaction électrostatique avec l’acide nucléique chargé négativement. Dans ce cas, 

on n’observe pas de réelle sélectivité pour une structure G4 mais cela contribue à la 

stabilisation81–83. Il existe dans la littérature une pléiade de ligands de G4, il est donc difficile 

de les énumérer de manière exhaustive, le Tableau 2 et Figure 21 présentent quelques ligands 

de G4 caractéristiques ainsi que leurs activités biologiques. 

Tableau 2 : exemples de ligands G4 et leurs activités biologiques 

Ligand G4 Activités biologiques 
BRACO-19 Inhibition de l’activité de la télomérase84,85 

Pyridostatin (PDS) 
Inhibition de l’activité de la télomérase86, dommage à l’ADN 

provoquant un arrêt de croissance de cellules cancéreuse87 
TMPyP4 (5,10,15,20-Tetrakis-(N-

methyl-4-pyridyl)porphyrine) 
Favorise la formation de G4 et i-motif88. Inhibition de la 

transcription d’oncogène89 
Telomestatine Inhibition de l’activité de la télomerase90 

PhenDC3 Inhibition de l’activité de la télomerase91 

PDC 360A Inhibition de la télomérase82 

 

 

Figure 21 : représentation de quelques ligands de G4 caractéristiques 
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4. Les i-motifs 

Les i-motifs pour « intercalated motifs », également appelé ADN-i ou i-tétraplexe sont 

des structures secondaires d’ADN à quatre brins et se forment à partir de séquences d’acides 

nucléiques riches en cytosines.  

En 1992, S. Ahmed et E. Henderson découvrent que la séquence télomérique du brin 

riche en cytosine des Tetrahymena et des Oxytricha (genres de ciliés, eucaryotes unicellulaires) 

se présente sous la forme d’hairpin92 mais c’est en 1993 que la première structure i-motif a été 

découverte par Gehring et al.93. Effectivement, ils montrent qu’un hexamère ADN de séquence 

d(TC5) forme à pH acide une structure tétramoléculaire dans laquelle deux duplexes parallèles 

sont en interactions avec une orientation antiparallèle. L’association se fait par des interactions 

entre paires de bases semi-protonées C:C+ (Figure 22).  

 

Figure 22 : (a) représentation schématique de la structure i-motif tétramoléculaire de séquence 

d(TC5). Figure issue de Gehring et al. Nature 1993, 363 (6429), 561–565 93. (b) représentation des 

interactions au sein de la paire de base C:C+ 

Suite à cette découverte, différentes structures i-motifs tétramoléculaires ont été 

caractérisées par RMN et cristallographie94,95. Il est notamment observé que la distance entre 

les paires de bases est de 3,1Å, valeur légèrement inférieure à l’ADN-B (3,4Å) et que 

l’intercalation des paires de bases mène à une structure possédant quatre sillons, deux larges et 

deux mineurs95. En raison de l’arrangement spatial des paires de bases C:C+, deux topologies 

principales peuvent être observées concernant les i-motifs, l’une appelée 3’-E (ou forme R), 

l’autre 5’-E (ou forme S). Lorsque la paire de bases C:C+ la plus externe se situe à l’extrémité 

3’, on parle de la conformation 3’-E et lorsqu’on la retrouve à l’extrémité 5’, on parle de la 
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topologie 5’-E96. La Figure 23 illustre les deux topologies i-motif 3’-E et 5’-E ainsi que les 

différentes possibilités d’i-motifs intra- et intermoléculaires. A noter qu’en 1998, Kanaori et al. 

ont montrés que deux structures i-motifs ayant comme séquences d(C4T) et d(C3T) sont toutes 

deux capables d’intervertir lentement leurs conformations 3’-E et 5’-E97. 

 

Figure 23 : représentation schématique des deux topologies i-motif 3’-E et 5’-E ainsi que les 

différentes possibilités d’i-motifs intra- et intermoléculaires 

La séquence télomérique humaine d(C3TAAC3TAAC3TAAC3T) a été résolue par RMN 

en 2000 par A. Phan, M. Guéron & J-L. Leroy98. Celle-ci est composée de six paires de bases 

C:C+ intercalées et se présente sous la conformation 5’-E, topologie thermodynamiquement 

favorable. La configuration 3’-E, topologie cinétiquement favorable, peut également être 
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observée. L’explication de cette différence provient de la présence d’une interaction T-T 

supplémentaire au sein de la structure 5’-E99. 

a) Facteurs influençant la stabilité et la topologie du i-motif 

De nombreuses études se sont intéressées sur les différents paramètres qui peuvent 

influencer la stabilité et la topologie des i-motifs. Parmi ces facteurs, on peut notamment 

retrouver le pH, la nature de la boucle, la force ionique, l’encombrement moléculaire ou encore 

la nature du pentose. 

i. Influence du pH 

La formation de structure i-motif nécessite la protonation d’une des deux cytidines 

formant la paire de base C:C+ ainsi le pH du milieu est un paramètre essentiel. Le pKa de la 

cytosine étant de 4,6, il est estimé qu’un pH entre 4 et 7 permet la formation d’une topologie i-

motif. A un pH supérieur, les paires de bases C:C+ sont déprotonées, il en résulte une 

déstructuration menant in fine vers la forme simple brin. Lorsque le pH est inférieur à 3, toutes 

les bases cytosines sont protonées, elles ne peuvent donc plus former de liaisons hydrogènes 

selon le modèle de la paire de bases C:C+, caractéristique de la structure i-motif100. On retrouve 

ainsi la notion de pH de transition (pHT) qui désigne le pH à partir duquel on observe la perte 

de la structure i-motif. Ainsi la valeur du pHT permet de donner une idée de la stabilité de la 

topologie i-motif de la séquence étudiée. 

ii. Influence de la paire de base C:C+ 

Les trois liaisons hydrogènes présentes au sein de la paire de base C:C+ jouent un rôle 

primordial dans la stabilité de la topologie i-motif. Ainsi la présence de modifications au sein 

de la paire de base C:C+ peut affecter la stabilité de l’édifice. En 2000, L. Lacroix et al. ont 

étudiés la stabilité d’une structure i-motif et l’impact que peut avoir différentes modifications 

sur la séquence étudiée (5’-TCCTCCT4CCTCCT-3’). Lorsque la cytosine est remplacée par la 

5-méthylcytosine, la conformation i-motif est toujours présente et la stabilité n’est pas 

altérée101.  

En 2014, Wadkins et al. se sont intéressés à la séquence du gène c-myc et à la 

modification de la position C5 de la cytosine où l’on pouvait retrouver soit un groupe méthyle 

ou hydroxyméthyle. Ils ont observés que la méthylation de la cytosine provoque une 

augmentation de la stabilité contrairement à la présence du groupe hydroxyméthyle qui 
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déstabilise la topologie102. A noter que ces mêmes observations ont été constatées pour la 

séquence télomérique humaine103. Ces quelques exemples illustrent que de légères 

modifications peuvent affecter la stabilité de la topologie i-motif. Bien entendu, on retrouve 

dans la littérature d’autres études qui illustrent l’impact de ce paramètre104–106. 

iii. Influence du nombre de cytosines présentes dans la séquence 

Récemment il a été observé que plus il y a de cytosine dans la séquence, plus la structure 

se montre stable107. Dans les séquences étudiées, celle possédant le plus grand nombre de 

cytosines, C10(T3C10)3, montre un pH de transition valant 7,3107. Cette tendance a également été 

constatée avec des séquences oligonucléotidiques dCn où n est compris entre 10 et 30108. Ceci 

confirmant qu’une topologie i-motif peut tout de même être présente à pH neutre. A noter que 

d’autres travaux ont aussi démontrés la présence de structures i-motif à pH neutre provenant de 

certains gènes109,110. 

iv. Influence de la boucle 

La composition de la boucle au sein de la structure i-motif est un facteur qui influence 

sa stabilité. En effet en 2010, Brooks et al. se sont intéressés à des séquences riches en C de 

différents oncogènes et plus précisément sur la composition de ces derniers111. La séquence 

générique de ces oncogènes peut être représentée de la manière suivante : 5’-C3XC3YC3ZC3-3’ 

où X, Y et Z sont les séquences de bases qui séparent les triades C et sont a fortiori les boucles 

qui composent le i-motif intramoléculaire. On peut donc former soit des longues ou des courtes 

boucles selon la composition de X, Y et Z. Ils ont ainsi différenciés les i-motif selon deux 

catégories : la classe I et la classe II. La première représente les i-motifs intramoléculaires à 

boucles courtes et la classe II à boucles longues. Ils ont observés que les i-motifs de la classe I 

sont moins stables que ceux de la classe II et ce en raison d’un plus faible nombre d’interactions 

au sein de la boucle. 

En 2012, Yang et al. ont étudiés l’importance des interactions présentes au sein de la 

boucle sur la séquence i-motif télomérique humaine. Ils ont montré que lorsqu’on substitue 

successivement les bases qui composent la boucle par le tétraéthylène glycol, la stabilité décroit 

progressivement112. 
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v. Influence de ‘l’ossature phosphate’ (« phosphate backbone ») 

Au sein du sillon mineur de la structure i-motif, on retrouve notamment les groupements 

phosphates chargés négativement et la répulsion entre ces derniers doit être contrebalancée pour 

obtenir un édifice i-motif stable. En 2003, Malliavin et al. ont étudié l’effet de la répulsion de 

ces groupements phosphate sur la stabilité d’un i-motif tétramoléculaire de séquence d(C4). 

Cette étude a montré que la topologie 3’-E est plus stable que la 5’-E car elle présente deux 

interactions supplémentaires favorables au sein de la partie saccharidique113. 

La modification de la partie phosphate peut également induire des variations au sein de 

la topologie i-motif. Effectivement, l’utilisation de dérivés thiophosphonates permet l’obtention 

de structures i-motifs intramoléculaire et intermoléculaire114. Il a été également comparé 

l’utilisation de phosphodiester et de thiophosphonate dans de longues séquences (> 16 bases). 

Il a été observé dans tous les cas la présence de structures i-motifs et ce, même à pH neutre. De 

plus, il a été constaté que les i-motifs avec les dérivés thiophosphonates présentent une stabilité 

légèrement plus faible par rapport aux composés phosphodiesters115.  

Une autre étude a montré que l’utilisation d’un dérivé méthylphosphonate ne permet pas 

la formation d’une configuration i-motif101. Ainsi l’ajout d’un groupement légèrement 

encombrant peut influencer significativement la formation de la structure i-motif. 

vi. Influence du dérivé saccharidique 

Afin de connaitre l’influence sur la stabilité de la structure en réalisant une modification 

sur le dérivé saccharidique, l’une des premières études a été de comparer un i-motif sous forme 

ADN et ARN116. Pour rappel, la différence entre les deux est que l’ARN possède une fonction 

hydroxyle en position C2’ du pentose et que la conformation privilégiée est de type C3’-endo. 

La séquence qui a été étudiée est la suivante : 5’-C3TC3T4C3TC3-3’. Il a été constaté que la 

séquence ADN présente une stabilité nettement plus importante que la version ARN. Cette 

différence peut être expliquée par des répulsions existantes entre les groupements 2’ OH des 

pentoses présents dans le sillon mineur causant in fine une déstabilisation de l’édifice. La 

substitution des nucléosides U par des nucléosides dU (c’est-à-dire passer d’un sucre qui 

possède un groupement 2’ OH à un sucre qui n’en contient pas, tout en gardant la base uracile) 

a permis de confirmer que c’est bel et bien la présence du groupement 2’ OH dans cette 

configuration qui cause l’instabilité de la structure. Cette observation a été confirmée par une 
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autre étude en utilisant des i-motifs hybrides, c’est-à-dire des séquences mixtes ADN/ARN et 

celles-ci se sont montrées moins stables que leurs homologues ADN116,117.  

Une autre étude a montré que le remplacement du désoxyribose par l’arabinose (où le 

groupement 2’ OH pointe vers le sillon majeur) ne perturbe pas la formation de structure i-

motif118 alors que la présence d’un groupement 2’-O-méthyl la déstabilise fortement116. 

vii. Influence de la force ionique, de l’encombrement moléculaire et de la présence de 

cations 

Il a été constaté que la force ionique de la solution pouvait influencer significativement 

la stabilité de la structure i-motif. En effet, Mergny et al. ont montré qu’à pH ≥ 4,8, 

l’augmentation de la concentration en NaCl (allant de 0 à 100mM) déstabilise le i-motif. Au-

delà de 100mM, aucune augmentation de déstabilisation n’est observée119. Cette tendance a 

également été constatée pour le gène n-myc120. 

Le facteur d’encombrement moléculaire (« crowding ») peut aussi influencer la stabilité 

de l’édifice i-motif. Dans le but d’imiter l’environnement que les acides nucléiques peuvent 

ressentir au sein de la cellule, des agents moléculaires peuvent être utilisés. Ces derniers 

possèdent des masses molaires élevées et on retrouve par exemple les polyéthylènes glycol 

(PEGs). Des conditions d’encombrement favorisent la stabilisation de structures G4 et i-motif 

par rapport au duplex ou à la structure simple brin121,122. 

Le groupe de Z. Waller a montré que la présence de cations Ag+ et Cu+ permettaient la 

stabilisation des édifices i-motifs, et ce même à pH neutre123,124. Ces cations se positionnent 

comme le proton, au centre de la paire de base C:C. Une récente étude a montré qu’en présence 

d’ions Mg2+ et dans des conditions d’encombrement moléculaire, la structure i-motif se voit 

stabilisée à pH physiologique125. 

b) Localisations et implications biologiques des i-motifs 

Précédemment, il a été vu qu’un nombre important de séquences du génome humain 

pouvait former des G-quadruplexes. Ainsi en principe, le brin complémentaire de ces séquences 

riches en G est susceptible de former des structures i-motifs. Tout comme les G4, celles-ci 

peuvent être retrouvées au niveau des télomères mais également dans les séquences 

promotrices.  
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Le groupe de Z. Waller a utilisé l’algorithme « Quadparser » (algorithme utilisé au 

départ pour déterminer théoriquement le nombre de séquences pouvant former des G4) pour 

estimer le nombre de séquences potentielles i-motifs107. Leurs critères de recherche sont des 

séquences possédant quatre fragments de cytosines séparés par un certain nombre de 

nucléotides allant 1 jusqu’à 19. Ils ont ainsi découvert plus de 5000 séquences potentielles dont 

637 dans les séquences promotrices de gènes. Le groupe de C. Burrows a également analysé le 

génome humain mais plus particulièrement les séquences de type dCn (où n est compris entre 

15 et 81) et ils ont trouvés 769 séquences potentielles108. Ces dernières sont retrouvées dans les 

promoteurs de gènes mais également dans les introns. Ces deux études confirment qu’un certain 

nombre de séquences issues du génome humain peuvent former des structures i-motifs et que 

celles-ci ne sont pas situées aléatoirement ce qui laisse suggérer qu’elles peuvent être 

impliquées dans certains processus biologiques. 

i. Les i-motifs télomériques 

Comme mentionné précédemment, on retrouve dans les télomères une séquence riche 

en cytosines capable de former une structure i-motif. La séquence télomérique humaine du brin 

riche en C a été caractérisée par RMN en 200098. Concernant celle-ci, il a été montré que dans 

des conditions légèrement acides, la formation de structure i-motif était privilégiée par rapport 

au duplex126. De plus, différentes protéines interagissant avec des i-motifs télomériques ont été 

également identifiées127,128. On retrouve par exemple la protéine ASF1/SF2, protéine associée 

dans l’épissage d’ARNm et impliquée dans la suppression d’introns. 

ii. Les i-motifs dans les séquences promotrices 

Différents travaux ont montrés qu’au sein du génome humaine, un certain nombre de 

séquences peuvent potentiellement former des structures i-motifs107,108. Parmi ces séquences, 

on retrouve notamment des gènes tels que c-myc, bcl-2 ou encore c-kit et ces structures i-motifs 

sont impliqués dans la régulation du processus de transcription. 

Le proto-oncogène c-myc est impliqué dans différents processus biologiques tels que la 

croissance cellulaire. La dérégulation de ce gène est caractéristique de différents cancers 

(poumons, pancréas, etc). Au sein du gène c-myc on retrouve notamment sept zones appelées 

« nuclease hypersensitive element (NHE) » que l’on peut définir comme une portion de gène 

vulnérable aux nucléases. Parmi ces sept NHE, le fragment NHE III1 contient un brin riche en 

cytosines capable de former des i-motifs et est également responsable à 90% du contrôle de la 
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transcription du gène c-myc 129,130. Lors du processus de transcription de ce gène, plusieurs 

protéines viennent interagir avec cette portion NHE III1 induisant l’activation de la 

transcription. On retrouve notamment parmi ces protéines, hnRNP K pour « heterogeneous 

ribonucleoprotein K » qui est un facteur de transcription interagissant spécifiquement avec le 

brin riche en C de la région NHE III1 de c-myc. Cependant, il a été émis comme hypothèse que 

lorsqu’une structure i-motif se forme dans cette région, cela induit une altération de l’interaction 

entre hnRNP K et le brin d’ADN, affectant ainsi la transcription de ce gène. Dans cette étude, 

la structure i-motif s’est formée à pH neutre et dans des conditions dites « negative superhelical 

stress ». A noter que des effets similaires ont été observés avec la formation de G-quadruplexes 

au sein de la région NHE III1 du gène c-myc 130,131. 

L’oncogène bcl-2 pour « B-cell lymphoma 2 » est impliqué dans la régulation de la mort 

cellulaire en étant anti-apoptotique, c’est-à-dire empêchant l’apoptose. On retrouve dans ce 

gène une région riche en C appelée « P1 promoter ». La séquence contient six fragments d’au 

moins trois cytosines et peut former une structure i-motif de classe II, c’est-à-dire possédant de 

longues boucles et une haute stabilité (pHT = 6,6)111,132. La protéine WT-1 est connue pour 

interagir avec la région P1 de bcl-2 et pour être une protéine répressive de la transcription de ce 

gène. Le groupe de L. Hurley a émis l’hypothèse que la formation de structures secondaires 

(G4 et/ou i-motifs) empêche l’interaction entre WT-1 et le brin d’ADN, permettant ainsi 

l’expression du gène bcl-2 111. Quelques années plus tard, ce même groupe a démontré que la 

séquence riche en C de la région P1 du gène bcl-2 est en équilibre entre deux formes, une 

structure hairpin et i-motif133. Lorsque la structure hairpin est stabilisée par un ligand par 

exemple, il est observé une répression de la transcription alors que si la séquence est sous la 

forme i-motif, l’expression de la transcription est constatée. A noter que dans ce deuxième cas, 

l’activation de la transcription est rendue possible grâce à la protéine hnRNP LL, protéine 

faisant partie de la famille des « heterogenous ribonucleoprotein », qui suite à l’interaction avec 

le brin riche en C déroule la structure i-motif et induit la transcription du gène. Ceci est un autre 

exemple où la formation de structures secondaires d’ADN permet l’expression d’un gène. 

Une structure i-motif peut également se former à l’extrémité 5’ du gène retinoblastoma 

(Rb-1). Ce dernier code la protéine du rétinoblastome connue pour exercer un contrôle négatif 

sur le cycle cellulaire et sa régulation est perturbée dans presque tous les cancers134,135. L’édifice 

i-motif formé au sein de ce gène est de classe I, c’est-à-dire qu’il possède de petites boucles et 

son pHT vaut 5,9111,135. De plus, il a été constaté que cette séquence pouvait former deux 

topologies i-motifs intramoléculaires135. 
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La séquence promotrice du proto-oncogène RET pour « REarranged during 

Transfection » est également connu pour former des structures G-quadruplexes et i-motif 

intramoléculaire de classe I avec un pHT valant 6,4136.  Un édifice i-motif intramoléculaire de 

classe I possédant un pHT de 5,8 a été constaté dans la séquence promotrice du gène VEGF pour 

« Vascular Endothelial Growth Factor »137. 

L’oncogène c-kit présente dans sa région promotrice une séquence capable de former 

une structure i-motif stable dans des conditions légèrement acides (pH 6,8)138,139. Il a été 

démontré que les bases C et G présentes dans les boucles influencent grandement la topologie 

de l’édifice surtout dans le cas où le pH est proche de 7. En effet, lorsque ces bases sont 

substituées par T, il a été observé la perte de la structure i-motif à pH 6,8 alors qu’à pH 5, la 

stabilité de l’édifice n’est que très peu modifiée139. Ceci illustrant encore une fois l’impact que 

peut avoir la nature de la boucle sur la stabilité. 

iii. Quid des i-motifs in vivo ? 

La pertinence biologique des i-motifs a souvent été remise en cause en raison d’un 

manque de preuves in vivo de ce type de structures et du fait qu’un pH acide soit nécessaire 

pour la formation de ces édifices. Toutefois, très récemment deux études ont démontrées la 

présence d’i-motifs au sein de cellules humaines vivantes140,141. La première décrit l’utilisation 

de la spectroscopie RMN au sein de cellules vivantes dans le but d’étudier la stabilité des i-

motifs. Différentes séquences promotrices humaines ont été pré-structurées et transfectées dans 

des cellules HeLa. Des signaux RMN caractéristiques des i-motifs ont été détectés jusqu’à 35°C 

et ceux-ci persistent dans leur environnement. Ceci laisse suggérer que des structures i-motifs 

peuvent être présentes dans un environnement cellulaire140. La seconde étude implique 

l’utilisation d’un anticorps appelé « iMab » capable de se lier spécifiquement et avec une grande 

affinité aux séquences riches en C pouvant former des i-motifs. Tout d’abord, il a été démontré 

qu’iMab peut se lier à différentes topologies bien connues d’i-motifs et n’interagit pas avec 

d’autres structures ADN telles que le duplex, l’hairpin ou encore le G4. Ensuite par 

immunofluorescence, il a été mis en évidence la présence de structures i-motifs au sein du noyau 

cellulaire. Cette étude a également constatée que le nombre de structure i-motifs détecté variait 

selon le cycle cellulaire ce qui laisse suggérer que la formation d’i-motifs s’effectue à des 

moments précis du cycle de vie de la cellule et notamment lorsque l’activité transcriptionnelle 

est élevée141. 
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c) Les i-motifs et leurs ligands spécifiques 

L’utilisation de ligands interagissant avec des structures i-motifs peut être envisagée 

dans le but de réguler des processus biologiques tels que l’expression de certains gènes ou 

l’activité de la télomérase. Dans la littérature, on retrouve de multiples exemples de ligands 

interagissant avec ce type de structure. En effet, des i-motifs intramoléculaires (séquence 

télomérique) et intermoléculaires (bimoléculaire et tétratomléculaire) interagissent avec la 

porphyrine cationique TMPyP488,142. Des dérivées phénanthrolines143, acridines144 et 

berberines145 peuvent également se lier avec la séquence i-motif télomérique. D’autres petites 

molécules ont été signalées pour interagir avec des structures i-motifs (séquences télomériques 

et oncogènes). C’est le cas de la mitoxantrone, la tilorone, la tobramycine, la phénazopyridine, 

l’amodiaquine, l’harmalol, la quinalizarine et la minocycline tyrothricine146. Des ligands G4 

bien connus comme BRACO-19, Phen-DC3 ou encore la pyrodistatin (PDS) peuvent également 

interagir avec les i-motifs147. La Figure 24 illustre les différents ligands i-motifs mentionnés 

précédemment. 

 

Figure 24 : représentation de ligands interagissant avec des structures i-motifs 

Toutefois, l’inconvénient majeur de ces ligands i-motif est la faible sélectivité envers la 

topologie i-motif versus G-quadruplexe. Ainsi, la conception d’un ligand i-motif sélectif 

nécessite des informations détaillées sur la structure i-motif ciblée afin de pouvoir créer une 

molécule aux caractéristiques uniques permettant d’interagir avec des zones spécifiques du i-
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motif. On retrouve quatre zones où des interactions ligand/i-motif sont envisageables (Figure 

25) : interaction au niveau des sillons ; intercalation du ligand au sein de la structure ; 

interaction au niveau des boucles ; interaction du ligand par empilement (« end stacking »). 

 

Figure 25 : représentation schématique des différents modes d’interaction entre un ligand et un i-motif 

Par l’utilisation de ligand spécifique aux i-motifs, il est possible de réguler des processus 

biologiques. Un premier exemple a été publié en 2012 avec la formation et la stabilisation de i-

motif télomériques par l’utilisation de nanotubes de carbone simple-feuillet et ce à pH 

physiologique. Il en résulte l’inhibition de l’activité de la télomérase menant in fine à la 

senescence et l’apoptose dans des cellules cancéreuses in vitro et in vivo148. L’expression de 

certains gènes peut également être contrôlée par le biais de petites molécules. Cela a été effectué 

par exemple pour l’oncogène bcl-2 où l’utilisation de ligands permettait soit l’activation ou la 

répression du gène133. Un autre exemple, l’oncogène PDGFR-β (« platelet-derived growth 

factor receptor β ») contient un fragment NHE riche en cytosine capable de former un i-motif 

de classe II et le ciblage de ce dernier par un ligand de type benzothiophène a été envisagé. La 

stabilisation du ligand sur la structure i-motif provoque la répression du gène PDGFR-β149. 

L’oncogène c-myc a également été ciblé par Shu et al. en 2018. Ils ont montrés que l’utilisation 

d’un dérivé acridone permettait la régulation négative du gène c-myc150. En 2017, Debnath et 

al. ont dévoilés deux ligands peptidomimétiques, l’un spécifique à la reconnaissance d’i-motifs 

et l’autre spécifique aux G4151. Ils ont également démontrés que la stabilisation de l’édifice i-

motif régule positivement l’expression du gène bcl-2 alors que la stabilisation du G4 induit 

l’effet contraire. 
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5. Techniques de caractérisation des structures G-quadruplexes et i-motifs 

De multiples techniques permettent d’obtenir des informations sur la topologie et la 

stabilité des structures secondaires d’ADN et d’ARN. On retrouve par exemple la spectroscopie 

d’absorption UV avec notamment la technique « Thermal Difference Spectra (TDS) », le 

dichroïsme circulaire (CD), la résonnance magnétique nucléaire (RMN) ou encore la 

cristallographie aux rayons X. 

La technique « Thermal Difference Spectra (TDS) » permet de caractériser la structure 

d’une séquence oligonucléotidique par le biais du spectre d’absorption UV. De manière 

générale, les spectres d’absorption de l’acide nucléique sont effectués à basse et à haute 

température (au-dessus de la température de dénaturation de la séquence étudiée (Tm)) afin 

d’obtenir le spectre du composé dans sa forme structurée et déstructurée. La différence de ces 

deux derniers fournit un spectre possédant une forme unique renseignant sur la structure de 

l’acide nucléique. La Figure 26 illustre l’allure du spectre pour des acides nucléiques de type 

duplexes (Figure 26a) et G-quadruplexes (Figure 26b)152. En particulier les spectres TDS des 

ADN G-quadruplexes sont caractéristiques et montrent une bande négative intense vers 292 

nm. 

 

Figure 26 : représentation de l’allure des TDS pour un ensemble d’acides nucléiques de type duplexes 

(a) et de type G-quadruplexes (b). Figure issue et modifiée de Mergny et al. Nucleic Acids Res. 2005, 

33 (16), e138 152 

La caractérisation de structures secondaires d’ADN et d’ARN peut également être 

effectuée par dichroïsme circulaire (CD). Cette technique est basée sur la capacité qu’une 

molécule ou un matériau absorbe différemment la lumière selon sa polarisation (circulaire 

droite ou circulaire gauche). Ainsi l’une des deux composantes peut être absorbée plus 

rapidement que l’autre. Le dichroïsme circulaire est couramment utilisé pour des analyses de 

structures, des changements de conformation et pour la détermination de la température de 



 

35 

 

dénaturation (Tm) d’acides nucléiques153. Cette méthode renseigne sur la topologie adoptée par 

le G4 ou le i-motif grâce à la présence de signaux caractéristiques. Une conformation parallèle 

présente des signaux spécifiques, un maximum à 260 nm et un minimum à 240 nm. Une 

topologie antiparallèle quant à elle est caractérisée par deux maxima à 240 et 290 nm et un 

minimum à 260 nm. Enfin, la conformation hybride présente deux maxima à 260 et 290 nm et 

un minimum à 240 nm21. La Figure 27 illustre l’allure des spectres CD pour les trois types 

conformations. De plus, cette technique est non-destructive et nécessite très peu de quantité de 

produit (une concentration de quelques µM est suffisante)21. 

 

Figure 27 : représentation schématique de la technique dichroïsme circulaire (CD) et de l’allure des 

spectres CD des trois conformations possibles de G4. Figure issue et modifiée de Carvalho et al. J. 

Chem. Educ. 2017, 94 (10), 1547–1551 153 

La résonance magnétique nucléaire (RMN) est également utilisée pour caractériser les 

G-quadruplexes et les i-motifs. Cette technique est également non-destructive mais nécessite 

une quantité plus importante de produit (concentration de l’ordre du millimolaire) comparé au 

dichroïsme circulaire. Les G-quadruplexes et les i-motifs possèdent une signature particulière 

en RMN. En ce qui concerne les G4, le proton de l’azote N1 des guanines du G-quartet possède 

un déplacement chimique dans les environs 10-12 ppm. De plus, le proton impliqué dans la 

formation du G-quartet est moins échangeable et est alors assez fin sur le spectre 1H-RMN et 

visible dans un solvant aqueux154. Concernant les i-motifs, ceux-ci présentent des pics 

caractéristiques en RMN du proton vers 15 ppm. La caractérisation d’une structure par RMN 

nécessite la présence d’une espèce stable et majoritaire. En effet, s’il y a la présence de plusieurs 

conformations en solution, l’interprétation du spectre peut s’avérer complexe. Des 

modifications de la séquence peuvent également être apportées dans le but de limiter cette 

hétérogénéité21. Plusieurs séquences d’acides nucléiques ont été résolues par RMN comme la 

séquence télomérique G4155 et i-motif98 ou encore l’oncogène c-myc 61. 
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La cristallographie aux rayons X permet également de caractériser de manière précise 

la topologie de structures G4 ou i-motifs. Par cette méthode, des informations à l’échelle 

atomique peuvent être obtenues pour une topologie bien précise. Cependant, cette technique ne 

permet pas déterminer si la séquence étudiée présente un polymorphisme et si celle-ci est 

l’espèce majoritaire en solution. La séquence télomérique G4 a été caractérisée par 

cristallographie aux rayons X156, de même qu’un ensemble d’autres séquences d’acides 

nucléiques157. 
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___________________________________________________________________________ 

Chapitre II 

Présentation du projet de thèse 

___________________________________________________________________________ 
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Les séquences d’acides nucléiques riches en guanines peuvent adopter une multitude de 

topologies en solutions. Ce phénomène de polymorphisme est dû à plusieurs facteurs comme 

la nature de la séquence des brins d’acides nucléiques, la nature et la longueur des boucles ou 

encore la présence du cation métallique21,22. Ce polymorphisme est exacerbé dans la séquence 

d’ADN télomérique du brin riche en G qui peut présenter de multiples conformations158 comme 

illustré dans la Figure 28. 

 

Figure 28 : représentation schématique des différentes conformations possibles de la séquence 

télomérique humaine. Figure issue de Liu et al. Biophys. Rev. 2019, 11 (3), 389–393 158 

a) conformation antiparallèle « basket » ; b) conformation parallèle ; c) conformation hybride forme 

1 ; d) conformation hybride forme 2 avec la séquence d(TA(GGGTTA)3GGGTT) ; e) conformation 

antiparallèle à deux tétrades ; f) conformation antiparallèle (2+2) ; g) conformation hybride forme 1 

avec la séquence modifiée d(AAA(GGGTTA)3GGGAA) ; h) conformation hybride forme 2 avec la 

séquence d(TTA(GGGTTA)3GGGTT). 

De par leurs implications biologiques, les G-quadruplexes ont depuis ces dernières 

années suscité un intérêt grandissant et notamment dans le domaine d’identification de protéines 

interagissant avec les G4 ou encore dans la conception de petites molécules liant les G4 et 

affectant différents processus cellulaires. Cependant, la plupart de ces ligands ne montrent pas 

une spécificité suffisante pour une topologie bien particulière de G4. De plus lors de ces études 

d’interactions in vitro, cette caractéristique de polymorphisme est exaltée. Effectivement, il a 

été montré que de la modification d’un facteur expérimental comme la nature du cation ou la 

concentration moléculaire peut impacter la conformation du G4159. Ainsi, la topologie adoptée 

par les G4 au sein du milieu cellulaire est difficile à déterminer et est encore à l’étude.  

 



 

39 

 

Dans ce contexte, la conception d’édifices G4 possédant une conformation bien définie 

se montre intéressante et pertinente. Ces dernières années, notre laboratoire a développé un 

système permettant d’obtenir des édifices tétraplexes d’acides nucléiques avec une topologie 

bien définie. Ce concept appelé TASQ pour « Template Assembled Synthetic G-Quadruplex » 

utilise un support peptidique rigide permettant de greffer successivement les séquences d’acides 

nucléiques et obtenir in fine une conformation bien particulière. Ce substrat peptidique est un 

cyclodécapeptide également appelé « RAFT » pour « Regioselectively Addressable 

Functionnalised Template » développé dans les années 1990 par Mutter et al. 160,161 (Figure 

29a). Le RAFT se compose de dix acides aminés et possède deux liens glycine-proline coudés 

induisant à la structure d’être pratiquement rigide. La longueur et la largeur du support sont de 

10 Å et 5 Å respectivement. Le RAFT présente deux faces distinctes : une face supérieure où 

les chaines latérales de quatre lysines distantes de 7-8 Å sont orientées et une face inférieure 

sur laquelle la chaine latérale d’une lysine est orientée. Ces chaines latérales peuvent être 

fonctionnalisées afin d’y greffer diverses molécules. Pour le concept TASQ, la face supérieure 

est utilisée pour lier des oligonucléotides par le biais de réactions chimiosélectives et former 

une structure tétraplexe. Quant à la face inférieure, la lysine permet de greffer une biotine 

permettant l’immobilisation de l’édifice lors d’études d’interactions (Figure 29b). 

 

Figure 29 : (a) représentation de la structure RAFT et (b) représentation schématique du concept 

« Template Assembled Synthetic G-Quadruplex » (TASQ) 
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Notre laboratoire a pour but depuis de nombreuses années de concevoir des mimes G-

quadruplexes et i-motifs possédant une conformation bien définie par l’utilisation du concept 

TASQ. Ces édifices représentent des cibles biologiques pertinentes étant donné que les 

séquences immobilisées sont dérivées de la séquence télomérique ou d’oncogènes. Le greffage 

de ces séquences sur le support peptidique s’effectue à l’aide de différentes ligations 

chimiosélectives couramment utilisées dans notre laboratoire. La Figure 30 illustre différents 

mimes obtenus ces dernières années au sein de notre équipe. On y retrouve des édifices 

tétramoléculaires ADN, ARN, ADN/ARN et i-motif mais également des composés 

trimoléculaires et bimoléculaires, tous dérivés soit de la séquence télomérique ou d’origines 

virale (HIV)162–167. 

 

Figure 30 : représentations de différents mimes G4 

La conception d’édifices tétraplexes ADN et ARN fait appel à une ou plusieurs ligations 

chimiosélectives. Au départ, il a été conçu des G4 tétramoléculaires parallèles utilisant qu’une 

seule ligation chimique162. Par la suite, d’autres édifices sollicitant deux ou trois ligations 
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chimiosélectives ont été synthétisés163–167. Parmi celles-ci, on retrouve la ligation oxime, la 

cycloaddition CuAAC et le couplage thiol-chloroacétamide (CTC). L’utilisation de plusieurs 

ligations orthogonales permet de diversifier mais également d’envisager l’obtention d’édifices 

tétraplexes plus complexes. Ces travaux ont permis à la fois de valider le concept TASQ mais 

aussi d’utiliser ces édifices comme des outils afin de déterminer l’affinité ainsi que la sélectivité 

d’un ligand pour une topologie bien définie de G4. Par exemple, il a été montré que ligand 

TmPyP4 possède une bonne affinité pour les G4 (KD = ~200-300nM) mais n’a pas de réelle 

sélectivité entre des G4 parallèles ADN et ARN. Le ligand BRACO-19 quant à lui possède une 

sélectivité plus importante pour les G4 ADN (KD = 8nM) plutôt que les G4 ARN (KD = 261nM). 

Ceci peut être expliqué par le fait que les G4 parallèles ADN et ARN possèdent des sillons 

différents qui vont influencer sur l’interaction entre le G4 et le ligand165. Il a été également 

montré que les ligands PDS et PhenDC3 possèdent une excellente affinité (KD < 25nM) pour 

G4-HIV-PRO1 et G4-LatH-1 mais aucune sélectivité n’est observée entre ces deux 

derniers166. De plus, récemment il a été montré que les ligands BRACO-19, PDS et PhenDC3 

possèdent une bonne affinité pour l’édifice G4-hTel22 et G-Triplex ADN avec des valeurs de 

KD allant de 5,3 à 318nM mais ils ne possèdent pas de réelle sélectivité entre les deux 

édifices167.  

Toutefois, l’utilisation de plusieurs ligations chimiosélectives permet certes de 

compléter le panel d’édifices tétraplexes mais ne garantit pas la certitude d’obtenir totalement 

le produit désiré. En effet pour les composés G4-HIV-PRO1, G4-LatH-1 et -2, la dernière 

étape lors de la synthèse de ces derniers est la fermeture des boucles par la cycloaddition 

CuAAC qui peut se dérouler soit de manière ‘parallèle’ (c’est-à-dire que les deux boucles sont 

parallèles l’une par rapport à l’autre ; produit désiré) ou ‘croisée’ (c’est-à-dire que les deux 

boucles s’entrecroisent entre elles lors de la fermeture des boucles sur l’édifice ; produit non 

désiré). Il a été démontré lors de cette dernière étape qu’une pré-organisation de l’édifice en 

topologie antiparallèle effectuée avant l’ajout des différents réactifs permet l’obtention du 

composé désiré. Cependant, il est difficile de confirmer que 100% de la fermeture s’est déroulée 

de manière ‘parallèle’. Deux possibilités sont envisageables pour éviter cette situation. La 

première est d’utiliser trois ligations chimiosélectives et d’en réutiliser une en cours de synthèse 

en réalisant une modification sur l’un des substrats. La seconde stratégie est d’utiliser en tout 

quatre ligations chimiosélectives afin de greffer successivement les oligonucléotides pour 

obtenir l’édifice désiré. Ces deux possibilités ont été envisagées au cours de ce projet de thèse. 

En effet, les objectifs ont été de développer de nouveaux mimes G-quadruplexes et i-motif 
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contraints mais également d’implémenter une quatrième ligation chimiosélective, orthogonale 

aux trois autres déjà mises en place au sein de notre laboratoire. 

Ce travail de thèse est réparti en trois chapitres. Le premier consiste en la synthèse d’un 

mime i-motif bimoléculaire antiparallèle dérivé de la séquence télomérique (édifice F, Figure 

31a). La synthèse du mime F implique l’utilisation de trois ligations chimiosélectives 

orthogonales. Les détails de la synthèse ainsi que les caractérisations effectuées seront présentés 

dans le chapitre III. La seconde partie consiste en l’incorporation et l’utilisation d’une nouvelle 

ligation chimiosélective dans la chimie des oligonucléotides. Ainsi au sein du chapitre IV, il 

sera développé la méthodologie de cette nouvelle ligation pour les oligonucléotides mais 

également l’implémentation de celle-ci avec les trois autres chimies couramment utilisées dans 

notre laboratoire. Il y sera détaillé la synthèse d’un composé ‘preuve de concept’ (édifice H, 

Figure 31b). Enfin le chapitre V exposera les résultats d’études d’interactions entre des mimes 

G-quadruplexes et des protéines cellulaires. Ces résultats sont issus d’une collaboration établie 

avec Dr. D. Gomez de l’université de Toulouse (Institut de Pharmacologie et de Biologie 

Structurale, IPBS). 

 

Figure 31 : représentation de l’édifice i-motif bimoléculaire antiparallèle (a) et du composé présentant 

quatre ligations chimiosélectives (b) 
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___________________________________________________________________________ 

Chapitre III 

Synthèse d’un mime ADN i-motif et 

étude de sa topologie 

___________________________________________________________________________ 
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Au cours de ce chapitre, la synthèse d’un système bioconjugué oligonucléotides-peptide 

est abordée. Ce dernier représente un mime i-motif possédant la séquence d’ADN télomérique 

et constitue une cible intéressante d’un point de vue biologique. Dans le but d’obtenir ce type 

d’édifice, la synthèse d’un châssis peptidique et d’oligonucléotides fonctionnalisés s’effectuent 

préalablement et indépendamment. On retrouve sur ceux-ci des fonctions chimiques 

complémentaires afin de les lier ensemble par le biais de ligations chimiosélectives. Ce chapitre 

expose de manière détaillée la synthèse du support peptidique, des oligonucléotides et des 

ligations mises en œuvre. Des études concernant la topologie et la stabilité de cette structuration 

seront également présentées. 

1. Généralités sur la synthèse peptidique et oligonucléotidique 

a) Synthèse peptidique 

La synthèse peptidique s’effectue usuellement sur phase solide (SPPS) de manière 

manuelle ou automatisée. Cette stratégie, décrite par Merrifield et al dans les années 1960168, 

permet de réaliser une élongation de la chaîne peptidique en effectuant successivement des 

étapes de déprotection et de couplage d’acides aminés. La SPPS présente l’énorme avantage 

d’être exempter de purification entre chaque étape de couplage étant donné que la synthèse se 

déroule sur un support solide fonctionnalisé et que les différentes espèces réactionnelles 

peuvent être facilement éliminées par filtration. De plus, différents solvants, agents activateurs 

ou encore groupements orthogonaux sont compatibles avec la SPPS.  

La stratégie de synthèse utilisée au sein de notre laboratoire pour la préparation de 

châssis peptidique est dite « Fmoc/tBu ». Les acides aminés utilisés possèdent un groupement 

protecteur Fmoc sur la fonction amine de la chaine principale. Par cette protection, un seul acide 

aminé est ajouté à la fois et cette élongation s’effectue du C-terminal vers le N-terminal. Entre 

chaque couplage, le groupement Fmoc est enlevé par une réaction de β–élimination à l’aide 

d’un mélange DMF/pipéridine (8/2, v/v) permettant ainsi l’ajout du prochain acide aminé. En 

utilisant cette stratégie de synthèse, il faut s’assurer que les fonctions chimiques présentes sur 

les chaînes latérales des acides aminées soient protégées et stables au cours des réactions de 

couplage et de déprotection. De plus, il est possible de suivre les étapes de 

couplage/déprotection en réalisant un dosage du groupement Fmoc. Enfin, la résine 

fonctionnalisée utilisée au cours de cette thèse est la 2-chlorotrityl. Celle-ci permet de réaliser 

l’étape du clivage entre le peptide linéaire et le support solide dans des conditions acides douces 



 

45 

 

(1% de TFA ou un mélange acide acétique/2,2,2-trifluoroéthanol (TFE)) permettant ainsi de 

conserver certains groupements protecteurs présents sur le peptide. 

b) Synthèse oligonucléotidique 

Tout comme les peptides, les oligonucléotides sont également synthétisés en phase 

solide, on parle alors de SPOS. Au laboratoire, nous utilisons la chimie des phosphoramidites 

pour l’introduction des nucléotides169. La synthèse s’effectue sur support solide et de manière 

automatisée pour laquelle l’élongation de la chaîne nucléotidique s’effectue de l’extrémité 3’ 

vers l’extrémité 5’. La synthèse oligonucléotidique peut se décomposer en quatre étapes 

(Schéma 1). La première est la détritylation du groupement protecteur présent en 5’ de 

l’oligonucléotide. Celle-ci se réalise à l’aide d’acide trichloroacétique dans le dichlorométhane 

et un cation de couleur orange est généré, le diméthoxytritylium (DMTr+). Le dosage par 

spectrophotométrie de ce dernier permet d’évaluer l’efficacité de chaque cycle de synthèse. On 

retrouve à la fin de cette étape, une fonction hydroxyle en position 5’ de l’oligonucléotide. Sur 

cette position, le prochain nucléotide est ensuite ajouté et ainsi se forme une liaison phosphite 

triester. Cette seconde étape est effectuée en présence de tétrazole, acide faible ayant un rôle 

d’activateur. L’avant dernière étape est le coiffage, également appelée « capping » et permet 

d’éviter que se forme des oligonucléotides présentant des délétions étant donné que l’étape de 

couplage n’est jamais totale. Pour ce faire, les hydroxyles libres vont être acétyler à l’aide 

d’anhydride acétique et ainsi ces derniers ne pourront plus réagir lors des cycles suivants et 

seront facilement éliminés ultérieurement lors de la purification. Et enfin, l’oxydation est la 

quatrième et dernière étape du cycle de synthèse. Au cours de celle-ci, la liaison phosphite, 

instable, est transformée en liaison phosphate triester, stable, par oxydation en utilisant une 

solution de diiode et d’eau. Après synthèse, la séquence d’oligonucléotide est clivée du support 

solide à l’aide d’une solution d’ammoniaque ou d’un mélange ammoniaque/méthylamine (1/1, 

v/v). Une étape de purification s’effectue ensuite afin d’éliminer les oligonucléotides de 

séquences tronquées. Il est important de spécifier que des séquences des oligonucléotides 

modifiés peuvent être également obtenus. Ceci peut s’effectuer par l’incorporation de 

nucléotides modifiés en milieu ou en fin de séquence. On peut également utiliser un support 

solide fonctionnalisé afin d’obtenir in fine un oligonucléotide modifié en position 3’. 
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Schéma 1 : cycle de synthèse d’oligonucléotides 

2. Présentation de la cible i-motif télomérique 

Au sein du génome humain, on retrouve de manière non aléatoire des séquences riches 

en cytosines et celles-ci peuvent potentiellement former des structures i-motifs107,108. 

Différentes études ont également montrées que ces structures étaient impliquées dans différents 

processus biologiques130,131,148 et qu’elles étaient présentes in vivo 140,141. En 2012 au sein de 

notre laboratoire, un premier modèle i-motif tétramoléculaire a été synthétisé à l’aide du 

concept TASQ170. Ce dernier possède quatre séquences d’ADN 5’TCCCCT3’ immobilisées de 

manière antiparallèle sur une plateforme peptidique (Figure 32). La conception de ce type 

d’édifice a permis dans un premier temps de confirmer la possibilité d’utiliser la stratégie TASQ 

et ainsi obtenir une structure i-motif stable sur le cyclodécapeptide. De plus, il a été observé 

que l’organisation sous forme i-motif était conservée sur une gamme de pH plus étendue que 

celle d’une séquence naturelle.  
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Figure 32 : représentation du modèle i-motif tétramoléculaire utilisant le concept TASQ170 

Dans le but d’obtenir une cible plus pertinente d’un point de vue biologique (i.e. 

contenant les boucles), la conception d’un édifice biomoléculaire présentant la séquence i-motif 

télomérique a été élaborée lors de la thèse du Dr. L. Bonnat au sein du laboratoire171. La 

stratégie de synthèse (Schéma 2) reposait sur l’utilisation de deux boucles d’ADN présentant 

leurs extrémités 3’ et 5’ modifiées afin de les lier indépendamment au support peptidique. Pour 

cela, trois ligations orthogonales ont été utilisées : la ligation oxime, le couplage thiol-

chloroacétamide et la cycloaddition CuAAC. 

La première étape a consisté à lier le premier oligonucléotide à l’aide de la ligation 

oxime et dans un second temps de réaliser la cycloaddition CuAAC afin de fermer la première 

boucle. Suite à cela, deux voies sont possibles. La première est de greffer le second 

oligonucléotide grâce au couplage thiol-chloroacétamide suivie d’une réaction de diazo-transfer 

sur le châssis peptidique (voie a) ou effectuer l’ordre inverse de ces deux réactions (voie b). 

Dans les deux cas, on retrouve in fine l’édifice où la deuxième boucle peut être fermée par une 

seconde cycloaddition CuAAC. Les raisons de finir par cette réaction sont multiples. En effet, 

la cycloaddition CuAAC a déjà été utilisée de nombreuses fois dans la fermeture de boucle 

intramoléculaire mais également cette dernière s’est montrée plus réactive que le couplage 

thiol-chloroacétamide. Cependant, ce mime i-motif n’a pu être obtenu au final. En effet, la 

dernière étape, c’est-à-dire la seconde cycloaddition CuAAC permettant de fermer la deuxième 

boucle, n’a pas permis d’obtenir le produit final. Différentes options ont pourtant été 

investiguées : réalisation de la cycloaddition dans les conditions réactionnelles usuelles (c’est-

à-dire 100 mM d’HEPES à pH 7,4, 6 eq de CuSO4, 30 eq de THPTA et 30 eq d’ascorbate de 
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sodium), utilisation des conditions classiques de CuAAC mais avec la présence de 500mM de 

KCl dans le but de réaliser un écrantage de charge afin de limiter la répulsion électrostatique 

entre les deux brins d’ADN qui pourrait éventuellement éloigner les fonctions alcyne et azoture 

et enfin explorer l’effet du pH sur la réaction de cycloaddition afin de voir si une pré-

organisation de l’édifice permettait la réussite ou non de la réaction. Pour cela un tampon 

100mM de PBS a été utilisé à pH 4, 5, 6 ou 7 en présence 6 eq de CuSO4, 30 eq de THPTA et 

30 eq d’ascorbate de sodium. 

 

Schéma 2 : représentation de la précédente stratégie de synthèse pour l’assemblage du mime i-motif. 

Figure issue de Bonnat, L., PhD Thesis, 2017 171 
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Malheureusement, aucune des conditions citées ci-dessus n’a permis d’obtenir l’édifice 

final. De plus, l’une des difficultés rencontrées au cours de cette dernière réaction est le fait 

qu’il n’y a aucun changement de masse mais également de charge entre l’intermédiaire et le 

produit final. Ceci a pour conséquence de rendre la spectrométrie de masse et la 

chromatographie échangeuse d’ions inutiles afin de confirmer ou infirmer la présence de 

l’édifice final. Ainsi concernant cette dernière étape, il fallait espérer un changement de temps 

de rétention lors du suivi par HPLC ce qui n’a pas été le cas. 

Suite à cela et dans le cadre cette thèse, une nouvelle stratégie a été élaborée afin 

d’obtenir un mime i-motif. Comme précédemment, celle-ci repose sur l’utilisation de deux brins 

d’ADN modifiés aux extrémités 3’ et 5’. Dans le plan de synthèse de cet édifice (Schéma 3), 

les trois ligations chimiques mais également la modification sur le châssis peptidique 

mentionnés auparavant seront de nouveau utilisés.  
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Schéma 3 : plan de synthèse pour le mime i-motif F 

La première étape consiste à lier le premier oligonucléotide par le couplage thiol-

chloroacétamide (édifice A). Nous avons choisi d’utiliser cette ligation en premier car c’est la 

moins réactive des trois et c’est celle qui, usuellement, donne les moins bons rendements. Ainsi, 

en commençant directement par cette réaction, on s’affranchit de ces désavantages pour la suite. 

Dans un second temps, il s’en suit une première réaction de cycloaddition CuAAC dans le but 

de former la première boucle sur le cyclodécapeptide (édifice B). Ensuite, une réaction de diazo-

transfert est réalisée dans le but de générer une fonction azoture sur le chassis via une fonction 

amine (édifice C). 
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A partir de là, deux possibilités sont envisageables pour former la seconde boucle. Soit 

greffer le deuxième oligonucléotide par la ligation oxime (édifice D) et de finir par la 

cycloaddition CuAAC (édifice F), soit effectuer la seconde réaction de cycloaddition CuAAC 

(édifice E) et de finir par la ligation oxime (édifice F). Il est important de préciser qu’au cours 

de la ligation oxime, une étape de déprotection de la fonction oxyamine doit être réalisée. Ainsi 

dans la voie B, il sera observé une différence de masse lors de la formation de l’édifice final ce 

qui n’est pas le cas dans la seconde alternative. Effectivement, dans le cas où l’oximation 

s’effectue en fin de synthèse, la perte du groupement protecteur de l’oxyamine ainsi que la perte 

d’eau, intrinsèque à la ligation oxime, sera une preuve de la formation de l’édifice final. Alors 

que par la voie A, aucun changement de masse n’a lieu lors de la dernière étape, c’est-à-dire 

lors de la cycloaddition CuAAC ce qui a été problématique auparavant. Ces deux options seront 

investiguées. 

3. Synthèse du châssis peptidique 1 

Afin de greffer les deux oligonucléotides sur le châssis peptidique 1, ce dernier doit 

présenter à sa surface supérieure les fonctions chimiques adéquates (Figure 33). C’est ainsi que 

l’on retrouve les fonctions  chloroacétamide, amine, alcyne et oxyamine protégée. 

L’incorporation de la fonction chloroacétamide est obtenue au départ d’une lysine commerciale 

possédant un groupement protecteur DDE. De plus, l’obtention de la fonction amine provient 

d’une seconde lysine commerciale possédant un groupement protecteur Alloc. Ces deux 

groupes protecteurs pourront être enlevés sélectivement. En ce qui concerne les fonctions 

alcyne et oxyamine protégées, les acides aminés correctement fonctionnalisés devront être 

synthétisées préalablement. Il en va de même pour la lysine possédant la fonction biotine 

présente sur la face inférieure du châssis peptidique. La synthèse de ces acides aminés modifiés 

est décrite ci-dessous. 
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Figure 33 : représentation du châssis peptidique 1 

a) Synthèse des acides aminés modifiés 

Pour la réalisation du châssis peptidique 1, trois « buildings blocks », non commerciaux 

sont utilisés et doivent donc être synthétisés et introduits lors de la SPPS.  Ces trois acides 

aminés modifiés sont obtenus à partir de l’acide aminé Fmoc-Lys-OH, 2, issue de la 

déprotection en milieu acide de l’amine ε de l’acide aminé Fmoc-Lys(Boc)-OH (Figure 34).  

 

Figure 34 : synthèse de la Fmoc-Lys-OH 2 

(a) HCl (37%)/Dioxane (1/2, v/v), 1h, t.a., 92% 

L’acide aminé 3 a été obtenu selon la procédure publiée et décrite par Galibert et al.172. 

Afin de préparer la lysine présentant la fonction alcyne 3, l’acide 4-pentynoique est 

préalablement activé par l’ajout du groupement N-hydroxysuccinimide (NHS) en présence de 

N,N'-dicyclohexylcarbodiimide (DCC)  (Figure 35). Le greffage de l’ester activé 3a est ensuite 

réalisé en milieu basique sur l’acide aminé Fmoc-Lys-OH 2 et donne in fine l’acide aminé 

Fmoc-Lys(N- acide 4-pentynoique)-OH 3 avec un rendement de  89 %.  
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Figure 35 : synthèse de la Fmoc-Lys(N- acide 4-pentynoique)-OH 3 

(a) NHS (1eq)/DCC (1eq) dans un mélange AcOEt/Dioxane (1/1, v/v), 5h,  t.a. 

(b) DMF, DIEA, 2h, t.a., 89% 

L’acide aminé 4 portant la biotine a été obtenu selon les procédures publiées et décrites 

par Youn et al.173. Il est formé par l’introduction de la partie biotine sur la fonction amine en ε 

du composé Fmoc-Lys-OH 2 via un lien amide (Figure 36). Préalablement, la fonction acide 

carboxylique de la biotine est activée par un groupement NHS, en présence de DCC comme 

agent de couplage. Une fois activée, la biotine 4a est introduite sur l’acide aminé Fmoc-Lys-

OH 2 en milieu basique et à température ambiante.  

 

Figure 36 : synthèse de la Fmoc-Lys(biot)-OH 4 

(a) NHS (1eq)/DCC (1eq), DMF anhydre, 30h, t.a., 93% ; (b) DMF, DIEA, 2h, t.a., 89% 

L’acide aminé 5 a été obtenu selon les procédures publiées et décrites par Foillard et 

al.174. Une première étape consiste à préparer le groupement protecteur (5a) par la substitution 

nucléophile du composé éthyl-N-hydroxyacétimidate sur l’acide iodoacétique. Il s’en suit 

l’activation de la fonction carboxylique du composé 5a par une fonction N-hydroxysuccinimide 

pour former le composé 5b. Pour finir, ce dernier est ensuite introduit sur la fonction amine ε 

de l’acide aminé Fmoc-Lys-OH 2 pour donner le composé 5 (Figure 37). L’utilisation de ce 
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groupement protecteur Eei permet le blocage total de la réactivité des oxyamines mais présente 

également l’avantage d’être éliminé en condition acide douce.  

 

Figure 37 : synthèse de la Fmoc-Lys(Eei-Aoa) 5 

(a) ICH2COOH, NaOH, H2O, 5h, 80°C, 53% ; (b) NHS (1eq)/DCC (1eq), DMF, 16h, t.a., 84% ; (c) 

Fmoc-Lys-OH 2 (1,2 eq), DMF, DIEA, 2h, t.a., 97% 

Il est important de spécifier que les acides aminés modifiés utilisés sont totalement 

compatibles avec les conditions de couplage et de déprotection de la SPPS. De plus, l’utilisation 

de ces derniers permet de réduire le nombre de fonctionnalisation après la SPPS, ayant comme 

conséquence directe une augmentation du rendement global.  

b) Synthèse du châssis peptidique 1 

Le cyclodécapeptide 1 est synthétisé sur support solide en utilisant la stratégie de 

synthèse au Fmoc/tBu et la résine 2-chlorotrityl (Schéma 4). Le premier acide aminé glycine 

est ajouté manuellement en présence de DCM et DIEA. Ensuite, la chaine peptidique 1a est 

allongée à l’aide d’un synthétiseur peptidique. En fin de SPPS, le peptide linéaire 1b est libéré 

de la résine en milieu acide faible à l’aide d’une solution DCM/TFE/AcOH (70/20/10). Ces 

conditions acides douces permettent de conserver le groupement protecteur Eei (voir structure 

Figure 37). Ensuite, le peptide linéaire 1c est cyclisé en milieu basique (pH 8-9) en présence 

de PyBOP comme agent de couplage. Il est important de spécifier que la cyclisation s’effectue 

en milieu dilué (10-3M), dans le but de favoriser la cyclisation intramoléculaire et ainsi éviter 

une polymérisation du peptide. De plus, le risque de racémisation est évité puisque la cyclisation 

s’effectue en C-terminal sur une glycine qui ne possède pas de chaîne latérale. Un rendement 

de 53 % est obtenu pour la formation de 1d. Après la cyclisation, l’élimination du groupement 

protecteur DDE est réalisée à l’aide d’une solution d’hydrazine à 2% en volume dans le DMF 

et d’alcool allylique. La réduction de la double liaison du groupement Alloc par l’hydrazine est 

évitée grâce à la présence de l’alcool allylique. Par la suite, l’introduction de la fonction 

chloroacétamide est effectuée à l’aide de l’anhydride chloroacétique en milieu basique. 
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L’intermédiaire 1f est obtenu avec un rendement de 49 %. Et enfin, la dernière étape réalisée 

sur le cyclodécapeptide est la déprotection de l’amine portant le groupement Alloc permettant 

l’apparition d’une fonction amine sur la chaîne latérale d’une des lysines. Cette déprotection 

s’effectue en présence de Pd0(PPh3)4 et d’un excès de phénylsilane (PhSiH3). Le châssis 

peptidique final 1 est caractérisé par UPLC-MS ainsi que spectrométrie de masse (Figure 38) 

et est obtenu avec un rendement de 44 %. A noter que lors des purifications, un acide moins 

fort, l’acide formique, substitue le TFA afin d’éviter la perte du groupement protecteur Eei sur 

le cyclodécapeptide. 

 

Schéma 4 : synthèse du châssis peptidique 1 

(a) Fmoc-Gly-OH (3eq), DIEA, DCM, 1h, t.a. ; (b) DCM/TFE/AcOH (7/2/1, v/v/v), t.a. ; (c) PyBOP 

(1,2eq), DIEA, DMF, 2h, t.a., 53% ; (d) 2%vol d’hydrazine dans DMF, alcool allylique (5eq), 20 

minutes, t.a. ; (e) anhydride chloroacétique (1,2eq), DIEA, DMF, t.a., 49% ; (f) Pd0(PPh3)4 (0,2eq), 

PhSiH3 (100eq), DCM/DMF anhydre (3/1, v/v), t.a., 44% 
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Figure 38 : (a) chromatogramme UPLC et (b) analyse ESI-MS du châssis peptidique 1 

4. Synthèse des brins d’ADN 

Ayant comme objectif d’obtenir le mime i-motif F avec la présence de deux boucles, la 

stratégie de synthèse s’est portée sur l’utilisation de deux oligonucléotides modifiés aux 

extrémités 3’ et 5’. Le premier, 6, possède la séquence suivante : 5’X-ACCCTAACCCT-Y3’ (où 

X représente une fonction thiol et Y une fonction azoture). La séquence du second 

oligonucléotide, 7, se présente de la manière suivante : 5’W-ACCCTAACCCT-Z3’ (où W 

représente une fonction alcyne et Z une fonction aldéhyde). A noter que l’usage de ces 

différentes fonctionnalisations est connu au sein de notre laboratoire et ces dernières ont été 

utilisées dans diverses applications166,175,176. 

a) Synthèse de l’oligonucléotide 5’-thiol/3’-azoture 6 

La séquence 6 (Schéma 5) est obtenue au départ d’une résine « 3’-PT-amino-modifier 

C3 CPG » permettant d’obtenir une fonction amine en position 3’. De l’autre côté, la fonction 

thiol est quant à elle incorporée en position 5’ sous la forme protégée par un groupement trityl 

à l’aide d’un phosphoramidite modifié, le « 5’-thiol-modifier C6 ». Suite à l’élongation de la 

chaîne, la déprotection et l’élimination du support, on obtient ainsi l’intermédiaire 6a. Ce 

dernier est alors purifié par RP-HPLC et obtenu avec un rendement de 43 %. Il s’en suit une 

réaction de diazo-transfer pour introduire la fonction azoture en position 3’. Celle-ci s’effectue 

à 60°C en présence de sulfate de cuivre, du réactif ISAHC (pour « imidazole-1-sulfuryl 

azide hydrochloride») dans un mélange tampon NaHCO3 (50mM pH 8.5)/MeOH (3/1, v/v). La 

réaction est suivie par UPLC-MS jusqu’à complète transformation. Le mélange réactionnel est 
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ensuite dessalé sur colonne d’exclusion stérique. L’intermédiaire 6b ainsi obtenu peut subir la 

détritylation sur la fonction thiol. Cette réaction se déroule en deux temps. Tout d’abord, 

l’oligonucléotide 6b est mis en présence de nitrate d’argent dans un mélange tampon TEAA 

0.1M à pH 6.5. Après 45 minutes, au mélange réactionnel est ajoutée une solution aqueuse de 

DTT. Ensuite le brut réactionnel est centrifugé, le surnageant est récupéré pour enfin être 

dessalé sur colonne d’exclusion stérique. La formation de l’oligonucléotide 6 est considéré 

comme quantitative et il est caractérisé par RP-HPLC et spectrométrie de masse (Figure 39). 

 

 

Schéma 5 : Synthèse de l’oligonucléotide 6 

(a) CuSO4 (3eq), ISAHC (30eq), NaHCO3 50mM pH 8,5/MeOH (3/1, v/v), 3h, 60°C ; (b) 1) AgNO3 

1M, TEAA 0,1M pH 6,5, 45 minutes, t.a. 2) DTT 1M, 15 minutes, t.a. 

 

Figure 39 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse ESI-MS de l’oligonucléotide 6 
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b) Synthèse de l’oligonucléotide 5’-alcyne/3’-aldehyde 7 

Au départ d’une résine 3’glyceryl CPG et après synthèse supportée, l’oligonucléotide 

modifié 7a est obtenu (Schéma 6). On retrouve à son extrémité 3’ une fonction 1,2 diol et en 

position 5’, une fonction alcyne est incorporée à l’aide d’un phosphoramidite modifié, le « 

modifier 5’ hexynyl ». Après clivage du support dans une solution d’ammoniaque et de 

méthylamine (1/1, v/v) à 65°C, l’oligonucléotide 7a est purifié par RP-HPLC et est obtenu avec 

un rendement de 41 %. Ensuite, la génération de la fonction 3’-aldéhyde est provoquée par le 

périodate de sodium par coupure oxydative de la fonction diol. Lors de cette réaction, le sel de 

périodate ainsi que le formaldéhyde sont éliminés sur colonne d’exclusion stérique. On 

considère la réaction comme quantitative. L’oligonucléotide 7 est caractérisé par RP-HPLC et 

spectrométrie de masse (Figure 40). 

 

Schéma 6 : synthèse de l’oligonucléotide 7 

(a) NaIO4 (30eq), H2O, 30 minutes, noir, t.a. 

 

Figure 40 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse ESI-MS de l’oligonucléotide 7 
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5. Synthèse du mime i-motif F 

a) Assemblage de l’intermédiaire A 

Comme énoncé auparavant dans le plan de synthèse, la première étape consiste à réaliser 

le couplage thiol-chloroacétamide sur le châssis peptidique 1 à l’aide de la séquence d’ADN 6 

(Schéma 7). 

 

Schéma 7 : synthèse de l’intermédiaire A 

(a) oligonucléotide 6 (1 eq), TCEP (1eq), DIEA (60eq), KI (60eq), 1h30, 37°C, 53 % 

Au cours de cette réaction (Figure 41), l’oligonucléotide 6 est mis en présence d’un 

excès du peptide 1, de 60eq de DIEA et de KI et de 1eq de TCEP. Ce dernier est un réducteur 

et permet d’éviter que deux séquences d’ADN 6 s’associent ensemble par l’intermédiaire d’un 

pont disulfure. Le suivi réactionnel peut s’effectuer soit par RP-HPLC, soit par UPLC-MS. Pour 

cette réaction, il est plus intéressant de suivre par UPLC-MS car on peut confirmer, par le biais 

du spectre de masse, la formation ou non d’oligonucléotides 6 sous forme disulfure. Il est 

important de spécifier que dans notre cas, l’ajout de TCEP ne se fait pas en début de réaction 

mais au cours de celle-ci. Cet ajout ultérieur s’explique par le fait qu’il a été observé, au cours 

de la réaction, une réduction du groupement azoture en amine lorsque le TCEP est présent dès 

le départ. Ainsi utiliser l’UPLC-MS dans le cadre d’un suivi réactionnel permet d’observer si 

le phénomène de réduction de la fonction azoture a lieu mais permet également d’évaluer 

l’ampleur de ses conséquences. Dans le but de retarder au maximum l’ajout de TCEP dans le 

milieu réactionnel, il a été mis en place différents aménagements. En effet, il a été choisi 

d’effectuer la détritylation la veille du couplage thiol-chloroacétamide entre les deux entités et 
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ce, afin d’avoir le plus d’oligonucléotide 6 sous forme thiol dès départ de la réaction. De plus, 

le jour J, la mise en présence des différents réactifs se fait sous atmosphère inerte et avec 

l’utilisation d’eau désoxygénée. Malgré ces précautions, l’ajout de TCEP est tout de même 

nécessaire et on observe, malheureusement, le phénomène de réduction de la fonction azoture 

soit sur l’oligonucléotide 6 non converti, soit sur l’édifice A. Le pourcentage de réduction de la 

fonction azoture se situe en moyenne vers les 10-20 % mais reste variable selon le moment où 

est ajouté le TCEP. De plus, il a été choisi de stopper la réaction lorsqu’un taux de conversion 

acceptable est atteint (aux alentours de 70 %) afin de limiter la réduction de la fonction azoture. 

En fin de réaction, le brut réactionnel est dessalé sur colonne d’exclusion stérique et est ensuite 

purifié par RP-HPLC. L’intermédiaire A est obtenu avec 53 % de rendement. Il est caractérisé 

par RP-HPLC et spectrométrie de masse (Figure 42). 

 

Figure 41 : suivi réactionnel par UPLC du couplage thiol-chloroacétamide entre l’oligonucléotide 6 et 

le châssis peptidique 1 
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Figure 42 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse ESI-MS de l’intermédiaire A 

b) Assemblage de l’édifice B 

La formation de l’édifice B à partir de l’intermédiaire A s’effectue à l’aide d’une 

cycloaddition CuAAC (Schéma 8). Afin d’obtenir cet édifice avec la première boucle, des 

conditions réactionnelles de CuAAC usuelles ont été utilisées.  
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Schéma 8 : synthèse de l’édifice B 

(a) CuSO4 (3eq), THPTA (30eq), ascorbate de sodium (30eq), 500mM KCl, DMF (10%vol), PBS 

50mM pH 7,4, 2h, 37°C, 40% 

Le suivi réactionnel peut, comme auparavant, se faire par RP-HPLC ou par UPLC-MS. 

Malgré qu’aucun changement de masse n’est visible au cours de cette réaction, on observe 

cependant un changement de temps de rétention net entre l’intermédiaire A et le produit B 

(Figure 43). On remarque également la présence d’un certain pourcentage de composé A qui 

correspond à une réduction de la fonction azoture (nommé composé A’). Ce dernier ne peut, 

bien évidemment, pas réagir dans ces conditions réactionnelles. De plus, on observe, fort 

heureusement, un écart de temps de rétention suffisant entre l’édifice B et le composé A’. En 

fin de réaction, le brut est dessalé sur colonne d’exclusion stérique et est ensuite purifié par RP-

HPLC avec un rendement de 40 %. L’édifice B est caractérisé par RP-HPLC et spectrométrie 

de masse (Figure 44) 
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Figure 43 : chromatogrammes de la formation de l’édifice B en UPLC du brut réactionnel et après 

purification 

 

Figure 44 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse ESI-MS de l’édifice B 

c) Synthèse de l’édifice C 

Deux ligations chimiosélectives ont, jusqu’ici, été utilisées dans l’obtention de l’édifice 

B. Afin d’avoir le composé final F, il faut encore faire appel à deux autres ligations. Dans la 
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stratégie de synthèse établie, il a été choisi d’utiliser la chimie des oximes comme troisième 

ligation et d’employer de nouveau la cycloaddition CuAAC. Ainsi, il a été privilégié de réaliser 

une modification sur le châssis peptidique. En effet, on retrouve une fonction amine disponible 

sur la face supérieure du peptide et cette dernière peut, par diazo-transfert, être transformée en 

fonction azoture (Schéma 9).  

 

Schéma 9 : synthèse de l’édifice C 

(a) CuSO4 (3eq), ISAHC (30eq), NaHCO3 50mM pH 8,5/MeOH (3/1, v/v), 3h, 60°C 

Les conditions réactionnelles de diazo-transfert sont identiques à celles utilisées 

auparavant sur l’oligonucléotide 6. Le suivi de la réaction s’effectue par UPLC-MS (Figure 

45). En fin de réaction, le brut réactionnel est dessalé sur colonne d’exclusion stérique et le 

composé C est caractérisé par spectrométrie de masse (Figure 46). 
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Figure 45 : chromatogrammes de la formation de l’édifice C en UPLC du brut réactionnel et après 

SEC 

 

Figure 46 : analyse ESI-MS de l’édifice C 

d) Assemblage de l’édifice F 

A partir du composé C, deux voies sont possibles afin d’obtenir l’édifice final F. La 

première stratégie (voie A) consiste à greffer le second oligonucléotide 7 en commençant par 

la ligation oxime et en finissant par la deuxième réaction CuAAC. La deuxième possibilité (voie 

B) est de faire l’inverse. (Schéma 10). Ces deux voies de synthèse ont été investiguées. 
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Schéma 10 : représentation des deux voies possibles pour la synthèse du mime i-motif F 

i. Synthèse de l’édifice F : voie A 

Dans cette stratégie, la première étape est de solubiliser dans une solution aqueuse de 

TFA 1% le composé C ainsi que l’oligonucléotide 7 afin que se déroule en même temps la 

déprotection de l’aminooxy et la ligation oxime dans le but de former le composé D. Il s’en suit 

la cycloaddition CuAAC afin d’obtenir in fine l’édifice F (Schéma 11). 
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Schéma 11 : synthèse du mime i-motif F par la voie A 

(a) Oligonucléotide 7 (2eq), TFA 1%vol dans H2O, quantitatif, t.a. ; (b) CuSO4 (3eq), THPTA (30eq), 

ascorbate de sodium (30eq), 500mM KCl, DMF (10%vol), PBS 50mM pH 7,4, 1h, 37°C ou 60°C 

Lors de la première étape, un suivi réactionnel par UPLC-MS est choisi afin de 

confirmer par MS la perte du groupement protecteur Eei mais surtout afin de voir s’il y a bien 

eu la perte d’une molécule d’eau suite à la ligation oxime (Figure 47). On observe bien la 

formation du composé D mais on remarque que le pic représentant ce dernier est relativement 

large et présente un ou plusieurs produit(s) secondaire(s), difficilement interprétable(s) par 

UPLC-MS. Après purification par RP-HPLC, le produit ainsi obtenu est analysé par UPLC-

MS, on retrouve à nouveau un pic relativement large et la présence, encore une fois, d’un ou 

plusieurs produits secondaires(s), difficilement interprétable par UPLC-MS.  
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Figure 47 : suivi réactionnel par UPLC de la ligation oxime entre l’oligonucléotide 7 et l’édifice C 

Malgré cela, la deuxième étape est tout de même réalisée dans l’espoir que la formation 

du produit final F permette d’obtenir une différence suffisante en termes de temps de rétention 

entre les composés D et F car aucun changement de masse ou encore de charge ne peut être 

observé. Différentes tentatives ont été réalisées mais n’ont pas été concluantes (Figure 48). En 

effet, aucun changement de temps de rétention n’a été observé et ce malgré différents tests 

comme l’utilisation des conditions réactionnelles usuelles de CuAAC, l’augmentation de KCl 

dans le milieu afin de limiter la répulsion entre les deux brins d’ADN ou encore l’augmentation 

de la température du mélange réactionnel (passage 37°C à 60°C).  En raison de résultats non 

concluants, cette première voie n’a pas été investiguée plus en profondeur en faveur de la voie 

B. 

 

Figure 48 : chromatogramme en UPLC du brut réactionnel de la seconde cycloaddtion CuAAC pour 

la formation de l’édifice F 
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ii. Synthèse de l’édifice F : voie B 

La première étape de cette stratégie consiste à réaliser la seconde cycloaddition CuAAC 

avec le deuxième brin d’ADN 7 afin d’obtenir le composé E (Schéma 12). 

 

Schéma 12 : synthèse de l’intermédiaire E 

(a) Oligonucléotide 7 (2eq), CuSO4 (3eq), THPTA (30eq), ascorbate de sodium (30eq), 500mM KCl, 

DMF (10%vol), PBS 50mM pH 7,4, 1h, 60°C, 48% 

Au départ, des conditions usuelles de cycloaddition ont été appliquées, cependant, la 

réactivité ne s’est pas montrée excellente. En effet, il a été observé l’apparition du produit E 

mais avec un taux de conversion non satisfaisant (aux alentours de 20-30%). Dans le but 

d’accroitre la formation du produit désiré, il a alors été testé de placer le mélange réactionnel à 

60°C tout en gardant les mêmes quantités des autres réactifs. Cette augmentation de température 

a favorisé l’apparition du composé E (Figure 49). En fin de réaction, le brut réactionnel a été 

dessalé sur colonne d’exclusion stérique et ensuite purifié par RP-HPLC avec un rendement de 

48%. Le composé E ainsi obtenu a été caractérisé par RP-HPLC et spectrométrie de masse 

(Figure 50). A noter qu’il est observé sur le chromatogramme RP-HPLC (Figure 50a) la 

présence de deux pics ce qui laisse suggérer la possible existence de deux structures i-motifs 

dans les conditions d’analyse. 
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Figure 49 : suivi réactionnel par UPLC de la cycloaddition CuAAC entre l’oligonucléotide 7 et 

l’édifice C 

 

Figure 50 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse MALDI de l’édifice E 
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La deuxième étape consiste à réaliser à la fois la déprotection de l’oxyamine et la 

ligation oxime. Pour ce faire, le composé E est solubilisé dans une solution aqueuse de TFA 

1% (Schéma 13). 

 

Schéma 13 : synthèse de l’édifice F 

(a) TFA 1%vol dans H2O, quantitatif, t.a. 

Comme mentionné précédemment, l’un des intérêts de l’utilisation du groupement Eei 

sur la fonction oxyamine du châssis peptidique est le fait que ce dernier se déprotège facilement 

en milieu acide. En effet, ici une solution aqueuse de TFA 1% est suffisante pour que la 

déprotection s’effectue mais permet également de former la deuxième boucle et ainsi obtenir le 

composé final F. Le suivi réactionnel (Figure 51) montre que la totalité du composé E est 

déprotégé et on observe aussi la perte d’une molécule d’eau, intrinsèque à la ligation oxime. Le 

mime i-motif F ainsi obtenu est caractérisé par RP-HPLC et spectrométrie de masse (Figure 

52). A noter qu’on observe sur le chromatogramme RP-HPLC (Figure 52a) la présence de deux 

pics, on pose l’hypothèse qu’il y ait la présence de deux structures i-motifs dans les conditions 

d’analyse.  
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Figure 51 : chromatogrammes de la formation de l’édifice F en UPLC du brut réactionnel et après 

lyophilisation 

 

Figure 52 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse MALDI-Tof de l’édifice F 
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6. Bilan intermédiaire 

Au cours de cette partie synthèse, il a été montré qu’une seule voie permettait d’obtenir 

le mime i-motif F. La première étape consiste à réaliser le couplage thiol-chloroacétamide entre 

l’oligonucléotide 6 et le châssis peptidique 1. Durant cette première étape, différentes 

précautions ont été mises en place afin de retarder l’ajout de TCEP dans le milieu réactionnel 

car ce dernier réduit la fonction azoture présent en position 3’ de l’oligonucléotide 6. Malgré 

cela, cette réduction reste tout de même présente et fluctue entre 10-20%. Le composé A ainsi 

formé suite à cette première étape peut ensuite subir une réaction de cycloaddition CuAAC afin 

de former l’édifice B. Dans la stratégie de synthèse établie, l’édifice final F est obtenu en faisant 

appel à deux autres ligations pour greffer l’oligonucléotide 7. Il a été choisi d’employer la 

chimie des oximes comme troisième ligation et de réutiliser la cycloaddition CuAAC. Pour ce 

faire, une fonction azoture est générée à la surface supérieure du support à partir d’une fonction 

amine par le biais d’une réaction de diazo-transfer. A partir du composé C ainsi obtenu, deux 

voies se sont profilées dans le but de former le mime i-motif F. Toutefois, une seule voie s’est 

montrée concluante, la voie B. Celle-ci fait appel à la seconde cycloaddition CuAAC dans un 

premier temps, et enfin la ligation oxime permet de fermer la deuxième boucle et former in fine 

l’édifice F. Au cours de cette dernière réaction, un changement de temps de rétention et de 

masse permet la confirmation de la formation du composé final ce qui n’a pas été observé lors 

de l’investigation de la voie A. 

7. Etude de la topologie du mime i-motif  

Il a été mis au point précédemment une stratégie de synthèse dans le but de former un 

mime i-motif présentant la séquence télomérique (édifice F). Les caractérisations par RP-

HPLC, UPLC-MS et par spectrométrie de masse ont permis de confirmer l’obtention de ce 

dernier. Cependant, la capacité de ce mime à adopter une structure en i-motif stable reste à 

déterminer. Différentes techniques d’analyses sont disponibles dans le but de vérifier quelle 

topologie est présente. Afin de caractériser la structuration du mime F, nous avons choisi 

d’utiliser le dichroïsme circulaire (CD), celle-ci présente l’avantage d’être non destructrice et 

peu de produit est utilisé ce qui est particulièrement avantageux dans notre cas. 

Le dichroïsme circulaire permet d’évaluer les structures secondaires qu’adoptent les 

séquences d’ADN par le biais d’un signal caractéristique. Dans le cas des i-motifs, le spectre 

CD ‘classique’, possède un maximum à environ 285 nm et un minimum proche de 260 nm. 
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Dans le cadre de cette thèse, des études de dichroïsme circulaire ont été réalisées en fonction 

du pH sur les édifices E et F mais également sur une séquence d’ADN riche en cytosine 

(hTeloC, 8). L’oligonucléotide 8, de séquence d(C3TAA)3C3T, a été préparé par SPOS (voir 

partie expérimentale). 

a) Etude de la topologie i-motif de hTeloC 8 en fonction du pH 

On peut qualifier la structuration i-motif comme un appariement des cytosines où 

certaines d’entre elles sont protonées en position N3. Ainsi, il est intéressant de regarder 

comment le pH influence la structuration i-motif. Nous avons d’abord étudié ceci avec la 

séquence témoin 8. Pour cela, hTeloC 8 est solubilisé dans un mélange tampon PBS 10mM où 

le pH varie de 4 à 7 (Figure 53). 

 

Figure 53 : spectre CD à 20°C de la séquence hTeloC 8 

Condition : 2 µM de 8 dans un tampon PBS 10mM à pH 4, 5, 6 ou 7 

On observe la signature caractéristique de la topologie i-motif à pH 4, 5 et 6 pour la 

séquence 8, puisque celle-ci présente un maximum proche de 285 nm et un minimum dans les 

alentours de 260 nm. En revanche, à pH 7, cette signature disparaît étant donné que l’on ne 

retrouve plus qu’un maximum vers les 275 nm, révélant ainsi la destruction de la topologie i-

motif. Ces résultats concordent avec la littérature où l’on retrouve pour la séquence 

d(5’TAACCC3’)4 un pH de transition (pHT) de 6,5107. 

b) Etude de la topologie i-motif de l’édifice E et F en fonction du pH 

Suite aux études effectuées précédemment sur la séquence 8, il est intéressant d’analyser 

l’influence du pH sur la topologie des édifices E et F. En comparant ces deux composés, on 
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pourra estimer si le fait de greffer les séquences d’ADN sur un support permet d’améliorer la 

stabilité de la topologie i-motif en fonction du pH mais également l’effet de trois ou quatre 

attaches. Pour cela, les mêmes conditions expérimentales appliquées pour hTeloC 8 ont été 

utilisées pour les édifices E et F (Figure 54). 

 

Figure 54 : spectres CD à 20°C de l’édifice E (a) et de l’édifice F (b) 

Conditions : 2 µM de D ou F dans un tampon PBS 10mM à pH 4, 5, 6 ou 7 

Concernant l’édifice E, on observe la même tendance que pour la séquence hTeloC 8. 

En effet, on remarque que E adopte une topologie i-motif pour les pH 4, 5 et 6 et à pH 7, on 

perd la signature caractéristique. En ce qui concerne le composé F, on voit, comme 

précédemment à pH 4, 5 et 6, un maximum vers les 285 nm et un minimum dans les alentours 

de 260 nm, signal caractéristique de la topologie i-motif. A pH 7, cette signature est conservée. 

Toutefois à ce pH, l’intensité est plus faible, signifiant que la totalité de l’édifice F n’adopte 

pas la structuration i-motif. De plus, de part ces études, on remarque l’impact et l’importance 

de l’immobilisation des deux séquences d’ADN sur le support peptidique via quatre points 

d’attache du composé F puisqu’à pH 7 ce dernier conserve la topologie i-motif contrairement 

au composé E ou à la séquence d’ADN 8. 

c) Etude de stabilité de la topologie i-motif sur l’édifice F 

Par dichroïsme circulaire, on peut également évaluer la stabilité de la topologie i-motif 

en mesurant la température de dénaturation (Tm). Il a été observé précédemment qu’à pH 6, le 

composé F adoptait totalement une topologie i-motif et à pH 7, cette structuration était 

conservée mais était moins intense. Ainsi, il est intéressant d’étudier la stabilité de cette 

topologie par la détermination des températures de dénaturation à ces deux pH pour le composé 

F. Pour cela, l’édifice F est solubilisé dans un mélange tampon PBS 10mM à pH 6 et 7 et des 

mesures CD sont réalisées sur différentes gammes de températures (Figure 55). 
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Figure 55 : spectres CD de dénaturation du mime i-motif F à pH 6 (a) ou à pH 7 (b) 

(a) Condition : 2 µM  de F dans un tampon PBS 10mM pH 6. Gamme de température : 5°C à 90°C 

avec un delta T de 5°C. 

(b) Condition : 2 µM  de F dans un tampon PBS 10mM pH 7. Gamme de température : 5°C à 59°C 

avec un delta T de 2°C. 

A pH 6, la température de dénaturation obtenue est de 39,5°C. Celle-ci est similaire à 

ce qu’on peut trouver dans la littérature concernant la séquence télomérique. En effet, pour la 

séquence (5’TAACCC3’)3, on retrouve une Tm égale à 41°C à un pH de 5,5. Ceci indiquerait 

même que la topologie i-motif de l’édifice F semble être un peu plus stable étant donné que la 

Tm a été obtenue à pH 6107. Cette légère augmentation semble provenir de la présence du support 

peptidique et des quatre points d’attache des deux brins d’ADN. A pH 7, on obtient une Tm de 

31°C. On observe une nette diminution des Tm entre les deux pH mais reste cependant 

supérieure à ce que l’on peut retrouver dans la littérature. 

Dans le but de s’assurer que le signal obtenu en dichroïsme circulaire à pH 6 n’est pas 

dû à la formation de structures i-motifs intermoléculaire, c’est-à-dire dû à l’assemblage de brins 

d’ADN présents sur plusieurs édifices, les températures de dénaturation ont été déterminées à 
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deux autres concentrations : 0,5µM et 1µM (Figure 56). Si les valeurs de Tm obtenues sont 

similaires, cela indique qu’il n’y a aucune influence de la concentration sur la stabilité de la 

topologie i-motif, confirmant ainsi une structuration intramoléculaire.  

 

Figure 56 : spectres CD de dénaturation du mime i-motif F à 1 µM (a) ou à 0,5 µM (b) 

Condition : tampon PBS 10mM pH 6. Gamme de température : 5°C à 90°C avec un delta T de 5°C 

Le Tableau 3 reprend les valeurs de Tm obtenues  avec les concentrations 2µM, 1µM et 

0,5µM. On remarque que ces valeurs fluctuent légèrement mais sont relativement similaires et 

n’augmentent pas en proportion de la concentration. On peut ainsi valider que la formation de 

la topologie i-motif est intramoléculaire en ce qui concerne le mime F à pH 6. 

Tableau 3 : Températures de dénaturation du mime i-motif F obtenues à différentes concentrations 

dans un tampon PBS 10mM pH 6 

 2µM 1µM 0,5µM 

Tm 39,5 °C 38,1°C 40,7°C 
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8. Bilan et perspectives 

Dans ce chapitre, les travaux ont décrits dans un premier temps la synthèse d’un mime 

i-motif possédant deux séquences d’ADN télomérique. Cela a été permis à l’aide du concept 

TASQ et l’utilisation conjointe de trois ligations chimiosélectives, à savoir le couplage thiol-

chloroacétamide, la cycloaddtion CuAAC et la ligation oxime. De plus, il a été nécessaire de 

réutiliser une de ces ligations afin de former le mime i-motif final F. Ainsi dans le plan de 

synthèse établi, le choix s’est porté sur la réutilisation de la cycloaddition CuAAC et pour cela, 

une modification sur le châssis peptidique a été réalisée. A partir de là, deux voies de synthèses 

se sont profilées mais une seule s’est montrée concluante. En effet, l’utilisation de la seconde 

cycloaddition CuAAC suivi de la ligation oxime a permis d’obtenir le composé final F. Dans 

un second temps, des études de dichroïsme circulaire ont été effectuées afin de caractériser la 

topologie de l’édifice F. En effet, ces études ont permis de confirmer que ce dernier adopte une 

structuration i-motif et de plus, cela sur une gamme de pH plus importante que la séquence 

télomérique naturelle ‘libre’. Des températures de dénaturation de 39,5°C et 31°C ont été 

obtenues respectivement, à pH 6 et 7. Et enfin, il a été confirmé que cette topologie i-motif était 

bel et bien de type intramoléculaire et non intermoléculaire puisque les études de dénaturation 

ont données des Tm similaires pour différentes concentrations du composé F à pH 6.  

Concernant les perspectives, tout d’abord une caractérisation par 1H-RMN permettrait 

de fournir une nouvelle preuve de l’existence de la structure i-motif du composé F. De plus, ce 

dernier peut être considéré comme une cible attrayante dans le cadre d’études d’interactions. 

Effectivement, il serait intéressant, par exemple, d’analyser l’interaction entre ce mime 

possédant les deux brins d’ADN télomérique et un extrait cellulaire contenant un large panel 

de protéines. Ainsi, il s’effectuerait une ‘pêche de protéines’ où ces dernières seraient 

identifiées. In fine, un renseignement peut être obtenu concernant quelles sont les protéines qui 

interagissent avec cette séquence et si celles-ci sont connues pour avoir un rôle biologique 

spécifique. De plus, des études d’affinité et de sélectivité de ligands peuvent être également 

imaginées par résonnance plasmonique de surface (SPR). Ces exemples d’études d’interactions 

sont envisageables puisqu’on retrouve sur le mime i-motif F une fonction biotine capable de se 

lier fortement à la streptavidine, fonction qui peut recouvrir un support solide (exemple : bille 

magnétique, puce, …). 
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___________________________________________________________________________ 

Chapitre IV 

Introduction d’une nouvelle 

ligation chimiosélective pour les acides 

nucléiques et synthèse d’un conjugué 

en utilisant quatre ligations 

orthogonales 

___________________________________________________________________________ 
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Lors de ce chapitre, il sera abordé l’incorporation et l’utilisation d’une nouvelle ligation 

chimiosélective aux trois autres couramment utilisées au sein de notre laboratoire. L’utilité 

d’identifier une nouvelle ligation chimiosélective pour la formation de conjugués 

d’oligonucléotides ainsi que l’intérêt d’utiliser quatre ligations orthogonales afin de synthétiser 

des édifices G4 plus complexes, c’est-à-dire possédant des topologies particulières et ainsi 

obtenir in fine des cibles G4 attrayantes d’un point de vue biologique, sera décrit. Ce chapitre 

présente de manière détaillée l’intégration de cette nouvelle ligation à la conjugaison entre 

oligonucléotides et peptides. Il sera également abordé la formation d’édifices possédant quatre 

ligations chimiosélectives. 

1. Présentation de différentes ligations chimiosélectives 

Les ligations chimiosélectives ont énormément contribué ces dernières années dans 

différents domaines comme la synthèse organique ou encore la chimie du vivant. On peut 

définir une ligation chimiosélective comme étant une réaction permettant une association 

spécifique entre deux molécules présentant plusieurs fonctions réactives. On retrouve 

également les chimies « Click » qui idéalement se déroulent en présence de fonctions chimiques 

déprotégées, dans des conditions réactionnelles douces, tolérant un environnement aqueux, en 

l’absence d’un catalyseur et sans formation de sous-produit(s). Dans le domaine de la synthèse, 

une ligation chimiosélective dite efficace suit un certain nombre de critères stricts. En effet, 

l’assemblage de deux composés doit s’effectuer avec une cinétique élevée. Les réactifs ainsi 

que le produit formé doivent être stables dans les conditions réactionnelles. Et enfin, cette 

ligation doit fournir un bon rendement avec une stœchiométrie proche du 1/1.  

On retrouve également la notion de ligation bio-orthogonale. Elle se définit comme une 

ligation chimiosélective mais celle-ci fait intervenir au moins une biomolécule. Ainsi, le 

concept de la chimie bio-orthogonale est de combiner à la fois la chimie organique et la biologie 

afin de développer des outils permettant de comprendre le monde du vivant. Concernant la 

ligation bio-orthogonale, d’autres critères peuvent être rajoutés à ceux énumérés 

précédemment. En effet, les notions de solvant, température mais également de concentration 

sont à prendre en compte. De plus, généralement les réactions bio-orthogonales se déroulent 

dans un système aqueux, imposant ainsi aux différents composés mis en jeux d’être solubles 

mais surtout stables dans ce type de milieu. Il faut également savoir si la/les fonction(s) 

chimique(s) introduite(s) sur la/les biomolécule(s) ne vont pas altérer une ou plusieurs 

propriété(s) intrinsèque(s) à celle-ci. De plus, dans le cadre de ligation bio-orthogonale, la 
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notion de cinétique de réaction est d’autant plus importante. En effet, lorsqu’une biomolécule 

est mise en jeu, sa concentration dans le milieu est relativement faible ce qui impacte 

directement la cinétique de la réaction. Ainsi, cette dernière doit être élevée afin qu’un taux de 

conversion acceptable soit obtenu. Et enfin, l’aspect de sélectivité est également très important. 

Effectivement, il faut s’assurer qu’il n’y ait pas de de réaction(s) secondaire(s) avec des 

fonctions chimiques présentes naturellement sur la biomolécule. Tous ces éléments indiquent 

que la conception et la mise en œuvre d’une chimie bio-orthogonale est un réel challenge. 

Dans la littérature, on retrouve de nombreuses réactions chimiosélectives et dans cette 

partie introductive, les réactions les plus utilisées seront présentées. 

a) Ligation faisant intervenir une fonction cétone ou aldéhyde 

Les composés possédant un groupement carbonyle tels que les cétones ou les aldéhydes 

sont fréquemment utilisés dans l’écosystème des ligations chimiosélectives. La réaction entre 

une aldéhyde/cétone et une alcoxyamine ou hydrazine forme, respectivement, un éther d’oxime 

(Tableau 4, entrée 1) ou une hydrazone (Tableau 4, entrée 2).  

De manière générale, ce type de réaction s’effectue en milieu acide, dans les alentours 

d’un pH de 4,5 pour que la cinétique de réaction soit optimale. En effet lorsque le milieu est 

trop acide, le caractère nucléophile de l’alcoxyamine ou de l’hydrazine se trouve amoindrie. De 

plus, il a été montré que la constante d’équilibre pour les hydrazones est comprise entre 104-

106 M-1 et est supérieure à 108 M-1 pour les oximes177. Cependant lorsque cette réaction 

s’effectue dans des conditions à pH neutre et/ou fait appel à des biomolécules qui sont souvent 

présentes à de faibles concentrations, cela peut affecter la cinétique de la réaction. Afin de 

limiter cela, l’une des stratégies a été de développer des catalyseurs permettant une ligation 

efficace et ce dans des conditions ‘biologiques’. On retrouve parmi ceux-ci l’aniline qui joue 

un rôle de ‘catalyseur nucléophile’ et augmente jusqu’à 40 fois la vitesse de réaction à pH 

neutre177. Cependant, un désavantage à l’utilisation de ce catalyseur est qu’il faut employer une 

quantité élevée de celui-ci (10-100mM)178,179. Les acides anthraniliques et l’acide 3,5-

diaminobenzoique peuvent être également utilisés pour catalyser la formation d’oximes et 

d’hydrazones à pH neutre. L’avantage de l’utilisation de ces derniers est la faible quantité 

nécessaire (1mM)180. On retrouve dans la littérature de nombreux exemples de bioconjugués 

utilisant les oximes ou les hydrazones et notamment pour la modification d’oligonucléotides181–

185. De plus, diverses études ont également montré l’orthogonalité de la ligation oxime avec 

d’autres types de chimie comme la cycloaddition CuAAC, décrite ci-après175,186,187. 
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Tableau 4 : représentation des réactions possibles avec une fonction cétone ou aldéhyde 

Entrée Fonction Partenaire Produit 

1 

 

 

 

2 
  

 

b) Ligation faisant intervenir une fonction azoture 

Le groupement azoture est l’une des fonctions les plus populaires dans le domaine des 

réactions chimiosélectives. Sa petite taille mais surtout la capacité à être inerte explique cette 

notoriété. En effet, cette fonction n’affecte que très légèrement la structure du substrat sur lequel 

elle est introduite. L’incorporation de la fonction azoture peut s’effectuer de différentes 

manières, par réaction de diazo-transfert sur une fonction amine ou si le substrat est une 

protéine, par l’introduction d’un acide aminé non naturel possédant cette fonction azoture.  
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Tableau 5 : représentation des réactions possibles avec une fonction azoture 
a L’utilisation d’un catalyseur de Cu(I) forme l’isomère 1,4 ; b L’utilisation d’un catalyseur de Ru(II) forme 

l’isomère 1,5 

Entrée Fonction Partenaire Produit 

1 

 

  

2a 

 

 

3b 

 

4 

 
 

5  

 

 

6 

  

 

En 2000, Bertozzi et al. ont développé une réaction que l’on appelle plus communément 

la ligation de Staudinger, dérivée de la réduction de Staudinger. Celle-ci s’effectue entre une 

fonction azoture et un dérivé triphénylphosphine (Tableau 5, entrée 1). Au cours de cette 

réaction, un intermédiaire aza-ylure est formé et celui-ci subit, en présence d’eau, un 

réarrangement formant in fine une liaison covalente amide188,189. Malgré le fait que cette ligation 

se montre sélective et efficace, elle présente certains désavantages. En effet, les fonctions 

phosphines sont connues pour être oxydable ainsi une possible oxydation peut s’effectuer avant 

ligation. De plus, la cinétique de la réaction peut être considérée comme relativement faible189. 

Dans le début des années 2000, la cycloaddition 1,3-dipolaire entre les fonctions azoture 

et alcyne catalysée par le cuivre(I) (également appelée CuAAC pour « Copper catalyzed Azide 
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Alkyne Cycloaddition ») (Tableau 5, entrée 2) a été décrite par Meldal190 et Sharpless191. 

Depuis, cette réaction est largement utilisée dans des divers domaines comme par exemple dans 

la synthèse organique192 ou dans la chimie des biomolécules avec notamment la modification 

de protéines193 ou encore en matière de fonctionnalisation d’ADN194. En ce qui concerne les 

oligonucléotides, l’introduction des fonctions chimiques nécessaire à la CuAAC est aisée et 

bien établie, cette chimie est grandement utilisée et est compatible avec diverses autres 

ligations175,176,187,195,196. Toutefois, l’utilisation du cuivre(I) comme catalyseur pose problème 

par sa toxicité pour les systèmes vivants, causant la mort de la cellule, une inhibition de la 

division cellulaire ou encore une dégradation de l’ADN197. Cependant, ces effets indésirables 

peuvent être réduits par l’utilisation de certains ligands comme par exemple le ligand THPTA 

(pour « tris-hydroxypropyltriazolylméthylamine ») qui limite les effets cytotoxiques du 

Cu(I)198–200. De plus, un contrôle sur la régiosélectivité peut s’effectuer sur le produit formé par 

l’utilisation de catalyseurs. En effet, l’isomère 1,4 est produit avec l’utilisation d’un catalyseur 

à base de cuivre (Tableau 5, entrée 2) alors que l’isomère 1,5 (Tableau 5, entrée 3) est obtenu 

suite à l’usage d’un catalyseur au ruthénium(II). 

Les problèmes de toxicité liés à l’utilisation du Cu(I) peuvent être évités par l’emploi 

de ligations bio-orthogonales n’utilisant pas de catalyseur. Dans les années 1950, Blomquist et 

Liu ont publiés des travaux faisant appel à des composés cycliques contraints, les 

cyclooctynes201. Malgré cette découverte dans les années 1950, ce n’est que dans le début des 

années 2000 qu’un nouvel intérêt s’est porté sur ces composés202,203. Ces derniers, en présence 

de composés azotures, peuvent réaliser une cycloaddition [3+2] et ce sans l’utilisation d’un 

catalyseur (Tableau 5, entrée 4). Cette réaction est appelée SPAAC pour « Strain-Promoted 

Azide Alkyne Cycloaddition ». Depuis, on retrouve dans la littérature de nombreux travaux 

utilisant cette chimie et notamment dans la chimie du vivant204,205. Bien que l’utilisation de ces 

cyclooctynes présente l’énorme avantage d’être biocompatible en n’utilisant pas de catalyseur 

pouvant être cytotoxique à partir d’un certain seuil, la SPAAC possède tout de même des 

inconvénients. En effet, en plus d’être non régiosélective (de manière générale), la cinétique de 

cette ligation peut se montrer basse. De plus, certains dérivés cyclooctynes ne sont pas stables 

dans le temps206. Et enfin, généralement, la synthèse de ces dérivés est relativement longue et 

peut présenter des rendements faibles. Malgré ces désavantages, il est important de souligner 

que l’on retrouve énormément d’applications de la SPAAC dans le domaine de la chimie-

biologie207 mais également dans la chimie des oligonucléotides208,209. 
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La réaction entre un dérivé azoture et un composé thioacide peut conduire à la formation 

d’un lien amide (Tableau 5, entrées 5 et 6). En 2003, le groupe de L. Williams a publié des 

travaux mettant en lumière ce type de réaction s’effectuant à pH neutre ou basique210. Cette 

réaction présente les avantages d’avoir une cinétique élevée et de pouvoir se dérouler soit dans 

un milieu organique ou aqueux. Les réactions ayant recours à l’utilisation de composés azotures 

aliphatiques nécessite d’être chauffées à 60°C tandis que des composés azotures électro-

déficients réagissent à température ambiante210–212. Depuis, cette ligation a été appliquée dans 

divers domaines, par exemple peptidique213 et récemment dans la sphère des acides nucléiques 

où il a été également montré que cette chimie était orthogonale à la cycloaddition CuAAC214. 

c) Ligation faisant intervenir une fonction thiolate 

La fonction thiolate est également un candidat potentiel pour être utilisé, en tant que 

nucléophile, dans des réactions chimiosélectives en milieu aqueux. Cette fonction peut réagir 

avec différents type de composés tels que les halogénoacétamides (Tableau 6, entrée 1) et les 

maléimides (Tableau 6, entrée 2). La réactivité relative des α-halogénoacétamides suit la 

tendance suivante I > Br > Cl > F et l’utilisation de ces derniers permet d’obtenir in fine un lien 

thioéther stable et peu encombrant215. On peut retrouver cette chimie dans le domaine des 

peptides et des protéines mais également au sein des oligonucléotides216–218. De plus, ce type 

de couplage est orthogonale avec diverses chimies comme la ligation oxime et la CuAAC166,219. 

Les composés de type maléimides peuvent être utilisés comme électrophiles et réagir avec une 

fonction thiolate par le biais d’une addition de Michael. Cependant, l’un des inconvénients est 

l’hydrolyse en milieu basique des dérivés maléimides215. Divers exemples de l’utilisation de 

cette chimie peuvent être retrouvés dans le domaine peptidique et oligonucléotidique220. 

Tableau 6 : représentation des réactions possibles avec une fonction thiolate 

Entrée Fonction Partenaire Produit 

1 

 

 

 
 

2 
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d) Ligation faisant intervenir une fonction oxyde de nitrile ou nitrone 

Les nitrones et les oxydes de nitrile sont également des 1,3 dipôles mais sont plus 

réactifs que les fonctions azotures dans des réactions de cycloaddition. Ceci se présente 

clairement comme un avantage mais peut également être problématique en termes de 

biocompatibilité. Effectivement, les nitrones ne peuvent être introduites dans la cellule due à 

cette instabilité221 et les oxydes de nitrile doivent être formés in situ avant leur utilisation222,223. 

Cependant, la réactivité élevée des oxydes de nitrile est tout de même un avantage étant donné 

qu’ils peuvent réagir avec des alcynes224 (Tableau 7, entrées 1 et 2), des alcènes225 (Tableau 

7, entrée 3) ou encore des norbornenes226 (Tableau 7, entrée 4) et ce sans la présence de 

catalyseur. Il est important de spécifier que dans le cas d’une réaction entre un oxyde de nitrile 

et un dérivé alcyne terminal, la régiosélectivité peut être contrôlée par l’utilisation de 

catalyseurs. En effet, la présence de cuivre(I)227 ou de carbene N-hétérocyclique (NHC)228 

favorise la formation du cycle 3,5-isoxazole disubstitué (Tableau 7, entrée 1) alors que 

l’utilisation d’un catalyseur de ruthénium(II)229 contribue à la génération du cycle 3,4 

disubstitué (Tableau 7, entrée 2). D’autres études ont montrées que les oxydes de nitriles 

peuvent également réagir avec des dérivées d’alcynes cycliques, réaction qu’on appelle aussi 

SPANOC pour « Strain-Promoted Alkyne Nitrile Oxide Cycloaddition » (Tableau 7, entrée 

5). Comparé à la SPAAC, la SPANOC se montre plus réactive et peut être utilisée dans diverses 

applications dont dans la chimie des oligonucléotides230. Tout comme les oxydes de nitrile, les 

nitrones peuvent également réagir avec des dérivés de cyclooctynes, on parle alors de SPANC 

pour « Strain-Promoted Alkyne Nitrone Cycloaddition » (Tableau 7, entrée 6). Cette ligation 

montre également une cinétique élevée et peut être utilisée en synthèse organique mais aussi 

dans des bio-applications221,231. 
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Tableau 7 : représentation des réactions possibles avec les fonctions oxydes de nitriles et nitrones 
a L’utilisation d’un catalyseur de Cu(I) ou de carbene N-hétérocyclique (NHC) forme l’isomère 3,5-isoxazole 

b L’utilisation d’un catalyseur de Ru(II) forme l’isomère 3,4-isoxazole 

Entrée Fonction Partenaire Produit 

1a 

 

 

 

2b 

 

3  
 

4 

  

5 

 
 

6 

  
 

e) Ligation faisant intervenir un dérivé tétrazine 

La cycloaddition inverse de Diels-Alder, également appelée IEDDA pour « Inverse 

Electron Demand Diels-Alder » est une alternative aux cycloadditions présentées 

précédemment. L’IEDDA peut s’effectuer entre un dérivé tétrazine et un composé alcène 

(Tableau 8, entrées 1, 2, 3 et 4), une cyclootyne (Tableau 8, entrée 5) ou un dérivé isonitrile 

(Tableau 8, entrée 6). La nature des groupements R présents sur les deux partenaires peuvent 

affecter la cinétique de la réaction. En effet pour une vitesse de réaction élevée, des groupements 

électro-attracteurs seront présents sur le partenaire diène (tétrazine) alors que pour le 

diènophile, on observera plutôt la présence de groupements électro-donneurs. A noter 

également que plus il y a de N-hétéroatomes au sein de l’hétérocycle, plus la cinétique est 

élevée232. Malgré la formation d’un lien encombrant et d’un manque de régiosélectivité, cette 
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ligation se montre réactive, sélective et peut être appliquée dans des applications 

biomédicales233 mais également dans la chimie des oligonucléotides232,234. 

Tableau 8 : représentation des réactions possibles avec un dérivé tétrazine 

Entrée Fonction Partenaire Produit 

1 

 

 

 

2 

 
 

3 

  

4 

 
 

5 

 
 

6 
 

 

f) Autres exemples de ligations chimiosélectives 

On retrouve dans la littérature d’autres ligations pouvant être utilisées à l’interface 

chimie-biologie. Par exemple, des composés de type tétrazoles qui une fois soumis à une 

irradiation UV forment des 1,3 dipôles nitrilimines et peuvent réagir, par cycloaddition, avec 

des dérivés d’acrylamides235 (Tableau 9, entrée 1, de cyclopropènes236 (Tableau 9, entrée 2) 

ou encore de norbornènes237 (Tableau 9, entrée 3) pour former des composés de type 

pyrazolines. De plus, il a été montré que la réactivité des nitrilimines dépend des substituants 

présents sur le dérivé tétrazole238. Ces dernières années, il y a également eu la possibilité 

d’utiliser des réactions organométalliques comme le couplage de Suzuki-Miyaura239 (Tableau 

9, entrée 4), la réaction Sonogashira239,240 (Tableau 9, entrée 5) ou encore l’amination de 
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Buchwald-Hartwig241 (Tableau 9, entrée 6) et ce, dans des applications de conjugués d’ADN 

par exemple. Une alternative est l’usage de fluorosulfonate d’aryle. En 2014, Sharpless et al. 

ont montré une méthode simple et fiable pour la synthèse de ce type de composés242 et ces 

derniers peuvent être utilisés dans des réactions de couplage de Suzuki-Miyaura, Sonogashira 

ou encore d’amination Buchwald-Hartwig243 (Tableau 9, entrées 4, 5 et 6). Et enfin, on 

retrouve aussi la possibilité d’utiliser des dérivés de squarates pour réaliser des réactions 

chimiosélectives avec des composés possédant une fonction amine (Tableau 9, entrée 7). Cette 

chimie peut être appliquée dans divers domaines impliquant des biomolécules telles que des 

peptides, des protéines ou encore des acides nucléiques244,245. 
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Tableau 9 : représentation de diverses ligations bio-orthogonales 
a Réaction faisant intervenir une irradiation UV ; b Réaction faisant intervenir un catalyseur de 

Pd et/ou de Cu ; X = -I, -Br, -Cl ou -OSO2F 

Entrée Fonction Partenaire Produit 

1a 

 

 
 

2a 

 
 

3a 

 
 

4b 

 

    

5b   

6b 
 

 

7 

 

 

 

2. Présentation de la ligation KAT et son intérêt 

Trois ligations chimiosélectives sont couramment utilisées au sein de notre laboratoire 

pour la fabrication de conjugués d’oligonucléotides fonctionnels, la ligation oxime, la 

cycloaddition CuAAC et le couplage thiol-chloroacétamide. Ces dernières permettent de 

synthétiser des édifices de type G-quadruplexe ou i-motif possédant une structuration 

particulière162,170,171. Dans le but d’accéder à de nouvelles structures plus complexes nécessitant 

une palette plus large de réactivité, deux possibilités sont envisageables. La première est de 

réutiliser l’une de ces trois réactions en cours de synthèse, comme cela a été effectué pour le 
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mime i-motif F présenté dans le chapitre précédent. La seconde alternative est de trouver une 

quatrième ligation, à la fois efficace et compatible avec les trois autres. La mise au point de 

cette deuxième option sera abordée au cours de ce chapitre. 

Afin de s’assurer que la ligation choisie soit compatible, différents critères sont à 

considérer. En effet, il faut que : 

- La nouvelle ligation s’effectue en milieu aqueux et que les nouvelles fonctions 

chimiques mises en jeux soient stables dans cet environnement. 

- Les conditions réactionnelles doivent être ‘douces’ afin qu’aucune dégradation n’ait 

lieu au cours de la réaction. 

- Les nouvelles fonctions chimiques ajoutées doivent être totalement spécifiques entre 

elles, c’est-à-dire que ces dernières ne doivent pas réagir avec les autres fonctions 

chimiques déjà présentes sur le composé. 

- La réactivité de la nouvelle ligation doit être suffisamment élevée pour obtenir un 

taux de conversion satisfaisant et la stœchiométrie entre les deux partenaires doit 

être proche du 1/1. 

- Si les nouvelles fonctions chimiques sont protégées au départ, les conditions de 

déprotection doivent être compatibles avec les fonctions chimiques déjà présentes 

sur le composé. 

- Le nouveau lien effectué par la ligation ne doit pas être trop encombrant et la 

longueur de celui-ci doit être relativement similaire à ceux des autres ligations 

utilisées. Ceci est impératif dans le cadre de la conception de mime structurel. 

Inspirée de la ligation KAHA pour « α-ketoacid-hydroxylamine amide », développée 

par Bode et al. en 2006247, la réaction KAT pour « Potassium AcylTrifluoroborate » fait 

intervenir deux fonctions chimiques, une hydroxylamine et un acyltrifluoroborate et donne in 

fine un lien covalent amide entre les deux composés mis en jeux (Figure 57a). En 2012, Bode 

et al. ont publiés les premiers travaux concernant la ligation KAT sur de petites molécules 

organiques et où différents dérivés acyltrifluoroborates et hydroxylamines ont été testés dans 

diverses conditions réactionnelles248. Cette première étude s’est montrée intéressante étant 

donné qu’il a été observé une conversion totale (ou presque) avec une cinétique réactionnelle 

élevée. Cependant, les composés O-benzoyle-hydroxylamines utilisés lors de cette première 

étude ne se sont pas montrés suffisamment stables pour être incorporés dans des biomolécules 

telles que des peptides. Ainsi, en 2014 Bode et al. ont évalué, d’un point de vue stabilité et 
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réactivité, un panel de dérivés d’hydroxylamines249. Le dérivé O-diéthylcarbamate, 9, (Figure 

57b) s’est montré extrêmement intéressant car celui-ci est tout aussi réactif que son homologue 

O-benzoyle, il est stable vis-à-vis des amines primaires et secondaires dans les conditions de 

réaction. Et enfin, il est également compatible à différentes conditions de déprotection que l’on 

peut retrouver dans la chimie peptidique (exemples : élimination du groupement Boc en milieu 

acide (TFA) ou dans les conditions d’élimination du groupement Fmoc (piperidine/DMF)). Ce 

dérivé hydroxylamine a pu ainsi être introduit dans une séquence peptidique et différents 

couplages KAT ont pu être réalisés montrant sa sélectivité et sa réactivité au sein d’une 

biomolécule. Ainsi, la ligation KAT se présente comme ayant les particularités d’avoir une 

réactivité unique, d’être stable, de s’effectuer en milieu aqueux, d’être transposable à la chimie 

peptidique et possède une cinétique de réaction élevée. Ces caractéristiques ont retenu notre 

attention dans l’éventualité de l’utiliser comme quatrième ligation pour la formation de 

conjugués d’oligonucléotides.  

 

Figure 57 : (a) réaction et mécanisme proposé de la ligation KAT et (b) représentation de l’acide 

aminé KAT avec la fonction O-diéthylcarbamate-hydroxylamine 9 
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3. Mise en œuvre et compatibilité de la ligation KAT 

Afin de s’assurer que la ligation KAT soit compatible entre des biomolécules telles que 

des peptides et des oligonucléotides, la synthèse d’un premier conjugué, l’édifice G, a été 

envisagée (Figure 58). Nous avons choisi de placer la fonction O-diéthylcarbamoyl-

hydroxylamine sur le substrat peptidique car on retrouve dans la littérature la synthèse d’un 

acide aminé modifié présentant cette fonction249. De l’autre côté, la fonction acyltrifluoroborate 

a été implantée sur le substrat oligonucléotidique. Cette fonctionnalisation s’effectue facilement 

en une seule étape à partir d’un oligonucléotide possédant une fonction amine. Ainsi, il a été 

envisagé la synthèse d’un cyclodécapeptide présentant la fonction chimique O-

diéthylcarbamoyl-hydroxylamine 10 et un oligonucléotide possédant la fonction 

acyltrifluoroborate 11. Les fonctions chimiques spécifiques à la ligation KAT peuvent être 

introduites sur les deux partenaires via des « building blocks » synthétisés préalablement.  

 

Figure 58 : représentation de l’édifice G 
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a) Synthèse du châssis peptidique 10  

 

Figure 59 : (A) représentation du châssis peptidique 10. (B) Synthèse de l’acide aminé KAT 9 

(a) 1) ClCO2Et, NMM, THF, -10°C, 2) NaBH4, MeOH, 0°C à t.a. ; (b) PPh3, CBr4, DCM, 0°C, 1h, 

83% ; (c) NEt3, DMAP (10%mol), DCM, reflux, 9h, 97% ; (d) K2CO3, DMF, 3h, t.a., 82% ; (e) 1) 

Pd/C (10%w/w), H2, MeOH, 2h, t.a., 2) Fmoc-OSu, iPr2NEt, MeCN, H2O, 2h, t.a., 44% 

Le châssis peptidique 10 consiste en un cyclodécapeptide possédant un seul acide aminé 

modifié (Figure 59a). Ce dernier est un dérivé de l’ornithine où l’on retrouve à l’extrémité de 

la chaîne latérale la fonction O-diéthylcarbamoyl-hydroxylamine. La synthèse de cet acide 

aminé 9 s’effectue en plusieurs étapes et a été obtenu selon les procédures publiées et décrites 

par Noda et al.249 (Figure 59b). 
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Schéma 14 : synthèse du châssis peptidique 10 

(a) Fmoc-Gly-OH (3eq), DIEA, DCM, 1h, t.a. ; (b) DCM/TFE/AcOH (70/20/10, v/v/v), t.a. ; (c) 

PyBOP (1,2eq),  DIEA, DMF, 2h, t.a., 16% ; (d) TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v), 1h, t.a. 

Le châssis peptidique 10 a été synthétisé sur support solide en utilisant la stratégie au 

Fmoc/tBu à l’aide d’une résine 2-chlorotrityl (Schéma 14). Le cyclodécapeptide 10c a été 

obtenu après purification par RP-HPLC avec un rendement de 16%. Celui-ci a été caractérisé 

par UPLC et spectrométrie de masse (Figure 60). 

 

Figure 60 : (a) chromatogramme UPLC et (b) analyse ESI-MS du châssis peptidique 10c 

Et enfin, la dernière étape est l’élimination du groupement protecteur Boc présent sur 

l’unique acide aminé modifié, ceci est réalisé dans un mélange TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v) 

pour donner le peptide 10. Ce dernier a été caractérisé par UPLC-MS ainsi que spectrométrie 

de masse (Figure 61). 
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Figure 61 : (a) chromatogramme UPLC et (b) analyse ESI-MS du châssis peptidique 10 

b) Synthèse du brin d’ADN possédant la fonction acyltrifluoroborate 11 

 

Schéma 15 : synthèse de l’oligonucléotide 11 

(a) Potassium 4-(perfluorophénylcarboxy)benzoyltrifluoroborate 12 (2eq), H2O/DMF (1/1, v/v), 

DIEA, 2h, t.a. 

La séquence d’ADN 11 (Schéma 15) ayant la fonction acyltrifluoroborate est obtenue 

à partir de l’oligonucléotide 11a. Ce dernier est synthétisé au départ d’une résine « 3-PT-amino-

modifier C3 CPG » permettant d’avoir une fonction amine en position 3’. Après synthèse sur 

support solide, déprotection et élimination de la résine, l’oligonucléotide 11a est purifié par RP-

HPLC avec un rendement de 44 %.  
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L’ajout de la partie acyltrifluoroborate sur l’oligonucléotide 11a a été effectué dans un 

mélange H2O/DMF (1/1, v/v) en milieu basique (pH 8-9), à température ambiante et en présence 

de 2eq de 4-(perfluorophénylcarboxy)benzoyltrifluoroborate de potassium 12 dont la synthèse 

est présentée ci-après. Un suivi réactionnel par RP-HPLC est réalisé et en fin de réaction, le 

brut réactionnel est dessalé sur colonne d’exclusion stérique pour enfin être purifié par RP-

HPLC avec un rendement de 56 %. L’oligonucléotide 11 a été caractérisé par RP-HPLC et 

spectrométrie de masse (Figure 62). 

 

Figure 62 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse ESI-MS de l’oligonucléotide 11 

La synthèse du « building block » possédant la fonction acyltrifluoroborate (potassium 

4-(perfluorophénylcarboxy)benzoyltrifluoroborate 12) s’effectue en deux étapes et il a été 

obtenu selon les procédures publiées et décrites par Liu et al.250 (Schéma 16). 



 

98 

 

 

Schéma 16 : synthèse du composé 12 

(a) KOTMS (1eq), MeCN, 16h, t.a., 38% ; (b) CF3COOpfPh (1,2 eq), DIEA, DMF, 16h, t.a., 21% 

c) Synthèse de l’édifice G 

 

Schéma 17 : synthèse de l’édifice G 

Pour rappel, l’objectif de la synthèse du composé G est de pouvoir confirmer la 

possibilité de transposer la ligation KAT au couplage entre un oligonucléotide et un peptide. La 

réaction KAT entre le cyclodécapeptide 10 et l’oligonucléotide 11 pour former l’édifice G 

(Schéma 17) a été étudiée dans quatre conditions réactionnelles (A, B, C et D) et suivie par RP-

HPLC. Les conditions réactionnelles A et B font références aux conditions testées dans la 

littérature248,249. La condition C est le milieu réactionnel utilisé usuellement pour les ligations 

oximes mais dont la valeur de pH semble être adéquate pour réaliser la ligation KAT. Enfin, la 

condition D fait appel à un milieu réactionnel légèrement basique où la ligation KAT devrait 

s’effectuer mais avec une cinétique plus faible que pour les trois conditions précédentes248,249. 

Le Tableau 10 reprend ces quatre conditions expérimentales testées avec les quantités engagées 

des deux partenaires ainsi que le temps nécessaire pour que soit atteint le taux de conversion 

maximum. 
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Tableau 10 : Résumé des quatre conditions réactionnelles utilisées pour la ligation KAT entre les 

composés 10 et 11 

Conditions réactionnelles 10 11 Conversion maximum 

A t-BuOH/H2O (1/1, v/v) 2eq 1eq 90 minutes 

B Acide oxalique (100mM)/oxalate de potassium 

(10mM) 
2eq 1eq 90 minutes 

C Tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5 2eq 1eq 90 minutes 

D H2O/DIEA (pH 8-9) 2eq 1eq 4h 

 

La Figure 63 illustre les bruts réactionnels dans les différentes conditions utilisées ainsi 

que l’analyse MALDI du brut réactionnel du composé G (condition A). 

 

Figure 63 : (a) chromatogrammes RP-HPLC des bruts réactionnels (conditions A, B, C et D) et (b) 

analyse MALDI du composé G (brut ; condition A) 
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La caractérisation par spectrométrie de masse a permis de confirmer la formation de 

l’édifice G dans les quatre conditions réactionnelles utilisées. On peut également souligner que 

les conditions A, B et C présentent une cinétique plus importante que la condition D, ce qui est 

en accord avec la littérature248,249. A noter également qu’il a été observé qu’aucune réaction ne 

se déroulait entre le châssis peptidique 10 et un partenaire oligonucléotidique fonctionnalisé par 

une fonction aldéhyde. Ces premiers résultats étant satisfaisants dans le contexte de 

l’assemblage de conjugués peptides/oligonucléotides, nous n’avons pas poursuivi nos efforts 

par une comparaison plus détaillée de ces conditions qui aurait pu révéler des différences de 

réactivité dans des conditions stœchiométriques par exemple. 

4. Evaluation de la compatibilité des quatre ligations 

Précédemment, il a été montré que la ligation KAT était transposable à la conjugaison 

entre deux biomolécules (peptide et oligonucléotide) et que quatre conditions réactionnelles 

étaient envisageables pour réaliser cette ligation. Ainsi, la prochaine étape a été de s’assurer de 

la compatibilité de cette ligation KAT avec les autres ligations utilisées usuellement au sein de 

notre laboratoire. Pour cela, l’assemblage d’un nouveau conjugué a été envisagé (Figure 64). 

Ce dernier a pour objet d’établir la ‘preuve de concept’ et consiste en un cyclodécapeptide 

possédant quatre oligonucléotides modèles greffés par les quatre ligations distinctes. Nous 

avons choisi d’étudier deux châssis peptidiques, l’un possédant l’acide aminé alanine, l’autre 

disposant de la lysine-biotine, permettant l’immobilisation du composé sur une surface pour 

des études d’interactions. Pour cela, la synthèse de deux cyclodécapeptides ainsi que quatre 

séquences d’ADN modifiées a été envisagée. 
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Figure 64 : représentation de l’édifice H 

5. Synthèse des oligonucléotides 

La formation de l’édifice H nécessite la synthèse de quatre séquences d’ADN modifiées 

en position 3’ ou 5’. Parmi ces derniers, on retrouve deux oligonucléotides modifiés en position 

3’ avec soit une fonction aldéhyde (13), soit acyltrifluoroborate (14) mais également deux 

séquences modifiées à l’extrémité 5’ avec soit une fonction thiol (15), soit une fonction alcyne 

(16). 

a) Synthèse de l’oligonucléotide 13 

 

Schéma 18 : synthèse de l’oligonucléotide 13 

(a) NaIO4 (30eq), H2O, 30 minutes, t.a. 

Le protocole pour réaliser la fonctionnalisation de la séquence d’ADN 13 est connu au 

sein de notre laboratoire175. Après synthèse à l’aide d’une résine 3’ glyceryl CPG et clivage du 

support solide, l’oligonucléotide 13a est purifié par RP-HPLC avec un rendement de 48%. La 

fonction aldéhyde est générée suite à la coupure oxydative de la fonction diol par le périodate 
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de sodium (Schéma 18). Cette réaction est considérée comme quantitative et l’oligonucléotide 

13 est caractérisé par RP-HPLC et spectrométrie de masse (Figure 65). 

 

Figure 65 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse ESI-MS de l’oligonucléotide 13 

b) Synthèse de l’oligonucléotide 14 

 

Schéma 19 : synthèse de l’oligonucléotide 14 

(a) Potassium 4-(perfluorophenylcarboxy)benzoyltrifluoroborate 12 (2eq), H2O/DMF (1/1, v/v), 

DIEA, 2h, t.a. 

L’oligonucléotide 14 (Schéma 19) est obtenu par la même stratégie de synthèse que 

pour l’oligonucléotide 11. La séquence d’ADN 14 est obtenue, après purification par RP-

HPLC, avec un rendement de 55%. 
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c) Synthèse de l’oligonucléotide 15 

 

Schéma 20 : synthèse de l’oligonucléotide 15 

(a) 1) AgNO3 1M, TEAA 0,1M pH 6,5, 45 minutes, t.a. 2) DTT 1M, 15 minutes, t.a. 

Le brin d’ADN 15 (Schéma 20) est obtenu au départ d’une résine « dT SynBase™ 

CPG » et d’un phosphoramidite modifié, le « 5’-thiol-modifier C6 ». Après synthèse et 

détritylation, l’oligonucléotide 15 est obtenu avec un rendement de 43 %. 

d) Synthèse de l’oligonucléotide 16 

 

Schéma 21 : synthèse de l’oligonucléotide 16 

Le brin d’ADN 16 (Schéma 21) est synthétisé par SPOS à partir de la résine « dT 

SynBase™ CPG » et de l’incorporation de la fonction alcyne en position 5’ par le 

phosphoramidite modifié, le « modifier 5’ hexynyl ». Après clivage du support et purification 

par RP-HPLC, l’oligonucléotide 16 est obtenu avec un rendement de 41%. 

6. Synthèse des châssis peptidiques 17 et 18 

L’obtention des cyclodécapeptides 17 et 18 (Figure 66) implique l’utilisation d’acides 

aminés modifiés afin d'introduire les fonctions chimiques adéquates sur le peptide. On y 

retrouve comme fonctions, une oxyamine protégée, une O-diethylcarbamoyl-hydroxylamine, 

un chloroacétamide et enfin, une fonction azoture. Les deux premières sont obtenues à l’aide 

des acides aminés synthétisés précédemment (composés 5 et 9). La fonction chloroacétamide 

est incorporée comme précédemment par le biais d’une lysine commerciale possédant un 

groupement protecteur DDE, orthogonal aux autres fonctions. Concernant la fonction azoture, 

la synthèse d’un acide aminé portant cette fonction est nécessaire et est décrite ci-après. Et 

enfin, pour le composé 18, on retrouve une lysine possédant une fonction biotine, cet acide 

aminé a déjà été synthétisé précédemment (composé 4). Ces acides aminés modifiés seront 

introduits lors de la synthèse peptidique et sont totalement compatibles avec les conditions de 

couplage et de déprotection de la SPPS. 
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Figure 66 : représentation des cyclodécapeptides 17 et 18 

 

a) Synthèse de la Fmoc-azidolysine 19 

La Fmoc-azidolysine 19 (ou Fmoc-Lys(N3)-OH) est préparée à partir de la Fmoc-Lys-

OH 2 par réaction de diazo-transfer sur la fonction amine présente à l’extrémité de la chaîne 

latérale. Cette réaction est réalisée en milieu basique, en présence de sulfate de cuivre et 

d’ISAHC pour « imidazole-1-sulfuryl azide hydrochloride» (Figure 67). L’acide aminé 19 a 

été obtenu selon les procédures publiées et décrites par Byrne et al. 251. 

 

Figure 67 : synthèse de la Fmoc-azidolysine 19 

(a) CuSO4 (0,04eq), NaHCO3 (3,5eq), ISAHC (1,2eq), MeOH/H2O (1/1, v/v), 16h, t.a., 98% 
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b) Synthèse des châssis peptidiques 17 et 18 

 

Schéma 22 : synthèse des châssis peptidiques 17 et 18 

(a) Fmoc-Gly-OH (3eq), DIEA, DCM, 1h, t.a. ; (b) DCM/TFE/AcOH (7/2/1, v/v/v), t.a. ; (c) PyBOP 

(1,2eq), DIEA, DMF, 2h, t.a., 53% pour 17c et 49% pour 18c ; (d) 2%vol d’hydrazine dans DMF, 20 

minutes, t.a. ; (e) anhydride chloroacétique (1,2eq), DIEA, DMF, t.a., 69% pour 17e et 61% pour 18e ; 

(f) TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v), 1h, t.a. 

Les cyclodécapeptides 17 et 18 sont obtenus comme précédemment, c’est-à-dire par 

synthèse peptidique sur support solide à l’aide d’une résine 2-chlorotrityl (Schéma 22). Les 

cyclodécapeptides 17c et 18c ont été obtenus, après purification, avec un rendement de 53% et 

49%, respectivement. Après élimination du groupement DDE et introduction de la fonction 

chloroacétamide, les peptides 17e et 18e sont obtenus, après purification, avec un rendement de 

69% et 61%, respectivement. Ils sont caractérisés par UPLC-MS et spectrométrie de masse 

(Figure 68 et Figure 69). 
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Figure 68 : (a) chromatogramme UPLC et (b) analyse ESI-MS du châssis peptidique 17e 

 

Figure 69 : (a) chromatogramme UPLC et (b) analyse ESI-MS du châssis peptidique 18e 

La dernière étape consiste à éliminer les groupements Eei et Boc présent sur les châssis 

17e et 18e à température ambiante en présence d’une mélange TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v). 

La Figure 70 illustre le suivi de cette étape de déprotection et reprend le spectre ESI-MS du 

peptide 18. 
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Figure 70 : (a) chromatogramme et (b) spectre UPLC du brut réactionnel de l’étape de déprotection 

pour le peptide 18e 

Une fois le solvant éliminé, le brut réactionnel a été solubilisé dans un minimum de 

DCM et est ensuite précipité dans une solution d’éther. Cependant, lors de cette étape de 

précipitation, une dégradation du peptide totalement déprotégé est observée avec la formation 

d’un produit secondaire qui se traduit par une perte de masse de 134 g/mol par rapport au 

peptide attendu. Pour expliquer cette modification, nous avons émis l’hypothèse d’une réaction 

entre les fonctions déprotégées oxyamine et O-diethylcarbamoyl-hydroxylamine. La perte de 

la fonction O-diethylcarbamoyl-hydroxylamine représente une masse de 116 g/mol, il y aurait 

donc la perte de celle-ci mais également une modification sur le support peptidique. Afin de 

prévenir cette dégradation, il a été également testé de solubiliser le brut de déprotection du 

peptide 18 dans un mélange H2O/CH3CN (1/1, v/v) et de le lyophiliser. Malheureusement, le 

produit dégradé est de nouveau observé après lyophilisation. La Figure 71 reprend les profils 

UV obtenus après précipitation dans l’éther et après lyophilisation ainsi que le spectre ESI-MS 

du peptide dégradé. A noter que ceci a également été observé pour le peptide 17. 
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Figure 71 : (a) chromatogrammes après précipitation et lyophilisation du brut réactionnel de l’étape 

de déprotection du peptide 18e.  (b) Spectre UPLC-MS du produit secondaire formé. 
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i. Test de ligation oxime entre le brut de déprotection du peptide 18 et l’oligonucléotide 

13 

 

Schéma 23 : synthèse du composé 20 

(a) oligonucléotide 13 (1eq), tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5, t.a. 

Etant donné qu’on ne peut obtenir de manière isolée le peptide totalement déprotégé, il 

a été envisagé de réaliser la ligation oxime entre le brut de déprotection du peptide 18e et 

l’oligonucléotide aldéhyde 13 pour former le composé 20 (Schéma 23). Pour cela, l’élimination 

des groupements Eei et Boc s’effectue dans un faible volume (50µL) d’un mélange 

TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v). Une fois la déprotection finie (Figure 72), ce brut est ajouté 

dans un milieu contenant l’oligonucléotide 13 solubilisé dans un tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5 

(à noter que le pH se trouve entre 3 et 4 après cet ajout ce qui ne doit pas compromettre la 

ligation entre les deux partenaires). Malheureusement, aucune réaction n’a lieu dans ces 

conditions. En effet, sur la Figure 73, on n’observe pas l’apparition du composé 20, ce qui est 

confirmé par l’analyse ESI-MS du brut réactionnel (Figure 73c) où l’on ne retrouve que la 

masse de l’oligonucléotide 13. Ceci démontre que la fonction oxyamine n’est plus présente sur 

le châssis peptidique dégradé en raison de la réaction secondaire et que la réaction d’oximation 

ne peut alors s’effectuer. 
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Figure 72 : (a) chromatogramme et (b) spectre UPLC-MS du brut réactionnel de l’étape de 

déprotection pour le peptide 18e 
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Figure 73 : chromatogrammes RP-HPLC de l’oligonucléotide 13 (a) et du brut réactionnel (b). 

Spectre ESI-MS du brut réactionnel (c). 

Afin de confirmer que la dégradation s’effectue bien entre les fonctions oxyamine et O-

diéthylcarbamoyl-hydroxylamine, il a été décidé de synthétiser un court peptide reprenant ces 

deux fonctions chimiques (Schéma 24). La synthèse du peptide 21 s’effectue comme 

précédemment, c’est-à-dire à partir d’une résine 2-chlorotrityl où l’on ajoute successivement 

les acides aminés par SPPS. Le peptide 21b, obtenu après clivage de la résine, est caractérisé 

par UPLC-MS (Figure 74) et est obtenu avec un rendement brut de 80%. 
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Schéma 24 : synthèse du peptide 21 

(a) DCM/TFE/AcOH (70/20/10, v/v/v), t.a., 80% ; (b) TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v), 1h, t.a. 

 

Figure 74 : (a) chromatogramme et (b) spectre UPLC-MS du composé 21b 

Ensuite le peptide 21b est déprotégé à l’aide d’une solution TFA/H2O/TIS (80/16/4, 

v/v/v) pour obtenir le composé 21 (Figure 75). Il s’en suit l’étape de précipitation dans l’éther 

où l’on observe de nouveau la dégradation du produit avec une perte de masse de 134 g/mol 

(Figure 76), ceci confirmant une réaction entre ces deux partenaires. Par manque de temps, une 

étude plus approfondie sur la nature de cette réaction de dégradation n’a pu être effectuée et 

nous nous sommes consacré à prévenir son apparition.  



 

113 

 

 

Figure 75 : (a) chromatogramme et (b) spectre UPLC-MS du brut de déprotection du peptide 21b 

 

 

Figure 76 : (a) chromatogramme et (b) spectre UPLC-MS du brut de déprotection du peptide 21b 

après précipitation dans l’éther 
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7. Mise au point de la compatibilité entre la chimie KAT et la ligation oxime 

 

Schéma 25 : synthèse du peptide 22 

(a) DCM/TFE/AcOH (70/20/10, v/v/v), t.a., 76% ; (b) TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v), 1h, t.a. 

Précédemment il a été observé que les fonctions oxyamine et O-diéthylcarbamoyl-

hydroxylamine étaient toujours présentes dans leur milieu de déprotection et ce n’est que lors 

de l’étape de précipitation que l’on observe une dégradation du peptide. Il est donc nécessaire 

de trouver des conditions de post-déprotection afin de pouvoir isoler et conserver ces deux 

fonctions chimiques. Ainsi, un court peptide, 22, possédant ces deux groupements a été 

synthétisé et la formation de celui-ci s’effectue de la même manière que précédemment 

(Schéma 25). Après synthèse et clivage, le peptide 22b est caractérisé par UPLC-MS (Figure 

77) et est obtenu avec un rendement brut de 76%. 
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Figure 77 : (a) chromatogramme et (b) spectre UPLC-MS du peptide 22b (brut) 

Les groupements Eei et Boc présents sur le peptide 22b sont déprotégés à l’aide d’un 

mélange TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v) pour former le composé 22. Comme observé 

auparavant, aucune dégradation ne s’effectue dans ce milieu. Ensuite, il a été testé de neutraliser 

le mélange réactionnel, essentiellement composé de TFA, par une base forte telle que NaOH 

(solution 4M). Nous avons alors constaté qu’un passage rapide d’un pH acide à un pH basique 

permettait de conserver les deux fonctions chimiques sur le peptide 22. Enfin, afin d’éliminer 

les sels présents, le mélange réactionnel est élué sur une cartouche Glen-Pak™ et le peptide 

déprotégé 22 est récupéré à l’aide d’une solution H2O/CH3CN (1/1, v/v). Suite à ce traitement 

de post-déprotection, les fonctions oxyamine et O-diethylcarbamoyl-hydroxylamine restent 

intactes sur le composé 22. La Figure 78 illustre l’étape de déprotection effectuée sur le peptide 

22b dans un mélange TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v) ainsi que le traitement de post-

déprotection où l’on observe qu’aucune dégradation ne s’effectue sur le peptide 22. Cependant, 

il est important de préciser que la solution contenant le peptide 22 ne peut être lyophilisée, ni 

rester trop longtemps en solution à température ambiante (> deux jours) sous peine de voir la 

formation du peptide dégradé. 
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Figure 78 : (a) chromatogrammes UPLC de l’étape de déprotection sur le peptide 22b  ainsi que le 

traitement de post-déprotection et (b) le spectre UPLC-MS du peptide 22 
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a) Ligation oxime : formation du composé I 

 

Schéma 26 : synthèse du composé I 

condition A : oligonucléotide 13 (1eq), tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5, t.a., 51% 

condition B : oligonucléotide 13 (1eq), aniline (100eq), tampon NaPhosphate 0,3M pH 7,3, t.a. 

Maintenant qu’un traitement de post-déprotection permet de conserver les fonctions 

oxyamines et O-diéthylcarbamoyl-hydroxylamine sur le peptide 22, il est intéressant de voir si 

la ligation oxime peut s’effectuer entre ce dernier et l’oligonucléotide 13 afin d’obtenir le 

composé I. Pour cela, deux conditions (A et B) ont été testées (Schéma 26). La première 

(condition A) s’effectue dans un mélange tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5 et à température 

ambiante (Figure 79). La condition B se déroule dans un tampon phosphate salin 0,3M pH 7,3 

avec 100eq d’aniline et à température ambiante (Figure 80). Dans les deux cas, on observe la 

formation du produit désiré, confirmé par le spectre ESI-MS (Figure 79 et Figure 80). Le brut 

réactionnel (condition A) est purifié par RP-HPLC et le composé I est obtenu avec un 

rendement de 51%. En ce qui concerne le brut réactionnel de la condition B, celui-ci n’a pas été 

purifié par RP-HPLC car il présentait une pureté satisfaisante. Il a donc été dessalé sur colonne 

d’exclusion stérique. Ces deux conditions se sont montrées concluantes dans l’obtention du 

composé I. De plus, aucune réaction n’est observée de la fonction O-diéthylcarbamoyl-

hydroxylamine envers les partenaires de la ligation oxime ceci démontrant une orthogonalité 

dans un système réel. Il est important de préciser qu’il n’est pas possible de déterminer 

précisément la quantité de peptide 22 obtenu en solution après filtration sur Glen-Pak™ et que 

cette dernière est initialement estimée pour obtenir une stœchiométrie 1/1 et que la solution de 

peptide est ajoutée si nécessaire pour obtenir une conversion maximum. 
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Figure 79 : (a) suivi réactionnel par UPLC de la ligation oxime entre le peptide 22 et l’oligonucléotide 

13 (condition A) et (b) spectre UPLC-MS du composé I 

note : un changement de gradient a été effectué entre l’analyse UPLC du brut réactionnel (gradient III) 

et celui après purification (gradient I). 

 

Figure 80 : (a) suivi réactionnel par UPLC de la ligation oxime entre le peptide 22 et l’oligonucléotide 

13 (condition B) et (b) spectre UPLC-MS du composé I 
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b) Ligation KAT : formation du composé J 

 

Schéma 27 : synthèse du composé J 

(a) oligonucléotide 14 (2eq), tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5, t.a., 45 minutes 

La formation du composé J s’effectue en présence d’un équivalent du composé I et de 

deux équivalents de l’oligonucléotide 14 (Schéma 27). Trois conditions réactionnelles ont été 

utilisées. Les mélanges t-BuOH/H2O (1/1) et acide oxalique (100mM)/oxalate de potassium 

(10mM) ont été utilisés dans un but qualificatif et les résultats se sont montrés concluants mais 

ne sont pas présentées ici. Le meilleur profil a été obtenu avec le mélange tampon NH4OAc 

0,4M pH 4,5 (Figure 81). Dans ces conditions, un taux de conversion satisfaisant (> 90%) est 

obtenu après 45 minutes, le brut réactionnel n’est pas purifié par RP-HPLC étant donné que le 

composé J n’a pas d’application. 
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Figure 81 : (a) chromatogramme UPLC du brut réactionnel de la ligation KAT entre le composé I et 

l’oligonucléotide 14 et (b) spectre UPLC-MS du composé J obtenu 

8. Synthèse de l’édifice H 

Il a été démontré précédemment que les ligations oxime et KAT sont compatibles, ainsi 

la synthèse de l’édifice ‘preuve de concept’ H peut être considérée. Pour obtenir ce dernier, 

différentes stratégies ont été envisagées étant donné que quatre ligations doivent être réalisées. 

Cependant, la ligation oxime doit être effectuée obligatoirement en première position dû à la 

grande réactivité du groupement oxyamine et la possible dégradation du peptide qui peut se 

dérouler. Une fois la ligation oxime réalisée, trois voies principales sont possibles (Schéma 28). 

En effet, la deuxième ligation peut être la réaction KAT (voie 1), le couplage thiol-

chloroacétamide (voie 2) ou la cycloaddition CuAAC (voie 3). Ensuite, pour les trois voies, 

deux possibilités sont envisageables pour réaliser la troisième et quatrième ligation. Pour la voie 

1, le couplage thiol-chloroacétamide et la cycloaddition CuAAC peuvent être réalisé 

successivement (voie 1a) ou l’inverse (voie 1b). Pour la voie 2, on peut réaliser la ligation KAT 

suivi de la cycloaddition CuAAC (voie 2a) ou l’inverse (voie 2b). Enfin, pour la voie 3, la 

ligation KAT et le couplage thiol-chloroacétamide peuvent être envisagées comme troisième et 

quatrième ligation (voie 3a) ou l’inverse (voie 3b). 
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Schéma 28 : illustration des différentes voies envisageables pour synthétiser l’édifice H 

a) Synthèse de l’édifice H1 par ligation oxime 

 

Schéma 29 : synthèse de l’édifice H1 

(a) oligonucléotide 13 (1eq), tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5, t.a., 62% 

Dans le but de former l’édifice H, la première ligation est la réaction oxime entre 

l’oligonucléotide 13 et le châssis peptidique 17 pour former le composé H1 (Schéma 29).  
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Dans un premier temps, les groupements Boc et Eei du peptide 17e sont éliminés à l’aide 

d’un mélange TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v) pour former le composé 17. Il s’en suit le 

traitement de post-déprotection dans lequel le TFA est neutralisé par une solution de NaOH 4M 

jusqu’à atteindre un pH de 9-10. Ensuite, le brut réactionnel est purifié sur une cartouche Glen-

Pak™ et le peptide 17 est récupéré à l’aide d’une solution H2O/CH3CN (1/1, v/v). Cette étape 

de déprotection est considérée comme quantitative et le composé 17 est directement utilisé pour 

effectuer la ligation oxime. La Figure 82 illustre le suivi réactionnel de l’étape de déprotection 

pour former le peptide 17.  

 

Figure 82 : (a) chromatogrammes UPLC de l’étape de déprotection sur le peptide 17e  ainsi que le 

traitement de post-déprotection et (b) le spectre UPLC-MS du peptide 17 

Une fois le châssis peptidique 17 obtenu, ce dernier est ajouté à une solution contenant 

l’oligonucléotide 13 solubilisé dans un mélange tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5. La réaction 

s’effectue à température ambiante jusqu’à atteindre un maximum de conversion (Figure 83a). 
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En fin de réaction, le brut réactionnel est purifié par RP-HPLC, le composé H1 est obtenu avec 

un rendement de 62% et il est caractérisé par UPLC-MS et spectrométrie de masse (Figure 83). 

Il est important de spécifier qu’au cours de la réaction la quantité ajoutée du peptide 17 

s’effectue progressivement et jusqu’à atteindre un maximum de conversion. En effet, comme 

expliqué précédemment pour le peptide 22, la solution contenant le peptide 17 ne peut être 

lyophilisée sous peine de dégradation ainsi on ne peut connaitre la quantité exacte de peptide 

déprotégé récupérée après cartouche Glen-Pak™. 

 

Figure 83 : (a) chromatogrammes de la formation de l’édifice H1 en UPLC du brut réactionnel et 

après purification. (b) Analyse ESI-MS de l’édifice H1 

note : la perte du groupement O-diethylcarbamoyl lors de l’analyse ESI-MS est observée à 908,94 Da 

et 681,48 Da 
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b) Voie 1 : synthèse de l’édifice H2 par réaction KAT 

 

Schéma 30 : synthèse de l’édifice H2 (voie 1)  

(a) oligonucléotide 14 (1,2eq), tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5, t.a., 56% 

Par cette stratégie, la seconde ligation réalisée sur l’édifice H1 est la réaction KAT avec 

l’oligonucléotide 14 pour former le composé H2 (Schéma 30). Pour ce faire, les deux 

partenaires sont solubilisés dans le mélange tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5 à température 

ambiante. En fin de réaction, le brut réactionnel est purifié par RP-HPLC, l’édifice H2 est 

obtenu avec un rendement de 56% et il est caractérisé par UPLC-MS et spectrométrie de masse 

(Figure 84). 

 

Figure 84 : (a) chromatogrammes de la formation de l’édifice H2 en UPLC du brut réactionnel et 

après purification. (b) analyse ESI-MS de l’édifice H2 



 

125 

 

c) Voie 1a et 1b : synthèse des édifices H3 et H4 par CTC et CuAAC 

 

Schéma 31 : synthèse de l’édifice H3 (voie 1a) et de l’édifice H4 (voie 1b) 

(a) oligonucléotide 15 (2eq), TCEP (1eq), DIEA (60eq), KI (60eq), 400mM KCl,  H2O, 40°C 

(b) oligonucléotide 16 (2eq), CuSO4 (3eq), THPTA (30eq), ascorbate de sodium (30eq), 500mM KCl, 

DMF (10%vol), tampon PBS 50mM pH 7,4, 1h, 37°C, 69% 

A partir de l’édifice H2, deux possibilités sont envisageables, soit d’effectuer le 

couplage thiol-chloroacétamide avec l’oligonucléotide 15 et former le composé H3 (voie 1a), 

soit de réaliser la cycloaddition CuAAC avec l’oligonucléotide 16 pour obtenir l’édifice H4 

(voie 1b) (Schéma 31). 

i. Synthèse de l’édifice H3 (voie 1a) par CTC 

Dans le but de former l’édifice H3, le composé H2 et l’oligonucléotide 15 sont 

solubilisés dans l’eau et mis en présence de 60eq de DIEA et de KI et de 1eq de TCEP et le 

mélange réactionnel est placé à 40°C. De plus, le suivi de la réaction s’effectue par UPLC-MS 

afin de s’assurer, par le biais de la spectrométrie de masse, que l’oligonucléotide 15 est bien 

sous forme thiol et non disulfure. Il est observé au cours du suivi que la réaction entre les deux 

partenaires s’effectue difficilement. Les réactifs tels que DIEA et KI sont rajoutés au milieu 

afin d’être sûr qu’ils soient présents en large excès. Il en est de même pour le TCEP où 1eq est 

rajouté afin d’éviter la formation de pont disulfure entre oligonucléotides 15. Après 4h de 

réaction, on observe dans le brut réactionnel la présence du produit désiré mais où la fonction 

azoture présent sur le support peptidique a été réduite (composé nommé H3’) (Figure 85). Il 

est important de spécifier que différentes précautions ont été mise en place avant et pendant la 

réaction afin d’éviter cette réduction. En effet, l’ajout de TCEP dans le milieu réactionnel ne 

s’effectue pas en début de réaction mais au cours de celle-ci, lorsqu’on observe la présence 

d’oligonucléotide 15 sous forme disulfure. De plus, la réaction de détritylation de 

l’oligonucléotide 15 s’effectue la veille du couplage chloro-acétamide afin d’avoir ce dernier 

sous forme thiol en début de réaction. Et enfin, la mise en place de la réaction se fait sous 
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atmosphère inerte et avec l’utilisation d’eau désoxygénée. Toutefois, l’ajout du TCEP au 

mélange réactionnel est nécessaire en cours de réaction et la réduction de la fonction azoture 

est, malheureusement, observée. Face à cette problématique, la voie 1a a été abandonnée. 

 

Figure 85 : (a) chromatogramme en UPLC du brut réactionnel pour la formation du composé H3 et 

(b) le spectre UPLC-MS du composé H3’ 

 

ii. Synthèse de l’édifice H4 (voie 1b) par CuAAC 

Le couplage entre l’édifice H2 et l’oligonucléotide 16 s’effectue dans des conditions 

usuelles de cycloaddition CuAAC. En fin de réaction, le brut réactionnel est purifié par RP-

HPLC, l’édifice H4 est obtenu avec un rendement de 69% et il est caractérisé par UPLC-MS et 

spectrométrie de masse (Figure 86). 
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Figure 86 : (a) chromatogrammes de la formation de l’édifice H4 en UPLC du brut réactionnel et 

après purification. Note : un changement de gradient a été effectué entre l’analyse UPLC du brut 

réactionnel (gradient II) et celui après purification (gradient I). (b) Analyse MALDI de l’édifice H4 
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iii. Synthèse de l’édifice H (voie 1b) par CTC 

 

Schéma 32 : synthèse de l’édifice H (voie 1b)  

(a) oligonucléotide 15 (2eq), TCEP (1eq), DIEA (60eq), KI (60eq), 400mM KCl, H2O, 40°C 

La dernière étape de la voie 1b est de réaliser le couplage thiol-chloroacétamide entre 

l’oligonucléotide 15 et le composé H4 pour former l’édifice final H (Schéma 32). Pour ce faire, 

des conditions usuelles de couplage thiol-chloroacétamide ont été utilisées (comme pour la 

synthèse du composé H3) et l’ajout de TCEP dans le milieu peut s’effectuer dès le départ de la 

réaction étant donné qu’aucune fonction pouvant être réduite n’est présente. Lors du suivi 

réactionnel, on observe que la réaction s’effectue difficilement et ce malgré la présence des 

différents réactifs en large excès. De plus, on constate la présence de deux produits secondaires 

(H4’ et H4’’) de nature inconnue possédant une masse de 6147 g/mol et 6378 g/mol, 

respectivement. Une hypothèse à la formation de ces derniers est la présence de cuivre résiduel 

dans le milieu réactionnel et ce malgré les précautions réalisées après la cycloaddition CuAAC 

(piégeage du cuivre par une solution aqueuse d’EDTA et dessalage sur colonne d’exclusion 

stérique). Toutefois, on remarque la légère formation de l’édifice H (Figure 87). Etant donné 

le faible taux de conversion ainsi que la proximité en terme de temps de rétention des composés 

H4, H4’, H4’’ et H, cette voie n’a pas été investiguée plus en profondeur. 
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Figure 87 : (a) chromatogramme en UPLC du brut réactionnel pour la formation du composé H et (b) 

le spectre UPLC-MS du composé H 

d) Voie 2 : synthèse du composé H5 par CTC 

 

Schéma 33 : synthèse de l’édifice H5 (voie 2)  

(a) oligonucléotide 15 (2eq), TCEP (2eq), DIEA (60eq), KI (60eq), 400mM KCl, H2O, 1h30, 40°C, 

47% 

Malgré que par la voie 1b, il a été observé la formation du produit final désiré, l’édifice 

H, cette stratégie ne s’est finalement pas montrée convaincante et différents problèmes ont été 

constatés autour du couplage thiol-chloroacétamide. En effet, sa faible réactivité ainsi que la 

réduction du groupement azoture a limité la formation de l’édifice H. Par la voie 2, ce couplage 
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est réalisé en deuxième position pour former le composé H5 (Schéma 33). Etant donné la 

présence du groupement azoture sur la surface supérieure du châssis peptidique, les mêmes 

précautions appliquées précédemment ont été utilisées. Il en va de même concernant les 

conditions réactionnelles. Après 1h30, il a été observé sur le brut réactionnel la formation du 

composé H5 sans réduction du groupement azoture et avec un taux de conversion acceptable 

(75%). Après purification par RP-HPLC, l’édifice H5 a été obtenu avec un rendement de 47% 

et a été caractérisé par UPLC-MS et spectrométrie de masse (Figure 88). 

 

Figure 88 : (a) chromatogrammes de la formation de l’édifice H5 en UPLC du brut réactionnel et 

après purification. (b) Analyse ESI-MS de l’édifice H5. 

Note : la perte du groupement O-diethylcarbamoyl lors de l’analyse ESI-MS est observée à 869,65 Da, 

724,41 Da, 620,91 Da et 543,17 Da 
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e) Voie 2a et 2b : synthèse des édifices H3 et H6 par KAT et CuAAC 

 

Schéma 34 : synthèse de l’édifice H3 par la voie 2a et de l’édifice H6 par la voie 2b 

(a) oligonucléotide 14 (1,2eq), tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5, t.a., 57% 

(b) oligonucléotide 16 (2eq), CuSO4 (3eq), THPTA (30eq), ascorbate de sodium (30eq), 400mM KCl, 

DMF (10%vol), tampon PBS 50mM pH 7,4, 37°C 

A partir de l’édifice H5, deux possibilités sont envisageables, soit d’effectuer la ligation 

KAT avec l’oligonucléotide 14 et former le composé H3 (voie 2a), soit de réaliser la 

cycloaddition CuAAC avec l’oligonucléotide 16 pour obtenir l’édifice H6 (voie 2b) (Schéma 

34). 

i. Synthèse de l’édifice H3 (voie 2a) par réaction KAT 

La formation du composé H3 s’effectue en présence d’un équivalent de l’édifice H5 et 

de 1,2 équivalents de l’oligonucléotide 14 dans un mélange tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5 à 

température ambiante. La réaction est suivie par UPLC-MS et le brut réactionnel est purifié par 

RP-HPLC, le composé H3 est obtenu avec un rendement de 57% et il est caractérisé par UPLC-

MS et spectrométrie de masse (Figure 89). A noter qu’on observe la formation d’un produit 

secondaire (15%), le composé H5’. Ce dernier représente l’édifice de départ H5 mais où le 

groupement O-diéthylcarbamoyle est perdu, montrant une certaine fragilité de ce dernier. 
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Figure 89 : (a) chromatogrammes de la formation de l’édifice H3 en UPLC du brut réactionnel et 

après purification. (b) Analyse ESI-MS de l’édifice H3 

ii. Synthèse de l’édifice H (voie 2a) par CuAAC 

 

Schéma 35 : synthèse de l’édifice H par la voie 2a 

(a) oligonucléotide 16 (1,2eq), CuSO4 (10eq), THPTA (30eq), ascorbate de sodium (100eq), 400mM 

KCl, DMF (10%vol), tampon PBS 50mM pH 7,4, 1h, 60°C, 48% 
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Par la voie 2a, l’ultime étape est de réaliser la cycloaddition CuAAC entre le composé 

H3 et l’oligonucléotide 16 (Schéma 35). Pour ce faire, les conditions réactionnelles utilisées 

ont été modifiées par rapport aux conditions usuelles. En effet, la quantité de certains réactifs 

ont été augmentées afin qu’ils soient présents en large excès dans le milieu et le mélange 

réactionnel a été placé à 60°C pour favoriser la cycloaddition CuAAC. On observe sur le brut 

réactionnel, la formation de l’édifice final H. Après purification par RP-HPLC, ce dernier est 

obtenu avec un rendement de 48% et est caractérisé par UPLC-MS et spectrométrie de masse 

(Figure 90). 

 

Figure 90 : (a) chromatogrammes de la formation de l’édifice H en UPLC du brut réactionnel et après 

purification. (b) Analyse ESI-MS de l’édifice H 

iii. Synthèse de l’édifice H6 (voie 2b) par CuAAC 

La seconde alternative à partir de l’édifice H5 est de réaliser la cycloaddition CuAAC 

pour former le composé H6 (Schéma 34). Celle-ci a été effectuée dans les conditions usuelles 

de CuAAC. Toutefois, on remarque, sur le brut réactionnel, que le groupement O-

diethylcarbamoyl présent sur le composé H5 est perdu lors de la réaction rendant ce composé, 

H5’, inutilisable pour la suite (Figure 91). A noter qu’il avait déjà été constaté précédemment 

(synthèse de l’édifice H3 par la voie 2a) que ce groupement possédait une certaine fragilité. 
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Figure 91 : (a) chromatogramme en UPLC du brut réactionnel pour la formation du composé H6 et 

(b) le spectre UPLC-MS du composé H5’ 

Il est important de spécifier que par manque de temps, la stratégie de synthèse de 

l’édifice H par la voie 3 n’a pas pu être investiguée. Toutefois, cette voie est peut-être la moins 

intéressante des trois étant donné que le couplage thiol-chloroacétamide et la ligation KAT 

s’effectue en troisième et quatrième position. 

9. Bilan et perspectives 

Les travaux décrits dans ce chapitre ont tout d’abord montrés que la ligation KAT 

pouvait être transposée à la synthèse de conjugués d'oligonucléotides. A notre connaissance, 

c’est le premier exemple de composé faisant intervenir cette ligation entre ces deux types de 

partenaires.  

Dans un second temps, il a été observé une interférence entre les fonctions oxyamine et 

O-diéthylcarbamoyle. Effectivement, lorsque celles-ci sont déprotégées, dans un milieu 

concentré qui n’est pas à pH acide fort, il est constaté une réaction entre ces deux fonctions 

provoquant une perte de masse de 134 g/mol sur le composé étudié. Cette réaction de 

dégradation n’a pas été étudiée plus en profondeur, on sait que suite à cette dégradation, la 

fonction oxyamine n’est plus présente sur le châssis peptidique étant donné qu’aucune réaction 

n’est observée lorsqu’un partenaire aldéhyde est mis en présence. Toutefois, un traitement de 
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post-déprotection adapté, neutralisant l’acidité du milieu, permet de conserver de manière 

intacte ces deux fonctions pour qu’elles soient utilisées dans leurs ligations respectives 

(synthèse des édifices I et J).  

Suite à cela, il a été possible d’envisager la synthèse de l’édifice H, composé prouvant 

qu’il est possible de greffer quatre oligonucléotides séquentiellement par quatre ligations 

différentes. Pour cela, différentes voies de synthèse sont envisageables mais toutes ont comme 

première ligation la réaction oxime étant donné la grande réactivité du groupement oxyamine 

et la possible réaction de dégradation du peptide. Sur les trois voies principales de synthèse, 

deux ont pu être investiguées.  

La voie 1 met en jeu la réaction KAT comme seconde ligation et le produit H2 est obtenu 

sans contrainte. Le couplage thiol-chloroacétamide et la cycloaddition CuAAC peuvent être 

utilisées comme troisième et quatrième ligation (voie 1a) ou on peut également effectuer l’ordre 

inverse de ces deux réactions (voie 1b). Dans la voie 1a, il a été constaté lors du couplage thiol-

chloroacétamide une réduction du groupement azoture présent sur le châssis peptidique dû à la 

présence de TCEP. Malgré différents aménagements effectués pour retarder l’ajout de TCEP, 

ce dernier doit être tout de même présent pour éviter la formation d’oligonucléotides sous forme 

disulfure causant malheureusement la réduction de la fonction azoture. Ainsi la voie 1a ne s’est 

pas montrée concluante. La voie 1b fait intervenir dans un premier temps, la cycloaddition 

CuAAC pour former le composé H4 pour ensuite réaliser le couplage thiol-chloroacétamide et 

donner l’édifice final H. Le composé H4 a été obtenu dans des conditions usuelles de 

cycloaddition CuAAC mais lors de la dernière étape, le couplage thiol-chloroacétamide ne s’est 

pas montré efficace et il a été observé la formation du composé final H en faible proportion 

ainsi que deux produits secondaires, H4’ et H4’’. Etant donné le taux de conversion faible et la 

proximité en termes de temps de rétention des différents composés, cette voie n’a pas été étudiée 

plus en profondeur.  

Par la voie 2, le couplage thiol-chloroacétamide est utilisé comme deuxième ligation 

pour former l’édifice H5. Celui-ci a été obtenu, cependant il a été observé une perte du 

groupement O-diéthylcarbamoyle sur ce composé (composé H5’). A partir de là deux 

possibilités sont possibles, soit réaliser la ligation KAT en troisième position pour former le 

composé H3 et finir avec la cycloaddition CuAAC pour obtenir l’édifice final H (voie 2a), soit 

d’effectuer l’ordre inverse de ces deux réactions (voie 2b). La voie 2a s’est montrée concluante 

pour obtenir l’édifice H alors que par la voie 2b, lors de la réaction de cycloaddition CuAAC, 
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la perte du groupement O-diéthylcarbamoyle a de nouveau été observée rendant inutilisable le 

composé pour réaliser la dernière étape. En ce qui concerne la voie 3, elle n’a pas pu être étudiée 

par manque de temps. 

Par ces études, il en ressort différents points importants. Le premier est que la réactivité 

du couplage thiol-chloroacétamide ne s’est pas montrée efficace lorsque celui-ci était utilisé en 

troisième ou quatrième position. Ainsi, positionner ce couplage en début de stratégie permet de 

s’affranchir de ce désavantage pour la suite de la synthèse. De plus lors de ce couplage, il peut 

se dérouler une réduction du groupement azoture présent sur le support peptidique rendant 

inutilisable le composé pour réaliser une cycloaddition CuAAC. Une solution à ce problème 

serait d’inverser les fonctions chimiques des deux partenaires, c’est-à-dire introduire la fonction 

azoture sur l’oligonucléotide et avoir la fonction alcyne sur le châssis peptidique. Un autre point 

important à souligner, c’est la fragilité du groupement O-diethylcarbamoyl. En effet lors de ces 

études, il a été observé à plusieurs reprises la perte de ce groupement provoquant l’impossibilité 

de réaliser la ligation KAT, ainsi positionner cette ligation en fin de synthèse peut être risqué. 

En ce qui concerne les perspectives, il aurait été intéressant d’investiguer la voie de 

synthèse de l’édifice H numéro 3. En effet, celle-ci aurait pu donner ou confirmer différentes 

informations pouvant être utiles dans la synthèse d’édifices utilisant quatre ligations différentes. 

Une autre perspective serait de réaliser certaines ligations en « one-pot ». Par exemple, effectuer 

dans un premier temps la ligation oxime et de réaliser ensuite la ligation KAT puisque ces deux 

dernières peuvent se dérouler dans le même milieu réactionnel. De plus, il serait également 

intéressant d’entreprendre la synthèse d’édifices G4 utilisant quatre ligations orthogonales, 

comme l’édifice K par exemple (Figure 92) qui représente un G4 télomérique en topologie 

hybride. Effectivement, utiliser quatre ligations permet d’ouvrir le champ des possibilités 

concernant la synthèse d’édifices G4 et leur variété de topologie. Ainsi différentes cibles ayant 

des structures bien particulières peuvent être envisagées et être considérées comme des cibles 

attrayantes dans le cadre d’études d’interactions (par exemple : études d’affinité et sélectivité 

de ligands de G4, études d’interaction entre G4 et protéines, etc.) 
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Figure 92 : représentation de l’édifice K 
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___________________________________________________________________________ 

Chapitre V 

Synthèse d’édifices G4 contraints 

d’ADN et d’ARN à une seule topologie 

et étude d’interaction avec des 

protéines 

___________________________________________________________________________ 
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Dans ce chapitre, la synthèse d’un panel d’édifices G-quadruplexes et non G-

quadruplexes de type ADN et ARN sera décrite. Ces différents composés ont pour but d’être 

utilisés dans des études d’identification et de caractérisation de protéines en interactions avec 

ces édifices. En particulier, l’objectif est de tirer profit de la stabilisation des structures G4 par 

le châssis moléculaire et du contrôle topologique afin d’identifier des protéines affines et 

spécifiques de certaines structures. La genèse de ces études provient d’une collaboration établie 

avec le laboratoire du Dr. D. Gomez à l’université de Toulouse (Institut de Pharmacologie et 

de Biologie Structurale, IPBS). Les résultats préliminaires des études d’interactions entre 

protéines et édifices seront également présentés. 

1. Introduction 

Comme mentionné dans l’introduction générale de ce manuscrit, les G-quadruplexes 

sont retrouvés de manière non-aléatoire au sein du génome humain et de multiples études 

confirment leurs implications lors de différents évènements cellulaires tels que la réplication 

d’ADN252, la réparation des dommages d’ADN253, la transcription254 ou encore la traduction255. 

Bien entendu, les G4 ne peuvent réguler à eux seuls ces processus et de nombreuses protéines 

sont également impliquées. Les protéines interagissant avec les G4 peuvent être divisées en 

trois groupes selon le lien qu’il existe entre ces deux entités. Tout d’abord, on retrouve les 

protéines qui favorisent la formation ou la stabilisation des G4. Il y a également les protéines 

qui ‘dégradent’ les G4 et enfin, il existe des protéines de ‘déroulement’ de G4 (« unwinding 

proteins » en anglais). Ces processus, qui contribuent à la dynamique de la régulation des G4, 

sont encore largement méconnus.   

a) Les protéines favorisant la formation de G4 

Au sein de ce premier groupe, la nucléoline (NCL) est la protéine la plus connue et la 

plus étudiée. Celle-ci est une phosphoprotéine nucléolaire qui est impliquée notamment dans la 

transcription et possède également comme rôle d’aider à la formation de structures complexes 

d’acides nucléiques256. La nucléoline peut, par exemple, promouvoir et se lier à des structures 

G4 parallèles (in vitro) du gène c-myc avec une haute affinité et sélectivité. La stabilisation de 

ce genre de structures par la nucléoline permet l’inhibition de l’activité du gène c-myc257. On 

retrouve également dans ce premier groupe de protéines les ADN topoisomérase (Topo) qui 

sont des enzymes contrôlant la topologie de l’ADN et sont impliquées dans la réplication ou 

encore dans la transcription. Certaines de ces protéines peuvent se lier et favoriser la formation 

de structures G4 parallèles et antiparallèles258. 
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b) Les protéines dégradant les G4 

Les protéines permettant la dégradation des structures G4 de type ADN ou ARN sont 

un peu moins étudiées et la plupart d’entre elles sont des nucléases. La GQN1 pour « G quartet 

nuclease 1 » est une nucléase dont l’expression est élevée dans les lymphocytes B qui dégrade 

seulement les G4 de type ADN mais pas les duplex ni les simples brins d’ADN, ni les G4 de 

type ARN259. Un autre exemple de ce type de protéine est la protéine Mre11 qui possède une 

haute affinité pour les G4 de type ADN et est impliquée dans le processus de maintenance des 

télomères260,261. 

c) Les protéines déroulant les G4 : les hélicases 

Les hélicases peuvent être définis comme étant des moteurs moléculaires puisqu’elles 

utilisent l’énergie d’hydrolyse de l’ATP pour catalyser l'ouverture d'acides nucléiques (ADN 

ou ARN) appariés sous forme double brins. On retrouve communément dans la littérature cinq 

familles d’hélicases qui sont discriminées selon le substrat sur lequel elles agissent (ADN et/ou 

ARN), mais également sur la direction de leurs ‘mouvements’, c’est-à-dire si elles se déplacent 

sur le substrat de la position 5’ vers l’extrémité 3’, du 3’ vers le 5’ ou les deux. Toutefois, toutes 

les hélicases nécessitent la présence d’une queue simple brin soit à l’extrémité 3’, soit en 5’ afin 

que celles-ci puissent s’associer à leur substrat262,263. Elles sont impliquées dans de nombreux 

processus biologiques comme la réplication, la réparation, la transcription ou encore la 

maintenance des télomères264,265. C’est le cas par exemple des hélicases XPB et XPD qui 

peuvent être mobilisées au niveau de certaines séquences promotrices et plus précisément là où 

se forme des structures G4. Ces protéines vont ainsi dérouler les structures G4 permettant ainsi 

la réalisation de la transcription du gène concerné67. Si ces processus, dépendant d’hélicases, 

sont déficients, cela peut entrainer comme conséquence une réplication ou une transcription 

défectueuse mais également une mutagenèse, une sénescence cellulaire ou encore une 

cancérogenèse. Ainsi les hélicases, de par leurs actions sur l’ADN ou l’ARN et leurs 

interactions avec des protéines, permettent de préserver une homéostasie du génome. Par 

conséquent, l’étude et la compréhension des liens, des interactions entre ces différents 

partenaires sont devenus importants262.  
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2. Présentation des édifices cibles 

Dans le cadre de cette thèse, il a été établi une collaboration avec le laboratoire du Dr. 

Dennis Gomez à l’université de Toulouse (Institut de Pharmacologie et de Biologie Structurale, 

IPBS). A travers ce partenariat, notre laboratoire a pour objectif de synthétiser et fournir un 

panel d’édifices G4 à topologie contrôlée dans le but de pouvoir réaliser des études 

d’identification et de caractérisation de protéines en interactions avec des G4. Pour cela, un 

ensemble d’édifices G4 ADN et ARN dérivés de la séquence télomérique ont été choisis 

(Figure 93). On y retrouve trois édifices tétramoléculaires parallèles, de type ADN et ARN (L, 

M et T). Trois composés bimoléculaires antiparallèles présentant des boucles sont également 

visés (N, O et Q). Et enfin, on retrouve également des édifices non G4. Parmi ceux-ci, les 

composés R et S présentent la séquence télomérique mais ne possédent qu’une seule boucle et 

les édifices P et U sont aussi ciblés et serviront de contrôle lors de ces études d’interactions. 
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Figure 93 : représentation des édifices G4 et non G4 ADN et ARN utilisés pour les études 

d’interactions 

3. Synthèse des édifices G4 et non G4 

La synthèse de la plupart de ces édifices a été mise au point précédemment au sein de 

notre laboratoire162,164,165 (édifices L, M, N, O, P, R, S et T), toutefois ces derniers ont été 

resynthétisés pour leurs utilisations dans le cadre de la collaboration avec l’IPBS mais la 

description de l’obtention de ces composés ne sera pas mentionnée. En ce qui concerne les 

édifices Q et U, ceux-ci sont nouveaux et la synthèse est décrite ci-après. 
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a) Synthèse de l’édifice Q 

i. Synthèse du cyclodécapeptide 23 

La synthèse du cyclodécapeptide 23 (Figure 94) utilisé pour la synthèse de l’édifice Q 

a été mise au point auparavant au sein de notre laboratoire171 ainsi la description détaillée de ce 

composé ne sera pas mentionnée. 

 

Figure 94 : représentation du cyclodécapeptide 23 

ii. Synthèse de l’oligonucléotide 24 

 

Schéma 36 : synthèse de l’oligonucléotide 24 

(a) NaIO4 (30eq), 30 min, noir, t.a. 

En ce qui concerne le partenaire oligonucléotidique mis en jeu 24, celui-ci est 

bifonctionnalisé avec une fonction aldéhyde en position 3’ et une fonction alcyne à l’extrémité 

5’ (Schéma 36). La stratégie de synthèse de ce composé s’effectue comme pour 

l’oligonucléotide 7 (page 56). 

 

 

 

 

 

 



 

144 

 

iii. Synthèse de l’édifice Q par ligation oxime et CuAAC 

 

Schéma 37 : synthèse de l’édifice Q 

(a) oligonucléotide 24 (2,4eq), tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5, t.a., 32% 

(b) CuSO4 (3eq), THPTA (30eq), ascorbate de sodium (30eq), 0,1M NaCl, DMF (10%vol), HEPES 

100mM pH 7,4, 1h30, 37°C, 60% 

La synthèse de l’édifice Q s’effectue en deux étapes (Schéma 37). La première consiste 

à réaliser la ligation oxime entre le cyclodécapeptide 23 et deux oligonucléotides 24. Des 

conditions réactionnelles usuelles de ligation oxime ont été utilisées pour obtenir 

l’intermédiaire Q1. En fin de réaction, le brut réactionnel est purifié par RP-HPLC. Le composé 

Q1 est obtenu avec un rendement de 32% et est caractérisé par RP-HPLC et spectrométrie de 

masse (Figure 95). 
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Figure 95 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse MALDI de l’édifice Q1 

La seconde et dernière étape pour obtenir l’édifice Q est de réaliser la cycloaddition 

CuAAC sur l’intermédiaire Q1. Pour cela, des conditions usuelles de cycloaddtion CuAAC ont 

été utilisées. Toutefois, avant l’ajout des différents réactifs, le composé Q1 est solubilisé dans 

le mélange tampon en présence de 0,1M de NaCl et est chauffé à 80°C pendant 5 minutes pour 

ensuite être laissé à température ambiante durant 2 heures. A noter également que cette 

cycloaddition s’effectue en milieu dilué afin de favoriser la réaction intramoléculaire. Ces 

aménagements permettent d’assurer la formation du produit antiparallèle Q164. En fin de 

réaction, le brut réactionnel est purifié par RP-HPLC. Le composé Q est obtenu avec un 

rendement de 60% et est caractérisé par RP-HPLC et spectrométrie de masse (Figure 96). 
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Figure 96 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse MALDI de l’édifice Q 

Afin de s’assurer que l’édifice Q présente bien la topologie antiparallèle, une analyse 

par dichroïsme circulaire a été réalisée à température ambiante en présence de NaCl (Figure 

97a). On observe les deux pics positifs caractéristiques à 242 nm et 294 nm et un pic négatif à 

263 nm prouvant l’existence de la topologie antiparallèle. Une évaluation de la stabilité de la 

topologie a également été réalisée et une température de dénaturation de 72°C a été obtenue 

pour l’édifice Q (Figure 97b), valeur inférieure à celle répertoriée pour l’édifice N (81°C)164. 
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Figure 97 : (a) spectre CD de l’édifice Q à température ambiante (2µM de Q dans un tampon HEPES 

10mM pH 7,4 avec 0,1M de NaCl) ; (b) spectre CD de dénaturation de l’édifice Q (2µM de Q dans un 

tampon HEPES 10mM pH 7,4 avec 0,1M de NaCl ; gamme de température : 5 à 90°C) 

 

b) Synthèse de l’édifice U 

i. Synthèse du cyclodécapeptide 25 

La synthèse du cyclodécapeptide 25, portant une fonction aminooxy, (Figure 98) utilisé 

pour la synthèse de l’édifice U a été mise au point auparavant au sein de notre laboratoire171 

ainsi la description détaillée de ce composé ne sera pas mentionnée. 
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Figure 98 : représentation du cyclodécapeptide 25 

ii. Synthèse de l’oligonucléotide 26 

 

Schéma 38 : synthèse de l’oligonucléotide 26 

(a) 1) 1M DBU dans CH3CN anhydre, 10min, t.a., 2) 28% NH3 dans H2O, 5h, t.a., 3) 80% AcOH dans 

H2O, 20min, t.a. ; (b) NaIO4, H2O, 30min, t.a. 

L’oligonucléotide 26 est obtenu au départ d’une résine 3’glyceryl CPG (Schéma 38). 

Après synthèse sur support solide, déprotection et élimination du support, l’oligonucléotide 26b 

est purifié par RP-HPLC et est obtenu avec un rendement de 13%. Ce dernier est caractérisé 

par RP-HPLC et spectrométrie de masse (Figure 99). Comme précédemment, la fonction 3’ 

aldéhyde de l’oligonucléotide 26  est obtenue par coupure oxydative en présence de périodate 

de sodium et cette réaction est considérée comme quantitative. A noter que la synthèse 

d’oligonucléotides d’ARN s’effectue également par SPOS, en utilisant la stratégie PivOM 

développée par l’équipe de F. Debart en 2008266. 
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Figure 99 : (a) chromatogramme et (b) analyse MALDI de l’oligonucléotide 26b 
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iii. Synthèse de l’édifice U par ligation oxime 

 

Schéma 39 : synthèse de l’édifice U 

(a) oligonucléotide 26 (1eq), tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5, t.a., 13% 

La synthèse de l’édifice U s’effectue entre le cyclodécapeptide 25 et l’oligonucléotide 

26 dans un mélange tampon NH4OAc 0,4M pH 4,5 à température ambiante (Schéma 39). La 

réaction est suivie par RP-HPLC et en fin de réaction, le brut est purifié par RP-HPLC. Le 

composé U est obtenu avec un rendement de 13% et est caractérisé par RP-HPLC et 

spectrométrie de masse (Figure 100). 
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Figure 100 : (a) chromatogramme RP-HPLC et (b) analyse MALDI de l’édifice U 

4.  Etudes d’interactions G4/Protéines 

L’objectif de cette étude est de pouvoir identifier des protéines en interactions avec des 

édifices G4 et non G4 (édifice contrôle) par le biais d’expériences de ‘pêche à la protéine’ 

(« pull-down » en anglais). Le principe de cette technique est illustré par le Schéma 40. Il est 

important de préciser que ces études ont été réalisées par A. Pipier, doctorante à l’IPBS et qu’il 

ne sera présenté que quelques résultats préliminaires illustrant ce travail. 
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Schéma 40 : illustration de la méthode ‘pêche à la protéine’ mise en place 

Au départ, un extrait protéique ainsi que le ou les édifice(s) G4 ou non G4 sont 

solubilisés dans une solution tampon HEPES 20mM pH 7,5. Après 1h30 d’incubation, des billes 

magnétiques recouvertes de streptavidine sont ensuite ajoutées au milieu afin de former un 

complexe billes magnétiques-édifices grâce à la forte interaction non-covalente entre les 

fonctions streptavidine et biotine (fonction présente sur la face inférieure de nos édifices). Le 

surnageant peut être ensuite éliminé et les complexes billes-édifices sont lavés plusieurs fois. 

Ensuite, une étape de dénaturation est réalisée dans le but de récupérer la solution d’élution qui 

contient les protéines qui se sont liées aux édifices. Cette étape s’effectue à l’aide d’un tampon 

Tris 60mM pH 8 à 95°C pendant 10 minutes. Enfin, les protéines présentes dans le surnageant 

et l’élution sont finalement identifiées et caractérisées par western blot et spectrométrie de 

masse. 

Ces expériences de ‘pêche à la protéine’ ont été réalisés avec les édifices G4 parallèles 

(L et M), antiparallèles (N et O) et le contrôle P. De ces études, il en ressort différents points. 

Tout d’abord, un grand nombre de protéines ont été identifiées par spectrométrie de masse, un 

peu plus de 600 protéines. Il est d’ailleurs difficile de déterminer si les interactions observées 

pour ces protéines correspondent à de réelles interactions de type G4-protéines ou plutôt à des 

interactions via d’autres protéines. Pour limiter la présence d’artéfacts, plusieurs cycles de 

lavages ont été réalisés au cours de ces études. De plus, il est également possible qu’un 

phénomène de compétition puisse s’effectuer entre les différentes protéines présentes à 

différentes concentrations dans le milieu. Suite à une répétition des expériences et un affinage 
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des données, environ 350 protéines ont été identifiées et il a été observé que certaines d’entre 

elles se fixaient ‘sélectivement’ selon la configuration de l’édifice G4. En effet, certaines 

protéines interagissaient préférentiellement avec la topologie parallèle, d’autres avec la 

configuration antiparallèle et certaines avec les deux. La Figure 101a illustre ces résultats 

préliminaires. Par exemple, les protéines hnRNPA1 et CNBP interagissent préférentiellement 

avec les formes parallèles alors que les protéines eIF4G, WRN et Mre11 se fixent plutôt avec 

la configuration antiparallèle. La protéine DHX36 a une préférence pour l’édifice parallèle 

ARN et la protéine Ku70 quant à elle ne fixe que l’édifice contrôle.  

 

Figure 101 : analyses par western blot des protéines récupérées avec soit la solution d’élution (a), soit 

avec le surnageant (b) 

La méthode utilisée semble être satisfaisante et ce pour plusieurs raisons. Tout d’abord, 

la mise en œuvre de ces expériences est relativement facile d’utilisation puisqu’elle permet de 

‘piéger’ des protéines selon les édifices analysés. De plus, la quantité obtenue des protéines 

‘piégées’ est suffisante pour réaliser des caractérisations par western blot et spectrométrie de 

masse. Les premières données récoltées sont rassurantes et encourageantes étant donné que les 

protéines identifiées sont connues dans la littérature pour interagir avec des structures G4. En 

effet, la protéine hnRNPA1 (pour « heterogeneous nuclear ribonucleoprotein A1 ») est connue 

pour se lier et déplier des structures G4 et être également impliquée dans la transcription267,268. 

Les protéines WRN (« Werner syndrome helicase ») et DHX36 (pour « DEAH box protein 
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36 ») font partie de la famille des hélicases. La première appartient au groupe d’hélicases RecQ 

et est impliquée notamment dans la préservation de l'intégrité de l'ADN pendant la 

réplication262. La protéine DHX36 fait partie de la famille des hélicases RHAU pour « RNA 

Helicase associated with AU-rich element ». Des études ont montrées qu’elle possède une 

grande affinité pour les structures G4269 et est impliquée notamment dans le processus de 

traduction262. La protéine CNBP pour « Cellular Nucleic acid Binding Protein » est une protéine 

nucléaire-cytoplasmique qui se lie préférentiellement à des structures G4 ARN ou des 

séquences ADN simple brin et est impliquée dans les processus de traduction et transcription270. 

La protéine Mre11 interagit et s’associe avec d’autres protéines formant un complexe (le 

complexe MRX/N pour « Mre11, Rad50 et Xrs2/Nbs1 ») et ce dernier est impliqué dans 

différents évènements biologiques tels que la maintenance de la longueur des télomères261. La 

protéine eIF4G pour « eukaryotic translation Initiation Factor 4 G » quant à elle est impliquée 

dans l’initiation du processus de traduction eucaryote271 et enfin la protéine Ku est un complexe 

de protéines impliqué dans la réparation d’ADN et se lie préférentiellement sur l’ADN double 

brin272. 

Le surnageant a également été caractérisé (Figure 101b) afin d’effectuer une 

vérification sur les résultats obtenus pour la solution d’élution. Il semble y avoir une 

concordance entre les deux expériences, c’est-à-dire que les protéines fixées par les différents 

édifices dans la solution d’élution se retrouvent en moindre mesure dans la surnageant, ce qui, 

encore une fois, est rassurant et encourageant sur la méthode utilisée. 

Toutefois suite à ces données préliminaires, plusieurs interrogations ont été soulevées. 

La première concerne l’influence de la boucle TTA présente sur les édifices antiparallèles. Il a 

été observé que le sens de la boucle n’a pas réel importance puisque les résultats obtenus pour 

les édifices N et O sont similaires. Cependant, la question que l’on peut se poser est : « est-ce-

que la nature de la boucle TTA a une influence ? ». Afin de confirmer ou infirmer cette 

hypothèse, il a été envisagé de synthétiser un édifice bimoléculaire antiparallèle présentant deux 

boucles TCT (composé Q) Autres interrogations, peut-il avoir une reconnaissance de ces 

protéines si une seule boucle est présente et s’il n’y pas de structure G-quadruplexe. 

L’utilisation des édifices R et S a été envisagée. Et enfin, une dernière question s’est posée 

concernant l’édifice parallèle ADN : « la présence d’une extension TTA en position 5’ peut-

elle avoir une influence sur l’interaction des protéines ? ». L’utilisation de l’édifice T au sein 

de ces études permettra de répondre à cette interrogation. A noter également qu’un édifice 
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double brin de type ARN (édifice U) a été synthétisé et pourra servir de contrôle ARN dans de 

futures études d’interactions. 

A travers ces premiers travaux préliminaires, un autre point intéressant est à signaler. 

En effet, il a été observé que l’édifice parallèle L et antiparallèle N interagissent 

préférentiellement avec un composé multiprotéique appelée le complexe NELF pour 

« Negative ELongation Factor » (Figure 102a). Ce dernier est composé de quatre unités 

(NELF-A, B, C/D et E) et est connu pour être impliqué dans le processus de transcription et 

plus précisément dans ce que l’on appelle le « transcriptional pausing », c’est-à-dire la mise en 

pause de la transcription suite à l’interaction entre NELF et l’ARN polymérase II273,274. Lorsque 

le processus de transcription est en pause, il peut être observé la formation de « R-loop » que 

l’on peut définir comme étant une structure d’acides nucléiques à trois brins qui est composée 

d’un duplex hybride ADN/ARN et d’un simple brin ADN dit « déplacé »253,275  (Figure 102b). 

La dénomination R-loop a été donnée en rapport à la structure D-loop que l’on peut apercevoir 

dans les télomères (voir introduction, page 17) et l’utilisation de la lettre « R » est utilisée pour 

désigner l’implication d’un brin ARN. La formation de ce genre de structure n’est pas 

exceptionnelle, elle peut être observée dans les régions promotrices mais également lors de 

différents évènements cellulaires275,276. Au sein de la R-loop si le simple brin déplacé d’ADN 

est riche en guanine, ce dernier peut potentiellement former des structures G-quadruplexes et 

sous l’action d’endonucléases, cela peut mener in fine à des coupures au sein du brin et 

provoquer une instabilité génomique253. Une récente étude a montré qu’au sein de cellules 

cancéreuse la stabilisation de structures G-quadruplexes par un ligand favorise la formation de 

R-loop et provoque des cassures double brin causant une instabilité du génome ou une mort 

cellulaire277 (Figure 102c). Ainsi le fait d’observer une interaction G4-complexe NELF pourrait 

laisser supposer que ce complexe favorise/stabilise les structures G4 contribuant à 

l’augmentation de cassures double brins. Cela est encore purement hypothétique et est 

actuellement sous investigation. 
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Figure 102 : (a) analyse par western blot des protéines NELFE-B et NELFE-E suite à l’expérience de 

‘pêche à la protéine’ avec les édifices P, L et N ; (b) représentation schématique d’une structure R-

loop. Figure issue et modifiée de Hamperl et al. DNA Repair 2014, 19, 84–94 253 ; (c) représentation 

schématique de l’impact de la stabilisation de structures G-quadruplexes par un ligand au sein de 

cellules cancéreuses. Figure issue et modifiée de De Magis et al. Proc. Natl. Acad. Sci. 2019, 116 (3), 

816–825 277 

5. Bilan et perspectives 

Dans ce troisième chapitre, les travaux se sont portés sur l’élaboration d’édifices G4 et 

non G4 de type ADN et ARN afin qu’ils soient utilisés dans le cadre d’études d’interactions 

avec des protéines cellulaires. Ces expériences d’identification et de caractérisation de protéines 

ont été initiées à l’aide d’une collaboration avec le laboratoire de D. Gomez à l’Institut de 

Pharmacologie et de Biologie Structurale (IPBS) à Toulouse et ont été réalisées par Angélique 

Pipier, doctorante de ce même institut.  

Les premiers résultats qui ressortent de ces expériences de ‘pêche à la protéine’ se sont 

montrés satisfaisants. En effet, différentes protéines ont été identifiées pour avoir des 

interactions avec des édifices G4 parallèles ou antiparallèles. De plus, les protéines identifiées 

sont connues dans la littérature pour avoir un lien avec les G4 et sont impliquées dans différents 

processus biologiques. Les résultats préliminaires ont suscités différentes interrogations comme 

l’influence que peut avoir la nature et la présence de boucles sur l’édifice antiparallèle ou encore 

la présence d’une extension de bases TTA sur l’édifice tétramoléculaire parallèle. Ainsi 
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plusieurs composés ont été synthétisés et permettront de répondre à ces différentes questions. 

Dans le futur, d’autres édifices G4 parallèles, antiparallèles, voir hybrides peuvent être 

envisagés afin de compléter le panel de G4 déjà mis en place et permettront de voir quelles sont 

les caractéristiques qui influencent l’interaction G4-protéine. De plus, il a été observé que les 

unités B et C du complexe multiprotéique NELF interagissent avec les composés G4 parallèle 

et antiparallèle. Ces résultats sont intéressants puisqu’ils mettent en avant un possible lien direct 

entre G-quadruplexe, complexe NELF et cassure double brins bien que cela est encore sous 

investigation. En résumé, le système mis en place est relativement simple d’utilisation, il permet 

d’obtenir des quantités suffisantes de protéines pour réaliser l’identification et la caractérisation 

des protéines et enfin il peut être vu comme un outil permettant d’identifier si une protéine 

possède une affinité particulière pour une topologie bien spécifique et quelles sont les 

caractéristiques de cette topologie qui influence l’interaction G4-protéine. 
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___________________________________________________________________________ 

Chapitre VI 

Conclusions et perspectives 

___________________________________________________________________________ 
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Depuis plusieurs années, les structures G-quadruplexes (G4) et i-motifs provenant par 

exemple de la séquence télomérique ou de séquences promotrices de gènes ont suscité un grand 

intérêt de par leurs implications dans de nombreux processus biologiques. L’un des domaines 

d’applications de ces structures est le ciblage spécifique par de petites molécules provoquant 

une modification de certains processus cellulaires. Toutefois en ce qui concerne les séquences 

d’acides nucléiques riches en guanines, celles-ci peuvent adopter une multitude de topologies 

en solution. De plus, la plupart de ces ligands ne montrent pas une spécificité suffisante pour 

une topologie bien particulière de G4. Ainsi dans le but de pallier à ces difficultés, notre 

laboratoire a développé ces dernières années un système permettant d’obtenir des édifices 

tétraplexes d’acides nucléiques avec une topologie bien définie. Le concept TASQ consiste à 

utiliser un support peptidique rigide permettant de greffer successivement les séquences 

d’acides nucléiques afin d’obtenir une conformation bien particulière. Le greffage de ces 

séquences sur le support peptidique s’effectue à l’aide de ligations chimiosélectives 

couramment utilisées dans notre laboratoire. L’utilisation de plusieurs ligations orthogonales 

permet de diversifier mais également d’envisager l’obtention d’édifices tétraplexes plus 

complexes. Dans ce contexte, l’un des objectifs de cette thèse a été de développer de nouveaux 

mimes d’ADN tétraplexes contraints et d’implémenter une quatrième ligation chimiosélective, 

orthogonale aux trois autres déjà mises en place au sein de notre laboratoire. 

Suite à une introduction et une présentation du projet de thèse dans les deux premiers 

chapitres de ce manuscrit, le troisième chapitre décrit la synthèse d’un mime i-motif 

bimoléculaire antiparallèle dérivé de la séquence télomérique, l’édifice F (Figure 103a). La 

synthèse de celui-ci implique l’utilisation de trois ligations chimiosélectives orthogonales et où 

l’une d’entre elles (la cycloaddition CuAAC) a été réutilisée une seconde fois. La première 

séquence d’ADN bifonctionnalisée a été greffée en réalisant respectivement le couplage thiol-

chloroacétamide et ensuite la première cycloaddition CuAAC. Afin de pouvoir réutiliser cette 

dernière, une modification sur le châssis peptidique a été réalisée. Effectivement, une fonction 

azoture a été générée à la surface supérieure du support à partir d’une fonction amine par le 

biais d’une réaction de diazo-transfert. A partir de là, il a été observé qu’une seule stratégie de 

synthèse permettait l’obtention du mime i-motif F. En effet, la voie faisant appel à la seconde 

cycloaddition CuAAC dans un premier temps et à la ligation oxime dans un second temps s’est 

montrée concluante. Lors de cette dernière réaction, un changement de temps de rétention et de 

masse a permis de confirmer la formation du composé final. De plus, des études de dichroïsme 

circulaire ont été effectuées afin de caractériser la topologie du mime i-motif F. Celles-ci ont 
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permis de confirmer que ce dernier adopte une structuration i-motif et de plus, cela sur une 

gamme de pH plus importante que la séquence télomérique naturelle. Des températures de 

dénaturation de 39,5°C et 31°C ont été obtenues respectivement, à pH 6 et 7. Et enfin, il a été 

confirmé que la topologie i-motif est de type intramoléculaire et non intermoléculaire. En ce 

qui concerne les perspectives concernant ce mime, il aurait été intéressant de caractériser 

l’édifice F par 1H-RMN afin de fournir une nouvelle preuve de l’existence de la structure i-

motif de ce composé. De plus, ce dernier représente une cible pertinente et attrayante dans le 

cadre d’études d’interactions avec des ligands ou des protéines cellulaires.   

 

Figure 103 : représentation du mime i-motif F (a) et de l’édifice H (b) 

Le quatrième chapitre décrit l’incorporation et l’utilisation d’une nouvelle ligation 

chimiosélective dîtes KAT dans la chimie des oligonucléotides. Au cours de cette partie, il a 

été décrit la méthodologie de cette nouvelle ligation pour les oligonucléotides mais également 

l’implémentation de celle-ci avec les trois autres chimies couramment utilisées dans notre 

laboratoire. La transposition de cette ligation à la synthèse de conjugués d’oligonucléotides est, 

à notre connaissance, le premier exemple de composé faisant intervenir cette ligation entre un 

partenaire oligonucléotidique et peptidique. L’incorporation de la ligation KAT aux trois autres 

chimies couramment utilisées dans notre laboratoire a présenté des difficultés. En effet, il a été 

observé une interférence entre les fonctions oxyamine et O-diéthylcarbamoyle. Toutefois, un 

traitement de post-déprotection adapté a été mis au point et a permis de conserver de manière 

intacte ces deux fonctions pour qu’elles soient utilisées dans leurs ligations respectives. Un 

édifice ‘preuve de concept’ (composé H) faisant appel à quatre ligations différentes a pu être 
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synthétisé (Figure 103b). Différentes voies de synthèse ont été investiguées mais une seule 

s’est montrée concluante. Au cours de cette investigation, différentes problématiques ont été 

rencontrées comme la réduction du groupement azoture dû à la présence de TCEP dans le milieu 

réactionnel, la fragilité du groupement O-diéthylcarbamoyle mais également des temps de 

rétention proches des différents composés rendant les purifications difficiles. Concernant les 

perspectives liées à l’utilisation de quatre ligations, réaliser certaines ligations en « one-pot » 

pourrait être envisagé comme par exemple effectuer la ligation oxime dans un premier temps 

et ensuite faire la ligation KAT étant donné que ces deux chimies peuvent se dérouler dans le 

même milieu réactionnel.   

D’autre part, il serait également intéressant d’entreprendre la synthèse d’édifices 

tétraplexes avec ces quatre ligations orthogonales. En effet, cela permettrait d’obtenir un panel 

plus diversifié d’édifices tétraplexes possédant des topologies bien définies comme par exemple 

des conformations hybrides de G4 télomérique. Ces édifices pourraient ainsi être utilisés dans 

le cadre d’études d’interactions (études d’affinité et sélectivité de ligands de G4 ou encore des 

études d’interaction entre G4 et protéines). Par exemple, la synthèse de l’édifice K, mentionné 

au sein du chapitre IV, pourrait être ainsi envisagée. La Figure 104 illustre un plan de synthèse 

envisageable pour l’obtention de ce dernier. La stratégie de synthèse proposée a été établie selon 

les informations obtenues au cours du chapitre IV. En effet, la première ligation à réaliser serait 

la ligation oxime. Ensuite, en raison des différents problèmes rencontrés il serait plus judicieux 

d’effectuer le couplage thiol-chloroacétamide en seconde position. Ensuite, le troisième 

couplage à réaliser serait la ligation KAT et ce, compte tenu de la fragilité du groupement O-

diéthylcarbamoyle. Enfin, la dernière étape serait de réaliser la fermeture de la boucle par la 

cycloaddition CuAAC. Bien entendu, la voie de synthèse proposée n’est qu’un plan théorique, 

différentes difficultés peuvent être rencontrées en cours de synthèse provoquant un changement 

en ce qui concerne l’ordre des ligations et/ou un changement des fonctions chimiques présentes 

sur les partenaires oligonucléotidiques. De plus, il est important de signaler que selon le plan 

de stratégie proposé, la dernière ligation est la cycloaddition CuAAC. Ainsi, aucun changement 

de masse ou de charge ne pourra être observé lors de cette étape, il faut donc espérer qu’un 

changement de temps de rétention ait lieu lors de la formation du produit final. 
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Figure 104 : Proposition d’une voie de synthèse pour l’édifice K 

Le cinquième chapitre expose les résultats préliminaires d’études d’interactions entre 

des mimes G-quadruplexes et des protéines cellulaires. Ces résultats proviennent d’une 

collaboration établie avec le Dr. D. Gomez de l’université de Toulouse (Institut de 

Pharmacologie et de Biologie Structurale, IPBS). Ces expériences se sont montrées 

intéressantes puisque de multiples protéines ont été identifiées pour interagir avec des édifices 

G4 parallèles ou antiparallèles. De plus, on retrouve dans la littérature que ces protéines 

possèdent un lien avec les G4 et sont impliquées dans différents processus biologiques. 

Pareillement à ces résultats, il a été observé que des G4 parallèle et antiparallèle interagissent 

avec les unités B et C du complexe NELF, mettant en avant un possible lien direct entre G-

quadruplexe, complexe NELF et cassure double brins. Les résultats préliminaires obtenus au 

cours de ces études ont soulevés différentes interrogations comme par exemple l’influence que 

peut avoir la nature et la présence de boucles sur l’édifice antiparallèle. A l’avenir, il peut être 

envisagé la synthèse d’autres édifices G4 parallèles, antiparallèles et hybrides afin de 
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complémenter le panel de G4 déjà mis en place ce qui permettrait de voir quelles sont les 

caractéristiques qui influencent l’interaction entre G4 et protéine.  
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Chapitre VII 

Partie expérimentale 

___________________________________________________________________________ 
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1. Materials and equipment 

Protected amino acids were obtained from Activotec (Cambridge, UK), Bachem 

Biochimie SARL (Voisins-les-Bretonneux, France), France Biochem SA (Meudon, France), 

Merck Eurolab (Fontenay-sous-Bois, France) or Calbiochem-Novabiochem (Merck 

Biosciences - VWR, Limonest, France). PyBOP® was purchased from Calbiochem-

Novabiochem. 2-cyanoethyl phosphoramidites and CPG resins were purchased from BioSolve 

BV (Valkenswaard, Netherlands), Eurogentec (Angers, France), Link Technologies (Glasgow, 

Scotland) or Chem Genes Corporation (Wilmington, USA). Trizma base (tris) and all the 

reagents for acrylamide gel preparation were from Sigma Aldrich (St Quentin Fallavier, France. 

Other reagents were obtained from Aldrich (Saint-Quentin Fallavier, France), Acros 

(Noisy-le-Grand, France) and Eurogentec (Angers, France). All solvents and reagents used 

were of highest purity commercially available. 

ESI mass spectra were performed on an Esquire 3000 spectrometer from Bruker or on 

an Acquity UPLC-MS system from Waters equipped with a SQ Detector 2. NMR spectra were 

obtained with an Avance III Bruker spectrometer. MALDI-Tof mass spectra were performed 

on an Autoflex Bruker using hydropiccolinic acid (HPA, 45 mg; ammonium citrate 4 mg in 500 

μL H2O/CH3CN) as matrix. Peptides were analysed in positive mode and oligonucleotides and 

conjugates in negative mode. Water was of Milli-Q quality and was obtained after filtration of 

distilled water through a Milli-Q® cartridge system. CH3CN and TFA were HPLC quality. 

2. Peptides synthesis 

The synthesis was performed on a Syro II synthesizer using Fmoc/tBu strategy on a 2-

Chlorotrityl resin. The course of reactions were monitored by using UPLC-MS system Waters, 

it includes reverse phase chromatography using Nucleosil C18 column (130 Å, 2.1 x 50 mm, 

1.7 μm) and detection by UV at 214 nm and 250 nm and by electron spray ionization mass 

spectrometry. A 0.6 mL/min flow linear gradient from 95% solvent A (0.1% citric acid in water) 

and 5% solvent B (0.1% citric acid in acetonitrile) to 100% B for 4 minutes was applied. 

RP-HPLC purifications were performed on a Gilson or Waters system with Nucleosil C18 

column (100 Å, 250 x 21 mm, 7 μm) with UV monitoring at 214 nm and 250 nm. A 22 mL/min 

flow linear gradient was applied from 95% solvent A (0.1% citric acid in water) and 5% solvent 

B (0.1% citric acid in acetonitrile) to 100% B1 for 15 minutes. 
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2.1. General procedure for linear protected peptides synthesis by SPPS 

All peptide were synthesis using commercially available 2-Chlorotrityl resin (loading 

of 0.78 mmol/g). Fmoc-Gly-OH (3 eq) was coupled on the resin in anhydrous DCM in a glass 

reaction vessel fitted with a sintered glass. pH 8 was adjusted using DIEA. The mixture was 

stirred for 1h at room temperature. The resin was washed using a DCM/MeOH/DIEA solution 

(17/2/1, v/v/v). Fmoc protecting group was removed using three washes with 20% piperidine 

in DMF (40 mL). The resin loading was monitored by quantification of free dibenzofulvene 

using UV absorbance at 299 nm (loading of 0.35 mmol/g). The elongation was performed on a 

Syro II using Fmoc/tBu strategy on the above-prepared resin. Fmoc-Ala-OH, Fmoc-Gly-OH, 

Fmoc-Lys(Boc)-OH, Fmoc-Lys(Dde)-OH, Fmoc-Pro-OH, and Fmoc-Lys(Alloc)-OH were 

commercially available. Fmoc-Lys(Biotine)-OH, Fmoc-azidononorleucine, Fmoc-Lys(-CO-

CH2-O-N=Eei)-OH, Fmoc-Lys(pentynoyl)-OH and O-carbamoylhydroxylamine ornithine 

derivative [(S)-5-[N-(tert-butoxycarbonyl)-N-(diethylcarbamoyloxy)amino]-2-[N-(9-

fluorenylmethoxy-carbonyl)amino]pentanoic acid] were obtained using reported protocols172–

174,249. The synthesizer uses amino acid at 4 eq, DIEA and HBTU as activator. Supported peptide 

was cleaved from the resin using a DCM/TFE/AcOH solution (70/20/10, v/v/v). The solution 

was evaporated under vacuum and the peptides were precipitated in ether as a white powder. 

2.2.General procedure for cyclisation reaction 

Linear peptides were dissolved in DMF to reach a 10-3 M concentration and 1.2 eq of 

PyBOP was added. The pH was adjusted to 8-9 using DIEA and the solution was stirred at room 

temperature until the complete peptide cyclisation (UPLC monitoring). The solvent was 

evaporated under vacuum then the crude peptides were precipitated in ether. The crude products 

were purified on RP-HPLC and freeze-dried to obtain a white powder. 

2.3. General procedure for N-ɛ Boc or oxyamine deprotection 

Peptides were dissolved in TFA/TIS/H2O (80/16/4, v/v/v) solution and the mixture was 

stirred for 1h at room temperature. The solvent was then evaporated under vacuum and the 

crude peptides were precipitated in ether as a white powder. 

2.4. General procedure for N- ɛ Dde lysine deprotection 

Peptides were dissolved in a 2% hydrazine solution in DMF. The solution was stirred at 

room temperature until the complete deprotection (UPLC monitoring). The solvent was 

evaporated under vacuum then the crude peptides were precipitated in ether as a white powder. 



 

167 

 

2.5. General procedure for coupling chloroacetamide linker on peptide 

Peptides were dissolved in DMF to reach a 3.10-3 M concentration. The pH was adjusted 

to 8-9 using DIEA and chloroacetic anhydride (2 eq) was added. The reaction was stirred for 

1h30 at room temperature until the complete coupling (UPLC monitoring). The solvent was 

evaporated under vacuum then the crude peptides were precipitated in ether. The crude products 

were purified on RP-HPLC and freeze-dried to obtain a white powder. 

2.6.Experimental procedure 

 

Fmoc-Lys-OH 2 

 

 Fmoc-Lys(Boc)-OH (1 eq, 10.67 mmol, 5 g) was dissolved in HCl (37%)/Dioxane solution 

(1/2, v/v). The reaction was stirred at room temperature for 1h. Afterwards the solvent was 

evaporated under vacuum to obtain yellow oil. Then the product was dissolved in a 

H2O/CH3CN solution (6/4, v/v) and freeze-dried to obtain a white powder (9.81mmol, 3.61 

g, yield: 92%).  

ESI-MS (+): m/z calcd for C21H22N4O4Na: 368.43, m/z found: 368.54 [M+H]+.  

 

4-Pent-AcA-OSu 3a 

 
3a was synthesized according to the published procedure described by Galibert et al.172 

 

Fmoc-Lys(pentynoyl)-OH 3  

 
3 was synthesized according to the published procedure described by Galibert et al.172 
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Biotin succinimidyl ester 4a 

 
4a was synthesized according to the published procedure described by Youn et al.173 

 

Fmoc-Lys(Biotin)-OH 4 

 
4 was synthesized according to the published procedure described by Youn et al.173 

 

2-(1-Ethoxyethylideneaminooxy)acetic acid 5a 

 
5a was synthesized according to the published procedure described by Foillard et al.174 

 

N-hydroxysuccunimidyl 2-(1-Ethoxyethylideneaminooxy)acetate 5b 

 
5b was synthesized according to the published procedure described by Foillard et al.174 
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Fmoc-Lys(Eei-Aoa)-OH 5 

 
5 was synthesized according to the published procedure described by Foillard et al.174 

 

O-carbamoylhydroxylamine ornithine derivative 9 

 
9 was synthesized according to the published procedure described by Noda et al.249 
1H NMR (400 MHz, CD3OD): 7.79 (d, J = 7.6 Hz, 2H), 7.67 (dd, J = 7.2, 7.2 Hz, 2H), 7.38 

(dd, J = 7.6, 7.6 Hz, 2H), 7.30 (dd, J = 7.2, 7.6 Hz, 2H), 4.38-4.31 (m, 2H), 4.23-4.17 (m, 

2H), 3.64 (brs, 1H), 3.37-3.32 (m, 4H), 2.02-1.91 (m, 1H), 1.77-1.67 (m, 3H), 1.46 (s, 9H), 

1.16 (brs, 6H) 
13C NMR (100 MHz, CD3OD): 175.6, 158.7, 156.6, 155.9, 145.2, 142.6, 128.8, 128.2, 126.3, 

120.9, 83.4, 68, 54.9, 50.8, 48.4, 44.2, 42.9, 29.8, 28.5, 24.8, 14.5, 13.6 

ESI-MS: m/z calcd for C30H39N3O8: 592.26, m/z found: 592.26 [M+Na]+ 

 

Fmoc-azidolysine 19 

 
19 was synthesized according to the published procedure described by Byrne et al.251 
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Potassium 4-(perfluorophénylcarboxy)benzoyltrifluoroborate 12 

 
12 was synthesized according to the published procedure described by Liu et al.250 
1H NMR (400 MHz, acetone–d6): δ 8.25 (d, J = 2.3 Hz, 4H) 
13C NMR (100 MHz, acetone–d6): δ 235.0 (br), 163.2, 146.6, 143.1 ({19F}), 141.4 ({19F}), 

139.7 ({19F}), 138.1 ({19F}), 131.2, 129.5, 129.1 
19F NMR (376 MHz, acetone–d6):δ −145.3, −155.0, −160.3, −164.8 
11B NMR (128.4 MHz, acetone–d6): δ −0.90 

ESI-MS : m/z calcd for C14H4BF8O3: 383.01, m/z found: 383.01 [M-K]- 

 

Linear peptide 1c 

 
The linear peptide 1c was synthesizer using general procedure 2.1 and modified amino acid 

3,4 and 5. The crude product was used without purification. 

Rt = 1.51 min 

ESI-MS (+): m/z calcd for C82H130N18O21S: 1734.93, m/z found: 1734.99 [M+H]+ 

 

Cyclic peptide 1d 

 
The linear peptide 1d (0.129 mmol, 224 mg) was cyclized using general procedure 2.2. The 

crude product was purified on RP-HPLC and freeze-dried to obtain a white powder (0.069 

mmol, 117 mg, yield: 53% for two steps). 

Rt = 1.8 min 

ESI-MS (+): m/z calcd for C82H128N18O20S: 1716.92, m/z found: 1716.97 [M+H]+. 
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Peptide 1e 

 
The peptide 1e (0.069 mmol, 117 mg) was dissolved in DMF (10 mL). Allylic alcohol (5eq, 

0.345 mmol) and 2%vol hydrazine were added. The solution was stirred at room temperature 

until the complete deprotection (UPLC monitoring). The solvent was evaporated under 

vacuum then the crude peptide was precipitated in ether as a white powder. The crude product 

was used without any further purification. 

 

Peptide 1f 

 
The peptide 1f was obtained using general procedure 2.5. and peptide 1e. The crude product 

was purified on RP-HPLC and freeze-dried to obtain a white powder (0.034 mmol, 55 mg, 

yield: 49% for two steps). 

Rt = 1.71 min 

ESI-MS (+): m/z calcd for C74H118ClN18O19S: 1629.34, m/z found: 1629.95 [M+H]+. 

 

Peptide 1 

 
The peptide 1f (25 mg, 15.3 µmol, 1 eq) was dissolved in anhydrous CH2Cl2/ anhydrous 

DMF (3/1, v/v). Pd[P(Ph)3]4 (0.2 eq, 3 µmol, 3.47 mg), PhSiH3 (100 eq, 1.53 mmol, 188 µL) 

are added. The reaction was stirred at room temperature and quenching with 500 µL of 

MeOH. The solution is evaporated under vacuum and finally purified on RP-HPLC (7.1 

µmol, 11 mg, yield: 44 %). 

Rt = 1.34 min 

ESI-MS (+): m/z calcd for C70H115ClN18O17S: 1546.27, m/z found: 1546.93 [M+H]+. 
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Linear peptide 10b  

 
The linear peptide 10b was synthesized using general procedure 2.1 and modified amino acid 

9. The crude product was used without purification. 

 

Cyclic peptide 10c  

 
The linear peptide 10b (1 eq, 0.198 mmol, 200 mg) was cyclized using general procedure 

2.2. The crude product was purified on RP-HPLC and freeze-dried to obtain a white powder 

(0.181 mmol, 140 mg, yield: 71% for two steps). 

Rt = 1.62 min 

ESI-MS (+): m/z calcd for C44H73N12O14: 993.53, m/z found: 993.52 [M+H]+. 

 

Peptide 10  

 
Peptide 10b (2.31 µmol, 2.3 mg) was dissolved in a TFA/H2O/TIS (70/20/10, v/v/v) solution 

(3 mL) and the reaction was stirred 2h at room temperature. The solvent was evaporated 

under vacuum then the crude peptide was precipitated in ether as a white powder. The crude 

product was used without any further purification. The yield was considered as quantitative. 

Rt = 1.29 min. 

ESI-MS (+): m/z calcd for C39H65N12O12: 893.48, m/z found: 893.46 [M+H]+. 
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Linear peptide 17b 

 
The linear peptide was synthesizer using general procedure 2.1 and modified amino acid 5, 

9 and 19. The crude product was used without purification. 

 

Cyclic peptide 17c 

 
The linear peptide 17b (1 eq, 0.094 mmol, 143 mg) was cyclized using general procedure 

2.2. The crude product was purified on RP-HPLC and freeze-dried to obtain a white powder 

(0.054 mmol, 81 mg, yield: 57% for two steps). 

Rt = 2.06 min 

ESI-MS (+): m/z calcd for C69H112N18O19: 1497.8, m/z found: 1497.74 [M+H]+. 

 

Peptide 17d  

 
The peptide 17c (0.054 mmol, 81 mg) was deprotected using general procedure 2.4. The 

crude product was used without any further purification. 
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Peptide 17e  

 
The peptide 17e was obtained using general procedure 2.5. and peptide 17d (0.054 mmol, 81 

mg). The crude product was purified on RP-HPLC and freeze-dried to obtain a white powder 

(0.0375 mmol, 53 mg, yield: 69% for two steps). 

Rt = 1.93 min 

ESI-MS (+): m/z calcd for C61H102ClN18O18: 1409.72, m/z found: 1409.65 [M+H]+. 

 

Peptide 17 

 
The peptide 17e (5 mg) was dissolved in a TFA/H2O/TIS (80/16/4, v/v/v) solution (300 µL) 

and the reaction was stirred 2h at room temperature. Then a solution of NaOH at 4M was 

added until reached a pH of 9 (up to 10) was reached. Afterwards, the crude product was 

purified using a Glen-Pak™ C-18 cartridge. After loading the crude peptide on the Glen-

Pak™ column, 2 x 1 mL of H2O was used in order to remove the salts. The peptide was 

recovered using 3 x 1 mL of H2O/CH3CN (1/1, v/v). The deprotection was considered 

quantitative and the solution was used without further treatment.  

Rt = 1.43 min.  

UPLC-MS (+): m/z calcd for C52H90ClN18O15: 1241.64, m/z found: 1241.24 [M+H]+. 

 

Linear peptide 21b 

 
The linear peptide 21b was synthesizer using general procedure 2.1 and modified amino acid 

5 and 9. The crude product was used without purification. 
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Peptide 21 

 
Peptide 21 was dissolved in a TFA/H2O/TIS (95/2.5/2.5, v/v/v) solution (300 µL) and the 

reaction was stirred 2h at room temperature. Then a solution of NaOH at 4M was added until 

reached a pH of 9 (up to 10) was reached. Afterwards, the crude product was purified using 

a Glen-Pak™ C-18 cartridge. After loading the crude peptide on the Glen-Pak™ column, 2 

x 1 mL of H2O was used in order to remove the salts. The peptide was recovered using 3 x 1 

mL of H2O/CH3CN (1/1, v/v). The deprotection was considered quantitative and the solution 

was used without further treatment. 

Rt = 1.41 min 

UPLC-MS (+): m/z calcd for C20H40N7O8: 506.29, m/z found: 506.35 [M+H]+ 

 

Linear peptide 22b 

 
The linear peptide 22b was synthesizer using general procedure 2.1 and modified amino acid 

5 and 9. The crude product was used without purification. 

Rt = 1.49 min 

UPLC-MS (+): m/z calcd for C34H61N8O12: 773.44, m/z found: 773.41 [M+H]+ 

 

Peptide 22 

 
Peptide 22b (5 mg) was dissolved in a TFA/H2O/TIS (95/2.5/2.5, v/v/v) solution (300 µL) 

and the reaction was stirred 2h at room temperature. Then a solution of NaOH at 4M was 

added until reached a pH of 9 (up to 10) was reached. Afterwards, the crude product was 

purified using a Glen-Pak™ C-18 cartridge. After loading the crude peptide on the Glen-

Pak™ column, 2 x 1 mL of H2O was used in order to remove the salts. The peptide was 

recovered using 3 x 1 mL of H2O/CH3CN (1/1, v/v). The deprotection was considered 

quantitative and the solution was used without further treatment. 

Rt = 0.96 min 

UPLC-MS (+): m/z calcd for C25H47N8O9: 603.34, m/z found: 603.4 [M+H]+. 
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Peptide 23  

 
23 was synthesized according to the published procedure described by Dr. L. Bonnat171 

 

Peptide 25 

 
25 was synthesized according to the published procedure described by Dr. L. Bonnat171 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

177 

 

3. Oligonucleotides synthesis 

RNA were prepared using PivOM chemistry on an Expedite synthesizer at 1 μmol scale. 

DNA were prepared using β-cyanoethylphosphoramidite chemistry on a 3400 DNA synthesizer 

at 1 μmol scale. 

RP-HPLC analysis were performed on a Waters HPLC system using C18 Nucleosil 

column (Macherey-Nagel, 100 Å, 250 x 4.6 mm, 5 μm) with UV-monitoring at 260 nm and 

280 nm. A 1 mL/min flow linear gradient was applied. Solvent A (50 mM triethylammonium 

acetate buffer with 5% acetonitrile) and solvent B (acetonitrile with 5% water) were used. 

Several gradients have been used: gradient I (0-30% B in 30 minutes), gradient II (0-50% B in 

30 minutes), gradient III (0-70% B in 30 minutes) and gradient IV (0-100% B in 30 minutes). 

The RP-HPLC purifications of oligonucleotides were performed on a Gilson system 

with Nucleosil C-18 colunm (Macherey-Nagel, 100 Å, 250 x 10 mm, 7 μm) using 4 mL/min 

with UV-monitoring at 260 nm and 280 nm. Solvent A (50 mM triethylammonium acetate 

buffer with 5% acetonitrile) and solvent B (acetonitrile with 5% water) were used. 

Desalting of oligonucleotide was performed by SEC on NAP 25 cartridge using 

manufacturer’s protocol. 

Quantification of oligonucleotides was performed at 260 nm using Nanodrop (Molar 

extinction Ɛ260nm were estimated according to the nearest neighbour model). 

3.1. General procedure for RNA synthesis 

After synthesis, cyanoethyl protecting groups were removed using a solution of 1M 

DBU in acetonitrile. Cleavage from the resin and deprotection were performed in 28% aqueous 

NH3 solution for 4h at room temperature. The product was purified on Dionex system with a 

Dionex column (DNAPac PA-100, 9x250 mm) and a 5 mLmin-1 flow linear gradient with 

solvent A2 (Tris buffer 0.4M pH 7 with 5% acetonitrile) and B2 (Tris buffer 0.4M pH 7, lithium 

perchlorate trihydrate buffer 0.4M with 5% acetonitrile) at 75°C with UV monitoring at 260 

and 280 nm. Then the product was desalted and freeze-dried. 

3.2.General procedure for DNA synthesis 

After DMTr-ON synthesis, cyanoethyl protecting groups were removed using a solution 

of 1M DBU in acetonitrile. Cleavage from the resin and deprotection were performed in 28% 

aqueous NH3/methylamine (1/1) solution for 30 min at 60°C. 
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The product was purified on RP-HPLC then desalted and freeze-dried. When it’s present 

the DMT protecting groups was removed using in 80% aqueous acetic acid solution for 20 min 

at room temperature. 

3.3.General procedure for 3’diol DNA and RNA oxidation 

30 eq of sodium periodate were added to a solution of 3’diol oligonucleotide in water to 

obtain a final concentration of 10-3 M. The mixture was stirred for 30 min at room temperature 

in dark conditions. Excess of NaIO4 was then removed by SEC. The oxidation was considered 

quantitative and the crude oligonucleotide was used for oxime ligation without further 

purification. 

3.4.General procedure for 3’or 5’ amino DNA diazotransfer 

The oligonucleotide (1 eq) was suspended in NaHCO3 buffer (50 mM, pH 8.5)/MeOH 

(3/1, v/v) in a closed screw-cap plastic vial. CuSO4 (3 eq) and imidazole-1-sulfonyl azide 

hydrochloride (ISAHC, 30 eq) were added. Afterwards, the solution was heated at 60°C. The 

reaction was followed by RP-HPLC and/ or UPLC-MS. Finally, the solution was cooled at 

room temperature and the solution was desalted by SEC. 

3.5.General procedure for 5’ STrityl DNA deprotection 

The oligonucleotide was suspended in triethylammonium acetate (TEAA) buffer (0.1M, 

pH 6.5). 0.15 volume of 1M aqueous silver nitrate solution and 0.5 volume of acetic acid were 

added. The mixture was mix and leave to react for 45 minutes at room temperature. Afterwards, 

0.2 volume of 1M aqueous DTT solution was added. The mixture was mix and leave to react 

for 15 minutes at room temperature. After, the solution was centrifuge in order to remove the 

silver-DTT complex and the supernatant was recovered. The precipitate was washed with 3 

volumes of TEAA buffer. Finally, the solution was desalted by SEC. 

3.6. General procedure for the addition of the acyl trifluoroborate group 

Potassium 4-(perfluorophenylcarboxy)benzoyltrifluoroborate 12  (2 eq) in 0.5 volume 

of DMF (synthesized according to published procedure) was added to the oligonucleotide (1 

eq)  in 0.5 volume of water. The pH was adjusted to 8-9 using DIEA. The reaction was 

monitored by RP-HPLC. After completion of the reaction, the solution was desalted by SEC 

and finally the product was purified on RP-HPLC. 
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3.7. Experimental procedure 

5’-C6-STrityl 3’-C3-Amino DNA 6a 

 
Oligonucleotide 6a was obtained from automated synthesis using commercially available 5’-

thiolmodifier C6 phosphoramidite and 3’-PT-amino-modifier C3 CPG resin at 1 μmol scale, 

using general procedure 3.1. The crude product was purified on RP-HPLC (430 nmol, yield: 

43 %, Ɛ260nm = 98 100 M-1.cm-1). 

Rt = 15 min (RP-HPLC, Gradient IV). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C132H171N38O69P12S: 3797.73, m/z found: 3797.11 [M-H]-. 

 

5’-C6-STrityl 3’-C3-Azide DNA 6b 

 

Oligonucleotide 6b was obtained using the general procedure 3.4. The crude product was 

used without any further purification. The yield was considered as quantitative (Ɛ260nm = 98 

100 M-1.cm-1). 

Rt = 15 min (RP-HPLC, Gradient IV). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C132H169N40O69P12S: 3821.7, m/z found: 3821.5 [M-H]-. 

 

5’-C6-SH 3’-C3-Azide DNA 6 

 
Oligonucleotide 6 (500 nmol) was deprotected using general procedure 3.5. The crude 

product was used without any further purification (330 nmol, yield: 66 %, Ɛ260nm = 98 100 

M-1.cm-1). 

Rt = 13.3 min (RP-HPLC, Gradient III). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C113H155N40O69P12S: 3579.63, m/z found: 3579.58 [M-H]-. 

 

5’ alkyne-3’ diol DNA 7a 

 
Oligonucleotide 7a was obtained from automated synthesis using commercially available 5’-

hexynyl (β-cyanoethyl) phosphoramidite and 3’-glyceryl CPG resin at 1 μmol scale, using 

general procedure 3.2. The crude product was purified on RP-HPLC and freeze-dried (415 

nmol, yield: 41%, Ɛ260nm = 98 100 M-1.cm-1). 

Rt = 15.6 min (RP-HPLC, Gradient I). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C113H152N37O71P12: 3534.65, m/z found: 3534.54 [M-H]-. 
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5’ alkyne-3’ aldehyde DNA 7 

 
Oligonucleotide 7a was oxidized using general procedure 3.3. The crude product was used 

without any further purification. The yield was considered as quantitative (Ɛ260nm = 98 100 

M-1.cm-1). 

Rt = 15.8 min (RP-HPLC, Gradient I). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C112H148N37O70P12: 3502.60, m/z found: 3502.68 [M-H]-. 

 

hTeloC DNA 8 

 
Oligonucleotide 8 was obtained from automated synthesis using commercially available T 

SynBase™ CPG resin at 1 μmol scale, using general procedure 3.2. The crude product was 

purified on RP-HPLC and freeze-dried (300 nmol, yield: 30%, Ɛ260nm = 193 700 M-1.cm-1). 

Rt = 14.2 min (RP-HPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C208H269N74O128P21: 6501.13, m/z found: 6501.56 [M-H]-. 

 

3’-C3-Amino DNA 11a  

 
Oligonucleotide 11a was obtained from automated synthesis on a 3’-PT-amino-modifier C3 

CPG resin at 1 μmol scale using general procedure 3.1. The crude product was purified on 

RP-HPLC (440 nmol, yield: 44%, Ɛ260nm = 115 700 M-1.cm-1). 

Rt = 14 min (RP-HPLC, Gradient I). 

ESI-MS (-) m/z calcd for C120H156N46O73P12: 3782.47, m/z found: 3782.6 [M-H]-. 

 

3’-C3-NH-KAT DNA 11  

 
Oligonucleotide 11 (50 nmol) was obtained using general procedure 3.6. The crude product 

was purified on RP-HPLC (28 nmol, yield: 56 %, Ɛ260nm = 115 700 M-1.cm-1). 

Rt = 15.7 min (RP-HPLC, Gradient I).  

ESI-MS (-) m/z calcd C128H159N46O75P12BF3: 3979.69 m/z found: 3979.9 [M-H]-. 
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3’ diol DNA 13a  

 
Oligonucleotide 13a was obtained from automated synthesis on a 3’-glyceryl CPG resin at 1 

μmol scale using general procedure 3.1. The crude product was purified on RP-HPLC (480 

nmol, yield: 48%, Ɛ260nm = 49 500 M-1.cm-1). 

Rt = 12 min (RP-HPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C52H69N20O33P5: 1656.3, m/z found: 1656.4 [M-H]-. 

 

3’ aldehyde DNA 13  

 
Oligonucleotide 13a (1.375 µmol) was oxidized using general procedure 3.3. The crude 

product was used without any further purification. The yield was considered as quantitative 

(Ɛ260nm = 49 500 M-1.cm-1). 

Rt = 12 min (RP-HPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C52H69N20O33P5: 1624.2, m/z found: 1624.4 [M-H]-. 

 

3’-C6-amino DNA 14a  

 
Oligonucleotide 14a was obtained from automated synthesis on a 3’-PT-amino-modifier C6 

CPG resin at 1 μmol scale using general procedure 3.1. The crude product was purified on 

RP-HPLC (450 nmol, yield: 45%, Ɛ260nm = 53 100 M-1.cm-1). 

Rt = 14 min (RP-HPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C55H75N21O30P5: 1665.3, m/z found: 1665.3 [M-H]-. 

 

3’-C6-NH-KAT DNA 14  

 
Oligonucleotide 14 (800 nmol) was obtained using general procedure 3.6. The crude product 

was purified on RP-HPLC (440 nmol, yield: 55 %, Ɛ260nm = 53 100 M-1.cm-1).  

Rt = 16 min (RP-HPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C63H80N21O32P5BF3: 1865.4, m/z found: 1865.2 [M-H]- 
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5’-C6-STrityl DNA 15a  

 
Oligonucleotide 15a was obtained from automated synthesis using commercially available 

5’-thiolmodifier C6 phosphoramidite at 1 μmol scale, using general procedure 3.1. The crude 

product was purified on RP-HPLC (430 nmol, yield: 43 %, Ɛ260nm = 46 500 M-1.cm-1). 

Rt = 23.5 min (RP-HPLC, Gradient II). 

 

5’-C6-SH DNA 15  

 
Oligonucleotide 15 (1 µmol) was deprotected using general procedure 3.5. The crude product 

was used without any further purification (760 nmol, yield: 76 %, Ɛ260nm = 46500 M-1.cm-1). 

Rt = 17.7 min (RP-HPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C54H74N18O31P5S: 1658.3, m/z found: 1658.4 [M-H]-. 

 

5’-C6-alkyne DNA 16  

 
Oligonucleotide 16 was obtained from automated synthesis using commercially available 5’-

hexynyl (β-cyanoethyl) phosphoramidite at 1 μmol scale, using general procedure 3.1. The 

crude product was purified on RP-HPLC (410 nmol, yield: 41 %, Ɛ260nm = 48 100 M-1.cm-1). 

Rt = 15 min (RP-HPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C55H72N17O32P5: 1637.3 m/z found: 1637.4 [M-H]-. 

 

5’ alkyne-3’ diol DNA 24a  

 
Oligonucleotide 24a was obtained from automated synthesis using commercially available 

5’-hexynyl (β-cyanoethyl) phosphoramidite and 3’-glyceryl CPG resin at 1 μmol scale, using 

general procedure 3.2. The crude product was purified on RP-HPLC and freeze-dried (410 

nmol, yield: 41%, Ɛ260nm = 108 000 M-1.cm-1). 

Rt = 17 min (RP-HPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-): m/z calcd for C118H152N44O74P12: 3742.4, m/z found: 3742.73 [M-H]-. 
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5’ alkyne-3’ aldehyde DNA 24 

 
Oligonucleotide 5’alkyne-3’diol 24a was oxidized using general procedure 3.3. The crude 

product was used without any further purification. The yield was considered as quantitative 

(Ɛ260nm = 108 000 M-1.cm-1). 

Rt = 17 min (RP-HPLC, Gradient II). 

 

3’ diol RNA 26b  

 
Oligonucleotide 3’ diol 26a was obtained from automated synthesis on a 3’-glyceryl CPG 

resin at 1 μmol scale using general procedure 3.1. The crude product was purified on Dionex 

and freeze-dried (130 nmol, yield: 13%, Ɛ260nm = 267 400 M-1.cm-1). 

Rt = 13.8 min (RP-HPLC, Gradient II). 

MALDI (-): m/z calcd for C267H334N98O203P28: 9027.15, m/z found: 9026.61 [M-H]-. 

 

3’ aldehyde RNA 26 

 
Oligonucleotide 3’ diol 26a (119 nmol) was oxidized using general procedure 3.3. The crude 

product was used without any further purification. The yield was considered as quantitative 

(Ɛ260nm = 267 400 M-1.cm-1). 
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4. Conjugate synthesis 

1. General details 

RP-HPLC analyses were performed on a Waters HPLC system using C18 Nucleosil 

column (Macherey-Nagel, 100 Å, 250 x 4.6 mm, 5 µm) with UV-monitoring at 260 nm and 

280 nm. A 1 mL/min flow linear gradient was applied. Solvent A (50 mM triethylammonium 

acetate buffer with 5% acetonitrile) and solvent B (acetonitrile with 5% water) were used. Two 

gradients have been used: gradient I (0-30% B in 30 minutes) and gradient II (0-50% B in 30 

minutes). 

The course of reactions were monitored by using UPLC-MS system Waters, it includes 

reverse phase chromatography using Nucleosil C18 column (130 Å, 2.1 x 50 mm, 1.7 μm) and 

detection by UV at 260 nm and 280 nm and by electron spray ionization mass spectrometry. A 

0.3 mL/min flow linear gradient with solvent C (triethylamine (15mM) and hexafluoro-2-

propanol (50mM) in water) and solvent D (triethylamine (15mM) and hexafluoro-2-propanol 

(50mM) in methanol) is used. Several gradients have been used: gradient I (0-50% D in 12.5 

minutes), gradient II (0-60% D in 12.5 minutes) and gradient III (0-80% D in 12.5 minutes). 

The RP-HPLC purifications of conjugates were performed on a Gilson system with 

Nucleosil C-18 colunm (Macherey-Nagel, 100 Å, 250 x 10 mm, 7 µm) with UV-monitoring at 

260 nm and 280 nm using 4 mL/min flow linear gradient. Solvent A (50 mM triethylammonium 

acetate buffer with 5% acetonitrile) and solvent B (acetonitrile with 5% water) were used. 

Quantification of oligonucleotides was performed at 260 nm using Nanodrop apparatus 

(molar extinction Ɛ260nm was estimated according to the nearest neighbor model). 

 

 

 

 

 

 

 



 

185 

 

2. Experimental procedure 

 

Conjugate A (CTC) 

 
To a solution of thiol oligonucleotide 6 (220 nmol, 1 eq) and peptide 1 (440 nmol, 2 eq) in a 

solution of H2O were added TCEP (1 eq, 220 nmol), DIEA (60 eq, 13.2 µmol), KI (60 eq, 

13.2 µmol). The reaction was stirred at 37°C for 90 minutes. The crude product is desalted 

by SEC and finally purified on RP-HPLC and freeze-dried (116 nmol, yield: 53%, Ɛ260nm = 

98 100 M-1.cm-1).  

Rt = 5.43 min (UPLC, Gradient III). 

ESI-MS (-) m/z calcd C183H268N58O86P12S2: 5089.46, m/z found: 5089.68 [M-H]-. 

 

Conjugate B (CuAAC) 

 
To a solution of conjugate A (1 eq, 150 nmol) in 50 mM PBS buffer (pH 7.4) were added 

CuSO4 (3 eq, 450 nmol), THPTA (30 eq, 4.5 µmol), sodium ascorbate (30 eq, 4.5 µmol), 

500mM KCl and DMF (10%v). The reaction was stirred at 37°C for 2h and quenching with 

0.5 M EDTA solution (50 eq, 7.5 µmol). The product was desalted by SEC then purified on 

RP-HPLC and freeze-dried (60 nmol, yield: 40%, Ɛ260nm = 98 100 M-1.cm-1). 

Rt = 4.80 min (UPLC-MS, Gradient III). 

ESI-MS (-) m/z calcd C183H268N58O86P12S2: 5089.46, m/z found: 5089.62 [M-H]-. 
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Conjugate C 

 
The conjugate B (1 eq, 90 nmol) was suspended in NaHCO3 buffer (50 mM, pH 8.5)/MeOH 

(3/, v/v) in a closed screw-cap plastic vial. CuSO4 (3 eq, 270 nmol) and imidazole-1-sulfonyl 

azide hydrochloride (ISAHC, 30 eq, 2.7 µmol) were added. Afterwards, the solution was 

heated at 60°C. The reaction was followed by UPLC-MS. Finally, the solution was cooled at 

room temperature and the solution was desalted by SEC. The yield was considered as 

quantitative. 

Rt = 5.18 min (UPLC, Gradient II). 

ESI-MS (-) m/z calcd C183H267N60O86P12S2: 5116.45, m/z found: 5116.21 [M-H]-. 

 

Conjugate E (CuAAC) 

 
To a solution of oligonucleotide 7 (1.2 eq, 84 nmol) and conjugate C (1 eq, 70 nmol) in 50 

mM PBS buffer (pH 7.4) were added CuSO4 (3 eq, 210 nmol), THPTA (30 eq, 2.1 µmol), 

sodium ascorbate (30 eq, 2.1 µmol), 500mM KCl and DMF (10%v). The reaction was stirred 

at 60°C for 1h and quenching with 0.5 M EDTA solution (50 eq, 3.5 µmol). The product was 

desalted by SEC then purified on RP-HPLC and freeze-dried (42 nmol, yield: 48%, Ɛ260nm = 

196 200 M-1.cm-1). 

Rt = 5.02 min (UPLC, Gradient II). 

MALDI-Tof (-) m/z calcd C295H413N97O156P24S2: 8617.05, m/z found: 8613.61 [M-H]-.  
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Conjugate F (Oxime) 

 
The conjugate E (1 eq, 9 nmol) was suspended in water (350 µL) in a closed screw-cap glass 

vial. TFA 2%vol (350 µL) is added in order to have a final solution of TFA 1%vol. The 

reaction was stirred at room temperature for 1h. The product was desalted by SEC then 

freeze-dried. The yield was considered as quantitative. 

Rt = 5.28 min (UPLC, Gradient I). 

MALDI-Tof (-) m/z calcd C291H405N97O154P24S2: 8528.99, m/z found: 8526.68 [M-H]-. 
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Conjugate G (KAT) 

 

Condition A 

Oligonucleotide 11 (5 nmol, 1 eq) was dissolved in tBuOH/H2O (1/1, v/v) solution and 

peptide 10 (10 nmol, 2 eq) was added. The solution was stirred at room temperature. The 

reaction is monitored by RP-HPLC. The crude was analyzed by ESI and MALDI.  

Rt = 16.2 min (RP-HPLC, Gradient I). 

MALDI-Tof (-) m/z calcd C162H213N57O85P12: 4690.4, m/z found: 4689.55 [M-H]-. 

 

Condition B 

Oligonucleotide 11 (5 nmol, 1 eq) was dissolved in oxalic acid (100mM)/ potassium oxalate 

(10mM) solution and peptide 10 (10 nmol, 2 eq) was added. The solution was stirred at room 

temperature. The reaction is followed by RP-HPLC. The crude was analyzed by MALDI.  

Rt = 15.9 min (RP-HPLC, Gradient I). 

MALDI-Tof (-) m/z calcd C162H213N57O85P12: 4690.4, m/z found: 4687.68 [M-H]-. 

 

Condition C 

Oligonucleotide 11 (5 nmol, 1 eq) was dissolved in 0.4 M ammonium acetate buffer (pH 4.5) 

and peptide 10 (10 nmol, 2 eq.) was added. The solution was stirred at room temperature. 

The reaction is followed by RP-HPLC. The crude was analyzed by ESI and MALDI.  

Rt = 16 min (RP-HPLC, Gradient I). 

MALDI-Tof (-) m/z calcd C162H213N57O85P12: 4690.4, m/z found: 4688.23 [M-H]-. 

 

Condition D 

Oligonucleotide 11 (5 nmol, 1 eq) was dissolved in H2O/DIEA (pH 8-9) solution and peptide 

10 (10 nmol, 2 eq.) was added. The solution was stirred at room temperature. The reaction is 

followed by RP-HPLC. The crude was analyzed by ESI and MALDI.  

Rt = 16.2 min (RP-HPLC, Gradient I). 

MALDI-Tof (-) m/z calcd C162H213N57O85P12: 4690.4, m/z found: 4688.09 [M-H]-. 
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Conjugate H1 (Oxime) 

 
Oligonucleotide 13 (350 nmol) was dissolved in 0.4 M ammonium acetate buffer (pH 4.5) 

and peptide 17 (in excess) was added. The solution was stirred at room temperature. The 

reaction is followed by UPLC-MS. The product was purified on RP-HPLC and freeze-dried 

(217 nmol, yield: 62%, Ɛ260nm = 49 500 M-1.cm-1).  

Rt = 7.28 min (UPLC, Gradient I). 

ESI-MS (-) m/z calcd C103H150N38O46P5Cl: 2844.89, m/z found: 2844.92 [M-H]-. 

 

Conjugate H2 (KAT) 

 
Conjugate H1 (80 nmol, 1 eq) was dissolved in 0.4 M ammonium acetate buffer (pH 4.5) and 

oligonucleotide 14 (96 nmol, 1.2 eq) was added. The solution was stirred at room 

temperature. The reaction is followed by UPLC-MS. The product was purified on RP-HPLC 

and freeze-dried (45 nmol, yield: 56%, Ɛ260nm = 102 600 M-1.cm-1). 

Rt = 5.45 min (UPLC, Gradient I). 

ESI-MS (-) m/z calcd C161H217N58O76P10Cl: 4523.19, m/z found: 4523.67 [M-H]-. 

 

 

 

 



 

190 

 

Conjugate H3 (CTC) 

 
Conjugate H5 (35 nmol, 1 eq) was dissolved in 0.4 M ammonium acetate buffer (pH 4.5) and 

oligonucleotide 14 (42 nmol, 1.2 eq) was added. The solution was stirred at room 

temperature. The reaction is followed by UPLC-MS. The product was purified on RP-HPLC 

and freeze-dried (20 nmol, yield: 57%, Ɛ260nm = 149 100 M-1.cm-1). 

Rt = 5.30 min (UPLC, Gradient I). 

ESI-MS (-) m/z calcd C215H293N76O107P15S: 6147.55, m/z found: 6147.57 [M-H]-. 

 

Conjugate H4 (CuAAC) 

 
To a solution of alkyne oligonucleotide 16 (2 eq, 70 nmol) and conjugate H2 (1 eq, 35 nmol) 

in 50 mM PBS buffer (pH 7.4) were added CuSO4 (3 eq, 105 nmol), THPTA (30 eq, 1.05 

µmol), sodium ascorbate (30 eq, 1.05 µmol) and DMF (10%v). The reaction was stirred at 

37°C for 1h and quenching with 0.5 M EDTA solution (50 eq, 1.75 µmol). The product was 

desalted by SEC then purified on RP-HPLC and freeze-dried (24 nmol, yield: 69%, Ɛ260nm = 

197 200 M-1.cm-1). 

Rt = 5.28 min (UPLC, Gradient I). 

MALDI (-) m/z calcd C216H289N75O108P15ClNa: 6183.5, m/z found: 6183.88 [M-H]-. 
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Conjugate H5 (CTC) 

 
To a solution of thiol oligonucleotide 15 (60 nmol, 2 eq) and conjugate H1 (30 nmol, 1 eq) 

in a solution of H2O were added TCEP (2 eq, 60 nmol), 400 mM KCl, DIEA (60 eq, 1.8 

µmol), KI (60 eq, 1.8 µmol). The reaction was stirred at 40°C for 90 minutes. The crude 

product was directly purified on RP-HPLC and freeze-dried (14 nmol, yield:  47%, Ɛ260nm = 

96 000 M-1.cm-1).  

Rt = 6.30 min (UPLC, Gradient I).  

ESI-MS (-) m/z calcd C157H224N56O77P10S: 4467.24, m/z found: 4467.45 [M-H]-. 

 

Conjugate H (CuAAC) 

 
To a solution of alkyne oligonucleotide 16 (1.2 eq, 42 nmol) and conjugate H3 (1 eq, 35 

nmol) in 50 mM PBS buffer (pH 7.4) were added CuSO4 (10 eq, 350 nmol), THPTA (30 eq, 

1.05 µmol), sodium ascorbate (30 eq, 1.05 µmol) and DMF (10%v). The reaction was stirred 

at 60°C for 1h and quenching with 0.5 M EDTA solution (50 eq, 1.75 µmol). The product 

was desalted by SEC then purified on RP-HPLC and freeze-dried (17 nmol, yield: 48%, 

Ɛ260nm = 197 200 M-1.cm-1). 

Rt = 5.28 min (UPLC, Gradient I). 

ESI-MS (-) m/z calcd C270H363N93O139P20S: 7786.8, m/z found: 7786.18 [M-H]-. 
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Conjugate I (Oxime) 

 
Condition A 

Oligonucleotide 13 (300 nmol, 1 eq) was dissolved in 0.4 M ammonium acetate buffer (pH 

4.5) and peptide 22 (in excess) was added. The solution was stirred at room temperature. The 

reaction is followed by UPLC-MS.  

Rt = 5.4 min (UPLC, Gradient I). 

UPLC-MS (-) m/z calcd C76H109N28O40P5: 2209, m/z found: 2208.8 [M-H]-. 

 

Condition B 

Oligonucleotide 13 (25 nmol, 1 eq) was dissolved in 0.3 M sodium phosphate buffer (pH 

7.3), aniline (100 eq, 2.5 µmol) and peptide 22 (in excess) was added. The solution was stirred 

at room temperature. The reaction is followed by UPLC-MS. Finally, the crude is desalted 

by SEC and analyzed by UPLC-MS.  

Rt = 3.53 min (UPLC, Gradient III). 

UPLC-MS (-) m/z calcd C76H109N28O40P5: 2209, m/z found: 2208.8 [M-H]-. 

 

Conjugate J (KAT) 

 
Conjugate I (30 nmol) was dissolved in 0.4 M ammonium acetate buffer (pH 4.5) and 

oligonucleotide 14 (60 nmol, 2 eq) was added. The solution was stirred at room temperature. 

The reaction is followed by UPLC-MS.  

Rt = 4.25 min (UPLC, Gradient I). 

UPLC-MS (-) m/z calcd C134H177N48O70P10: 3887.91, m/z found: 3887.5 [M-H]-. 
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Conjugate L (Oxime) 

 
L was synthesized according to the published procedure described by Bonnat et al.165 

 

Conjugate M (Oxime) 

 
M was synthesized according to the published procedure described by Bonnat et al.165 

 

Conjugate N (Oxime and CuAAC) 

 
N was synthesized according to the published procedure described by Bonnet et al.164 
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Conjugate O (Oxime and CuAAC) 

 
O was synthesized according to the published procedure described by Bonnet et al.164 

 

Conjugate P (Oxime) 

 
L was synthesized according to the published procedure described by Murat et al.162 

 

Conjugate Q1 (Oxime) 

 
Oligonucleotide 24 (400 nmol, 2.4 eq) was dissolved in 0.4 M ammonium acetate buffer (pH 

4.5) and peptide 23 (1 eq, 167 nmol) was added. The solution was stirred at room temperature. 

The reaction is followed by HPLC. The product was purified on RP-HPLC and freeze-dried 

(130 nmol, yield: 32%, Ɛ260nm = 216 000 M-1.cm-1). 

Rt = 18.3 min (RP-HPLC, Gradient I). 

MALDI (-) m/z calcd C295H394N111O160P24S: 8824.95, m/z found: 8826.69 [M-H]-. 
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Conjugate Q (CuAAC) 

 
To a solution of conjugate Q1 (1 eq, 150 nmol) in 50 mM PBS buffer (pH 7.4) were added 

CuSO4 (6 eq, 900 nmol), THPTA (30 eq, 4.5 µmol), sodium ascorbate (30 eq, 4.5 µmol) and 

DMF (10%v). The reaction was stirred at 37°C for 90 minutes and quenching with 0.5 M 

EDTA solution (50 eq, 7.5 µmol). The product was desalted by SEC then purified on RP-

HPLC and freeze-dried (90 nmol, yield: 60%, Ɛ260nm = 216 000 M-1.cm-1). 

Rt = 16.1 min (RP-HPLC, Gradient I). 

MALDI (-) m/z calcd C295H394N111O160P24S: 8824.95, m/z found: 8826.53 [M-H]-. 

 

Conjugate R (Oxime and CuAAC) 

 
L was synthesized according to the published procedure described by Dr. Laureen Bonnat171 
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Conjugate S (Oxime, CuAAC and CTC) 

 
L was synthesized according to the published procedure described by Dr. Laureen Bonnat171 

 

Conjugate T (Oxime) 

 
L was synthesized according to the published procedure described by Murat et al.162 

 

Conjugate U (Oxime) 

 
Oligonucleotide 26 (45 nmol, 1 eq) was dissolved in 0.4 M ammonium acetate buffer (pH 

4.5) and peptide 25 (2 eq, 90 nmol) was added. The solution was stirred at 55°C. The reaction 

is followed by HPLC. The product was purified on RP-HPLC and freeze-dried (6 nmol, yield: 

13%, Ɛ260nm = 267 400 M-1.cm-1). 

Rt = 16.2 min (RP-HPLC, Gradient I). 

MALDI (-) m/z calcd C316H409N113O215P28S: 10 124.69, m/z found: 10 130.28 [M-H]-. 
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Conception et application d’ADN tétraplexe à topologie contrôlée 

Les acides nucléiques riches en cytosines ou en guanines peuvent se replier pour former des 

structures i-motifs ou G-quadruplexes (G4). G4 et i-motifs sont localisés au niveau des télomères et dans 

les régions promotrices de nombreux gènes, y compris des oncogènes. Il a été démontré que ces derniers 

contribuent à la régulation des cellules normales et pathologiques et sont désormais considérés comme 

des cibles thérapeutiques potentielles pour le traitement de nombreuses maladies et anomalies. Une 

caractéristique majeure des G4 est leur susceptibilité à adopter, en particulier in vitro, différentes 

topologies. D’autre part, les i-motifs nécessitent des conditions acides pour se former in vitro. Dans ce 

contexte, notre laboratoire a développé le concept de TASQ (pour « Template Assembled Synthetic G-

Quadruplex ») pour assembler des mimes stables de G4 et d’i-motif. 

La première partie de notre étude a consisté à synthétiser une structure stable i-motif provenant 

de la séquence télomérique en utilisant une plateforme cyclopeptidique fonctionnelle et des ligations 

chimiosélectives distinctes. Puis dans un second temps, une nouvelle ligation a été introduite aux trois 

autres chimies déjà en place dans notre laboratoire afin de synthétiser de nouvelles structures tétraplexes. 

Enfin, un panel de topologies G4 a été synthétisé afin de réaliser des études d’interactions visant à 

identifier des protéines qui interagissent avec des G4 adoptant des topologies bien définies. 

Mots clés : G-quadruplexe, i-motif, ligation chimiosélective, gabarit cyclodécapeptidique, études 

d’interactions avec des protéines 

Design and application of DNA tetraplex with controlled topology 

Cytosines or guanines rich nucleic acids can fold into i-motifs or G-quadruplex (G4) structures. 

G4s and i-motifs are found at telomeres and in promoter regions of numerous genes including 

oncogenes. Both have been shown to contribute to the regulation of normal and pathological cells and 

are now viewed as potential therapeutic targets for the treatment of numerous diseases and defects. One 

major feature of G4s is their susceptibility to adopt, especially in vitro, different topologies. On the other 

hand i-motifs require acidic conditions to fold in vitro. In this context, our laboratory has developed the 

concept of TASQ (for « Template Assembled Synthetic G-Quadruplex ») to assemble stable mimics of 

G4 and i-motif structures.  

The first part of our study consisted in synthesizing a stable i-motif structure from the telomeric 

sequence using an addressable cyclopeptide platform and distinct chemoselective ligations. Then in a 

second part of the study, a novel ligation was introduced along with three other chemistries already 

optimized in our laboratory in order to synthetize novel tetraplex structures. Finally, a panel of G4 

mimics adopting various topologies were synthesized and used in pull-down assays to identify the 

proteins that interact with G4 of specific topologies. 

Keywords : G-quadruplex, i-motif, chemoselective ligation, cyclodecapeptidic scaffold, pull-down 

assays 


