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Avant-propos
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implication dans ce projet et pour m’avoir fait découvrir Berlin et les alentours de Greifswald.
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Introduction générale

Les acides désoxyribonucléiques (ADN) et ribonucléiques (ARN) font partie des trois grandes
familles de biopolymeres essentiels et communs a toute forme de vie connue et sont présents
dans I’ensemble des cellules eucaryotes et procaryotes. Ces macromolécules biologiques
résultent de la répétition de différents nucléotides, les principaux étant I’adénosine, la thymidine
(remplacée par I’uridine dans le cas de I’ARN), la guanosine et la cytosine, reliés entre eux aux
positions 5’ et 3’ du ribose ou désoxyribose par des liens phosphodiesters. L’enchainement
croissant de nucléotides forme la séquence d’ADN ou d’ARN contenant 1’information
génétique.> Bien que les oligonucléotides puissent exister sous la forme de simple brin, ils
peuvent également s’auto-assembler avec un second brin pour former une double hélice via des
interactions faibles supramoléculaires stabilisantes telles que les liaisons hydrogene (Figure 1).
En effet, celles-ci sont notamment a 1’origine de ’appariement de Watson-Crick® entre les
paires de bases adénosine-thymidine (ou uridine) et guanosine-cytidine, permettant de ce fait la
reconnaissance spécifique entre brins dits complémentaires. Le double brin est de plus
fortement stabilisé par des interactions n-n résultant de I’empilement des nucléobases azotées
aromatiques. D’autre part, les charges négatives issues des groupements phosphates ont un réle
stabilisant pour la solvatation dans 1’eau de la double hélice et permettent 1’organisation des
acides nucléiques sous la forme d’une double hélice dont la périphérie est hydrophile et le cceur
hydrophobe. L’ensemble de ces interactions non covalentes et réversibles conduit a la formation

de structures dynamiques et programmables.

Liaisons hydrogene

Ceeur
Ho h o hydrophobe
N |
N 1R 9
N N//i )\N 0 o Base
wd, o B Interactions
Q R =T
Adénosine R=CHjz : Thymidine I
R=H : Uridine o F\LO

N=
. AN R=H : ADN
N=H---ooe \ R=OH : ARN
H ey
Guanosine Cytosine

Figure 1: Interactions non covalentes mises en jeu au sein des acides nucléiques.

Les séquences d’acides nucléiques sont également connues pour adopter différentes structures

bi- ou tridimensionnelles qui peuvent étre utilisées dans le domaine des sciences bioanalytiques®
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Introduction générale

ou dans la conception de nanostructures.’ La structure tridimensionnelle la plus courante est un
duplex composé de deux brins complémentaires mais il existe également des assemblages plus
complexes tels que I’assemblage en épingle a cheveux, le triplex, le G-quadruplex, 1’i-motif,
I’enjambement ou encore la jonction a trois voies (Figure 2).% Cette liste n’est toutefois pas
exhaustive et d’autres types de structures peuvent étre rencontrés. Ces assemblages spécifiques
sont ainsi naturellement retrouvés dans le génome des organismes vivants, notamment dans les

ARNSs ribosomiques et de transfert, et semblent intervenir dans de nombreux processus

cellulaires.
Epingle a
cheveux
Duplex ||  wreerr i
NSNS\ - NN
i i i . . — I_I Jonction a
Simple brin Triplex G-quadruplex i-motif Enjambement trois voies

Figure 2: Différentes topologies des acides nucléiques.®

La connaissance des différentes interactions mises en jeu dans le repliement des simple brins
ainsi que dans I’appariement des doubles brins permet d’adapter la nature de la séquence de
I’oligonucléotide lors de la synthese afin de limiter ou provoquer ces repliements. Ces systemes
peuvent par la suite étre utilisés pour la détection de petites molécules et d’acides nucléiques
complémentaires ainsi que pour permettre une interaction spécifique avec les processus
biologiques naturels. Les oligonucléotides constituent ainsi un domaine trés large avec de
nombreuses applications thérapeutiques, de diagnostiques ou dans le domaine des matériaux
bioinspirés.” Néanmoins, il peut étre nécessaire de les modifier afin de répondre a certaines
propriétés tant structurelles que fonctionnelles telles que la stabilité, la réversibilité ou encore
I’efficacité de 1’assemblage. Depuis plusieurs années, 1’équipe ChemBioNAC (anciennement
« Oligonucléotides modifiés ») a étudié la possibilité d’utiliser les esters boroniques en tant que
mimes des phosphosdiesters naturels. En effet, les acides boroniques sont intéressants car ils
possedent une orbitale p vacante qui leur permet de réagir avec des centres donneurs d’électrons
tels que les atomes d’oxygenes pour conduire a la formation d’esters boronates par
déshydratation 2 travers la création de liaisons covalentes et réversibles (Figure 3).8 Ainsi,
’utilisation des acides boroniques a ¢€té récemment rapportée pour la ligation entre deux

séquences d’acides nucléiques,'®" la détection de molécules comportant des cis-diols et plus
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Introduction générale

particulierement les glucides, ¢!’

ou encore pour la formation de nouveaux matériaux par auto-
assemblage.'® De plus, la formation d’esters boronates ou de leurs dérivés est connue pour étre
sensible aux conditions environnantes et représente donc une stratégie intéressante pour
développer des systtmes dynamiques et programmables. Dans ce contexte, 1’équipe
ChemBioNAC possede une expertise dans le domaine des oligonucléotides modifiés par du

bore 10,11,14,15,19

R'

OH HO R _H,0 Jo
R-B + I R-B, I
OH o

HO R’ R’

Figure 3: Formation d'esters boronates par déshydratation.

Ces travaux de thése s’inscrivent ainsi dans la continuité de cette thématique de recherche et

sont organisés en cinq chapitres comme suit (Figure 4):

Le Chapitre 1 est un état de I’art sur une classe particuliere d’acides nucléiques que sont les
aptameres et en particulier les split aptameres dont le brin parent est divisé en deux fragments
non fonctionnels capables de se lier de facon spécifique a une molécule cible. Dans un premier
temps, nous présenterons les différentes propriétés des split aptameres ainsi que leurs
applications biologiques, notamment pour le développement de sondes sensibles permettant la
détection de molécules variées. Nous nous intéresserons ensuite a un domaine trés émergeant
concernant les split DNAzymes et ribozymes qui sont de courts acides nucléiques possédant
une activité catalytique permettant par exemple la coupure ou la ligation de substrats d’ARN.
Les différentes structures ainsi que leurs principales applications en biologie moléculaire pour

la détection d’acides nucléiques ou d’ions métalliques seront exposées.

Le Chapitre 2 a pour but d’étudier et de contrdler I’activité catalytique de différents split
DNAzymes dérivés du DNAzyme 10-23 et modifiés par des acides boroniques. L’objectif
principal porte ici sur le rétablissement de I’activité catalytique de tels systémes grace a la
formation d’une jonction internucléosidique de type ester boronate entre un acide boronique et
un partenaire cis-diol. Dans un premier temps, les conditions de réactions nécessaires a
I’obtention d’une activité catalytique efficace du DNAzyme parent ont ét€ mises au point par
HPLC puis le substrat d’ARN a été fonctionnalisé par un fluorophore a I’extrémité 3’ afin de
suivre la cinétique de réaction par fluorescence. Le DNAzyme parent a ensuite été divisé a
différentes positions et le premier fragment a ét¢ modifié¢ a ’extrémité 5’ par différents acides

boroniques, a savoir la borono-thymidine et les acides phénylboronique, triazole-
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phénylboronique et naphtaléneboronique. De plus, la désoxyribocytidine a 1’extrémité 3 du
second fragment a été remplacée par une ribocytidine constituant le partenaire cis-diol dans le
but de former le nouveau lien internucléosidique boronate en présence du partenaire acide
boronique. L’activité catalytique des différents systémes divisés modifiés a ainsi été étudiée par
gel d’¢lectrophorese et fluorescence et il s’avere que la formation de I’ester boronate entre les
deux fragments permet de rétablir celle-ci de fagon tres efficace. Le systeme divisé modifié
démontrant la meilleure activité catalytique par rapport au systeme sans acide boronique a alors
été étudié a différents pH afin de développer un systeme programmable en fonction du pH. Par
ailleurs, dans le cadre d’une collaboration avec 1’équipe du Pr. Sabine Miiller a I’Universitét
Greifswald en Allemagne, ce concept a été étendu aux split ribozymes par Amandine Lelievre,

doctorante de cette équipe.

Le Chapitre 3 expose le développement de différentes méthodologies pour introduire un acide
boronique au sein de séquences d’acides nucléiques d’ADN et d’ARN permettant par la suite
d’élaborer des bioconjugués dotés de nouvelles propriétés. Dans un premier temps, I’acide
boronique protégé par un groupement pinacol ou acide N-méthyliminodiacétique (MIDA) a été
inséré par la réaction de chimie click CuAAC (cycloaddition azoture-alcyne catalysée par le
cuivre(I)) a Pextrémité 5° de différentes séquences d’oligonucléotides modifiées par une
fonction azoture. Cette méme méthode a ensuite ét€ appliquée a des séquences
d’oligonucléotides dont un nucléotide 2’-propargyl-uridine a été incorporé a I’intérieur de la
séquence. Dans un second temps, l’incorporation d’acides boroniques a été étudiée par
hydroboration d’un alcéne inséré a I’extrémité d’un oligonucléotide TTT. L’hydroboration
d’alcyne a également été évaluée afin d’incorporer des acides boroniques vinyliques au sein de
la séquence d’acide nucléique. Cette derniére méthode est particulierement intéressante car
I’oxydation de I’acide boronique incorporé permet 1’obtention d’une fonction aldéhyde de
maniere rapide, simple et trés efficace dans des conditions relativement douces, permettant par
la suite le couplage de I’oligonucléotide modifié avec des alkoxyamines ou des hydrazines pour

obtenir des conjugués oximes et hydrazones.

Le Chapitre 4 présente la formation covalente et réversible d’assemblages bioinspirés a partir
d’un monomere borono-uridine, contenant a la fois un acide boronique en position 5’ et un cis-
diol en positions 2’ et 3°. Les conditions nécessaires a 1’auto-assemblage du monomere ont tout
d’abord ¢té¢ mises au point dans le DMF-d; anhydre par un suivi RMN puis les deux especes
formées ont été analysées par RMN DOSY 'H afin de déterminer leur structure précise. Par

comparaison avec des dimeres et trimeres linéaires et cycliques de référence, nous avons pu
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déterminer que les deux especes formées par auto-assemblage correspondent a un dimere et un
trimere cycliques. La conformation du résidu ribose dans le cas du dimere a ensuite été
déterminée a partir des constantes de couplage. L’auto-assemblage de la borono-uridine a
également été démontré dans le D20 a pH basique. Ce projet a été réalisé€ en collaboration avec
le Dr. Carine Baraguey, spécialiste RMN de 1’équipe ChemBioNAC, et le Dr. Ivan Barvik de
I’Institut de Physique de Prague.

Enfin, le Chapitre 5 décrit I’importance de la conformation du résidu ribose pour la formation
d’un lien oxazaborolidine, dans lequel le partenaire cis-diol a été remplacé par un partenaire
aminodiol. Pour cela, une séquence matrice a été synthétisée ainsi que deux brins
complémentaires. Le premier contient une borono-thymidine a I’extrémité 5’ et le second une
riboadénosine ou une uridine dont I’hydroxyle en position 2° ou 3’ est remplacé par une amine
a I’extrémité 3°. La formation du lien internucléosidique modifié a été étudiée par dénaturation
thermique et il s’avere que selon la position et la nature des substituants, le sucre peut adopter
une conformation dite Nord ou Sud qui possede un role crucial sur la formation de ce type de
liaisons internucléosidiques. Ainsi, seuls les nucléotides comportant la modification amine en

position 3’ possédent une conformation Nord et sont capables de se lier a un acide boronique.

Pour finir, les principaux résultats obtenus, les perspectives ainsi que les potentielles
applications de I’ensemble des systemes développés seront résumés dans une conclusion

générale.
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Chapitre 1 : Etat de l'art
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Figure 4: Schéma général des travaux réalisés au cours de cette these.
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Chapitre 1 : Etat de I’art sur les split aptaméres, split DNAzymes et split ribozymes

1.1 Introduction et contexte

Outre le role bien connu de I’ADN et de I’ARN en tant que sources et transporteurs de
I’information génétique, les séquences d’oligonucléotides sous la forme d’un simple brin sont
capables de se lier a des molécules spécifiques avec une grande affinité et spécificité via des
interactions électrostatiques ou des liaisons hydrogeéne.?**' Ces acides nucléiques particuliers,
appelés aptameres, ont ainsi suscité un grand intérét pour la biologie et la médecine depuis leur
découverte dans les années 1990s.%>** Les aptaméres sont obtenus par un processus de sélection
in vitro appelé SELEX (évolution systématique de ligands par enrichissement exponentiel),
introduit pour la premiére fois par Tuerk et Gold en 1990 (Figure 5).%*2° Cette méthode consiste
a sélectionner des séquences d’oligonucléotides a partir d’une librairie d’ADNs ou ARNs
synthétiques dont les extrémités 5’ et 3’ sont connues et la séquence centrale aléatoire. Les
séquences capables de se lier a un ligand donné avec une grande affinité sont ensuite isolées et
amplifiées par une réaction de polymérisation en chaine (PCR). Le cycle de sélection est ensuite
répété jusqu’a obtenir la meilleure affinité possible. Ainsi, les aptameéres interagissent de fagon
spécifique avec une grande variété de cibles de nature différente telles que les petites molécules,

les ions, les enzymes ou les protéines.

Amplification

par PCR
;K Sélection § % NJ\,\
SELEX
Nad ~ ~ 'L;:A/\
Y

Librairie d'ADN
ou d'ARN

Q : cible
AN\ extrémités 5' et 3' connues
NN NN AN\ séquences centrales aléatoires

Figure 5 : Sélection in vitro des aptameres par SELEX.

Lors de la liaison avec la molécule cible, les aptameres subissent un changement de
conformation conduisant ainsi a une structure tridimensionnelle bien définie responsable de la
spécificité observée.?”?® L’architecture la plus commune est celle dite en épingle a cheveux,
pour laquelle le site de liaison est situ¢ a I’intérieur de la boucle (Figure 6). Il existe également

d’autres architectures telles que la jonction a trois voies, comprenant le site de liaison a la
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jonction entre les trois brins, ou encore I’épingle a cheveux avec une boucle interne, cette

derniére constituant le site de liaison.

Q
PV . - « —0=0

aptameére libre
épingle a cheveux avec

épingle a ionction & troi une boucle interne
nction a troi
cheveux Jonction a trois

voies
Q: cible

Figure 6 : Différentes architectures adoptées par les aptameres en présence de la cible.

De par leur facilit¢ d’obtention, les aptameres sont des outils tres attractifs pour la
. h1a29-31 ) S . . 22,2932 . L33
reconnaissance de cibles dans le cadre d’applications thérapeutiques, de diagnostics
ou analytiques.** De plus, aprés I’étape de sélection SELEX, les aptaméres sont facilement
« e PN eye, L 35 .
modifiables pour améliorer leur stabilité envers les nucléases™ ou encore pour les conjuguer
avec différents partenaires (fluorophores, sondes spécifiques, biomolécules lipophiles ou
cationiques, etc...).>>**%" Leur capacité a passer d’une conformation aléatoire a une structure
organisée en présence d’une cible spécifique a ainsi été largement exploitée pour la formation

de sondes fluorescentes.**%?

Cependant, [1’utilisation des aptameres est limitée,
majoritairement a cause de leur dégradation en milieu cellulaire par les nucléases.*’ Par ailleurs,
le nombre de charges négatives, généralement compris entre 20 et 60, entrave la pénétration
intracellulaire. Enfin, les longs aptameres peuvent former des structures secondaires
défavorables, telles que les épingles a cheveux par exemple, entrainant des signaux faux-positifs

ou non spécifiques.

Pour pallier ces limitations, des split aptameres, plus courts, ont récemment été développés. Ils
présentent 1’avantage d’€tre plus faciles a synthétiser, de générer moins de structures
secondaires non souhaitées et contiennent moins de charges négatives.*! Pour cela, I’aptamére
parent est découpé en plusieurs fragments indépendants et non fonctionnels pouvant
s’assembler de fagon sélective en présence d’une cible spécifique (Figure 7). L’assemblage des
différents fragments est favorisé par I’établissement d’interactions non covalentes et réversibles
de type liaisons hydrogene ou interactions électrostatiques entre la cible et le split aptamere
permettant de modifier 1’équilibre thermodynamique. De plus, la stabilité de la structure
résultante peut étre améliorée en fonctionnalisant I’extrémité des différents brins avec des

fonctions chimiques réactives qui, apres assemblage, peuvent les lier de facon covalente. En
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effet, ’assemblage dirigé a travers une cible favorise le rapprochement des deux groupements
fonctionnels et de fait la formation d’un lien internucléosidique modifié supplémentaire. A ce
jour, parmi la centaine d’aptaméres découverts, seules quelques études ont rapporté la
conception de split aptameres pour lesquels I’aptamere parent a été découpé efficacement, c’est-
a-dire sans affecter les interactions avec la cible étudiée.**** En effet, la difficulté de coupure
est intimement liée a la nécessité de conserver la structure tridimensionnelle de 1’aptameére
parent, pouvant étre perturbée si la division n’est pas effectuée a une position optimale. Celle-
ci doit donc étre préférentiellement réalisée au niveau d’une boucle afin de ne pas entraver
I’établissement des interactions non covalentes entre les différents brins et donc la formation
du duplex. Au sein des aptameres possédant une structure en épingle a cheveux, la boucle
constitue le site de liaison avec la molécule cible et la coupure entraine inévitablement une forte
perturbation de la structure tridimensionnelle résultante. En revanche, les aptameres
comprenant une structure de type jonction a trois voies ou épingle a cheveux avec une boucle
interne peuvent étre facilement coupés au niveau de la boucle externe sans affecter le systeme

aptamere-cible.?’

N""Ne O © Q

Fragments d'aptaméres Aptameéres fonctionnels
® @ : fonctions chimiques réactives Ao\ apt
@ : lien internucléosidique modifié AN apt 2
Q :cible

Figure 7 : Assemblage de split aptameres.

Enfin, il a été démontré que certaines séquences d’acides nucléiques sous la forme de simple
brin expriment une activité catalytique grace a leur repliement formant une cavité capable de
se lier a un ligand a travers plusieurs interactions faibles de type liaisons hydrogene pour
catalyser diverses réactions.***® Cette propriété a notamment été exploitée pour la détection de
molécules ainsi que pour des applications nanobiotechnologiques.*’>° En effet, des séquences
d’ARN, appelées ribozymes, catalysent un grand nombre de réactions grace a leur structure
tridimensionnelle stabilisée par des liaisons hydrogene, des interactions m-7 ainsi que par une
coordination métal-ion.’! Les ribozymes peuvent également reconnaitre des substrats d’ARN
spécifiques et catalyser la coupure d’une liaison phosphodiester par une réaction de

transestérification en présence d’un ion métallique (Figure 8A) ou, a contrario, lier deux
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fragments d’un substrat spécifique (Figure 8B). Parmi les ribozymes naturels, on retrouve les

54,55 et le

introns catalytiques de groupe 1,° les RNase P,>* le ribozyme en téte de marteau
ribozyme en épingle a cheveux.’® Les mécanismes et structures des ARNSs catalytiques ont été
largement étudiés afin de créer des outils pertinents pour des applications en biologie
moléculaire, médecine ou analyse.’” Pour cela, des ribozymes synthétiques ont été obtenus par
des méthodes de sélection in vitro de type SELEX, cependant le processus classique doit étre

amélioré afin de sélectionner I’affinité mais également 1’activité enzymatique.

\iO/\ \~'\O\._
Q

- >
—_—

Reéaction de coupure Réaction de ligation
NI\ ribozyme Q :ion métallique @ : fonction réactive
NS\ substrat @ : site de coupure ® : lien internucléosidique modifié

Figure 8 : Activités catalytiques des ribozymes : réactions de (A) coupure et (B) ligation.

Du fait des difficultés techniques rencontrées dans la synthese chimique de longues séquences
d’ARN, notamment en raison de leur grande sensibilité, les ribozymes ont été divisés en deux
fragments capables de s’auto-assembler en présence d’un ion métallique donné. Ces split
ribozymes ont alors permis le développement de systémes plus sensibles et spécifiques pour la

détection de séquences d’acides nucléiques ou d’ions métalliques.

De la méme fagon, les séquences d’ADN appelées DNAzymes catalysent des coupures ou des
ligations de brins mais également une grande variété de réactions de modifications covalentes
de substrats d’ARN et d’ADN.%® II existe différents types de DNAzymes mais les plus
abondants sont les ribonucléases catalysant la coupure d’une liaison phosphodiester au niveau
d’un ribonucléotide par une réaction de transestérification.”® Cependant, ces structures
n’existent pas dans la nature et sont donc obtenues de maniere synthétique par le processus
SELEX modifié. De maniére générale, les DNAzymes sont composés d’un site catalytique,
constituant le site de liaison de I’ion métallique, entouré de deux brins d’acides nucléiques
responsables de la reconnaissance du substrat d’ARN a détecter. Les DNAzymes les plus
étudiés sont le 8-17 et le 10-23 de par leur petite taille et leur activité catalytique satisfaisante

).60

en conditions physiologiques (Figure 9).° A I’inverse des réactions de coupure, les analogues

de ligases permettent de lier différentes séquences d’oligonucléotides, mais ils restent moins
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étudiés que les ribonucléases.®' L utilisation des DNAzymes est en perpétuelle expansion et
I’étendue des réactions catalysées par I’ADN ainsi que leurs applications en biochimie ont
récemment fait 1’objet de plusieurs revues par les principaux groupes de recherche de ce

domaine 48,49,59,62-65,47
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T Q /\* A GCG To6
GcraC Cc
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O : ion métallique activateur

Figure 9: Structures des DNAzymes 10-23 et 8-17.

Etant donné les avantages offerts par les split aptameres, les split DNAzymes ont naturellement
émergé, notamment en tant que nouvelles sondes biologiques fonctionnelles. Ces architectures,
initialement appelées MNAzymes (enzymes d’acides nucléiques multicomposantes), sont
composées de plusieurs séquences d’oligonucléotides capables de s’assembler en un DNAzyme
actif en présence d’un brin activateur (Figure 10A).%° Les MNAzymes ont ensuite évolué en
split DNAzymes, pour lesquels la structure active est formée en présence d’un ion métallique
activateur de la méme facon que les DNAzymes parents (Figure 10B). Ces nouveaux systemes
ont ainsi prouvé leur efficacité pour la détection de séquences d’acides nucléiques viraux et de
mésappariements, c’est-a-dire la présence de deux bases non complémentaires au sein de la

double hélice, responsables d’anomalies génétiques.®” !

: site de coupure
NS\ A Q :ion métallique activateur

-~ brin activateur
-~ : DNAzyme 1

/\/\ \BA W A DNAzyme 2
" substrat

Figure 10 : Schéma général du fonctionnement des (A) MNAzymes et (B) split DNAzymes activés

par un ion métallique.
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Cependant, comparativement au grand nombre d’études relatant 1’utilisation de split aptameéres,
seulement quelques-unes se sont intéressées a l’utilisation de split ribozymes ou split
DNAzymes. Ainsi, ce chapitre exposera tout d’abord la conception de split aptameres pour le
développement de sondes sensibles permettant la détection de molécules variées. Le sujet sera
ensuite étendu aux premicres études démontrant I’intérét des split ribozymes et DNAzymes
pour la détection d’acides nucléiques ou d’ions métalliques. Enfin, les limites de tels systemes

et les perspectives envisagées pour de futures améliorations seront décrites.

Par ailleurs, bien que la dénomination ne soit pas exacte dans la langue francaise, le terme « split
aptamere », en référence a « split aptamer », sera préféré a « aptamere divisé » et sera utilisé

tout au long de ce manuscrit de these.
1.2 Split aptaméres a base d’ADN

Parmi la multitude de split aptameres a base d’ADN reportés dans la littérature, les systémes
permettant la détection de I’ a-thrombine humaine, de I’adénosine et/ou adénosine triphosphate
(ATP) et de la cocaine sont les plus étudiés. Leur nature, propriétés, mécanismes d’actions ainsi

que quelques applications sont présentés dans la suite de ce paragraphe.
1.2.1 Split aptameres de I’a-thrombine humaine

La thrombine, également appelée facteur de coagulation, est une sérine protéase de type
trypsine qui joue un role essentiel au niveau du systeme sanguin, notamment comme régulateur
de la circulation sanguine (hémostase) ou déclencheur de réactions de coagulation
(thrombose).”>” Elle existe sous plusieurs formes (a, B, ¥) mais 1’a-thrombine est celle qui
possede I’activité la plus importante au niveau physiologique, notamment pour 1’agrégation
plaquettaire.”* Cette derni¢re représente donc une cible majeure pour les traitements

anticoagulants et maladies cardiovasculaires.

L’aptamére a base d’ADN inhibiteur de 1’a-thrombine humaine a été isolé par Bock et al. en
1992 et obtenu par sélection in vitro (SELEX) aprés cinq cycles de sélections.”! Les 32
séquences d’oligonucléotides capables de se lier a I’ a-thrombine cible sont chacune composées
de 60 nucléotides enchainés de fagon aléatoire ainsi que d’une partie fixe, de 14 a 17
nucléotides, formant le site de liaison. Cette derniere est responsable de I’inhibition d’activité
de la cible. Le site de liaison permettant la meilleure affinité envers la cible en présence d’ions

potassium est composé de 15 nucléotides et constitue 1’aptamere appelé¢ 60-18[15] (Figure
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11).7>77" Des études par spectroscopie RMN et cristallographie aux rayons X ont révélé que cet
aptamere forme une structure compacte composée d’une cavité G-quadruplex interne
d’orientation antiparalléle ainsi qu’une conformation de type chaise.”’® Cet aptamere a ensuite
¢té modifié afin d’améliorer I’affinité¢ avec la molécule cible. La nouvelle séquence obtenue,
appelée 60-18[29], est composée d’une structure G-quadruplex antiparallele dont les extrémités
ont été allongées de 4 a 7 paires de bases complémentaires pour former un duplex (Figure
11).7%%% Des études ont montré que la nature et la sélectivité du site de liaison dépendent de
I’orientation du site actif ainsi que du quatrieme nucléotide du G-quadruplex représenté en

rouge sur la Figure 11.3082
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Figure 11 : Structure tridimensionnelle des deux principaux aptameres a base d'ADN avec les

nucléotides déterminant le site de liaison en rouge.

Plusieurs aptameres fluorescents trés sensibles et capables de détecter I’ a-thrombine jusqu’a
des concentrations de 1’ordre du picomolaire ont par la suite été décrits.® ¢ Mais dans le but
de développer des sondes biologiques plus spécifiques et de s’affranchir des signaux faux-
positifs, les aptameres ont €té remplacés par des split aptameres conjugués avec différents types
de molécules permettant d’amplifier le signal de détection. En effet, Liu et al. ont développé
une nouvelle stratégie de détection d’a-thrombine par fluorescence en utilisant un polymere
polycationique hydrosoluble capable d’émettre un signal fluorescent ainsi que I’aptamere 60-
18[15] divisé en deux fragments.®” L’extrémité d’un des deux fragments est fonctionnalisée
avec la fluorescéine afin de pouvoir visualiser la liaison avec la molécule cible par fluorescence.
En I’absence d’a-thrombine, les deux fragments se lient au polymere via de fortes interactions
électrostatiques provoquant un intense signal fluorescent (Figure 12). En revanche, la présence
de la protéine cible entraine la formation de structures de type G-quadruplex, atténuant
I’interaction entre le polymeére et le fluorophore et donc une diminution du signal observé.

Comparé a D’aptamere parent correspondant, cette stratégie de split aptamere permet
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d’augmenter la possibilité de former des structures G-quadruplex par ajout de thrombine. La
sensibilité des systémes est évaluée par la mesure de la limite de détection (LOD), c’est-a-dire
la plus faible concentration de 1’analyte, ici I’a-thrombine, a pouvoir étre détectée par le
systeme.®® Dans cette étude, une concentration minimale de 2 nM en a-thrombine a pu étre
déterminée par le systeme split aptamere-polymere. Une approche similaire a par la suite été
mise au point par les méme auteurs en utilisant un support d’oxyde de graphéne sur lequel est
adsorbé le méme split aptamere.®® Ce type de support offre ’avantage d’adsorber facilement
les simple brins d’ADN et de présenter des propriétés d’inhibition de fluorescence associées a
une conductivité électronique et thermique.’®! En I’absence de la protéine cible, les deux
fragments du split aptamere sont adsorbés sur le support via des interactions non-covalentes de
type m-m, induisant ainsi une inhibition de la fluorescence. L’ajout d ‘a-thrombine entraine la
formation de structures G-quadruplex et la restauration de la fluorescence avec une sensibilité
de I’ordre du nanomolaire (LOD = 1 nM), ce qui reste toutefois inférieur a la limite de détection

obtenue avec ’aptamére parent (de 1’ordre du picomolaire).’+83
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Figure 12 : Détection d’a-thrombine par conjugaison du split aptamere issu de 60-18[15] avec un

polymere cationique.

Ainsi, une méthode combinant fluorescence et colorimétrie plus sensible a été développée.”?
Elle est basée sur I’utilisation de deux fragments issus de I’aptamere 60-18[15] précédemment
décrits. Ces derniers sont modifiés avec une extension polyadénosine a I’extrémité 5’ ou 3’ puis
sont adsorbés sur des nanoparticules d’or (AuNPs) par des interactions faibles. Un des
fragments est préalablement hybridé avec un brin complémentaire contenant une sonde
fluorescente pour former un duplex. En I’absence d’a-thrombine, I’hybridation entre ces deux
brins est maintenue et conduit a 1’inhibition de la fluorescence par I’AuNP qui absorbe
I’émission de fluorescence du fluorophore (Figure 13).° De plus, la forte répulsion

électrostatique entre les brins d’acides nucléiques et les AuNPs empéche leur agrégation,
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donnant une couleur rouge a la solution. L’ajout de I’a-thrombine provoque la formation de
structures G-quadruplex par élimination de la sonde fluorescente, entrainant I’agrégation des
AuNPs entre elles. La sensibilité de reconnaissance de 1’ a-thrombine par le split aptamere peut
alors étre mesurée par le changement de couleur de la solution qui passe de rouge a bleue (LOD
= 0,45 nM) ainsi que par I’augmentation de la fluorescence (LOD = 0,16 nM). Cette stratégie
basée sur une double détection permet ainsi de différencier I’a-thrombine de ses analogues,

incapables de se lier a I’aptamére par manque d’affinité, dans les échantillons de sérum humain.

¥ #L%K R

Q : AuNPs libres A apt 1
Q : AuNPs agrégées S apt2
Q@ : thrombine ~~— F : sonde fluorescente

Figure 13 : Détection d’a-thrombine par fluorescence et colorimétrie.

La détection de l’o-thrombine par des split aptameres a également été étudiée par
¢lectrochimiluminescence, phénomene qui permet d’émettre de la lumiére lorsque des especes
a la surface d’une électrode sont impliquées dans un transfert d’¢lectrons. Cette technique
suscite un grand intérét pour I’analyse de biomolécules car elle est efficace, sensible et possede
un large champ d’applications, notamment pour le diagnostic ou 1’analyse. Lin et al. ont
appliqué cette méthodologie a partir de 1’aptamere parent 60-18[15] et des nanoparticules de
silices conjuguées avec le Ru(bpy)s;** (Ru-SNP), un luminophore.”** Ainsi, I’aptamére 60-
18[15] a été divisé en deux fragments différents pour lesquels le premier est fonctionnalisé avec
un alcanethiol a I’extrémité 5° puis immobilisé sur une électrode d’or via des interactions faibles
Au-S. Le second fragment est modifié par une fonction amide a I’extrémité 3’ puis couplé a
une Ru-SNP.”® En I’absence de la protéine cible, les deux fragments sont dissociés et conduisent
a un signal ¢€lectrochimiluminescent relativement faible. En revanche, 1’ajout d’ a-thrombine
permet la formation de structures G-quadruplex et entraine I’interaction des Ru-SNPs avec la
surface de 1’électrode, résultant en une oxydation électrochimique du Ru(bpy)s** qui se traduit
par ’augmentation du signal électrochimiluminescent (Figure 14). En plus d’étre trés sensible
(LOD = 0,2 pM), cette méthode permet d’explorer de nouvelles stratégies de détection basées

sur les split aptameres.
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Figure 14 : Principe de la détection d’a-thrombine par électrochimiluminescence en utilisant des

complexes Ru-SNP.

A Tlinverse des méthodes précédemment décrites requérant la fonctionnalisation des split
aptameres par des fluorophores, la détection électrochimique a été développée avec succes pour
s’affranchir de cette contrainte. En effet, Fan et al. ont exposé une nouvelle technique basée sur

939799 Pour cela, les auteurs ont utilisé

la grande affinité des polyadénosines pour les AuNPs.
une séquence polyadénosine comme bloc d’ancrage afin d’immobiliser un des fragments du
split aptamere 60-18[15] a la surface d’une électrode d’or (Figure 15). L’addition d’a-
thrombine ainsi que du second fragment, également prolongé par une courte séquence de
polyadénosine, permet la formation de la structure G-quadruplex. L’extension polyadénosine
de ce second brin est alors soumise a un phénomene d’amplification par réplication circulaire
(RCA). Ce processus consiste a dupliquer I’ADN pour conduire a plusieurs copies d’ADN
identiques et ainsi allonger la séquence. Dans ce cas, la RCA conduit a une longue séquence
constituée d’une répétition d’adénosine. Les AuNPs sont ensuite ajoutées et adsorbées a la
surface de la sonde aptamere via les interactions polyadénosine-AuNPs. Enfin, 1’addition de
peroxyde d’hydrogéne entraine un transfert d’électrons di a la conductivité des AuNPs et
permet la détection de I’a-thrombine par augmentation du signal électrochimique. Ce systéme
possede ainsi une sensibilité remarquable avec une LOD de 35 fM. De plus, des analyses sur
des échantillons réels ont démontré qu’il est aussi efficace et sélectif que des essais de type

ELISA (dosage d’immunoabsorption par enzyme liée) commerciaux utilisés pour la détection

de diverses molécules.
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Figure 15 : Principe de détection électrochimique de 1’ a-thrombine basée sur la RCA.

La découverte de ces aptaméres de 1’ a-thrombine a ainsi conduit a la conception de nouveaux
systemes plus sensibles et plus sélectifs grace a la division de I’aptamére parent en deux
fragments. Parallelement, un aptamere capable de détecter I’adénosine ou I’ ATP a été isol€ puis

divisé afin de développer des systemes plus performants.'%-1%

1.2.2 Split aptaméres de ’adénosine et de I’adénosine triphosphate (ATP)

L’ATP, découverte en paralléle par Lohmann, Fiske et Subbarow en 1929,197198 est impliquée
dans de nombreux processus biologiques et de signalisation cellulaire. La dérégulation de
I’ATP est notamment associée a de nombreux troubles tels qu’une diminution de 1’apport
sanguin artériel a un organe, une hypoglycémie ou encore I’apparition de la maladie de
Parkinson ou de tumeurs malignes. Sa détection est donc particulierement importante pour le

traitement de ces maladies.

Le premier aptamere de I’ ATP a été€ isolé par Sassanfar et Szostak en 1993 par sélection SELEX
in vitro. Cet aptamere a base d’ARN est composé de 40 nucléotides dont 1’architecture est en
épingle a cheveux avec une boucle interne de 11 nucléotides (Figure 16A).'% Quelques années
plus tard, Szostak et Huizenga ont isolé un aptamere a base d’ADN de 25 nucléotides
comprenant une structure G-quadruplex interne pour la reconnaissance d’adénosine et/ou
d’ATP (Figure 16B).*! Sans le définir clairement en tant que split aptameére, les auteurs ont
alors démontré qu’il est possible de diviser cet aptamere en deux fragments en supprimant la
thymidine T13 qui ferme la tige 2 et en allongeant chaque fragment de quelques nucléotides
afin de compenser la perte de stabilité (Figure 16C). Tels quels, les fragments sont incapables
de lier I’adénosine ou I’ATP mais 1’ajout de la molécule cible permet la formation de la structure
active de type G-quadruplex. A notre connaissance, cet article est le premier a reporter

I’utilisation de split aptaméres méme si aucune LOD n'a été déterminée.
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Figure 16: Différentes structures de I’aptamere & ATP ou adénosine : (A) aptamere a base d’ARN ou

(B) d’ADN et (C) split aptamere a base d”’ADN.

Ce split aptamere a base d’ADN a ensuite ¢été¢ utilisé afin de développer une méthode de
détection pour I’adénosine n’impliquant aucun marqueur dans le but de limiter le signal de fond
ainsi que le phénomene de blanchiment. Pour cela, une séquence polyadénosine est ajoutée a
I’extrémité 5° du premier fragment pour servir de support a la polymérase du fragment Klenow
(Figure 17).11° Ainsi, la polymérase est capable d’allonger 1’extrémité du second fragment par
une séquence de polythymidine, complémentaire du polyadénosine, lorsque les deux fragments
sont assemblés pour former un duplex d’ADN stable. Cet assemblage est observé par I’ajout
dans la solution du fluorophore SYBR Green I qui, par intercalation entre deux brins d’ADN
émet une fluorescence. En 1’absence d’adénosine, les deux fragments ne sont pas capables de
former un complexe suffisamment stable pour initier la polymérisation par la polymérase du
fragment de Klenow et sont rapidement digérés par celle-ci. Par conséquent, le SYBR Green |
ne peut s’intercaler dans le duplex d’ADN et la fluorescence résultante est trés faible. En
revanche, I’ajout d’adénosine permet I’assemblage stabilisé des deux brins et amorce la réaction
de polymérase d’ADN. Une importante augmentation de fluorescence est alors observée. Cette
méthode présente I’avantage de ne nécessiter aucune fonctionnalisation des brins par un
fluorophore pour la détection de la molécule cible. Cependant, sa sensibilité reste similaire a
celle des sondes développées avec I’aptamére parent (LOD = 12 uM) et faible comparativement

aux systémes développés pour la détection de 1’ o-thrombine (LOD = 35 fM).*
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Figure 17 : Méthode sans marqueur utilisant un split aptamere, la polymérase du fragment Klenow et

le SYBR Green I pour la détection d'adénosine.

Un systeme similaire au test ELISA dit en sandwich, qui consiste a piéger I’antigene d’intérét
entre deux anticorps spécifiques, a alors ét¢ développé afin d’augmenter la sensibilité ainsi que
la sélectivité de I’aptamere envers I’ ATP. Pour cela, He et al. ont utilisé le méme split aptamere
a base d’ADN (Figure 16C, page 30) et ont immobilisé I’extrémité 5° d’un des fragments sur
des nanoparticules contenant un revétement de silice (S1@UCNPs) par liaison covalente, ce
dernier étant donneur d’énergie (Figure 18).!'! Le second fragment a été fonctionnalisé a
I’extrémité 3’ avec un inhibiteur de fluorescence, le BHQ-1. En I’absence d’ATP, les
Si@UCNPs émettent une fluorescence verte et rouge tandis que 1’addition d’ATP entraine la
formation d’un complexe de type sandwich par I’intermédiaire d’une structure G-quadruplex.
Seule 1’émission de fluorescence rouge est alors observée, 1’émission de fluorescence verte
étant sélectivement inhibée par le BHQ-1. Cette méthode est alors relativement sensible (LOD
= 1,7 uM) mais également tres sélective car elle permet de distinguer I’ATP de ses analogues
cytidine, uridine et guanosine triphosphate. De facon similaire, une méthode de détection de
I’ATP trés sensible basée sur une colocalisation de fluorescence bicolore du split aptamere a
récemment été développée.'!? Ce systéme est notamment capable de détecter I’ATP avec une
sensibilité tres élevée (LOD = 100 fM) permettant d’éviter les signaux faux-positifs dus aux

liaisons non spécifiques.
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Figure 18 : Détection de I'ATP par un essai de type sandwich.

Dans le but de s’affranchir de la fonctionnalisation des fragments du split aptamere, des
stratégies basées sur la spectroscopie de résonance de plasmon de surface ont été mises en place.
Cette méthode a été tres utilisée pour étudier 1’interaction entre deux molécules ainsi que leur
affinit¢ car elle permet de détecter les variations de 1’indice de réfraction a la surface de
nanoparticules métalliques lorsqu’un ligand se lie a un récepteur adsorbé sur la surface d’une
couche métallique.!!*!15 Cette variation est caractérisée par une bande d’absorption spécifique
et variable en fonction de 1’environnement diélectrique a la surface de la nanoparticule. Bien
que cette technique sans marqueur et en temps réel soit tres utilisée dans le cas de biomolécules,
il est compliqué de 1’appliquer a de petites molécules car le signal est proportionnel a la
variation de la masse moléculaire. Elle a tout de méme été appliquée a la détection d’adénosine.
A partir du split aptamere précédemment décrit (Figure 16C, page 30), Wang et al. ont
immobilisé le premier fragment au niveau de I’extrémité 5’ sur un film d’or et le second
fragment a été conjugué a une AuNP a I’extrémité 3” (Figure 19).!'® En I’absence d’adénosine,
les deux fragments sont incapables de s’assembler et aucune variation de la longueur d’onde de
résonance n’est observée. En revanche, lorsque la molécule cible est ajoutée, les deux brins
forment un complexe stable a la surface du film, induisant une variation de la longueur d’onde
de résonance résultant du couplage électronique entre 1’oscillation localisée des AuNPs et
I’oscillation de surface du film d’or. La LOD de ce systeme, évaluée a 1,5 pM, couplée a

I’absence de fluorophore en fait un systéme de choix pour la détection d’adénosine.!!” 11
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Figure 19 : Détection d'adénosine par spectroscopie de résonance de plasmon de surface.

Ces ¢tudes ont démontré que la division d’un aptameére en deux fragments permet, en plus de
faciliter la synthése des oligonucléotides, d’améliorer la sensibilité du systeéme envers une
molécule cible donnée. Cependant, le colit entropique nécessaire a la formation du complexe
split aptamere-cible est plus important que celui impliquant I’aptamere parent, résultant ainsi
en regle générale a une plus faible stabilit¢ de I’assemblage. Celle-ci peut toutefois étre
améliorée, notamment au niveau du duplex par 1’allongement des fragments, comme évoqué
précédemment. Une seconde alternative consiste a fonctionnaliser les extrémités des deux
fragments par des fonctions chimiques capables de réagir entre elles pour former une liaison
covalente. Cela a notamment été décrit dans le cas du split aptamere a cocaine, également tres

étudié en tant que sonde biologique.**'?°

1.2.3 Split aptamere de la cocaine

L’aptamére a cocaine, découvert par Stojanovic et al. 2 la fin des années 1990s,'*! posséde une
architecture de type jonction a trois voies avec trois tiges différentes (Figure 20). Les tiges 1 et
3 sont composées de six et quatre paires de base respectivement, dont deux non-canoniques
entre bases non complémentaires. La tige 2 comporte cinq paires de base de type Watson-Crick.
Cette derniere se trouve toujours sous la forme d’un duplex tandis que les tiges 1 et 3, en
équilibre entre les conformations simple brin et double brin, ne forment un duplex stable qu’en
présence de cocaine.'?’'*?> De nombreuses études ont été réalisées pour déterminer les
conditions optimales permettant d’obtenir la meilleure affinité entre la molécule cible et
I’aptamere. Il apparait ainsi qu'un pH de 7,4 est nécessaire afin que I’amine tertiaire de la
cocaine soit proton¢e et les groupements phosphates de I’ADN déprotonés. Cela permet en effet
d’augmenter considérablement les interactions ioniques entre les deux entités. De plus, les

paires de base G31/C6, G29/A21 et T19/A7 sont indispensables pour la liaison avec la cocaine

33



Chapitre 1 : Etat de I’art sur les split aptaméres, split DNAzymes et split ribozymes

car elles interagissent directement avec la cible et sont responsables de la formation de la

structure secondaire aptamere-cible.
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Figure 20 : Structure secondaire de I'aptamere a cocaine. Les nucléotides essentiels a la liaison sont

représentés en rouge.

La formation de I’assemblage en présence de cocaine peut étre détectée en fonctionnalisant
I’aptameére par un fluorophore et un inhibiteur de fluorescence aux extrémités 5° et 3’
respectivement. Lorsque I’aptamere est sous forme libre, les deux brins sont distants et émettent
un signal fluorescent tandis que la présence de la molécule cible entraine le rapprochement et
I’hybridation des deux extrémités au niveau de la tige 1, inhibant de fait la fluorescence. 21123~
129 Une méthode alternative consiste a diviser I’aptamére parent en deux fragments au niveau
de 1a boucle de la tige 2 puis de les fonctionnaliser avec des fluorophores.'?! Les stratégies
précédemment évoquées dans le cas des aptameres de I’a-thrombine et de 1’adénosine/ATP
comme I’amplification,'® la détection électrochimique de type sandwich!®' ou encore

132,133

’utilisation de nanoparticules peuvent également étre appliquées a la détection de la

cocaine.

Outre ces différentes méthodes, I’ADN peut étre utilisé pour guider des réactions chimiques
grace aux interactions de type Watson-Crick entre les deux brins qui permettent de rapprocher
les deux fonctions réactives et donc de faciliter la réaction en augmentant leur molarité
effective.'** Grace a des conditions de réactions biocompatibles comme son efficacité en milieu
aqueux, sa facilit¢ de mise en ceuvre et la formation de sous-produits inoffensifs,'® la
cycloaddition 1,3-dipolaire entre une fonction azoture et un alcyne terminal est largement
appliquée aux acides nucléiques pour des applications biologiques, nanotechnologiques ou dans
la conception de matériaux.'*® De maniére générale, les réactions guidées par ’ADN sont

dirigées par I’association de deux brins grice aux interactions de type Watson-Crick!®’ mais,
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en 2011, Heemstra et Sharma ont démontré que I’assemblage pouvait étre contrdlé a travers la
formation d’un motif supplémentaire par cycloaddition azoture-alcyne dirigée par la tension de
cycle (SPAAC).!3:139 Cette réaction de chimie click est intéressante car I’alcyne contenu dans
le cyclooctyne est déstabilisé par la tension de cycle. La réaction de cycloaddition est alors
largement favorisée afin de diminuer la tension de cycle et ne nécessite pas 1’utilisation de
cuivre. Les auteurs ont fonctionnalisé le premier fragment du split aptamere de la cocaine avec
un cyclooctyne a I’extrémité 3’ et le second avec une fonction azoture a I’extrémité 5°. Ainsi,
en présence de cocaine les deux brins peuvent s’assembler et, de par la proximité résultante des
réactifs, la réaction de cycloaddition peut s’effectuer plus rapidement (Figure 22).
Contrairement aux précédents systémes décrits qui sont réversibles, la formation d’une liaison
covalente implique une conformation figée. Cette nouvelle entité peut ensuite €tre visualisée
par électrophorese sur gel de polyacrylamide dénaturant (PAGE) grace a la fonctionnalisation

de ’extrémité 5° du premier fragment par un fluorophore.
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Figure 21 : Cycloaddition azoture-alcyne guidée par I’ADN grace a la liaison avec la cocaine.

La sélectivité de ce split aptamere a également été étudiée en remplagant la cocaine par des
métabolites de structure similaire (Figure 22). Les résultats démontrent une diminution
considérable du rendement de liaison excepté pour la norcocaine qui possede une structure tres
proche de celle de la cocaine. Ainsi, I’ester méthylique et le groupe benzoyle de la cocaine sont
essentiels pour la reconnaissance avec le split aptamere, a I’inverse du groupe méthyle du pont
azoté. Cette observation vient confirmer de précédentes études réalisées sur I’aptamere

parent. 140

35



Chapitre 1 : Etat de I’art sur les split aptaméres, split DNAzymes et split ribozymes

NOQ 1 o N9 Ve
/
0 0 0 OH OH
(6] o) (6]
Ester méthylique
d'Ecgonine

74% 70% 1% 7% 7%

Cocaine Norcocaine Benzoylecgonine Ecgonine

Rendement
de liaison

Figure 22 : Structures de la cocaine et de ses métabolites (les modifications sont indiquées en rouge).

Cependant, les réactions de cycloaddition peuvent étre réalisées indépendamment de la
présence de la cocaine et conduire a un bruit de fond non négligeable ainsi qu’a des signaux
faux-positifs. L’équipe d’Heemstra a alors développé un nouveau systéme basé sur une réaction
d’amination réductrice (Figure 23).!*! La premiére étape consiste & faire réagir I’extrémité 5’
du premier fragment, comportant une fonction amine, avec 1’extrémité 3’ du second fragment,
possédant un aldéhyde, pour conduire a une imine. Cette liaison étant réversible, une étape de
réduction est ensuite nécessaire pour obtenir I’amine primaire liant les deux fragments de facon
irréversible. Ce systeme fortement stabilis¢é permet de détecter la cocaine jusqu’a une
concentration de 1 uM, soit du méme ordre de grandeur qu’avec 1’aptamere parent. Cet
assemblage covalent permet également de détecter de facon sélective des alcaloides naturels

antipaludiques tels que la quinine et la quinidine jusqu’a 100 nM dans 1’urine.
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Figure 23 : Amination réductrice guidée par ' ADN grace a la liaison avec la cocaine.

Par la suite, Sharma et al. ont utilisé les réactions guidées par I’ADN et la présence de cocaine
pour former un systéme analogue a la méthode ELISA.'** Tout d’abord, le premier brin du split
aptamere, modifié par une fonction azoture a I’extrémité 5° et une amine a I’extrémité 3°, réagit
avec une fonction N-hydroxysuccinimide liée a une microplaque pour former un lien amide

(Figure 24). Le second brin, conjugué avec une biotine a 1’extrémité 5’ et un cyclooctyne a
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I’extrémité 3°, est ensuite ajouté en présence de cocaine pour générer la liaison covalente entre
les deux fragments du split aptamere par SPAAC. Enfin, I’ajout d’un conjugué streptavidine-
péroxydase lie la biotine par Dlintermédiaire de la streptavidine et réagit avec la
tétraméthylbenzidine, un substrat chromogene qui devient bleu apres action de la péroxydase.
La détection de la cocaine par fluorescence est simple a mettre en ceuvre mais plus lente que
pour les études précédentes.'*® Cette observation peut notamment s’expliquer par 1’accrochage
de I’azoture sur une microplaque via le fragment du split aptamere qui le rend moins accessible.
L’ajout de groupements ¢lectroattracteurs tels que des fluors ou des benzenes sur le cyclooctyne
augmente le caractére hydrophile de 1’alcyne et peut ainsi engendrer une déstabilisation
supplémentaire pour accélérer la réaction.'*’ Le cyclooctyne a donc été remplacé par un
dibenzoazacyclooctyne, cependant, cela entraine une diminution de la spécificité car la liaison
entre les deux fragments est également observée en I’absence de cocaine. Il est donc nécessaire
de remplacer la paire de base GC par une paire CC non appariée dans la tige 2 et la paire GT
par une paire GC dans la tige 3 afin de 1égerement déstabiliser la formation du duplex et de fait
défavoriser la réaction de SPAAC. De plus, en ajoutant un lien entre la microplaque et le
premier fragment, le signal peut étre augmenté de facon considérable car 1’acces au brin est
facilité. Ce systtme modifié est ainsi capable de détecter la cocaine a de tres faibles
concentrations (LOD = 100 nM dans un tampon et 1 uM dans le sang humain). Tous ces atouts

en font I’analogue split aptamere de la méthode ELISA le plus sensible et le plus rapide.

microplaque

Tétraméthylbenzidine Dibenzoazacyclooctyne

: cocaine

Q
Q: biotine
O O O': tétraméthylbenzidine
: streptavidine-péroxydase
=) y D epanenessy

O)\/\/ﬁ(‘?k Fa e apt 2

Figure 24 : Analogue de la méthode ELISA pour la détection de cocaine.

Afin de s’affranchir de la fonctionnalisation des deux fragments par des fonctions réactives, un
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systtme de liaison coopérative de split aptamere contenant deux sites de liaison a été
développé.'** La premiére liaison & une molécule de cocaine stabilise la structure du split
aptamere et facilite ainsi la liaison avec une seconde molécule au niveau du second site. Pour
cela, deux paires différentes de fragments du split aptamere de la cocaine tronqué au niveau des
tiges 1 et 2 sont utilisées (Figure 25A).!45 Ce systéme est construit par combinaison des tiges 1
et 2 du premier et du second brin respectivement pour former un fragment long. Un fragment
court issu de la liaison entre les tiges 2 (premier brin) et 1 (second brin) est également formé.
Ces deux fragments sont ainsi capables de s’assembler en présence de cocaine. Le fragment
court est ensuite modifié en remplagant I’adénosine A10 par I’espaceur C3 dans le but de former
un site abasique pour suivre 1’assemblage par complexation avec le fluorophore 2-amino-5,6,7-
triméthyl-1,8-naphtyridine (ATMND). En effet, ’ATMND est fluorescent en solution mais
lorsque les deux brins sont assemblés, la fluorescence est inhibée par I’espaceur C3 (Figure
25B). Ce systeme permet de détecter la cocaine avec une sensibilité de 1’ordre du nanomolaire
(LOD = 50 nM) dans un tampon ou dans 10% volume de salive diluée. En 2018, un systeme
similaire a été développé en utilisant des enzymes pour amplifier le signal et ainsi permettre la

détection de cocaine jusqu’a une concentration de 1 uM dans 50% volume d’urine. !4

Fragment long

Tige 3 espaceur C3

Fragment court
’ \ ATMND
Tige 2 Tige 1 3 5 ¥
3 5

: cocaine

: ATMND

: espaceur C3
o~ apt
o~ rapt 2

OiO

Figure 25 : (A) Structure du systéme de liaison coopérative. (B) Modification du systéme avec un

espaceur C3 et formation du systeme fonctionnel en présence de cocaine.

Comparés a la multitude d’aptameres a base d’ADN qui existent, seulement quelques-uns ont
pu étre convertis en split aptameres. Pour rappel, le découpage des aptameres possédant une

structure de type €pingle a cheveux ou jonction a trois voies doit étre judicieusement choisi afin
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de ne perturber ni la stabilité du systéme résultant ni son affinité envers la molécule cible.'?
Tandis que la plupart de ces systemes sont basés sur un assemblage non-covalent en présence
de la cible, les stratégies de ligation covalente représentent une alternative efficace pour la
détection de petites molécules car elles évitent les difficultés rencontrées avec les systemes non-
covalents, a savoir ’assemblage non spécifique résultant en des signaux faux-positifs.'**!47
Compte tenu de 1’étendue des applications basées sur les split aptameres a base d’ADN, le
domaine progresse tres rapidement et le développement de nouvelles architectures de sondes
biologiques augmente de facon exponentielle.'*® Ainsi, de récents exemples ont montré

I’utilisation des split aptaméres a base d’ADN pour la détection de cellules tumorales,'* 1! de

154-157 d’

virus,5>133 de substances actives, antigénes, %1% d’exosomes'® ou encore de

lysozymes dans des résidus d’empreintes digitales.'®!

Parallelement, le concept de split aptamere a également été appliqué aux aptameres a base
d’ARN mais les structures plus complexes de par leur grande taille et les nombreuses
possibilités de repliement entrainent une méthode de visualisation plus complexe a mettre en

ceuvre.
1.3 Split aptaméres a base d’ARN

Depuis ces dernieres années, il a ét¢ montré que I’ARN joue un réle crucial au niveau des
cellules vivantes et peut également étre utilisé pour des applications thérapeutiques et
biotechnologiques, notamment dans le traitement de cancers. Afin d’élucider ses différentes
fonctions et de créer de nouvelles substances actives ou modeles d’expression génétique, il est
important de connaitre sa localisation, sa dynamique ainsi que son fonctionnement de
régulation. Par conséquent, de nombreux groupes ont développé différentes méthodes de
détection des acides nucléiques dans les cellules vivantes en temps réel par imagerie de
fluorescence.!6>!% Toutefois, la fonctionnalisation d’ARN par une sonde fluorescente
complique les applications au sein des cellules vivantes. L’utilisation d’aptaméres lumineux a
base d’ARN, comprenant un fluorophore au sein de leur structure, est alors pertinente car ils
sont notamment capables de mimer les protéines vertes fluorescentes (GFPs). La premiere GFP
a été découverte par Shimomura et al. a partir de la méduse Aequorea Victoria. La formation
du fluorophore imidazolinone 4-hydroxybenzylidéne (HBI) résulte d’une réaction
intramoléculaire des trois acides aminés Ser65, Tyr66 et Gly67 (Figure 26). Les résidus sont

placés au niveau du feuillet B de la GFP, permettant ainsi une cyclisation suivie d’une étape
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d’oxydation.!®* Le fluorophore est ainsi situé au centre de la protéine et I’environnement

protégé permet d’activer la fluorescence via des interactions non covalentes.

o Tyr66 Gly67
Tyr66
1 F°
p—— A S
HQ 19 . =
rN N N \) repliement o }
fo) H o cyclisation HO N\H:O
OH Gly67  oxydation
Ser65 Ser65

Figure 26 : Formation du fluorophore HBI par cyclisation et oxydation intramoléculaires.

Des aptameéres dits lumineux a base d’ARN suivant ce mode de fonctionnement ont donc été
développés a partir de méthodes de sélection SELEX in vitro.'®"'"° Ces derniers émettent un
signal fluorescent uniquement lorsqu’ils sont liés a un ligand spécifique par intercalation ou par
liaison non covalente au niveau de la séquence d’ARN (Figure 27). Ne possédant pas ’avantage
des GFPs qui contiennent le fluorophore directement dans leur structure, ils sont considérés

comme des mimes de GFPs et sont assimilables a des sondes fluorescentes non

fonctionnalisées.

Q :cible

Figure 27: Principe de fonctionnement des aptameres lumineux mimes de GFPs.

Ces aptameres lumineux peuvent également étre fusionnés avec des ARNs d’intérét permettant
leur visualisation par des méthodes optiques.'®*1%° IIs ont ensuite été développés en sondes
d’aptameéres afin de détecter des molécules d’intérét.!”! L’aptamére a malachite verte, un
fluorophore de type triphénylméthane, a ainsi été le premier aptamere a base d’ARN mimant
les GFPs a émettre un signal fluorescent apres liaison avec la cible. Celui-ci a ensuite été divisé
en deux fragments pour former un split aptamere capable de détecter les acides nucléiques par
fluorescence.!’>!”3 Cependant, la malachite verte ainsi que ses dérivés sont hautement toxiques,
il est donc nécessaire de développer de nouveaux fluorophores et de nouvelles méthodes pour

la détection d’acides nucléiques dans les cellules vivantes. Les split aptaméres Spinach et

Broccoli ont ainsi été développés pour répondre a cette problématique.
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1.3.1 Split aptameére Spinach

Différents fluorophores non cytotoxiques mimant la GFP ont été synthétisés: les
imidazolinones  3,5-diméthoxy-4-hydroxybenzylidene = (DMHBI),  4-diméthylamino-
benzylidene (DMABI), 2-hydroxybenzylidene (2-HBI) et 3,5-difluoro-4-hydroxybenzylidene
(DFHBI) (Figure 28). Les aptameres correspondants ont ensuite été développés par méthode de
sélection SELEX in vitro.'™* Le fluorophore possédant la fluorescence la plus importante est le
DFHBI et, de par la couleur verte émise lorsque 1’aptamere est 1i¢ a la molécule, il est appelé

Spinach en référence aux épinards.

0 o 0 0
o F ~
R O oo R
HO K N \< C)HNJ\ o T K

0O
DMHBI DMABI 2-HBI DFHBI

Figure 28 : Structures des différents fluorophores mimant la GFP.

La séquence de I’aptamere Spinach est formée de 98 nucléotides organisés en trois tige-boucles
(Figure 29A) et forme une structure G-quadruplex stabilisée par deux ions K* (Figure 29B).!"
L’interaction avec le fluorophore DFHBI au sommet du motif G-quadruplex permet d’activer
une fluorescence de couleur verte. Ces interactions mettent notamment en jeu (i) le résidu G30
se liant au carbonyle du DFHBI et interagissant avec le carbone du benzylidene par des
interactions de Van Der Waals, (i1) I’hydroxyle en position 2’ du résidu A64 se liant a I’atome
d’azote N3 du DFHBI et (iii) I’hydroxyle en position 2’ du résidu G26 se liant au phénolate du
DFHBI. De plus, les ions K* coordonnent les G-quartets pour stabiliser la structure. La
compréhension de la structure de I’aptameére et de son interaction avec le DFHBI a ainsi permis
d’optimiser la structure pour générer I’aptamere « Baby Spinach », un analogue composé de 51

nucléotides avec des propriétés de fluorescence similaires.
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Figure 29 : (A) Structure secondaire de 'aptamere Spinach (nucléotides impliqués dans le G-

quadruplex en rouge). (B) Représentation du G-quadruplex.

Comparativement aux GFPs, le systtme DFHBI-Spinach démontre un rendement de
fluorescence supérieur lors des expériences in vitro (50% pour les GFPs contre 80% pour
I’aptamere Spinach). Cependant, le repliement de I’aptamere n’est pas optimal a I’intérieur des
cellules en raison d’une faible stabilité¢ thermique, ce qui réduit son émission de fluorescence
en présence de la molécule cible.!”*!”¢ Néanmoins, des mutations de la séquence ont permis de
stabiliser la conformation de ’aptameére et d’augmenter sa fluorescence dans des systémes in
vivo. Ainsi, le « super aptamere » Spinach 2 a été développé et présente une fluorescence et une
thermostabilité plus élevées ainsi qu’un meilleur repliement au sein des cellules.!”® Le Spinach
2 est alors capable d’imager des séquences d’ARNs contenant les motifs toxiques CCG avec
une efficacit¢ de fluorescence de 80% alors que 1’aptamere parent n’émettait aucune

fluorescence dans des conditions identiques. De tels systemes ont été utilisés pour détecter des

7 8

petites molécules'’” et des séquences spécifiques d’acides nucléiques,'’® ainsi que pour

visualiser I’expression des protéines'” et la transcription d’ ARN. %

A P’instar des aptaméres a base d’ADN, les split aptaméres a base d’ARN ont ensuite été
développés pour faciliter leur synthese et augmenter leur sensibilité. Afin de déterminer le site
de coupure optimal de I’aptamére Spinach, des études de type structure-activité ont été
réalisées.!®! Les tiges-boucles 1 et 3 sont responsables de la formation des structures G-
quadruplex et sont donc indispensables pour I’interaction avec le DFHBI. Par conséquent, la
tige-boucle 2 constitue une région intéressante pour introduire des modifications et diviser
I’aptamére.!”>!"7181 Une élongation de la séquence d’ARN des brins au niveau de la coupure
est toutefois nécessaire afin d’augmenter la stabilit¢ du complexe split aptameére-DFHBI. Les
premicres études liées a I’assemblage du split aptamere Spinach impliquent I’ajout de séquences

d’ADN complémentaires capables de s’hybrider avec I’extrémité de chaque fragment,
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également appelées « bloqueurs », et donc de controler I’assemblage (Figure 30).!%! En
I’absence de DFHBI, les deux fragments sont incapables de s’assembler. En revanche, 1’ajout
de DFHBI ainsi que de deux séquences d’ADN complémentaires aux « bloqueurs » libere les
deux fragments, en raison de la meilleure affinit¢ ADN-ADN que ADN-ARN, et conduisent a
la formation du split aptamére. L’assemblage des deux fragments est alors observé par une

augmentation de fluorescence de DFHBI.

N o NG

Q : DFHBI - élongation (ARN) ~~~ : debloqueur 1 (ADN)
o apt1 : bloqueur 1 (ADN) : débloqueur 2 (ADN)
A~ apt 2 : bloqueur 2 (ADN)

Figure 30 : Assemblage contrdlé du split aptamere Spinach.

Ces systémes peuvent ¢galement &tre utilisés pour la détection d’acides nucléiques et la
quantification de coupure d’ARN par combinaison des fragments du split aptamere Spinach et
du ribozyme en téte de marteau qui catalyse la coupure d’un substrat d’ARN.!2 En 2017,
Kikushi et al. ont développé un split aptamere Spinach universel capable d’interagir avec des
cibles a base d’ADN ou d’ARN, quelle que soit la nature de la séquence (Figure 31).!3 Cette
stratégie impose ’utilisation de brins adaptateurs complémentaires des fragments du split
aptamere et de la cible, faisant ainsi office de connexion entre 1’aptameére et la cible. Pour cela,
les deux fragments du split aptamere interagissent tout d’abord avec deux brins adaptateurs qui,
apres interaction de ces derniers avec la séquence cible, permettent de former le site de liaison
au DFHBI. Etant donné que les deux fragments du split aptamére ne sont pas en contact direct
avec la cible, ils peuvent étre utilisés de facon universelle pour détecter des cibles a base d’ADN
ou d’ARN avec une sensibilité pouvant atteindre 1,5 nM. Cependant, ce systeme ne permet pas
la détection des séquences d’ARN messager en raison de I’instabilité thermique. Wang et al.
ont amélioré cette stratégie et développé un nouveau systeme afin d’augmenter la fluorescence
pour imager I’ARN sans utiliser d’adaptateur.'®* Pour cela, deux fragments de I’aptamére Baby
Spinach sont fonctionnalisés a leur extrémités avec des séquences complémentaires de I’ARN
messager. En présence de la cible, les deux fragments sont suffisamment proches pour reformer
I’aptamere fonctionnel, permettant I’interaction avec le DFHBI et améliorant le signal de

fluorescence.
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Figure 31 : Principe de détection de DFHBI par le split aptamere Spinach universel.

L’ensemble de ces études a permis de montrer la capacité du split aptamere Spinach & mimer
le comportement de la GFP par interaction avec le DFHBI. Cependant, ce split aptamere est
obtenu par méthode de sélection SELEX in vitro , une méthode basée sur I’affinité entre I’ARN
cible et I’aptamére et non sur sa capacité a activer la fluorescence du DFHBI.'”* De plus,
I’activité des aptameres est relativement faible a I’intérieur des cellules en raison des possibles
dégradations de I’ARN ou du mauvais repliement intracellulaire di a I’instabilité thermique ou
a la trop faible concentration en ions métalliques qui permettent de stabiliser la structure. '
Pour contrecarrer cette limitation de sélectivité, de nombreuses structures d’aptameres aux
fonctionnalités similaires a celles du Spinach et avec des caractéristiques de détection in vivo
améliorées ont été développées. Une nouvelle méthode de sélection a alors été mise au point,
combinant la procédure SELEX classique avec une étape de tri cellulaire activé par
fluorescence afin de sélectionner des aptameres capables d’activer la fluorescence du DFHBI

en milieu cellulaire. Celle-ci a permis d’obtenir un nouvel aptamére appelé Broccoli. '#?

1.3.2 Split aptamere Broccoli

La séquence de I’aptamere Broccoli est constituée de 49 nucléotides organisés en épingle a
cheveux courbée avec une boucle interne (Figure 32A). Cet aptamere présente une fluorescence
verte tres intense apres liaison avec le DFHBI ainsi qu’une meilleure efficacité de repliement
en conditions physiologiques, grace a sa taille plus réduite comparée a celle du Spinach. Ces
propriétés plus performantes ont par la suite été étudiées dans le cas des split aptameres. 187
Pour cela, deux aptameres en épingle a cheveux ont ét¢ combinés a une structure d’ARN de
type jonction a trois voies afin d’augmenter le signal fluorescent résultant par 1’insertion de
deux DFHBI (Figure 32B). Cette structure particuliere permet de connecter deux aptameres
Broccoli tout en les gardant suffisamment ¢loignés I’'un de 1’autre pour éviter toute inhibition

de fluorescence par interaction entre les deux fluorophores. L’aptamére formé a ensuite été

divisé en deux fragments au niveau de la boucle terminale des deux aptameres Broccoli en
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épingle a cheveux (Figure 32C).'®® Les deux fragments ont également été allongés a chaque
extrémité afin de stabiliser le systtme sous la forme duplex et ainsi réduire les potentielles
dégradations dues aux nucléases qui ciblent essentiellement les ARN non structurés. De plus,
la structure jonction a trois voies utilisée posseéde une boucle fermée au niveau de la tige non
fonctionnalisée, contrairement a la structure précédente dont la boucle avait été coupée afin de

permettre 1’assemblage de 1’aptameére en une structure fonctionnelle.
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Figure 32 : Structures de I’aptamére Broccoli (A) en épingle a cheveux (B) et de type jonction a trois

voies. (C) Structure du split aptamere Broccoli.

Le split aptamére Broccoli a été utilisé afin d’imager I’ARN in cellulo'8*'¥

ainsi que pour
suivre les phénoménes d’hybridation ARN-ARN in vivo.'®® Pour cela, le premier fragment a été
fonctionnalisé par une séquence d’ARN « mainteneur » a I’extrémité 3’ et le second par une
séquence d’ARN « déclencheur » a I’extrémité 5° (Figure 33). Celui-ci est de plus lié a une
séquence permettant la traduction de ’ARN en une protéine rouge fluorescente, la mCherry,
par I’action d’un ribosome. En I’absence de DFHBI, les séquences de I’ARN « mainteneur » et
de la traduction de la mCherry adoptent une structure en épingle a cheveux, bloquant I’accés au
ribosome pour la traduction de ’ARN. En revanche, I’ajout de DFHBI permet aux deux
fragments du split aptamere Broccoli de reformer la structure active du split aptamere, libérant
ainsi la séquence d’ARN nécessaire a la traduction de la mCherry. L’assemblage des deux
fragments est observé par une émission de fluorescence verte provenant du DFHBI mais
¢galement rouge issue de la traduction de I’ARN en protéine mCherry. Cette méthodologie met
en lumiere le controle explicite de I’expression de la protéine mCherry in vivo par la formation

contrdlée de la structure active du split aptamere et représente, a notre connaissance, la premiere

étude rapportant 1’utilisation de split aptameres in vivo.
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Figure 33: Visualisation de I'hybridation ARN-ARN in vivo grace au split aptamere Broccoli.

Les aptameres lumineux sont également des outils pertinents pour la vérification du bon
repliement des nanostructures d’ADN ou ARN. Dans ce contexte, un systéme basé sur le split
aptamere Broccoli a récemment €té utilisé pour controler la formation d’un origami d’ARN en
conditions physiologiques.'® Pour cela, I’aptamére est divisé au niveau de la boucle et les deux
fragments obtenus sont allongés aux deux extrémités par une séquence complémentaire de la
séquence d’ARN cible utilisée pour I’origami (Figure 34A). Cette derniere est obtenue a partir
d’une séquence d’ARN composée de 212 nucléotides et congue pour adopter une conformation
fermée uniquement en présence du split aptamere Broccoli (Figure 34B). L’addition de courts
brins « agraphes » spécifiques permet ensuite le repliement de la séquence cible en nanoruban
par des interactions faibles, stabilisé par la formation du split aptamere actif en présence de
DFHBI grace aux interactions entre la séquence d’ARN et les extrémités des fragments. La
formation du nanoruban est observée grace a I’émission de fluorescence verte du DFHBI. Ce
nouveau systeme d’origami d’ARN pourrait ainsi €tre utilisé comme structure capable de

réguler I’expression des genes dans les cellules in vivo.
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Figure 34 : (A) Split aptamere Broccoli. (B) Stabilisation d'un origami d'ARN grace au split aptamere

Broccoli.
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Outre les aptameres lumineux, d’autres aptameres a base d’ARN ont été utilisés et divisés en
split aptaméres pour la détection de séquences d’ARN'™! ou de molécules cibles spécifiques

avec une grande sensibilité.'?>1%4

Afin d’améliorer les méthodes de détection in vitro et in vivo, la stratégie de systemes
fragmentés a été utilisée pour les ribozymes, capables de catalyser de nombreuses réactions et
cliver des substrats d’ARN spécifiques. Le développement des split ribozymes est trés récent

et seulement quelques exemples dans la littérature ont étudi€s leurs propriétés.
1.4 Split ribozymes

La premiere grande famille de ribozymes a avoir été découverte correspond aux introns
catalytiques de groupe 1.2 L’ARN pré-messager est composé de différentes régions appelées
introns et exons liées entre elles par des liens phosphodiesters mais seuls les exons, c¢’est-a-dire
les parties codantes, sont conservés dans la séquence de I’ARN messager pour la traduction en
protéine. Des ribozymes naturels autocatalytiques appelés introns ont alors été développés par
I’organisme afin d’éliminer les parties non codantes de la séquence par deux transestérifications
successives en présence d’ions Mg?* (Figure 35).!% En effet, le repliement du ribozyme permet
une premicre coupure a I’extrémité 5° de I’intron pour libérer I’exon. L’hydroxyle libre a
I’extrémité 3’ de I’exon est alors capable de cliver le second intron a 1’extrémité 5’ par une
seconde réaction de transestérification. L’intron est alors éliminé et les exons forment une

nouvelle séquence correspondant a I’ARN messager.

Q - Q
3
5 —_—
® : site de coupure o intron
@ : lien internucléosidique formé 7~ :éexon

o : M92+

Figure 35 : Schéma général de I'activité catalytique des ribozymes d’introns de groupe I.

Parmi I’ensemble des ribozymes appartenant a cette famille, celui issu de I’espece Tetrahymena
thermophila a été étudié dans le cadre des split ribozymes pour mettre au point une méthode de
détection de I’ARN messager dans les cellules de mammiféres.'*>!7 Pour cela, les fragments
du split ribozyme sont chacun connectés a une extrémité avec une séquence complémentaire de

I’ARN messager cible tandis que I’autre extrémité est liée a une partie de la séquence codante
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de la protéine TEM-1 B-lactamase, responsable de la résistance de certaines bactéries vis-a-vis
d’antibiotiques p-lactamine (Figure 36). En présence de I’ARN messager cible et d’ions Mg?*,
les deux séquences complémentaires de la cible se lient a cette derniere, permettant
I’assemblage des deux fragments en un split ribozyme actif. Les séquences codantes de la TEM -
1 B-lactamase sont alors clivées par I’action catalytique du split ribozyme et s’assemblent pour
former un ARN messager capable d’effectuer la traduction en protéine. Les protéines
synthétisées sont ensuite détectées par un substrat fluorogene qui émet un signal fluorescent en
leur présence.!'”® La caractéristique clé de ce systéme est sa capacité intrinséque d’amplification
du signal car un seul brin d’ARN messager cible est capable de coder la production de plusieurs
protéines. De plus, la possibilité de détecter différents ARN messager cibles en adaptant la

nature des séquences complémentaires a la cible d’intérét en fait un systéme universel.

3 3

P
|_|: 5
VAVAN Q s o —  » protéine

Qo FEEEEEEE  rrrrrrd FEETTETE T

AN ribozyme 1 A\ ARN messager
A\ ribozyme 2 Q: Mg?*

N\ séquence codante ® : site de coupure
N\ séquence complémentaire de I'ARN messager

Figure 36 : Utilisation du split ribozyme d'introns de groupe I pour la détection d'ARN messager.

Le ribozyme en épingle a cheveux, présent dans I’ ARN satellite de virus de plantes, a également
été étudié car il intervient dans la réplication cellulaire du virus a travers des réactions de clivage
et de jonction.!” Celui-ci est composé de 50 nucléotides organisés en deux tige-boucles qui
composent deux domaines différents, a savoir le site de reconnaissance du substrat et le site
catalytique permettant le clivage de celui-ci (Figure 37).2% Lors de la reconnaissance du
substrat, le ribozyme est inactif car le site de coupure est trop €éloigné du site catalytique en
raison de la répulsion électrostatique entre les deux domaines du ribozyme chargés
négativement. En revanche, ’ajout d’ions Mg?* permet de compenser cette répulsion
électrostatique et de former une structure secondaire catalytiquement active appelée épingle a

cheveux. Le substrat est alors situé entre les deux domaines, provoquant le clivage.'”
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site de
reconnaissance

site catalytique
: substrat Q: Mg?*
/\/\ ribozyme @ : site de coupure

Figure 37 : Schéma général de ’activité catalytique des ribozymes en épingle a cheveux.

Toujours dans le but de faciliter 1a synthese et augmenter la sensibilité du systéme, le ribozyme
a été divisé en deux fragments au niveau de la boucle terminale du site catalytique (Figure
38).2%! Le duplex a également été allongé de trois paires de bases supplémentaires de type
Watson-Crick pour compenser la perte de stabilité. Le substrat a détecter a été fonctionnalisé
a Dextrémité 5’ par un fluorophore pour détecter le clivage par fluorescence sur gel
d’électrophorése. Le systéme est, comme précédemment, activé par I’ajout d’ions Mg?* qui
provoque 1’assemblage des deux fragments ainsi que le changement de conformation nécessaire
au maintien de I’activité catalytique. De plus, la spermine a également été ajoutée en tant que
contre-ion par rapport a la charge négative du split ribozyme pour améliorer la stabilité et
I’activité catalytique du systéme. Grace a son abondance naturelle dans les cellules eucaryotes,
elle permettrait de compenser la faible concentration des ions Mg?* et ainsi maintenir ’activité

catalytique pour de futures études in vivo.

Q
—_ ——
Q (
NS\ : substrat Q: Mg?
IN\S\ :ribozyme 1 @ : site de coupure

IN\S\ :ribozyme 2 f h
N\ extension %  fluorophore

Figure 38 : Structure du split ribozyme en épingle a cheveux.

Bien que ces systemes semblent trés prometteurs pour des applications in vivo, les études restent
limitées, notamment en raison de la difficulté de synthese associée a la longueur importante de

ces systemes.
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Dans le méme temps, les DNAzymes, plus courts et de ce fait plus faciles a synthétiser, ont été

développés.
1.5 Split DNAzymes

Les DNAzymes les plus étudiés sont les DNAzymes appelés 10-23 et 8-17.° A I’instar des
ribozymes, ils sont composés d’un site catalytique, la boucle, et de deux sites de reconnaissance,
les tiges, et sont activés par des ions métalliques (Figure 39). Ils permettent de reconnaitre des
substrats d’ARN qui sont alors clivés entre une nucléobase purine et pyrimidine en présence

d’ions Mg** dans le cas du DNAzyme 10-23 ou d’ions Pb** pour le DNAzyme 8-17.

A —o——— /. \ B — o /. \
10-23 8-17

@ :rions Mg ou Pb%* NS\ . DNAzZyme

@ : site de coupure NS\ substrat

Figure 39 : Schéma général de I’activité catalytique des DNAzymes (A) 10-23 et (B) 8-17.

De nombreuses techniques, principalement basées sur la colorimétrie ou la fluorescence,
permettent de détecter ces différents ions métalliques divalents avec une forte sélectivité et une
sensibilité modérée.”*> Les split DNAzymes ont récemment été concus dans le but de
développer des sondes biologiques fonctionnelles plus sensibles et sélectives.®®’! En effet, Lu
et al. ont mis au point une double stratégie en combinant un split DNAzyme et une sonde
moléculaire catalytique, contenant un fluorophore a I’extrémité 5’ et un inhibiteur de
fluorescence a I’extrémité 3°, pour la détection d’ATP et de nicotinamide adénine dinucléotide
(NAD™"). Dans cette conformation, la sonde n’émet aucun signal fluorescent car les deux
fonctionnalités sont trop proches ’une de 1’autre (Figure 40).2°* L’addition d’une séquence
complémentaire aux deux fragments du DNAzyme joue alors le role de support pour permettre
leur hybridation. Ils sont ensuite liés par la ligase d’ADN T4 pour I’ATP et E. coli pour le
NAD. L’addition d’un ADN invasif permet de libérer le DNAzyme 8-17, qui s hybride avec
la sonde moléculaire possédant une structure en épingle a cheveux afin d’initier une réaction en
cascade. Les fragments du split DNAzyme 8-17 sont toutefois inactifs envers la sonde
moléculaire en I’absence de ligase d’ADN et du cofacteur Zn**. Ainsi, I’addition du cofacteur
métallique approprié active le DNAzyme et coupe la sonde, provoquant une forte émission de

fluorescence car I’inhibiteur de fluorescence est trop ¢loigné du fluorophore. Ce systéme est
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hautement sélectif puisqu’il possede une LOD de 100 pM pour I’ATP et de 50 pM pour le
NAD™.

mm/

9\ M/)QO(\SZOS_:%

. / 2*
O : cible ~~ : ADN invasif Zn
& : ligase d'ADN A\ support
=0 : sonde moléculaire ~~ : DNAzyme 1 Q ;
@ : site de coupure -~ : DNAzyme 2 Q
F : fluorophore
Q : inhibiteur de fluorescence /\/\

Figure 40 : Détection de 'ATP et du NAD* en combinant le split DNAzyme 8-17 avec une sonde

moléculaire.

Plus récemment, le split DNAzyme 8-17 a été utilisé pour développer un systeme
multifonctionnel capable de détecter plusieurs cibles en méme temps, a savoir le 5-
hydroxyméthylfurfural (HMF) et un lipopolysaccharide (Figure 41).'*” Pour cela, le premier
fragment du split DNAzyme est modifié a I’extrémité 3’ par une fonction hydrazine et le second
par un aldéhyde a 1’extrémité 5°. A I’instar du systéme précédent, le substrat est une sonde
moléculaire modifiée a chaque extrémité par un fluorophore et un inhibiteur de fluorescence.
De plus, des billes magnétiques fonctionnalisées avec un aptamere capable de détecter le
lipopolysaccharide hybridé & une sonde fluorescente sont utilisées. En présence d’ions Mg?*,
I’assemblage des deux fragments entraine la formation d’un lien hydrazone covalent qui permet
de bloquer le systeme dans sa conformation active. La coupure du substrat est alors observée
par ’augmentation de fluorescence, indiquant que la présence du lien hydrazone n’a aucune
influence sur 1’activité catalytique du DNAzyme (Figure 41A). En revanche, aucune émission
de fluorescence n’est reportée en présence d’ions Mg?* et de la cible HMF, a cause de la
formation du lien hydrazone non pas entre les deux fragments du DNAzyme mais entre le
fragment DNAzyme portant la fonction hydrazine et I’aldéhyde présent dans la structure de
HMF (Figure 41B). La structure du DNAzyme actif est donc impossible, empéchant de fait la
coupure de la sonde moléculaire et la fluorescence. Dans le cadre de la détection du

lipopolysaccharide, la présence de la molécule cible et d’ions Mg?* entraine un changement de
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conformation de 1’aptameére et la libération de la sonde fluorescente (Figure 41C). Ainsi, un
important signal fluorescent est émis a la fois par la sonde fluorescente et par la coupure de la
sonde moléculaire par le DNAzyme actif. Enfin, lorsque les deux cibles sont présentes dans le
milieu, I’émission de fluorescence est plus faible car bien que la sonde fluorescente soit libérée
par le changement de conformation de 1’aptameére du lipopolysaccharide, la coupure de la sonde
moléculaire n’a pas lieu du fait de I’absence de formation du DNAzyme actif en présence de
HMF (Figure 41D). La LOD de ce systeme a été évaluée a 0,04 uM pour le HMF et 0,08 ng/mL

pour le lipopolysaccharide.

O\XX;\/\ Oj -~ : DNAzyme 1
Qroodnooap N . Ceo Q9 v ~~ : DNAZyme 2
-~ ’\,\ Q$ D—O> A AN o~ substrat
r"- 7_' VAVAS b ~ : aptamere du lipopolysaccharide
Q 5 —~~ : sonde fluorescente
%B ch: Q : bille magnétique
~ : hydrazine
: aldéhyde
Qroodnooa O? 7 C :HMF
_ @ : Lipopolysaccharide
NNE - S O Mg?*
g @ : site de coupure
’_’_ “-l F : fluorophore
Q Q : inhibiteur de fluorescence

Figure 41 : Détection de deux cibles en combinant les DNAzymes et la chimie des hydrazones.

Les split DNAzymes ont également été utilisés pour la construction d’une sonde biologique
ultrasensible pour la détection d’ions Hg?*.?** Cette sonde combine un split DNAzyme activé
par des ions Mg?*, un brin d’ADN servant de support a I’hybridation des fragments du
DNAzyme, un brin d’ADN en épingle a cheveux contenant un des fragments du split DNAzyme
et un substrat cagé contenant a la fois une séquence d’ADN (A) pour la liaison avec les brins
contenant les AuNPs et le substrat (B). Les ions Hg?* ont alors pu é&tre détectés grice 2 une
cascade d’événements présentée en Figure 42. Tout d’abord, en présence d’ions Hg”* les
fragments du split DNAzyme s’hybrident avec un troisiéme brin d’ ADN support, et le complexe
est stabilisé par I’établissement d’interactions entre 1’ion métallique et la thymine pour former
des paires de bases T-Hg?*-T. L’ajout d’ions Mg?* permet de former la structure active du
DNAzyme qui est alors capable de couper le substrat cagé au niveau du segment B et de
I’éliminer. Le segment A s’hybride ensuite a des AuNPs fonctionnalisées avec un brin
complémentaire, formant des agrégats d’AuNPs. Ces derniers deviennent bleus, ce qui permet
de détecter la présence d’ions Hg?* qui sont a ’origine de cette cascade d’événements. Le
segment B peut quant-a-lui initier un nouveau processus d’amplification du signal en

s’hybridant avec le brin d’ADN en épingle a cheveux. En effet, I’hybridation permet la
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libération du premier fragment du split DNAzyme et, en présence du second fragment, du
substrat cagés et d’ions Mg>* présents dans la solution, un nouveau DNAzyme actif est formé.
De la méme facon que pour le premier cycle, le fragment B contenu dans le substrat cagé est
coupé, entrainant de nouveau 1’agrégation des AuNPs par hybridation avec le fragment A. Ce

systeme est ainsi capable de détecter la cible avec une LOD de 10 pM.

Amplification du \
signal
substrat Cycle 1 D :
cagé
O % /\/\
X)OO(\/\/

ADN en épingle

a cheveux
split DNAzyme actif % Cycle 2
Q : Hg*
. MQZ+

@ : site de coupure
: AuNP fonctionnalisé

. split DNAzyme
-~ : DNAzyme 1 P actif
-~ : DNAzyme 2
7 support

Figure 42 : Amplification du signal pour la détection des ions Hg>*.

Un autre exemple de I’utilisation des split DNAzymes consiste a détecter les micro-ARN dans
les cellules vivantes (Figure 43).2% Pour cela, le substrat d’ARN est conjugué avec une AuNP
a ’extrémité 5’ et un fluorophore a I’extrémité 3°. Celui-ci est ensuite capable de s’hybrider
avec les deux fragments du DNAzyme 10-23 activé par les ions Mg?*, I’'un d’eux contenant un
inhibiteur de fluorescence a ’extrémité 5°. En I’absence du micro-ARN cible, le split
DNAzyme est inactif et la fluorescence est inhibée par la proximité entre le fluorophore et
I’inhibiteur de fluorescence. En revanche, la présence du micro-ARN permet la formation d’un
split DNAzyme actif qui coupe le substrat et libere le fluorophore. De fagon simultanée, la
libération de la cible entraine 1’activation d’un autre cycle, permettant I’amplification du signal.
Une sensibilité de I’ordre du picomolaire (LOD = 10 pM) a notamment été mesurée dans les

cellules vivantes.
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Figure 43 : Détection de micro-ARN dans les cellules vivantes par un syst¢éme conjuguant split

DNAzyme et AuNPs.

La forte sensibilité associée aux systemes a base de split DNAzymes en fait des outils
s . . .

prometteurs pour la détection de substrats variés comme des séquences d’acides

nucléiques,”®®?"7 des mésappariements,”®® des antigénes carcino-embryonnaires,?” des

215,216

enzymes,*'%2!! des ions métalliques,?!>2!* des petites molécules ou encore de substances

actives.?!7219

Compte tenu de I’intérét porté aux split aptameres ainsi qu’aux split DNAzymes, ces deux
systemes ont été combinés pour donner des split aptazymes. L’activité catalytique du split
DNAzyme est alors activée par la présence du ligand capable de se lier a I’aptamere. Ces
nouveaux systemes sensibles et sélectifs permettent de diminuer les liaisons non spécifiques
conduisant a des signaux faux-positifs et d’amplifier le signal obtenu. Ils ont ainsi été utilisés

pour la détection d’adénosine??®??? ou d’ATP.?>32%
1.6 Limites des systemes divisés

Outre le potentiel des split aptameres, DNAzymes et ribozymes pour des applications de
diagnostic et de thérapie, seulement quelques-uns ont été utilisés avec succes jusqu’a présent.
Cela s’explique notamment par la difficulté a concevoir de tels systémes tout en conservant au
minimum une efficacité égale a celle de ’aptameére parent. En effet, trois points clés nécessitent
une attention particuliere : (i) le choix du site de coupure, (i1) la stabilité du complexe systeme-

cible et (iii) la sensibilité du systeme.
(i) Choix du site de coupure

Lors de la conception du systeme, la structure tridimensionnelle de la séquence d’acide
nucléique parent peut étre considérablement perturbée si la coupure n’est pas effectuée a une

position propice. Par conséquent, il faut tout d’abord étudier la position de la coupure et vérifier
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par des études théoriques et expérimentales que la formation de la structure tridimensionnelle
n’est pas entravée. Cela nécessite une connaissance précise du complexe systéme-cible, et
notamment du rdle des groupements fonctionnels présents au niveau des nucléobases et des
liens sucre-phosphate. De plus, afin de maintenir 1’activit¢é du systéme, la coupure est
généralement effectuée au niveau de sites qui n’entrent pas en jeu lors de I’interaction avec la
molécule cible. Bien qu’il existe plusieurs positions de ce type dans les structures de
DNAzymes et ribozymes, elles sont en revanche plus rares dans le cas des aptameres. Pour
autant, Wang et al. ont récemment étudié des split aptameres dont le site de liaison de la
molécule cible a été modifié et ont montré de maniere théorique puis confirmé
expérimentalement que la reconnaissance et I’interaction avec la cible sont préservées.??® Ainsi,
la prédiction des capacités d’interactions par simulation dynamique moléculaire pourrait

permettre d’améliorer le développement de split aptameres en tant que sondes biologiques.
(ii) Stabilité du complexe

Par comparaison avec le systeéme parent, les fragments du systeme divisé posseédent en regle
générale une affinité plus faible envers la cible, se traduisant par une instabilité plus élevée du
complexe systeme-cible résultant. De plus, le colit entropique de la formation d’un tel complexe
est beaucoup plus important, di a I’assemblage de plusieurs fragments pour former un systéme
fonctionnel. Le complexe peut toutefois étre stabilisé en modifiant la structure du systeme,
c’est-a-dire en allongeant un des fragments de quelques nucléotides supplémentaires qui, par
complémentarité de base, facilite I’assemblage. D’autres fonctionnalités peuvent également
stabiliser le complexe comme 1’ajout de pyrénes a I’extrémité des fragments d’un split
aptamere.'® Ainsi, la formation du dimeére lors de I’assemblage des deux fragments en présence
de la molécule cible permet non seulement sa détection mais également la stabilisation du
complexe split aptamere-cible. D’autres études ont reporté la fonctionnalisation des fragments
avec des groupements réactifs tels que des azotures et alcynes ou des aldéhydes et
amines/hydrazines pour stabiliser le syst¢tme dans sa conformation active par la création de

liaisons covalentes lors de I’assemblage des fragments.
(iii)  Sensibilité du systeme

Les limitations en termes d’affinité et de stabilité associées aux complexes sont également
reflétées par une diminution de sensibilité. En effet, bien qu’une trés bonne sensibilité ait été

observée dans certains cas, il est nécessaire de diminuer la LOD jusqu’a une concentration de
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I’ordre du picomolaire pour les stratégies d’amplification de signal, ce qui reste difficile pour
les systemes divisés. L’amplification du signal est obtenue en combinant le systéme divisé avec
des enzymes protéiques, pour lequel le substrat est disponible pour 1’enzyme uniquement
lorsque le complexe split aptamere-cible est formé.!*® De facon similaire, les split aptazymes
coupent ou lient des substrats spécifiques uniquement en présence d’un ligand spécifique qui
se lie a la partie aptameére et stabilise le cceur catalytique dans la conformation optimale pour
I’activité catalytique. D’autres méthodes telles que I’amplification par déplacement de brin
d’une séquence, qui devient disponible exclusivement apres formation du complexe, ou encore
la détection de doubles brins d’ADN formés en temps réel par PCR'?> commencent a étre

intégrées dans le développement de ces systemes.
1.7 Conclusion du chapitre 1

Dans ce chapitre, nous avons d’abord présenté le concept récent de split aptameres, DNAzymes
et ribozymes étant encore au stade initial de leur développement. Nous avons également
démontré leurs avantages comparés aux systemes parents, notamment en termes de facilité
d’obtention et d’absence de formation de structures secondaires non souhaitées. Les aptameres
sont considérés comme des éléments clés pour détecter des petites molécules ou protéines tandis
que les DNAzymes et ribozymes ont été principalement appliqués a la détection de séquences
d’acides nucléiques spécifiques ou d’ions métalliques. La combinaison des deux pour former
des split aptazymes est également un concept intéressant afin d’augmenter 1’intensité des

signaux émis par le renouvellement de I’enzyme.

Cependant, la conception de systemes divisés pour des applications de biodétection reste
difficile. Il est en effet crucial d’améliorer la stabilité et la sensibilité des complexes formés en
présence de molécules cibles. De plus, des approches plus simples et rapides basées sur la
détection par fluorescence, chimioluminescence, colorimétrie ou encore électrochimie doivent
étre mises en ceuvre pour obtenir des méthodes plus efficaces. Néanmoins, les assemblages
fonctionnels dérivés de split aptameres, DNAzymes et ribozymes rapportés récemment
démontrent leur fort potentiel et ouvrent la voie a de nombreux développements dans ce

domaine.
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2.1 Introduction et contexte

Comme nous I’avons décrit dans le Chapitre 1, qui a par ailleurs fait ’objet d’une revue,?*’ les
split DNAzymes et split ribozymes sont en pleine émergence et permettent d’envisager le
développement de nouvelles architectures plus sensibles, plus stables, plus spécifiques et
surtout programmables. Cependant, la conception de tels systemes reste difficile car leur
division en plusieurs fragments peut entrainer une diminution voire une suppression de
I’activité catalytique. Ainsi, le groupe d’Heemstra a démontré qu’il est possible de stabiliser et
de figer un systeme dans sa conformation active par liaison covalente griace a des réactions de
chimie click!'**!*? ou d’amination réductrice.'*! Pour cela, les extrémités 5° et 3’ des fragments
du split aptameére étudié sont fonctionnalisées de fagon appropriée, cependant il s’agit ici de
liaisons covalentes irréversibles. L’objectif du présent travail est d’introduire des liaisons
covalentes réversibles dans des systemes split DNAzymes et ribozymes afin de les stabiliser et
de les programmer en fonction d’un stimulus externe tout en maintenant leur activité
catalytique. Parmi I’ensemble des réactions permettant la création de liens covalents
réversibles,??® nous nous sommes intéressés en particulier a la formation d’un ester boronate en

présence d’un acide boronique et d’un partenaire cis-diol.

L’¢élément Bore, découvert en 1808,%* posséde trois électrons de valence et se trouve le plus
souvent sous la forme neutre trivalente pour laquelle I’atome de bore posséde une géométrie
planaire trigonale et un état d’hybridation sp* avec une orbitale p vide.?** Dans le cas d’une
liaison bore-oxygene, relativement courte par rapport a une liaison carbone-carbone, les
doublets de 1I’oxygene sont capables d’interagir avec 1’orbitale p vacante. Cela lui procure un
caractere de double liaison partielle et permet de stabiliser le composé résultant. Notons que le
bore peut également former des composés tétravalents négativement chargés avec cette fois-ci
une géométrie tétraédrique et un état d’hybridation sp?, 1’orbitale p étant engagée dans la
quatrieme liaison par coordination. Ainsi, selon la nature des substituants, les composés
organoborés peuvent étre classés en différentes catégories (Figure 44), les acides boroniques et

les esters boronates étant ceux qui nous intéressent ici.
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Ri<,-R Ry« __R R.__OH HO.__OH
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1 ||3 2 1 l? 2 1 I? 2 1 I? 2
NRj3 ORj3 ORj3 ORj3
boronamide ester ester ester
borinique boronate borate

Figure 44 : Différentes catégories de composés organoborés.

Contrairement a leurs analogues carbonés que sont les acides carboxyliques, les acides
boroniques et les esters boronates n’existent pas a 1’état naturel et sont obtenus synthétiquement
a partir des acides boriques. Leur préparation a été reportée pour la premiere fois par Frankland
en 1860 qui a synthétisé I’acide éthylboronique a partir du tri¢thylborate.?*! Depuis, I’attention
croissante portée aux acides boroniques leur a permis d’étre utilisés pour de nombreuses

230,232

applications en syntheése organique et plus particulierement pour la formation de liaisons

23 ou carbone-carbone.?** Cette derniere a par ailleurs valu un Prix Nobel de

carbone-azote
chimie en 2010 au Pr. Suzuki, partagé avec les Pr. Heck et Neigishi pour leur travaux sur les
P . - . 235 P s1s 2 N
réactions de couplage croisées.” Ils sont également largement utilisés pour la synthese
asymétrique,?® la catalyse,?’ la chimie médicinale,>*®?* la reconnaissance moléculaire**! ou

encore dans le domaine des matériaux.>**

Grace a leur orbitale p vide, les acides boroniques sont capables de réagir avec des centres
donneurs d’¢lectrons tels que les atomes d’oxygenes ou d’azotes et plus particulierement avec
les cis-diols, pour former des liaisons covalentes et réversibles.>*** La formation des esters
boronates résultants peut étre réalisée en milieu organique anhydre par déshydratation a I’aide
d’un appareil de Dean-Stark ou en présence d’un agent desséchant. Les esters boronates peuvent
également étre formés en milieu aqueux dans lequel le pH est contr6lé. En effet, le pH doit €tre
supérieur au pKa de 1’acide boronique afin de passer d’une géométrie sp? trigonale a sp’
tétraé¢drique par complexation de ’anion hydroxyle dans ’orbitale p vacante du bore (Figure
45).** Ainsi, la réduction de la tension de cycle observée favorise la formation d’un ester
boronate stabilis€. Le pH est donc un paramétre clé afin de controler 1’assemblage acide
boronique-diol et, dans le cadre de ces travaux de thése, de contrdler 1’activité¢ des split

DNAzymes et ribozymes modifiés.
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OH HOLR oo 0 R pH>pka o -0 R
R-B  + I ——— R-B :[ — K I
OH " o 0 g

R" pH < pKa

sp? sp? sp®
Figure 45 : Schéma général de la formation d'esters boronates.

Cette capacité a former des liaisons covalentes réversibles est pertinente car elle permet de
controler la géométrie de 1’assemblage et d’obtenir le composé le plus stable
thermodynamiquement. Par conséquent, les esters boronates ont suscité un grand intérét pour
la construction de biomatériaux par auto-assemblage,?* le transport de drogues d’intérét?*S ou

247,248

encore pour la détection de molécules, ce qui nous intéresse particulierement dans le cadre

de ce chapitre.

La formation d’esters boronates peut également étre utilisée dans 1’objectif unique de protéger
les acides boroniques envers de possibles dégradations telles que les réactions d’oxydations.
Pour cela, de nombreux diols sont utilisés a cet effet, dont les plus courants sont les ligands
divalents pinacol et catéchol ou le ligand trivalent acide N-méthyliminodiacétique (MIDA). Ce
dernier, développé récemment par Burke, permet, de la méme fagcon que les anions hydroxyles,

de complexer I’atome d’azote dans I’orbitale p vacante du bore et de stabiliser I’ester boronate

résultant (Figure 46).2%°
o
OH o | o0 -2H,0 AP
R-B + N —_— /’O/g
OH HOJ]\/ \)J\OH +2H,0 R/B\ N>
7
sp? sp?

Figure 46 : Formation d’un ester MIDA-boronate par déshydratation.

Toutefois, 1’utilisation de ligands divalents tels que le pinacol ou le catéchol entraine une
diminution de la réactivité par rapport aux acides boroniques correspondants. En effet, la
conjugaison induite par les doublets non liants des deux atomes d’oxygenes qui complexent
1’orbitale p vacante du bore entraine une diminution de I’acidité de Lewis de I’orbitale p vacante
(Figure 47).%* La diminution de réactivité induite est alors problématique pour des applications
futures dans des réactions de couplage telles que le couplage de Suzuki-Miyaura. Le ligand
trivalent MIDA apparait alors comme une alternative prometteuse car il permet au bore
d’adopter une hybridation sp® via la complexation de 1’orbitale p vacante par I’atome d’azote,
la rendant ainsi indisponible pour le phénomene non désiré de conjugaison. De plus, le

groupement MIDA est baso-labile et nécessite des conditions relativement douces pour la
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déprotection. Tous ces parametres en font donc un groupement protecteur de choix qui sera

principalement utilisé dans ces travaux de these.
\ 100
R—ﬁ% R_B~O 0
o—" t
0 0 N\f

Ligand divalent Ligand trivalent

Figure 47 : Réactivité des esters boronates en fonction de la nature du ligand.

Depuis plusieurs années, 1’équipe ChemBioNAC étudie la formation, dirigée par une matrice
d’oligonucléotides, de liaisons internucléosidiques covalentes et réversibles de type ester
boronate.'®!* Ainsi, en présence de la matrice, I’hybridation de deux fragments fonctionnalisés
respectivement par un acide boronique a I’extrémité 5’ et un diol a I’extrémité 3’ permet
d’augmenter la molarité effective des réactifs et de faciliter la réaction entre les deux entités
(Figure 48). De plus, une augmentation du pH permet de stabiliser le complexe grace a la
formation d’un anion hydroxyboronate. La réaction de ligation est ensuite analysée par
spectrophotométrie UV permettant de déterminer la température de demi-fusion (T,) dont la

valeur augmente lorsque le complexe est stabilisé.

OH

‘ o
B. HO._OH & /
VoV s "0
03 o pH > pKa

pH < pKa

Figure 48 : Schéma général de la formation d’ester boronate dirigée par une matrice.

L’application de ce type de ligation aux split DNAzymes via I’introduction d’un acide
boronique et d’un diol aux extrémités 5’ et 3’ des deux fragments pourrait ainsi permettre un

assemblage réversible et controlable par un stimulus externe.

Parmi les DNAzymes connus, le 10-23 isolé par Santoro et Joyce® fait partie des systemes les
plus étudiés car il est relativement court et possede une tres bonne activité catalytique en
conditions physiologiques (Figure 49A).2°" Cette séquence d’ADN, composée d’une boucle
catalytique entourée de deux bras de reconnaissance, est capable de reconnaitre un substrat
d’ARN et de le couper entre un 5’-nucléoside purine, soit I’adénosine A9 non appariée, et un
3’-nucléoside pyrimidine, soit I'uridine U10, en présence d’un activateur, le magnésium. En
’absence d’ions Mg?*, aucune activité catalytique n’est observée. Bien que ce systéme soit trés

¢tudié, le mécanisme d’action n’a pas encore été clairement ¢lucidé et il semblerait que
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plusieurs facteurs entrent en jeu. Tout d’abord, les nucléotides allant de G8 a G14 ainsi que C21
et G22 constituent le site catalytique, ils ont donc une importance primordiale pour le maintien
de l’activité catalytique (Figure 49B). En effet, les fonctions amines exocycliques (4-amino)
des nucléotides C11 et C21 ainsi que la fonction carbonyle (6-one) du nucléotide G14 semblent
former un complexe actif tandis que les fonctions amine (2-amino) et carbonyle (6-one) du
nucléotide G22 apparaissent comme essentielles pour la coupure du substrat. Ainsi, la
coordination de 1’ion Mg?* par ces différents nucléotides permet de maintenir ’enzyme dans sa
conformation active et ces derniers ne peuvent donc pas étre modifiés sous peine d’affecter

I’activité catalytique résultante.

Concernant le mécanisme de coupure en lui-méme, il semblerait que I’ion Mg** agisse comme
une base afin d’ioniser une molécule d’eau adjacente pour former un anion hydroxyle (Figure
49B). De plus, le magnésium est un acide de Lewis et peut donc coordiner I’hydroxyle en
position 2’ de I’adénosine non appariée. L’ acidité du proton est alors augmentée, ce qui favorise
sa déprotonation par I’anion hydroxyle et entraine de fait la coupure de la liaison
internucléosidique entre I’adénosine et I’uridine par transestérification. Cela se traduit alors par
la formation de deux brins distincts, I’'un comportant un cycle a cinq chainons a 1’extrémité 3’
entre les deux hydroxyles 2’ et 3’ du sucre et le groupement phosphate, et I’autre comportant

un hydroxyle libre a ’extrémité 5°.

A &
&c Substrat 'ARN \ @6@\5
N)
3 A 5 3 A 5 ¥ 0P ¥
GCGUGGGU GAGAGAGG O GCGUGGGU  GAGAGAGG ™ ___
4 CGCAGCCA ETCTCT%CG Mg2* 5,ccaCACSCCé g\:TCTCT(gZOCGaI 5 CGCACleCé ETCTCTgOCGy
G 3
Bras de 10CG GC 1%;6 GC 10CG O C
reconnaissance | AAzO T A"\zo TA AA20
A G C
G C GorAC CTA
gT A e 15
Boucle catalytique S
S 0

B & A . Ow W

3' 5 M 2+
GCGUGGGU GAGAGAGG Mg 0.0
CGCACCCA CTCTCTCCG ? Sy, —oH 0”0
s 5 ¢ A 30 3 0=pP20 —
HNT A
TA //OO A 20
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Figure 49 : (A) Structure du DNAzyme 10-23 et principe d'action. (B) Mécanisme d'action de coupure

du substrat (les nucléotides formant le site catalytique sont en rouge).
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Bien que I’activité de ce systéme soit dépendante de la séquence du cceur catalytique, la nature
des nucléotides qui ne sont pas impliqués dans le mécanisme de coupure peut varier d’un
systéme a I’autre. De plus, la séquence du bras de reconnaissance peut étre de nature tres
variable étant donné qu’elle est complémentaire du substrat d’ARN a détecter. Ainsi, le groupe
de Lusic a incorporé des thymidines photocagées, dont I’amine N3 de la nucléobase T16 est
protégée par un groupement 6-nitropipéronyloxyméthyl (NPOM) sensible a la lumicre, a
différentes positions de la séquence.?! L impact de ces modifications sur ’activité catalytique
a ensuite été étudié par gel d’électrophorése. Il apparait alors que 1’ajout de la modification
entraine une inhibition totale de 1’activité catalytique. En revanche, I’irradiation UV coupe le
groupement NPOM photosensible et déprotege 1’amine, entrainant ainsi le rétablissement de

I’activité catalytique (Figure 50).

. A , . A o ¥ A 5
3 3 '
GCGUGGGU GAGAGAGG® Q GCGUGGGU GAGAGAGG® Activation  GCGUGGGU  GAGAGAGG
- = B —
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5 5 G A 30 3 5 5 G A 30 3 10GG G
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C C C C A20
TA AA\ZO T A‘\zo TA A
G~ AC
ETA SoTA 3%
NPOM NPOM NPOM

&
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3 A . ‘ 6\)66 o 2
GCGUGGGU  GAGAGAGG 3O 5 \fJ\N/\O
CGCACCCA  CTCTCTECG
5 - %C s 4CGCACCCA  CTCTCTCCG ] N0
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15 G1gT I 3 OR
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Figure 50 : Exemple d’activation du DNAzyme 10-23 photocagé par irradiation UV.?>!

Basés sur ce systéme et les précédents travaux réalisés au sein de 1’équipe, nous avons choisi
d’introduire une jonction internucléosidique de type ester boronate au sein du DNAzyme 10-
23 dont la formation dépend du pH. Toutefois, bien que plusieurs études relatent 1’utilisation

de ce systtme pour diverses applications,*34%-6264

seulement quelques-unes rapportent
I’utilisation de split DNAzymes. Méme si les split DNAzymes étudiés ne sont pas explicitement
nommés en tant que tels, la premiere étude a reporter ce type de systeme divisé a été réalisée
par le groupe de Dmochowski avec le DNAzyme 10-23 capable de reconnaitre le substrat
VEGFR?2 (Figure 51A).2? En effet, certains nucléotides du DNAzyme ont été remplacés par
un espaceur photoclivable et 1’activité catalytique du systeme a été étudiée avant et apres

irradiation UV (Figure 51B). L application du stimulus entraine la coupure de 1’espaceur et la

64



Chapitre 2 : Développement de nouveaux split DNAzymes modifiés par des acides boroniques

formation d’un phosphate en position 5’ et d’une cétone en position 3’ (Figure 51C). Il apparait
ainsi que lorsque le DNAzyme est coupé au niveau du site catalytique, le maintien de I’activité
catalytique dépend fortement de la position de 1’espaceur, ce qui corrobore la présence clé de
certains nucléotides pour la coupure du substrat comme précédemment évoqué. De plus,
I’insertion de la modification au niveau du bras de reconnaissance diminue I’activité catalytique
de moitié apres irradiation UV. Enfin, les modifications simultanées de la boucle catalytique et
du bras de reconnaissance divisent le DNAzyme en trois fragments apres stimulus, inhibant de
ce fait totalement I’activité catalytique. Cette étude met ainsi en lumiere la capacité d’un split
DNAzyme a couper un substrat d’ARN cible, bien que I’efficacité soit diminuée par rapport au

DNAzyme parent.
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Figure 51 : (A) Structure du DNAzyme 10-23 utilisé et (B) des différents systémes photostimulables.

(C) Schéma de la réaction de clivage sous irradiation UV .22

Ce méme groupe a ensuite étudié ces split DNAzymes de facon plus approfondie et a divisé le
DNAzyme 10-23 entre différents résidus de la boucle catalytique pour générer quatorze split
DNAzymes différents.® Ils observent alors que les split DNAzymes dont la coupure a été
effectuée au centre de la boucle catalytique, entre C16 et T17 ou T17 et A18, ne sont quasiment
pas affectés car D’activité catalytique obtenue est comparable au DNAzyme parent. Ces
systemes divisés au centre de la boucle ont ensuite été utilisés pour développer un systéme
photomodulable en fonctionnalisant 1’extrémité 5’ du second fragment par un espaceur
photoclivable 1ié a la biotine (Figure 52A). En présence de streptavidine, la biotine incorporée

au fragment du split DNAzyme est fortement liée a la protéine, ce qui inhibe totalement
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I’activité catalytique. L’irradiation UV permet alors de couper I’espaceur, libérant le complexe
streptavidine-biotine et le fragment du split DNAzyme avec un phosphate supplémentaire a

I’extrémité 5° (Figure 52B). L’activité du systeme est alors presque totalement restaurée.
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Figure 52 : (A) Exemple d’activation d’un split DNAzyme synthétisé et (B) structure de 1’espaceur

photoclivable utilisé pour introduire la biotine.

Pour notre part, nous avons décidé d’étudier différents systémes comprenant plusieurs sites de
coupures et types de modifications a partir de la séquence du DNAzyme 10-23 décrite par
Lusic.®! Pour cela, nous avons imaginé cinq split DNAzymes différents en découpant la
séquence apres les cinq thymidines, similairement a 1’étude de Lusic (Figure 53A). D’autres
split systemes analogues, dans lesquels la derniere thymidine a été supprimée, ont également
¢été étudiés. Comme nous 1’avons vu dans le Chapitre 1, tels quels les deux fragments sont non-
fonctionnels et sont peu susceptibles de s’assembler, ce qui se traduit par une trés forte
diminution voire une inhibition totale de 1’activité catalytique. Le but est donc de la rétablir par
la formation d’une jonction internucléosidique de type ester boronate. Pour cela, chaque split
DNAzyme a été modifié comme suit : (i) remplacement de la désoxycytidine a I’extrémité 3’
du premier fragment par une ribocytidine qui apporte la fonction cis-diol, (i1) introduction de
différentes molécules comprenant un acide boronique a I’extrémité 5’ du second fragment
(Figure 53B), soit en les ajoutant apres la derniere thymidine soit en remplagant celle-ci (Figure
53A). Différents phosphoramidites modifiés ont été synthétisés afin d’étudier leur impact sur
Iactivité catalytique, a savoir : une borono-thymidine (T®") analogue de la thymidine naturelle,
un acide phénylboronique (Ph®") et un acide naphtaléneboronique (Napht®") (Figure 53C). Ces

phosphoramidites ont ensuite été incorporés au sein des séquences par chimie classique des
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phosphoramidites. L’acide phénylboronique a également été introduit par chimie click
(CuAAC) pour étudier I’influence d’un lien triazole sur I’activité catalytique (TrPh®"). La
comparaison entre tous ces systemes nous permettra alors d’évaluer I’impact du site de coupure,
de la longueur du brin et du type de modification sur la formation de I’ester boronate et par

conséquent son effet sur le rétablissement de I’activité catalytique.

D’autre part, dans le cadre d’une collaboration avec 1’équipe du Pr. Sabine Miiller de
I’Universitdt Greifswald en Allemagne, ce concept a également été appliqué au split ribozyme
HPWTL2. Ce systeme a été étudié¢ avec les mémes phosphoramidites modifiés mais le split
ribozyme étant une séquence d’ARN, la borono-uridine UP" a également été synthétisée. Les
résultats obtenus par la doctorante Amandine Lelievre seront résumés dans la derniere partie de

ce chapitre.
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Figure 53 : (A) Conception des split DNAzymes étudiés. (B) Structure de chaque split DNAzyme et

(C) de chaque acide boronique incorporé.
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Tout d’abord, la synthese des différents phosphoramidites modifiés par des acides boroniques
ainsi que leur incorporation au sein des séquences sera présentée puis une premiere étude du
DNAzyme parent par HPLC et fluorescence nous permettra d’optimiser les conditions de
réactions. Les différents résultats obtenus par gel d’électrophorese (PAGE) et fluorescence avec
les split DNAzymes modifiés par des acides boroniques seront ensuite exposés. Comme nous
I’avons vu au début de ce chapitre, la formation de I’ester boronate est tres dépendante du pH
du milieu. Le systeme obtenant les meilleurs résultats sera alors étudié pour développer une
sonde pH-sensible. Enfin, I’étude des split ribozymes sera présentée ainsi que quelques

perspectives sur d’éventuelles applications.
2.2 Synthese des phosphoramidites modifiés par des acides boroniques

2.2.1 Synthése multi-étapes de T5"

La synthése du phosphoramidite TB" est réalisée en neuf étapes et est inspirée de précédents

travaux menés dans I’équipe,'®>>® bien que certaines étapes aient été optimisées (Figure 54).

7 phosphltylatlon 7 hydroboratlon \j o T

OTBDMS
P\ CN
(PN 07N 8
13
HO HO
oléfination O\] o T oxydation I 0 T protection I 0 T
— — —
OTBDMS OTBDMS OH

5 3
Figure 54 : Schéma rétrosynthétique de la synthese de la borono-thymidine 13.

Tout d’abord, I’hydroxyle en position 5 est protégé de facon sélective avec du chlorure de
diméthoxytrityle (DMTCI) dans la pyridine anhydre pour conduire au produit 1 avec un
rendement de 89 % (Figure 55).

HO

T T
] 0 DMTCI ] o
pyridine anhydre
OH 20°C, 15h OH
89% 1

Figure 55 : Tritylation de la thymidine.
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L’hydroxyle en position 2’ est ensuite silylé en présence d’imidazole et de chlorure de ferz-
butyldiméthylsilyle (TBDMSCI) dans la pyridine anhydre (Figure 56). L’intermédiaire 2,
obtenu avec un rendement brut de 93 %, est directement engagé dans la réaction de détritylation
sans aucune purification supplémentaire. Le traitement avec une solution d’acide benzene
sulfonique (BSA) dans un mélange dichlorométhane/méthanol permet la déprotection sélective

de la position 5’ pour obtenir le produit 3 avec un rendement de 89 %.

DMTO T TBDMSCI pmTO T HO T
o) Imidazole I 0 BSA ] 0
OH pyridine anhydre OTBDMS DCM/!\/IeOH (7/3) OTBDMS
20°C, 20h 0°C, 20h
1 93% 2 89% 3

Figure 56 : Silylation de 1 et détritylation de 2.

L’¢étape suivante d’oxydation de 1’alcool en position 5’ en aldéhyde nécessite la synthése
préalable de 1’acide 2-iodoxybenzoique (IBX) 4 a partir de I’acide iodobenzoique en présence
d’oxone monopersulfate (Figure 57). L utilisation du protocole expérimental décrit par Frigerio
(1,3 équivalents d’oxone)** meéne principalement a l’intermédiaire réactionnel acide 2-
iodosobenzoique. Nous avons également noté que la proportion de cet intermédiaire varie en
fonction de la température du milieu réactionnel. La solution est ensuite plongée dans un bain
de glace pendant 30 minutes avec une agitation lente. La formation de I’'IBX est visible a I’ceil
nu grace a sa nature cristalline et brillante caractéristique, contrairement a 1’intermédiaire non
souhaité présent sous forme d’une poudre blanche. Toutefois, en récupérant I’intermédiaire par
filtration et en relangant la réaction avec un exces d’oxone monopersulfate (3 équivalents), il
est possible de compléter la réaction jusqu’a obtenir uniquement I'IBX. Le protocole
expérimental a alors été modifié en augmentant le nombre d’équivalents d’oxone a 3 pour les
syntheses suivantes. Grace a cette modification, un rendement de 69 % est obtenu sans aucune
trace de I’intermédiaire.”>> L’alcool 3 est ensuite oxydé par I'IBX dans 1’acétonitrile pour

conduire a I’aldéhyde 5 de fagon quantitative et sans purification nécessaire (Figure 57).

| Q oH o
Oxone monopersulate N 3 N o T
OH o —
Eau ACN OTBDMS

70°C, 1h30 puis 0°C, 30min 80°C, 2h
69% 98% 5

(G

Figure 57 : Synthese d'IBX 4 et oxydation de 3.
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L’homologation de 1’aldéhyde en alceéne a ensuite été étudiée via plusieurs voies de synthese.
La premicre stratégie est 1’homologation de I’aldéhyde en alcyne par le réactif de Bestmann-
Ohira (BOR) 6,%°° suivie d’une hydrogénation pour obtenir ’alcéne 8 (Figure 58). Cependant,
cette synthese nécessite la formation du BOR 6 en présence d’hydrure de sodium et d’azide p-
acétamidobenzénesulfonyle (ABSA) ainsi que de l’intermédiaire alcyne 7 avant d’obtenir
I’alcéne 8 par semi-hydrogénation. Bien que cette derniere étape soit quantitative, son manque
de reproductibilité¢ due a I’'inhomogénéité du catalyseur de Lindlar est problématique, ce qui
nous contraint a lancer les réactions uniquement sur grosse quantité pour avoir un maximum de
catalyseur en solution. Par conséquent, il est nécessaire d’utiliser une quantité importante de

cyclohexene (alcene sacrificiel) afin de limiter la sur-réduction qui conduit a 1’alcane.

Ha
NaH 60% 0 o 5 | | Catalyseur de Lindlar T
O\\F,/OMe ABSA )J\”/“P\/OMe ﬂ o T Cyclohexéne 0
\
OMe  Toluéne/THF N, Ve MeOH Sranns MeOH OTBDMS
0°C to 20°C, 3h 30°C, 15h 20°C, 7h
72% 6 56% 7 quantitative 8

Figure 58 : Synthese du réactif de Bestman-Ohira 6 permettant I’homologation de 5 suivi d’une

réduction par hydrogénation.

Une seconde stratégie de synthese a alors été envisagée : I’oléfination de 1’aldéhyde pour
conduire a I’alcéne 8 en une seule étape grice au réactif de Tebbe (Figure 59).27 Ce réactif est
présent sous la forme d’un complexe titane-aluminium en équilibre avec la forme réactive de
type carbene dans le tétrahydrofurane. Le titane étant connu pour sa tendance a se lier fortement
a un atome d’oxygene, il favorise la formation d’un intermédiaire a quatre chainons qui conduit
ensuite a I’alcene 8 attendu en libérant de 1’oxyde de titane. Bien que cette voie de synthese ait
déja été utilisée au laboratoire, de faibles rendements (34 %) sont obtenus et le traitement de la
réaction est compliqué du fait que le réactif ainsi que les sous-produits formés ne soient pas

solubles dans 1’eau.

Une nouvelle stratégie a alors été développée via le réactif de Nysted (Figure 59).%%
Initialement utilisé en présence de tétrachlorure de titane pour ses propriétés d’acide de Lewis

239 il a ensuite été utilisé en présence d’éthérate de trifluorure de bore afin

et son oxophilie,
d’obtenir une méthylénation chimiosélective des aldéhydes tout en évitant le dégagement
exothermique et corrosif de chlorure d’hydrogéne en présence d’eau ou de tétrahydrofurane.>>®
Bien que le mécanisme n’ait pas été clairement élucidé, 1’acide de Lewis semble étre coordiné

par I’atome d’oxygene de 1’aldéhyde permettant ensuite une addition nucléophile du réactif de
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Nysted. L’alcene est ainsi obtenu avec un rendement de 70 % et le réactif de Nysted est

facilement éliminé en phase aqueuse.

Réactif de Tebbe

Ox o | Réactif de Tebbe N o ! ‘ \ /
——
THF anhydre C'
OTBDMS o0 3 2006, 4h OTBDMS Q
5 34% 8

Réactif de Nysted
Réactif de Nysted, BF3;0Et,

THF anhydre o7 Zn—
0°C a4 20°C, 4h N Zn

70% ,Zn-/

Figure 59 : Oléfination de 5 par les réactifs de Tebbe et de Nysted.

L’alcene 8 est ensuite engagé dans une réaction d’hydroboration en utilisant le diméthylsulfure
de borane et le diisopinocamphéylborane, également appelé a-pinene (Figure 60). L’espéce
réactive est ainsi formée in situ et 1’alcéne 8 est ajouté apres 4 heures de réaction a 35°C. Apres
une hydrolyse acide lors du traitement de la réaction, 1’acide boronique 9 est obtenu avec un

rendement de 75 %.

HO.__OH
B
BH3;SMe T
_ BHsSMe, o
Et,0 THF
35°C, 4h 20°C, 15h OTBDMS
. 75%
o-pinéne 9

Figure 60 : Hydroboration de 'alcéne 8.

L’acide boronique doit ensuite étre protégé et, comme précédemment évoqué, le MIDA a été
utilisé car I’atome d’azote est capable de complexer I’ orbitale p vacance de 1’atome de bore et
ainsi stabiliser 1’ester boronate. Pour cela, 1’acide boronique est dissous dans un mélange
benzene/DMSO, ce dernier étant nécessaire pour solubiliser le produit. Apres ajout du MIDA,
la solution est chauffée a reflux pendant 20 heures avec un appareil Dean-Stark afin de pouvoir
¢liminer I’eau et déplacer 1’équilibre vers la formation de 1’ester boronate (Figure 61). L’ajout
de tamis moléculaire permet de faciliter I’élimination d’eau et d’augmenter le rendement. Le
composé 10 est ensuite désilylé en position 3’ par une solution diluée d’acide chlorhydrique
dans le méthanol. Toutefois, le rendement de cette étape est relativement faible et peut
s’expliquer par la présence de méthanol et de lithine, utilisée pour neutraliser 1’acide, entrainant

la déprotection de 1’ester boronate.
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Afin d’éviter cette déprotection non désirée, 1’ordre des réactions a été inversé (Figure 61).
Ainsi, ’hydroxyle est d’abord désilylé avec un rendement de 68 %, la perte de produit pouvant
ici s’expliquer par I’oxydation de I’acide boronique. Le composé 11 est ensuite protégé par le
MIDA de la méme fagcon que précédemment et le composé 12 est obtenu avec un rendement de

62 %.

O\\IS 0 ﬁ
. .
HO. _OH O\gll\l QBIO“N
MIDA HCI
T T T
o) - 0 - o)
Benzéne/DMSO MeOH
110°C, 20h 20°C, 1h
OTBDMS o, OTBDMS 43% OH
9 10 12
HO. __OH
B
HCI | :o: T MIDA
MeOH OH Benzene/DMSO
20°C, 1h 1 110°C, 20h
68% 62%

Figure 61 : Protection de 1'acide boronique 9 et déprotection de 1'hydroxyle en position 3'.

Le composé 12 est ensuite phosphitylé en présence de 2-cyanoéthyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite et de diisopropyléthylamine (DIEA) dans 1’acétonitrile
anhydre pour conduire au phosphoramidite modifié TB" avec un rendement de 37 % (Figure
62). Le faible rendement peut s’expliquer par la difficulté a séparer le composé 13 de I’exces
de réactifs qui co-éluent lors de la purification sur colonne de silice. Cette limitation entraine

alors des étapes de purification successives a 1’origine d’une perte significative de produit.

y\’\ﬁ Y O\/\CN m

\/

B B~
L -
DIEA o
ACN anhydre
20°C, 3h )\ 0
37% NPo N

Figure 62 : Phosphitylation du composé 12.

Le phosphoramidite TB" a ensuite été incorporé au sein des séquences d’acides nucléiques

désirées selon la méthode classique des phosphoramidites qui sera décrite au paragraphe 2.3.1.
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2.2.2 Synthése multi-étapes de UB"

La synthése du phosphoramidite modifié borono-uridine UB™ a été entreprise via deux voies de
syntheses, a savoir une protection PivOM en position 2°, groupement protecteur développé par
I’équipe ChemBioNAC,?® et une protection classique TBDMS. Dans les deux cas, la synthése
est inspirée de celle précédemment décrite pour le composé TP, Le composé final, non
phosphitylé pour éviter de possibles dégradations lors du transport, a ensuite été envoyé a
I’Universitdt Greifswald afin d’étre introduit dans les séquences d’acides nucléiques

correspondant au split ribozyme étudié, le HPWTL2.
2.2.2.1 Protection 2’-PivOM

La synthése d’ARN est connue pour étre plus compliquée et plus sensible que la synthése
d’ADN. En effet, en milieu basique I’ARN peut étre soumis a une attaque nucléophile de
I’hydroxyle en position 2’ sur I’atome de phosphore, entrainant une isomérisation 2’-3” ou une
coupure de la liaison internucléosidique.?! Les groupements protecteurs baso-labiles sont donc
généralement écartés au profit de groupements tels que le TBDMS, déprotégés par des ions
fluorures. Toutefois, un groupement protecteur baso-labile, le pivaloyloxyméthyle (PivOM), a
été développé avec succes par 1’équipe ChemBioNAC.2%" En plus d’étre compatible avec les
protections classiques, ¢’est-a-dire les diméthoxytrityles en position 5°, les 2-cyanoéthyles sur
les groupements phosphates ou encore les groupements acyles sur les nucléobases, le PivOM a
également I’avantage d’étre coupé en conditions douces et donc compatibles avec ’ARN. En
effet, la premiere étape consiste a déprotéger les groupements phosphates avec une base forte
non nucléophile, la 1,8-diazabicyclo-[5.4.0Jundec-7-¢ne (DBU) ou la pipéridine, puis a
déprotéger les nucléobases et les hydroxyles en position 2° en méme temps que
I’oligonucléotide est coupé du support par un traitement ammoniacal a 37°C pendant 3 heures.
Ces travaux ayant fait I’objet d’un brevet, ’'uridine protégée en position 5’ par un groupement
DMT et en position 2’ par un groupement PivOM est aujourd’hui commercial. Nous sommes
donc partis de ce composé comme substrat de départ qui, a I’instar de T®", a été silylé en
position 2’ et déprotégé en position 5’ par un traitement acide pour conduire au produit 15 avec

un rendement de 72% sur les deux étapes (Figure 63).
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TBDMSCI
DMTO DMTO HO
oY Imidazole oV 10% BSA o Y
. Pyridine anhydre . DCM/MeOH )
OH OPivOM 20°C, 20h TBDMSO  OPivOM 0°C, 1h TBDMSO  OPivOM

90% 14 80% 15
PIvOM : H\/o\ﬂ)<

o

Figure 63 : Silylation et détritylation de 'uridine tritylée et protégée par le groupement PivOM en

position 2’.

L’alcool primaire de I’intermédiaire 15 est ensuite oxydé en aldéhyde par I'IBX de fagon
quantitative (Figure 64). En revanche, I’homologation de 1’aldéhyde ne peut ici pas étre réalisée
avec le réactif de Nysted car celui-ci met en jeu 1’éthérate de trifluorure de bore qui peut
déprotéger le groupement PivOM. L’utilisation du réactif de Bestmann-Ohira est également
impossible car elle nécessite I’assistance d’une base, le KoCOs, susceptible de déprotéger
I’hydroxyle en position 2’. Pour cette étape, il est donc nécessaire d’utiliser le réactif de Tebbe

malgré les faibles rendements obtenus de 22 % en moyenne pour obtenir le composé 17.

HO U (0] U

o IBX S o Reéactifde Tebbe Ny U
THF
TBDMSO  OPIiVOM 80A°8N6h TBDMSO  OPWOM 4o gn TBDMSO  OPIvOM
15 quantitative 16 22% 17

Figure 64 : Oxydation de 15 et homologation de 16.

Afin d’améliorer ces rendements, nous avons opté pour une seconde voie de synthése dans
laquelle 1’hydroxyle en position 2’ est protégé par un groupement TBDMS. En raison de
I’encombrement stérique généré, 1’¢tape de couplage lors de la synthése automatique des
oligonucléotides est plus lente. Celle-ci peut toutefois étre optimisée en remplacant I’agent de
couplage 1H-tétrazole par de meilleurs activateurs tels que le 5-éthylthio-1H-tétrazole*** ou le

5-(benzylmercapto)-1H-tétrazole (BMT).2?
2.2.2.2 Protection 2’-TBDMS

Une stratégie de synthese en 7 étapes a ainsi été développée (Figure 65).
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U X U X U
o hydroboration 0] silylation (0]
— —

OH OTBDMS OH OTBDMS OH OH
25 23a 22

HO U

O\ u HO u
oléfination 0 oxydation o protection o
— — —
o0.__0O 0.__0O
Pl Pl

OH OH

19 18
Figure 65 : Schéma rétrosynthétique de la borono-uridine 25.

Tout d’abord, les hydroxyles en positions 2’ et 3’ de 'uridine ont été protégés de fagon
simultanée avec un groupement isopropylidéne par I’ajout de 2,2-diméthoxypropane (DMP) et
d’acide para-toluenesulfonique (APTS) (Figure 66). De la méme facon que pour la synthese de

T®", le composé 18 a ensuite été oxydé par I'IBX pour conduire a 1’aldéhyde 19 de facon

quantitative.
HO 0
HO U l v
Lo U DMP APTS :o: IBX o)
B —— B ————
THF 0__0 ACN 0__0
OH OH  ghec 1h > 80°C, 6h PN
73% quantitative
18 19

Figure 66 : Protection des hydroxyles 2' et 3' de I'uridine et oxydation du composé 18.

La réaction d’homologation a été entreprise via I’utilisation du réactif de Nysted et de BOR
(Figure 67). Au vu du rendement supérieur obtenu par le réactif de Nysted, cette voie de
synthése a été préférée et a permis, apreés déprodection de 1’alcene 21 par 1’acide

trichloroacétique (TCA), de conduire au composé 22 avec un rendement de 69 %.

(©) U Réactif de Nysted XX U AN U
N
§0> BF,OEt, {Oj TCA 0
_—
o. O THF Oo. .0 IOEau OH OH
AN 0°C & 20°C, 4h >N 20 C, 4h
88% 69% 22
21
BOR H,, Pd/C
KZCO3 cyclohexéne
MeOH MeOH
30°C, 4h 20°C, 6h
50% 20

quantitative

Figure 67 : Homologation de 19 par le réactif de Bestmann-Ohira ou de Nysted et déprotection.
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Afin de silyler sélectivement I’hydroxyle en position 2°, du TBDMSCI en présence de nitrate
d’argent dans de la pyridine est utilisé pour conduire au composé¢ 23a avec un rendement de 54
% (Figure 68).26° Le role exact du nitrate d’argent n’a pas clairement été mis en évidence mais
il semble étre impliqué dans la coordination de I’hydroxyle en position 3’, permettant ainsi la
réaction de silylation quasiment exclusivement en position 2°. Une faible fraction du composé
23b, présentant le groupement TBDMS en position 3°, a été isol¢ et caractérisé. Cependant, la
migration intramoléculaire 2°-3° du groupement silyle impliquant un atome de silicium
pentavalent en présence de méthanol a déja été rapportée dans la littérature.?®* La poursuite de
la synthese doit ainsi exclure ce solvant pour ne pas risquer une migration non désirée du

groupement protecteur.

AgNO; t
A U TBDMSCI X\ U AN U A u
o Pyridine 0 o - © >
_— +
OH OH THF OH OTBDMS TBDMSO OH o, .0
20°C, 3h Si-
22 54% 23a 23b, 5% 7<

Figure 68 : Silylation sélective de l'alcene 22.

L’alcéne silylé en position 2’ est ensuite borylé en présence de diméthylsulfure de borane et
d’a-pinéne dans un mélange d’éther diéthylique et de tétrahydrofurane conduisant au composé
24a avec un rendement de 51 % (Figure 69). Cette réaction conduite sur un mélange de
composés 23a et 23b nous a également permis de caractériser le composé borylé 24b, avec le
groupement TBDMS en position 3°, sans toutefois avoir pu I’isoler. Enfin, la protection de
I’acide boronique de I’intermédiaire 24a par le MIDA conduit au composé final 25 avec un
rendement de 63 %. Celui-ci a par la suite été envoyé au Professeur Sabine Miiller de
I’Universitdt Greifswald en Allemagne pour entreprendre 1’étape de phosphitylation ainsi que
I’introduction du produit obtenu au sein des séquences correspondant au split ribozyme étudié

(HPWTL2).

[oN6}
BT

HO. _OH
B
BH3SM82
N o u a-pinéne o u MIDA o u
_—
_—
Benzéne/DMSO
OH OTBDMS  Ether/THF OH OTBDMS . OH OTBDMS
. . 110°C, 20h
35°C, 4h puis 63%
23a 20°C, 15h 24a ° 25

51%

Figure 69 : Borylation de l'alcéne silylé 23a et protection de 1’acide boronique 24a par le MIDA.
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2.2.3 Synthese des autres dérivés boroniques

En plus des deux nucléosides modifiés T®" et UP", d’autres synthons ont été synthétisés par
des stratégies de synthese similaires afin d’étudier I’influence du lien entre I’acide boronique et
la séquence d’acide nucléique sur ’activité catalytique résultante (Figure 70). Tout d’abord, le
composé 26 est obtenu par phosphitylation a partir du 4-(4,4,5,5-tétraméthyl-1,3,2-
dioxaborolan-2-yl)phénol commercial avec un rendement de 42 %. Afin d’augmenter
I’aromaticité et la rigidit¢é du composé, le composé 28 a été synthétisé a partir de 1’acide
naphtaleneboronique, protégé par le MIDA puis phosphitylé avec un rendement de 18 % sur
les deux étapes. Malgré ces rendements modérés, une quantité suffisante de produits a été

obtenue pour les futures synthéses d’oligonucléotides, ces réactions n’ont de ce fait pas été

o
; O%O
_B -0-
1 ~
P N
o Po™FC OR

26 27 : R=H
28 : R=phosphoramidite

optimisées.

Figure 70 : Structure des autres synthons synthétisés.

L’ensemble des phosphoramidites contenant des acides boroniques ont ensuite été incorporés a
I’extrémité 5° des séquences d’acides nucléiques nécessaires a 1’étude du split DNAzyme 10-
23.

2.3 Synthese des séquences modifiées

2.3.1 Chimie classique des phosphoramidites

Les oligonucléotides modifiés par les différents acides boroniques, dont les séquences ont été
déterminées a partir du DNAzyme 10-23 de Lusic,?! ont été synthétisés sur support solide par
la méthode classique des phosphoramidites par un synthétiseur automatique.’%>?%® Le
nucléoside a I’extrémité 3’ est greffé sur un support solide de billes de verre a porosité controlée
(CPG) via un lien succinyl et 1’¢longation de 1’oligonucléotide s’effectue de I’extrémité 3’ vers
5’ selon le cycle de synthése décrit ci-dessous (Figure 71). Tout d’abord, I’oligonucléotide en
formation est détritylé a D’extrémité 5’ par un traitement au TCA en solution dans le

dichlorométhane afin d’obtenir un hydroxyle libre et permettre 1’élongation de la séquence.

L’efficacité de la déprotection est évaluée par une mesure conductimétrique de la quantité de
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cations 4,4’-diméthoxytrityles libérés. Le phosphoramidite correspondant au nucléoside suivant
est ensuite ajouté en présence de BMT en solution dans I’acétonitrile pour former une liaison
phosphite triester. Cette réaction de couplage n’est jamais totale et nécessite une étape de
coiffage afin de bloquer les hydroxyles n’ayant pas réagi et ainsi empécher la poursuite de la
synthese sur les oligonucléotides tronqués. Cette étape est réalisée par 1’addition d’une solution
d’anhydride acétique en présence de N-méthylimidazole (NMI) pour les séquences d’ADN ou
d’anhydride phénoxyacétique pour les séquences d’ARN. Enfin, un traitement avec une
solution de diiode dans le tétrahydrofurane est effectué en présence d’eau afin d’oxyder le lien
phosphite triester instable en phosphate triester plus stable. Le cycle est ensuite répété autant
de fois que nécessaire afin d’introduire les nucléosides suivants. Les séquences d’ADN
synthétisées sont ensuite traitées par une solution d’ammoniaque a 28 % pendant 5 heures a
55°C pour les libérer du support et déprotéger les nucléobases ainsi que les groupements
phosphates internucléosidiques. Les groupements pinacol et MIDA baso-labiles sont également
déprotégés lors de cette étape. Classiquement, les séquences d’ARN sont protégées par un
groupement TBDMS en position 2’ et sont déprotégées par des ions fluorures. Cependant, dans
le cas ou les séquences d’ARN sont protégées par un groupement PivOM, I'utilisation de DBU
est nécessaire pour déprotéger les phosphates internucléosidiques. Un traitement ammoniacal a

37°C pendant 3 heures permet ensuite d’éliminer tous les autres groupements protecteurs.
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\ o TCA
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. Y s
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4 ] 3"

% R

Oxydation DMTO B+
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Couplage o

Iz, H,0 NC/\/O Y

(? R
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Figure 71 : Schéma général du cycle de synthese d'oligonucléotides.
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Pour les premieres études par fluorescence des split DNAzymes non modifiés, le substrat a été
fonctionnalisé par un fluorophore a son extrémité 3’°, le 6-FAM, et le DNAzyme ainsi que les
split DNAzymes par un inhibiteur de fluorescence, le BHQ-1, a leur extrémité 5°. Pour cela, les
supports solides et phosphoramidites correspondant ont été utilisés et la synthese des
oligonucléotides a été réalisée selon les conditions classiques (Tableau 1). Cependant, pour les
phosphoramidites modifiés T®", Ph®", et Napht®", une modification des conditions est
nécessaire. Ainsi, les temps de couplage ont été augmentés jusqu’a 180 ou 1200 secondes selon

le phopshoramidite incorporé et la dernicre étape de détritylation n’a pas été effectuce.

Tableau 1 : Conditions utilisées pour la synthese d'oligonucléotides.

Etape Réaction Réactifs Temps (s)

1 Détritylation 3% TCA/DCM 65

2 Couplage Non modifié : 0,1M amidite/ACN + 0,3M BMT/ACN 30
Ph5" : 0,1M amidite/ACN + 0,3M BMT/ACN 180
Napht®" : 0,05M amidite/ACN + 0,3M BMT/ACN 180
TP" : 2x0,05M amidite/ACN + 0,3M BMT/ACN 1200

3 Coiffage Ac,O/THF/Pyridine + 10% NMI/THF 10

4 Oxydation 0,1M L/THF/H,O/Pyridine 15

Les oligonucléotides obtenus sont ensuite purifiés par HPLC préparative en phase inverse puis
analysés par HPLC analytique en phase inverse et spectrométrie de masse MALDI-TOF. Le
spectre de masse est enregistré en mode négatif avec une matrice 6-aza-2-thiothymine (ATT)
et du citrate d’ammonium en tant que co-matrice. Pour les séquences d’oligonucléotides
modifiées par des acides boroniques, la masse attendue correspondant a [M-H]  n’est
généralement pas observée. En revanche, la présence de signaux correspondant a des masses
inférieures de 18, 36 ou 45 Da implique des fragmentations de type [M-H,O-H]", [M-2H,O-H]
et [M-B(OH),-H] respectivement. Un signal avec une masse supérieure de 156 Da est
également parfois observé et est attribué a un adduit de 1’acide boronique avec le citrate
d’ammonium présent dans la matrice. La présence de ces signaux d’intensité plus ou moins

importante selon la puissance du laser a précédemment été reportée.”®’

2.3.2 Chimie click

L’influence du lien entre 1’acide nucléique et 1’acide boronique a été évaluée par 1’introduction

de I’ester 2-(4-éthynylphényl)pinacolborane commercial via un motif triazole par réaction de
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CuAAC. Pour cela, lesoligonucléotides ont été classiquement synthétisés mais n’ont pas été
déprotégés ni coupés du support en fin de synthese. En effet, il faut fonctionnaliser I’extrémité
5’ avec une fonction azide pour pouvoir effectuer la réaction de CuAAC (Figure 72). Tout
d’abord, la colonne contenant les billes de support CPG est connectée d’une part a une seringue
vide et d’autre part a une seringue comportant une solution d’iodure de (méthyl)triphényl-
phosphonium dans le diméthylformamide. La solution est passée a travers la colonne d’une
seringue a I’autre pendant 15 minutes 4 20°C (percolation).?®® Apreés plusieurs rincages avec de
I’acétonitrile et du dichlorométhane, la colonne est ensuite percolée avec une solution d’azoture
de tétraméthylguanidinium (TMGA) dans 1’acétonitrile pendant une heure et demie a 60°C.%%
Les billes sont ensuite lavées avec de 1’acétonitrile puis avec une solution de bisulfite de sodium
afin d’¢liminer 1’exceés de réactifs ainsi que toute trace d’iode résiduel. Enfin, toujours sur
support, I’oligonucléotide est mis en présence de 1’ester 2-(4-éthynylphényl)pinacolborane, de
tris(benzyltriazolylméthyl)amine (THPTA) et d’une solution de sulfate de cuivre/ascorbate de
sodium pendant une heure a 60°C. Apres plusieurs lavages avec une solution d’acide
éthylenediaminetétraacétique (EDTA) pour éliminer tous les résidus de cuivre,

I’oligonucléotide est déprotégé et purifié.

N
N\
ester 2-(4-éthynylphényl)pinacolborane N
THPTA
CH3P (OPh)3 TMGA CuSOy/Ascorbate de sodium
DMF ACN ACN/H,O
20°C, 15 min 60°C, 1h30 60°C, 1h

Figure 72 : Incorporation de 1'acide boronique par chimie click.

Cette technique de borylation sur support par chimie click est, a notre connaissance, la premiere
a avoir été reportée et fera 1’objet d’une étude plus approfondie dans le Chapitre 3 de ce

manuscrit ainsi que d’une publication.?”°

Toutes les séquences d’oligonucléotides correspondant au DNAzyme 10-23 ainsi qu’aux
systemes divisés ayant été synthétisées (Tableau 2), nous avons ensuite étudié leur activité
catalytique. Nous nous sommes d’abord intéressés au DNAzyme 10-23 puis aux systemes

divisés non modifi€s par des acides boroniques afin de déterminer les conditions optimales. Ces
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dernieéres ont ensuite été appliquées aux systemes modifiés afin d’évaluer I’'impact de la

formation de 1’ester boronate sur le rétablissement de 1’activité catalytique.

Tableau 2 : Tableau récapitulatif des séquences utilisées pour I'étude du DNAzyme 10-23.

Nom Séquence (5’ vers 3’) Utilisation
ORN1 r(GAGAGAGAUGGGUGCG)
ORN2 r(UGGGUGCG)
DNAzyme 10-23%!
ORN3 r(GGAGAGAGA)
ODN1 d(CGCACCCAGGCTAGCTACAACGACTCTCTCCG)
ODN2 d(CGCACCCAGGC)
ODN3 d(TAGCTACAACGACTCTCTCCG)
ODN4 d(CGCACCCAGGCTAGO)
ODNS d(TACAACGACTCTCTCCG)
ODN6 d(CGCACCAGGCTAGCTACAACGACQ)
Split DNAzymes (sans

ODN7 d(TCTCTCCG)

acide boronique)
ODNS8 d(CGCACCCAGGCTAGCTACAACGACTC)
ODN9 d(TCTCCG)
ODN10 d(CGCACCCAGGCTAGCTACAACGACTCTC)
ODN11 d(TCCG)
ORN4 r(GGAGAGAGAUGGGUGCG)-FAM
ORNS5 r(UGGGUGCG)-FAM
ODN12 BHQ-d(CGCACCCAGGCTAGCTACAACGACTCTCTCCG)
ODNI13 d(GGAGAGAG(rArU)GGGTGCG)-FAM DNAzyme
ODN14 rUd(GGGTGCG)-FAM fonctionnalisé pour la
ODNI15 d(GGAGAGAG)rA détection par
ORNG6 r(GGAGAGAGAUGGGUGCG)-ATTOss0 fluorescence
ORN7 r(GGAGAGAGA)
ORNS r(UGGGUGCG)—ATTOﬁx()
ORNY9 ATTO483-1(GGAGAGAGAUGGGUGCG)-ATTOss0
ODN16 d(CGCACCCAGG)rC

Split DNAzyme 1
ODN17 TB-d(AGCTACAACGACTCTCTCCG)
ODNI18 d(CGCACCCAGGCTAG)C
ODN19 d(ACAACGACTCTCTCCG)

Split DNAzyme 2
ODN20 TB-d(ACAACGACTCTCTCCG)
ODN21 Napht®"-d(TACAACGACTCTCTCCQG)
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ODN22 TrPh®"-d(TACAACGACTCTCTCCG)

ODN23 Napht*"-d(ACAACGACTCTCTCCG) Split DNAzyme 2
ODN24 d(CGCACCCAGGCTAGCTACAACGA)rC

ODN25 d(CTCTCCG)

ODN26 TH-d(CTCTCCG)

ODN27 Napht®"-d(TCTCTCCG) Split DNAzyme 3
ODN28 Ph®"-d(TCTCTCCG)

ODN29 Napht®"-d(CTCTCCG)

ODN30 Ph®"-d(CTCTCCG)

ODN31 d(CGCACCCAGGCTAGCTACAACGACT)C

ODN32 d(CTCCG)

ODN33 TB-d(CTCCG)

ODN34 Napht®"-d(TCTCCG) Split DNAzyme 4
ODN35 Ph®"-d(TCTCCG)

ODN36 TrPh®"-d(TCTCCG)

ODN37 Napht®"-d(CTCCG)

ODN38 Ph®"-d(CTCCG)

ODN39 d(CGCACCCAGGCTAGCTACAACGACTCT)IC

ODN40 d(CCG)

ODN41 TB-d(CCG)

ODN42 Napht®"-d(TCCG) Split DNAzyme 5
ODN43 Ph®"-d(TCCG)

ODN44 Napht®"-d(CCG)

ODN45 Ph®"-d(CCG)

2.4 Etude de P’activité des split DNAzymes

2.4.1 Etude de Pactivité du DNAzyme parent
2.4.1.1 Etude par HPLC

L’activité catalytique du DNAzyme 10-23 a tout d’abord été étudiée par HPLC ionique,
permettant une meilleure séparation des oligonucléotides qu’en phase inverse (Figure 73A).
Pour cela, la premiere étape consiste a déterminer le gradient optimal pour 1’observation des
quatre brins de facon bien distincte (Figure 73B). L analyse est effectuée a une température de

75°C pour s’assurer que tous les partenaires soient bien sous la forme simple brin, la
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température de demi-fusion de 1’ensemble étant située autour de 40°C. La largeur du pic
correspondant au brin ODN1 s’explique par une quantité ainsi qu’un temps de rétention plus
¢levés. L’étude portant d’abord sur le DNAzyme parent, elle doit donc permettre de déterminer
la disparition du substrat d’ARN entier ORN1, et I’apparition des deux fragments d’ARN
coupés ORN2 et ORN3. Les premiers tests ont été réalisés selon les conditions décrites par
Lusic, soit 100 mM de chlorure de magnésium, un tampon Tris a une concentration de 15 mM
et un pH de 8,2, une température de 37°C et une quantité de DNAzyme dix fois supérieure a
celle du substrat d’ARN, soit ici 20 pM de substrat et 200 pM de DNAzyme.*>! Avant I’ajout
d’ions Mg**, les brins ODN1/ORN1 sont chauffés 2 90°C pendant 5 minutes afin de dénaturer
les duplexes et supprimer toutes les structures secondaires, puis un retour lent a température
ambiante (30 minutes) permet leur hybridation. Le magnésium est ensuite ajouté pour activer
le systeme catalytique et, apres 30 minutes de réaction seulement, les signaux correspondant
aux substrats d’ARN coupés ORN2 et ORN3 sont observés (Figure 73B). Afin de pouvoir
étudier la réaction a différents instants ¢ et la suivre au cours du temps, la réaction est stoppée
en ajoutant une solution aqueuse d’EDTA a 83 mM.?"! Ainsi, grice a la complexation des ions
Mg?* par les quatre atomes d’oxygénes et les deux atomes d’azotes de ’EDTA, Dactivité
catalytique est inhibée car ceux-ci ne sont plus disponibles pour complexer 1’hydroxyle en
position 2’ du substrat d’ARN ORN1, empéchant de fait I’activation du DNAzyme. L’ajout
d’une solution d’EDTA avant celle de magnésium démontre 1’absence des signaux attendus

ORN?2 et ORN3 apres 30 minutes de réaction (Figure 73C).
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Figure 73 : (A) Coupure du substrat d’ARN par le DNAzyme 10-23 (ODN1) en présence de

magnésium et spectres HPLC obtenus (B) sans et (C) avec addition d’EDTA & ¢ = 0 min.

La concentration en ions Mg?* a ensuite été optimisée. Pour cela, différentes réactions ont été
effectuées pour des concentrations allant de 1 a 100 mM puis elles ont été stoppées par ajout
d’EDTA aprés 30 minutes et analysées par HPLC ionique. La quantité de substrat d’ARN
résiduel ORNI est calculée a partir du ratio entre I’aire du pic obtenu a la concentration voulue
et celle obtenue sans magnésium, considérée comme étant le maximum. Il s’avere qu’avec
seulement 1 mM de d’ions Mg**, la quantité de substrat d’ARN ORN1 a déja diminué de plus
de 50 % mais a partir d’une concentration de 25 mM un plateau est observé, indiquant une
saturation des sites de coordination (Figure 74A). Le but étant de suivre la réaction au cours du
temps et d’évaluer les différences entre tous les systémes, nous avons choisi une concentration
de 1 mM afin que le substrat d’ARN ne soit pas entiérement coupé trop rapidement. Une
cinétique de la réaction est donc réalisée avec 1 mM en ions Mg?* et il s’avére que le temps de
demi-réaction, ¢’est-a-dire le temps nécessaire pour que la moitié du substrat soit coupé, est de
20 minutes. De plus, un ralentissement de la cinétique de la réaction est observé. En effet, tandis
que 60 % de substrat d’ARN ORN1 sont coupés durant les 30 premieres minutes, seulement

20 % de coupure supplémentaire sont visibles apres 60 minutes (Figure 74B).
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Figure 74 : Evolution de l'activité catalytique en fonction (A) de la concentration en ions Mg2* et (B)

du temps a une concentration en ions Mg?* de 1 mM.

La réaction a ensuite été testée avec les systemes divisés qui ne portent aucune modification
chimique (Figure 75). Avec une concentration en ions Mg?* de 1 mM, aucun split DNAzyme
ne semble étre actif. Méme en augmentant la concentration a 50 mM, aucune coupure du
substrat n’est observée par HPLC ionique pour les split DNAzymes 1 et 2, ce qui semble logique
car le site de coupure est situé au niveau du cceur catalytique. Ce méme résultat est également
obtenu pour le split DNAzyme 3 dont le site de coupure se situe a la jonction entre le bras de
reconnaissance et le site catalytique. En revanche, une faible quantité d’ORN2 et ORN3 est
observée dans le cas des split DNAzymes 4 et 5 pour lesquels la coupure est effectuée au niveau
du bras de reconnaissance, laissant ainsi le site catalytique intact (Tableau 3). La coupure du
DNAzyme entraine donc une diminution considérable voire une inhibition de [’activité
catalytique. L’insertion d’un acide boronique en position 5’ et d’un ribonucléotide en position
3’ a pour but de rétablir la liaison entre les deux fragments et ainsi rétablir I’activité catalytique

par formation d’un lien de type ester boronate.

5,CGCACCC/’-\ CTCTCTCCG 3 5,CGCACCCA CTCTCTCCG 3 5ICGCACCCA Cc TCTCTCCGS,

G A
G GC c GG AG
ODN2 C % ODN3 ODN4 TC 4 ODNS ODN6 C C ODN7
A
C A CA T A
TageT C LA GcraC
split DNAzyme 1 split DNAzyme 2 split DNAzyme 3

5,CGCACCCé CTC TCTCCG3. 5ICGCACCCA /(A:TCTC TCCGB,

c° e C e
ODN8 (/3\ ODN9 ODN10 ¢ %\ ODN11
TA A TA A
GcraC GeraC
split DNAzyme 4 split DNAzyme 5

Figure 75 : Représentation des split DNAzymes 1 a 5 ne comportant aucune modification chimique.
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Cette premiere étude par HPLC nous a permis de déterminer les conditions optimales pour
obtenir la meilleure activité catalytique possible (Tableau 3). Cependant, les résultats obtenus
¢tant uniquement basés sur 1’aire des pics observés, cette technique manque de reproductibilité
et de précision. De plus, il est nécessaire d’avoir une concentration en oligonucléotides élevée
pour obtenir des signaux exploitables en HPLC, consommant une importante quantité de
produit. Nous avons donc choisi de changer de technique d’analyse et d’utiliser la spectroscopie
de fluorescence qui permet 1’analyse en temps réel ainsi que 1’utilisation de quantités plus

restreintes.

Tableau 3 : Tableau récapitulatif de l'optimisation de la quantité de magnésium pour ’activité du

DNAzyme et premiers résultats avec les split DNAzymes observés aprés 30 minutes de réaction.

Systeme Concentration MgCl, (mM) % ORN1

0 100

1 46

5 24

DNAzyme parent 10 18
25 14

50 12

100 15

Split DNAzyme 1 50 100
Split DNAzyme 2 50 100
Split DNAzyme 3 50 100
Split DNAzyme 4 50 92
Split DNAzyme 5 50 98

2.4.1.2 Etude par fluorescence

Afin de pouvoir analyser ’activité catalytique du systéme par fluorescence, il est nécessaire de
fonctionnaliser le substrat d’ARN ORN4 a ’extrémité 3’ par un fluorophore et le DNAzyme
ODN12 a I’extrémité 5’ par un inhibiteur de fluorescence. Notre premier choix s’est porté sur
la 6-carboxyfluorescéine (6-FAM), dont I’émission de fluorescence est relativement intense, et
sur le Black Hole 1 (BHQ-1), un inhibiteur non fluorescent. Ils ont alors été introduits par la
méthode classique des phosphoramidites en utilisant les supports et phosphoramidites
correspondants.?%>2% Ainsi, lorsque les deux brins sont hybridés le 6-FAM et le BHQ-1 sont &

proximité, résultant en une inhibition de I’émission de fluorescence (Figure 76). En revanche,
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en présence d’ions Mg?* I’activité catalytique est rétablie et le substrat est coupé en deux
fragments. Le fragment ORNS contenant le fluorophore est alors libéré et déshybridé, ce qui se

traduit par une augmentation de fluorescence.

5
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CQQ»
N
N OOG 3
X
FAM_ 5 A ORN4 3 <:) 5
GCGUGGGU GAGAGAGG
CGCACCCA 2+
BHG S a EECTCches- Mg CGCACCCA  CTCTCTCCG
& c ODN12 BHQ 5 G e,
A c
T A T (:) f
GoraC

G AC

Figure 76 : Principe de détection de l'activité catalytique par spectroscopie de fluorescence avec un

systtme ARN/ADN.

L’¢tude de ce systeéme par fluorescence n’ayant, a notre connaissance, jamais été réalisé
auparavant, il a été nécessaire d’optimiser les paramétres afin d’obtenir une émission et une
inhibition de fluorescence suffisantes pour pouvoir étre détectées. Ainsi, la fluorescence du
substrat d’ARN ORN4 seul a d’abord ét¢ étudiée afin de déterminer la concentration minimale
nécessaire pour obtenir un signal fluorescent (Figure 77A). Nous pouvons noter qu’un signal
intense est obtenu a partir de 500 nM, soit a une concentration 40 fois inférieure a celle utilisée
lors des études précédentes d’HPLC. La fluorescence du substrat d’ARN coupé¢ ORNS a

également été étudiée et un signal satisfaisant est obtenu a partir de 200 nM (Figure 77B).
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Figure 77 : Fluorescence de (A) ORN4 et (B) ORNS en fonction de la concentration.

L’inhibition de fluorescence en présence des deux brins ODN12 et ORN4 a ensuite été étudiée
en fonction de la température afin de déterminer la température optimale pour qu’ils restent

hybridés lors de la réaction (Figure 78A). La méme étude a également été réalisée avec le
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fragment d’ARN coupé ORNS et le DNAzyme ODN12 afin de déterminer la température a
laquelle le substrat coupé se déshybride aprés coupure, permettant 1’augmentation de
fluorescence (Figure 78B). Concernant le substrat entier ODN12/ORN4, nous pouvons
observer une augmentation de fluorescence relativement faible jusqu’a 37°C, indiquant que les
brins sont majoritairement sous la forme de duplex. En revanche, a partir de 50°C Ia
fluorescence augmente car le duplex commence a se déshybrider. Il faut donc se placer a une
température inférieure a celle-ci afin de favoriser I’hybridation des deux brins et ainsi 1’activité
catalytique. De plus, cela permettra de limiter les signaux faux positifs, c’est-a-dire
I’augmentation de fluorescence due a une déshybridation et non a la coupure du substrat. Nous
pouvons noter que méme en étant hybridés, un signal fluorescent résiduel est observé et la
déshybridation des brins entraine une augmentation de fluorescence d’un facteur 1,2, ce qui est
assez faible. Le systtme ODNI12/ORNS apres coupure est capable de se déshybrider et
d’émettre un signal fluorescent intense quelle que soit la température, ce qui s’explique par une
faible longueur du duplex bien que des paires CG, connues pour stabiliser les duplex, soient

présentes.
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Figure 78 : Emission de fluorescence en fonction de la température pour les systémes (A) ODN12/

ORN4 ou (B) ODN12/ORNS.

Apres optimisation des conditions de réaction, I’activité catalytique du systéme ODN12/ORN4
a été étudiée a 37°C en présence d’ions Mg>* & une concentration de 100 mM. Le substrat
d’ARN ORN4 (200 nM) et le DNAzyme ODN12 (2 uM) ont été au préalable déshybridés par
chauffage puis a nouveau hybridés par un retour lent a température ambiante. La fluorescence
est ensuite mesurée toutes les 10 minutes aprés 1’ajout d’ions Mg?* (Figure 79A). Cependant,
aucune augmentation significative de fluorescence n’est observée, méme apres une heure de

réaction. La premiere hypothése évoquée est la présence d’un trop large excés de DNAzyme
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ODN12 qui inhiberait la fluorescence du substrat d’ARN coupé (ORNS) par proximité spatiale.
La réaction a donc été testée avec 500 nM de chaque oligonucléotide et 200 mM de MgCl, mais
le méme résultat est observé (Figure 79B). La réaction a également été étudiée a des
températures plus faibles afin de favoriser I’hybridation des brins sous forme de duplex, mais

sans Succes.
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Figure 79 : Cinétiques de la réaction a 37°C avec (A) ORN4 (200 nM), ODN12 (2 uM) et 100 mM
d’ions Mg?*, puis (B) ORN4 (500 nM), ODN12 (500 nM) et 200 mM d’ions Mg**.

D’apres la littérature, les duplexes ADN/ADN ont démontré une meilleure affinité et stabilité
que les duplexes ARN/ADN.?”>27* Un nouveau systéme uniquement a base d’ADN a donc été
développé afin de favoriser 1’hybridation des deux brins et d’augmenter ’activité catalytique
(Figure 80). Il est toutefois important de garder la riboadénosine et 1’uridine au centre de la
séquence du substrat d’ADN ODN13 car la coupure ne peut étre réalisée qu’en présence de
bases ARN grace a la présence de 1’hydroxyle en position 2°. Bien qu’une augmentation de
fluorescence ait été notée apres 10 minutes de réaction, celle-ci reste stable par la suite et ne
permet pas d’obtenir des résultats satisfaisants. Le probleme ne semble donc pas venir de

I’hybridation ni de la concentration en oligonucléotides.
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Figure 80 : Principe de détection de 1'activité catalytique par spectroscopie de fluorescence avec un

systtme ADN/ADN.
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Nous avons observé que la quantité de magnésium avait une influence sur la fluorescence
initiale. En effet, plus la concentration est importante plus la fluorescence est faible. Nous avons
étudié plus précisément ce phénomene en placant ORN4 et ODN13 en présence de différentes
concentrations en ions Mg?* (Figure 81). A notre grande surprise, nous avons observé que plus
la concentration est importante, plus la fluorescence est inhibée. Nous observons toutefois qu’a
faible concentration, la fluorescence de ODN13 reste supérieure a celle du substrat d’ARN

ORN4, indiquant une sensibilité plus faible a la présence de magnésium dans le milieu.
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Figure 81 : Inhibition de la fluorescence de ORN4 et ODN13 selon la concentration en ions Mg?*.

Les ions Mg?" semblent donc étre responsables de 1’inhibition de fluorescence non désirée
malgré I’impact minime reporté dans la littérature.>’> Bien que le magnésium soit le métal

® nous avons étudié I’inhibition de

divalent le plus efficace pour activer ce DNAzyme,?’
fluorescence du DNAzyme ODN13 en présence d’autres métaux divalents (Figure 82A). Ainsi,
les métaux alcalino-terreux inhibent la fluorescence d’environ 50 % tandis que les métaux de
transition 1’inhibent & hauteur de 100 %. Ces derniers sont en effet connus pour leur role
d’inhibiteur de fluorescence par la présence d’¢lectrons non appariés au sein de leur couche
électronique d qui inhibent la fluorescence par un mécanisme de transfert de charge, méme a
faible concentration.?”> De plus, les ions métalliques sont capables de se coordiner avec les
nucléobases des oligonucléotides, et plus particuliérement avec 1’atome N7 des résidus
guanosines. Or, dans notre cas, plusieurs guanosines sont situées a coté du fluorophore, ce qui
peut entrainer une préconcentration des ions métalliques dans la sphére d’inhibition du
fluorophore (Figure 82B). D’autre part, la présence du duplex a proximité du fluorophore ainsi
que d’un grand nombre de groupements phosphates internucléosidiques chargés négativement
permet aux ions métalliques de se lier aux brins par interactions électrostatiques. Celles-ci

entrainent des liaisons non spécifiques et 1’effet de préconcentration peut provoquer une

inhibition de la fluorescence ainsi qu’une diminution de I’activité catalytique. Enfin, le 6-FAM
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est sous une forme dianionique a pH basique pouvant ainsi engendrer la formation de sels de

magnésium qui pourraient €tre a 1’origine de 1’inhibition de fluorescence, méme si cela n’a pas

été confirmé.?”’
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Figure 82 : (A) Inhibition de la fluorescence de ODN13 en fonction du métal divalent utilisé. (B)

Meécanisme de l'inhibition du fluorophore.

Par conséquent, ce systeme modifi€ avec ce type de fluorophore ne peut étre étudié par
spectroscopie de fluorescence dans ces conditions. Toutefois, le substrat ODN13 comportant le
fluorophore 6-FAM peut étre étudié par électrophorese sur gel de polyacrylamide (PAGE) tout

en s’affranchissant des problémes d’inhibition.
2.4.1.3 Etude par PAGE

Cette technique est trés utilisée pour 1’analyse d’acides nucléiques grace a la séparation des
séquences en fonction de leur charge et de leur poids moléculaire. Dans notre cas, un gel
dénaturant est utilis¢ afin d’observer les séquences sous la forme simple brin. Les agents
dénaturants les plus classiques sont le formamide ou 1’urée, qui sont des compétiteurs de
liaisons hydrogene, ainsi que le formaldéhyde, dont la fonction carbonyle agit comme base de
Schiff avec les fonctions imino ou amino des nucléobases empéchant 1’appariement des
nucléobases. Cependant, ce dernier étant hautement toxique, nous lui avons préféré 1'urée et le
formamide. La formation du gel de polyacrylamide est réalisée en présence de
tétraméthyléthylénediamine (TEMED) et de persulfate d’ammonium (APS) qui, par réaction
avec la lumiére, sont des anions extrémement réactifs et permettent d’activer la polymérisation
du mélange acrylamide-bisacrylamide avec un taux de réticulation de 20 % dans un tampon
Tris, Borate, EDTA (TBE). Pour chaque puit, 50 pmoles des brins correspondants aux substrats
d’ADN entier ODN13 ou coupé ODN14 sont dilués dans de 1’eau et du formamide puis la
solution est déposée au sommet du gel. Apres migration des échantillons, le gel est révélé par

une lampe UV. La présence du fluorophore 6-FAM permet d’éviter une révélation chimique
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via le bromure d’éthidium ou le GelRed, plus sensible certes mais toxique et peu efficace pour
de courtes séquences d’acides nucléiques. Les deux brins fonctionnalisés sont donc déposés
séparément afin d’obtenir une référence pour chaque substrat puis une solution contenant le
substrat ODN13 et le DNAzyme ODN12 préalablement hybridés est déposée sur le gel afin de
vérifier que les conditions utilisées permettent bien de dénaturer les brins. La réaction est
ensuite effectuée dans les conditions décrites au paragraphe précédent et un certain volume est
prélevé au temps ¢ afin de pouvoir suivre la réaction au cours du temps. Cependant, les quantités
obtenues du substrat ADN coupé ODN14 fonctionnalisé par le 6-FAM ne nous permettent pas
d’observer clairement la coupure ni de la quantifier. Le manque de sensibilité du détecteur UV

dans ces conditions impliquerait de lancer la réaction sur des quantités trop importantes.

L’¢étude de ’activité catalytique de tous les systemes modifiés par des acides boroniques a donc
¢té réalisée lors d’un sé€jour a I’Universitit Greifswald en Allemagne (équipe du Pr. Sabine
Miiller) via D’appareil LI-COR 4300 DNA Analyzer permettant d’analyser les gels

d’¢électrophorese avec une sensibilité et une précision beaucoup plus importantes.

2.4.2 Ktude de I’activité des split DNAzymes modifiés par des acides boroniques
2.4.2.1 Etude par PAGE

Contrairement aux systémes classiques d’électrophorese, le gel formé entre les deux plaques
n’est pas plongé dans un bain contenant le tampon conducteur (Figure 83A). Au contraire, les
plaques sont accrochées contre une paroi puis deux réserves de tampon sont présentes en haut
et en bas afin de connecter respectivement les électrodes positives et négatives. Ainsi, la
quantité de tampon utilisée est inférieure a celle utilisée classiquement. Les échantillons sont
ensuite déposés dans chaque puit au sommet du gel et migrent du haut vers le bas grace au
courant électrique entre les deux électrodes. La détection réalisée par un laser a une longueur
d’onde de 700 nm qui balaie le bas du gel en permanence est visible en temps réel sur ordinateur
et avec une grande sensibilité car seulement 0,02 pmol par brin sont déposées dans chaque puit,
soit 2500 fois moins qu’un gel classique. Ainsi, I’utilisation de colorants chimiques n’est pas
nécessaire et les échantillons sont facilement éliminés dans la réserve de tampon lors de leur
arrivée en bas du gel. D’autres échantillons peuvent alors étre déposés au sommet du gel sans
qu’il n’y ait de risques de contamination. La possibilité de réutilisation du gel permet donc un
gain de temps et une économie de réactifs. Cependant, pour cette méthode, il est nécessaire de
fonctionnaliser le substrat par un fluorophore qui absorbe a 700 nm. Nous avons ainsi choisi

d’incorporer le fluorophore ATTOsgo a I’extrémité 3’ du substrat (ORNG6), fluorophore
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classiquement utilisé au laboratoire du Pr. Sabine Miiller.’® Pour cela, la séquence d’ARN a
d’abord été synthétisée par chimie classique des phosphoramidites en utilisant un support solide
de type 2’-(O-propargyl)guanosine-CPG. Aprés coupure du support, déprotection et
purification, le substrat a été fonctionnalisé en position 3’ par le fluorophore ATTOeso-azide

par une réaction de CuAAC (Figure 83B)."
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Figure 83 : (A) Principe de détection par I’appareil LI-COR et (B) structure du substrat modifié.

L’ORNG a ensuite été purifié par HPLC en phase inverse au cours de laquelle les composés
fonctionnalisés ou non sont facilement repérables grace aux longueurs d’ondes d’absorption.
En effet, la fraction d’intérét absorbe a 260 nm (ARN) et 680 nm (ATTOsg0). Cependant, il est
important d’ajuster I’absorption mesurée grace au facteur de correction propre au fluorophore

étant donné que ce dernier absorbe :
A=AaxV —(Aeso X Cuv X Cresn)

Ou Aa : absorbance de I’ARN mesurée a 260 nm ; V : facteur de dilution ; Aego : absorbance
de I’ATTOeg0 mesurée a 680 nm ; Cyv : facteur de correction UV-Visible de 1’appareil utilisé

(Nanodrop : Cyv = 10) ; Cr : facteur de correction du fluorophore (Cr g0 = 0,30).

Les conditions de réaction nécessaires pour I’étude du DNAzyme parent et des split DNAzymes
ont préalablement ét¢ mises au point par Amandine Lelievre, doctorante a 1’Universitét
Greifswald. La solution réactionnelle est composée de 0,6 pmol de substrat ORN6 (20 nM) et
60 pmol de DNAzyme ODNI1 ou de chaque fragment du split DNAzyme (2 uM) dans un
tampon Tris HC1 (50 mM) a un pH de 8,6 qui est optimal pour la formation de 1’ester boronate.
De fagon similaire a 1’étude par fluorescence, les brins sont tout d’abord déshybridés a 90°C

puis la température est lentement diminuée jusqu’a 25°C. Apres une incubation a 25°C pendant
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15 minutes, I’activation du systéme catalytique est réalisée par 1’ajout d’une solution de MgCl.
a 20 mM. 1 pL de la solution est ensuite prélevé au temps voulu et dilué dans une solution de
« Stop-Mix » composée d’urée et ’EDTA permettant de stopper la réaction par complexation
des ions Mg?* et de dénaturer les brins. Les échantillons sont ensuite déposés au sommet du

gel.
2.4.2.1.1 DNAzyme parent

Le DNAzyme ODNI a d’abord été étudié et nous observons qu’apres seulement 10 minutes de
réaction la quasi-totalité du substrat d’ARN ORNG6 a été coupé en deux fragments (Figure 84,
courbe noire). L’analyse des gels obtenus permet ainsi de déterminer le ratio de chaque tache
qui est rapporté dans un tableau sur le logiciel Origin8. Les valeurs sont ensuite représentées
dans un graphique sous la forme de nuage de points et un ajustement de type exponentiel est

réalisé afin de tracer une courbe dont I’équation est la suivante :>>%27%-280

y=A(l -e™)

ou A correspond a la quantité de substrat coupé a un temps infini, soit la quantité maximale, et

k a la pente de la tangente a courbe, soit la constante de vitesse apparente de premier ordre.

La courbe obtenue permet alors de calculer la vitesse de réaction ainsi que la quantité de
substrats coupés apres 2 heures de réaction. Dans le cas du DNAzyme parent ODNI, elle
s’avere tres rapide et en accord avec les données de la littérature (kopni= 0,364 = 0.073 min
1.1 De plus, la réaction est trés efficace car, d’aprés I’équation de la courbe, 73 % de substrats
d’ARN ORNG6 sont coupés apres 2 heures de réaction, ce qui prouve la grande efficacité de ce
DNAzyme. Une réaction de contrdle sans ions Mg>" permet également de démontrer
I’importance de ce dernier dans I’activation du DNAzyme car aucune activité n’est observée

dans ces conditions (Figure 84, courbe rouge).
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Figure 84 : Résultats obtenus pour le DNAzyme 10-23 par LI-COR.

L’activité catalytique de I’ensemble des split DNAzymes a ensuite été étudiée. Comme
précédemment évoqué, ces systemes peuvent présenter une diminution de I’activité catalytique
causée par ’absence de ligation des deux fragments selon la position de la coupure. La
formation du lien ester boronate a travers I’ajout d’une fonction acide boronique dans la
séquence pourrait par conséquent rétablir cette activité. Pour investiguer cette hypothese, les
systémes non modifiés et modifiés chimiquement par I’ajout des phosphoramidites T®",
Napht®", Ph®" et TrPh®" comportant la fonction acide boronique, ont été évalués. Pour rappel,
les 5 systemes divisés présentent une coupure entre une thymidine et une cytidine a différentes
positions de la séquence (Figure 75, page 85). Plusieurs stratégies de modification chimique au
niveau de la thymidine a I’extrémité 5’ impliquée dans la coupure ont alors été testées comme
suit : (i) remplacement de la derniére thymidine par le T®", (ii) ajout du Napht®", Ph®" ou
TrPh®" aprés la derniere thymidine et (iii) remplacement de la derniere thymidine par le
Napht®" ou le Ph®". Notons que la désoxycytidine a été modifiée en ribocytidine pour apporter
la fonction cis-diol nécessaire a la formation du lien ester boronate. De plus, afin de comparer
Iactivité catalytique des différents split DNAzymes entre eux mais également envers le

DNAzyme ODN1, le méme substrat d’ARN ORNG6 a été utilisé.
2.4.2.1.2 Split DNAzyme 1

Le split DNAzyme 1, coupé au niveau de la boucle catalytique entre la cytidine C11 et la

thymidine T12, a d’abord étudié. Comme attendu, aucune activité catalytique n’est observée
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car les deux fragments ne sont pas capables de se lier pour reformer la boucle (Figure 85A).
(i) Remplacement de la thymidine T12 par le TB"

La cytidine C11 du premier fragment est alors remplacée par une ribocytidine a I’extrémité 3’
(ODN16) et la thymidine T12 du second fragment modifiée remplacée par le phosphoramidite
modifié TB" & I’extrémité 5° (ODN17). Le systtme ODN16-17 ne conduit 4 aucune activité
catalytique a I’instar du split DNAzyme 1 non modifi¢. La cause de cette absence d’activité
catalytique peut étre expliquée a travers 1’étude structurale du coeur catalytique dans lequel les
nucléosides et groupements phosphates internucléosidiques essentiels au maintien de 1’activité
catalytique ont été mis en évidence (Figure 85B).27>?8! Ainsi, il a été démontré que 1’oxygéne
présent au niveau du phosphate internucléosidique entre les bases C11 et T12 est impliqué dans
la stabilisation de la conformation active du DNAzyme et dans la coordination des ions Mg?*.
Or, c’est précisément ce phosphate qui a ici ét¢ supprimé et remplacé par une liaison
internucléosidique de type ester boronate. De plus, une étude de la structure tridimensionnelle
du DNAzyme 10-23 démontre que le cceur catalytique adopte en réalité une conformation
similaire a un duplex stabilisé par des interactions m-n permettant de maintenir une proximité
du brin avec le site de coupure du substrat (Figure 85C).2%? Etant donné que la division du
systeme est située au niveau de ce pseudo-duplex, il ne peut adopter la conformation active

nécessaire a I’activité catalytique.

Au vu de ce résultat, les étapes (i) et (iii) impliquant d’autres modifications n’ont pas été

conduites sur ce split DNAzyme 1.
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Figure 85 : (A) Résultats obtenus pour le split DNAzyme 1 par LI-COR. (B) Etude structurale des
phosphates essentiels pour I’activité catalytique. (C) Structure tridimensionnelle de la conformation

active du DNAzyme 10-23.28
2.4.2.1.3 Split DNAzyme 2

Le split DNAzyme 2 est également coupé au niveau de la boucle catalytique, entre la cytidine
C15 et la thymidine T16, mais le groupement phosphate supprimé n’est pas essentiel au
maintien de I’activité catalytique (Figure 86). De plus, la coupure est réalisée au milieu de la
boucle, ce qui n’empéche pas la formation des pseudo-duplexes permettant le maintien de la

conformation active.
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Figure 86: Structure du split DNAzyme 2.

L’activité catalytique du systeme non modifi¢ ODN4-5 est tres importante car 80 % de substrats

d’ ARN sont coupés apres 2 heures de réaction (Figure 87A, courbe noire). Cependant, la vitesse
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de réaction est bien inférieure a celle obtenue précédemment avec le DNAzyme ODNI,
probablement a cause d’une plus faible stabilit¢ du pseudo-duplex (kopns-s = 0,039 + 0,003
min™). Un seul exemple de la littérature étudie le DNAzyme 10-23 divisé a cet endroit du coeur
catalytique mais les conditions différentes ne nous permettent pas de comparer 1’activité
catalytique obtenue dans notre cas.®® Les auteurs observent toutefois une diminution de
I’activité lorsque le systéme est divisé mais la vitesse de réaction n’a pas été¢ déterminée. Nous
avons ensuite supprimé la thymidine T16 (ODN19) et la vitesse mesurée est deux fois plus
rapide que le systeme divisé contenant la base T16 malgré une quantité de substrat coupé
légerement plus faible (kopna-19 = 0,086 £ 0,011 min™ ; Figure 87A, courbe rouge). La flexibilité
du systeme au niveau de la boucle catalytique permet donc le maintien de 1’activité catalytique

malgré le fait qu’il soit plus court.
(i) Remplacement de la thymidine T16 par le TB"

L’impact de la formation de I’ester boronate a ensuite été étudié sur le systeme modifi¢ ODN18-
20 pour lequel la cytidine C15 a ’extrémité 3’ du premier fragment et la thymidine T16 a
I’extrémité 5° du second fragment ont été respectivement remplacées par une ribocytidine
(ODN18) et I’analogue boronique T®" (ODN20). La vitesse de réaction est ainsi largement
améliorée (kopnis-20= 0,127 + 0,025 min™! ; Figure 87A, courbe bleue) tandis que la quantité de
substrats d’ARN coupés apres 2 heures de réaction est assez similaire comparativement au
systtme non modifié (83 %). La formation de la jonction internucléosidique de type ester
boronate a donc un impact important sur le rétablissement de ’activité catalytique et la
similarité structurale entre la thymidine naturelle et le T®" limite la déstabilisation du systéme.
Une réaction de contrdle comprenant la séquence modifiée ODN20 et le brin complémentaire
ODN4 contenant une désoxycytidine a la place de la ribocytidine démontre que la formation de
I’ester boronate est responsable de la liaison entre les deux brins et donc de I’augmentation de
la vitesse. En effet, en I’absence du cis-diol I’activité catalytique est assez similaire au systeme

coupé ODN4-5 non modifié (kopns-20= 0,048 + 0,007 min! ; Figure 87A, courbe verte).
(ii) Ajout du Napht®", Ph®" ou TrPh®" aprés la thymidine T16

Un phosphoramidite modifié par un acide boronique aromatique Napht®" a ensuite été ajouté
sur le premier fragment apres la thymidine T16 a I’extrémité 5’ (ODN21) tout en conservant le
second fragment ODN18 modifié par la ribocytidine. Le systeme ODN18-21 résultant conduit
a une augmentation de la vitesse de réaction d’un facteur 2 et a une quantité de substrats d’ARN

coupés apres 2 heures de réaction similaire comparativement au systeme non modifié ODN4-5
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(kopnis-21 = 0,068 + 0,004 min" ; Figure 87B, courbe rouge). L augmentation de la vitesse
s’explique alors par la conformation particuliere du site actif du DNAzyme qui permet
d’approcher les deux brins a proximité et de favoriser la réaction entre les deux entités. De plus,
le remplacement du Napht®" par le TrPh®" obtenu par chimie click (ODN22) méne 2 une
vitesse de réaction initialement similaire au split DNAzyme non modifié ODN4-5 (kopnis-22 =
0,037 £ 0,007 min™" ; Figure 87B, courbe bleue). Toutefois, aprés 30 minutes de réaction celle-
ci atteint un palier et n’augmente plus. Ainsi, I’activit¢ maximum est considérablement
diminuée car seulement 32 % de substrats d’ARN sont coupés aprés 2 heures de réaction. Ceci
pourrait étre expliqué par une complexation des ions Mg?* par les atomes d’azote du triazole
qui, de la méme fagon que ’EDTA, arrétent la réaction. Le systéme pour lequel le Ph®" a été
ajouté apres la thymidine T16 n’a pas pu étre étudié pour ce systéme par manque de temps mais
I’impact de ce phosphoramidite modifié sur le rétablissement de I’activité catalytique devra étre

évalué.
(iii) Remplacement de la thymidine T16 par le Napht®" ou le Ph®"

L’activité catalytique du split DNAzyme 2 a enfin été évaluée en remplagant la thymidine T16
par le Napht®® (ODN23) tout en conservant le second fragment ODN18 comprenant la
ribocytidine a I’extrémité 3’. Comparativement au systéme ODN4-19 sans acide boronique et
pour lequel la thymidine T16 a été supprimée, la vitesse de réaction est inférieure bien que la
quantité de substrats d’ARN coupés soit supérieure apres 2 heures de réaction (kopnis-23 = 0,050
+ 0,005 min! et 87 % de substrats coupés ; Figure 87C, courbe rouge). De plus, nous pouvons
observer que la vitesse de réaction est inférieure a celle du systtme ODN18-21 pour lequel le

tB" avait été ajouté aprés la thymidine a I’extrémité 5° du second

phosphoramidite modifié¢ Naph
fragment (Figure 87B, courbe rouge). Cela peut s’expliquer par la rigidité apportée par les
cycles aromatiques du naphtaléne qui rend I’acces au second brin plus difficile. Le systeme

pour lequel la thymidine T16 a été remplacée par le Ph®" devra également étre étudié.
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Figure 87 : Résultats obtenus pour le split DNAzyme 2 par LI-COR (A) en remplacant la thymidine
T16 par I’analogue borono-thymidine puis (B) en ajoutant un phosphoramidite modifié apres la

thymidine T16 ou (C) en remplacant la thymidine T16 par un phosphoramidite modifié.

L’¢étude de ces deux premiers split DNAzymes démontre alors I’'importance d’étudier le
systéme en amont en termes de structure tridimensionnelle et de nucléotides responsables de
I’activité catalytique. En effet, les DNAzymes sont trés dépendants de la structure et de la
séquence des brins, impliquant ainsi un choix judicieux de la position des modifications a
introduire. De plus, nous pouvons noter que, malgré la formation du nouveau lien
internucléosidique de type ester boronate, I’introduction d’un phosphoramidite modifi¢ de type

aromatique tel que le Napht®" déstabilise plus fortement le systtme que 1’analogue de la

thymidine naturelle T®",
2.4.2.1.4 Split DNAzyme 3

Le split DNAzyme 3 a, lui, ét€ coupé au niveau de la jonction entre la boucle catalytique et le
bras de reconnaissance, soit entre la cytidine C24 et la thymidine T25 (Figure 88).
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Figure 88 : Structure du split DNAzyme 3.

Le split DNAzyme non modifié ODN6-7 entraine une importante chute de 1’activité catalytique
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par rapport aux systemes précédents (Figure 89A, courbe noire). En effet, une faible vitesse de
réaction est obtenue (kopne.7 = 0,013 + 0,002 min™') et seulement 47 % de substrats d’ARN ont
été coupés apres 2 heures de réaction. Ceci peut s’expliquer par le fait que la liaison avec le
bras de reconnaissance ait été coupée bien que le site catalytique soit intact. Le premier
fragment ODN6 ne posséde alors qu’une base capable de s’hybrider avec le substrat d’ARN
pour se reconnecter au second fragment ODN7. Or, la stabilité de cette paire de base est
beaucoup trop faible, laissant le site catalytique dans une conformation aléatoire. Par
conséquent, le pseudo-duplex nécessaire au maintien de I’activité catalytique ne peut se former
et celle-ci est trés fortement diminuée. De plus, la suppression de la thymidine T25 (ODN2S5)
entraine, a I’instar du split DNAzyme 2, la déstabilisation du systéme et une diminution de
’activité catalytique (Figure 89A, courbe rouge). En effet, seulement 15 % de substrats d’ARN
sont coupés apres 2 heures de réaction mais la vitesse est a contrario relativement élevée par
rapport a I’efficacité du systéme (kopne-2s = 0,025 + 0,007 min™'). Ce résultat peut étre expliqué

par la faible quantité de substrats d’ARN coupés qui est de fait atteinte trés rapidement.
(i) Remplacement de la thymidine T25 par le TB"

La cytidine C24 et la thymidine T25 ont ensuite été remplacées par la ribocytidine (ODN24)
ainsi que ’analogue T®" (ODN26) aux extrémités 3’ et 5’ respectivement. L activité catalytique
est alors fortement rétablie puisque la vitesse de réaction est 4 fois plus élevée et environ 62 %
de substrats d’ARN sont coupés aprés 2 heures de réaction (kopnaa-26 = 0,094 + 0,017 min™' ;
Figure 89A, courbe bleue). L’importante différence d’activité catalytique entre les systemes
non modifié ODN6-7 et modifié ODN24-26 nous a conduit a sélectionner ce dernier systeme
modifié par le T®" en vue d’élaborer un systéme dynamique et programmable en fonction du

pH. Cette étude est présentée dans le paragraphe 2.4.2.1.7, page 110.
(ii) Ajout du Napht®" ou Ph®" apreés la thymidine T25

Différents phosphoramidites modifiés ont ensuite été ajoutés apres la thymidine T25 a
I’extrémité 5° du second fragment tout en conservant le premier fragment ODN24 modifié par
une ribocytidine. Cette modification permet d’évaluer si I’insertion d’acides boroniques
aromatiques peut compenser la perte de stabilité du split DNAzyme non modifié et ainsi rétablir
Iactivité catalytique. Tout d’abord, I’introduction du Napht®" (ODN27) conduit 2 une faible
vitesse de réaction et seulement 47 % de substrats d’ARN coupés apres 2 heures de réaction,
soit la quantité obtenue pour le systéme split non modifié (kopn2a-27 = 0,021 + 0,004 min™ ;

Figure 89B, courbe rouge). De plus, ces résultats sont inférieurs a ceux obtenus avec le systeme
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ODN24-26 comprenant le T®", ce qui pourrait confirmer I’hypothése que la rigidité apportée
par le cycle aromatique est trop importante. A 1’inverse, 1’ajout du Ph®" (ODN28) permet
d’augmenter la vitesse de réaction mais la quantité de substrats coupés reste la méme (kopnos-
28 =0,045 £ 0,005 min™' et 47 % de substrats coupés ; Figure 89B, courbe bleue). La plus grande
flexibilité apportée par le groupement phényle permet ainsi une adaptation du systeme plus
rapide. Le systeéme pour lequel le TrPh®" a été ajouté aprés la thymidine T25 n’a pas été étudié
car le site de coupure est tres proche du site catalytique, or nous avons remarqué avec le split
DNAzyme 2 qu’une telle position entraine I’inhibition de [’activité catalytique par

complexation des ions Mg**.
(iii) Remplacement de la thymidine T25 par le Napht®" ou le Ph®"

La thymidine T25 a I’extrémité 5> du second fragment a ensuite été remplacée par le Napht5®
(ODN29), tout en conservant le premier fragment ODN24, mais 1’activité catalytique est
similaire au systeme non modifié (kopn24-20 = 0,026 + 0,001 min’! et 47 % de substrats d’ARN
coupés ; Figure 89C, courbe rouge). Cela est probablement di a la rigidité apportée par le
naphtalene, limitant la mobilit¢é des brins et donc la formation de la nouvelle liaison
internucléosidique. La thymidine T25 a ensuite été remplacée par le Ph®" (ODN30), ce qui
entraine une augmentation de la vitesse de réaction bien que la quantité de substrats coupés
reste du méme ordre de grandeur (kopn24-30 = 0,063 = 0,011 min! et 44 % de substrats coupés

; Figure 89C, courbe bleue).
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ODNG (dC) + ODN7 (T) 0,013 £ 0,002 ODNG6 (dC) + ODN7 (T) 0,005 * 0,001 ODNG (dC) + ODN25 (C) 0,025 + 0,007
ODNS6 (dC) + ODN25 (C) 0,025 + 0,007 ODN24 (rC) + ODN27 (T+Napht®") 0,021+ 0,004 ODN24 (rC) + ODN29 (Napht®") 0,026 £ 0,001
ODN24 (rC) + ODN26 (T5") 0,094 £0,017 ODN24 (rC) + ODN28 (T+Ph®") 0,076 £ 0,013 ODN24 (rC) + ODN30 (Ph®") 0,063 £ 0,001

Conditions : Tampon Tris HCl 50 mM pH=8,6, ORN6 : 20 nM (0,6 pm), Split DNAzyme : 2 uM (60 pm) de chaque, MgCl, : 20 mM, 25°C

Figure 89 : Résultats obtenus pour le split DNAzyme 3 par LI-COR (A) en remplacant la thymidine
T25 par I’analogue borono-thymidine puis (B) en ajoutant un phosphoramidite modifié apres la

thymidine T25 ou (C) en remplacant la thymidine T25 par un phosphoramidite modifié.
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Le split DNAzyme 3 a ainsi permis de démontrer I’importance de la formation d’une nouvelle
liaison internucléosique de type ester boronate pour le rétablissement de 1’activité catalytique.
En effet, la différence d’activité catalytique obtenue avec ou sans modification est relativement
importante car le nouveau lien formé permet de rétablir la conformation active. De plus, le
rétablissement de I’activité catalytique est dépendant de la nature du phosphoramidite modifié
introduit. En effet, le degré de flexibilité de la molécule ainsi que la nature des interactions
mises en jeu lors de 1’appariement avec les nucléobases voisines influencent la stabilisation du

systeme.
2.4.2.1.5 Split DNAzyme 4

Contrairement aux split DNAzymes 1 a 3 coupés au sein de la boucle catalytique, le split
DNAzyme 4 présente le site de coupure au niveau du bras de reconnaissance entre le cytidine
C26 et la thymidine T27 (Figure 90).

x,

A ‘
GCGUGGGU GAGAGAGG®

5
CGCACCCA CTC XCTCCG

J 5
5 1058 Ag 30
T &
€
C=dC:ODN8 A A'2° ODN32-38
C=rC: ODN31 GeraC
15

split DNAzyme 4

Figure 90 : Structure du split DNAzyme 4.

Le systtme non modifié ODN8-9 conduit a une activité catalytique supérieure au split
DNAzyme 3 non modifi€¢ ODNG6-7 car 58 % de substrats d’ARN sont coupés apres 2 heures de
réaction (Figure 91A, courbe noire). Cependant, la stabilisation des duplexes au niveau du bras
de reconnaissance par des interactions n-x et des liaisons hydrogene permet de doubler la vitesse
de réaction (kopns-o= 0,087 + 0,012 min™!). La suppression de la thymidine T27 du second
fragment (ODN32) entraine dans ce cas une chute significative de I’activité catalytique tant au
niveau de la vitesse de réaction que de la quantité de substrats d’ARN coupés apres 2 heures de

réaction (Kopns-32= 0,004 + 0,003 min™' et 35 % de substrats coupés ; Figure 91A, courbe rouge).
(i) Remplacement de la thymidine T27 par le TB"

Nous avons ensuite inséré la ribocytidine a 1’extrémité 3° du premier fragment (ODN31) et
remplacé la thymidine T27 par le T®" (ODN33) a I’extrémité 5° du second fragment. Le systéme
ODN31-33 résultant présente une vitesse de réaction ainsi qu’une efficacité de coupure apres

2 heures de réaction plus élevées que le systetme non modifié (kopnsi-33 = 0,120 * 0,024 min!
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et 64 % de substrats d’ARN coupés ; Figure 91A, courbe bleue).
(ii) Ajout du Napht®", Ph®" ou TrPh®" aprés la thymidine T27

Différents phosphoramidites modifiés ont ensuite été ajoutés apres la thymidine T27 du premier
fragment tout en conservant le premier fragment ODN31 comportant la ribocytidine. Tout
d’abord, I’introduction du Napht®" (ODN34) conduit 2 une diminution de la vitesse de réaction
et de ’efficacité de coupure aprés 2 heures de réaction comparativement au systéme non
modifié (kopnziss = 0,033 + 0,004 min™! et 53 % de substrats d’ARN coupés ; Figure 91B,
courbe rouge). Ce résultat peut s’expliquer par le fait que la coupure soit effectuée cette fois-ci
au niveau du duplex et non de la boucle catalytique. La flexibilit¢ du systeme est donc
grandement diminuée et une rigidité supplémentaire est apportée par 1’ajout du naphtaléne. De
plus, celui-ci est ajouté apres la thymidine T27, ajoutant ainsi une base supplémentaire par
rapport a la séquence initiale. La rigidité induite par le naphtalene ne conduit donc pas a une

flexibilité suffisante pour former la jonction ester boronate. Le Napht®®

a ensuite été remplacé
par le Ph®" (ODNS35) et, dans ce cas, la vitesse est tres largement augmentée (kopnsi-3s = 0,204
+0,058 min™' ; Figure 91B, courbe bleue). Cependant, seulement 59 % de substrats sont coupés
apres 2 heures de réaction. Afin d’augmenter la flexibilit¢ du split DNAzyme 4, le second
fragment a été fonctionnalisé avec le TrPh®" obtenu par chimie click (ODN36). La vitesse de
réaction du systtme ODN31-36 résultant reste inférieure a celle du systtme ODN31-35
comprenant le groupement phényle issu d’une chimie classique des phosphoramidites, bien que
la quantité de substrats d’ARN coupés apres 2 heures de réaction reste similaire (kopnsi-z6 =
0,029 + 0,006 min™" ; Figure 91B, courbe verte). Comme nous I’avons vu dans le cas du split
DNAzyme 2, cela pourrait s’expliquer par la capacité du triazole a complexer les ions Mg**
nécessaires au maintien de ’activité catalytique. Malgré cette limitation, 1’activité catalytique
de ce systéme reste plus élevée que celui du DNAzyme 2 car le TrPhB est inséré au niveau du

duplex et non du site catalytique, il est donc plus éloigné des ions Mg** et de fait moins

susceptible de les complexer.
(iii) Remplacement de la thymidine T27 par le Napht®" ou le Ph®"

Le split DNAzyme 4 a ensuite été étudié en remplacant la thymidine T27 par un
phosphoramidite modifié sur le second fragment a 1’extrémité 5’ tout en conservant le premier
fragment ODN31 comprenant la ribocytidine. Ainsi, I’ajout du Napht®® (ODN37) permet
d’augmenter la vitesse de réaction ainsi que ’efficacité de coupure aprés 2 heures de réaction

(kobnsi37= 0,016 £ 0,006 min™' et 58 % de substrats d'ARN coupés ; Figure 91C, courbe rouge)
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par rapport au systeme ODNS8-32 sans acide boronique pour lequel la thymidine T27 a été
supprimée. Bien que la thymidine T27 ait été supprimée, libérant ainsi plus d’espace pour le
naphtaléne, I’amélioration apportée par la formation de 1’ester boronate reste relativement
faible. Le Napht®" a donc été remplacé par le groupement Ph®" plus flexible (ODN38) mais la
vitesse de réaction est similaire et la quantité de substrats d’ARN coupés est inférieure (kopnsi-
3= 0,019 + 0,003 min™' et 48 % de substrats coupés ; Figure 91C, courbe bleue). Cependant,
les résultats obtenus avec ces deux systemes sont tres en dessous de celui obtenu avec ODN31-
33 comprenant le phosphoramidite modifié T®" malgré la stabilisation apportée par des

interactions ©-m entre les nucléobases et le naphtaleéne ou le phényle.
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Conditions : Tampon Tris HCl 50 mM pH=8,6, ORNG : 20 nM (0,6 pm), Split DNAzyme : 2 uM (60 pm) de chaque, MgCl, : 20 mM, 25°C

Figure 91: Résultats obtenus pour le split DNAzyme 4 par LI-COR (A) en remplagant la thymidine
T27 par I’analogue borono-thymidine puis (B) en ajoutant un phosphoramidite modifié apres la

thymidine T27 ou (C) en remplagant la thymidine T27 par un phosphoramidite modifié.

Ainsi, a ’instar du split DNAzyme 3 pour lequel la coupure empéche la liaison entre la boucle
catalytique et le bras de reconnaissance, la coupure au niveau du bras de reconnaissance
implique une importante diminution de I’activité catalytique. Cependant, il est difficile de
déterminer si celle-ci provient de la difficulté a reformer la conformation active du DNAzyme
ou d’un probléme de reconnaissance du substrat. En effet, sans modification, les trois
nucléobases du premier fragment ne peuvent pas s’hybrider et le second fragment, constitué¢ de
seulement six bases, n’a que peu de probabilité de se maintenir sous la forme de duplex. Lors
des études par fluorescence, nous avions en effet observé que le substrat coupé, composé de
huit bases, se déshybridait du DNAzyme peu importe la température. Ainsi, le substrat n’est
reconnu que par une extrémité et la conformation active du systeme est beaucoup plus complexe

a obtenir, entrainant une diminution de I’activité catalytique. La formation d’une liaison de type
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internucléosidique permet ainsi de rétablir I’hybridation des deux brins sous la forme de duplex

et par conséquent de rétablir I’activité catalytique.
2.4.2.1.6 Split DNAzyme 5

Le split DNAzyme 5 comprend, comme le DNAzyme 4, le site de coupure au niveau du bras
de reconnaissance mais il est cette fois-ci plus éloigné de la boucle catalytique a savoir entre

la cytidine C28 et la thymidine T29 (Figure 92).
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Figure 92 : Structure du split DNAzyme 5.

L’activité catalytique du split DNAzyme non modifi¢ ODN10-11 est inférieure a celle obtenue
pour le split DNAzyme 4 (ODN8-9) car seulement 45 % de substrats d’ARN sont coupés apres
2 heures de réaction et la vitesse de réaction est plus lente (kopnio-11 = 0,059 £ 0,007 min’!' ;
Figure 93A, courbe noire). Cette diminution est probablement due a la difficulté de former de
courts duplexes comme précédemment évoqué. Cette hypothese est confirmée en étudiant
I’activité catalytique du split DNAzyme pour lequel la thymidine T29 est supprimée (ODN40)
car I’activité observée est similaire (Figure 93A, courbe rouge). En effet, seulement 48 % de
substrats d’ARN sont coupés apres 2 heures de réaction et la vitesse de réaction est du méme
ordre de grandeur comparé au systtme ODN10-11 (kopnio4o = 0,065 + 0,009 min™'). Cela
renforce donc 1’idée que, sans modification par un acide boronique, cette partie du split

DNAzyme ne joue aucun role dans I’activité catalytique car sa longueur n’est pas suffisante

pour s’hybrider au substrat.
(i) Remplacement de la thymidine T27 par le T®"

Nous avons donc par la suite introduit une ribocytidine a ’extrémité 3’ du premier fragment
(ODN39) et le T®" a I’extrémité 5° du second fragment (ODN41) afin de stabiliser ce duplex
par la formation du lien ester boronate. Ainsi, la vitesse de réaction ainsi que la quantité de
substrats d’ARN coupés aprés 2 heures de réaction sont largement supérieures
comparativement au systeme initial ODN10-11 (kopnzo-41 = 0,211 * 0,037 min™' et 64 % de
substrats d’ARN coupés ; Figure 93A, courbe bleue).
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(ii) Ajout du Napht®" ou Ph®" aprés la thymidine T29

Différents phosphoramidites modifiés ont ensuite été ajoutés apres la thymidine T29 a
I’extrémité 5° du second fragment tout en conservant le premier fragment ODN39 comprenant
la ribocytidine a ’extrémité 3°. Tout d’abord, I’introduction du Napht®" (ODN42) permet
d’améliorer la stabilité du duplex grace a des interactions de type n-7t. De ce fait, nous observons
qu’environ 71 % de substrats d’ARN sont coupés apres 2 heures de réaction malgré une vitesse
de réaction similaire 3 ODN10-11 (kopn3o-42 = 0,059 + 0,007 min™ ; Figure 93B, courbe rouge).

tB" par le Ph®" (ODN43) conduit 2 une efficacité de coupure

De plus, le remplacement du Naph
similaire car 67 % de substrats d’ARN coupés sont obtenus aprés 2 heures de réaction (Figure
93B, courbe bleue). En revanche, la vitesse de réaction est plus élevée, probablement grace a la
plus grande flexibilité du phényle par rapport au naphtaléne qui permet de stabiliser le duplex
plus rapidement malgré une plus faible aromaticité (kopnse4s = 0,085 + 0,013 min™). Le
systeme pour lequel le TrPh®" a été ajouté aprés la thymidine T25 n’a pas été étudié car les
résultats obtenus avec le split DNAzyme 4 ont démontré que le rétablissement de 1’activité

catalytique est tres faible avec cette modification.
(iii) Remplacement de la thymidine T29 par le Napht®" ou le Ph®"

La thymidine T29 a alors été supprimée du second fragment et remplacée tout d’abord par le
Napht®® tout en conservant le premier fragment ODN39 comprenant la ribocytidine.
L’introduction de Napht®" (ODN44) permet d’améliorer 1’efficacité de coupure car 60 % de
substrats d’ARN sont coupés mais la vitesse de réaction est légérement inférieure au split
DNAzyme non modifié ODN10-40 sans acide boronique pour lequel la thymidine T29 a été
supprimée en raison de la rigidité du systeme (kopn3e-44 = 0,052 = 0,008 min™' ; Figure 93C,
courbe rouge). De plus, bien que I’absence de la thymidine T29 laisse plus d’espace pour
incorporer le naphtaléne, I’activité catalytique est nettement inférieure a celle du systeéme
ODN39-42 pour lequel le NaphtB® est ajouté apres la thymidine (Figure 93B, courbe rouge).
La stabilisation apportée dans le systtme ODN39-44 est donc moins importante dans le cas de
fragments trés courts mais 1’activité catalytique reste toutefois meilleure comparativement a
celle obtenue avec ODN10-40 sans acide boronique. Enfin, I’ajout du Ph®" (ODN45) conduit
a une efficacité de coupure similaire a celle observée pour le systtme ODN39-44 comprenant
le NaphtB“, bien que la vitesse de réaction soit 1égerement plus lente (kopnzo-4s = 0,045 £ 0,005
min”', 62 % de substrats coupés ; Figure 93C, courbe bleue). Dans ce cas, la limitation de la

formation du duplex n’est pas liée a la rigidité ou a la flexibilité du systéme mais bien a la courte

107



Chapitre 2 :

taille du brin.

Développement de nouveaux split DNAzymes modifiés par des acides boroniques

A = B ®m X=T (ODN11) (4] = Sans X (ODN40)
. :J:??g;;’ao) 180 # X=T+Napht™ (ODN42) 100 ¢ X=Napht™ (ODN44)
100 A X=Ttn(ODN41) 4 X=T+Pht" (ODN43) 4 X=Pht" (ODN4S)
80 . 80
% BO g i g
SE:‘ a : 2 2 iy g
A - 2 -
geo| g| e F g e 1
:: 1 : | B 4 : : ’ = A : =
A [} ® - 3 .
8 40 T * S a0 | ¥ . . > 40 ! i s
e e S $ A
s ' g i g 1/4
S0 48 < |20 fn < jz20| gA 1
H » ¥
»
% 20 40 60 8O0 100 120 e o
0 20 40 a0 /0 100 120 1] 20 40 AN 80 100 120
Temps (min) Temps (min) Temps (min)

Systeme (derniére base) k {min) Systeme (derniére base) k (min?)

ODN10 (dC) + ODN11 (T) 0,059 % 0,007 ODN10 (dC) + ODN11 (T)

Systéme (derniére base) k (min)

0,059 + 0,007 ODN10 (dC) + ODN40 (C) 0,065 + 0,009
ODN10 (dC) + ODN40 (C) 0,065 * 0,009 ODN39 (rC) + ODN42 (T+Napht®") 0,057 0,015 ODN39 (rC) + ODN44 (Napht®) 0,052 +0,008
ODN39 (rC) + ODN41 (T®) 0,211+ 0,037 ODN39 (rC) + ODN43 (T+Ph®") 0,085 + 0,013 ODN339 (rC) + ODN45 (Ph®") 0,045 + 0,005

Conditions : Tampon Tris HCl 50 mM pH=8,6, ORN6 : 20 nM (0,6 pm), Split DNAzyme : 2 uM (60 pm) de chaque, MgCl, : 20 mM, 25°C

Figure 93 : Résultats obtenus pour le split DNAzyme 5 par LI-COR (A) en remplacant la thymidine
T29 par I’analogue borono-thymidine puis (B) en ajoutant un phosphoramidite modifié apres la

thymidine T29 ou (C) en remplacant la thymidine T29 par un phosphoramidite modifié.

Ce dernier systeme a ainsi démontré que le bras de reconnaissance joue également un role sur
la formation de la conformation active du DNAzyme. De plus, plus la coupure est éloignée de

la boucle, moins I’activité catalytique du systéme est impactée.

Dans le but de démontrer que I’activité catalytique de ces systémes modifiés est controlée par
la formation d’un lien internucléosidique modifi¢ de type ester boronate entre les deux
fragments, la réaction a été réalisée en présence de catéchol. L’activité du DNAzyme parent est
alors faiblement impactée car la quantité de substrats clivés diminue seulement de 73 % a 66 %
(Figure 94A). En revanche, dans le cas du split DNAzyme 3, coupé a la jonction entre la boucle
et le bras de reconnaissance et modifié par le T8 Pactivité chute de 62 % a 20 % car ’acide
boronique est complexé par le catéchol et ne peut plus réagir avec le partenaire cis-diol (Figure
94B). Ainsi, ces résultats démontrent clairement le rdle joué par 1’acide boronique et le

partenaire cis-diol dans le rétablissement de 1’activité catalytique.
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Figure 94: Résultats obtenus avec et sans catéchol pour (A) le DNAzyme parent et (B) le split
DNAzyme 3.

Classiquement, D’activité catalytique du DNAzyme 10-23 est décrite par I’équation de
Michaelis-Menten pour laquelle une équation du premier ordre est obtenue. Cependant, comme
cela a déja été observé dans le cas de ribozymes, les DNAzymes peuvent suivre une cinétique
biphasique ou le complexe substrat-DNAzyme est en échange lent entre la forme active et
inactive. Dans ce cas, une vitesse initiale rapide est observée puis, apres un certain pourcentage
de substrats clivés, la vitesse diminue. Certaines des courbes présentées dans ce chapitre
semblent en effet correspondre a cette cinétique plus compliquée qu’une cinétique de premier
ordre, notamment dans le cas du split DNAzyme 3 ou les vitesses de réaction sont relativement
élevées par rapport a la quantité de substrats coupés (Figure 89, page 102). Par conséquent,
nous avons préféré comparer en premier lieu la quantité de substrats d’ARN coupés apres 2
heures de réaction pour pouvoir comparer les différents systemes entre eux. Ainsi, 1’étude de
ces différents split DNAzymes a permis de démontrer que la formation d’une liaison
internucléosidique de type ester boronate en présence d’un partenaire cis-diol a I’extrémité 3’
et d’un acide boronique a I’extrémité 5’ permet de rétablir 1’activité catalytique du systeme
résultant. Cependant, celle-ci est tres variable en fonction de la position de la coupure ainsi que
de la nature de I’acide boronique incorporé. En effet, la meilleure activité est généralement
observée avec le phosphoramidite T®" dii a sa similitude avec la thymidine naturelle impliquant
une plus faible déstabilisation du systeme. L’activité catalytique de ces split DNAzymes
modifiés par les phosphoramidites modifiés Ph®" et Napht®" a également été évaluée car les
acides boroniques aromatiques, et de fait les esters boronates correspondants, sont connus pour
étre plus stables. De plus, en les ajoutant apres la derniere thymidine du fragment ou en la
remplagant, I’influence de la flexibilité et des interactions n-m a pu étre évaluée. Cependant, ces

parametres ne semblent avoir une influence majeure que dans le cas du split DNAzyme 5 ou le
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duplex est stabilisé par des interactions m-m, résultant en une amélioration de 1’activité
catalytique. Il pourrait donc étre intéressant de fonctionnaliser ce phosphoramidite avec des
groupements accepteurs et donneurs de liaisons hydrogene tels que des hydroxyles ou des
amines afin de mimer des structures de type purines dans le but d’améliorer la stabilité et par

conséquent 1’activité catalytique.

Au début de ce chapitre, nous avons exposé qu’un pH basique favorise la formation de ’ester
boronate par stabilisation d’un anion hydroxyboronate tandis qu’un pH acide la défavorise
(paragraphe 2.1, page 59). Par ailleurs, de précédentes études menées par 1’équipe
ChemBioNAC ont démontré 1’impact de la basicité du milieu sur la ligation de brins en
présence d’une matrice.!® Parmi I’ensemble des systémes divisés précédemment étudiés par
PAGE, le split DNAzyme 3 démontre la plus grande différence d’activité catalytique entre le
systtme divisé non modifié et celui pour lequel la thymidine T25 a été remplacée par le TB"
(ODN26). Le systtme ODN24-26 a donc été utilisé pour évaluer 1’influence du pH sur la

formation de 1’ester boronate.
2.4.2.1.7 Systéme dynamique et programmable en fonction du pH

L’influence du pH a tout d’abord été étudiée en présence du DNAzyme parent par LI-COR.
L’augmentation du pH a une valeur de 9,6 n’entraine qu’une faible augmentation de la quantité
d’ARN coupés tout au long de la réaction (Figure 95A). En revanche, aucune activité n’est
observée a pH 5 car seulement 7 % de substrats coupés sont observés apres 2 heures de réaction.
L’activité du split DNAzyme 3 comportant le phosphoramidite modifié TB" a ’extrémité 5° du
second fragment a ensuite été étudiée en fonction du pH dans le but de développer un systéme
programmable. De la méme facon que pour le DNAzyme parent, aucune activité catalytique
n’est observée a pH 5 (Figure 95B). En revanche, a pH 9,6, la quantité de substrats d’ARN
coupés apres 2 heures de réaction est augmentée de 62 % a 82 % tandis que le systeme non
modifié par un acide boronique n’augmente que de 47 % a 58 % (Figure 95C). La vitesse de
réaction du split DNAzyme 3 modifié par le T®" est toutefois similaire aux deux valeurs de pH

(KopN24-26 pH=s,6 = 0,094 + 0,017 min!, kopn24-26 ph=9,6 = 0,096 + 0,018 min™!).
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Figure 95 : Etude 2 différents pH (A) du DNAzyme parent, (B) du split DNAzyme 3 modifié par T®"
et (C) du split DNAzyme 3 non modifié.

Cette différence d’activité catalytique en fonction du pH a alors été par la suite mesurée en
appliquant successivement au systeme des variations de pH basique a acide ou inversement.
Tout d’abord, la solution placée a un pH de 8,6 pendant deux minutes permet d’activer la
coupure du substrat. La diminution du pH a une valeur de 5 par ’ajout d’une solution aqueuse
d’acide chlorhydrique entraine cette fois-ci une absence totale de coupure supplémentaire apres
15 minutes de réaction. En revanche, lorsque le pH est de nouveau augmenté aux alentours de
8 par I’ajout d’une solution aqueuse de soude, aucune activité catalytique n’est retrouvée. Les
ions Na*, apportés par la solution de soude, pourraient étre coordinés par le systeéme au
détriment des ions Mg?* et ainsi empécher la formation de la conformation active a ’origine de
I’activité catalytique. Une étude plus poussée est alors nécessaire afin d’étudier plus

précisément le systeme en fonction du pH.
2.4.2.2 Etude par fluorescence (FRET)

L’activité des split DNAzymes a ensuite été étudiée par fluorescence et plus précisément par
transfert d’énergie par résonance de type Foster (FRET). Pour cela, le substrat d’ARN ORN9
a été doublement fonctionnalisé par les fluorophores ATTOuss et ATTOsgo dont la fluorescence
n’est pas affectée par les ions Mg>*. Ces deux fluorophores ont été choisi car la bande
d’émission de fluorescence de I’ATTOuss correspond a la bande d’absorption de I’ATTOeso, le
premier est donc donneur d’énergie et le second accepteur (Figure 96A). Ainsi, lorsque
I’ATTOu4sg est excité, I’émission de fluorescence est absorbée par I’ATTOes0 qui réémet sa
propre fluorescence, la seule & pouvoir étre détectée. Cependant, en présence d’ions Mg?* le

substrat d’ARN ORN9 est coupé en deux fragments, trop éloignés pour maintenir le phénomene
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de FRET (Figure 96B). Le suivi de la réaction est donc possible en mesurant la diminution

d’intensité de ce phénomene par fluorescence.
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Figure 96 : (A) Courbes d’absorbance des fluorophores et (B) principe de détection par FRET.

Concernant la synthese du substrat doublement fonctionnalisé, un phosphoramidite
correspondant au lien C6-amine, dont I’amine est protégée par un groupement TFA, a été
introduit a I’extrémité 5°. Apres coupure du support, déprotection et purification, le substrat
ORN9 a été fonctionnalisé avec les deux fluorophores.?’® Tout d’abord, une acylation a permis
d’incorporer I’ATTOa43-NHS ester a I’extrémité 5° en 4 heures a 25°C dans le
diméthylformamide puis une réaction de chimie click a été réalisée en « one-pot », soit dans le
méme flacon et sans aucun traitement, pour incorporer I’ATTOego-azide en position 3’ de la

méme facon que pour I’ORNG6.

Le DNAzyme parent a ainsi pu étre €étudié par fluorescence et plus particulierement en
observant 1’évolution du phénoméene de FRET au cours du temps afin de comparer les résultats
avec ceux obtenus précédemment par PAGE (paragraphe 2.4.2.1, page 94). La réaction a donc
été réalisée dans les mémes conditions que précédemment et des résultats du méme ordre de
grandeur sont observés (Figure 97A). En effet, le signal FRET diminue au cours du temps
(Figure 97B), ce qui signifie que la quantité de substrats d’ARN coupés augmente jusqu’a
atteindre 85 % apres 2 heures de réaction (Figure 97C). Une légére diminution de ’efficacité
de coupure est toutefois observée par rapport aux analyses précédemment réalisées par PAGE,
ce qui peut s’expliquer par un phénomene de photoblanchiment au cours du temps car les

fluorophores ont été excités en continu pendant 2 heures, bien qu’ils soient connus pour étre
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robustes envers cette dégradation. De plus, ce type d’analyse est moins précis et moins sensible
que le LI-COR.
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Figure 97 : Etude du DNAzyme 10-23 par (A) PAGE puis par FRET 2 partir de la (B) diminution de
fluorescence émise par le fluorophore ATTOsgo, (C) résultant en une augmentation de la quantité de

substrats coupés.

L’objectif est donc de suivre en temps réel le signal FRET du split DNAzyme 3 modifié tout
en faisant varier le pH afin de déterminer les valeurs de pH optimales pour le développement
d’un systéme on/off. Cependant, les résultats n’ont pu étre obtenus a ce jour et ne seront, par

conséquent, pas présentés dans ce manuscrit.

Nous avons ainsi pu réaliser une étude compléte de ces systémes a base d’ADN et, grace a une
collaboration avec 1’équipe du Pr. Sabine Miiller a I’Universitét Greifswald en Allemagne, nous
avons également pu appliquer ce concept aux ribozymes. L ensemble des résultats présentés au
paragraphe suivant sont issus des travaux réalisés par la doctorante Amandine Lelievre dans le

cadre de sa these. Par conséquent, seuls quelques résultats préliminaires seront mentionnés.

2.5 Etude de I’activité des split ribozymes

Le ribozyme en épingle a cheveux appelé HPWTL2, dérivé de I’ARN satellite du virus des
taches en anneaux du tabac (TRSV) et capable de détecter le substrat HPAS3, a été étudié dans
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ce contexte.?’!28328 1 e complexe formé par le ribozyme et le substrat HPAS3 comprend deux
domaines composés de deux hélices séparées par une boucle interne (Figure 98). Le domaine
A constitue le site de reconnaissance et contient une partie du substrat tandis que le domaine B
forme le site catalytique. Cependant, dans cette configuration le ribozyme est inactif car le site
de coupure du substrat est trop €loigné du site catalytique. L’ajout de cations tels que les ions
Mg?* permet de compenser la répulsion électrostatique des squelettes négativement chargés du
ribozyme entrainant la formation d’une structure secondaire catalytiquement active qualifiée

d’épingle a cheveux ou de trombone dans laquelle le substrat est situé entre les deux

domaines.?®?
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Figure 98 : Structure et conformations du ribozyme HPWTL2.

Le mécanisme de coupure du substrat est globalement le méme que celui précédemment décrit
pour les DNAzymes ot 1’ion Mg** coordine I’hydroxyle en position 2’, provoquant la coupure
de la liaison phosphate-oxygene. En revanche, dans le cas des ribozymes, la coupure est assistée
par des liaisons hydrogene entre les oxygenes du groupement phosphate internucléosidique et
les fonctions amines des bases A38 et G8 du ribozyme qui sont relativement proches dans

I’espace lorsque le ribozyme adopte sa conformation active (Figure 99).
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Figure 99 : Mécanisme de coupure du ribozyme HPWTL2.

L’activité catalytique du ribozyme parent a dans un premier temps été étudiée par PAGE en
fonctionnalisant le substrat d’ARN a I’extrémité 5° par le fluorophore ATTOego. De la méme
facon que précédemment, I’analyse des gels obtenus permet d’obtenir I’efficacité de coupure
maximale ainsi que la vitesse de réaction par un ajustement non linéaire de type exponentiel.
Le ribozyme HPWTL2 a ensuite été divisé a différentes positions afin d’étudier I’impact de la
position de la coupure sur le rétablissement de 1’activité catalytique (Figure 100). Le ribozyme
a tout d’abord été divisé au niveau de la deuxieme hélice du domaine B puis a deux positions
différentes au niveau de la boucle catalytique. Dans le cas du split ribozyme 1, la coupure est
située a une position connue pour ne pas inhiber totalement 1’activité catalytique, en revanche
pour les deux autres split ribozymes la coupure se situe au niveau du site catalytique, il est donc

trés probable que I’activité catalytique soit fortement affectée.

AAAGAG GUGAA U AAAGAG AGUGAA U AAAGAG GUGAA U
5 5 Ae Ao 16C G 5 5 Ae Ao 16C G 5 5 RAe Ao 16C G
C G C G C G
A Uae A Uasse A Uass
20AG CCA 20AG CCAU 2oAG CCAU
AG UU AG U AG U
A Ad0 A G“O A Bn;ﬁ(\m
ne AY ne A e
257 gU %7, o Bny 270 GgUA
C @35 C Gss C Gss
A XBn A U A U
C C G C G
30G G 30G U 306 U
uu ] U
Split ribozyme 1 Split ribozyme 2 Split ribozyme 3

Figure 100 : Structures des différents split ribozymes.

Comme attendu, la coupure des split ribozymes entraine une forte déstabilisation du systéme et
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de fait une importante diminution de 1’activité catalytique par rapport au ribozyme parent, voire
une inhibition totale dans le cas des split ribozymes 2 et 3. Ces systemes non modifiés par un
acide boronique ne permettent donc pas un assemblage efficace des deux brins en une
conformation active. Dans le but d’étudier si I’activité catalytique peut étre rétablie grace a la
formation d’un lien internucléosidique de type ester boronate, I’extrémité 5 a été remplacée
par un phosphoramidite modifié contenant un acide boronique, a savoir la borono-thymidine
T®", la borono-uridine UB", I’acide phénylboronique Ph®" et I’acide naphtaléneboronique
Napht®". Notons que dans le cas des ribozymes il s’agit de séquences d’ARN, le partenaire cis-
diol nécessaire a la formation de 1’ester boronate est de fait déja présent au sein de la séquence
et ne nécessite donc pas de modifications supplémentaires. L’étude du split ribozyme 1
démontre alors que celui-ci est beaucoup plus sensible aux mutations par rapport aux split
DNAzymes précédemment étudiés. En effet, plusieurs interactions sont impliquées dans le
repliement du split ribozyme dans une conformation active indispensable a la coupure du
substrat et seuls les analogues de nucléobases naturelles T®" et UB™ sont capables de rétablir

I’activité catalytique du systeéme de fagon efficace.

2.6 Conclusion et perspectives du Chapitre 2

Ces études sur le split DNAzyme 10-23 et le split ribozyme HPWTL2 nous ont permis de
démontrer la capacité des liaisons internucléosidiques de type ester boronate a rétablir ’activité
catalytique du systeme. Pour cela, les phosphoramidites modifiés par des acides boroniques ont
d’abord été synthétisé au laboratoire et introduits dans des oligonucléotides. Les conditions de
réactions optimales ont alors été mises au point avec les systemes entiers par HPLC,
fluorescence et PAGE. Les systemes divisés ont ensuite été étudiés par PAGE et fluorescence
(FRET) afin d’étudier I’impact de la coupure sur I’activité catalytique ainsi que 1’influence de
la formation de 1’ester boronate. Ainsi, il s’avere que la coupure du DNAzyme entraine une
importante diminution voire une inhibition compléte de 1’activité mais I’incorporation d’une
ribocytidine a I’extrémité 3’ du premier fragment et d’un phosphoramidite modifié¢ par un acide
boronique a DP’extrémité 5’ du second fragment permet de rétablir ’activité catalytique.
Cependant, il a ét¢ démontré que la position de la coupure ainsi que la nature de 1’acide
boronique incorporé ont une influence non négligeable sur la conformation du systeme et par
conséquent sur sa capacité a former un ester boronate. En effet, les split DNAzymes ou
ribozymes modifiés les plus efficaces sont ceux comportant le phosphoramidite modifié T®" ou

UB", respectivement, grice a leur trés grande similitude avec les nucléosides originaux
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entralnant une plus faible déstabilisation qu’avec les autres acides boroniques incorporés.

L’incorporation du Napht®"

au niveau du bras de reconnaissance permet toutefois une
stabilisation grace a la présence des deux cycles aromatiques et a sa capacité a former des
interactions m-m. Celle-ci est cependant entravée par la rigidité de la molécule qui rend la
formation de I’ester boronate plus difficile. Il pourrait donc étre intéressant de fonctionnaliser
le naphtalene avec des groupements donneurs ou accepteurs de liaisons hydrogene afin
d’augmenter sa capacité a interagir avec les nucléobases et ainsi améliorer la stabilisation. Il
serait également intéressant de diviser le systéme en trois fragments afin d’étudier sa capacité
a reformer la conformation active a travers la formation de deux liens internucléosidiques de
type ester boronate. L’influence du pH a également été étudiée dans le but de former un systéme
programmable et réversible. En effet, un pH élevé favorise la formation de 1’ester boronate par
stabilisation de I’anion hydroxyboronate tandis qu’un pH plus faible favorise la dissociation
des deux entités conduisant a une inhibition de 1’activité. Des études supplémentaires sont
toutefois nécessaires afin d’optimiser les conditions permettant 1’obtention d’un systéme on/off.
Cette étude a ensuite pu étre étendue aux split ribozymes bien que ces systemes soient plus

sensibles que les split DNAzymes car seuls les analogues de nucléosides naturels sont capables

de rétablir I’activité catalytique.

Enfin, comme nous I’avions évoqué dans le Chapitre 1, le développement de systémes divisés
est trés intéressant car, les séquences d’acides nucléiques étant plus courtes et moins enclines a
former des structures secondaires, les systemes développés sont plus sensibles et spécifiques.
Cependant, seulement quelques systemes ont pu étre divisés de par la difficulté a préserver
I’activité catalytique. Ainsi, 1’incorporation d’acides boroniques et de cis-diols a chaque
extrémité pourrait permettre le développement de nouveaux systemes divisés sans affecter son
activité catalytique, celle-ci étant rétablie par formation d’une liaison covalente et réversible de
type ester boronate. De plus, le caractére réversible de la liaison permet de contrdler I’activité
du systeme en fonction du pH. Ces travaux ont ainsi fait I’objet d’une publication récemment
acceptée dans le journal Chemistry — A European Journal. Ce concept pourrait alors étre

appliqué a d’autres DNAzymes tel que le DNAzyme 8-17 qui est également tres étudié. s
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3.1 Introduction et contexte

Comme présenté dans le Chapitre 2, les acides boroniques suscitent un fort intérét en raison de
leur capacité a former des liens covalents et réversibles en présence de dérivés cis-diols,
conduisant notamment a des systemes dynamiques et programmables par un stimulus externe
tel que le pH.?®"> Par conséquent, I’ introduction d’acides boroniques au sein de biomolécules
fait I’objet de nombreuses études pour €laborer des bioconjugués dotés de nouvelles propriétés.
Cette stratégie a notamment permis la modification sélective de différents sites de peptides et
protéines permettant le développement de sondes capables de détecter les carbohydrates et
glycoprotéines grice a la réaction de couplage de Suzuki-Miyaura.”! Cela a également permis
la conception d’aptameres possédant une meilleure affinité envers une molécule cible grace a
la formation de liaisons covalentes et réversibles.!®!7 La fonctionnalisation d’oligonucléotides
est communément réalisée par la réaction de CuAAC grace a sa simplicité de mise en ceuvre,
sa rapidité, son orthogonalité et son efficacité. Cependant, elle s’avére peu adaptée en présence
d’acides boroniques car ceux-ci sont rapidement dégradés par une réaction d’oxydation en
présence de sels de cuivre.?”? En effet, le Cu(I) est connu pour sa capacité a s’insérer entre la
liaison carbone-bore.??>?** Par conséquent, plusieurs groupes de recherches ont considéré que
la fonctionnalisation sélective des oligonucléotides par un acide boronique était incompatible

avec la CuAAC comme le démontre leurs publications a travers les citations suivantes :

« Because of the undesired reactivity of boronic acids by the presence of copper salts, the
CuAAC at the 2 -position of the cU moiety had to be performed with dye azides before the

covalent attachment of the boronic acid to the zA component. »*°

« Nucleobase modification for the epinephrine selection was performed using SPAAC because
Cu(l) is incompatible with the boronic acid modification that was used in the selection,

whereas the Con A selection was performed with CuAAC.»*%

Une solution alternative largement utilisée pour I’incorporation d’acides boroniques au sein des
séquences d’oligonucléotides est la synthése automatisée en utilisant les phosphoramidites
correspondants.?”**® Cette approche a largement été étudiée au sein de I’équipe ChemBioNAC
et a permis de développer des systeémes de ligation d’ADN et d’ARN en présence d’une
matrice.'!* Les analogues de la thymidine, désoxyadénosine, désoxycytidine,
désoxyguanosine et uridine contenant un acide boronique protégé par un groupement pinacol
ou MIDA en position 5’ ont été synthétisés via la voie de synthese décrite dans le paragraphe

2.2 du Chapitre 2 (Figure 101). Ils ont ensuite introduits dans une séquence d’ADN ou d’ARN
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par chimie classique des phosphoramidites.'>182%% L’incorporation d’acides boroniques au sein
de séquences d’ADN a également permis d’améliorer leur stabilité vis-a-vis des nucléases, dont
la RNase H.?¢7-2?3% Cependant, bien que cette stratégie de synthése soit couramment utilisée
au sein du laboratoire, la synthese des phosphoramidites modifiés peut parfois s’avérer
complexe car elle nécessite plusieurs €tapes de protection et déprotection de la nucléobase et

certaines étapes conduisent a de faibles rendements.
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Figure 101 : Structure des nucléosides modifiés en base ADN ou ARN.

Ainsi, une approche enzymatique peut étre utilisée pour s’affranchir des risques de dégradation
lors de la synthése automatisée en utilisant les nucléosides triphosphates correspondants.*! Lin
et al. ont synthétisé la borono-thymidine triphosphate (B-TTP) a partir de la 5-iodo-2’-
désoxyuridine et I’ont introduit dans une séquence d’ADN par polymérisation enzymatique
(Figure 102).3? Pour cela, les auteurs ont tout d’abord phosphorylé la position 5° de la
thymidine puis introduit par réaction de CuAAC un synthon aromatique contenant un acide
boronique (Figure 102A). L’ordre des réactions est crucial car la phosphorylation ne peut pas
étre effectuée si I’acide boronique est présent sur la molécule a cause de la présence des deux
hydroxyles et du caractere hygroscopique apporté par celui-ci. La B-TTP obtenue est ensuite
incorporée au sein de la séquence d’ADN en présence d’une matrice et d’une amorce par une
ADN polymérase (Figure 102B). L’amplification des séquences modifiées par PCR a ainsi
permis le développement via sélection in vitro de mimes de lectines a base d’ADN pour la
détection spécifique de glucides. Dans le méme but, Yang et al. ont concu des sondes
fluorescentes dont 1’émission de fluorescence augmente aprés liaison avec le glucide.’®
Cependant, cette méthode nécessite la synthese de la B-TTP et les rendements sont relativement

faibles, notamment pour la derniere étape de CuAAC (20 %). Cela est probablement di a la

faible compatibilité des acides boroniques avec les sels de cuivre.
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Figure 102: (A) Synthese de la borono-thymidine triphosphate (B-TTP) et (B) incorporation dans la

séquence par polymérisation enzymatique.

Une alternative intéressante consiste a introduire un acide boronique apres la synthese de la
séquence d’oligonucléotides, tout en s’affranchissant dans certains cas de longues étapes de
synthése de nucléosides modifiés et des risques de dégradation.’**3%> Cette stratégie est
modulable, facile a mettre en ceuvre et permet généralement d’accéder a de meilleurs
rendements.’*® Steinmeyer et Wagenknecht ont ainsi développé une méthode permettant
d’introduire un acide boronique a travers un lien amide a I’extrémité 5° (Figure 103A) ou a
’intérieur d’une séquence d’oligonucléotides (Figure 103B).2*> La présence d’un acide
boronique a I’extrémité 5’ est rendue possible par I’introduction d’un phosphoramidite
fonctionnalisé par une chaine hexylamine lors de la synthese automatisée. Apres déprotection,
la formation d’un lien amide entre ce dernier et I'intermédiaire acide 4-
carboxyphénylboronique permet d’obtenir la séquence modifiée correspondante.
L’introduction d’un acide boronique est également possible a I’intérieur d’une séquence
d’oligonucléotide, cependant la présence d’un acide boronique a I’intérieur de la séquence
nécessite au préalable la synthese de la 7-déaza(propyltrifluoroacétamide)-2’-désoxyadénosine
en dix étapes. De plus, il est nécessaire d’insérer un phosphoramidite 2’-O-propargyluridine a
la position souhaitée par syntheése automatisée. Apres déprotection, la séquence
d’oligonucléotides est d’abord fonctionnalisée avec un fluorophore par réaction de CuAAC,
permettant la détection du brin lors de futures applications. L’acide boronique est ensuite
introduit par formation du lien amide en présence d’acide 4-carboxyphénylboronique au niveau
de I’amine de la nucléobase déprotégée. Dans cet exemple aussi, 1’ordre des réactions est
important afin de préserver I’acide boronique envers les potentielles réactions d’oxydations.
Cette méthode est intéressante car elle permet la détection de glucides par fluorescence grace a

la formation de liaisons covalentes et réversibles entre 1’oligonucléotide modifié par un acide
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boronique et le glucide. Cependant, les nombreuses étapes de synthése de 1’adénosine modifiée,
nécessaires pour introduire un acide boronique a I’intérieur de la séquence d’oligonucléotides,

peuvent limiter 1’application de ce systéme.
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Figure 103 : Incorporation d'un acide boronique de fagon post-synthétique (A) a I'extrémité 5' ou (B)

au milieu de la séquence.

Grace a cette méme méthode, un duplex d’ADN contenant jusqu’a quatre acides boroniques a
également été développé (Figure 104).>"” Pour cela, une chaine hexylamine a été introduite aux
extrémités 5’ et 3’ du premier et second brin respectivement. Les fonctions acides boroniques
sont ensuite introduites par la formation d’un lien amide entre 1’extrémité des brins et le
composé N,N-bis((2-dihydroxyborono)benzyl)-lysinoglycine (BBA), porteur de deux fonctions
acides boroniques. Il a ainsi ét¢ démontré que ce systeme permet de reconnaitre différents
glucides de fagon beaucoup plus spécifique qu’avec un seul acide boronique car il possede
quatre sites de liaisons. Ce systeéme pourrait ensuite €tre appliqué a diverses macromolécules
possédant plusieurs sites d’interactions. Ce duplex modifié présente I’avantage d’étre facile a
mettre en ceuvre et de ne nécessiter que peu d’étapes de synthese des brins d’oligonucléotides
et de I’intermédiaire BBA. Cependant, I’introduction de ce dernier et donc des fonctions acides

boroniques ne peut étre réalisée qu’a I’extrémité de la séquence.
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NH,  NH,

Figure 104 : Fonctionnalisation du duplex d'ADN avec quatre acides boroniques par formation de

liaisons amides.

Dans une autre étude, Dai et al. ont introduit un acide boronique au sein de séquences d’ADN
par une réaction de SPAAC (Figure 105).!*® Un phosphoramidite modifié comportant un
groupement difluorocyclooctyne en C5 de la thymine a été synthétisé puis incorporé a
différentes positions de la séquence d’ADN. Apres déprotection, 1’oligonucléotide a été mis en
présence de différents substrats comportant une fonction azoture et acide boronique. La
formation d’un lien triazole a alors €té observée avec une conversion supérieure a 95 %. Cette
stratégie de synthése a ainsi permis d’identifier un nouvel aptamére capable de détecter
1’épinéphrine, une molécule appartenant 2 la famille des catécholamines.?*® L’introduction d’un
acide boronique dans la séquence de ’aptamere permet la formation d’un ester boronate et la
stabilisation du complexe aptamere-cible. La syntheése du phosphoramidite modifié, réalisée en

seulement quatre étapes avec de bons rendements, couplée a la réaction de SPAAC constitue

une méthodologie intéressante pour 1’obtention d’oligonucléotides modifiés de maniére

efficace.
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Figure 105 : Incorporation d’un acide boronique au sein d’un oligonucléotide par la réaction SPAAC.

L’ensemble des méthodes développées pour incorporer un acide boronique au sein d’une

125



Chapitre 3 : Borylation d’acides nucléiques

séquence d’acide nucléique nécessite en regle générale la syntheése multi-étapes de nucléosides
modifiés pouvant, dans certains cas, €tre difficile a mettre en ceuvre. Nous avons alors
développé une nouvelle méthode simple, rapide, efficace et modulable permettant d’insérer un
acide boronique post-synthese, soit apres I’élongation des oligonucléotides sur support solide

et avant ’étape de déprotection.

Bien que de nombreuses études aient mis en évidence 1’incompatibilité de la réaction de
CuAAC avec les acides boroniques sous peine de dégradation par les sels de cuivre, plusieurs
exemples ont démontré que des acides boroniques protégés sous la forme d’esters boronates
pouvaient étre engagés dans de telles réactions pour la synthése de petites molécules,?°%308312
De plus, les précédents travaux de I’équipe ChemBioNAC ont montré avec succes I’absence de
toute dégradation non désirée dans ces conditions.>*® En effet, une fonction aldéhyde présente
sur un dérivé d’acide boronique protégé par un groupement pinacol peut étre transformée en

alcyne par une homologation de Seyferth-Gilbert puis couplée avec une molécule d’intérét par

réaction de CuAAC avec un rendement de 30 a 60 % (Figure 106).

W

Homologatlon de CuAAC
Seyferth-Gilbert
{ i

Figure 106 : Homologation de Seyferth-Gilbert suivie d'une réaction de CuAAC permettant de

coupler un acide boronique avec de petites molécules.

Ainsi, deux méthodes permettant d’intégrer des acides boroniques protégés a I’extrémité 5’ ou
a D’intérieur d’une séquence d’oligonucléotide donnée par réaction de CuAAC sur support
solide ont été développées sans avoir recourt a l’utilisation de nucléosides modifiés. Les
résultats obtenus, seront présentés dans la premiere partie de ce chapitre. Les résultats du
Chapitre 2 (paragraphe 2.3.2) sont issus des travaux présentés dans cette partie. L’introduction
d’un acide boronique au sein d’une séquence d’oligonucléotide a également été étudiée par
hydroboration sur support solide a partir d’alcénes ou d’alcynes. Cette réaction permet de
transformer un alcéne en alcool ou un alcyne en aldéhyde grace a 1’utilisation d’un borane. Les
conditions réactionnelles ont ainsi été optimisées afin d’isoler I’intermédiaire comportant un

borane ou un ester boronate pour ensuite obtenir I’acide boronique par hydrolyse. L oxydation
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de I’acide boronique vinylique obtenu par hydroboration d’alcyne a par la suite été étudiée dans
le but d’incorporer un aldéhyde, fonction relativement difficile a incorporer au sein d’acides
nucléiques de fagcon classique en raison de sa grande sensibilité, afin de développer une méthode
de couplage entre 1’oligonucléotide comportant I’aldéhyde et des biomolécules comportant des

fonctions amines, hydrazines ou hydroxylamines.

3.2 Borylation par réaction de CuAAC

La réaction de CuAAC entre une fonction azoture et un alcyne terminal permet la formation
régiospécifique d’un motif triazole 1,4 sous catalyse au cuivre (I) et est réalisée selon le cycle
catalytique présenté en Figure 107.3!* La coordination de type m de 1’alcyne sur 1’atome de
cuivre entraine la déprotonation de 1’alcyne terminal pour former I’intermédiaire clé acétylure
de cuivre (I). L’atome de cuivre est ensuite coordiné par 1’azoture, permettant 1’attaque
nucléophile de 1’atome d’azote terminal sur la triple liaison pour former un intermédiaire
cyclique métallacycle a six chainons. La contraction du cycle suivie de I’élimination réductrice
du cuivre et d’une protonolyse en milieu aqueux permet ainsi d’obtenir de manicre
régiospécifique le triazole 1,4 ainsi que la régénération du catalyseur. Parmi I’ensemble des
sources de cuivre de degré d’oxydation 0, I et I capables de générer I’espéce active cuivre (I),
le systtme cuivre (II) couplé a un agent réducteur dans des mélanges eau/alcool ou
eau/acétonitrile constitue 1’une des approches les plus utilisées. Elle présente notamment
I’avantage de générer I’espece active in situ grace a la réduction du cuivre (II), généralement
sous la forme de sulfate de cuivre CuSOs, par un agent réducteur, I’ascorbate de sodium, et

ainsi d’étre peu sensible a la présence d’oxygéne dans le milieu.

La CuAAC répond pleinement au « cahier des charges » des réactions de chimie click décrit
par Kolb et Sharpless car elle permet d’obtenir régiosélectivement un motif triazole disubstitué
en position 1,4 tres stable chimiquement, dans des conditions de réactions douces (température
ambiante, solvant aqueux) et avec de trés bons rendements.'* Il s agit d’une réaction modulable
pour laquelle les fonctions alcyne et azoture sont chimiquement stables et faciles a introduire
sur des partenaires possédant des structures chimiques tres diverses. Des lors, de nombreuses
améliorations ont été apportées aux systémes existants a travers 1’utilisation par exemple de
ligands externes pour améliorer et stabiliser le systéme catalytique en protégeant I’espece active
cuivre (I) vis-a-vis de potentielles réactions d’oxydation. Les dérivés polytriazoles, comme le
ligand hydrosoluble THPTA, présentent de maniere générale trois bras faiblement donneurs et

un azote central fortement donneur (Figure 107). L atome de cuivre est alors coordiné a la fois
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par ’atome d’azote central et par ceux contenus au sein des triazoles. L’utilisation de ce type
de ligand a ainsi permis d’insérer avec succes différentes fonctionnalités in vivo par réaction de
CuAAC sans que I’intégrité de la biomolécule ne soit affectée.’!®> Malgré la toxicité qui peut
étre apportée par le cuivre, la CuAAC présente une cinétique ainsi qu’une efficacité supérieure
en comparaison a la réaction de SPAAC. Elle constitue donc une réaction de choix pour la

fonctionnalisation de biomolécules.
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Figure 107 : Cycle catalytique de la cycloaddition 1,3-dipolaire de Huisgen catalysée au cuivre (I) et
structure du ligand THPTA.

Ainsi, nous avons utilisé cette réaction de CuAAC pour incorporer un acide boronique au sein
d’acides nucléiques d’abord en incorporant une fonction azoture a I’extrémité 5’ de

I’oligonucléotide puis en introduisant une fonction alcyne a I’intérieur de la séquence.

3.2.1 Incorporation d’une fonction acide boronique a I’extrémité 5’

La premiére méthode consiste a incorporer 1’acide boronique a I’extrémité 5’ d’une séquence
donnée par réaction de CuAAC, comme nous I’avons précédemment décrit dans le Chapitre 2
pour les ODN22 et ODN36 (paragraphe 2.3.2, page 79). Les oligonucléotides ont été
synthétisés par chimie classique des phosphoramidites et ’hydroxyle a I’extrémité 5° a été
déprotégé en ajoutant une étape de détritylation supplémentaire a la fin du cycle de synthese
(Figure 108). La fonctionnalisation de I’extrémité 5’ avec une fonction azoture a été inspirée
de la méthode développée par Kool et Miller, consistant a remplacer ’hydroxyle a I’extrémité

5’ par un atome d’iode, soit un trés bon groupe partant, pour réaliser par la suite une substitution
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nucléophile de type 2 en présence de TMGA.?®® Cette méthode permet I’incorporation de
nombreux groupes fonctionnels tels qu'un atome d’iode ou des groupements amine, azoture,
thiol ou encore thioester permettant ainsi d’obtenir une plus grande librairie d’oligonucléotides
modifiés utilisables pour diverses applications.”® La colonne contenant 1’oligonucléotide est
connectée d’un coté avec une seringue vide et de 1’autre avec une seringue contenant une
solution d’iodure de (méthyl)triphénylphosphonium en exces dans le DMF anhydre. La solution
est ensuite transférée d’une seringue a I’autre en passant par la colonne (percolation) pendant
15 minutes a 20°C. Les billes sont ensuite lavées avec de ’acétonitrile et du dichlorométhane
afin d’éliminer I’exceés de réactif. L’atome d’iode est ensuite remplacé par une fonction azoture
par une réaction de substitution nucléophile bimoléculaire en percolant la colonne avec une
solution de TMGA en excés dans 1’acétonitrile anhydre pendant 1 heure 30 minutes a 60°C.>%
Des lavages successifs avec de ’acétonitrile, une solution de bisulfite de sodium et du
dichlorométhane sont ensuite effectués afin d’éliminer toutes traces résiduelles d’iode ainsi que
d’excés de réactif. Cette méthode de fonctionnalisation d’oligonucléotides possede de
nombreux avantages. Premie¢rement, elle est modulable car la modification chimique peut étre
effectuée sur n’importe quel nucléoside et permet de s’affranchir de la synthése d’un nucléoside
modifi¢. Deuxiémement, elle est peu onéreuse car bien qu’un large exces de réactif soit utilisé,
la réaction est réalisée sur 1 pmol de substrat, impliquant ainsi I’utilisation de faibles quantités.
Troisiémement, il s’agit d’une réaction simple, ne nécessitant qu’un lavage pour éliminer
I’exceés de réactif, et rapide puisqu’elle varie de quelques minutes a une heure et demie. De plus,
les réactions peuvent étre automatisées en ajoutant les étapes correspondantes dans le cycle de
synthese. Quatriemement, la purification des oligonucléotides synthétisés par HPLC en phase

inverse est relativement simple a mettre en ceuvre.
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Figure 108 : Schéma de synthese pour fonctionnaliser I'extrémité 5' par CuAAC.
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Apres fonctionnalisation de I’extrémité 5’ de la séquence d’oligonucléotides modifiée par une
fonction azoture, la réaction de CuAAC a dans un premier temps ¢été réalisée avec 1’acide 2-(4-
éthynylphényl)boronique non protégé en présence du ligand THAP, de CuSO45H>O et
d’ascorbate de sodium dans un mélange eau/acétonitrile. Les solutions contenant les différents
réactifs sont toutes préalablement dégazées avec un ballon d’argon pendant 5 minutes afin
d’¢liminer toutes traces d’air ou d’oxygene pouvant oxyder le cuivre (I) en cuivre (II). Les
solutions aqueuses contenant le cuivre (II) et I’ascorbate de sodium sont mélangées au dernier
moment afin de générer le plus tardivement possible I’espece active Cu(l). Les différentes
solutions contenant le réactif, le ligand et le systeme catalytique sont introduites les unes apres
les autres dans la colonne contenant 1’oligonucléotide puis celle-ci est bouchée de chaque coté
et placée sur un agitateur dans une étuve a 60°C pendant une 1 heure 30 minutes. La colonne
est ensuite rincée avec une solution aqueuse d’EDTA afin d’éliminer toutes traces de cuivre
résiduelle puis avec de I’acétonitrile. Les billes sont traitées avec une solution d’ammoniaque
concentré pendant 5 heures a 50°C afin de déprotéger tous les groupements et de couper
I’oligonucléotide du support. L’ODN46 résultant a été analysé par spectrométrie de masse
MALDI-TOF et le pic obtenu a m/z = 1291,82 Da ne correspond pas au dérivé comportant
I’acide boronique attendu mais au produit issu de la réaction d’oxydation (m/z calculée =
1291,94 Da ; Figure 109A). Cela confirme ainsi I’hypothése que les acides boroniques sont
facilement dégradés en présence de sels de cuivre. La méme réaction a par la suite été réalisée
en remplagant [’acide 2-(4-éthynylphényl)boronique par 1’ester 2-(4-éthynylphényl)-
pinacolborane et cette fois-ci deux pics a m/z = 1318,91 et 1475,12 Da sont obtenus (ODN47,
Figure 109B). Ces masses correspondent respectivement a la masse attendue pour le dérivé
comportant I’acide boronique (m/z calculée pour [M-H] = 1318,75 Da) et a 1’adduit avec le
citrate d’ammonium utilisé en tant que co-matrice (m/z calculée pour [M+citrate-2H>O-H]™ =
1475,85 Da). Ce type d’adduit est classiquement observé dans le cas des séquences

d’oligonucléotides modifiés par des acides boroniques.'®!3823 L

’ODN47 fonctionnalisé par un
acide boronique a I’extrémité 5’ a ainsi été synthétisé avec une conversion de 93 % d’apres le
spectre HPLC, ce qui est comparable aux résultats reportés dans la littérature avec la réaction
de SPAAC.!3 Apres purification par HPLC préparative en phase inverse, ’ODN47 a été obtenu

avec un rendement isolé de 35 % (Tableau 4).
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Figure 109 : Spectres MALDI-TOF obtenus pour (A) ODN46 et (B) ODN47.

Encouragés par ces résultats prometteurs, 1’efficacité de cette méthode a été évaluée sur
différentes séquences d’ADN dont (i) la longueur, (ii) la nature du résidu a I’extrémité 5’ des
séquences et (ii1) la nature de 1’oligonucléotide (série ADN ou ARN) ont été successivement
modifiées (Tableau 4). Les séquences ont été choisies a partir des séquences utilisées pour la
synthese de split DNAzymes dans le Chapitre 2 et la réaction de CuAAC a été réalisée dans les

mémes conditions que précédemment.

Tableau 4 : Incorporation d'acides boroniques par CuAAC au sein de séquences d'ADN et d'ARN.

Rendement isolé

Entrée Nom Séquence (5’ vers 3°) Conversion (%)

(nmol, %)
1 ODN47 TrPh®-d(TCCG) 93 348,6 (35)
2 ODN36 TrPh®"-d(TCTCCG) 95 145,8 (15)
3 ODN48 TrPh®-d(TCTCTCCG) 93 148,7 (15)
4 ODN22 TrPh®"-d(TACAACGACTCTCTCCG) 55 77,1 (8)
5 ODN49 TrPh®*"-d(CCG) 95 98,9 (10)
6 ODN50  TrPh®-d(CTCCG) 95 141,5 (14)
7 ODN51  TrPh®-d(CTCTCCG) 97 61,5 (6)
8 ORN10 TrPh®-r(UCUCCA) 90 200,7 (20)

(i) Impact de la longueur de [’oligonucléotide

La réaction de CuAAC a été effectuée en présence de séquences d’oligonucléotides modifiées
par une fonction azoture a I’extrémité 5’ de différentes longueurs (Tableau 4, entrées 1 a 4).

Dans le cas d’une courte séquence, a savoir composée de seulement quatre bases (ODN47), la
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réaction est tres efficace car une conversion de 93% et un rendement isolé de 35 % sont
observés. Lorsque deux (ODN36) ou quatre nucléotides (ODN48) sont ajoutés a la séquence,
des conversions similaires sont obtenues (95 et 93% respectivement), mais le rendement isolé
chute a 15 %. Enfin, la réaction de CuAAC effectuée sur une séquence plus longue (17
nucléotides, ODN22) résulte en une diminution significative de la conversion (55 %) ainsi que
du rendement isolé (8 %). Cette diminution d’efficacité lorsque la longueur de la séquence
d’oligonucléotides augmente est probablement due a des repliements du brin qui rendent I’acces

a la fonction azoture plus difficile.
(ii)  Impact de la nature des résidus a [’extrémité 5’

Le résidu thymidine a Iextrémité 5° de plusieurs séquences d’oligonucléotides de différentes
longueurs a été remplacé par une cytidine (Tableau 4, entrées 5 a 7). L’introduction de la
fonction azoture en position 5’ de la cytidine présente a I’extrémité 5° selon la méthode

développée par Kool et Miller*®®

a permis d’obtenir les séquences d’oligonucléotides modifiées
avec des conversions supérieures a 95 %. Un rendement isolé de 14 % est observé pour la
séquence de 5 nucléotides (ODNS0), ce qui est proche de celui précédemment obtenu avec la
séquence de 6 nucléotides ODN36 comprenant une thymidine a ’extrémité 5°. Les séquences
ODN49 et ODNS1 de 3 et 7 nucléotides respectivement présentent un rendement isolé inférieur
comparé a celui obtenu pour les séquences similaires ODN47 et ODN48 possédant une 5’-
thymidine. Les raisons d’une telle différence n’ont pour I’instant pas été élucidées et une

répétition de ces expériences devra €tre menée pour confirmer ou infirmer ces résultats.
(iii)  Impact de la nature de |’oligonucléotide

La méthode a été étendue a une séquence d’ARN dont les hydroxyles en position 2’ sont
protégés par des groupements PivOM. L’utilisation de ce groupement protecteur permet de
s’affranchir des réactions de dégradations observées avec les groupements silylés de type
TBDMS et facilite grandement les purifications des oligonucléotides.?'® La séquence d’ARN
modifiée par un acide boronique ORN10 a ainsi été obtenue avec une conversion de 90 % et
un rendement isolé de 20 % (Tableau 4, entrée 8). Ce résultat est du méme ordre de grandeur
que la séquence d’ADN similaire ODN36 précédemment synthétisée. La nature de
I’oligonucléotide n’a donc aucun impact sur 1’efficacité¢ de la réaction. Warminski et al. ont
également appliqué cette méthode aux acides ribonucléiques afin de les fonctionnaliser avec
différents partenaires alcynes tels que la fluorescéine (FAM) et une riboguanosine coiffée

(Geoifte, Figure 110).%'6 Pour cela, les auteurs ont fonctionnalisé 1’extrémité 5° par une fonction
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azoture et, apres déprotection et purification, 1’oligonucléotide est couplé avec le partenaire
alcyne par réaction de CuAAC. En comparant leurs résultats avec ceux obtenus pour I’ORN10,
les conversions issues des spectres HPLC sont similaires. Les rendements isolés sont également
cohérents car, de la méme facon que les différentes séquences d’oligonucléotides modifiées a
base d’ADN, les auteurs observent une diminution du rendement lorsque la taille de la séquence
augmente. En effet, un rendement isolé de 20 % est obtenu pour I’ORN10, comportant 6

nucléotides, tandis qu’il diminue a 11 % eta 2 % dans le cas de séquences de 9 et 21 nucléotides

respectivement.
R
N
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Figure 110 : Fonctionnalisation de I’extrémité 5’ par un azoture puis conjugaison avec un partenaire

alcyne.316

Ces différentes études ont donc démontré la possibilité d’incorporer un acide boronique a
I’extrémité 5’ d’un brin d’ADN ou d’ARN par réaction de CuAAC peu importe la longueur de
la séquence ou la nature des nucléotides qui la composent. Les rendements isolés obtenus avec
cette méthode pour les séquences d’ADN et d’ARN testées sont toutefois inférieurs a ceux
obtenus lors de synthéses classiques d’oligonucléotides non modifiés, généralement compris
autour de 40-50 %. Cette diminution peut s’expliquer par le fait qu’ils aient été calculés a partir
de 1 umol apreés la synthése automatisée de la séquence, les trois étapes de réaction, la
déprotection et la purification par HPLC préparative en phase inverse. De plus, les rendements
isolés obtenus restent tres largement supérieurs au rendement minimum fourni par les
principaux fournisseurs d’oligonucléotides. En effet, pour une synthése a une échelle de 1 pmol
d’une séquence d’oligonucléotides modifiée d’une longueur de 10 a 19 bases, les fournisseurs

garantissent généralement moins de 50 nmol apres purification par HPLC en phase inverse or
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cette méthode permet d’obtenir en moyenne 158 nmol.*!’

Ainsi, cette méthode développée
pour introduire un acide boronique a I’extrémité d’acides nucléiques est donc simple a mettre

en ceuvre, efficace et modulable.

3.2.2 Incorporation d’une fonction acide boronique en position 2’

Pour augmenter le champ d’applications de ces oligonucléotides modifiés, une seconde
méthode permettant d’introduire un acide boronique a I’intérieur d’une séquence donnée a été
développée. Pour cela, les séquences d’oligonucléotides sont synthétisées en incorporant le
phosphoramidite commercial 2’-O-propargyluridine a différents endroits de séquences d’ADN

ou d’ARN par synthése automatisée (Figure 111).

< o !
o Synthése N Déprotection et 0 N
=

o automatisée O\/ CuAAC \)\/ coupure du support o O
6 8 micro-ondes 8 <

B=AT, U,G,C \ LB ,B-OH
/;gm : §= gp ou " 00 ODNS52-54 HO
= OPiv i ORN11
o

Figure 111 : Schéma de syntheése pour fonctionnaliser les oligonucléotides en position 2’ par CuAAC.

Cette méthode nécessite la synthese en deux étapes du partenaire azoture 30 contenant 1’acide
boronique (Figure 112). L’acide 4-(hydroxyméthyl)phénylboronique commercial est d’abord
protégé par un groupement MIDA pour conduire au composé 29 avec un rendement de 98 %.
Le groupement MIDA a été préféré au groupement pinacol afin d’améliorer la stabilité de 1’ester
boronate grace a la complexation du doublet non liant de I’atome d’azote dans 1’orbitale p
vacante du bore. La fonctionnalisation par une fonction azoture est ensuite réalisée en utilisant
’azoture de diphénylphosphoryle (DPPA) et la DBU dans le DMF.*!® La base permet de
déprotoner I’hydroxyle qui peut ensuite réagir avec le DPPA pour former un intermédiaire
phosphate. L’azoture est ensuite introduit par substitution nucléophile bimoléculaire pour
conduire au composé 30 avec un rendement de 89 %. L’utilisation d’une base en présence de
DPPA permet de s’affranchir des réactions secondaires de type substitution nucléophile
monomoléculaire ou B-élimination classiquement observées lors des réactions de Mitsunobu

conduisant 2 un mélange des deux énantioméres ou a la formation d’oléfine. 831
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Figure 112 : Synthese du partenaire azoture 30.

La réaction de CuAAC a ensuite été réalisée en présence du ligand THAP et du systeme
catalytique CuSO4*5H>0/ascorbate de sodium dans un mélange eau/acétonitrile pendant 1
heure 30 minutes a 60°C entre le partenaire azoture 30 et ’ODNS2, pour lequel le
phosphoramidite 2’-O-propargyluridine a été incorporé a I’extrémité 5° de la séquence d’ADN
(Tableau 5, entrée 1). Cependant, aucun motif triazole n’est formé, méme en augmentant le
temps de réaction. La présence de 1’alcyne en position 2’ pourrait compliquer 1’acces et de fait
limiter la réaction. Une irradiation aux micro-ondes a été par la suite réalisée et, apres 1 heure
30 minutes a 60°C en présence de 8 équivalents du partenaire azoture 30, le spectre MALDI-
TOF démontre la présence d’un pic correspondant a 1’oligonucléotide comportant 1’acide
boronique. Cependant, la conversion déterminée a partir de 1’analyse du spectre MALDI-TOF
est faible car seulement 40 % de modification de la séquence sont observés. Basé sur I’expertise
du laboratoire,*® 1’acétonitrile a été remplacé par du dioxane, tout en conservant une faible
quantité d’acétonitrile pour des raisons de solubilité. La conversion obtenue aprés 1 heure 30
minutes augmente alors jusqu’a 70 % (Tableau 5, entrée 3). La différence de conversion peut
s’expliquer par la polarit¢é des solvants utilisés. En effet, les solvants polaires tels que
I’acétonitrile interagissent avec les micro-ondes et 1’énergie n’est transférée aux réactifs que
dans un second temps tandis que les solvants apolaires tels que le dioxane sont inactifs face aux
ondes ¢lectromagnétiques. Les réactifs absorbent ainsi directement 1’énergie, ce qui se traduit
par une augmentation de la vitesse de réaction. Afin d’améliorer I’efficacité de la réaction, le
temps de réaction ainsi que la quantité du réactif azoture ont été respectivement augmentés a 2
heures et 15 équivalents. La conversion obtenue d’aprés le chromatogramme HPLC brut est
alors de 96 % (Tableau 5, entrée 4). Par conséquent, ces conditions sont retenues pour les

réactions suivantes.
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Tableau S : Conditions testées pour la réaction de CuAAC avec ODNS2.

Equivalents Conversion
Entrée Méthode T (°C)  Temps (h) Solvant
d’azoture (%)
1 Classique 60 1,5 8 ACN/eau 0
2 Micro-ondes 60 1,5 8 ACN/eau 40
3 Micro-ondes 60 1,5 8 ACN/Dioxane/eau 70
4 Micro-ondes 60 2 15 ACN/Dioxane/eau 96

Différentes séquences ont par la suite été synthétisées afin d’évaluer I’'impact de (i) la position
de I’alcyne dans la séquence, (i1) la nature de 1’oligonucléotide (série ADN ou ARN) et (iii) la
longueur de la séquence (Tableau 6). Le choix des séquences est basé sur une séquence
couramment utilisée au laboratoire pour la fonctionnalisation d’oligonucléotides par réaction
de CuAAC.*% De plus, I’interaction forte entre les acides boroniques et les glucides a été
exploitée a travers la séquence de I’aptamére a tobramycine ODNS4, un antibiotique

aminoglycoside. 20323

Tableau 6 : Incorporation d'acides boroniques par CuAAC au sein de séquences d'ADN et d'ARN.

Rendement isolé

Entrée Nom Séquence (5’ vers 3”) Conversion (%) (amol, %)
1 ODN52 UPhBnd(CCAGCTGACCG) 95 236,6 (24)
2 ODN53  d(GCCAGCUPB"GACCG) 66 111,6 (11)
3 ORN11 r(UM™B"CCAGCUGACCA) 69 86,0 (9)
4 ODN54 d(ACTTGGTTUM"AGGTAATGAGT) 48 70,5 (7)
(i) Impact de la position de [’alcyne dans la séquence

Dans un premier temps, 1’efficacité de la réaction de CuAAC a été évaluée sur deux séquences
d’oligonucléotides comportant une fonction alcyne a I’extrémité 5° et a D’intérieur de la
séquence (Tableau 6, entrées 1 et 2). L’introduction de I’acide boronique par réaction de
CuAAC au milieu de la séquence (ODNS3) est moins efficace qu’a 'extrémité 5° (ODNS2).
En effet, ODNS3 est obtenu avec une conversion de seulement 66 % apres analyse du
chromatogramme HPLC et avec un rendement isolé de 11 % apres purification, contre 95 % et
24 % respectivement pour ODNS2. Ceci peut s’expliquer par I’encombrement stérique généré

autour de la fonction alcyne en milieu de séquence, rendant ’approche du partenaire azoture
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plus difficile. Toutefois, le rendement isolé reste supérieur a celui garanti par les principaux

fournisseurs d’oligonucléotides.
(ii)  Impact de la nature de | ’oligonucléotide

La réaction de CuAAC a par la suite été étudiée en présence de ’ARN ORNI1 dont les
hydroxyles en position 2’ sont protégés par des groupements PivOM et comportant une fonction
alcyne a I’extrémité 5° (Tableau 6, entrée 3). L incorporation de 1’acide boronique est obtenue
avec une conversion de seulement 69 %, soit de facon nettement moins efficace par rapport a
la séquence d’ADN précédemment synthétisée (ODNS2). De plus, un rendement isolé faible
de 9 % est observé apres purification. La différence de rendements pourrait provenir d’une
approche plus difficile du partenaire azoture 30 dans le cas des séquences d’ARN. De plus,
I’ARN est plus sensible aux dégradations, notamment a la coupure et a la migration des liens

internucléosidiques.
(iii)  Impact de la longueur de [’oligonucléotide

Cette méthode a été appliquée a une séquence de 20 nucléotides correspondant a I’aptamere a
tobramycine (ODN54, Tableau 6, entrée 4).%2*%*! L’introduction d’un acide boronique au sein
de la séquence d’oligonucléotide ODNS4 pourrait améliorer son affinité vis-a-vis de la
tobramycine grace a la formation d’une liaison covalente entre cette derniere et 1’acide
boronique, couplée aux différentes liaisons hydrogéne d’ores et déja présentes entre la cible et
les nucléobases (Figure 113). Cette amélioration de 1’affinité a par ailleurs été démontrée dans
le cas de I’aptamére a épinéphrine.?®® Ainsi, malgré la longueur de la séquence et la position du
site de fonctionnalisation, le partenaire azoture 30 a pu étre introduit avec une conversion de 48
% et un rendement isolé de 7 %. Une augmentation du temps de réaction a 3 heures ainsi qu’un
large exces de 30 ont toutefois €té nécessaires. Cette observation est cohérente avec les résultats
reportés dans le cas de la premiére méthode, pour laquelle I’efficacité de la réaction diminue
lorsque la longueur de la séquence d’oligonucléotides augmente. La méthode de borylation par
CuAAC apermis de synthétiser un nouvel aptamere modifié de la tobramycine. Des études plus
approfondies, notamment en termes d’affinité envers la cible devront étre menées pour
démontrer 1’effet synergique apporté par 1’acide boronique dans la détection de la molécule

cible.
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ODN54

Figure 113 : Liaison entre I'aptamere a tobramycine modifié par un acide boronique et la molécule

cible.

Bien que la présence de I’acide boronique au sein des différentes séquences a été démontrée
par spectrométrie de masse MALDI-TOF, une méthode de détection par colorimétrie,
développée par Springsteen et Wang et basée sur la formation d’une liaison ester boronate, a
également été utilisée pour confirmer les résultats obtenus (Figure 114).** Pour cela, un dérivé
cis-diol coloré, 1’Alizarine Red S (ARS), est d’abord dilué dans un mélange tampon phosphate
salin (pH 7,7)/DMSO (60/40), ce qui donne une coloration violette a la solution. Comme
précédemment explicité au cours de ce manuscrit, un pH autour de 8 favorise la formation de
I’anion hydroxyboronate et de fait I’ester boronate. A ’inverse, un pH trop acide entraine la
dissociation de cette liaison. Un oligonucléotide supposément modifié par un acide boronique
est ensuite ajouté. Le changement de couleur de la solution en jaune est caractéristique d’une
modification des propriétés de I’ARS due a la suppression des deux hydroxyles et de fait la
formation de I’ester boronate. Un trés large exces de fructose permet de dissocier le systéme
ODN-ARS au profit de ODN-fructose grace a la meilleure affinité de I’acide boronique vis-a-
vis des glucides et la couleur de la solution redevient violette. Ce changement de couleur tres
rapide, de I’ordre de la minute, visible a 1’ceil nu permet ainsi de démontrer trés rapidement la

présence de I’acide boronique au sein de la séquence.

HO OH NaO-S |
ODN > 0] A3 TR
NN 1 + \ B
Fructose o HO™ > > T'r/ =

Figure 114 : Principe de détection d’acide boronique a I'ceil nu.
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Ces différentes €études mettent en lumiere le développement de deux méthodes simples et
efficaces pour introduire un acide boronique a I’extrémité 5’ ou au sein de s€quences d’ADN
et d’ARN par réaction de CuAAC. Ces travaux ont par ailleurs fait I’objet d’une publication.?”
Dans le but d’étendre le champ d’applications, deux nouvelles méthodes permettant
d’incorporer un acide boronique par hydroboration d’alcénes ou d’alcynes ont ensuite été

étudiées.

3.3 Hydroboration d’alcénes et alcynes

Découverte par le Pr. Brown en 1957,3%

récompensé pour ses travaux par le Prix Nobel de
chimie en 1979 partagé par ailleurs avec le Pr. Wittig, la réaction d’hydroboration a été
largement étudiée car elle permet de transformer un alcéne en alcool grace a I’utilisation d’un
borane (Figure 115A). Cette addition syn dirigée par des effets stériques implique la liaison du
bore sur le carbone le moins substitué. L’atome de bore subit par la suite une attaque nucléophile
par un anion hydropéroxyde, provoquant la migration du groupement alkyle R’ vers I’atome
d’oxygene pour former un ester borinique. Cette réaction est répétée trois fois, soit pour chaque
groupement alkyle R ou R’, puis I’alcool est obtenu par hydrolyse. De la méme fagon,
I’hydroboration peut étre réalisée a partir d’un alcyne et, aprés oxydation et hydrolyse, conduit

a la formation d’une cétone ou d’un aldéhyde dans le cas d’un alcyne vrai par tautomérisation

(Figure 115B).32¢
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R/\ R/\/BR2 _cTey R/\/B\/ _— R\/\O/B\OR' M R/\/OH
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R',BH . 1.H0, Tautomérisation
R= —— g"uBR2 —»  NOH ———— % o~ 0

2. H,0
Figure 115 : Schéma réactionnel général de I'hydroboration (A) d’alcéne ou (B) d’alcyne.

Sur la base de cette réactivité nous avons étudié I’introduction d’un borane sur des séquences
d’acides nucléiques supportées (CPG) et modifées en leur extrémité 5 par une fonction alcene.
L’optimisation de la réaction a été réalisée a partir d’une séquence composée de 3 thymidines
TTT auquel nous avons ajouté un phosphoramidite buténe a I’extrémité 5°. La réaction
d’hydroboration a également été appliquée aux acides nucléiques contenant un alcyne vrai pour
introduire un acide boronique vinylique puis un aldéhyde apres oxydation au sein des séquences
d’acides nucléiques. L’introduction d’aldéhydes au sein d’acides nucléiques est trés

intéressante car cela permet d’effectuer par la suite des réactions de conjugaison notamment a
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travers la formation d’une fonction oxime ou hydrazone.

3.3.1 Hydroboration d’alcénes

L’optimisation de la réaction d’hydroboration d’alcénes a été réalisée a travers 1’introduction
d’un phosphoramidite synthétisé a partir du 3-buten-1-ol en présence de 2-cyanoéthyl N, N-
diisopropylchlorophosphoramidite et de DIEA dans le dichlorométhane anhydre (Figure 116).
Le phosphoramidite modifié comportant une fonction alcene 31 a été obtenu avec un rendement
de 79 % et a ensuite été introduit a ’extrémité 5’ de la séquence TTT par synthése automatisée
en utilisant la chimie classique des phosphoramidites (Figure 71, page 78) pour conduire a

I’oligonucléotide modifi¢ ODNSS.

phosphoramidite /LNJ\

Synthése
X —>DIEA NC._~ rl) X automatisée M/ON
HO 0" "o -
DCM anhydre ODNS55

20°C, 2h 31
79 %

Figure 116 : Phosphitylation du 3-buten-1-ol et synthése de I’oligonucléotide modifié ODNSS.

L’acide boronique étant sensible aux réactions d’oxydation (page 59), 1’oligonucléotide
contrdle ODNS6 correspondant au produit oxydé a également été synthétisé afin de comparer
par spectrométrie de masse MALDI-TOF et HPLC les séquences obtenues. Pour cela, le 1,4-
butanediol est monotritylé par 1’utilisation de DMTCI en défaut pour conduire au composé 32
avec un rendement de 57 % (Figure 117). Le rendement est faible car une partie du 1,4-
butanediol a été tritylée aux deux extrémités étant donné la réactivité identique des deux
hydroxyles. Le composé 32 a ensuite été phosphitylé en présence de 2-cyanoéthyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite et de DIEA dans le dichlorométhane anhydre pour conduire

au phosphoramidite 33 avec un rendement de 45 %.

Phosphoramidite /LNJ\

DMTCI DIEA !
ODMT
HO/\/\/OH - o HO/\/\/ NC\/\O/P\O/\/\/ODMT
Pyridine anhydre DCM anhydre
20°C, 3h 32 20°C, 2h 33
57 % 45 %
Synthése
automatisée YAVAYE
~0on

ODN56
Figure 117 : Syntheése du phosphoramidite 33 et synthése de 1’oligonucléotide ODNS56.

Les conditions réactionnelles d’hydroboration de ODNSS ont ensuite été évaluées (Figure 118).
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Pour cela, différents parametres ont été testés, a savoir : (1) le réactif borane, (i1) le solvant de
réaction, (iii) la température, la quantité des réactifs et le temps de réaction, (iv) les conditions
de déprotection de la séquence d’oligonucléotides et enfin (v) les conditions utilisées lors de la

synthese automatisée.

Hydroboration OH Oxydation
—_—

|
N\O/\/\ /\/\O/\/\/B\OH — > N\O/\/\/OH

ODNS55 ODN57 ODN56
Figure 118 : Schéma réactionnel de I'hydroboration d'ODNSS.

(i) Modification du réactif borane

Dans un premier temps, la réactivité des boranes présentés en Figure 119 a été évaluée a partir
de conditions classiquement utilisées en solution. Le bis(pinacolato)diborane (B2piny) a été
choisi pour sa bonne stabilité en présence d’air ou d’eau’?’ puis le pinacolborane (Bpin)*?® et le

)*? pour leur excellente régio- et stéréosélectivité. Le diméthylsulfure de

catécholborane (Bcat
borane (BH3*SMe>) et le complexe borane-tétrahydrofurane (BH3*THF) ont ensuite été
sélectionnés pour leur bonne réactivité.*** Enfin, le complexe diisopinocamphéylborane-
N,N,N’,N’-tétraméthyléthylenediamine ((IpcBH2)2* TMEDA) a été choisi pour sa chiralité et sa
bonne réactivité>*!¥332 et le 9-borabicyclo[3.3.1]nonane (9-BBN) pour sa plus grande stabilité

envers les réactions d’oxydations.*?

W E H
0. .0 : B
o Q L R
B O\ /O o 0 ¥ N\/\N
a B g7 BH - / N\
Bpin Bcat BH;SMe, BH3THF (IpcBH,), TMEDA 9-BBN
B,pin,

Figure 119 : Structure des différents boranes utilisés pour I'hydroboration d'alcéne.

Les réactions ont été effectuées dans des conditions identiques en présence de chaque borane,
majoritairement dans le THF car il s’agit du solvant couramment utilisé pour ce type de
réaction, afin de déterminer parmi ces différentes structures laquelle présente la meilleure
réactivité. Pour cela, 0,5 umoles de ’ODNSS sont placées dans un Eppendorf suivies du solvant
et d’un large exces de borane (500 équivalents). La solution est ensuite agitée dans un
thermoshaker entre 20 et 36 heures a 50°C, puis les billes sont filtrées et I’oligonucléotide est
déprotégé par une solution d’ammoniaque concentré. Enfin, I’oligonucléotide est analysé par

spectrométrie de masse MALDI-TOF (Tableau 7). La réaction a tout d’abord été effectuée avec
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le Bopinz en présence d’un catalyseur, le tetrakis(triphénylphosphine)palladium (Pd(PPhs3)4),
dans le DMF, solvant généralement utilisé pour ce type de borane (Tableau 7, entrée 1).%2” Dans
ce cas, la présence du catalyseur est nécessaire pour activer la double liaison et favoriser
I’addition du borane de fagon régiosélective.>** Cependant, aprés 36 heures a 60°C, seul le pic
am/z = 982,69 Da correspondant au produit de départ est observé (m/z calculée pour [M-H] =
982,67 Da). La réaction a ensuite été testée avec le pinacolborane dans le dichloroéthane (DCE)
pendant 20 heures 2 50°C mais sans succes (Tableau 7, entrée 2).>2 Le méme résultat est obtenu
avec I’utilisation des complexes BH3*SMe> et BH3*THF en solution dans le THF apres 20
heures de réaction a 50°C (Tableau 7, entrées 3 et 4). En revanche, le 9-BBN en solution dans
le THF ou le complexe (IpcBH»)2*TMEDA dans les mémes conditions conduisent a I’apparition
d’un nouveau pic a m/z = 1000,32 Da qui ne correspond ni au réactif initial ni au produit attendu
ODNS57 porteur de 1’acide boronique (m/z calculée pour [M-H] = 1028,50 Da ; Tableau 7,
entrées 5 et 6). En comparant les chromatogrammes HPLC et spectres MALDI-TOF avec ceux
du produit d’oxydation ODNS6 (m/z calculée pour [M-H] = 1000,69 Da), nous observons que
les données sont similaires. Ces conditions de réaction conduisent donc directement a 1’alcool
et non a I’acide boronique. De plus, les conversions du produit d’oxydation sont seulement de
40 % et de 55 % dans le cas du 9-BBN et du complexe (IpcBH»)2*TMEDA, respectivement.
Une réaction de contrdle a été réalisée en placant ODNSS dans les mémes conditions de réaction
sans réactif borane afin de démontrer qu’il ne s’agit d’une réaction d’hydratation de I’alcéne
(Tableau 7, entrée 7). Les conditions utilisées pour ces réactions sont donc responsables de
I’oxydation de I’acide boronique. La réaction a ensuite été effectuée en présence de
catécholborane en solution dans le THF (1 M) et le spectre MALDI-TOF démontre que la quasi-
totalité de ’ODNSS a été dégradé en produit d’oxydation car 97 % de conversion sont observés
sur le chromatogramme HPLC (Tableau 7, entrée 8). L utilisation du réactif borane commercial
en solution, renfermant possiblement des oxydants, pourrait &tre responsable de I’oxydation
non désirée de 1’acide boronique. La réaction a donc été réalisée avec le catécholborane non
dilué mais le signal observé sur le spectre MALDI-TOF correspond également au produit oxydé
(Tableau 7, entrée 9). Toutefois, ce réactif semble étre le plus efficace en regard de la conversion
totale observée sur le spectre MALDI-TOF. Le catécholborane non dilué a donc été préféré et

conservé comme réactif borane pour la suite de 1I’optimisation de la réaction d’hydroboration.
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Tableau 7 : Différents réactifs testés pour I'hydroboration de I’ODNSS.

Conversion en

Entrée Borane Solvant Température (°C) Temps (h)
alcool (%)
1 Bopino— Pd(PPhs)s  DMF 60 36 0
2 Bpin DCE 50 20 0
3 BH3*SMe; THF 50 20 0
4 BH;3*THF THF 50 20 0
5 9-BBN (solution) THF 50 20 40
6 Ipc2(BH»),*TMEDA  THF 50 20 55
7 - THF 50 20 0
8 Bcat (1 M) THF 50 20 97
9 Bcat non dilué THF 50 20 100

(ii) Modification du solvant de réaction

Bien que le THF soit le solvant le plus couramment utilis¢, la réaction d’hydroboration en
présence de catécholborane non dilué a été effectuée dans différents solvants afin d’évaluer leur
influence (Tableau 8). La réaction a d’abord été réalisée dans des solvants plus polaires que le
THF et aprotiques tels que le dichlorométhane et 1’acétonitrile anhydre mais les produits
obtenus correspondent en majorité au produit d’oxydation (Tableau 8, entrées 2 et 3). De plus,
les réactions ne sont pas totales car seulement 40 a 45 % de conversion en alcool sont observés.
Le THF anhydre a ensuite été distillé afin de s’affranchir des traces de peroxydes et oxydants
éventuellement présents dans les solvants anhydres commerciaux mais sans succes (Tableau 8,
entrée 4). Le solvant anhydre a ensuite ét¢ dégaz¢ par un flux d’argon pendant 5 minutes afin
d’éliminer toutes traces d’air et d’oxygene mais n’a malheureusement pas permis de favoriser
la formation de I’acide boronique par rapport a 1’alcool (Tableau 8, entrée 5). Enfin, la réaction
a été testée sans solvant mais encore une fois le produit majoritaire correspond a 1’alcool avec
une conversion de 70 % (Tableau 8, entrée 6). Le solvant n’est donc pas responsable de la
réaction d’oxydation de 1’acide boronique. Le THF anhydre dégazé a toutefois été conservé

pour la suite de I’optimisation afin de s’affranchir de toute trace d’oxygene présente en solution.
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Tableau 8 : Différents solvants testés pour I'hydroboration de I'ODNSS avec le catécholborane.

Entrée Solvant Température (°C) Temps (h) Conversion en alcool (%)
1 THF commercial 50 20 100
2 DCM 50 20 40
3 ACN 50 20 45
4 THEF distillé 50 20 100
5 THF dégazé 50 20 100
6 - 50 20 70

(iii) Modification de la température, de la quantité de catécholborane et du temps de réaction

La température élevée pouvant accélérer la cinétique de la réaction d’oxydation, celle-ci a
ensuite été diminuée a 20°C (Tableau 9, entrée 1). Toutefois, elle ne semble pas avoir d’effet
car le spectre MALDI-TOF du produit obtenu correspond a 1’alcool. L’exces de catécholborane
a ensuite été diminué de 500 équivalents a 300 et 100 mais seule une diminution de la
conversion en produit d’oxydation et donc de I’efficacité de la réaction est observée (Tableau
9, entrées 2 et 3). En effet, 300 équivalents de réactif borane conduisent a une conversion
acceptable de 95 %, mais seulement 60 % d’alceénes sont convertis en alcool en présence de 100
équivalents. Le temps de réaction, initialement de 20 heures, a été par la suite diminué
progressivement jusqu’a 30 minutes pour étudier la cinétique de réaction et évaluer le temps a
partir duquel 1’acide boronique est oxydé (Tableau 9, entrées 4 a 8). Cependant, de la méme
facon que pour le nombre d’équivalents de réactif borane, cette diminution se traduit
uniquement par une baisse de la conversion et donc de I’efficacit¢ de la réaction. Une
diminution du temps d’un facteur 4 provoque une légere diminution de la conversion puisque
95 % d’alcool sont obtenus. En revanche, 1 heure de réaction entraine une diminution de la
conversion d’un facteur 2 qui se poursuit €également pour un temps de réaction de 30 minutes
(40 % de conversion). Le but étant dans un premier temps de déterminer les conditions
nécessaires a I’obtention de 1’acide boronique et bien que la conversion ne soit pas optimale,
les réactions réalisées pour la suite de 1’optimisation ont été effectuées en 1 heure a 20°C avec

500 équivalents de catécholborane.
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Tableau 9 : Différentes conditions testées pour 1'hydroboration d'ODNSS avec le catécholborane.

Entrée Equivalents de borane Température (°C) Temps (h) Conversion en alcool (%)
1 500 20 20 100
2 300 20 20 95
3 100 20 20 60
4 500 20 5 95
5 500 20 3 90
6 500 20 2 70
7 500 20 1 50
8 500 20 0,5 40

(iv) Modification des conditions de déprotection

La modification des conditions de réaction ne permet pas de conserver 1’intermédiaire acide
boronique sans I’oxyder. Il a alors été¢ envisagé de modifier les conditions utilisées pour la
déprotection de la séquence d’oligonucléotides en vue d’obtenir de meilleurs résultats (Tableau
10). La déprotection et la coupure de la séquence du support solide sont classiquement réalisées
par une solution d’ammoniaque concentré a 50°C pendant 5 heures (Tableau 10, entrée 1). Cette
méthode pourrait dans ce cas entrainer la dégradation de 1’acide boronique, bien que cela n’ait
pas été observé lors des syntheses des oligonucléotides modifiés utilisés dans le cadre des
DNAzymes (Chapitre 2). Le temps de déprotection ainsi que la température ont ét€¢ diminués a
30 minutes et 35°C respectivement, sans succes (Tableau 10, entrées 2 et 3). La déprotection
de la séquence a ensuite été effectuée dans des conditions plus douces par une solution de
méthanol ammoniacal pendant 20 heures a 25°C puis pendant 1 heure a 35°C mais aucune trace
du produit attendu n’est observée sur le spectre MALDI-TOF (Tableau 10, entrées 4 et 5). Les
conditions de déprotection ne sont donc pas responsables de I’oxydation de 1’acide boronique.
Les séquences d’oligonucléotides ont donc été déprotégées par une solution d’ammoniaque
concentré a 50 °C pendant 30 minutes pour la suite de I’optimisation. Notons toutefois que ces
conditions sont valables uniquement pour une séquence courte et composée de thymidine. Dans
le cas de séquences plus longues et comportant différents nucléotides, le temps de réaction doit

étre augmenté€ a 5 heures afin de pouvoir déprotéger correctement I’ensemble des bases.
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Tableau 10 : Différentes conditions testées pour la déprotection de 1’oligonucléotide ODNSS.

Entrée Solution Température (°C) Temps (h) Conversion en alcool (%)
1 NH,OH 50 5 100
2 NH4,OH 50 0,5 100
3 NH4OH 35 0,5 100
4 NH3;MeOH 25 20 100
5 NH:;MeOH 35 1 100

(v) Modification des conditions utilisées pour la synthése automatisée

Malgré toutes les modifications des conditions de réaction et de déprotection, 1’oxydation non
désirée lors de la réaction d’hydroboration n’a pu étre évitée et est méme prédominante
comparée a la formation de I’acide boronique. Nous nous sommes donc finalement intéressés
aux conditions de synthése de la séquence d’oligonucléotide (Tableau 11). Lors de la synthese
automatisée des oligonucléotides, une solution de diiode a 0,1 M est classiquement utilisée pour
oxyder le lien phosphite triester instable en phosphate triester plus stable (Tableau 11, entrée
1). Dans ces conditions, seul le produit correspondant a 1’alcool est obtenu. Cette étape serait
donc susceptible de favoriser 1’oxydation de I’acide boronique en alcool. La concentration de
la solution de diiode a alors été¢ diminuée a 0,02 M, conduisant a I’apparition d’un nouveau pic
am/z=992,51 Da sur le spectre MALDI-TOF (Tableau 11, entrée 2). Celui-ci correspond a la
séquence d’oligonucléotides ODNS7 comportant 1’acide boronique (m/z calculée pour [M-
2H>O-H] = 994,48 Da), bien qu’il soit trés minoritaire par rapport au produit issu de
I’oxydation (conversion estimée a 5 % d’apres le spectre MALDI-TOF). Par conséquent, une
concentration trop importante d’oxydant semble étre responsable de la réaction d’oxydation de
I’acide boronique lors de la réaction d’hydroboration bien que cette réaction n’ait jamais été

observée sur le phosphoramidite modifié T®".

Ainsi, les réactions suivantes ont été effectuées avec une solution de diiode a 0,02 M et les billes
ont été lavées avec différentes solutions afin d’éliminer toutes traces résiduelles de I’oxydant.
Tout d’abord, une solution aqueuse d’hydrosulfite de sodium a 0,5 M (Na»S»04), un agent
été utilisée (Tableau 11, entrée 3). Cependant, le spectre MALDI-TOF obtenu apres
hydroboration démontre la formation de 1’alcool uniquement. Une solution aqueuse de bisulfite

de sodium a 0,1 M (NaHSOs3), également utilisé en industrie comme agent réducteur, a ensuite
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été testée et une quantité plus importante d’acide boronique (conversion de 15 %) est alors
observée sur le spectre MALDI-TOF (Tableau 11, entrée 4). Un lavage par une solution aqueuse
d’ascorbate de sodium a 0,5 M, un antioxydant utilisé notamment dans le cas des réactions de
CuAAC pour éviter I’oxydation du cuivre (I) en cuivre (II), a également été effectué mais
seulement des traces d’acides boroniques sont observées (conversion de 5 % ; Tableau 11,
entrée 5). Enfin, les billes ont été lavées avec de 1’acétonitrile anhydre, classiquement utilisé
lors de la syntheése automatisée pour éliminer les traces de diiode (Tableau 11, entrée 6). Ces
conditions permettent alors d’obtenir une quantité plus importante d’acide boronique car une
conversion de 40 % est observée. Bien que ’acétonitrile ne présente aucun caractére réducteur
ou antioxydant, la solubilité du diiode permet de I’¢liminer de la colonne plus facilement. La
séquence d’oligonucléotides modifiée par un acide boronique ODNS7 a ainsi pu étre isolée et

purifiée par HPLC semi-préparative avec un rendement isolé de 9 %.

Tableau 11 : Différentes conditions de synthese et de lavage des billes.

Entrée  Conditions oxydation Lavage des billes Conversion en acide boronique (%)
1 Diiode 0,1 M - 0
2 Diiode 0,02 M - 5
3 Diiode 0,02 M Na;S,040,5 M 0
4 Diiode 0,02 M NaHSO3 0,1 M 15
5 Diiode 0,02 M Ascorbate de sodium 0,5 M 5
6 Diiode 0,02 M ACN anhydre 40

Cette étude d’optimisation a ainsi permis de déterminer les conditions réactionnelles optimales
pour I’incorporation d’un acide boronique a I’extrémité 5° d’une séquence d’acide nucléique.
Pour cela, 1’étape d’oxydation des phosphites triesters lors de la syntheése automatisée
d’oligonucléotides est réalisée par une solution aqueuse de diiode a 0,02 M. Apres un lavage
des billes avec de I’acétonitrile anhydre, 1’hydroboration est réalisée dans le THF anhydre
dégazé avec 500 équivalents de catécholborane non dilué pendant 20 heures a 20°C pour
conduire au produit ODNS7 souhaité. Cependant, seulement 40 % de conversion en acide
boronique sont obtenus, les 60 % restant correspondant au produit d’oxydation. La faible
stabilité¢ de 1’acide boronique est possiblement due au choix du substrat buténe. La réaction a
donc été appliquée a un substrat différent, a savoir un oligonucléotide TTT comportant le
phosphoramidite modifié¢ 35 a I’extrémité 5’ qui est une thymidine modifiée par un alcéne en

position 5’ (ODNSS, Figure 120). L hydroboration de ce composé directement sur support
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solide CPG permettrait ainsi de faciliter la synthése du phosphoramidite modifié¢ T®" utilisé
précédemment dans le cadre des split DNAzymes. Cependant, le produit d’hydroboration n’a

pu étre isolé.

HO.__OH
B
\{OjT S :o: T :o: T
Synthése )
0o M S Hydroboration )

|
/LN/P\O/\/CN Déprotection
35

ODNS58

Figure 120 : Schéma de synthése de I’oligonucléotide modifié¢ ODNS8 et hydroboration.

La réaction d’oxydation de I’acide boronique ne pouvant étre évitée et la réaction

d’hydroboration n’étant pas reproductible, la réaction a ét¢ appliquée aux dérivés alcynes.

3.3.2 Hydroboration d’alcynes
3.3.2.1 Optimisation des conditions de réaction

L’hydroboration d’alcynes est particulierement intéressante car elle permet d’introduire un
acide boronique vinylique pouvant conduire a un aldéhyde par oxydation de 1’acide boronique
et tautomérisation de 1’énol (Figure 121). L’incorporation d’une telle fonction au sein d’acides
nucléiques permet par la suite de coupler la séquence d’oligonucléotides modifiée a une

molécule d’intérét de fagon simple et efficace, notamment par amination réductrice.>>3%

Hydroboration Oxydation
R/\\\ Yy R/\/\B/OH Y/ R/\Ao
|
OH Tautomérisation

Figure 121 : Schéma de réaction de I'hydroboration d'alcyne.

Toutefois, la présence d’un aldéhyde au sein d’acides nucléiques reste aujourd’hui difficile a
mettre en ceuvre car ce type de fonction est tres sensible aux dégradations. En effet, lors de la
synthese automatisée ils peuvent subir des attaques nucléophiles, s’hydrater ou étre oxydés en
acide carboxylique. De plus, la déprotection de la séquence d’oligonucléotides est réalisée en
présence d’une base forte qui peut dégrader 1’aldéhyde par réaction de Cannizzaro pour former
un alcool et un acide carboxylique. Afin de contourner ces limitations, deux méthodes sont
classiquement utilisées. La premiere consiste a insérer un groupement diol sur un nucléotide

qui est ensuite incorporé dans la séquence par synthese automatisée. Le diol est alors oxydé en
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aldéhyde en présence de périodate de sodium apres déprotection de I’oligonucléotide (Figure
122A) 3353363383421 4 seconde méthode implique I’insertion d’un atome d’iode au niveau de la
nucléobase qui, apres déprotection de la séquence, est remplacé par un groupement contenant
un aldéhyde grace au couplage de Suzuki (Figure 122B).*’ Notre nouvelle méthode
d’hydroboration d’alcyne sur support permettrait ainsi de s’affranchir de ces étapes de synthese

et d’obtenir un aldéhyde de fagon simple et efficace.

A
OH 1. Synthése o
automatisée NalO4
R)\/OH —— Rw/\OH I /\/\/RWH
2. Déprotection OH o)
B
1. Synthése
automatisée
R—=I @ ———— ,
2. Déprotection R (HO)ZB/RTH R‘R
\I v
0 /J%
H™ O

Figure 122 : Incorporation d'un aldéhyde au sein d'un oligonucléotide par (A) oxydation ou (B)

couplage de Suzuki.

Les conditions de réactions ont tout d’abord été optimisées a partir d’un oligonucléotide TTT
modifi¢ a DPextrémité 5’ par un phosphoramidite pentyne (ODNS9). Pour cela, le
phosphoramidite a été synthétisé a partir du 4-pentyn-1-ol en présence de 2-cyanoéthyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite et de DIEA dans le dichlorométhane anhydre (Figure 123).
Le phoshoramidite modifié 36 comportant une fonction alcyne a été obtenu avec un rendement
de 74 % puis a été inséré a I’extrémité 5’ de la séquence par synthése automatisée en utilisant

la chimie classique des phosphoramidites (Figure 71, page 78).

phosphoramidite /LNJ\ Synthése /
DIEA ! automatisée o\/\//
NC._~ P _automatisée /N S/ \_-
HO/\/\ 0 O/\/\

DCM anhydre ODN59
20°C, 2h 36
74 %

Figure 123 : Phosphitylation du 4-pentyn-1-ol et synthése de 1'oligonucléotide modifié ODNS59.

L’¢tude précédente concernant la réaction d’hydroboration d’alcéne a démontré que seuls le 9-
BBN, le complexe (IpcBH2)*TMEDA et le catécholborane sont capables de réagir avec
I’alcéne. Par conséquent, I’hydroboration d’alcyne a dans un premier temps été réalisée avec
du 9-BBN (Tableau 12). Pour cela, les billes comportant 1’oligonucléotide ODNS9 sont placées

dans un Eppendorf suivies du THF anhydre et d’un large excés de borane (500 équivalents). La
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solution est ensuite agitée dans un thermoshaker pendant 1 heure a 20°C puis les billes sont
filtrées et I’oligonucléotide est déprotégé par une solution d’ammoniaque concentré. Enfin,
I’oligonucléotide est analysé par spectrométrie de masse MALDI-TOF. Apres 1 heure de
réaction a 20°C il reste encore 23 % d’ODNS9 et seulement 15 % d’ODN60 comportant I’acide
boronique sont observés, les 62 % restant correspondant a ODN61 comportant I’aldéhyde issu

de la réaction d’oxydation (Tableau 12, entrée 1 ; Figure 124).

Hydroboration OH  Oxydation
AN NN AN
/\/\ O/\/\ /\/\o F ? - /\/\o Xo
OH Tautomérisation
ODN59 ODNG60 ODNG61

Figure 124 : Schéma réactionnel de 'hydroboration d' ODNS9.

Le temps de réaction a alors été augmenté a 2 heures mais la conversion totale n’augmente pas,
seule la proportion d’ODNG61 par rapport a ODN60 augmente de 62 % a 69 % (Tableau 12,
entrée 2). La quantité de 9-BBN a ensuite été diminuée a 100 équivalents mais la conversion
diminue drastiquement car seulement 28 % de conversion totale sont observés dont 2 %
d’ODNG60 (Tableau 12, entrée 3). La température a donc été augmentée a 50°C afin d’accélérer
la réaction et la conversion est quasi-totale apres 3 heures de réaction avec 500 équivalents de
9-BBN (Tableau 12, entrée 4). Cependant, les chromatogrammes HPLC des oligonucléotides
modifiés brut sont assez complexes car il semble y avoir des dégradations. La réaction
d’hydroboration d’alcynes a alors été évaluée en présence de catécholborane, réactif ayant

conduit a la meilleure conversion dans le cas de 1’hydroboration d’alcénes.

Tableau 12 : Différentes conditions testées pour I'hydroboration de 'ODNS59 par le 9-BBN dans le THF
anhydre.

Entrée Equivalents Température (°C) Temps (h) Conversion aldéhyde/acide boronique (%)

1 500 20 1 62/ 15
2 500 20 2 69/9
3 100 20 3 26/2
4 500 50 3 67/29

En présence de 500 équivalents de catécholborane dans le THF anhydre, une conversion de 75
% est obtenue apres 3 heures a 20°C, dont 45 % d’ODN60 (Tableau 13, entrée 1). Le
chromatogramme HPLC est toutefois moins complexe que celui obtenu précédemment en

présence de 9-BBN. La température a alors été augmentée a 40 °C mais une conversion
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similaire est obtenue (Tableau 13, entrée 2). En revanche, la proportion d’ODN60 et d’ODN61
a été inversée car seulement 19 % d’ODN60 comportant I’acide boronique a I’extrémité 5’ sont
observés sur le chromatogramme HPLC. Le temps de réaction a donc été augmenté a 5 heures
et cette fois-ci la réaction est totale (Tableau 13, entrée 3). Dans le but de diminuer le temps de
réaction, la température a été augmentée a 50°C et nous pouvons observer sur le
chromatogramme HPLC que la conversion est totale apres 3 heures de réaction (Tableau 13,

entrée 4). C’est donc ces conditions qui seront retenues pour la suite de 1’optimisation.

Tableau 13 : Différentes conditions testées pour I'hydroboration de I'ODNS9 par le catécholborane (500
équivalents) dans le THF anhydre.

Entrée  Température (°C) Temps (h) Conversion aldéhyde / acide boronique (%)
1 20 3 391745
2 40 3 51/19
3 40 5 81/19
4 50 3 87/13

Les premiers résultats obtenus démontrent que la formation d’acide boronique est minoritaire
au profit de 1’aldéhyde issu de la réaction d’oxydation. Cependant, I’insertion d’une fonction
aldéhyde est intéressante car elle peut par la suite permettre d’effectuer des réactions de
conjugaison avec différentes fonctions. D’autre part, [’optimisation de la réaction
d’hydroboration d’alcéne a démontré toute la complexité a isoler 1’oligonucléotide comportant
’acide boronique. Nous avons donc décidé de ne pas isoler celui-ci. Au contraire, les conditions
de réaction ont été optimisées dans le but d’obtenir uniquement 1’aldéhyde. Pour cela, la
réaction d’hydroboration a été réalisée dans les conditions précédemment optimisées (500
équivalents, 3 heures a 50°C) puis les billes sont filtrées et rincées avec de I’acétonitrile pour
¢liminer I’exces de catécholborane. Les billes sont ensuite placées dans une colonne connectée
d’un coté avec une seringue vide et de ’autre avec une seringue contenant une solution de
diiode 0,1 M. La solution est ensuite transférée d’une seringue a 1’autre en passant par la
colonne pendant 5 minutes a 20°C. Aprés un lavage des billes avec de 1’acétonitrile pour
¢liminer D’excés de diiode, les billes sont déprotégées par une solution d’ammoniaque
concentré. Le chromatogramme HPLC de 1’oligonucléotide brut indique cependant qu’il reste
10 % d’ODN60 comportant 1’acide boronique (Tableau 14, entrée 1). L’oxydation a alors été
réalisée en présence d’oxone, réactif couramment utilisé lors de réactions d’oxydation. Pour

cela, aprés la réaction d’hydroboration les billes sont filtrées et lavées avec de I’acétonitrile puis
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une solution d’oxone dans le THF/eau (1/2) est ajoutée (20 équivalents). La solution est ensuite
agitée dans un thermoshaker pendant 30 minutes a 20°C puis les billes sont déprotégées par un
traitement ammoniacal. Cependant, la proportion d’ODN60 et ODN61 ne varie pas (Tableau
14, entrée 2). La quantité d’oxone a alors été augmentée a 100 équivalents et aprés 3 heures a
50°C la quantit¢ d’ODN60 n’est plus que de 2 % (Tableau 14, entrée 3). Enfin, une
augmentation du nombre d’équivalents d’oxone a 200 entraine 1’oxydation totale de 1’acide

boronique (Tableau 14, entrée 4).

Tableau 14 : Différentes conditions testées pour 1’oxydation de ’acide boronique.

Entrée Oxydant Equivalents Température (°C) Temps (h)  Conversion en aldéhyde (%)

1 Diiode - 20 0,1 90
2 Oxone 20 20 0,5 88
3 Oxone 100 50 3 98
4 Oxone 200 50 3 100

Cette étude a ainsi permis de déterminer les conditions réactionnelles optimales pour I’insertion
de fonctions aldéhydes a I’extrémité 5’ d’une courte séquence d’acide nucléique. La réaction a
ensuite été appliquée a une séquence plus longue (T¢) dont ’extrémité 5’ a été modifiée par un
pentyne (ODNG62) et la formation de 1’aldéhyde est bien observée sur le spectre MALDI-TOF.
Cependant, la réaction n’est pas encore totale a ce jour et des études d’optimisation sont
actuellement en cours. La réaction sera ensuite appliquée a des hétéro-oligonucléotides en série

ADN et ARN de différentes longueurs.

Comme cela avait été fait dans la premiere partie de ce chapitre dans le cadre de la chimie click
(paragraphe 3.2.2, page 134), la réaction a été appliquée a un oligonucléotide TTT modifié a
I’extrémité 5’ par un phosphoramidite commercial 2’-O-propargyluridine (ODN63). La
fonction aldéhyde pourrait ainsi étre insérée en position 2’ a I’extrémité ou a I’intérieur d’une
séquence d’acide nucléique et de fait augmenter le champ d’applications de ces
oligonucléotides modifiés. Cependant, aucune réaction n’est observée dans ces conditions. Les
précédentes études ont démontré qu’il est nécessaire d’effectuer la réaction sous irradiation aux
micro-ondes pour ce type de modification pour compenser 1’acces difficile a la position 2’.
Toutefois, les signaux observés sur le spectre MALDI-TOF apres 3 heures a 40°C ne

correspondent ni au produit attendu ni au produit de départ et de nombreux signaux apparaissent
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sur le chromatogramme HPLC, probablement a cause d’une dégradation. Un travail

d’optimisation sera nécessaire afin de mettre au point cette nouvelle méthode.

Ces oligonucléotides modifiés par une fonction aldéhyde peuvent ainsi étre fonctionnalisés avec
des (bio)molécules d’intérét a travers la formation d’une oxime, d’une hydrazone ou d’une
imine.

3.3.2.2 Fonctionnalisation des oligonucléotides modifiés

La formation d’oximes et d’hydrazones est largement utilisée pour la bioconjugaison
d’aldéhydes en raison de leur caractere réversible et de leur bonne stabilité envers les réactions
d’hydrolyse (Figure 125).3* En effet, I’effet inductif négatif apporté par la présence de I’atome
d’oxygéne ou d’azote en o de I’amine permet de stabiliser le conjugué.** La formation de ce
type de liaison est ainsi largement utilisée pour la fonctionnalisation de peptides et protéines,>*

la synthése de sondes moléculaires**® ou encore pour la décoration de nanoparticules.>*’

oxime hydrazone

Figure 125 : Bioconjugaison d'aldéhydes par la formation d'une oxime ou d’une hydrazone.

Par conséquent, nous avons dans un premier temps étudié la fonctionnalisation des
oligonucléotides modifiés précédemment synthétisés par la formation d’une oxime. Pour cela,
apres la réaction d’hydroboration et d’oxydation, I’oligonucléotide TTT-pentanal (ODN61) est
déprotégé et coupé du support par un traitement ammoniacal. Il est ensuite mis en présence de
benzylhydroxylamine (2 équivalents) dans un tampon acétate ammonium a pH 5 pendant 3
heures a 20°C (Figure 126A) et le spectre MALDI-TOF indique la formation d’un nouveau
produit dont la masse correspond a la valeur attendue (m/z obtenue = 1119,41 et m/z calculée =
1117,83 ; Figure 126B). La réaction est également réalisée avec ’ODNS6 comportant un
butanol a I’extrémité 5’ mais aucun nouveau signal n’apparait sur le spectre MALDI (Figure
126C). Ces premiers résultats confirment ainsi la présence de 1’aldéhyde a I’extrémité 5° de

I’ODNG61.
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Figure 126 : (A) Réaction de couplage de I’ODNG61 avec la benzylhydroxylamine et (B) spectre
MALDI-TOF correspondant. (C) Spectre MALDI-TOF de la réaction de controle.

La réaction a ensuite ét¢ réalisée directement sur support CPG en présence d’un large exces de
benzylhydroxylamine (300 équivalents) dans un tampon acétate ammonium a pH 5 pendant 3

heures a 40°C et une conversion de 70 % est observée (Figure 127).

ODN64
oDNEa 1119,07
[M-H]
ODN61
ODN61
1015,47
W ]
min
00 50 100 150 200 250 900 1000 1100 1200 1300
mfz —»

Figure 127 : Chromatogramme HPLC et spectre MALDI-TOF de la réaction de couplage de 'ODN61
avec la benzylhydroxylamine sur support.

L’ODN64 attendu a bien été formé, cependant la conversion n’est pas totale. Une optimisation
des conditions de réaction est donc actuellement en cours. La fonctionnalisation
d’oligonucléotides modifiés a travers la formation d’hydrazone ou d’imine par amination

réductrice sera ensuite étudiée.
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3.4 Conclusion du Chapitre 3

Cette étude a ainsi permis de développer quatre méthodes différentes permettant la borylation
d’acides nucléiques post-synthése tout en s’affranchissant des longues synthéses généralement
nécessaires pour ce type de modification. Tout d’abord, bien que les acides boroniques semblent
incompatibles avec les réactions de CuAAC, il est toutefois possible de I’introduire sur support
solide CPG lorsque celui-ci est protégé par un groupement pinacol ou MIDA. Les différentes
séquences d’oligonucléotides modifiées par un acide boronique ont en effet été obtenues avec
des conversions et rendements satisfaisants, que ce soit en série ADN ou ARN. Deux méthodes
ont ét¢é mises au point pour incorporer 1’acide boronique a I’extrémité 5° en remplagant
I’hydroxyle en position 5’ du nucléotide par une fonction azoture ou a I’intérieur de la séquence
en insérant un phosphoramidite 2’-O-propargyluridine a la position souhaitée. Cette dernicre
méthode a également été appliquée a 1’aptameére a tobramycine, ce qui permettrait alors
d’améliorer I’affinité de 1’aptamere modifié vis-a-vis de la molécule cible grace a la formation
d’un ester boronate. Ces nouvelles méthodes simples, rapides, efficaces et modulables
permettent ainsi d’enrichir considérablement le répertoire d’oligonucléotides disponibles pour
des réactions de conjugaison. Ces nouveaux oligonucléotides modifiés pourraient alors étre
utilisés pour de nombreuses applications et plus particulierement pour la détection de glucides
ou de molécules contenant des cis-diols par formation de liaisons réversibles et covalentes de

type ester boronate.

Deux méthodes d’hydroboration sur support solide CPG ont également été développées. La
premicre méthode consiste a effectuer une hydroboration a partir d’un alcéne et I’optimisation
des conditions de réaction sur une séquence composée de trois thymidines fonctionnalisée a
I’extrémité 5’ par un buténe a permis d’introduire un acide boronique en présence de
catécholborane dans le THF. Cependant, la réaction d’oxydation de 1’acide boronique en alcool
ne peut étre évitée. Ces conditions de réaction ont alors été adaptées a I’hydroboration d’alcynes
permettant 1’obtention d’un acide boronique vinylique a ’extrémité 5° de la séquence. Cette
méthode est particulierement intéressante car 1’oxydation de ’acide boronique permet ensuite
d’obtenir un aldéhyde de maniere simple et efficace, nécessitant habituellement la mise en place
de syntheéses de composés intermédiaires relativement longues. L’oligonucléotide modifié
obtenu peut alors étre couplé avec différentes biomolécules d’intérét a travers la formation
d’une oxime, comme les premiers résultats I’ont démontré. D’autres réactions de conjugaison
telles que I’amination réductrice ou la réaction de Wittig peuvent également étre envisagées

afin d’¢largir la gamme d’oligonucléotides modifiés disponibles et de fait le domaine
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d’applications de ces derniers.
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Chapitre 4 : Synthese de matériaux bioinspirés a base de borono-uridine

4.1 Introduction et contexte

Les précédents chapitres ont démontré 1’intérét des acides boroniques dans le domaine des
acides nucléiques pour des applications de reconnaissance moléculaire mais ceux-ci ont
également été utilisés pour la formation de matériaux.>*> En effet, outre leur capacité 2
s’associer avec des partenaires cis-diols, les acides boroniques peuvent former des assemblages
supramoléculaires linéaires ou multidimensionnels a travers 1’établissement de liaisons
hydrogéne intermoléculaires (Figure 128).%¥3* Des interactions de coordination ou m-n
peuvent également étre mises en jeu pour stabiliser 1’assemblage par délocalisation des
¢lectrons m dans 1’orbitale p vacante de I’atome de bore ou par complexation de celle-ci par un

atome possédant un doublet non liant.

'* O3
0---H-0 ~OH _OH

R-B B-R i R=B~oH
0-H---Q ©—I'3/OH t
\H ~OH R'
liaisons hydrogene interactions n—n coordination

Figure 128 : Représentation des différentes interactions pouvant étre mises en jeu pour la formation

d'assemblages supramoléculaires a base d’acides boroniques.

Des études de cristallographie aux rayons X ont ainsi permis de mettre en évidence la formation
de structures cristallines bidimensionnelles par auto-assemblage.?**?*> En effet, Rodriguez-
Cuamatzi et al. ont démontré que 1’acide 1,4-phényldiboronique est capable de s’auto-
assembler grace a la formation de liaisons hydrogene entre les différents hydroxyles liés aux
atomes de bore pour former des chaines linéaires (Figure 129A).%° Celles-ci peuvent ensuite
s’empiler pour former des réseaux bidimensionnels stabilisés par des interactions n-m issues de
I’empilement des cycles aromatiques. Des ligands donneurs ou accepteurs de liaisons
hydrogene tels que I’eau, le dioxane, la bipyridine ou le trans-1,2-bis(4-pyridyl)étheéne peuvent
également étre additionnés dans le milieu pour établir un lien entre les différents acides
boroniques et modifier la structure cristalline de 1’assemblage supramoléculaire.®>'35? La
modification du monomeére acide boronique permet également de varier la structure de 1’auto-
assemblage et de fait ses propriétés. Par exemple, ['utilisation d’acides tétraphényl-
méthaneboronique ou tétraphénylsilaneboronique tétraédriques entraine la formation d’un
réseau tridimensionnel hautement structuré par I’établissement de seize liaisons hydrogene avec

les molécules adjacentes (Figure 129B).>3 La structure relativement compacte et périodique

présente ainsi d’importants volumes libres a I’intérieur, permettant 1’encapsulation de
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molécules cibles. De plus, I’assemblage tridimensionnel étant régi uniquement par des liaisons
hydrogene, celui-ci est capable de se déformer pour s’adapter au mieux a la molécule cible, ce
qui est impossible avec des assemblages basés sur la formation de liaisons covalentes. Ces
structures ont été utilisées pour diverses applications, notamment pour la catalyse acide

hétérogeéne ou pour la séparation de molécules selon leur taille ou leur forme.**

R
R\i/R
R
A B R
Re:_R
H H X
H-Q 0------H-0 ) B(OH) o Bo
J o-H------G o-H !
H : i ! . oBt
5 H, i H, f\x A
H-0, 0-=---H-0 Jo (HO)B \ \©\ -
POB\ ,BOB\ B(OH); .y
o} O-H------ o} O-H (HO),B H/O\B/O

H H
X<
. , R™: "R
X:CousSi R

R: E%;ys(om2 R %R

Figure 129 : Assemblages supramoléculaires (A) bi- et (B) tridimensionnels par liaisons hydrogene

intermoléculaires.

La formation de boroxines par déshydratation de trois acides boroniques li€s a des groupements
alkyles, alkoxy ou aryles permet également 1’obtention d’assemblages moléculaires ordonnés a
travers la formation de liaisons covalentes et réversibles (Figure 130A). Ces cycles plans a six
chainons, exclusivement composés d’atomes de bore et d’oxygeéne, possedent un caractere
partiellement aromatique composé d’un systéme w issu des orbitales p vacantes des atomes de
bore et des doublets non liants des atomes d’oxygéne.” L’utilisation d’acides boroniques liés a
des groupements aromatiques permet ainsi de stabiliser 1’assemblage par recouvrement
orbitalaire des électrons 7, des orbitales p vacantes des atomes de bore et des doublets non liants
des atomes d’oxygenes. La stabilité de ces assemblages a été évaluée par RMN en utilisant des
acides phénylboroniques substitués en position para et il s’avére que la constante d’équilibre
de la formation de la triarylboroxine résultante dépend en partie de I’effet inductif du substituant
(Figure 130B).%>® En effet, la présence de substituants électroattracteurs augmente le caractére
¢lectrophile de ’atome de bore et de fait favorise la réaction d’hydrolyse. La constante
d’équilibre de la formation de la triarylboroxine est donc diminuée. A contrario, la substitution
du cycle benzene par un groupement électrodonneur augmente le caractere nucléophile de

I’atome de bore. Par conséquent, la réaction d’hydrolyse est défavorisée et la constante
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d’équilibre est plus élevée. La substitution du cycle benzéne en position ortho par un
groupement méthyle a également été évaluée. Cependant, une diminution de la constante
d’équilibre est observée en raison des effets stériques et électroniques. En effet, la présence du
groupement méthyle entraine une torsion des trois cycles benzéniques par rapport au cycle
boroxine et de fait la stabilité électronique est diminuée. La stabilité de la triarylboroxine est

donc dépendante de 1’environnement électronique des cycles aromatiques.

R : groupement alkyl, alkoxy ou aryl X : groupement électroattracteur X : groupement électrodonneur

Figure 130 : (A) Formation de boroxine par déshydratation et (B) effets inductifs mis en jeu pour la

formation de triarylboroxines.

Ainsi, ces différentes propriétés d’assemblages supramoléculaires des acides boroniques ont été
utilisées pour la conception d’assemblages organiques covalents qui sont des matériaux poreux
et cristallins trés ordonnés. La formation de matériaux bidimensionnels a d’abord été¢ démontrée
par déshydratation a partir de plusieurs molécules d’acide 1,4-benzenediboronique (Figure
131A)*¢ puis des assemblages tridimensionnels ont été développés a partir d’acides
polyboroniques (Figure 131B).>>” Ces structures trés ordonnées sont classiquement formées
dans des solvants dans lesquels le monomere est peu soluble tandis que les structures
assemblées le sont, afin de déplacer 1’équilibre vers la formation de celles-ci. De plus, les
assemblages peuvent étre stabilisés par la formation de liaisons hydrogene ou d’interactions n-
n permettant de renforcer la stabilité de la structure. Différentes tailles et formes de macrocycles
de faible densité a porosité élevée et variable peuvent ainsi étre obtenues en fonction des
monomeres utilisés.”*® Leur capacité a former des cages capables d’accueillir une molécule
cible, leur grande surface spécifique théorique ainsi que leur grande stabilité chimique ont
permis leur développement pour le stockage d’hydrogene,*3% le transport de petites

molécules,*! Ia catalyse hétérogeéne’®? ou encore en tant qu’additifs retardateurs de flammes.>®?
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Figure 131 : Assemblages organiques covalents par la formation de boroxines (A) bi- %3¢ et (B)

tridimensionnels.3%7

Par ailleurs, les acides boroniques sont largement utilisés pour leur capacité a former des
liaisons covalentes et réversibles avec des fonctions cis-diols, notamment pour la détection de
glucides.***3% Cette capacité a former de telles liaisons peut également étre utilisée pour la
formation de matériaux possédant des structures ordonnées>** pour diverses applications telles
que le stockage de gaz et d’énergie,**?%3% la catalyse,*™ I’optoélectronique®”' 37 et la
délivrance de drogues.*®! En effet, de nombreux assemblages organiques covalents de formes
hexagonales ou tétragonales peuvent étre engendrés par la formation d’esters boronates en
présence d’acides bis-boroniques et de bis ou tris diols, leur structure pouvant varier en fonction

des monomeres utilisés (Figure 132).243374377
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Figure 132 : Assemblages organiques covalents par la formation d’esters boronates.?6-374
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Des polymeres dont la chaine latérale est fonctionnalisée par plusieurs fonctions acides
boroniques ont également été étudiés pour générer des matériaux macromoléculaires.
Kobayashi et al. ont ainsi inséré des acides boroniques le long d’une poly(L-lysine) capable de
former a pH basique des esters hydroxyboronates avec les fonctions hydroxyles en positions 2’
et 3° des résidus adénosines (Figure 133).%® L hélice a générée est alors capable d’interagir
avec une poly(uridine) grace a la formation de liaisons hydrogene de type Watson-Crick. La
double hélice engendrée peut ainsi étre assimilée a celle d’un ARN. Ce systeme pourrait ensuite
étre utilisé pour le transport d’ARN ou la suppression temporaire du processus de transcription.

Ces matériaux polymériques ont par ailleurs été utilisés pour la détection de

364,365,379 380

carbohydrates ou la séparation de nucléosides®® et nucléotides.*®!*¥? Des polymeres
fonctionnalisés par des acides boroniques peuvent également former des hydrogels, c’est-a-dire
des réseaux tridimensionnels a I’intérieur desquels une grande quantité de solvant aqueux est
emprisonnée.® Ces systémes résultant de 1’établissement de liens intermoléculaires chimiques
de nature covalente et réversible sont biocompatibles et particulierement intéressants pour des

applications biomédicales et pharmaceutiques, notamment pour la détection de cis-diols.>34388

HO e - 0
—B(OH), :@ B, :@ g :@ .......
HO 00 polyU c 0
R ———
e e
B(OH), g 5 (Al @_
oo oo

Figure 133 : Synthése de mimes d'ARN par formation d'esters hydroxyboronates.?”8

Plus récemment, de nouvelles structures ont été développées dans le but de former des
architectures bio-inspirées visant a mimer des processus naturels. Au laboratoire, le travail de
these du Dr. Delphine Luvino a consisté a remplacer le lien phosphodiester d’un dinucléotide
par une jonction internucléosidique de type ester boronate (Figure 134).'8 L utilisation de ce
type de lien permet ainsi de conserver la charge négative par la formation d’un anion
hydroxyboronate a pH basique. L’étude de ’association entre 1’uridine et un analogue de la
thymidine portant une fonction acide boronique en position 5° a été effectuée par RMN 'H dans
le DMSO. L’ajout de borono-thymidine a conduit & ’apparition d’une nouvelle espéce
chimique ainsi qu’a une diminution de la largeur des pics des protons échangeables,
caractéristique d’un ralentissement de la vitesse d’échange de ces derniers. La disparition des
signaux correspondant aux hydroxyles en positions 2’ et 3’ de 1’uridine observée en présence

d’un exces de la borono-thymidine ainsi que les variations de constantes de couplage des
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protons Hy- et Hy:, caractéristiques du changement de conformation du sucre de I’uridine, ont
permis de mettre en évidence I’existence de la formation d’un ester boronate entre les deux

nucléosides.

Figure 134 : Formation d'un dinucléotide par formation d’un lien ester boronate.

Ainsi, dans la continuité de ce travail, nous avons synthétisé la borono-uridine 37 dont la
position 5’ a été modifiée par un acide boronique. Les hydroxyles en positions 2’ et 3° formant
un cis-diol, le composé bifonctionnel est capable de s’auto-assembler de fagon covalente et
réversible par la formation d’un ester boronate. En collaboration avec le Dr. Carine Baraguey,
spécialiste RMN au sein de 1’équipe ChemBioNAC, les structures assemblées ont d’abord été
étudiées par RMN dans le DMF-d; anhydre et dans le DMF-d; en présence d’eau afin de
caractériser les especes formées par auto-assemblage. Ces dernieres ont ensuite été analysées
par RMN DOSY 'H (Diffusion Ordered SpectroscopY) afin d’étudier leurs coefficients de
diffusion et déterminer leur structure exacte. Enfin, 1’aptitude de la borono-uridine a s’auto-

assembler en milieu aqueux a été étudiée par RMN dans le D-0.
4.2 Etude de I’auto-assemblage par RMN

4.2.1 Synthese du monomere borono-uridine

La synthese du monomere borono-uridine suit le méme schéma de synthese que celui décrit
pour la synthese du composé 22 (Chapitre 2, paragraphe 2.2.2.2, Figure 65). Une protection des
hydroxyles en positions 2’ et 3’ par un groupement isopropylidéne est d’abord effectuée, suivie
de I’oxydation de I’alcool en position 5°. Une homologation de 1’aldéhyde en alcene est ensuite
réalisée pour conduire au composé 22 apres déprotection des deux hydroxyles (Figure 135).
L’hydroboration de 1’alcéne est ensuite effectuée en présence d’a-pinene et de diméthylsulfure

de borane pour obtenir le composé 37 avec un rendement de 70 %.
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Figure 135 : Syntheése du monomere borono-uridine 37.

4.2.2 Oligomérisation de la borono-uridine en solvant organique anhydre

Dans I’étude de Luvino et al.,'® le solvant organique utilisé pour promouvoir ’assemblage des
deux nucléosides est le DMSO anhydre mais dans notre cas I’utilisation de ce solvant conduit
a de larges signaux caractéristiques d’un régime d’échange ni suffisamment rapide ni
suffisamment lent pour permettre une analyse fine. En revanche, le spectre RMN 'H du
monomere 37 dissous dans le DMF-d; anhydre a température ambiante montre 1’apparition de
deux séries de signaux fins (ratio de 2:1) qui ont pu €tre entierement caractérisés et attribués.
La comparaison des déplacements chimiques des deux especes indique que les structures sont
relativement proches (Figure 136, spectre & 37 mM). En effet, sur le spectre RMN 'H Ia plus
grande variation entre les deux formes est de seulement 0,15 ppm et est observée pour le proton
situé autour de 4 ppm. Le comportement de ces deux especes liées a alors été étudié dans le
DMF-d; anhydre avec différentes concentrations de borono-uridine. Une diminution de la
concentration du monomere 37 de 37 a 1,4 mM entraine la disparition progressive de 1’espece
minoritaire qui n’est quasiment plus détectée sur le spectre RMN 'H 2 0,14 mM. Le fait que
les déplacements chimiques soient indépendants de la concentration et de la température (une
augmentation de 25 a 55 degrés est sans effet sur le spectre RMN 'H) montre I’absence
d’interactions m-m entre les deux especes formées. De plus, des expériences d’irradiations
sélectives ont démontré 1’existence d’un échange lent entre les deux espéces puisque la
saturation sélective du signal d’un noyau appartenant a I’espéce majoritaire affecte le signal du

méme noyau de 1’espéce minoritaire.
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Figure 136 : Spectre RMN 'H de la borono-uridine dans le DMF-d; anhydre & différentes

concentrations.

L’étude des spectres RMN 'H et 13C obtenus a ensuite permis d’attribuer les signaux de chacune
des deux especes formées (Figure 137A-B). La comparaison des déplacements chimiques avec
ceux de 'uridine native, incapable de former des esters boronates, montre des variations de
I’environnement atomique qui sont bien au-dela de celles attendues suite a la modification
chimique de la position 5* (Figure 137C). D’une part, les protons H»- et Hs’ initialement présents
a 4,20 et 3,92 ppm respectivement dans le cas de 1’uridine native sont décalés vers les champs
faibles a 5,19 et 4,81 ppm dans le DMF-d; anhydre, ce qui indique un changement
d’environnement autour de ces protons. D’autre part, le signal du proton He> aux alentours de
0,80 ppm présente une multiplicité plus complexe que le triplet résultant de la libre rotation de
I’acide boronique autour du CH» en position 6’. La disparition immédiate des signaux
correspondants aux hydroxyles libres présents sur le monomere bifonctionnel laisse supposer
la formation de deux especes liées cycliques. Une variation de déplacement chimique est
également observée sur le spectre RMN '°C sur lequel les signaux correspondant aux carbones
Cy et Cs classiquement présents autour de 73 ppm dans le cas de I’uridine native sont cette
fois-ci observés autour de 84 ppm dans le DMF-d; anhydre (Figure 137B-C). Ces variations de
déplacements chimiques vers les champs faibles sont caractéristiques de la formation d’un ester
boronate. En effet, des études portant sur la complexation d’un acide boronique avec du glucose

ont démontré que les déplacements chimiques des carbones portant les atomes d’oxygene
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impliqués dans la liaison subissent une variation d’environ 10 ppm.* Plus récemment, la
formation d’un ester boronate en présence d’uridine et d’acide para-

trifluorométhylphénylboronique dans 1’acétonitrile a été décrite et des variations de

390

déplacements chimiques similaires ont été observées.
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Figure 137 : Spectres RMN (A) 'H et (B) '3C dans le DMF-d; anhydre. (C) Comparaison des
déplacements chimiques obtenus avec ceux de I'uridine native. “ écart entre les déplacements

chimiques moyens obtenus pour les especes liées et le déplacement chimique de I’uridine native.

Ainsi, ces premieres observations, en accord avec les données de la littérature, démontrent la
liaison entre les atomes d’oxygeénes en positions 2’ et 3’ et ’atome de bore pour les deux

structures coexistantes dans le DMF-d; anhydre.

4.2.3 Oligomérisation de la borono-uridine dans le DMF-d7 en présence d’eau

La formation d’esters boronates étant défavorisée en milieu aqueux, des ajouts successifs de 5
uL d’eau ont ensuite été effectués dans le but de provoquer la dissociation des deux especes
liées (Figure 138). Comme attendu, la premiére addition de 5 pLL d’eau provoque la disparition

des deux signaux a 5,19 et 4,81 ppm correspondants respectivement aux protons Hy: et Hz> de
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I’espéce liée. Ceux-ci sont remplacés par deux signaux décalés vers les champs forts (4,20 et

3,92 ppm) qui sont associés a ces mémes protons de la forme libre. Les trois signaux
caractéristiques des protons échangeables des hydroxyles du monomere apparaissent également
a7,70,5,52 et 5,21 ppm. Aprées addition de 20 pL. d’eau, la totalité des signaux correspondants
a D’espece liée a disparu au profit du monomere libre. La présence d’eau permet ainsi de

C 1y
dissocier les especes liées, démontrant la réversibilité des liaisons covalentes formées
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Figure 138 : Spectres RMN 'H obtenus dans le DMF-d; anhydre avant et aprés ajout d’eau

Le spectre RMN "B a également été enregistré dans le DMF-d; avant et aprés addition de 1’eau
dans le tube RMN en utilisant strictement les mémes parameétres d’acquisition. Dans le DMF-
d; anhydre, un large signal allant de 20 a 50 ppm est obtenu (Figure 139A) tandis qu’un signal

1%). La largeur du signal RMN est ainsi

fin caractéristique des acides boroniques est observé a 31,9 ppm apres 1’ajout d’eau (Figure
!¢ est-a-dire

139B). L atome de bore est un noyau quadripolaire (I
particulierement sensible a la distribution des charges électriques dans le noyau
due a son environnement mais aussi a la coordination et a la symétrie moléculaire autour du

noyau. L’ aplanissement du signal observé en milieu anhydre témoigne de la perte de symétrie

, .
autour du bore consécutive a la formation du cycle a cinq chainons par liaison du bore avec les
2

oxygenes en positions 2’ et 3’ du sucre. Ce phénomene est probablement accentué, bien que

dans une moindre mesure, par le ralentissement des mouvements moléculaires de 1’ester

boronate par rapport au monomere
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80 60 40 20 0 20 ppm 80 60 40 20 0 20 ppm

Figure 139 : Spectres RMN !B (A) dans le DMF-d; anhydre et (B) dans le DMF-d; en présence

d’eau.

L’¢tude RMN a ainsi permis de démontrer la formation de deux especes liées cycliques par la
formation d’un ester boronate entre 1’acide boronique en position 5’ et les deux hydroxyles en
positions 2’ et 3°. Cependant, la structure exacte de ces deux especes, et notamment la taille des

cycles, n’a pu étre déterminée de fagon précise. Pour ce faire, les especes liées ont été analysées

par RMN DOSY 'H.

4.2.4 Caractérisation des structures par RMN DOSY 'H
4.2.4.1 Principe de la RMN DOSY 'H

La RMN est aujourd’hui un outil indispensable pour la détermination structurale de composés.
Ainsi, de nombreuses techniques ont été mises au point et, dans le cadre de ce projet, une des
techniques relativement récentes appelée DOSY 'H nous intéresse particulierement car elle
permet I’analyse précise d’un mélange de composés sans séparation préalable. En effet, cette
expérience permet d’étudier le phénomene de diffusion, c’est-a-dire le mouvement
translationnel aléatoire des particules soumises a de nombreuses collisions avec les molécules
présentes dans le fluide environnant.*? L’expérience consiste a collecter une série de spectres
1D dans lesquels les impulsions de gradient varient. Dans le cas ou la diffusion est nulle, le
gradient de champ n’a aucun effet sur I’aimantation. En revanche, si les molécules en solution
subissent des mouvements aléatoires, 1’intensité des signaux s’en trouve atténuée selon une
décroissance exponentielle proportionnelle a I’intensit¢ du gradient et du coefficient de
diffusion. Le coefficient de diffusion étant inversement proportionnel au rayon
hydrodynamique de la molécule, une petite molécule aura un coefficient de diffusion plus élevé

qu’une grosse molécule. Les spectres pseudo-2D obtenus doivent ensuite étre traités
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informatiquement afin d’en extraire le coefficient de diffusion.>” Pour cela, deux méthodes
différentes sont possibles. La premiere conduit a une carte DOSY pour laquelle les
déplacements chimiques (d) se trouvent en abscisse et les coefficients de diffusion (D) en
ordonnée (Figure 140). Toutes les taches correspondant a une méme molécule sont alignées sur
une méme ligne, ce qui amene a comparer cette méthode a de la chromatographie. Ce traitement

permet d’obtenir les résultats sous forme graphique mais la mesure du coefficient de diffusion

est cependant peu précise.

Espéce B

0
0
0)
0
0
(@) uoishyip ap SIUBIDILLR0D

Déplacements chimiques ()

Figure 140 : Carte DOSY obtenue apres traitement.

La seconde méthode consiste, pour chaque spectre 1D, a ajuster les parametres de la fonction
exponentielle décroissante (équation de Stejskal-Tanner) sur les données expérimentales.™?
Une moyenne des différents coefficients de diffusion obtenus pour plusieurs pics permet ainsi

de déterminer celui de la molécule considérée avec précision.

La technique de RMN DOSY 'H constitue une méthode de choix pour ’analyse de mélanges
complexes. En effet, elle permet d’obtenir les déplacements chimiques mais également des
informations structurales et physico-chimiques telles que la taille de la molécule ou encore la
formation d’agrégats ou de polymeres. Celle-ci a ainsi été utilisée pour de nombreuses
applications, notamment pour la caractérisation de nanomatériaux*** ou I’analyse de mélanges

complexes®> 37

et de médicaments.**® Dans ce projet, la DOSY 'H permet de comparer les
coefficients de diffusion des especes formées dans le DMF-d; anhydre par auto-assemblage afin

d’en déterminer la structure exacte.
4.2.4.2 Détermination de la structure par RMN DOSY 'H

Les especes liées ainsi que le monomere borono-uridine 37 ont ensuite ét€ analysés par RMN
DOSY 'H. L’ensemble des analyses a été réalisé dans le DMF-d; anhydre excepté pour

I’analyse du monomere ou I’ajout d’un faible volume d’eau (4 %) a été nécessaire pour dissocier
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les especes.

L’expérience DOSY 'H du monomere borono-uridine 37 dans le DMF-d; anhydre a tout
d’abord été réalisée afin d’analyser le coefficient de diffusion des especes liées formées par
auto-assemblage. La carte DOSY confirme la présence de deux especes différentes puisque les
taches sont réparties selon deux lignes distinctes et montre que les deux especes possedent des
coefficients de diffusion relativement proches (Figure 141). Les coefficients de diffusion de
chaque espece ont ensuite été calculés par ajustement linéaire par rapport a la décroissance des
signaux correspondant aux protons He, Hi> et Hs. La moyenne des différents coefficients de
diffusion obtenus conduit & une valeur de 3,26.107'° m?/s dans le cas de I’espéce majoritaire et
de 2,81.10"'° m?/s pour I’espéce minoritaire. Ces derniers étant relativement élevés, cela indique

que les deux especes liées sont de petite taille.

_ M __MJ)‘LH\_ _Jdlt A N A Jﬂ‘\\* _M tog(m2/s)

- -9.9
-9.8
r -87

- -9.6

\3@ {c) — % [ ®* Espece minoritaire
ﬁg d @ { | 94 Espéce majoritaire

- -9.2

Figure 141 : Carte DOSY des especes liées dans le DMF-d; anhydre.

Le coefficient de diffusion du monomere borono-uridine 37 a ensuite été déterminé en ajoutant
un faible volume d’eau (4%) dans le tube RMN afin de dissocier les especes liées au profit du
monomere 37. Nous admettons que la faible quantit¢ d’eau ajoutée a peu d’impact sur la
viscosité de la solution et de fait n’affecte pas les coefficients de diffusion de maniere
significative. Un coefficient de diffusion d’une valeur de 3,84.10'° m?/s a été obtenu a partir
de la moyenne des ajustements linéaires de la décroissance des signaux correspondant aux
protons He, Hi- et Hs. Celui-ci étant plus élevé que ceux obtenus pour les especes liées, cela
indique que la molécule est plus petite que les especes liées précédemment obtenues et confirme

la dissociation des especes liées en présence d’eau. Ainsi, ces résultats laissent penser a la
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formation d’un dimére et d’un trimére cycliques (c(UB"UB") et ¢(UB"UBUB™) ; Figure 142).

o—
U2 /B/\@‘H

HO.__OH o) (0]

i O/B%@h O\B/O
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D =3,84.10"" m?/s D =3,26.10""" m?/s D=2,81.10""ms

Figure 142 : Structure du monomere et des especes liées formées dans le DMF-d; anhydre ainsi que

leurs coefficients de diffusion respectifs.

Afin de valider ces résultats, les masses molaires approximatives des especes liées ont été
calculées. En effet, le coefficient de diffusion D dépend de la masse molaire, des propriétés
hydrodynamiques (taille, forme, charges) et de I’environnement (solvant, température, état
d’agrégation). Il permet ainsi de déterminer le rayon hydrodynamique de la molécule
considérée, a condition que celles-ci soient sphériques, grice a 1’équation de Stokes-

Einstein324%0 .

D kT
~ 6mRy

D = coefficient de diffusion (m%.s™); k = constante de Boltzmann (1,38.102° J.K); T =

température (K) ; n = viscosité dynamique (Pa.s) ; Ru = rayon hydrodynamique (m).

Cependant, le rayon hydrodynamique correspond au rayon d’une sphere théorique qui aurait le
méme coefficient de diffusion et pour cela des molécules de solvant situées autour de la
molécule considérée sont prises en compte. Celui-ci est donc supérieur au rayon exact de la
molécule considérée. Il est toutefois possible de relier le rayon hydrodynamique a la masse

molaire du soluté grice a I’expression suivante*"! :

3| 3M

Ry =

4‘T[pNA

M = masse molaire (g.mol); p = densité du soluté (g.m?); Na = nombre d’Avogadro

(6,02.10% mol ™).

Ainsi, en considérant la nature polymérique des différents assemblages, il est possible d’estimer
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la masse molaire a partir du ratio des coefficients de diffusion du monomere et de 1’espece

considérée : 40!

Mi — (DmoBchére)g
i

Mmonomére

Une masse de 467,6 g/mol est alors obtenue pour 1’espeéce majoritaire tandis que, dans le cas de
I’espeéce minoritaire, elle est de 730,1 g/mol. Cela confirme alors la formation des structures
précédemment évoquées car les masses molaires exactes de ces structures cycliques sont de

500,2 et 750,0 g/mol respectivement (Tableau 15).

Tableau 15 : Comparaison des masses molaires des especes.

UBn C(Uanb") C(Uananhn)
Exacte Calculée Exacte Calculée
M (g/mol) 286,1 467,6 500,2 730,1 750,0

Dans le but de confirmer les résultats précédemment obtenus, des dimeres et trimeres linéaires

et cycliques ont été synthétisés puis analysés par RMN DOSY 'H.
4.2.4.3 Analyse des diméres et trimeres de référence par RMN DOSY 'H
4.2.4.3.1 Synthese des oligonucléotides

Les oligonucléotides linéaires ont été synthétisés par synthese automatisée en utilisant la chimie
classique des phosphoramidites tandis que pour les oligonucléotides cycliques la synthese a été
adaptée selon la méthode de Smietana et Kool.**? Pour cette synthése, un support CPG 3’-
phosphate est utilisé afin de générer un phosphorothioate a I’extrémité 3’ lors de la déprotection
de I’oligonucléotide. La premicre étape consiste a coupler le support CPG 3’-phosphate avec le
premier nucléotide par chimie classique des phosphoramidites puis une sulfurisation par le 3H-
1,2-benzodithiol-3-one-1,1-dioxide (réactif de Beaucage) est réalisée pour conduire au

thiophosphotriester (Figure 143).

DMTO DMTO

. T
Synthése 1 o T4 o |
0+_.-.0 isd Réactif de
o/\/s\/\ODMT automatisée CN
] Beaucage /

O'W‘O/ I‘D\O/\/CN

Figure 143 : Incorporation du premier nucléotide puis oxydation du lien par le réactif de Beaucage.
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Le nucléotide suivant est incorporé par chimie classique des phosphoramidites en ajoutant une
¢tape de détritylation a la fin du cycle de synthese afin de déprotéger I’ hydroxyle a I’extrémité
5’ (Figure 144). Celui-ci subit ensuite une réaction d’iodation sur support par percolation avec

de I’iodure de méthyltriphénoxyphosphonium 2 température ambiante pendant 15 minutes.**®

T
o 12
NC
T Synthése o T
:O: ! automatlsee ; : (PhO)3PCH3I :O: !
N 25°C, 15min NG

~ " —

9 0 9
s=pP-0 0-P=8 0-P=s
S S S
Figure 144 : Incorporation du second nucléotide puis iodation de I'extrémité 5'.

La déprotection de 1’oligonucléotide par un traitement ammoniacal pendant 24 heures a
température ambiante permet ensuite de déprotéger les groupements phosphates et couper
I’oligonucléotide du support par une réaction de B-élimination (Figure 145). Enfin, une réaction
de substitution nucléophile entre le soufre, plus nucléophile que I’oxygene, a I’extrémité 3’ et
I’iode inséré a I’extrémité 5’ entraine la cyclisation instantanée du dimere pour conduire au

dimere cyclique ODN6S. Le méme protocole a été appliqué pour la synthese du trimere

cyclique ODNG66.
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Figure 145 : Déprotection puis cyclisation des oligonucléotides ODN65 et ODN66.
4.2.4.3.2 Analyse des oligonucléotides synthétisés par RMN DOSY 'H

Les dimeres et trimeres linéaires ont d’abord été analysés par DOSY 'H dans le DMF-d;
anhydre afin de pouvoir comparer leurs coefficients de diffusions avec ceux obtenus dans le cas
des espéces liées. L ’expérience RMN DOSY 'H réalisée sur le dinucléotide UU (ORN12) a
partir de la décroissance des signaux attribués aux protons Hea, Hiva €t Hsa conduit a une valeur
moyenne de D de 3,18.107'° m?s. Concernant le trinucléotide UUU (ORN13), elle a été
effectuée a partir des signaux correspondants aux protons Hea, Hi°a €t Hsa €t une valeur moyenne
de D de 2,96.10'° m?/s est obtenue. Les coefficients de diffusion calculés pour les deux
oligonucléotides linéaires sont relativement proches respectivement de ceux obtenus pour les
especes liées, ce qui suggere que ces dernieres sont bien formées par 1’assemblage de deux et

trois unités respectivement.

Les coefficients de diffusion des oligonucléotides cycliques ont ensuite été déterminés. Une
valeur moyenne de D de 3,29.10°'° m?/s est obtenue dans le cas du dimere cyclique ODN65 2
partir de la décroissance des signaux correspondants aux protons Hea, Hiva €t Hi'p. Concernant

le trimeére cyclique ODN66, une valeur moyenne de D de 2,86.107'° m?/s est obtenue a partir
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des signaux attribués aux protons Hea, Heb €t Hiva. Les coefficients de diffusion obtenus pour
les dimeres et trimeres cycliques sont bien plus proches de ceux calculés pour les especes liées
que ceux des oligonucléotides de référence linéaires (Tableau 16). Ces résultats confirment

donc la formation de dimeres et triméres cycliques (c(UB"UB") et ¢(UB"UB"UBY)).

Tableau 16 : Comparaison des coefficients de diffusion D moyens obtenus par RMN DOSY 'H.

ORNI12 ORNI13 ODN65 ODNO66
Ubn (37) C(Uanbn) c(uananbn)
(UU) (UUU) o(TT) o(TTT)

D (m%s) 3,84.10° 3,26.10"°  2,81.10"°  3,19.10° 2,96.10'° 3,29.10"° 2,86.10"°

Grace a I’ensemble de ces résultats, les deux especes formées par auto-assemblage dans le
DMEF-d7 anhydre a partir du monomere borono-uridine 37 ont pu étre caractérisées. Une étude
des constantes de couplage a ensuite été réalisée afin de déterminer la conformation du résidu

ribose des nucléosides impliqués.

4.2.5 Etude de la conformation du résidu ribose

Le résidu ribose des ribonucléosides présente une structure plissée qui peut subir des
déformations en fonction de I’encombrement stérique, des effets stéréoélectroniques, des
liaisons hydrogene inter- et intramoléculaires ou encore des interactions m-m. La forme
privilégiée des nucléosides est celle pour laquelle les atomes de carbone Ci- et C4 ainsi que
I’atome d’oxygene sont coplanaires tandis que les atomes de carbone C»: et Cs> sont hors du
plan. Ainsi, il existe deux conformations majoritaires en équilibre : la Cy’-endo, pour laquelle le
carbone Cy' est au-dessus du plan, et la Cs>.endo, pour laquelle le carbone Cs: est au-dessus du
plan (Figure 146A). Les différentes conformations du nucléoside sont ainsi définies par les
angles de torsion endocycliques (@) dont ’amplitude maximum (®n,) traduit la sortie du plan
des atomes (Figure 146B).*® La connaissance de ces angles de torsion permet ensuite de

déterminer 1’angle de phase de pseudorotation (P) selon I’équation suivante :

(D, + Dy) — (P + D3)
3,077®,

tanP =

Ainsi, a chaque valeur de P est associée une conformation donnée, ce qui peut étre traduit a
travers un cercle trigonométrique de pseudorotation (Figure 146C). La conformation Cz’-endo
dont le parametre P est de 162° est alors qualifiée de conformation Sud tandis que la

conformation Cj3:.endo, pour laquelle le parametre P est de 18°, est appelée conformation Nord.
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Dans le cas des oligonucléotides, 1’angle de phase pseudorotation P ainsi que I’amplitude
maximum @, peuvent étre reliés aux constantes de couplages entre les protons du cycle ribose,
a savoir *Ji-2, 3J2-3- et *J3-4 (Figure 146A). En effet, pour une conformation Ca-_endo, les valeurs
typiques sont autour de 8-10 Hz pour *J;-.» et 1-2 Hz pour 3J3-4 tandis que ces valeurs sont
inversées dans le cas d’une conformation Cs.endo.*™* La conformation du résidu ribose n’a
cependant que peu d’effet sur la constante de couplage *J»-.3- dont la valeur est d’environ 5 Hz
dans le cas d’une conformation Cy'endo OU C3°-endo. En revanche, 1’augmentation de la constante
3J,3 indique une diminution de @ due soit 2 un aplanissement du ribose soit 2 une

conformation autre que celles évoquées précédemment.
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Figure 146 : Représentation (A) des conformations Ca_engo €t C3endo, (B) des angles de torsions

endocycliques et (C) du cercle trigonométrique de pseudorotation.

Les valeurs de ces constantes de couplage ont tout d’abord ét¢ déterminées expérimentalement
pour le monomere borono-uridine 37 dans le DO et sont comparables a celles reportées pour

I’uridine libre*®

qui est en équilibre entre les conformations Cz:-endo €t C3endo (Tableau 17,
entrée 1). Des valeurs du méme ordre de grandeur sont obtenues lorsque le monomere est placé
dans le DMF-d7 contenant 4% d’eau. D’autre part, la présence de I’acide boronique libre en
position 5’ n’affecte pas de maniere significative la conformation du résidu ribose dans le
monomere, comme en attestent les faibles variations de constantes de couplage (Tableau 17,
entrée 2). En revanche, dans le DMF-d;7 anhydre le monomeére s’auto-assemble pour former le

dimere ¢(UBMUBM) et le trimere c(UBMUBMUB) et les constantes de couplage se trouvent alors

fortement impactées (Tableau 17, entrées 3 et 4). En effet, bien que la constante de couplage
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3J3..4> varie peu (5,1 Hz au lieu de 5,4 Hz dans le cas du monomeére), nous pouvons remarquer
une diminution conséquente de la constante de couplage *Ji-2: (3,2 Hz pour le dimere ¢(UB™UB™)
et 2,5 Hz pour le trimére c(UP"UB"UBM). A D’inverse, la constante de couplage *I»3-,
classiquement autour de 5 Hz dans le cas d’une conformation Cz.endo OU C3'-endo, €St nettement
augmentée (7,8 Hz pour le dimere), indiquant une conformation atypique ou un aplanissement
du résidu ribose. Ces variations de constantes de couplage pour les especes liées témoignent du
changement de conformation des sucres induit par la formation de la liaison entre ’acide

boronique et les hydroxyles en positions 2’ et 3°.

Tableau 17 : Constantes de couplages mesurées a partir du spectre RMN 'H.

Entrée UBn Solvant 3112 (Hz) 3Jy3 (Hz) 3]y (Hz)
1 Monomere (37) D,O 4,7 (4,49 5,0 (5,39 5,4 (5,59
2 Monomere (37) DMF-d; + 4 % d’eau 5,3 5,3 -
3 Dimere DMF-d; anhydre 3,2 7,8 5,1
4 Trimere DMF-d; anhydre 2,5 - -

¢ Valeurs des constantes de couplage pour ’uridine native d’aprés Blackburn et al. %

Les constantes de couplage observées sur le spectre RMN 'H correspondent & une moyenne des
mouvements du cycle car en milieu liquide le ribose est généralement en équilibre permanent
entre différentes conformations. Il est donc difficile de remonter aux angles de torsion de fagcon
fiable et précise. Les constantes de couplage peuvent cependant étre calculées en combinant
I’équation de Karplus avec les relations empiriques qui relient les angles de torsion aux
paramétres P et @ et qui ont été établies par Haasnoot et Altona*®® (Tableau 18). Les calculs ont
d’abord été réalisé€s en faisant I’hypothése d’une conformation exclusivement C3’-endo (Pn = 18°
et On = 37°) ou Cyrendo (Ps = 162° et s = 37°). Dans les deux cas, la déviation entre les
constantes de couplages expérimentales et calculées est importante (2,87 Hz et 3,80 Hz
respectivement ; Tableau 18, entrées 1 et 2). Les parametres P et ® ont ensuite été optimisés de
sorte a atteindre la déviation la plus faible possible, en se basant ¢galement sur le modele d’une
unique conformation. Les meilleurs résultats ont été obtenus pour des valeurs de Pn = 52° et
®dn =9° (déviation de 0.21 Hz ; Tableau 18, entrée 3), ce qui correspond a une conformation
Cyexo pour laquelle I’atome d’oxygéne et les atomes de carbone Civ, C»' et C3> sont dans le
méme plan tandis que 1’atome de carbone Cy4 est en-dessous du plan. Pour finir, les calculs ont
¢té réalisés sur la base d’un modéle a deux conformations symétriques Cz'endo €t C3>-endo, 1a
population de chaque espece étant définie par la fraction molaire Xn du conformere Nord. La

valeur de I’amplitude maximale @, a tout d’abord été fixée a 37° avec Px = 18° et Ps = 162°.
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Les constantes de couplage calculées étant trop éloignées des valeurs expérimentales (déviation
de 1,62 Hz ; Tableau 18, entrée 4), la valeur de I’amplitude maximale @, a alors été optimisée
et une déviation de seulement 0,14 Hz a été obtenue pour une valeur de @, égale a 15° (Tableau

18, entrée 5).

Tableau 18 : Constantes de couplage calculées pour le dimere.

Entrée  Px(°) @n(°) Ps(®) @s(®) Xnx o Ty J34  Déviation®
(Hz) (Hz) (Hz) (Hz)
1 18 37 - - - 1,20 5,14 8,79 2,87
2 - - 162 37 - 7.85 5,20 1,24 3,80
3 52 9 - . - 3,13 8,15 5,12 0,21
4 18 37 162 37 0,6  3.86 5,16 5,77 1,62
5 18 15 162 15 07 3,06 7,66 4,97 0,14

¢ Déviation = /((A3]y_5)2 + (A3, _3)2 + (A3]3_4)%))/3

L’ensemble des résultats, issus de calculs mathématiques a partir d’optimisation des parametres
® et P sur la base de seulement trois constantes de couplage, ne permettent pas d’étre
catégorique quant a I’existence d’une unique conformation Cyexo figée ou d’un systéme plus
flexible en équilibre entre deux formes Nord et Sud. Ils permettent cependant de souligner que
la formation du dimere conduit a une déformation du résidu ribose qui ne correspond plus a la
conformation typique observée dans les acides nucléiques et s’accompagne d’une forte
diminution de I’amplitude du plissement du résidu ribose. Ces observations sont en accord avec
les données de la littérature. En effet, des nucléosides liés au niveau des positions 2’ et 3’ ont
¢été rapportés dans la littérature et il a été¢ démontré que la structure a I’état liquide était différente
de celle observée a 1’état cristallin.*® Ainsi, a 1’état solide le nucléoside posséde une
conformation Cz>_endo (@m = 23°) tandis qu’en solution un équilibre entre les conformations Co-.
endo €t C3'-endo €st observé. Des résultats similaires ont également été démontrés dans le cas de
nucléosides comportant un phosphate cyclique en positions 2’ et 3°.497408 [ a formation d’un
cycle a cinq chainons au niveau des positions 2’ et 3’ entraine une déformation du ribose et
I’amplitude maximale est alors considérablement réduite (®n = 17-32°) par rapport aux
nucléosides et nucléotides non modifiés (Om = 39°).4% Mais la formation d’un cycle & 5 atomes
accolé en 2°-3’ ne fige pas pour autant le systéme dans une unique conformation. Cependant,
dans le cas des especes liées obtenues lors de notre étude dans le DMF-d; anhydre, une
contrainte supplémentaire est imposée par la formation d’un cycle a 12 chainons formé par

I’assemblage des deux unités monomériques qui pourrait limiter la liberté de mouvement entre
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les deux conformations.

Afin de valider I’ensemble des résultats obtenus par étude RMN, une étude de modélisation
moléculaire est actuellement en cours, en collaboration avec le Dr. Ivan Barvik de I’Institut de

Physique de I'université de Prague en République Tcheque.

Les deux especes formées ont ainsi pu €tre caractérisées en solvant organique mais I’ester
boronate est également capable de se former en milieu aqueux. En effet, une augmentation du
pH de la solution permet de déplacer I’équilibre vers la formation de ’ester boronate par
complexation d’un anion hydroxyle dans I’orbitale p vacante de ’atome de bore. Ainsi, le
monomere borono-uridine 37 a dans un premier temps été caractérisé dans le DO sans
modification du pH acide puis celui-ci a ét¢ augment¢ progressivement afin de tenter d’observer

la formation des ester boronates.

4.3 Auto-assemblage de la borono-uridine en milieu aqueux

Le spectre RMN 'H du monomeére borono-uridine 37 en solution dans le D>O a un pD de 6,5
(pD = pHw + 0,4) pour défavoriser le phénomene d’auto-assemblage démontre une seule série
de signaux (Figure 147, pD 6,5). La formation d’ester boronate en milieux aqueux étant connue
pour étre favorisée en conditions basiques, le monomere borono-uridine 37 a ensuite été soumis
a des variations de pD afin d’évaluer sa capacité d’auto-assemblage. Pour cela, de faibles
volumes d’une solution aqueuse d’hydroxyde de sodium deutéré ont été ajoutés successivement
dans le milieu. Ainsi, I’augmentation du pD de la solution entraine un ¢largissement de
I’ensemble des signaux observés sur le spectre RMN 'H. A partir d’une valeur de pD de 7,5, de
nouveaux signaux apparaissent et notamment un autour de 0,30 ppm attribuable au proton He’
dont le blindage est caractéristique du changement d’hybridation de 1’atome de bore. De plus,

le signal vers 4,5 ppm pourrait correspondre au proton Hz' ou H3> déblindé par le lien boronate.
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Figure 147 : Spectres RMN 'H dans la borono-uridine dans le D>O en fonction du pD.

Le spectre RMN 'H ne permet pas une analyse fine comme dans le DMF-d; anhydre, la largeur
des raies témoignant d’une vitesse d’échange entre les especes plus rapide que dans le solvant
organique. En revanche, puisque les carbones C»: et C3: sont également fortement impactés par
la formation de I’ester boronate, une expérience de type HSQC (Heteronuclear Single Quantum
Coherence) a été réalisée afin de confirmer 1’hypothése d’un auto-assemblage en conditions
basiques (Figure 148). La carte 2D montre clairement un dédoublement des pics dans la région
correspondant aux carbones Cy' et C3: (70-80 ppm) car une différence de 10 ppm est observée
sur I’axe vertical correspondant aux déplacements chimiques des carbones. De plus, les signaux
a 4,27 et 4,54 ppm ont été clairement identifi€és comme €tant ceux des protons Ho- et Hs- des
especes liées dont I’oxygene est impliqué dans la liaison avec I’atome de bore. Le retour du pD
a la valeur de 6,5 entraine I’obtention d’un spectre RMN 'H identique a celui d’origine, ce qui

exclut toute possibilité de dégradation du monomere lors du passage en milieu basique.
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Figure 148: Spectre RMN 'H-*C hétéronucléaire du monomere borono-uridine dans le D,O & pD 9,3.

Cette étude a ainsi permis de confirmer 1’auto-assemblage du monomere borono-uridine 37 en
milieu aqueux basique a travers la formation de liaisons de type ester boronate ainsi que la

nature réversible de ces nouvelles jonctions.

4.4 Conclusion du chapitre 4

Cette étude par RMN nous a ainsi permis de mettre en évidence la capacité d’auto-assemblage
du monomere borono-uridine 37. Une premiere étude dans le DMF-d; anhydre a tout d’abord
démontré [’absence des signaux caractéristiques du monomere, tels que les protons
échangeables, ainsi que I’apparition de deux séries de signaux. L’écart entre les déplacements
chimiques de ces nouvelles structures et ceux du monomere a ainsi mis en évidence la liaison
de I’atome de bore avec les hydroxyles situés en positions 2’ et 3°. La réversibilité de ce systeme
a ensuite ét¢ démontrée par I’ajout de faibles quantités d’eau permettant la dissociation des deux
entités au profit du monomere. Cette réversibilité a été confirmée par I’analyse du spectre RMN
B dans le DMF-d7 anhydre ainsi qu’en présence d’eau. Le monomére borono-uridine ainsi
que les deux espeéces liées ont ensuite été analysées par RMN DOSY 'H afin de déterminer leur
coefficient de diffusion. Les deux especes liées ont ainsi été identifiées comme étant un dimere
et trimere cycliques. Une étude des constantes de couplage nous a permis de déterminer la
conformation du ribose. Il apparait ainsi deux possibilités. La premiere conformation serait en

équilibre entre une conformation Nord et Sud et la seconde serait une conformation unique Cs--
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exo. Des études de modélisation sont actuellement en cours pour valider ou non ces résultats.
L’aptitude du monomere borono-uridine a s’auto-assembler en milieu aqueux par formation
d’un ester boronate a également pu étre mise en évidence en milieu basique par la stabilisation

de I’anion hydroxyboronate.

La formation de structures cycliques est intéressante car, de la méme facon que pour les
assemblages organiques covalents, cela pourrait €tre utilisé pour capter une molécule par
coordination ou par des interactions faibles de types liaisons hydrogene. De nouveaux systemes
de détection ou de transport de petites molécules pourraient ainsi étre développés. De plus, les
deux structures formées posseédent deux tailles de cavités différentes et pourraient €tre
différenciées de par leur capacité a encapsuler une molécule de taille donnée. Pour cela, des
études supplémentaires de modélisation moléculaire seraient nécessaires. Ce type de structure
pourrait également étre utilisé pour des applications de catalyse asymétrique, comme cela a

récemment été démontré avec des dinucléotides cycliques.*!”

D’autre part, il serait intéressant d’utiliser une matrice polyadénosine afin de favoriser I’auto-
assemblage grace a la complémentarité des nucléobases. En effet, I’hybridation entre deux brins
est régit par des interactions faibles non covalentes de type liaison hydrogéne ou interaction -
n tandis que I’auto-assemblage du monomere borono-uridine met en jeu des interactions
covalentes relativement stables. Une simple augmentation de la température pourrait ainsi
permettre la dénaturation du double brin sans affecter la structure formée par auto-assemblage.
Par conséquent, des structures plus longues et linéaires pourraient étre obtenues. De plus, la
diversification des monomeres (borono-adénosine, -cytidine et -guanosine) permettrait la
formation de nouveaux biomatériaux semblables a ceux formés naturellement par les s€équences

d’ARN.

Enfin, I’ajout d’un ion métallique tel que I’ion Hg?* pourrait favoriser ’auto-assemblage du
monomere. En effet, de nombreuses études ont démontré la formation de paires de bases T-Hg-
T stabilisées thermodynamiquement par interaction de coordination entre I’ion métallique et

I’amine N3 des nucléobases.*! 412
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5.1 Introduction et contexte

Le transfert de I’information génétique repose sur des processus de sélection, d’amplification
et de correction résultant de 1’auto-organisation des acides nucléiques. De nombreux groupes
de recherche ont ainsi étudié ces systemes dans le but de développer des méthodes de ligation
d’oligonucléotides ayant pour objet de mimer le mode d’action des enzymes, notamment des
ligases et polymérases. Pour cela, contrairement aux processus naturels ou les extrémités 3’ et
5’ comportent respectivement un hydroxyle et un phosphate, celles-ci doivent généralement
étre modifiées chimiquement (Figure 149A). Les deux brins sont ainsi capables de réagir
ensemble pour former un unique brin, comportant un nouveau lien internucléosidique naturel
ou modifié comme cela a été démontré dans le cas des liens internucléosidiques modifiés de
type phosphorothioester pour la synthése d’oligonucléotides linéaires.'*”*13#15 Dans ce cas,
I’hydroxyle a I’extrémité 5° du premier brin est remplacé par un groupement partant tel qu’un
atome d’iode ou un groupement tosyle puis un phosphorothioate est inséré a 1’extrémité 3’ du
second brin. Lorsque les deux brins sont en présence, les deux extrémités modifiées réagissent
instantanément par substitution nucléophile. Cette méthode a également permis de synthétiser
des oligonucléotides cycliques comme cela a été démontré dans le Chapitre 4 (paragraphe
4.2.4.3.1, p177).%2 Ces réactions de ligations dirigées par une matrice d’ADN ou d’ARN ont

% amination réductrice*'® ou

pu étre réalisée au travers de réactions de transestérification,’
encore par la formation d’un hydrazone.!*’” L’insertion d’un lien internucléosidique modifié¢ a
également été utilisée dans le cas de brins complémentaires pour former des structures en
épingle a cheveux.'” Lors de I’étape de reconnaissance, 1’hybridation des deux brins
complémentaires augmente la molarité effective des fonctions chimiques réactives situées aux
extrémités et de fait facilite la ligation covalente entre les deux brins. Cette méthode a
notamment été utilisée pour la synthése stéréosélective d’acides nucléiques*'® ou dans le cas
des split aptameres pour bloquer les deux fragments en une conformation active a travers une
réaction d’amination réductrice ou de CuAAC comme cela a été décrit dans le cadre du Chapitre
1 (paragraphes 1.2.3, pages 36-36).1*>!*! Toutefois, la méthode qui semble la plus efficace
repose sur la ligation assistée par une matrice (Figure 149B).#1°4% L hybridation de deux courts
oligonucléotides avec un brin matrice complémentaire permet de faciliter le rapprochement des
brins portant les fonctions chimiques réactives a leur extrémité. Ces méthodes permettent ainsi
de générer de nouveaux liens internucléosidiques naturels**'#** ou modifiés.*>>*?%137 Un des

liens modifiés tres largement utilisé est le triazole. En effet, la réaction de CuAAC est simple a

mettre en ceuvre, tres efficace et nécessite des conditions relativement douces. El-Sagheer et al.
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ont démontré que celui-ci peut &tre utilis€ pour des applications nanotechnologiques et
biologiques, notamment dans le cadre des ribozymes ou 1’activité catalytique est maintenue en
présence du lien internucléosidique modifié.**’ Le lien triazole a également été utilisé pour des
réactions de cyclisation d’ADN*?® ainsi que pour le développement de sondes fluorescentes.**
Des liens internucléosidiques réversibles ont €galement été développés par photoligation a
travers une réaction de cycloaddition [2+2] pour la détection d’acides nucléiques.***** Les
deux brins sont alors modifiés par une fonction alcéne aux extrémités 3’ et 5 respectivement
et, aprés hybridation avec 1’oligonucléotide a détecter et irradiation UV, les deux brins sont
capables de réagir entre eux pour former un unique brin. D’autres exemples de ligation

chimique non enzymatique ont également été décrits par cycloaddition de Diels-Alder,**

436 7 8

aldolisation,**® thioesterification®*’ ou encore par la formation d’une imine**® ou d’une

amide.439’440

N\. Ligation
®NANNN
Reconnaissance Ligation

T R

® @ : fonctions chimiques réactives
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A\ matrice
o ~ocooligonucléotides a lier

Figure 149 : Ligation chimique d'oligonucléotides non-enzymatique (A) en 1’absence ou (B) en

présence une matrice.

Parmi ’ensemble des liens internucléosidiques modifiés existants, le laboratoire s’est intéressé
a I’insertion d’un lien de type ester boronate permettant de former une jonction covalente et
réversible sous 1’action d’un stimulus externe tel que le pH. Un systéme dynamique et
programmable basé sur ce type de jonction a ainsi été développé par Martin er al. en
fonctionnalisant 1’extrémité 5> par une borono-thymidine TB" et Iextrémité 3’ par un
ribonucléotide (Figure 150A).'° Classiquement, les systémes utilisant des acides nucléiques
sont analysés par gel d’¢lectrophorese or dans ce cas le lien de type ester boronate n’est pas
suffisamment stable en conditions dénaturantes pour pouvoir étre visualisé. Il a donc été choisi

d’utiliser une autre technique d’analyse qui est la dénaturation thermique suivie par
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spectrophotométrie UV. Cette technique spectrophotométrique permet de comparer la stabilité
des duplexes d’ADN ou d’ARN a partir de leur température de demi-fusion (T,,), c’est-a-dire
la température pour laquelle la moitié des brins est sous forme de simples brins tandis que
I’autre moitié est sous forme de double brins. Pour cela, la température est diminuée de 90 a
0°C pour hybrider les brins puis augmentée de 0 a 90°C, induisant la denaturation du duplex
par suppression des liaisons hydrogene de Watson-Crick entre les deux brins et désempilement
des nucléobases. L’augmentation ou la diminution de 1’empilement aromatique entre les
nucléobases provoque une variation de 1’absorbance du systéme. Le tracé de I’absorbance en
fonction de la température conduit a 1’obtention d’une courbe sigmoidale dont la dérivée
premiere permet de déterminer la température de demi-fusion du duplex. Dans le cas des
systemes €étudiés dans ce chapitre, deux températures de transitions sont observées, T,, 1 étant
la température de transition la plus basse et T, 2 1a plus élevée (Figure 150B). Les deux demi-
brins ont alors €té concus afin que les deux températures de transition soient suffisamment
différentes pour pouvoir observer I’influence de I’introduction d’une fonction acide boronique.
La réaction de ligation entre les deux demi-brins modifiés est ainsi observée par une
augmentation de la température de demi-fusion la plus basse, la seconde valeur n’étant pas

affectée par la formation de 1’ester boronate.
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Figure 150 : (A) Systeme dynamique et programmable pH dépendant et (B) courbe de dénaturation

thermique et dérivée premicre types obtenues pour ce systeme modifié.

En P’absence du partenaire diol a ’extrémité 3° du second brin, Martin et al. observent une

température de demi-fusion de 12,8°C a pH 7,5 tandis que celle-ci est de 19,1 °C lorsque le
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second brin est modifié par une ribocytidine a I’extrémité 3’. Ceci indique la formation d’une
liaison de type ester boronate entre les deux brins. Notons également que deux transitions sont
observées méme lorsque les deux demi-brins sont liés, ce qui s’explique par la réversibilité de
la liaison formée. La réaction de ligation a ensuite été étudiée en fonction du pH et la
stabilisation du systeme est d’autant plus importante lorsque le pH augmente (+ 11°C a pH 8,5
et + 14,8°C a pH 9,5) car la formation d’un anion hydroxyboronate stabilisé en milieu basique
favorise la liaison entre les deux brins. Cependant, bien que le duplex soit stabilisé par la
formation d’une nouvelle jonction, celui-ci est déstabilisé par rapport au duplex naturel dont la
température de transition était d’environ 63°C. Ceci s’explique par la distorsion induite par le
plissement du sucre en présence d’un lien ester boronate comme cela a été démontré dans le

Chapitre 4 (paragraphe 4.2.5) ainsi que par de précédents travaux de 1’équipe ChemBioNAC.?>3

Dans le but d’augmenter la diversité des jonctions internucléosidiques disponibles et moduler
leur stabilité ainsi que leurs propriétés, Barbeyron et al. ont synthétisé de nouveaux partenaires
cis-diols puis ont évalué I’influence des parameétres stériques et électroniques sur la formation
de I’ester boronate (Figure 151).'? Les précédentes études réalisées au laboratoire ont démontré
que ce type de jonction induit un changement de conformation du résidu ribose vers une
conformation Nord.!®?> Les différents partenaires cis-diols ont donc été choisis pour adopter
une conformation majoritairement Nord a partir d’une étude d’Altona et al. permettant de
déterminer la conformation du résidu ribose en fonction de la constante de couplage Ji>-2 selon

1’équation suivante :**!
%N = 100 — 10 % Jy_,,

La proportion obtenue correspond au nucléoside libre et peut varier lorsqu’il est incorporé dans
une séquence d’oligonucléotide mais cela permet de donner une idée générale a propos de la
conformation du résidu ribose étudié. Des systemes en équilibre entre les conformations Nord

et Sud tels que I'uridine?4!

peuvent toutefois former des liaisons ester boronate car, en
présence d’acide boronique, 1’équilibre est déplacé vers une conformation majoritairement
Nord. Ceci est confirmé par I’augmentation de la température de demi-fusion lorsque le pH
augmente, induite par la formation d’un anion hydroxyboronate stabilis¢ a pH élevé. Un
partenaire uridine plus rigide comprenant un méthyl supplémentaire en position 2’ a alors été
étudié. La présence du méthyl entrainant un effet inductif positif et favorisant une conformation
Nord,** la formation de I’ester boronate devrait étre fortement stabilisée 2 pH élevé. Or la

stabilisation observée est plus faible que dans le cas de 'uridine naturelle (+ 5,5°C au lieu de
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+ 9,9°C) en raison de I’interaction entre le méthyl et le ribose adjacent (Figure 151, entrée 2).
Le facteur stérique est donc un parameétre non négligeable pour la stabilisation de I’ester
boronate. Un motif uridine UNA (Unlocked Nucleic Acid), plus flexible, a ensuite été introduit
a I’extrémité 3. Ce motif déstabilise le duplex d’ADN mais n’affecte pas la structure de la
double hélice ni I’appariement des bases. Il est ainsi utilis€é pour moduler la stabilité des
duplexes dans le cadre d’applications thérapeutiques.*** Cependant, une température de demi-
fusion d’environ 13,5°C est obtenue aux trois valeurs de pH étudiées (Figure 151, entrée 3),
soit une valeur beaucoup plus faible que pour le systtme comportant une uridine naturelle a
I’extrémité 3°. Ceci s’explique par la trop grande flexibilité et I’'importante quantité d’énergie
requise pour générer un ester cyclique a huit chainons. L’importance de 1’appariement et de
I’empilement aromatique des nucléobases a également été évaluée a travers 1’utilisation d’un
ribose abasique. Il s’avére que la suppression de la dernieére base déstabilise fortement la
formation du duplex entre le brin modifié et la matrice, ne permettant pas 1’observation d’une
température de transition. Enfin, 'uridine a I’extrémité 3’ a été remplacée par un glycéryl
permettant une grande flexibilité mais le duplex est fortement déstabilisé et la température de
demi-fusion est alors grandement diminuée. Par conséquent, la conformation du résidu ribose
ainsi que les effets stériques et électroniques ont une importance primordiale pour la formation

et la stabilisation du lien internucléosidique de type ester boronate.

2 2 2.2
e =T

OH OH OH OH OH OH OH OH On
Uridine 2'-Me UNA Abasique Glycéryl
50% Nord 90% Nord
0
E N T

1 TTTTTTTE" + rUGCTGCC 20,9 27,9 30,8

2 TTTTTTT®" + 2’-Me-GCTGCC 11,0 12,1 16,1

3 TTTTTTTE" + UNA-GCTGCC 41377 13,6 13,4

4 TTTTTTTE" + Abasique-GCTGCC - -

5 TTTTTTTR" + Glycéryl-GCTGCC 13,0 12,9 10,9

Figure 151 : Structure des partenaires cis-diols modifiés et température de demi-fusion obtenues.!?

Bien que les esters boronates soient les complexes les plus étudiés et utilisés, des analogues

appelés oxazaborolidines peuvent également étre formés a partir d’un partenaire aminodiol
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(Figure 152). En effet, ’azote possédant un doublet non liant, il peut complexer 1’orbitale p
vacante du bore et stabiliser la structure formée de la méme fagon que pour les esters boronates.
R

Jol

R-E
\ " N
OH H,NT R N

Il-H-lI

R"

Figure 152 : Formation d’une oxazaborolidine a partir d’un acide boronique et d’un aminodiol.

Ces structures ont été utilisées pour la premiere fois en tant que catalyseur chiral pour la
réduction énantiosélective de cétones en présence de borane (Figure 153).%**7 En effet, la
coordination de ’atome de bore du borane par 1’atome d’azote de 1’oxazaborolidine permet
d’activer le borane donneur d’hydrogene et d’augmenter 1’acidité de Lewis de 1’atome de bore
de I’oxazaborolidine. Ce dernier peut ainsi coordiner I’atome d’oxygeéne du carbonyle pour
former le composé anti, plus stable. L’alcool est alors obtenu de fagon énantiosélective par

transfert d’hydrogéne entre le borane et le carbonyle. Ces structures sont encore aujourd’hui

largement utilisées pour la catalyse asymétrique de réactions de Diels-Alder,**** de

1450

Mukaiyama-Michae et de réduction énantiosélective de carbonyles ou de dérivés

d’imines. '™ D’autre part, les composés comportant des liaisons bore-azote étant connus

pour posséder une activité biologique, les oxazaborolidines ont ensuite été utilisées en tant

456,457

qu’agents antibactériens ou inhibiteurs de la libération de calcium induite par la

thrombine.*8

O oxazaborolidine OH

M PN

R”™ R borane R™ "R

Figure 153 : Réduction énantiosélective de cétone en présence d'oxazaborolidine.

Dans le but de compléter 1’étude de Barbeyron et al. et de développer de nouvelles jonctions
internucléosidiques, I’objectif de ce chapitre est d’évaluer I’influence d’un partenaire aminodiol
sur la formation d’une jonction internucléosidique de type oxazaborolidine. L’influence de
I’introduction d’un motif uridine LNA (Locked Nucleic Acid) a I’extrémité 3” a déja été étudiée
dans le cadre des travaux réalisés par Barbeyron et al. (Figure 154A). Cependant, la liaison
entre 1’atome d’azote en position 2’ et le carbone Cs bloque le sucre dans une conformation
unique et cela entraine une trop grande rigidité, ne permettant pas aux partenaires de s’adapter
I’un a I’autre. De fait, aucune ligation n’est observée. L utilisation de partenaires 2’- ou 3’-
aminouridine ou adénosine permet ainsi de supprimer la liaison 2°-4’, apportant plus de

flexibilité. De plus, la réactivit¢ d’une amine secondaire est plus importante que celle d’une

192



Chapitre 5 : Formation de nouveaux liens internucléosidiques de type oxazaborolidines

amine primaire, ce qui permettrait de favoriser la réaction de ligation. Concernant la
conformation des résidus riboses modifiés par une amine, les nucléosides comportant une amine

secondaire en position 3’ sont, d’aprés les calculs d’Altona et al.,**!

plus @ méme d’adopter une
conformation Nord que lorsque I’amine secondaire est située en position 2”.4°#! Leur capacité
a se lier a un acide boronique en présence d’une matrice d’ADN a alors été évaluée par
dénaturation thermique afin de déterminer 1’importance de la conformation du résidu ribose

dans le cas de jonctions internucléosidiques de type oxazaborolidines.

A > B

o) HO HO HO A HO A
OH—NH OH NH, NH, OH OH NH, NH, OH
LNA 24% Nord 41 % Nord 25 % Nord 82% Nord

100% Nord

Figure 154 : Structure des partenaires aminodiols et conformation préférentielle des nucléosides seuls

utilisés (A) dans I’étude de Barbeyron et al.'? et (B) dans ce chapitre.**°~461

5.2 Synthese des séquences modifiées

Les oligonucléotides non modifiés correspondant aux matrices (ODN67-68) et aux brins
complémentaires utilisés lors des réactions de controles (ODN69, ODN71-72 et ODN75-76)
ont été synthétisés par synthese automatisée en utilisant la chimie classique des
phosphoramidites (Figure 71, page 78). Le brin complémentaire T7 a ensuite été modifié en
remplagant la thymidine a I’extrémité 5° par le phosphoramidite TB® précédemment synthétisé
(ODN?70 ; Chapitre 2, paragraphe 2.2.1, page 70). Le partenaire modifi¢ a ’extrémité 3’ par
une 2’-désoxy-2’-aminouridine (ODN73) a également été synthétisé par synthese automatisée
en utilisant un support commercial 2’-aminouridine-CPG. Dans le cas du partenaire modifié a
I’extrémité 3’ par une 3’-amino-3’-désoxyuridine (ODN74), celui-ci a été obtenu a partir d’un
support 3’-azidouridine synthétisé par 1’équipe du Pr. Sabine Miiller de 1’Universitit
Greifswald en Allemagne dans le cadre d’une collaboration. Apres déprotection de
I’oligonucléotide et coupure du support par un traitement ammoniacal, la réduction de I’azoture
est effectuée par une solution de tris(2-carboxyéthyl)phosphine (TCEP) dans le Tris HCI (2,5
mM, pH 8) pour obtenir I’oligonucléotide ODN74 comportant une amine libre en position 3’
(Figure 155). Le méme protocole est appliqué pour la synthese des oligonucléotides ODN77 et

ODN78 comportant respectivement une 2’-désoxy-2’-aminoadénosine et une 3’-amino-3’-
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désoxyadénosine a I’extrémité 3’ a partir des supports 2’-azidoadénosine et 3’-azidoadénosine

synthétisés par 1’équipe du Pr. Sabine Miiller.

) )

DMTO &
U 1. Synthése e} (e}
;O: automatisée o) v TCEP [e) Y
_— —_—
N3 5 2. Déprotection Ny OH Tris HCI NH, OH

ODN74

Figure 155 : Synthese de I’oligonucléotide modifié ODN74.

L’ensemble des séquences d’oligonucléotides nécessaires a 1’étude ayant été synthétisé
(Tableau 19), la ligation des différents systemes a ensuite été étudiée par dénaturation

thermique.

Tableau 19 : Liste des oligonucléotides synthétisés.

Nom Séquence (5’ vers 3’)
ODNG67 d(AAAAAAAACGACGG)
ODN68 d(AAAAAAATCGACGG)
ODN69 d(TTTTTTT)
ODN70 TE"-d(TTTTTT)
ODN71 d(CCGTCGT)
ODN72 d(CCGTCG)yrU
ODN73 d(CCGTCG)-Uznn2
ODN74 d(CCGTCG)-Us'nn2
ODN?75 d(CCGTCGA)
ODN76 d(CCGTCG)rA
ODN77 d(CCGTCG)-Az2nn2
ODN78 d(CCGTCG)-Asnn2

5.3 Analyse des systemes modifiés par dénaturation thermique

La ligation des demi-brins a été étudiée en milieu tamponné (10 mM cacodylate de sodium, 1
M NaCl) a pH 7.5, 8,5 et 9,5 par dénaturation thermique. Pour cela, sont mis en présence la
matrice (ODNG67 pour I’aminouridine et ODN68 pour I’aminoadénosine), le premier demi-brin
complémentaire comportant ou non 1’acide boronique TB" a I’extrémité 5’ et le second demi-
brin complémentaire comprenant le partenaire cis-diol ou aminodiol a I’extrémité 3°. Les deux

études ont été effectuées de la facon suivante : (i) réactions de controle en présence des
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partenaires 3’-désoxy (dT ou dA) et 3’-ribo (U ou rA) puis (i1) étude de la réaction de ligation
en présence des partenaires 3’-aminodiols. La différence entre les valeurs de température de
demi-fusion T,, | obtenues avec ou sans acide boronique a I’extrémité 5° du premier demi-brin
(AT 1) permet ainsi de déterminer 1’impact de la modification sur la formation de la nouvelle
jonction internucléosidique. Une diminution de la valeur de température de demi-fusion Ty 1
correspond a une déstabilisation du systéme et de fait aucune ligation. A I’inverse, une
augmentation de celle-ci relate une stabilisation issue de la liaison covalente entre les deux

demi-brins.
5.3.1 Modification de ’extrémité 3’ du second brin par une aminouridine

La premiere étude par dénaturation thermique a été effectuée en présence du brin matrice

ODNG67, du demi-brin T7 (ODN69) ou T®"Ts (ODN70) et des partenaires naturels ou modifiés
ODN71-74 (Figure 156).

ODNG67
5 3 _ )
AAAAAAAACGACGG Y =dT : ODN71
X = TB" : ODN70 mt m2 Y = Uppyyp : ODNT3

TTTTTTX YGCTGCC

5 e 3 s Y = Uz : ODNT74

Figure 156 : Systéme utilisé pour I’étude par dénaturation thermique pour la série uridine.

(i) Réactions de contréle avec Y=dT ou U a l’extrémité 3’

La dénaturation thermique a dans un premier temps été étudiée avec le demi-brin comportant
une désoxythymidine a I’extrémité 5° du premier brin (ODN69) ainsi qu’a I’extrémité 3’ du
second (ODN71) et une température de demi-fusion de 20,7°C est obtenue a pH 7,5 (Tableau
20, entrée 1). Nous pouvons toutefois remarquer qu’une augmentation du pH déstabilise le
systeme (- 1,1°C a pH 8,5 et - 4°C a pH 9,5). La thymidine a I’extrémité 5’ du premier brin a
ensuite été remplacée par le phosphoramidite modifié T®" (ODN70) et il s’avére qu’une légére
diminution de la température de demi-fusion est observée a pH 7,5 (- 2,7 °C) et 8,5 (- 1,5 °C)
en présence de ’acide boronique par rapport au duplex naturel (Tableau 20, entrée 2).
L’incorporation de ce dernier est donc légérement déstabilisante. En revanche, a pH 9,5 la
température de demi-fusion est relativement proche pour les deux systemes, la perte de stabilité
étant compensée par la complexation d’un anion hydroxyle dans I’orbitale p vacante de I’atome
de bore. La thymidine a ’extrémité 3’ du second brin a ensuite été remplacée par ’uridine

(ODN?72). En I’absence d’acide boronique, une température de demi-fusion d’environ 19°C est
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obtenue et ne varie pas selon le pH car aucune liaison ne peut étre effectuée entre les deux demi-
brins (Tableau 20, entrée 3). En revanche, avec le demi-brin ODN70 contenant le
phosphoramidite modifié TB" a I’extrémité 5°, I’augmentation de la température de demi-fusion
de + 2,5°C observée a pH 7,5 indique la stabilisation du systéme par la formation d’un ester
boronate (Tableau 20, entrée 4). De plus, cette augmentation de la température de demi-fusion
est d’autant plus importante que le pH augmente (+ 5,9°C a pH 8,5 et + 12°C a pH 9,5) en
raison de la formation d’un anion hydroxyboronate stabilisé en milieu basique. Dans ce cas
précis, la température de demi-fusion la plus élevée n’a pu étre déterminée en raison de la forte
augmentation de la premiere température de demi-fusion. Graphiquement, la dérivée premiere
de la seconde transition est en partie recouverte par celle de la premiere, ne permettant pas de

déterminer sa valeur au sommet.

Tableau 20 : Etude de l'influence des partenaires thymidine et uridine par dénaturation thermique.

Tw1 (°C)

Entrée  ODNs Systéme pH7.5 pHSS pHOS T2 (°C)
1 69/71 TTTTTTT + dTGCTGCC 20,7 19,6 16,7 41,1
2 70/71 TTTTTTT®" + dTGCTGCC 18,0 18,1 17,1 41,2
3 69/72 TTTTTTT + rUGCTGCC 18,5 19,6 18,4 39,6
4 70/72 TTTTTTT®" + rUGCTGCC 20,9 25,5 30,4 -

(ii)  Réaction de ligation avec Y=U2z2nu2 ou Us'Nu2

Les réactions de contrdle ayant confirmé la formation d’un ester boronate en présence d’un
acide boronique a I’extrémité 5’ et d’un ribonucléotide a I’extrémité 3°, la réaction de ligation
a été étudiée en présence d’un partenaire aminodiol. L’extrémité 3’ du second brin a tout
d’abord ét¢ modifiée par la 2’-désoxy-2’-aminouridine (ODN73). En 1’absence d’acide
boronique (ODN69), une température d’environ 18°C est obtenue pour les trois valeurs de pH
(Tableau 21, entrée 1) mais une déstabilisation de - 0,9°C a - 1,9 °C est observée en présence
du brin ODN70 comportant le phosphoramidite T®" (Tableau 21, entrée 2). Par conséquent, ce
partenaire ne permet pas la formation d’un lien oxazaborolidine. Dans le cas de la 3’-désoxy-
3’-aminouridine (ODN74), la température de demi-fusion est située autour de 19°C pour les
trois valeurs de pH en présence du demi brin ODN69 ne comportant pas d’acide boronique
(Tableau 21, entrée 3). En présence du demi-brin ODN70 modifié par T®" a I’extrémité 5°, une
1égere stabilisation de + 0,8 a + 2,1°C est observée par rapport au systeme contrdle (Tableau

21, entrée 4). L’augmentation de la température de demi-fusion observée reste toutefois
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inférieure a celle observée avec le systtme comportant ’uridine naturelle a I’extrémité 3’
(ODN70/72 ; Tableau 20, entrée 4). La formation d’un lien de type oxazaborolidine est donc

moins stabilisante qu’un ester boronate et peu affectée par le pH.

Tableau 21 : Etude de l'influence des partenaires aminouridine par dénaturation thermique.

P N Tm 1 (OC) o
Entrée  ODNs Systeme pH 7.5 pH85 pHO95 Tn2 (°C)
1 69/73 TTTTTTT + Upnm-GCTGCC 17,4 18,2 17,8 40,3
2 70/73  TTTTTTT®" + Urnua-GCTGCC 16,2 17,3 15,9 40,2
3 69/74 TTTTTTT + Usznu2-GCTGCC 18,7 19,0 19,2 39,8
4 70/74  TTTTTTT®" + Usnua-GCTGCC 19,5 21,0 21,3 39,8

Cette premiere série de partenaires semble démontrer la formation d’une nouvelle jonction de
type oxazaborolidine entre les deux demi-brins en présence du partenaire 3’-désoxy-3’-
aminouridine mais I’augmentation de la température de transition est relativement faible
(Figure 157). Cependant, la modification de I’extrémité 3’ en position 2’ n’entraine aucune

réaction de ligation.

14 -
WpH7,5
12 4
o} o) pH 8,5
0 T o) U 10 4
pH9,5
OH OH OH 8
ODN71 ODN72 & 6
=
g 4

D P : i

0 0 0 A |
oY oY [
_2 .
OH NH; NH, OH
_4 J
ODN73 ODN74 ODN71 ODN72 ODN73 ODN74

Figure 157 : Etude de I’influence des partenaires aminouridine par dénaturation thermique.

5.3.2 Modification de ’extrémité 3’ du second brin par une aminoadénosine

La seconde étude par dénaturation thermique a été effectuée en présence du brin matrice

ODNG68, du demi-brin T7 (ODN69) ou TB"Ts (ODN70) et des partenaires naturels ou modifiés
ODN75-78 (Figure 158).
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ODN68
5' 3
AAAAAAATCGACGG Y = dA : ODN75
X = dgn; ODN69 $Tm1 ¢Tm2 Y =rA: ODN76
X=TB":0DN70 11177 YGCTGCC Y = Aynpz : ODN77
3 5 3 5' Y= AznH2 : ODN78

Figure 158 : Systeme utilis€ pour 1’étude par dénaturation thermique pour la série adénosine.

(i) Réactions de controle avec Y=dA ou rA a l’extrémite 3’

De la méme fagon que pour 1’étude précédente, 1’étude a dans un premier temps été réalisée en
présence d’une désoxythymidine a I’extrémité 5° du premier demi-brin (ODN69) et une
désoxyadénosine a I’extrémité 3’ du second demi-brin (ODN7S5 ; Tableau 22, entrée 1). Une
température de demi-fusion de 27,6°C est obtenue a pH 7,5 et une 1égere déstabilisation est
observée lorsque le pH augmente (- 1,8°C a pH 9,5). Lorsque I’extrémité 5° du premier demi-
brin est modifiée par le phoshoramidite modifié TB" contenant un acide boronique (ODN70),
une déstabilisation d’environ - 4°C est observée pour les trois valeurs de pH par rapport au
duplex naturel (Tableau 22, entrée 2). La désoxyadénosine a I’extrémité 3’ du second demi-
brin a ensuite été remplacée par une riboadénosine (ODN76) pour former un lien ester boronate.
En I’absence d’acide boronique, une température de transition d’environ 23°C est observée pour
les trois valeurs de pH (Tableau 22, entrée 3) tandis qu’en présence de 1’acide boronique, celle-
ci est augmentée de + 12°C a pH 7,5, indiquant une liaison entre les deux brins (Tableau 22,
entrée 4). La stabilisation est d’autant plus importante lorsque le pH augmente (+ 14,3°C a pH
8,5 et + 16,6°C a pH 9,5) en raison de la stabilisation de I’ester sous la forme d’anion
hydroxyboronate. De la méme facon pour le systtme ODN70/72, les températures de demi-
fusion des systemes ODN69/75 et ODN70/76 n’ont pu étre déterminéees graphiquement car la
dérivée premiere de la seconde transition est en partie recouverte par celle de la premiere, ne

permettant pas de déterminer sa valeur au sommet.

Tableau 22 : Etude de l'influence des partenaires désoxy- et riboadénosine par dénaturation thermique.

) S T (°C) o
Entrée ODNSs Systéme pH7.5 pHSS pHO.S T2 (°C)
1 69/75 TTTTTTT + dA-GCTGCC 27,6 27,5 25,8 -

2 70/75 TTTTTTT®" + dA-GCTGCC 233 24,0 21,9 38,4
3 69/76 TTTTTTT +rA-GCTGCC 22,8 23,2 22,4 39,6
4 70/76 TTTTTTT®" +rA-GCTGCC 34,8 37,5 39,0 -
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(ii)  Réaction de ligation avec Y=A2'Nu2 ou A3’NH2

La réaction a ensuite été étudiée en présence d’une 2’-désoxy-2’-aminoadénosine a I’extrémité
3’ du second brin (ODN77). Notons tout d’abord que le remplacement d’un groupement
hydroxyle par une fonction amine entraine une diminution de la température de demi-fusion
d’environ - 7°C par rapport au nucléoside naturel, méme en 1’absence d’acide boronique
(Tableau 23, entrée 1). L’extrémité 5° du premier demi-brin a ensuite été modifiée par le
phosphoramidite modifié TB" (Tableau 23, entrée 2). A pH 7,5 une déstablilisation de - 2,3°C
est observée par rapport au systéme ne comportant pas d’acide boronique. Toutefois, celle-ci
est compensée par la complexation de I’anion hydroxyle dans I’orbitale p vacante de 1’atome
de bore a pH basique, résultant en une plus faible diminution de la température de demi-fusion
(-1,1°CapH38,5et-1,2°C a pH 9,5). La déstabilisation observée pour les trois valeurs de pH
indique que la formation de I’oxazaborolidine est impossible dans ces conditions. L’extrémité
3> du second demi brin a ensuite été remplacée par une 3’-désoxy-3’-aminoadénosine
(ODN?78). En I’absence d’acide boronique, une température de transition d’environ 23°C est
observée pour les trois valeurs de pH (Tableau 23, entrée 3). En revanche, en présence du brin
modifié par TB" (ODN70), une stabilisation d’environ + 10°C est observée pour les trois valeurs
de pH par rapport au systeme ne comportant pas d’acide boronique (Tableau 23, entrée 4). Ceci

indique donc la formation d’une liaison de type oxazaborolidine entre les deux demi-brins.

Tableau 23 : Etude de l'influence des partenaires aminoadénosine par dénaturation thermique.

. N Tu1 (°C) o
Entrée  ODNs Systeme pH7.5 pHSS pHO.S Twa (°C)
1 69/77 TTTTTTT + Azrnu2-GCTGCC 15,5 15,4 14,5 394
2 70/77  TTTTTTT®" + Ayniu-GCTGCC 13,2 14,3 13,2 39,5
3 69/78 TTTTTTT + A3nu2-GCTGCC 23,1 22,5 224 40,0

4 70/78  TTTTTTT®" + Aynme-GCTGCC 33,6 34,0 33,5 -

Cette seconde étude a également démontré la formation d’une jonction internucléosidique
stabilisée de type oxazaborolidine en présence d’une 3’-désoxy-3’-aminoadénosine (Figure
159). En revanche, de la méme facon que lors de la premiere étude, aucune liaison n’est possible

en présence du nucléoside modifié¢ en position 2.
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Figure 159 : Etude de I’influence des partenaires aminoadénosine par dénaturation thermique.

L’ensemble de ces résultats a ainsi permis de démontrer 1’influence du partenaire a I’extrémité
3’ du second demi-brin sur la ligation assistée par une matrice avec le premier demi-brin
fonctionnalisé par une borono-thymidine a I’extrémité 5°. En effet, seuls les ribonucléotides
fonctionnalisés par une amine en position 3’ sont capables de former une nouvelle jonction
internucléosidique de type oxazaborolidine en présence d’un acide boronique. Toutefois, la
stabilisation du systeme comportant une 3’-désoxy-3’-aminouridine a I’extrémité 3’ n’est que
de + 2-3°C tandis que pour celui comportant une 3’-désoxy-3’-aminoadénosine une
stabilisation de + 10°C est observée. Ces résultats peuvent alors s’expliquer a partir de 1’étude
de la conformation du résidu ribose modifié (Figure 160). La riboadénosine modifiée en
position 2’ adopte une conformation majoritairement Sud (25 % Nord) tandis que lorsqu’elle
est modifiée en position 3°, la conformation du résidu ribose est majoritairement Nord (82 %).
De la méme facon que pour les esters boronates, la conformation Nord semble donc
indispensable pour la formation de 1’oxazaborolidine. Dans le cas du partenaire aminouridine,
le résidu ribose modifié adopte une conformation majoritairement Sud dans les deux cas, bien
que la proportion de la conformation Nord soit plus importante dans le cas du ribose modifié
en position 3° (25 % et 41 % Nord pour les résidus riboses modifiés en position 2’ et 3’
respectivement). Cela pourrait ainsi expliquer pourquoi la stabilisation est aussi faible dans ce
dernier cas. Ces résultats démontrent donc, comme pour les esters boronates, I’importance de
la conformation du ribose pour 1’établissement d’une jonction internucléosidique de type

oxazaborolidine.
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H o H H 0 H
(0] (0]
u u A A
H - - H - —
NH NH
H 2 NH H H 2 NH H
H H \ H H H \ H
OH B\O OH B\O
24 % Nord 41 % Nord 25 % Nord 82 % Nord

Figure 160 : Schéma des deux conformations majoritaires des aminonucléotides a l'extrémité 3' du
second demi-brin.

Cette étude a ainsi permis de démontrer pour la premiere fois la ligation entre deux brins a
travers la formation d’une oxazaborolidine. Toutefois, la dépendance au pH est peu marquée
comparativement aux systemes comportant des esters boronates. Cela pourrait s’expliquer par
la stabilité beaucoup plus importante des liaisons bore-oxygene par rapport aux liaisons bore-
azote. Ainsi, en milieu basique, la création de liaisons bore-oxygene avec les anions hydroxyles
pourrait étre favorisée au détriment de la formation de 1’oxazaborolidine. Une étude est
actuellement en cours afin d’améliorer la stabilisation du systéme, notamment en ajoutant du
cyanure de sodium afin de limiter la création de liaisons bore-oxygene au profit de la formation

de I’oxazaborolidine.
5.4 Conclusion du chapitre 5

Ce chapitre a mis en évidence I’influence des partenaires aminodiols pour la formation de
jonctions internucléosidiques de type oxazaborolidines. Pour cela, différents partenaires ont été
synthétisés, comportant une ribouridine ou une riboadénosine a I’extrémité 3° dont I’hydroxyle
en position 2’ ou 3’ a été remplacé par une fonction amine. Une étude par dénaturation
thermique a démontré 1’influence non négligeable de la position de la modification sur la
réaction de ligation. En effet, les ribonucléotides modifiés en position 2’ adoptent une
conformation majoritairement Sud défavorable a la formation de I’oxazaborolidine tandis que
ceux modifiés en position 3’ adoptent une conformation majoritairement Nord, plus propice a
la réaction de ligation. De plus, la stabilisation est d’autant plus importante en milieu légerement
basique grace a la complexation de 1’orbitale p vacante de 1’atome de bore par un anion
hydroxyle. Cependant, contrairement aux esters boronates dont la stabilité augmente avec le
pH, la stabilisation de 1’oxazaborolidine est plus faible & pH 9,5 en raison de la formation de

liaisons bore-oxygene avec les anions hydroxyles plus stables que les liaisons bore-azote.
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Ajouté aux précédents travaux réalisés par Renaud Barbeyron concernant I’étude de différents
partenaires cis-diols, ce chapitre a permis d’identifier de nouveaux partenaires capables de
promouvoir la ligation réversibles entre deux oligonucléotides et ainsi étendre les possibilités
de jonctions internucléosidiques disponibles dont la stabilité est modulable en fonction du pH.
De nombreux systemes dynamiques biologiques pourraient ainsi €tre développés pour des

applications en chimie médicinale ou pour la préparation de matériaux biocompatibles.

202



Conclusion générale

203



204



Conclusion générale

Les acides boroniques sont connus pour réagir avec des partenaires cis-diols pour former des
esters boronates en milieu aqueux a travers la formation de liaisons covalentes et réversibles.
L’objectif de cette thése était d’utiliser ces esters boronates et leurs dérivés dans le but de
développer des acides nucléiques fonctionnels programmables ou pour la formation

d’architectures bioinspirées par auto-assemblage.

Parmi ces acides nucléiques fonctionnels, les DNAzymes sont capables de reconnaitre des
séquences d’ARN spécifiques et de catalyser la coupure d’une liaison phosphodiester par une
réaction de transestérification en présence d’un ion métallique. Récemment, les split
DNAzymes, composés de deux fragments et capables de s’assembler en une structure active
uniquement en présence du substrat et de I’ion métallique activateur, sont apparus comme une
alternative intéressante pour la détection de substrats varié€s grace a leur plus grande sensibilité
et sélectivité (M. Debiais et al., Nucleic Acids Research, 2020, 48, 3400-3422). La premiere
partie de ce travail a donc consisté a étudier et contrdler I’activité catalytique de différents split
DNAzymes modifiés par des acides boroniques. En vue d’exploiter la formation réversible et
programmable des esters boronates, le DNAzyme 10-23, activé par du magnésium et capable
de détecter un substrat d’ARN composé de 17 bases, a été sélectionné car il est relativement
court et possede une tres bonne activité catalytique en milieu physiologique. Il fait ainsi partie
des systemes les plus étudiés. Les conditions de réactions nécessaires a 1’obtention d’une
activité catalytique optimale du DNAzyme parent ont tout d’abord été mises au point par HPLC.
Cinq split DNAzymes composés de deux fragments ont ensuite été développés en divisant le
DNAzyme parent a différentes positions, résultant en une diminution drastique de I’activité
catalytique. Le but de ce chapitre était donc d’utiliser la capacité des acides boroniques a réagir
avec des partenaires cis-diols afin de rétablir 1’activité a travers la formation d’une jonction
internucléosidique de type ester boronate. L’extrémité 5’ du premier fragment a alors été
modifiée par divers acides boroniques et I’extrémité 3’ du second fragment par une ribocytidine.
Une étude par PAGE a démontré que la position de la coupure avait un effet déterminant sur la
conformation du systeme et de fait sur le rétablissement de ’activité catalytique. En effet, une
division au niveau d’un site indispensable a I’activité catalytique entraine une inhibition totale
de celle-ci et la ligation entre les deux fragments est impossible. En revanche, une coupure au
niveau du bras de reconnaissance ou d’un site non essentiel au sein du site catalytique provoque
une forte diminution de 1’activité qui peut toutefois étre rétablie en présence des fragments
modifiés par un acide boronique et un partenaire cis-diol. Il a également ét€ démontré que la

nature de I’acide boronique incorporé est importante pour la stabilisation du systéme en raison
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des interactions mises en jeu ainsi que du degré de flexibilité de la molécule. Ainsi, la meilleure
activité catalytique est obtenue avec les systemes dont I’extrémité 5° est modifiée par une
borono-thymidine, un analogue de la thymidine naturelle (M. Debiais et al., ChemEurJ,
acceptée en octobre 2020). Ces résultats permettent d’envisager I’application de ce concept a
différents systemes divisés tels que les split aptameres ou d’autres split DNAzymes et split
ribozymes afin de développer des systemes dynamiques et programmables en fonction du pH.
L’utilisation de tels systémes pourrait ainsi permettre 1’obtention de sondes biologiques plus
sensibles et plus sélectives pour la détection de petites molécules ou d’acides nucléiques,
notamment pour des applications thérapeutiques, de diagnostic ou de théranostique. Les
premieres études réalisées sur le ribozyme HPWTL2 par Amandine Lelievre, doctorante de
I’équipe du Pr. Sabine Miiller, indiquent que la formation d’une jonction ester boronate permet

de rétablir I’activité du split ribozyme de maniére efficace.

Au-dela des applications mentionnées dans la premiere partie, 1’introduction d’acides
boroniques dans des oligonucléotides est tres attractive, notamment pour la formation
d’aptameres modifiés. La seconde partie de ce travail a alors été consacrée a I’introduction de
fonctions acides boroniques au sein d’oligonucléotides en série ADN et ARN de maniere
simple, rapide et efficace. Dans un premier temps, I’acide boronique a été incorporé par une
réaction de chimie click de type CuAAC réalisée directement sur support CPG, bien que celle-
ci ait été reportée comme étant incompatible avec les acides boroniques. En effet, plusieurs
études rapportent la dégradation des acides boroniques en présence de sels de cuivre, or nous
avons pu montrer que lorsque ces derniers sont protégés par un groupement pinacol ou MIDA,
la réaction de cycloaddition était réalisable et ce avec de treés bons rendements. Ainsi, un acide
boronique a été incorporé a I’extrémité 5’ ainsi qu’en position 2’ a I'intérieur de séquences
d’ADN et d’ARN de différentes longueurs avec de bons rendements (M. Debiais et al.,
Synthesis, 2020, 52, 2962-2969). Ces oligonucléotides modifiés peuvent ainsi étre utilisés pour
la détection de molécules comportant des fonctions cis-diols (par exemple les saccharides),
notamment dans le cas des aptameéres. La seconde partie de 1’étude relate 1’incorporation
d’acides boroniques par hydroboration. Pour cela un trinucléotide a été fonctionnalisé a
I’extrémité 5° par un phosphoramidite modifi¢ de type buténe. Cependant, malgré un important
travail d’optimisation seule une faible quantité d’acide boronique a été obtenue, celui-ci étant
trés rapidement oxydé¢. L hydroboration d’alcynes a alors été envisagée pour former un acide
boronique vinylique. Cette réaction est particulierement intéressante car 1’oxydation de I’acide

boronique conduit a la formation d’un aldéhyde par tautomérisation de 1’énol. Un trinucléotide
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a alors été fonctionnalisé a I’extrémité 5’ par un phosphoramidite modifié de type pentyne.
Cependant, de la méme fagon que pour I’hydroboration d’alceéne, la réaction d’oxydation est
majoritaire. Les conditions de réactions ont alors été optimisées de facon a n’obtenir que
I’aldéhyde a D’extrémité 5’ puis ont été appliquées a différents oligonucléotides afin de
démontrer la modularité¢ de cette méthode. Contrairement aux méthodes développées pour
incorporer un aldéhyde mettant en jeu des étapes de protection et déprotection, cette méthode
est rapide, efficace et s’effectue en conditions relativement douces. L’incorporation d’une telle
fonction permet ainsi de coupler la séquence d’oligonucléotide modifiée a une (bio)molécule
d’intérét, notamment par amination réductrice ou par la formation d’une oxime, permettant par

la suite d’¢laborer des bioconjugués dotés de nouvelles propriétés (M. Debiais et al., en

préparation).

Le monomere borono-uridine synthétisé dans le cadre de 1’étude de split ribozymes comporte
a la fois un acide boronique en position 5’ et un cis-diol en positions 2’ et 3°. Ses propriétés
d’auto-assemblage ont alors été étudiées par RMN en solvant organique anhydre puis en milieu
aqueux, en collaboration avec le Dr. Carine Baraguey, dans le but de former des architectures
bioinspirées. Les analyses RMN réalisées dans le DMF-d; anhydre ont démontré la formation
de deux nouvelles especes cycliques structuralement proches capables de se dissocier en
présence d’eau. De plus, I’aplanissement du signal observé sur la RMN !'B réalisée en solvant
organique anhydre révele une perte de symétrie autour de I’atome de bore due a la liaison de ce
dernier avec les oxygeénes en positions 2’ et 3’ du sucre. Les deux espeéces ont ensuite pu &tre
caractérisées par RMN DOSY 'H et il s’avére que les deux structures formées par auto-
assemblage correspondent a un dimere et un trimere cycliques. L’analyse des constantes de
couplage a ensuite permis de déterminer la conformation du résidu ribose dans le cas du dimere
cyclique. Classiquement, la conformation privilégiée des riboses est en équilibre entre les
conformations Cj’endo €t C3’endo Or, dans notre cas, la formation du dimere entraine une
déformation du résidu ribose. En effet, celui-ci semble étre soit en équilibre entre deux
conformations Nord et Sud soit dans une conformation unique Cgs.exo. Des études de
modélisation moléculaire sont actuellement en cours afin de confirmer ou non ces résultats.
Enfin, une étude par RMN 'H réalisée dans le D>O a démontré que le monomeére borono-uridine
est capable de s’auto-assembler de fagon réversible en milieu basique (M. Debiais et al., en
préparation). Bien que des études complémentaires soient nécessaires, ces nouvelles structures
pourraient étre utilisées pour capter de petites molécules par coordination ou par de faibles

interactions pour des applications de détection ou de catalyse asymétrique, comme cela a déja
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été démontré dans le cas de dimeres cycliques. Il serait également intéressant d’étudier le
comportement du monomere en présence d’une matrice polyadénosine afin de former des
espéces cycliques ou linéaires plus grandes. L’ajout d’ions Hg?* pourrait également favoriser
I’auto-assemblage a travers la formation de paires de bases U-Hg?*-U. Enfin, la synthése des
monomeres borono-adénosine, -cytidine et -guanosine permettrait de diversifier la nature des

structures formées.

Les acides boroniques sont connus pour leur capacité a se lier avec des partenaires cis-diols
mais ils peuvent également se lier a des partenaires aminodiols pour former des
oxazaborolidines. Ainsi, dans une dernicre partie, de nouvelles jonctions internucléosidiques
ont été étudiées dans le but de développer de nouvelles méthodes de ligation d’oligonucléotides
mimant le mode d’action des enzymes naturelles. Pour cela, deux fragments d’oligonucléotides,
le premier comportant une borono-thymidine a 1’extrémité 5’ et le second une 2’- ou 3’-
aminouridine ou une 2’- ou 3’ aminoadénosine a I’extrémité 3’, ainsi qu’une matrice
complémentaire ont été synthétisés. La formation d’un lien internucléosidique de type
oxazaborolidine, jamais décrite a ce jour dans la littérature, a ensuite été évaluée par
dénaturation thermique. La stabilisation du systeme se traduit par une augmentation de la
température de demi-fusion et n’est observée qu’en présence des nucléosides modifiés en
position 3’, ce qui peut s’expliquer par la conformation du résidu ribose modifié. En effet, ces
derniers adoptent une conformation majoritairement Nord qui, de la méme fagon que pour les
esters boronates, semble indispensable pour la formation de 1’oxazaborolidine. Cependant,
contrairement aux esters boronates qui sont fortement stabilisés a pH 9,5 par complexation des
anions hydroxyles dans I’orbitale p vacante de I’atome de bore, un milieu trop basique ne
stabilise que tres 1égerement ce systéme. Cela s’explique par la formation de liaisons entre le
bore et les oxygenes des anions hydroxyles, plus stables que les liaisons bore-azote. Il serait
donc nécessaire de stabiliser le systeme, notamment par 1’ajout d’ions cyanures. Cette étude a
ainsi permis d’identifier de nouveaux partenaires pour la ligation non-enzymatique
d’oligonucléotides a travers la formation d’un lien internucléosidique de type oxazaborolidine
covalent et réversible (M. Debiais et al., en préparation). Cela pourrait ensuite permettre de
développer différents systemes dynamiques dont la stabilité est modulable en fonction du pH

pour des applications en chimie médicinale ou pour la préparation de matériaux biocompatibles.

L’ensemble de ces travaux a pour le moment donné lieu a 3 publications présentées en annexes

et 3 publications supplémentaires sont actuellement en cours d’écriture.

208



Conclusion générale

Ces travaux ont ainsi permis de démontrer 1’intérét des acides boroniques couplés a des acides
nucléiques pour de futures applications de détection, de bioconjugaison, de catalyse
asymétrique ou pour le développement d’assemblages fonctionnels bioinspirés. Les deux
premiers chapitres de ce manuscrit ont également démontré I’intérét des systemes divisés en
deux fragments en termes de sensibilité et de sélectivité. La modification des deux fragments
par une borono-thymidine et une ribocytidine aux extrémités 5’ et 3’ respectivement permet
alors de stabiliser le systéme a travers la formation d’une liaison internucléosidique de type
ester boronate pour le développement de systémes dynamiques et programmables. A plus long
terme, il serait intéressant d’appliquer ce concept aux aptameres, capables de se lier a de petites
molécules de fagcon tres sélective. L’idée est de diviser I’aptamere en de plus nombreux
fragments, chacun modifiés a I’extrémité 5° par une borono-thymidine et a I’extrémité 3’ par
une ribocytidine, et voir s’ils sont capables de s’auto-assembler en présence d’une molécule
cible (Figure 161). Il faudrait ensuite étudier si I’assemblage spécifique est possible en ajoutant
des fragments ne correspondant pas a la séquence de I’aptamére voulu. Cela pourrait ainsi
permettre d’¢élaborer une bibliothéque variée de petits fragments modifiés dans le but de

découvrir de nouveaux aptameres.

Librairie de
fragments modifiés

Q’Z: §4<OH q: §—B<OH G]iD : §‘<Z:B—§ O : molécule cible

Figure 161 : Assemblage spécifique de fragments modifiés en présence d'une molécule cible.
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All experimental conditions are described in this part.
Experimental procedures for organic synthesis

Except pyridine and DIEA that are distilled on calcium hybrid and THF that is distilled on
calcium with benzophenone, all the anhydrous solvent and reagents are commercial and used
like this. Thin-layer chromatography (TLC) are made on silica plate 60 F2s4 Merck and revealed
with a laser at 254 nm. Purifications on silica gel column chromatography are made with silica
40-63 um Merck-Millipore. NMR analysis are realised on a Bruker spectrometer 400 MHz at
20°C and chemical shifts () are reported in parts per million (ppm) referenced to residual
protonated solvent peak (CDCl; 6 = 7.26, DMSO-ds 6 = 2.50, CD30D 6 = 3.31, CD3CN 6 =
1.94, D;0 § = 4.79). '"H NMR spectra data are reported as follows : chemical shift, multiplicity
(s = singlet, d = doublet, t = triplet, q = quartet, dd = doublet of doublets, dt = doublet of triplets,
ddd = doublet of doublet of doublets, m = multiplet, bs = broad singlet), coupling constant (J)
in Hertz, integration and attribution. '>*C NMR spectra chemical shifts were referenced to carbon
resonances in the NMR solvent (CDCl3 6 = 77.16, DMSO-ds 6 = 39.52, CD3;0D 6 = 49.00,
CDs;CN o = 1.32). Diffusion Ordered Spectroscopy experiments (DOSY) are run with a
sequence including longitudinal Eddy current delay with bipolar gradients and a double
stimulated echo for convection compensation (sequence “dtebpgp3s” from the Bruker library).
The magnetic field gradients are calibrated so that measuring the diffusion coefficient of water
in D>O at 25 °C yields a value of 1.902 x 10° m?s'1.%? The T} relaxation times are measured
for the sample in DMF before to run the DOSY to properly set the relaxation delay (3 s). The
DOSY spectra are acquired with optimized gradient lengths of 2.6 and 2.8 ms (J), a diffusion
delay of 50 ms (A) and with gradient values linearly ranging from 2 to 95 % of the maximal
gradient (69.2 G/cm) in 32 steps. Translational diffusion coefficients (D) are extracted by non-
linear curve fitting of the intensity decay with increasing gradient strength using the Ti/T>
processing tool of the Topspin software. HRMS analysis were realised on Micromass Q-TOF

spectrometer with an electrospray ionisation (ESI).
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Compounds 1 (5’-dimethoxytrityl thymidine), 3 (3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidine), S
(5’-aldehyde-3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidine), 7 (5’-deoxy-5’-ethynyl-3’-O-tert-
butyldimethylsilyl thymidine), 8 (5’-deoxy-5’-vinyl-3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidine), 9
(1-(5’-deoxy-3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidin-5-yl)methylboronic acid) and 10 (1-(5’-
deoxy thymidin-5’-yl)methylboronic acid) have been previously described by Luvino et al.'®
Compounds 14  (5’-dimethoxytrityl-3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-O-pivaloyloxymethyl
uridine), 15 (3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-O-pivaloyloxymethyl uridine), 16 (5’-aldehyde-
3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-O-pivaloyloxymethyl uridine) and 17 (5’-deoxy-5’-vinyl-3’-O-
tert-butyldimethylsilyl-2’-O-pivaloyloxymethyl uridine) have been previously described by

Gimenez Molina et al.'

5’-dimethoxytrityl thymidine 1 [40615-39-2]

C31H32N207
M=544.60 g/mol

Thymidine (20.0 g, 826 mmol) is dissolved in 100 mL of anhydrous pyridine and
dimethoxytrityl chloride (33.6 g, 99.2 mmol) dissolved in anhydrous pyridine is added step by
step to the solution that becomes orange. The mixture is stirring at 20°C for 15 hours. The
progress of the reaction is followed by TLC. Ethyl acetate is added to the solution and the
organic layer is washed with sodium bicarbonate, dried on sodium sulphate, filtered and
evaporated under reduced pression. The crude material is then purified by silica gel column
chromatography (DCM/MeOH : 90/10) to lead to a solid that corresponding to the compound
1(40.2 g, 89 %).

Rf : 0.30 (DCM/MeOH : 90/10)

1H NMR (300 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 1.48 (s, 3H, Hs), 2.21-2.27 (m, 2H, Hy"), 3.28 (s, 2H,
Hs'), 3.77 (s, 6H, CHs pmr), 3.90-3.94 (m, 1H, Hy'), 4.42-4.49 (m, 1H, H3"), 6.23 (t, J = 6.0 Hz,
1H, Hy), 6.87 (d, J = 9.0 Hz, 4H, Har pmr), 7.22-7.37 (m, 7H, Har pmr), 7.43-7.46 (m, 3H, Har

pmt + He)
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5’-dimethoxytrityl-3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidine 2

DMTO_ s

o)
NP4l

OTBDMS

C37H46N207Si
M=658.87 g/mol

Imidazole (20.1 g, 295.2 mmol) is added to the compound 1 (40.2 g, 73.8 mmol) and fert-
butyldimethylsilyl chloride (22.2 g, 147.6 mmol) dissolved in 200 mL of anhydrous pyridine is
slowly added to the solution. The reaction is exothermic. The mixture is stirring at 20°C for 20
hours. The progress of the reaction is followed by TLC. Water and ethyl acetate are then added
to the solution and the organic layer is washed with sodium bicarbonate, dried on sodium
sulphate, filtered and evaporated under reduced pressure to lead to the compound 2 (45.0 g, 93

%) which is not isolated.
Rf : 0.65 (DCM/MeOH : 95/5)

3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidine 3

43 2/
OTBDMS

M=356.49 g/mol

100 mL of a solution of DCM/MeOH (70/30) are added to the compound 2 (45.0 g, 68.4 mmol)
and the balloon is placed in an ice bath. A solution containing 10 % of BSA in a solution of
DCM/MeOH (70/30) is then added drop by drop until the mixture becomes orange. The mixture
is stirring at 0°C for 2 hours. The progress of the reaction is followed by TLC. The organic
layer is washed with sodium bicarbonate, dried on sodium sulphate, filtered and evaporated
under reduced pressure. The crude material is purified by silica gel column chromatography
(EA/Cyclohexane : 60/40) to lead to a white powder corresponding to the compound 3 (21.7 g,
89 %).
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Rf : 0.35 (EA/Cyclohexane : 60/40)

'H NMR (300 MHz, CDCl3) & (ppm) : 0.08 (s, 6H, CH3 me-tBDMS), 0.89 (s, 9H, CH3 iBu-TBDMS),
1.92 (s, 3H, Hs), 2.16-2.26 (m, 1H, Ha), 2.33-2.39 (m, 1H, Hab), 3.73-3.78 (m, 1H, Hy), 3.89-
3.97 (m, 2H, Hs), 4.47-4.52 (m, 1H, H3), 6.11 (t, J = 6.0 Hz, 1H, Hy’), 7.36 (s, 1H, H), 8.09
(bs, 1H, NH)

2-iodoxybenzoic acid (IBX) 4 [61717-82-6] %34

HO\O

v

]

C7H5104
M=280,02 g/mol

Oxone monopersulphate (37.2 g, 60.5 mmol) is dissolved in 200 mL of milli-Q water and then
1odobenzoic acid (5.0 g, 20.2 mmol) is added (insoluble). The mixture is stirring at 70°C for
one hour and a half and then at 0°C for 30 minutes with a low agitation. The solution is filtered
under reduced pressure and the precipitate is washed with water and acetone. The white
crystalline powder obtained corresponding to the compound 4 (3.9 g, 69 %) doesn’t require

purification.

'"H NMR (400 MHz, DMSO-ds) 6 (ppm) : 3.37 (bs, 1H, OH), 7.84 (t, J = 7.2 Hz, 1H, Ha), 7.98-
8.04 (m, 2H, Hu), 8.14 (d, /= 7.6 Hz, 1H, Ha)

5’-aldehyde-3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidine S

G g
OTBDMS

M=354.48 g/mol

The compound 3 (2.0 g, 5.6 mmol) is dissolved in 90 mL of acetonitrile and IBX (3.25 g, 8.42
mmol) is added (insoluble). The mixture is stirring at 80°C for 2 hours. The progress of the
reaction is followed by TLC. After return to room temperature, the solution is filtered and
evaporated under reduced pressure. The white solid corresponding to the compound S (1.98 g,

quantitative) doesn’t require purification.
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Rf : 0.20 (EA/Cyclohexane : 60/40)

'H NMR (400 MHz, CDCl3) 6 (ppm) : 0.13 (s, 6H, , CH3 me-tBDMS), 0.91 (s, 9H, CH3 Bu-TBDMS),
1.96 (s, 3H, CH3 Thymine), 2.02-2.10 (m, 1H, Hz2), 2.32 (ddd, J = 13.6 Hz, 6.0 Hz, 2.4 Hz, 1H,
H>wv), 4.46-4.49 (m, 1H, Hy'), 4.6-4.70 (m, 1H, Hs°), 6.30 (q, J = 6.0 Hz, 1H, Hr"), 7.57 (s, 1H,
He), 9.16 (bs, 1H, NH), 9.75 (s, 1H, CHO)

Dimethyl-(1-diazo-2-oxopropyl)phosphonate (Bestmann-Ohira reagent) 6 [90965-06-3]
0

)J\F\\P Ote

L OMe
To NaH 60% in mineral oil (630.0 mg, 26.0 mmol) in solution in 10 mL of toluene and 50 mL
of THF, is added drop by drop dimethyl(2-oxopropyl)phosphonate (1.0 g, 6.0 mmol) dissolved
in 5 mL of THF. The mixture is stirring at 0°C for 1 hour. ABSA (3.8 g, 16.0 mmol) dissolved
in THF is then added drop by drop. The mixture is stirring at room temperature for 2 hours. The
progress of the reaction is followed by TLC. When there’s no more phosphonate, the balloon
is placed in an ice bath without and the filtrate is evaporated under reduced pressure to lead to
a yellow oil corresponding to the compound 6 (907.0 mg, 72 %) which doesn’t require

purification.
Rf : 0.45 (DCM/Acetone : 90/10)
'H NMR (400 MHz, CDCl3) § (ppm) : 2.21 (s, 3H, CH3), 3.79 (d, J = 11.6 Hz, 6H, OCH3)

5’-deoxy-5’-ethynyl-3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidine 7

6' 1

i

NP4k
OTBDMS

M=350.49 g/mol

The compound 5 (1.0 g, 2.8 mmol) is dissolved in 10 mL of methanol. Bestmann-Ohira reagent
(1.2 g, 5.6 mmol) dissolved in 2 mL of methanol and K>CO3 (974.0 mg, 7.1 mmol) are then
added. After 30 minutes the solution becomes green. The mixture is stirring at 30°C for 15
hours. Ethyl acetate is added and the organic layer is washed with ammonium chloride, dried

on sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced pressure. The crude material is
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purified silica gel column chromatography (EA/Cyclohexane: 40/60) to lead to a solid
corresponding to the compound 7 (550.0 mg, 56 %).

Rf : 0.45 (DCM/EA : 70/30)

"H NMR (400 MHz, CDCl3) 6 (ppm) : 0.10 (s, 6H, , CH3 mc-tBDMS), 0.88 (s, 9H, CH3 Bu-TBDMS),
1.92 (s, 3H, CH3 Thymine), 2.10-2.19 (m, 1H, H2'a), 2.40 (dd, J = 13.6 Hz, 6.4 Hz, 1H, Hz), 2.74
(s, IH, H¢>), 4.49 (bs, 1H, Hy), 4.56 (m, 1H, Hz'), 6.39 (q, J = 5.6 Hz, 1H, Hy’), 7.49 (s, 1H,
He), 9.40 (bs, 1H, NH)

5’-deoxy-5’-vinyl-3’-O-tert-butyldimethylsilyl thymidine 8

4 3 2 1
OTBDMS

C17H2gN,O5Si
M=352.51 g/mol

The compound 7 (350.0 mg, 1.0 mmol) is dissolved in 10 mL of methanol and the Lindlar
catalyst (46.0 mg, 0.1 mmol) is added. Cyclohexene (10.13 mL, 100 mmol) is then added to
avoid overhydrogenation. The mixture is hydrogenated at room temperature for 7 hours. The
progress of the reaction is followed by NMR "H. The solution is filtered on celite and the filtrate
is evaporated under reduced pressure to lead to a white solid corresponding to the compound 8

(350.0 mg, 100 %) which doesn’t require purification.

The compound 8 can also be prepared by solubilisation of the compound 5 (3.0 g, 8.41 mmol)
in 25 mL of anhydrous THF. The balloon is placed in an ice bath and the Tebbe reagent (33.9
mL, 16.8 mmol) is added drop by drop. The mixture is stirring at 0°C for 4 hours. The progress
of the reaction is followed by TLC. Sodium bicarbonate is added drop by drop. The reaction is
exothermic. DCM is then added and the organic layer is washed with sodium chloride, dried on
sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced pressure. The crude material is purified
by silica gel column chromatography (DCM/MeOH : 95/5) to lead to a white solid
corresponding to the compound 8 (1.0 g, 34 %).

Finally, the compound 8 can be obtained by using the Nysted reagent. This last one (10.9 mL,
4.8 mmol) is dissolved in 6mL of anhydrous THF and BF;OEt; (1.18 mL, 9.59 mmol) is added
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drop by drop at 0°C. The mixture is stirring at 0°C for 15 minutes and then the compound S
(1.7 g, 4.8 mmol) dissolved in 5 mL of anhydrous THF is added drop by drop. The mixture is
stirring at room temperature for 4 hours. The progress of the reaction is followed by TLC.
Sodium bicarbonate is added drop by drop. The reaction is exothermic. Butanol is then added
and the organic layer is washed with sodium bicarbonate, dried on sodium sulphate, filtered and
evaporated under reduced pressure. The crude material is purified by silica gel column
chromatography (DCM/MeOH : 95/5) to lead to a white solid corresponding to the compound
8(1.2g,70 %).

Rf : 0.45 (DCM/MeOH : 95/5)

"TH NMR (400 MHz, CDCl3) & (ppm) : 0.05 (s, 6H, CH3 me-tBpMS), 0.86 (s, 9H, CH3 Bu-TBDMS),
1.91 (s, 3H, CH3 Thymine), 2.09 (ddd, J = 20.0 Hz, 13.2 Hz, 6.8 Hz, 1H, H>»), 2.30 (ddd, J = 18.0
Hz, 13.2 Hz, 6.4 Hz, 1H, Hzv), 4.12-4.19 (m, 1H, Hs), 4.23-4.28 (m, 1H, Hs-), 5.27 (dt, J =
10.4 Hz, 1.2 Hz, 1H, He'a), 5.37 (dt, J = 17.2Hz, 1.6 Hz, 1H, Hev), 5.78 (ddd, J = 17.2 Hz, 10.4
Hz, 6.8 Hz, 1H, Hs"), 6.21 (t, /= 6.4 Hz, 1H, Hy*), 7.18 (s, 1H, Hps), 9.63 (bs, 1H, NH)

1-(5’-deoxy-3’-O-tert-butyldimethylsylil thymidin-5’-yl)methylboronic acid 9

R4
OTBDMS

C17H31BN,0,Si
M=398.34 g/mol

To 4 mL of anhydrous diethylic ether are added borane dimethylsulfide (1.32 mL, 13.6 mmol)
and o-pinene (4.3 mL, 27.2 mmol) drop by drop. The mixture is stirring at 35°C for 4 hours.
After return to room temperature, the compound 8 (600.0 mg, 1.6 mmol) dissolved in anhydrous
THF is added drop by drop. The mixture is stirring at room temperature for 15 hours. The
progress of the reaction is followed by TLC. 0.5 mL of hydrochloric acid 0.1 M are then added
drop by drop. The reaction is exothermic. Ethyl acetate is added and the organic layer is washed
with sodium chloride, dried on sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced
pressure. The crude material is purified by silica gel column chromatography (DCM/MeOH :
95/5) to lead to yellow oil corresponding to the compound 9 (450.0 mg, 75 %).

Rf : 0.25 (DCM/MeOH : 95/5)
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'H NMR (400 MHz, CDsOD) 6 (ppm) : 0.01 (s, 6H, CH3 me-tBDMS), 0.80 (5, 9H, CH3 Bu-TBDMS),
1.66-1.85 (m, 2H, Hg), 1.78 (s, 3H, CH3 thymine), 2.03-2.16 (m, 2H, H»), 3.58 (q, J = 5.6 Hz,
2H, Hs), 3.81 (q, J = 4.4 Hz, 1H, Hy), 4.16-4.23 (m, 1H, H3), 6.06 (t, J = 6.8 Hz, 1H, Hy),
7.31 (s, 1H, He)

1B NMR (128 MHz, CD3;0D) ¢ (ppm) : 31.7

1-(5’-deoxy thymidin-5’-yl)methylboronic acid 10

OH

C41H417BN,Og
M=284.07 g/mol

The compound 9 (600.0 g, 2.0 mmol) is dissolved in 20 mL of hydrochloric acid 1.25 M in
solution of MeOH. The mixture is stirring at room temperature for 1 hour. The progress of the
reaction is followed by TLC. A solution of lithium hydroxide 1.25 M is added until obtain a pH
value of 7. The solution is then evaporated under reduced pressure and lyophilized. The crude
material is purified by silica gel column chromatography (DCM/MeOH : 90/10) to lead to a
colorless oil corresponding to the compound 10 (290.0 mg, 68 %).

Rf : 0.48 (DCM/MeOH : 90/10)

'H NMR (400 MHz, CD;0D) & (ppm) : 0.85-0.98 (m, 2H, He), 1.64-1.81 (m, 2H, Hs), 1.90
(s, 3H, CH3 Thymine), 2.17-2.25 (m, 2H, Hy), 3.72-3.80 (m, 1H, Hy'), 4.11-4.15 (m, 1H, H3), 6.21
(t, J = 6.8 Hz, 1H, Hy), 7.41 (s, 1H, He)

"B NMR (128 MHz, CD30D) § (ppm) : 31.6
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1-(5’-deoxy-3’-O-tert-butyldimethylsylil-5’-methylthymidin-6’-yl)-1,3,6,2-

dioxazaborocane-4,8-dione 11

CH36BN30gSi
M=509.24 g/mol
The compound 9 (215.0 mg, 0.5 mmol) is dissolved in 6 mL of a solution of benzene/DMSO
(90/10) and MIDA (79.0 mg, 0.5 mmol) is added. A Dean-Stark system containing benzene is
added. The mixture is stirring at 110°C for 20 hours. The progress of the reaction is followed
by TLC. After return to room temperature, the product is evaporated under reduced pressure.
The crude material is purified by silica gel column chromatography (EA/MeOH : 95/5) to lead
to the compound 11 (275.0 mg, 71 %).

Rf : 0.42 (EA/MeOH : 95/5)

'"H NMR (400 MHz, CD30D) 6 (ppm) : 0.13 (s, 6H, , CH3 me-BDMS), 0.65-0.88 (m, 2H, He"),
0.92 (s, 9H, CH3 Bu-tBDMS), 1.60-1.82 (m, 2H, Hs), 1.90 (s, 3H, CH3 Thymine), 2.15-2.24 (m, 2H,
H>), 2.95 (s, 3H, CH3 mipa), 3.78-3.85 (m, 1H, Hys"), 4.01 (dd, J = 17.2 Hz, 6.0 Hz, 2H, CH>
mmA), 4.18 (dd, J =17.2 Hz, 2.0 Hz, 2H, CH2 mipA), 4.26-4.32 (m, 1H, H3-), 6.24 (t, J = 6.8 Hz,
1H, Hy*), 7.42 (s, 1H, Hp)

1B NMR (128 MHz, CD;0D) § (ppm) : 13.1
1-(5’-deoxy-5’-methylthymidin-6’-yl)-1,3,6,2-dioxazaborocane-4,8-dione 12

0.0

OO\I

v/ N
B~ | 07 2'Nj
5

&
o]
< o7 1

OH

C16H22BN30g
M=395.18 g/mol

N

H
¥\€o

s

The compound 11 (150.0 mg, 0.3 mmol) is dissolved in 2 mL of methanol and 3 mL of

hydrochloric acid 1 M is added drop by drop. The mixture is stirring at room temperature for 1
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hour. The progress of the reaction is followed by TLC. A solution of lithium hydroxide 1 M is
added until obtain a pH value of 7. The mixture is then evaporated under reduced pressure and
lyophilized. The crude material is purified by silica gel column chromatography (DCM/MeOH
: 95/5) to lead to an colourless oil corresponding to the compound 12 (50.0 mg, 43 %).

The compound 12 can also be obtained by solubilisation of the compound 10 (315.0 mg, 1.11
mmol) in 4 mL of a solution of benzene/DMSO (90/10) to which is added MIDA (232.0 mg,
2.22 mmol). A Dean-Stark system containing benzene is added. The mixture is stirring at 110°C
for 20 hours. The progress of the reaction is followed by TLC. After return to room temperature,
the solvent is evaporated under reduced pressure. The crude material is purified by silica gel

column chromatography (EA/Acetone : 95/5) to lead to the compound 12 (270.0 mg, 62 %).
Rf : 0.10 (EA/Acetone : 95/5)

"H NMR (400 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 0.61-0.85 (m, 2H, H¢'), 1.57-1.76 (m, 2H, Hs), 1.87
(s, 3H, CH3 Thymine), 2.09-2.22 (m, 2H, H»), 2.89 (s, 3H, CH3 mmpa), 3.72-3.78 (m, 1H, Hs), 3.83
(d,J=17.2 Hz, 2H CH2mDA), 3.97 (d, J = 16.8 Hz, 2H, CH2 MIDA), 4.12-4.20 (m, 1H, H3-), 6.18
(t, J=6.8 Hz, 1H, Hr"), 7.29 (s, 1H, Hs), 9.20 (bs, 1H, NH)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) § (ppm) : 12.6 (CH3 Thymine), 29.1 (Cs*), 40.0 (C2'), 46.7 (CH3
mma), 62.8 (CH2 mpa), 74.5 (C3°), 84.9 (Cr), 89.5 (Cy), 111.4 (Cs), 136.7 (Cs), 151.7 (C2),
164.9 (Cy), 169.3 (CO mpa)

1B NMR (128 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 13.2
HRMS (ESI") : m/z calculated for C16H22BN3Og [M+H]* : 396.1578, found : 396.1581

0-(2-cyanoethyl)- N, N-diisopropyl-O-[1-(5’-deoxy-5’-methylthymidin-6’-yl)-1,3,6,2-
dioxazaborocane-4,8-dione] phosphoramidite 13

0.0 0

}}\\7 Hl\f‘)“‘j/
\/ [I\j N

5
1
2

B 072

()]

O
4

I
/‘\N/P\O/\/CN
N

Ca5H39BN5OgP
M=595.40 g/mol
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The compound 12 (270.0 mg, 0.68 mmol) is dissolved in 5 mL of anhydrous acetonitrile passed
through alumina and DIEA (267 pL, 1.57 mmol) and 2-cyanoethyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite (305 uL, 1.37 mmol) are added drop by drop. The mixture
is stirring at room temperature for 3 hours. The progress of the reaction is followed by TLC.
The solvent is evaporated under reduced pressure and the crude material is immediately purified
by silica gel column chromatography (EA/Acetone/EtsN : 60/30/10) to lead to a solid
corresponding to the compound 13 (150.0 mg, 37 %).

Rf : 0.30 (EA/Acetone/EtsN : 60/30/10)

'"H NMR (400 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 0.53-0.76 (m, 2H, He'a + Heb), 1.14 (s, 6H, cu3 ipr),
1.55-1.75 (m, 2H, Hs), 1.81 (s, 3H, cH3 Thymine), 2.13-2.37 (m, 2H, H>), 2.64 (q, J = 5.6 Hz, 2H,
CH2CN cng), 2.83 (s, 3H, CH3 mipa), 3.54-3.63 (m, 2H, CH ip;), 3.67-3.76 (m, 2H, OCH: cNg),
3.79 (dd, J=16.8 Hz, 4.0 Hz, 2H, CH2 mipa), 3.84-3.89 (m, 1H, Hs), 3.95 (dd, /= 17.2 Hz, 2.8
Hz, 2H, CH2 mipA), 4.26-4.34 (m, 1H, H3), 6.13 (t, J = 6.4 Hz, 1H, Hr"), 7.25 (s, 1H, He)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) & (ppm) : 12.6 (CH3 Thymine), 20.9 (CH2CN cng), 24.8 (CHj ipy),
24.9 (CH3ipr), 29.0 (Cs), 39.0 (C2), 44.0 (CH ipr), 46.6 (CH3miDA), 59.3 (OCH2 cNE), 62.8 (CH2
MiDA), 76.6 (C3°), 85.0 (Cr»), 88.3 (Cy), 111.5 (Cs), 119.6 (CN), 136.8 (C¢), 151.6 (C2), 162.1
(C4), 169.4 (CO mipa)

1B NMR (128 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 13.6
3P NMR (162 MHz, CD3CN) § (ppm) : 147.56

HRMS (EST) : m/z calculated for C2sH3sBN5OoP [M-H] : 594.2500 found : 594.2499.

5’-dimethoxytrityl-3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-O-pivaloyloxymethyl uridine 14

DMTO

1

A3 2
TBDMSO ovom)<

(@)
C42H54N2010Si
M=774,35 g/mol

Imidazole (2.89 g, 42.0 mmol) is added to 5’-DMT-2’-PivOM uridine (7.0 g, 11.0 mmol) and
tert-butyldimethylsilyl chloride (3.2 g, 22.0 mmol) dissolved in 150 mL of anhydrous pyridine

is slowly added. The reaction is exothermic. The mixture is stirring at room temperature for 20
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hours. The progress of the reaction is followed by TLC. Water and ethyl acetate are added and
the organic layer is washed with sodium bicarbonate, dried on sodium sulphate, filtered and
evaporated under reduced pressure. The crude material is purified by silica gel column
chromatography (DCM/MeOH/Et:;N : 95/4/1) to lead to a white powder corresponding to the
compound 14 (7.7 g, 90 %).

Rf : 0.45 (DCM/MeOH : 95/5)

"H NMR (400 MHz, CD30D) § (ppm) : 0.05 (d, J = 4.4 Hz, 6H, CH3 me-tBDMS), 0.79 (s, 9H,
CH3 Bu-rivom), 1.15 (s, 9H, CH3 su-tBDMS), 3.32 (d, J = 10.8 Hz, 1H, Hs"2), 3.64 (d, /= 10.8 Hz,
1H, Hsw), 3.72 (s, 6H, CHs pwmr), 3.99-4.07 (m, 1H, Hs), 4.38 (m, 2H, H>' + H3°), 5.27 (d, J =
8.0 Hz, 1H, Hs), 5.31 (d, J = 6.4 Hz, 1H, CHz pivom), 5.43 (d, J = 6.4 Hz, 1H, CH: pivom), 5.96
(s, 1H, Hr), 6.82 (d, J = 8.4 Hz, 4H, Har pmr), 7.22-7.31 (m, 7H, Har pmr), 7.37 (d, J = 7.6 Hz,
2H, Har pmr), 8.02 (d, J = 8.0 Hz, 1H, Hp)

3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-O-pivaloyloxymethyl uridine 15

HO

5
@
N3 _2/7 71
TBDMSO ovo\ﬂ)<
o

M=472,22 g/mol

The compound 14 (7.2 g, 9.29 mmol) is dissolved in 125 mL of a solution of DCM/MeOH
(70/30) and a solution of DCM/MeOH (70/30) containing 10 % BSA (4.0 g, 17.0 mmol) is
added drop by drop at 0°C until the mixture becomes orange. The mixture is stirring at 0°C for
30 minutes and then at room temperature for 20 minutes. The progress of the reaction is
followed by TLC. The organic layer is washed with sodium bicarbonate, dried on sodium
sulphate, filtered and evaporated under reduced pressure. The crude material is purified by silica
gel column chromatography (DCM/MeOH : 95/5) to lead to a white solid corresponding to the
compound 15 (3.5 g, 80 %).

Rf : 0.35 (DCM/MeOH : 95/5)

'H NMR (400 MHz, CDCl3) § (ppm) : 0.15 (s, 6H, CH3 me-tBDMS), 0.94 (s, 9H, CH3 Bu-pivom),
1.18 (s, 9H, CH3 Bu-tBDMS), 3.69 (dd, J = 12.0 Hz, 2.8 Hz, 1H, Hs"2), 3.83 (dd, J = 12.0 Hz, 2.8
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Hz, 1H, Hsw), 3.99-4.02 (m, 1H, Hy), 4.38 (t, / = 4.8 Hz, 1H, H3), 4.52 (t, / = 4.8 Hz, H»'),
5.29 (d, J=6.4 Hz, 1H, CHz pivom), 5.41 (d, J = 6.4 Hz, 1H, CHz pivom), 5.70 (d, J = 8.0 Hz,
1H, Hs), 6.00 (s, 1H, Hy*), 8.05 (d, J = 8.4 Hz, 1H, Hps), 9.35 (bs, 1H, NH)

5’-aldehyde-3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-O-pivaloyloxymethyl uridine 16

X5

1

AN3 2
TBDMSO ovo\”)<

(e}
M=470,21 g/mol

The compound 15 (1.0 g, 2.12 mmol) is dissolved in 50 mL of acetonitrile and IBX (1.18 g,

3.18 mmol) is added (insoluble). The mixture is stirring at 80°C for 6 hours. The progress of

the reaction is followed by TLC. After return to room temperature, the mixture is filtered on

celite and the filtrate is evaporated under reduced pressure to lead to a white solid corresponding

to the compound 16 (990.0 mg, 99 %) which doesn’t require purification.
Rf : 0.30 (EA/Cyclohexane : 80/20)

H NMR (400 MHz, CDCl3) 6 (ppm) : 0.17 (s, 6H, CH3 me-tBDMS), 0.96 (s, 9H, CH3 Bu-pivom),

1.16 (s, 9H, CHs su-tBDMS), 4.34 (q, J = 4.0 Hz, 1H, Hy'), 4.44 (bs, 1H, Hs-), 4.54-4.56 (m, 1H,
H>), 5.25 (d, J = 6.4 Hz, 1H, CH: pivom), 5.33 (d, J = 6.4 Hz, 1H, CH2 pivom), 5.78 (d, J = 8.0

Hz, 1H, Hs), 6.21 (d, /= 6.8 Hz, 1H, Hr'), 8.42 (d, J = 8.4 Hz, 1H, Hs), 9.61 (s, 1H, CHO)

5’-deoxy-5’-vinyl-3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-O-pivaloyloxymethyl uridine 17

1

4%3' 2'71
TBDMSO ovo\ﬂ)<

(e}
CooH3gN,0O4Si
M=468,23 g/mol

The compound 16 (1.8 g, 3.8 mmol) is dissolved in 20 mL of anhydrous THF and the Tebbe
reagent (9.0 mL, 5.7 mmol) is added drop by drop at 0°C. The mixture is stirring at 0°C for 6
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hours. The progress of the reaction is followed by TLC. Sodium bicarbonate is added drop by
drop. The reaction is exothermic. DCM is added and the organic layer is washed with sodium
bicarbonate, dried on sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced pressure. The
crude material is purified by silica gel column chromatography (EA/Cyclohexane : 70/30) to
lead to a solid corresponding to the compound 17 (400.0 mg, 22 %).

Rf : 0.50 (EA/Cyclohexane : 70/30)

'H NMR (400 MHz, CDCl3) 6 (ppm) : 0.06 (s, 3H, CH3 me-teDMS), 0.09 (s, 3H, CH3 Me-TBDMS),
0.89 (s, 9H, CH3 wu-pivm), 1.17 (s, 9H, CH3 wu-tBDMS), 4.01 (dd, J = 7.2 Hz, 5.2 Hz, 1H, Hy'),
4.32-4.38 (m, 2H, H»' + H3°), 5.30 (d, 6.4Hz, 2H, CH2 pivom), 5.32 (dt, J = 10.4 Hz, 1.2 Hz, 1H,
Hea), 5.41 (dt, J = 17.2 Hz, 1.2 Hz, 1H, Hev), 5.46 (d, J = 6.4 Hz, 2H, CH2 pivom), 5.73 (s, 1H,
Hs), 5.75 (d, J =2.4 Hz, 1H, Hy°), 5.86 (ddd, J = 17.2 Hz, 10.4 Hz, 6.8 Hz, 1H, Hs*), 7.31 (d, J
= 8.0 Hz, 1H, He), 9.64 (bs, 1H, NH)

2°,3’-isopopylidene uridine 18 [362-43-6]

C12H16N20g
M=284,26 g/mol

Uridine (10.0 g, 41.0 mmol) is dissolved in 80 mL of THF and 80 mL of 2,2-dimethoxypropane
are added. The solution becomes white. Para-toluene sulfonic acid (100.0 mg, 1 % mass) is
then added. The mixture is stirring at 80°C for one hour. The progress of the reaction is followed
by TLC. After return to room temperature, ethyl acetate is added and the organic layer is washed
with sodium bicarbonate, dried on sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced
pressure. The crude material is purified by silica gel column chromatography (DCM/MeOH :
95/5) to lead to a white powder corresponding to the compound 18 (8.5 g, 73 %).

Rf : 0.60 (DCM/MeOH : 95/5)

I NMR (400 MHz, CDCls) 6 (ppm) : 1.36 (s, 3H, CHz 1p), 1.58 (s, 3H, CHs 1p), 3.81 (dd, J =
12.0 Hz, 2.4 Hz, 1H, Hs"), 3.93 (dd, J = 12.0 Hz, 2.4 Hz, 1H, Hs"), 4.27-4.31 (m, 1H, Hy), 4.96
(dd, J = 6.8 Hz, 3.6 Hz, 1H, Hy), 5.04 (d, J = 9.6 Hz, 1H, H3"), 5.57 (s, 1H, Hy"), 5.73 (d, J =
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8.0 Hz, 1H, Hs), 7.36 (d, J = 8.0 Hz, 1H, He), 8.55 (bs, 1H, NH)

5’-aldehyde-2°,3’-isopropylidene uridine 19

O
4l 3
5f1\NH
2
R
1

o\js' o
4N 3" 2y 1

0.0

>

C12H14N206
M=282,25 g/mol

The compound 18 (2.0 g, 7.0 mmol) is dissolved in 100 mL of acetonitrile and IBX (2.9 g, 10.0
mmol) is added (insoluble). The mixture is stirring at 80°C for 5 hours. The progress of the
reaction is followed by TLC. After return to room temperature, the solution is filtered on celite
and evaporated under reduced pressure to lead to a white solid corresponding to the compound

19 (1.98 g, quantitative) which doesn’t require purification.
Rf : 0.55 (DCM/MeOH : 95/5)

'"H NMR (400 MHz, CDCl3) 6 (ppm) : 1.35 (s, 3H, CHz ), 1.52 (s, 3H, CH3 ), 4.55 (bs, 1H,
Hs), 5.10 (d, /= 6.4 Hz, 1H, H»), 5.20 (d, J = 6.0 Hz, 1H, H3°), 5.51 (s, 1H, Hy), 5.77 (d, J =
8.0 Hz, 1H, Hs), 7.29 (d, J = 8.0 Hz, 1H, Hg), 9.42 (s, 1H, CHO), 9.74 (s, 1H, NH)

13C NMR (100 MHz, CDCl3) § (ppm) : 24.9 (CH3 ), 26.5 (CH3 1), 83.8 (C2"), 84.9 (C3-), 94.2
(Cs), 100.2 (Cs), 102.9 (Cr), 113.7 (Crv 1p), 144.5 (Cs), 150.7 (C2), 163.8 (C4), 199.6 (CHO)

HRMS (ESI) : m/z calculated for C12H4N20s [M+H]* : 283.0930, found : 283.0931

5’-deoxy-5’-ethynyl-2’,3’-isopropylidene uridine 20

C13H14N205
M=278,09 g/mol

The compound 19 (200.0 mg, 0.71 mmol) is dissolved in 3 mL of methanol. Then, the
Bestmann-Ohira reagent (269.5 mg, 1.42 mmol) dissolved in 1 mL of methanol and K>COj3

229



Partie expérimentale

(245.0 mg, 1.77 mmol) are added. The mixture is stirring at 30°C for 4 hours and after 30
minutes the solution becomes green. The progress of the reaction is followed by TLC. The
solvent is then evaporated under reduced pressure, ethyl acetate is added and the organic layer
is washed with ammonium chloride, dried on sodium sulphate and evaporated under reduced
pressure. The crude material is purified by silica gel column chromatography (EA/Cyclohexane

: 90/10) to lead to a white solid corresponding to the compound 20 (100.0 mg, 50 %).
Rf : 0.60 (EA/Cyclohexane : 90/10)

'"H NMR (400 MHz, CD30D) 6 (ppm) : 1.36 (s, 3H, CH3 ), 1.52 (s, 3H, CH3 1), 3.21 (d, J =
2.4 Hz, 1H, He), 4.89 (t, J = 2.4 Hz, 1H, Hs), 5.02 (dd, / = 6.0 Hz, 2.4 Hz, 1H, H»), 5.16 (d, J
= 6.0 Hz, 1H, Hs), 5.68 (d, J = 8.0 Hz, 1H, Hs), 5.85 (s, 1H, Hy), 7.73 (d, J = 8.0 Hz, 1H, He)

13C NMR (100 MHz, CD30OD) & (ppm) : 25.3 (CHs 1p), 27.1 (CH; 1p), 78.1 (Cs'), 78.9 (Cs-),
80.9 (Cs), 83.3 (C2), 86.9 (C3), 95.5 (Cy-), 102.2 (Cs), 115.1 (Crv ), 143.9 (Co), 152.1 (C2),
166.2 (Ca)

HRMS (ESI) : m/z calculated for C13H;5N20s [M+H]* : 279.0981, found : 279.0981

5’-deoxy-5’-vinyl-2’,3’-isopropylidene uridine 21

4N, 3 27 1
(6]
>

C13H16N205
M=280,27 g/mol

The compound 20 (300.0 mg, 1.1 mmol) is dissolved in 10 mL of methanol and the Lindlar
catalyst (39.0 mg, 0.1 mmol) is added. Cyclohexene (10.2 mL, 110.0 mmol) is then added to
avoid overhydrogenation. The mixture is hydrogenated at room temperature for 6 hours. The
progress of the reaction is followed by NMR 'H. The mixture is then filtered on celite and the
filtrate is evaporated under reduced pressure to lead to a white solid corresponding to the

compound 21 (298.0 mg, quantitative) which doesn’t require purification.

The compound 21 can also be obtained by using the Nysted reagent. This last one (16.2 mL,
7.08 mmol) is dissolved in 20 mL of anhydrous THF and BF30Et> (1.75 mL, 14.0 mmol) is
added drop by drop at 0°C. The mixture is stirring at 0°C for 15 minutes and the compound 19
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(2.0 g, 7.08 mmol) dissolved in 5 mL of anhydrous THF is added drop by drop. The mixture is
stirring at room temperature for 4 hours. The progress of the reaction is followed by TLC.
Sodium bicarbonate is added drop by drop. The reaction is exothermic. Butanol is then added
and the organic layer is washed with sodium bicarbonate, dried on sodium sulphate, filtered and
evaporated under reduced pressure. The crude material is purified by silica gel column
chromatography (DCM/MeOH : 95/5) to lead to a white solid corresponding to the compound
21 (1.8 g, 88 %).

Rf : 0.60 (DCM/MeOH : 95/5)

'H NMR (400 MHz, CD;0D) & (ppm) : 1.35 (s, 3H, CHs 1p), 1.55 (s, 3H, CHs 1p), 4.44-4.48
(m, 1H, Hy), 4.74 (dd, J = 6.4 Hz, 4.4 Hz, 1H, Hy), 5.04 (dd, J = 6.4 Hz, 2.0 Hz, 1H, Hy'), 5.22
(dt, J = 10.4 Hz, 1.6 Hz, 1H, He), 5.33 (dt, J = 10.4Hz, 1.6 Hz, 1H, Hev), 5.68 (d, J = 8.0 Hz,
1H, Hs), 5.78 (d, J = 2.0 Hz, 1H, Hy"), 6.0 (ddd, J = 17.2 Hz, 10.4 Hz, 7.2 Hz, 1H, Hs), 7.59 (d,
J = 8.0 Hz, Hy)

13C NMR (100 MHz, CDs0D) ¢ (ppm) : 25.6 (CH3 1), 27.5 (CHs3 1p), 85.5 (C2'), 85.8 (C3),
89.7 (Cr’), 94.5 (C4'), 102.8 (Cs), 115.5 (Cv 1), 118.4 (Cs’), 136.9 (Cs'), 144.6 (Cs), 151.9 (C2),
166.2 (Cs)

HRMS (EST") : m/z calculated for Ci13H6N2Os [M+H]" : 281.1137, found : 281.1142

5’-deoxy-5’-vinyl uridine 22

AN3 2/ 1
OH OH

C10H12N205
M=240,07 g/mol

The compound 21 (5.0 g, 18.0 mmol) is dissolved in 200 mL of milli-Q water and TCA (14.6
g, 89.0 mmol) is then added. The mixture is stirring at room temperature for 4 hours. The
progress of the reaction is followed by TLC. Water is evaporated under reduced pressure and
the crude material is purified by silica gel column chromatography (DCM/MeOH : 90/10) to
lead to a white solid corresponding to the compound 22 (3.0 g, 69 %).

Rf : 0.30 (DCM/MeOH : 90/10)
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'"H NMR (400 MHz, CD;0D) 6 (ppm) : 3.49 (d, J = 3.2 Hz, 1H, OH), 3.96 (t, J = 6.0 Hz, 1H,
Hs), 4.20 (q, J = 5.2 Hz, 3.6 Hz, 1H, Hy"), 4.34 (td, J = 6.4 Hz, 1.2 Hz, 1H, Hy), 5.28 (dt, J =
10.4 Hz, 1.6 Hz, 1H, Hg¢,), 5.40 (dt, J = 10.4 Hz, 1.6 Hz, 1H, He), 5.74 (d, J = 8.4 Hz, 1H,
Hs), 5.83 (d, J=4.0 Hz, 1H, Hy*), 6.03 (ddd, J = 17.2 Hz, 10.4 Hz, 6.4 Hz, 1H, Hs*), 7.59 (d, J
= 8.4 Hz, 1H, He)

13C NMR (100 MHz, CD3;0D) 6 (ppm) : 75.0 (C3- + C2'), 85.6 (C4), 91.9 (C1°), 102.9 (Cs),
118.4 (C¢), 136.7 (Cs), 142.4 (Cs), 152.2 (C2), 166.1 (Cs)

HRMS (EST’) : m/z calculated for CioH12N20s [M-H] : 239.0668 found : 239.0669

5’-deoxy-5’-vinyl-2’-O-tert-butyldimethylsylil uridine 23a°%

N3 2/ 7
OH OTBDMS

M=354,16 g/mol

The compound 22 (2.8 g, 12.0 mmol) is dissolved in 25 mL of anhydrous THF. Pyridine (4.0
mL, 50.4 mmol) and silver nitrate (2.8 g, 14.0 mmol) are then added. The mixture is stirring at
room temperature for 15 minutes and the ferz-butyldimethylsilyle chloride (1.76 g, 12.0 mmol)
is added. The mixture is stirring at room temperature for 4 hours. A precipitate is formed. The
progress of the reaction is followed by TLC. The solution is filtered and evaporated under
reduced pressure. The crude material is purified by fine silica gel column chromatography
(DCM/Acetone : 90/10) to lead to a white powder corresponding to the compound 23a (2.3 g,
54 %).

Rf : 0.35 (DCM/Acetone : 90/10)

"H NMR (400 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 0.10 (s, 6H, CH3 mc-eDMS), 0.91 (5, 9H, CH3 Bu-TBDMS),
3.07 (d, J=7.2 Hz, 1H, OH), 3.85 (q, J/ = 5.2 Hz, 1H, H3"), 4.23 (dd, J = 4.0 Hz, 3.2 Hz, 1H,
H>), 4.30 (t, J = 6.4 Hz, 1H, Hs), 5.29 (dt, J = 8.0 Hz, 0.8 Hz, 1H, He'a), 5.40 (dt, J = 13.6 Hz,
1.2 Hz, 1H, Hev), 5.64 (dd, J= 6.4 Hz, 1.6 Hz, 1H, Hs), 5.74 (d, J = 2.8 Hz, 1H, H1°), 5.99 (ddd,
J=14.0 Hz, 8.4 Hz, 5.6 Hz, 1H, Hs"), 7.39 (d, / = 6.4 Hz, 1H, Hs), 9.08 (bs, 1H, NH)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : -4.7 (CH3 me-tBDMS), 18.7 (C1v Bu-BDMS), 2.9 (CH3 (Bu-
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tBDMS), 74.7 (C3°), 76.2 (C2), 85.2 (Cy), 90.9 (Cy°), 103.0 (Cs), 118.9 (C¢), 136.4 (Cs'), 141.3
(Ce), 151.4 (C2), 164.0 (C4)

HRMS (ESI) : m/z calculated for C16H26N205Si [M+H]* 355.1684, found : 355.1693

5’-deoxy-5’-vinyl-3’-O-tert-butyldimethylsylil uridine 23b*%

(@)

4l s

5] /’K‘

2

6 °N O
. 1

5
A O

AN3 2/ 1

TBDMSO  OH

M=354,16 g/mol
The secondary product 23b with the fert-butyldimethylsilyl group in 3’ position is also obtained
in low quantity (30.0 mg, 5 %) by silylation of the compound 22.

Rf : 0.25 (DCM/Acetone : 90/10)

'H NMR (400 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 0.00 (s, 6H, CH3 me.t8DMS), 0.81 (5, 9H, CH3 tBu.TBDMS),
3.35 (bs, 1H, OH), 3.96-4.01 (m, 2H, Ha' + H3'), 4.15 (t, J = 7.2 Hz, 1H, Hy'), 5.30 (dt, J = 11.2
Hz, 1.2 Hz, 1H, Hew), 5.39 (dt, J = 17.2 Hz, 1.2 Hz, 1H, Hes), 5.54 (d, J = 8.4 Hz, 1H, Hs),
5.63 (d,J =32 Hz, 1H, Hy"), 5.95 (ddd, J = 17.2 Hz, 10.4 Hz, 7.6 Hz, 1H, Hs"), 7.31 (d, J = 8.0
Hz, 1H, He), 9.11 (bs, 1H, NH)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) § (ppm) : -4.4 (CH3 me-tBDMS), 18.7 (Crv Bu-TBDMS), 2.1 (CH3 Bu-
tBDMS), 74.8 (C2), 75.8 (C3°), 85.7 (C4), 91.4 (Cyrv), 102.9 (Cs), 119.6 (Ce), 136.2 (Cs*), 141.8
(Co), 151.6 (C2), 164.2 (Cy)

HRMS (ESTI") : m/z calculated for C16H26N205Si [M+H]* 355.16837, found : 355.16907

1-(5’-deoxy-2’-O-tert-butyldimethylsilyl uridin-5’-yl)methylboronic acid 24a

AN3 2/ T
OH OTBDMS

C16H31BN208Si
M=400,18 g/mol
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To 3 mL of anhydrous diethylic ether are added borane dimethylsulfide (1.16 mL, 12.0 mmol)
and a-pinene (2.15 mL, 24.0 mmol) drop by drop. The mixture is stirring at 35°C for 4 hours.
After return to room temperature, the compound 23a (540.0 mg, 1.52 mmol) dissolved in
anhydrous THF is added drop by drop. The mixture is stirring at room temperature for 15 hours.
The progress of the reaction is followed by TLC. 1 mL of hydrochloric acid 0.1 M is added
drop by drop. The reaction is exothermic. Ethyl acetate is added and the organic layer is washed
with sodium chloride, dried on sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced
pressure. The crude material is purified by silica gel column chromatography (EA/Acetone :

90/10) to lead to a white solid corresponding to the compound 24a (200.0 mg, 51 %).
Rf : 0.35 (EA/Acetone : 90/10)

'H NMR (400 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 0.09 (s, 6H, CH3 me-tDMS), 0.9 (5, 9H, CH3 Bu-TBDMS),
1.82-1.92 (m, 2H, He¢'), 3.12 (d, J = 6.0 Hz, 1H, OH), 3.58-3.71 (m, 2H, Hs"), 3.80 (q, / = 5.6
Hz, 1H, H3'), 3.97 (q, J = 6.0 Hz, 1H, Hs), 4.23 (q, J = 5.2Hz, 4.0 Hz, 1H, H»’), 5.63 (d, /=84
Hz, 1H, Hs), 5.71 (d, J =4.0 Hz, 1H, Hy"), 7.38 (d, J = 8.4 Hz, 1H, Hp), 8.96 (bs, 1H, NH)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : -4.7 (CH3 me-tBDMS), 18.8 (Crv TBDMS), 26.1 (CH3 0.
t8DMS), 36.9 (Cs), 59.4 (Cs°), 74.7 (C3°), 76.2 (Cy’), 82.3 (Cs), 90.7 (Cy°), 103.0 (Cs), 141.4 (Co),
151.9 (C2), 163.7 (C4)

1B NMR (128 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 31.1
HRMS (EST*) : m/z calculated for C16H31BN20OgSi [M-OH]* : 383.1807, found : 383.1810

1-(5’-deoxy-3’-O-tert-butyldimethylsilyl uridin-5’-yl)methylboronic acid 24b

N3 _ 2/ T
TBDMSO OH

C16H31BN,OgSi
M=400,18 g/mol

The secondary product 24b can’t be isolated but could be characterized from a mixture of 24a
and 24b.

Rf: 0.30 (EA/Acetone : 9/1)
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'H NMR (400 MHz, CDsCN) & (ppm) : 0.13 (s, 6H, CH3 me-tepMS), 0.93 (5, 9H, CH3 (Bu-TBDMS),
1.73-1.82 (m, 2H, He), 3.22 (d, J = 5.6 Hz, 1H, OH), 3.57-3.73 (m, 2H, Hs), 3.81 (q, J = 5.6
Hz, 1H, H3),4.03-4.09 (m, 1H, Hy), 5.64 (d, J = 8.0 Hz, 1H, Hs), 5.72 (d, J = 3.2 Hz, 1H, H}"),
7.40 (d, J = 8.0 Hz, 1H, He), 9.14 (bs, 1H, NH)

13C NMR (100 MHz, CD3;CN) ¢ (ppm) : -4.5 (CH3 me-tBDMS), 14.5 (Crv tBDMS), 26.2 (CH3 Bu-
t8pMS), 36.7 (Cs’), 59.3 (Cs), 74.7 (C3°), 75.7 (C2), 82.0 (Cs), 91.0 (Cy>), 102.9 (Cs), 141.7
(Ce), 151.5 (C2), 164.0 (Cs)

1-(5’-deoxy-2’-O-tert-butyldimethylsilyl uridin-5’-yl)-1,3,6,2-dioxazaborocane-4,8-dione
25

AN3 2/ 1
OH OTBDMS

Cy1H34BN30gSi
M=511,22 g/mol

The compound 26a (250.0 mg, 0.63 mmol) is dissolved in 5 mL of a solution of benzene/DMSO
(90/10) and MIDA (184.0 mg, 1.25 mmol) is added. A Dean-Stark system containing benzene
is added. The mixture is stirring at 110°C for 20 hours. The progress of the reaction is followed
by TLC. After return to room temperature, the solvent is evaporated under reduced pressure
and lyophilized. The crude material is purified by silica gel column chromatography
(EA/Acetone : 80/20) to lead to a white solid corresponding to the compound 27 (200.0 mg, 63
%).

Rf : 0.20 (EA/Acetone : 80/20)

"H NMR (400 MHz, CD3CN) § (ppm) : 0.07 (d, J = 9.2 Hz, 6H, CH3 me-tBDMS), 0.60-0.82 (m,
2H, He’), 0.89 (s, 9H, CH3 wu-tBDMS), 1.60-1.80 (m, 2H, Hs*), 2.86 (s, 3H, CH3 mipa), 2.99 (bs,
1H, OH), 3.76-3.85 (m, 2H, Hs° + Hs’), 3.80 (d, J = 18.0 Hz, 2H, CH2 mpa), 3.94 (d, J = 16.8
Hz, 2H, CHz mpa), 4.21 (t, J = 5.2 Hz, 1H, Hy"), 5.66 (d, J = 8.0 Hz, 1H, Hs), 5.77 (d, J =5.2
Hz, 1H, Hr), 7.40 (d, J = 8.0 Hz, 1H, Hg), 9.03 (bs, 1H, NH)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : -4.7 (CH3 me-tBDMS), 18.7 (Crv Bu-TBDMS), 26.1 (CH3
Bu-TBDMS), 28.9 (Cs), 46.7 (CH3 mipa), 62.8 (CH2 MiDA), 74.3 (C3°), 76.2 (C2*), 87.0 (Cs), 90.0
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(Cr), 103.2 (Cs), 141.4 (Ce), 151.5 (C2), 163.7 (C4), 169.2 (CO mipa)
1B NMR (128 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 13.2
HRMS (ESI") : m/z calculated for C21H34BN3OoSi [M+H]* : 512.2234 , found : 512.2234

2-cyanoethyl (4-(4,4,5,5-tetramethyl-1,3,2-dioxaborolan-2-yl)) diisopropyl-
phosphoramidite 26

C21 H34BN204P
M=420,30 g/mol

4-(4,4,5,5-tetramethyl-1,3,2-dioxaborolan-2-yl)phenol (150.0 mg, 0.68 mmol) is dissolved in 2
mL of anhydrous DCM passed through alumina and DIEA (267.0 uL, 1.57 mmol) and 2-
cyanoethyl N,N-diisopropylchlorophosphoramidite (304.0 uL, 1.36 mmol) are then added drop
by drop. The mixture is stirring at room temperature for 3 hours. The progress of the reaction
is followed by TLC. The solvent is evaporated under reduced pressure and the crude material
is immediately purified by silica gel column chromatography (Cyclohexane/EA/EtsN :
80/10/10) to lead to a white solid corresponding to the compound 26 (120.0 mg, 42 %).

Rf : 0.55 (Cyclohexane/EA : 90/10)

"TH NMR (400 MHz, CDCI3) & (ppm) : 1.11 (d, J = 6.8 Hz, 6H, CH3 ipr), 1.19 (d, J=6.8Hz, 6H,
CHsipr), 1.29 (s, 12H, CH3 pinacot), 2.61 (td, J = 6.4 Hz, 2.0 Hz, 2H, CH2 cnE), 3.64-3.73 (m, 2H,
CH ip), 3.86-3.92 (m, 2H, CH2 cnE), 7.00 (dd, J = 8.4 Hz, 1.6 Hz, 2H, Ha), 7.69 (d, J = 8.4 Hz,
2H, Har)

13C NMR (100 MHz, CDCl3) 6 (ppm) : 20.4 (CHz cng), 24.4 (CH3 ipr), 24.9 (CH3 pinacol), 43.7
(CH ipr), 58.9 (CH2 cnE), 83.7 (Crv pinacol), 117.5 (Crv phB), 119.2 (Cur), 136.5 (Car), 157.1 (Crv

Ph-0)
1B NMR (128 MHz, CDCl3) § (ppm) : 30.8
3P NMR (162 MHz, CDCl3) 6 (ppm) : 146.19

HRMS (EST’) : m/z calculated for C2;H3aBN2O4P [M-H] : 420.2456, found : 420.2458
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2-(6-hydroxynaphtalen-2-yl)-6-methyl-1,3,6,2-dioxazaborocane-4,8-dione 27

O
(0]
8 10 BLOO/—/(
7 9 1 \)
6 ~N
2
HO 5 473

C45H14BNOg
M=299,10 g/mol

(6-hydroxynaphtalen-2-yl)boronic acid (150.0 mg, 0.80 mmol) is dissolved in 10 mL of a
solution of benzene/DMSO (9/1) and MIDA (120.0 mg, 0.80 mmol) is added. A Dean-Stark
system containing benzene is added. The mixture is stirring at 110°C for 20 hours. The progress
of the reaction is followed by TLC. After return to room temperature, the solvent is evaporated
under reduced pressure. The crude material is purified by silica gel column chromatography
(DCM/MeOH : 90/10) to lead to a white solid corresponding to the compound 27 (190.0 mg,
80 %).

Rf: 0.35 (DCM/MeOH : 90/10)

TH NMR (400 MHz, CDsCN) § (ppm) : 2.50 (s, 3H, CH3 mipa), 2.91 (s, 1H, OH), 3.92 (d, J =
16.8 Hz, 2H, CHz mipa), 4.09 (d, J = 16.8 Hz, 2H, CH2 mipa), 7.10 (dd, J = 9.2 Hz, 2.8 Hz, 1H,
H7),7.16 (d, J=2.4 Hz, 1H, Hs), 7.49 (dd, J/ = 8.4 Hz, 1.2 Hz, 1H, H>), 7.69 (d, J = 8.4 Hz, 1H,
Hs), 7.79 (d, J = 8.8 Hz, 1H, Hs), 7.93 (s, 1H, Hio)

13C NMR (100 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 48.5 (CH3 mipa), 63.0 (CH2 mipa), 109.7 (Cs), 119.1
(C7), 126.6 (C3), 129.2 (Cy), 130.6 (C»), 131.1 (Cs), 133.8 (Cip), 136.5 (C4 + Co), 156.4 (Cs),
169.7 (CO mimpa)

1B NMR (128 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 11.9

HMRS (ESI) : m/z calculated for C;sHisaBNOs [M+H]* : 300.1043, found : 300.1044
2-cyanoethyl (6-(6-methyl-4,8-dioxo-1,3,6,2-dioxazaborocan-2-yl)naphtalen-2-yl)
diisopropylphosphoramidite 28

NC o

L e, 5
o . 9 1B\ )
J\ I'1> 2 /N
N~ O 4 2
PN 0

C24H31 BN306P
M=499,20 g/mol
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The compound 27 (190.0 mg, 0.64 mmol) is dissolved in 4 mL of anhydrous acetonitrile passed
through alumina and DIEA (248.0 pL, 146 mmol) and 2-cyanoethyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite (283.0 uL, 1.27 mmol) are added drop by drop. The mixture
is stirring at room temperature for 3 hours. The progress of the reaction is followed by TLC.
The solvent is evaporated under reduced pressure and the crude material is immediately purified
by silica gel column chromatography (DCM/Acetone/Et3N : 70/20/10) to lead to a white solid
corresponding to the compound 28 (70.0 mg, 22 %).

Rf: 0.5 (DCM/Acetone/EtsN : 70/20/10)

'"H NMR (400 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 1.21 (d, J = 6.8 Hz, 6H, CH3 ipr), 1.26 (d, J = 6.8 Hz,
6H, CH3 ipr), 2.54 (s, 3H, CH3 mpa), 2.75 (t, J = 6.0 Hz, 2H, CH2 cnE), 2.84 (s, 1H, OH), 3.75-
2.85 (m, 2H, CH ipy), 3.89-4.01 (m, 2H, CH: cng), 3.97 (d, J = 17.2 Hz, 2H, CH2 mipa), 4.14 (d,
J=17.2 Hz, 2H, CH2 mma), 7.27 (dd, J = 8.8 Hz, 2.4Hz, 1H, H7), 7.53 (bs, 1H, Hs), 7.57 (dd,
J=8.4Hz, 1.2 Hz, 1H, H>), 7.80 (d, J = 8.4 Hz, 1H, H3), 7.88 (d, J = 8.8 Hz, 1H, Hs), 8.02 (s,
1H, Hio)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 21.0 (CH2 cnE), 24.8 (CH3 ipr), 44.5 (CH ipr), 48.5 (CH3
Mipa), 60.0 (CH2 cng), 62.9 (CH2 mipa), 115.5 (Cs), 119.6 (CN), 122.3 (Cy), 127.2 (C3), 130.4
(C1), 130.8 (C2), 131.0 (Cs), 133.8 (Cip), 135.9 (C4 + Co), 153.7 (Cs), 169.8 (CO mipA)

1B NMR (128 MHz, CD3;CN) 6 (ppm) : 12.0
3P NMR (162 MHz, CD3CN) § (ppm) : 146.18
HMRS (ESI") : m/z calculated for C4H31BN3O6P [M+H]* : 500.2122, found : 500.2127

2-(4-(hydroxymethyl)phenyl)-6-methyl-1,3,6,2-dioxazaborocane-4,8-dione 29

(0]
(0]
HO

C12H14BNO5
M=263.10 g/mol
The 4-(hydroxymethyl)phenylboronic acid (200 mg, 1.32 mmol) was dissolved in 3 mL of a
solution of benzene/DMSO (9/1) to which was added MIDA (387 mg, 2.63 mmol). A Dean-
Stark system containing benzene was added and the mixture was stirring at 110°C for 20 hours.

The progress of the reaction was followed by TLC. After return to room temperature, the
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solvent was evaporated under reduced pressure and the crude material was purified by silica

gel column chromatography (EA/Acetone : 80/20) to lead to the compound 29 (340 mg, 98 %).
Rf : 0.35 (EA/Acetone : 80/20)

'H NMR (400 MHz, CD3CN) & (ppm) : 2.49 (s, 3H, CH3 mipa), 3.91 (d, J = 17.2 Hz, 2H, CH,
wmia), 4.11 (d, J = 17.2 Hz, 2H, CHa mipa), 4.57 (s, 2H, CH,), 7.34 (d, J = 8.0 Hz, 2H, Hay), 7.45
(d, J = 8.0 Hz, 2H, Hay)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 41.4 (CH3 mipa), 62.8 (CHz mipa), 64.6 (CHa), 127.2
(Car), 133.5 (Car), 144.2 (Crv), 169.6 (CO mipA)

1B NMR (128 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 11.6
HRMS (ESI") : m/z calculated for C12H14aBNOs [M+H]" : 264.1043, found : 264.1039

2-(4-(azidomethyl)phenyl)-6-methyl-1,3,6,2-dioxazaborocane-4,8-dione 30°'8

(0]
/O O
o f
—N
N3

<2510 gimo

The compound 29 (200.0 mg, 0.76 mmol) is dissolved in 4 mL of anhydrous DMF and are
added drop by drop at 0°C DPPA (212 uL, 0.91 mmol) and DBU (136 uL, 0.91 mmol). The
mixture is stirring at room temperature for 15 hours. The progress of the reaction is followed
by TLC. Ethyl acetate is added and the organic layer is washed with water, dried on sodium
sulphate and evaporated under reduced pressure. The crude material is purified by silica gel
column chromatography (EA/Acetone : 80/20) to lead to a white solid corresponding to the
compound 30 (195.0 mg, 80 9%).

Rf : 0.50 (EA/Acetone : 80/20)

'"H NMR (400 MHz, CD3CN) ¢ (ppm) : 2.50 (s, 3H, CH3 mmpa), 3.90 (d, J = 17.2 Hz, 2H, CH»
Mipa), 4.08 (d, J=17.2 Hz, 2H, CHammpa), 4.41 (s, 2H, CH»), 7.37 (d, J = 8.0 Hz, 2H, Hy,), 7.31
(d, J=8.0Hz, 2H, Ha)

13C NMR (100 MHz, CDs;CN) ¢ (ppm) : 48.5 (CH3 mmpa), 55.1 (CH»), 62.9 (CH2 mipA), 128.9
(Car), 133.9 (Cy), 138.9 (Crv), 169.6 (CO mmpa)
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1B NMR (128 MHz, CD3sCN) 6 (ppm) : 11.4
HRMS (ESI) : m/z calculated for C12H13BN4O4 [M-N2+H]* : 261.1043 , found : 261.41071

But-3-en-1-yl (2-cyanoethyl)diisopropylphosphoramidite 31

PPN

! 1 3
NC\/\O/ P\o/\/\

2 4

C13H25N,0,P
M=272,17 g/mol

3-buten-1-ol (178.0 uL, 2.08 mmol) is dissolved in 2 mL of anhydrous DCM passed through
alumina and DIEA (8140 uL4.78 mmol) and  2-cyanoethyl  N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite (928.0 uL, 4.16 mmol) are added drop by drop. The mixture
is stirring at room temperature for 2 hours. The progress of the reaction is followed by TLC.
The solvent is evaporated under reduced pressure and the crude material is immediately purified
by silica gel column chromatography (EA/Cyclohexane/Et3N : 80/15/5) to lead to a yellow oil
corresponding to the compound 31 (450.0 mg, 79 %).

Rf : 0.40 (EA/Cyclohexane/EtsN : 80/15/5)

'H NMR (400 MHz, CD;OD) 6 (ppm) : 1.18 (d, J = 4.8 Hz, 6H, CHzip), 1.20 (d, J = 4.4 Hz,
6H, CHs ipr), 2.36 (q, J = 13.6 Hz, 6.8 Hz, 2H, H,), 2.70 (td, J = 6.4 Hz, 2.0 Hz, 2H, CH, cxg),
3.59-3.69 (m, 2H, CHz cxg), 3.70-3.77 (m, 2H, H)), 3.78-3.85 (m, 2H, CH2 cxg), 5.01-5.14 (m,
2H, Ha), 5.81-5.93 (m, 1H, Hs)

13C NMR (100 MHz, CD30D) 6 (ppm) : 20.9 (CHz cng), 25.0 (CH31pr), 36.8 (C2), 44.2 (CH ipy),
59.7 (CHz2cnE), 64.1 (Cy), 117.0 (Cs), 119.4 (CN), 136.3 (Cs3)

3P NMR (162 MHz, CD;0D) 6 (ppm) : 147.18
HMRS (ESI) : m/z calculated for Ci13H2sN2O,P [M+H]* : 273.1732 , found : 273.1731
4-dimethoxytritylbutan-1-ol 32
1 3
HO/\Z/\(ODMT
CosH2804

M=392,50 g/mol

1,4-butanediol (196.0 pL, 2.22 mmol) is dissolved in 2 mL of anhydrous pyridine and
dimethoxytrityl chloride (150.0 mg, 0.44 mmol) dissolved in anhydrous pyridine is slowly
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added. The mixture is stirring at room temperature for 3 hours. The progress of the reaction is
followed by TLC. Ethyl acetate is added and the organic layer is washed with sodium
bicarbonate, dried on sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced pressure. The
crude material is purified by silica gel column chromatography (EA/Cyclohexane : 40/60) to
lead to a white solid corresponding to the compound 32 (100.0 mg, 57 %).

Rf: 0.25 (EA/Cyclohexane : 40/60)

'H NMR (400 MHz, CD30D) ¢ (ppm) : 1.56-1.68 (m, 4H, H> + H3), 3.06 (t, J = 5.6 Hz, 2H,
Ha), 3.52 (t, J=6.4 Hz, 2H, H1), 3.71 (s, 6H, OCH3), 4.85 (s, 1H, OH), 6.79 (d, J = 8.8 Hz, 4H,
Harpmr), 7.15 (d, J =7.2 Hz, 1H, Harpmr), 7.22 (t, J = 7.2 Hz, 2H, Harpmr), 7.28 (d, J = 9.2 Hz,
4H, Harpmr), 7.41 (d, J = 7.2 Hz, 2H, Harpmr)

13C NMR (100 MHz, CD3;0D) § (ppm) : 27.5 (C3), 30.6 (C2), 55.7 (CH3 pmr), 62.8 (C1), 64.2
(Cs), 87.1 (Crv pmT), 113.9 (C), 127.6 (Carpmt), 128.6 (CarDMT), 129.3 (CarDMT), 131.2 (Car
pmT), 137.8 (Carpmr), 146.8 (Carpmt), 159.9 (Car DMT)

HMRS (ESI) : m/z calculated for CsH2s04 [M+H+Na]* : 415.1885, found : 415.1885

2-cyanoethyl (4-dimethoxytritylbutyl) diisopropylphosphoramidite 33 [CLP-9775]

PSR
! 1 3
NC\/\O,P\O/\/\/ODMT
2 4

C34Hy5N205P
M=592,31 g/mol

The compound 32 (170.0 mg, 0.43 mmol) is dissolved in 2 mL of anhydrous DCM passed
through alumina and DIEA (170.0 pL,0.99 mmol) and 2-cyanoethyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite (193.0 uL, 0.97 mmol) are added drop by drop. The mixture
1s stirring at room temperature for 2 hours. The progress of the reaction is followed by TLC.
The solvent is evaporated under reduced pressure and the crude material is immediately purified
by silica gel column chromatography (EA/Cyclohexane/Et3N : 10/80/10) to lead to a yellow oil
corresponding to the compound 33 (122.5 mg, 45 %).

Rf : 0.45 (EA/Cyclohexane/EtzN : 10/80/10)

"H NMR (400 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 1.09-1.24 (m, 12H, CHs ipy), 1.62-1.69 (m, 4H, H, +
Hs), 2.60 (t, J = 6Hz, 2H, CHz cng), 3.01-3.06 (m, Ha), 3.53-3.64 (m, 4H, CH ip: + Hi), 3.69-
3.82 (m, 2H, CH:z cng), 3.75 (s, 3H, OCH3), 6.84 (d, J = 9.2Hz, 4H, Harpmr), 7.21 (d, J = 7.6
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HZ, IH, Har DMT), 7.26-7.31 (m, 6H, Har DMT), 7.42 (d, J=172 HZ, 2H, Har DMT)

13C NMR (100 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 20.99 (CHz cng), 24.9 (CHs ipr), 27.2 (C3), 29.0 (C2),
43.7 (CH ipr), 55.9 (CH3 pmr), 59.2 (CHa cnE), 63.8 (Ca), 61.1 (C1), 86.6 (Crv pmr), 113.9 (Car
pmT), 119.6 (CN), 127.6 (Carpmt), 128.7 (Car M), 129.0 (Car M), 130.9 (Car DMT), 137.5 (Car
pmT), 146.6 (CarpmT), 159.5 (Car DMT)

5’-deoxy-5’-vinyl thymidine 34

AN 1
OH ?

w=335.10 ool
The compound 8 (720.0 mg, 2.0 mmol) is dissolved in 3 mL of hydrochloric acid 1.25 M in
solution of methanol. The mixture is stirring at room temperature for 1 hour. The progress of
the reaction is followed by TLC. A solution of lithium hydroxide 1.25 M is added until obtain
a pH value of 7. The solution is then evaporated under reduced pressure and lyophilized. The
crude material is purified by silica gel column chromatography (DCM/MeOH : 95/5) to lead to
a white solid corresponding to the compound 34 (306.0 mg, 63 %).

Rf: 0.25 (DCM/MeOH : 95/5)

"H NMR (400 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 1.84 (s, 3H, CH3 Thymine), 2.17 (d, J = 4.8 Hz, 1H, Hy"),
2.19 (d, J=5.2 Hz, 1H, Hy’), 3.42-3.46 (m, 1H, Hs"), 4.15-4.22 (m, 1H, H3"), 5.25 (dt, J = 10.4
Hz, 1.2 Hz, 1H, Hg¢*), 5.36 (dt, J = 17.2 Hz, 1.2 Hz, 1H, He’), 5.98 (ddd, J = 17.2 Hz, 10.4 Hz,
6.4 Hz, 1H, Hs"), 6.20 (t, J = 6.4 Hz, 1H, Hy1"), 7.24 (s, 1H, Hs), 8.92 (bs, 1H, NH)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) § (ppm) : 12.5 (CH3 Thymine), 39.6 (C2), 75.0 (C3°), 85.0 (Cy),
87.9 (Cs), 111.4 (Cs), 118.1 (Ce), 136.7 (Cs), 137.1 (Cs’), 151.4 (C2), 164.5 (C4)

HMRS (ESI) : m/z calculated for C;1HisN2Os [M+H]*: 239.1026, found : 239.1031
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0-(2-cyanoethyl)-N, N-diisopropyl-O-(5’-deoxy-5’-vinyl thymidine) phosphoramidite 35

O

N~ "0

6' 5
N 0
AN v
o
1
N/P\O/\/CN

A

C20H31N4OsP
M=438,46g/mol

The compound 34 (306.0 mg, 1.29 mmol) is dissolved in 8 mL of anhydrous ACN passed
through alumina and DIEA (512.0 pL, 298 mmol) and 2-cyanoethyl N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite (574.0 uL, 2.6 mmol) are added drop by drop. The mixture
is stirring at room temperature for 2 hours. The progress of the reaction is followed by TLC.
The solvent is evaporated under reduced pressure and the crude material is immediately purified
by silica gel column chromatography (EA/Cyclohexane/EtsN : 60/35/5) to lead to a yellow oil
corresponding to the compound 35 (280.0 mg, 50 %).

Rf: 0.35 (EA/Cyclohexane/EtsN : 60/35/5)

'H NMR (400 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 1.16 (d, J = 6.8Hz, 12H, CHs ip;), 1.84 (s, 3H, CHj
Thymine)s 2.23-2.42 (m, 2H, Hy'), 2.66 (t, J = 6.0 Hz, 2H, CHa cxg), 3.56-3.66 (m, 2H, CH ip),
3.70-3.85 (m, 2H, CHz cxg), 4.30-4.43 (m, 2H, Hs: + Hy?), 5.24-5.28 (dt, J = 10.4 Hz, 1.2 Hz,
1H, He'w), 5.34-5.41 (dt, J = 16.4 Hz, 1.2 Hz, 1H, He), 5.94-6.04 (m, 1H, Hs), 6.21 (t, J = 6.8
Hz, 1H, Hy), 7.28 (s, 1H, He)

13C NMR (100 MHz, CD3CN) 6 (ppm) : 12.5 (CH3 Thymine), 21.0 (CHz cng), 24.8 (CH3 ipr), 38.8
(C2), 44.0 (CH ip), 59.4 (CHz cng), 77.1 (C30), 85.4 (Cr), 87.1 (Cs), 111.5 (Cs), 118.7 (Ce),
119.5 (CN), 136.4 (Cs), 137.0 (C), 151.6 (C2), 165.2 (C4)

3P NMR (162 MHz, CD;CN) J (ppm) : 148.1

HMRS (ESI") : m/z calculated for [M+NH3+H]" : 457.2210 , found : 457.2195
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Pent-4-yne-1-yl (2-cyanoethyl)diisopropylphosphoramidite 36

A
NG~ P A A4

O (6] e %5
C14H25N205P
M=284.34g/mol

4-pentyn-1-ol (222.0 uL, 2.38 mmol) is dissolved in 3 mL of anhydrous DCM passed through
alumina and DIEA  (947.0 uL,547 mmol) and  2-cyanoethyl  N,N-
diisopropylchlorophosphoramidite (1.06 mL, 4.76 mmol) are added drop by drop. The mixture
is stirring at room temperature for 2 hours. The progress of the reaction is followed by TLC.
Ethyl acetate, washed before with sodium bicarbonate, is added. The organic layer is washed
with sodium bicarbonate, dried and evaporated under reduced pressure. The crude material is
immediately purified by silica gel column chromatography (EA/Cyclohexane/EtzN : 70/25/5)

to lead to a colorless oil corresponding to the compound 36 (498.0 mg, 74 %).
Rf : 0.50 (EA/Cyclohexane/Et;N : 70/25/5)

H NMR (400 MHz, CD;CN) ¢ (ppm) : 1.34 (dd, J = 6.8 Hz, 1.2 Hz, 9H, CH3ipy), 1.77 (m, 2H,
H»), 2.14 (t, J = 2.8 Hz, 1H, Hs), 2.27 (td, J = 7.2 Hz, 2.8 Hz, 2H, H3), 2.80 (t, J = 6.0 Hz, 2H,
CHz cnE), 3.73-4.01 (m, 5SH, CH ipr, CH2 cnE, Hi)

13C NMR (100 MHz, CDsCN) 6 (ppm) : 15.4 (C3), 20.8 (CHz cng), 24.8 (CH3ipr), 24.9 (CH3
irr), 30.7 (C2), 43.6 (CH ipr), 59.1 (CH2 cnE), 62.5 (C1), 69.8 (Cs), 84.5 (Ca), 119.2 (CN)

3P NMR (162 MHz, CD3CN) § (ppm) : 147.16
HMRS (ESI") : m/z calculated for [M+H]* : 285.1726, found : 285.1731

1-(5’-deoxy-2’,3’-isopropylidene uridin-5’-yl)methylboronic acid 37

N3 27 1
O
>

C13H19BN,O7
M=326,11 g/mol

To 10 mL of anhydrous diethylic ether are added drop by drop borane dimethylsulfide (1.74
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mL, 29.0 mmol) and a-pinene (9.07 mL, 57.0 mmol). The mixture is stirring at 35°C for 4
hours. After return to room temperature, the compound 21 (1.74 mL, 29.2 mmol) dissolved in
THF is added drop by drop. The mixture is stirring at room temperature for 15 hours. The
progress of the reaction is followed by TLC. 1 mL of hydrochloric acid 0.1 M is added drop by
drop. The reaction is exothermic. Ethyl acetate is added and the organic layer is washed with
sodium chloride, dried on sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced pressure. The
crude material is purified by silica gel column chromatography (DCM/MeOH : 95/5) to lead to
a yellow oil corresponding to the product 37 (900.0 mg, 77 %).

Rf : 0.25 (DCM/MeOH : 95/5)

'H NMR (400 MHz, CD3;0D) 6 (ppm) : 0.82-0.91 (m, 2H, He), 1.34 (s, 3H, CH3 1), 1.53 (s,
3H, CHj3 p), 1.67-1.80 (m, 2H, Hs-), 3.91-3.98 (m, 1H, Hy’), 4.58 (dd, J = 6.8 Hz, 4.8 Hz 1H,
Hs-), 4.94 (dd, J = 6.8 Hz, 2.8 Hz, 1H, H»-), 5.69 (d, J = 8.0 Hz, 1H, Hs), 5.77 (d, J = 2.8 Hz,
1H, Hyr*), 7.59 (d, J = 8.0 Hz, 1H, Hs)

13C NMR (100 MHz, CD3;0D) 6 (ppm) : 10.4 (Cs’), 25.6 (CH3 ), 27.5 (CH3 1), 28.8 (Cs),
84.9 (Cx), 85.7 (C2°), 89.3 (C47), 93.4 (Cr°), 102.9 (Cs), 115.6 (Crv ), 143.9 (Ce), 151.9 (C2),
166.2 (Cs)

1B NMR (128 MHz, CD3;0D) J (ppm) : 30.9
HRMS (ESIY) : m/z calculated for C13H1oN207B [M+H-H,0]* : 309.0880, found : 309.0875

1-(5’-deoxyuridin-5’-yl)methylboronic acid 38 *%

N3 2/ 1
OH OH

C10H15BN2O7
M=286,10 g/mol

The compound 37 (660.0 mg, 2.0 mmol) is dissolved in 12 mL of milli-Q water and 15 mL of
hydrochloric acid 2 N are added drop by drop. The mixture is stirring at 80°C for 2 hours. The
progress of the reaction is followed by TLC. After return to room temperature, a solution of
lithium hydroxide 1.5 M is added until obtain a pH value of 7. The water is evaporated under

reduced pressure and lyophilized to lead to a white powder that corresponding to the compound
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38 (400.0 mg, 70 %) which doesn’t require purification.

The compound 38 can also be obtained from the compound 22. To 5 mL of anhydrous diethylic
ether are added borane dimethysulfide (2.99 mL, 15.0 mmol) and a-pinene (4.76 mL, 30.0
mmol) drop by drop. The mixture is stirring at 35°C for 4 hours. After return to room
temperature, the compound 22 (450.0 mg, 1.9 mmol) dissolved in anhydrous THF is added drop
by drop. The mixture is stirring at room temperature for 15 hours. The progress of the reaction
is followed by TLC. 1 mL of hydrochloric acid 0.1 M is added drop by drop. The reaction is
exothermic. Ethyl acetate is added and the organic layer is washed with sodium chloride, dried
on sodium sulphate, filtered and evaporated under reduced pressure. The crude material is
purified by silica gel column chromatography (DCM/MeOH : 95/5) to lead to a white solid
corresponding to the compound 38 (170.0 mg, 32 %).

Rf: 0.25 (DCM/MeOH : 95/5)

'H NMR (400 MHz, D,0) J (ppm) : 0.85 (t, J = 7.6 Hz, 2H, He"), 1.67-1.87 (m, 2H, Hs-), 3.87-
3.95 (m, 1H, Hs"), 3.96-4.03 (m, 1H, Hs-), 4.24-4.32 (m, 1H, H>’), 5.78 (d, / =4.4 Hz, 1H, Hy"),
5.83 (d,J=8.0Hz, 1H, Hs, 7.61 (d, J = 8.0 Hz, 1H, He)

3C NMR (100 MHz, D20) 6 (ppm) : 10.1 (Cg'), 27.4 (Cs), 72.6 (C3’), 73.5 (C2), 85.6 (Cs),
89.5 (Cr), 102.4 (Cs), 141.9 (C), 151.7 (C2), 166.2 (Cs)

1B NMR (128 MHz, D,0) 6 (ppm) : 32.4

HRMS (ESIY) : m/z calculated for CioHi16sN207 [M+H]* : 287.10469, found : 287.10509
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Experimental procedures for oligonucleotide synthesis

All the classic oligonucleotides used are synthesized by using the automatic DNA synthesizer
Applied Biosystems 394 or Mermade 6 by classical phosphoramidite chemistry with
commercial or synthesized phosphoramidites and CPG solid support. Analytic and semi-
preparative high performance liquid chromatography (HPLC) in ionic phase are made on a
HPLC Dionex Ultimate 3000 with UV detection at 260 nm and DNA PAC200 4 x 250 mm
(analytic) or 22 x 250 mm (semi-preparative) columns. Buffer used are : 5 % ACN in a solution
of TEAAc 25 mM pH 8 (buffer A) and 5 % ACN in a solution of TEAAc 25 mM and
NaClO4 400mM pH 8 (buffer B) with a flow of 1 mL/min (analytic) or 4 mL/min (semi-
preparative). Analytic and semi-preparative high performance liquid chromatography (HPLC)
in reverse phase are made on a HPLC Dionex Ultimate 3000 with UV detection at 260 nm and
EC 75/4.6 Nucleodur 100-3 C18 (analytic) or VP 250/10 Nucleodur C18 HTec Sum (semi-
preparative) columns. Buffer used are : 1 % ACN in a solution of TEAAc 0.05 M (buffer A)
and 80 % ACN in a solution of TEAAc 0.05 M (buffer B) with a flow of ImL/min (analytic)
or 5 mL/min (semi-preparative). The semi-preparative HPLC used in Greifswald is a
Amersham Biosciences system with a UV detection at 260, 501 and 681 nm, a EC 250/4
Nucleodur 100-5 C18 column and buffer are : 5 % ACN in a solution of TEAAc 0.1 M (buffer
A) and 30 % ACN in a solution of TEAAc 0.1 M (buffer B) with a flow of 0.5 mL/min. MALDI-
TOF used is a Axima assurance (Shimadzu Biotech) spectrometer with a N> laser (337 nm).
The matrix use dis THAP or ATT in a solution of ACN/ammonium citrate 0.1 M (1/1). The
sample is mixed with the matrix with a ratio of 1/5. Oligonucleotides dosage are made on a
Varian Cary 300 Bio UV spectrometer with a UV detection at 260 nm. In Greifswald, dosage
are made on a Nanodrop ND-1000 spectrometer with a UV detection at 260, 501 and 681 nm.
The DNAzymes catalytic activity is studied by gel electrophoresis on a LI-COR 4300 DNA
Analyzer. Fluorescence emission spectra are recorded using a Jasco J-815 spectropolarimeter
ina 100 uL quartz cell with a 1 cm light path. Thermal denaturation experiments are performed
using a Cary 300 UV Spectrophotometer (Varian Inc.) in a 1 mL quartz cell with a 1 cm light

path.
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General procedure for oligonucleotides synthesis

Table 1 : Standards conditions for oligonucleotides synthesis.

Step Reaction Reagent Time (s)
1 Detritylation 3 % TCA in DCM 65
2 Coupling 0.1 M amidite in ACN + 0.3 M BMT in ACN 30
3 Capping Ac>O/THF/Pyridine + 10 % NMI in THF 10
4 Oxidation 0.1 M I,/THF/H>0O/Pyridine 15

For oligonucleotides synthesis with modified phosphoramidites, conditions have been
optimised and the final step of detritylation is not realised (Table 2). For 26 and 28 the coupling
time is increased to 180 s with concentration of 0.1 M and 0.05 M, respectively. For 12 a double

coupling is made with a concentration of 0.05 M and a time coupling of 1200 s.

Table 2 : Modified phosphoramidite optimised conditions.

Step Reaction Reagent Time (s)
1 Detritylation 3 % TCA in DCM 65
2 Coupling 12 : 2x0.05 M amidite in ACN + 0.3 M BMT in ACN 1200
26 : 0.1 M amidite in ACN + 0.3 M BMT in ACN 180
28 : 0.05 M amidite in ACN + 0.3 M BMT in ACN 180
3 Capping Ac,O/THF/Pyridine + 10 % NMI in THF 10
4 Oxidation 0.1 M I,/THF/H>0O/Pyridine 15

General procedure for cyclic oligonucleotides synthesis*"

All the cyclic oligonucleotides are synthesized by classical chemistry of phosphoramidites by
using commercial or synthesized phosphoramidites and 3’-phosphate CPG solid supports. The
first cycle requires a supplementary step of sulfurisation after the first phosphoramidite
incorporation (Table 3). Next cycles are executed according to the classic conditions. The
column is then percolated with 1 mL of a solution of (PhO)3;PCH3I (0.5 M in anhydrous DMF)
at room temperature for 15 minutes, washed with 15 mL of DCM, 10 mL of CAN, 10 mL of
DCM and dried with argon. The deprotection and cyclisation are made at the same time by
adding ammoniac solution at room temperature for 24 hours. Oligonucleotides are then purified

by semi-preparative HPLC with a gradient of buffer B in buffer A (0-25-15) and analysed by
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analytic HPLC et spectrométrie de masse MALDI-TOF.

Table 3 : Conditions for insertion of a phosphorothioate in the sequence.

Step Reaction Reagent Time (s)
1 Detritylation 3 % TCA in DCM 35

2 Coupling 0.1 M amidite in ACN + 0.3 M BMT in ACN 20

3 Capping Ac,0O/THF/Pyridine + 10 % NMI in THF 8

4 Sulfurisation 0.05 M Beaucage reagent in ACN 60

General procedure for oligonucleotides azidation at 5’-end 2°4%

The column containing oligonucleotide (1 umol) is percolated with 1mL of a solution of
(PhO);PCH3I (0.5 M in anhydrous DMF) at room temperature for 15 minutes and washed with
10 mL of DCM, 10 mL of ACN, 10 mL of DCM and dried. The column is then percolated with
ImL of a solution of TMGA (0.3 M in anhydrous ACN) at 60°C for 1 hour. The column is then
washed with 10 mL of ACN, 5 mL of DCM and dried.

General procedure for supported click reaction catalysed by Cu(I)
Incorporation of alkyne-boronic acid

All the solutions are degassed for 5 minutes before the reaction and CuSO4 sodium ascorbate
solutions are freshly prepared. Are added to the column containing oligonucleotide (1umol)
THPTA (30 uL, 0.1 M in water, 3 umol) and 2-(4-ethynylphenyl)-4,4,5,5-tetramethyl-1,3,2-
dioxaborolane (80 uL, 0.1 M in ACN, 8 umol). A solution of copper sulphate (25 uL, 0.04 M
in water, 1 pumol) and sodium ascorbate (50 uL, 0.1 M in water, 5 umol) is then added. The
mixture is stirring at 60°C for 1 hour. The column is then washed with 5 mL of aqueous EDTA
disodium salt, 5 mL of ACN and dried with argon.

Incorporation of azide-boronic acid

All the solutions are degassed for 5 minutes before the reaction and CuSO4 sodium ascorbate
solutions were freshly prepared. Oligonucleotides balls (1 umol) are transferred in a reaction
flask for microwave (G10) and are added THPTA (30 uL, 0.1 M in water, 3 umol) and 4-
(azidomethyl)phenylboronic acid MIDA ester (200 uL, 0.1 M in dioxane/ACN (8/2), 20 umol).
A solution of copper sulphate (25 pL, 0.04 M in water, 1 umol) and sodium ascorbate (50 pL,

0.1 M in water, 5 umol) is then added. The mixture is then stirring at 60°C for 2 hours under
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microwaves (power: 850 W, speed : 400 t/min). Balls are then washed with 5 mL of aqueous

EDTA disodium salt, 5 mL of ACN and dried with argon.
General procedure for supported hydroboration
Alkene hydroboration

Oligonucleotide balls (1 umol) are washed with 5 mL of ACN and transferred in an Eppendorf.
Catecholborane (500 uL, 0.5 mmol) and 1 mL of anhydrous degassed THF are then added. The
mixture is stirring at 20°C for 20 hours. Balls are then washed with 5 mL of ACN, 5 mL of
DCM and dried with argon.

Alkyne hydroboration

Oligonucleotide balls (1 umol) are washed with 5 mL of ACN and transferred in an Eppendorf.
Catecholborane (500 pL, 0.5 mmol) and 1 mL of anhydrous degassed THF are then added. The
mixture is stirring at 50°C for 3 hours. Balls are then washed with 5 mL of ACN, 5 mL of DCM
and dried with argon. A solution of oxone 100 mM (1 mL, 100 umol) is then added. The mixture
is stirring at 20°C for 1 hour. Balls are then washed with 5 mL of ACN, 5 mL of DCM and

dried with argon.
General procedure for deprotection, analysis and purification of oligonucleotides

DNA oligonucleotides are deprotected in a solution of ammoniac 28 % at 55°C for 5 hours.
RNA oligonucleotides are percolated for 3 minutes in a solution of DBU 1 M in ACN, dried
with argon and then deprotected in a solution of ammoniac 28 % at 37°C for 3 hours. Ammoniac
is then evaporated in SpeedVac and oligonucleotides are analysed by analytic HPLC and
MALDI-TOF with a ATT matrix and ammonium citrate as co-matrix in negative mode. If it’s

necessary, oligonucleotides are purified by semi-preparative HPLC.
General procedure for coupling reaction (oxime formation)
In solution

Deprotected oligonucleotide (1 umol) is diluted in 495,4 pL of acetate buffer 500 mM pH 5
and benzylhydroxylamine (6 pL, 2 pmol) is added. The mixture is stirring at 20°C for 15 hours.

On solid support

Oligonucleotide balls (1 umol) are transferred in an Eppendorf and 300 uL of a solution of
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benzylhydroxylamine (0,5 uM in ammonium acetate buffer 400 mM, pH 5) are added. The
mixture is stirring at 50°C for 3 hours. Balls are then washed with 5 mL of ACN and dried with

argon.

General procedure for post-functionalisation of the RNA substrate by ATTQO4ss-NHS
ester (5’-end) and ATTOess0 (3’-end)

The RNA substrate is synthesized by classical chemistry of phosphoramidites by using
commercial phosphoramidites and a 2’-propargyl uridine-3’-CPG (1000 A) allowing
functionalisation of the fluorophore ATTOeg0. After the last incorporation, the Fmoc-amino C-
6 3’-phosphoramidite is incorporated allowing the functionalisation of the ATTOasss. The
oligonucleotide deprotection is made by adding a solution of ammoniac (32 %)/methylamine
(1/1) at 65°C for 40 minutes. The oligonucleotide is washed with a solution of EtOH/H>0 (1/1)
and dried under vacuum. 200 uLL of DMF and 600 pL of triethylaminetrifluoride are added and
the mixture is stirring at 55°C for one hour and a half. After return to room temperature, 200
uL of water are added to stop the reaction and 20 mL of butanol are added. After one night at -
20°C, the mixture is dried under reduced pressure. The oligonucleotide is then purified by gel
electrophoresis (15 % PAA, 7 M Urea). After elution of the sample, the band corresponding to
the substrate is cut into small pieces, diluted in NaOAc 3 M (pH 5.45) and stirring at 10°C for
1 hour. The supernatant is recovered and the elution is repeated three times. The solution is
dried in the SpeedVac at 60°C. Ethanol and 10 % of NaOAc 3 M are added and after one night
at -20°C and centrifugation the precipitate is washed with EtOH 70 %, dried under vacuum and

analysed by Nanodrop.

The oligonucleotide (6.0 nmol) is then dissolved in 50 pL of sodium carbonate 0.2 M and
ATTO4s3-NHS ester (150.0 nmol) is dissolved in 30 pL of anhydrous DMF. The two solutions
are mixed and the mixture is stirring at 25°C for 4 hours. In parallel two solutions are prepared.
The first one contains THPTA (50 uL, 2.5 mM in phosphate buffer 0.1 M), CuSO4 (10 pL, 0.5
mM in phosphate buffer 0.1 M) and 40 pL of phosphate buffer 0.1 M (pH 7). The second one
contains sodium ascorbate (50 uL, 8.0 mM in phosphate buffer 0.1 M) and 12.5 pL of phosphate
buffer 0.1 M (pH 7). All the solutions are degassed with argon for 5 minutes. ATTOsgo-azide
(50.0 nmol) is dissolved in the solution containing the substrate and are added successively the
two solutions and 252 uL in order to obtain a final volume of 500 uL. The mixture is stirring
at 37°C for 4 hours. 1.5 mL of ethanol and 50 pL. of NaOAc 3 M (pH 6.5) are then added. After

one night at -20°C and centrifugation, the supernatant is removed, the precipitate is washed
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with ethanol 70 %, dried under vacuum, dissolved in 50uL of buffer A and purified by semi-
preparative HPLC with a gradient 0-100-13 of buffer B in buffer A. The oligonucleotide is then

dried under vacuum and analysed by Nanodrop.
General procedure for DNAzymes analysis by LI-COR

Are added successively Tris HCI buffer (50.0 mM, pH 8.66), the RNA substrate (20.0 nM, 0.6
pmol), the DNAzyme (20.0 nM, 0.6 pmol) or split-DNAzyme fragments (2.0 uM, 60.0 pmol
by fragment) and water in order to obtain a final volume of 50 uL. The mixture is heated at
90°C for 2 minutes and then incubated at 25°C for 15 minutes. MgCl; (20.0 mM) is added and
the mixture is incubated at 25°C for 2 hours. 1 pL is taken at the indicated time for kinetic
studies and diluted in 19 pL of a Stopmix solution (7 M Urea, 50 mM EDTA). Solutions are
then heated at 90°C for 2 minutes, incubated at 37°C for 15 minutes and analysed by LI-COR
(0.3 uL of sample by pocket, gel : 15 % PAA, 0.6 X TBE, 7 M Urea).

General procedure for DNAzymes analysis by FRET

Are added successively Tris HCI buffer (50.0 mM, pH 8.66), the RNA substrate (20.0 nM, 0.6
pmol), the DNAzyme (20.0 nM, 0.6 pmol) or split-DNAzyme fragments (2.0 pM, 60.0 pmol
by fragment) and water in order to obtain a final volume of 50 pL. The mixture is heated at
90°C for 2 minutes and then incubated at 25°C for 15 minutes. MgCl, (20.0 mM) is added and
the mixture is incubated at 25°C for 2 hours. The fluorescence is recorded in real time at 680

nm.
General procedure for thermal denaturation analysis

The samples are prepared by mixing oligonucleotide solutions with buffer (10 mM sodium
cacodylate, 1 M NaCl) to give a 3 uM final concentration in 1 mL. A heating-cooling-heating
cycle in the 0-90°C temperature range with a 0.5°C/min gradient is applied. T, values are

determined from the maxima of the first derivative plots of the absorbance versus temperature.
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Name | Yield (nmol)” m/z calculated® m/z found®
ORN1 - 5623.42 5624.42
ORN2 - 2580.57 2583.24
ORN3 - 2979.88 2982.18
ODNI1 118.6 (12 %) 9674.23 9676.84
ODN2 | 470.4 (47 %) 3286.16 3286.25
ODN3 42.0 (4 %) 6325.10 6325.70
ODN4 | 653.6 (65 %) 4521.94 4521.68
ODN5 102.8 (10 %) 5089.31 5089.01
ODN6 | 257.9 (26 %) 7275.72 7275.51
ODN7 | 720.2 (72 %) 2335.54 2335.75
ODNS 118.0 (12 %) 7869.09 7869.82
ODN9 | 461.8 (46 %) 1742.17 1742.83
ODN10 | 163.4 (16 %) 8462.47 8462.09
ODNI11 | 720.0 (7 %) 1148.80 1148.70
ORN4 | 318.0 (32 %) 6192.87 6189.58
ORNS5 80.0 (8 %) 3150.02 3148.10
ODN12 | 118.6 (12 %) 10211.71 10211.22
ODN13 | 180.6 (18 %) 5966.91 5966.78
ODN14 | 769.0 (77 %) 3052.05 3052.97
ODN15 - - -
ORN6 1.3 22 %)° 6389.34 6380.20
ORN7 - - -
ORNS - - -
ORN9 0.7 (12 %)° 7120,46 7112,75
ODNI16 | 442.0 (44 %) 3302.15 3302.34
ODN17 | 101.4 (10 %) 6323.13¢ 6326.05¢
ODNI18 | 495.7 (50 %) 4537.94 4537.16
ODN19 | 120.6 (12 %) 4785.13 4785.14
ODN20 | 182.2 (18 %) 5098.15¢ 5099.60¢
ODN21 | 134.3 (13 %) 5304.244, 5338.2, 5494.35¢ 5303.83%,5338.22, 5494 .43¢
ODN22 77.1 (8 %) 5226.26 5226.32
ODN23 | 217.8 (22 %) 5000.05%, 5018.06/, 5034.07¢ 5000.04%, 5018.80/, 5034.40¢
ODN24 68.6 (7 %) 7291.72 7291.69
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ODN25 | 246.2 (25 %) 2031.36 2031.79
ODN26 | 280.3 (28 %) 2343.374,2534.48¢ 2343.407,2534.58¢
ODN27 | 169.6 (17 %) 2552.497,2569.49, 2587.51 2552.024, 2569.86¢/, 2587.04
ODN28 | 235.1 (24 %) 2490.614, 2500.414, 2517.42¢, 2490.814, 2500.224, 2517.96¢,
253443 2534.94
ODN29 | 229.1 (23 %) 2245.207, 2280.29 2245.124,2280.20
ODN30 | 242.7 (24 %) 2196.214, 2230.24 2195.754, 2230.64
ODN31 66.8 (7 %) 7885.09 7884.81
ODN32 | 117.9 (12 %) 1437.98 1437.98
ODN33 | 207.5 (21 %) 1749.999, 1942.12¢ 1749.339, 1941.85¢
ODN34 | 132.1 (13 %) 1957.10%,1991.11 1956.55%,1991.69
ODN35 | 344.4 (34 %) 1907.044, 1941.05 1907.464, 1941.42
ODN36 | 145.8 (15 %) 1879.114,1913.13, 2069.22¢ 1879.754,1913.98, 2070.09¢
ODN37 | 132.1 (13 %) 1643.10¢ 1643.72¢
ODN38 | 382.1 (38 %) 1602.84/, 1636.85, 1794.97¢ 1603.47, 1638.25, 1794.79¢
ODN39 63.7 (6 %) 8478.47 8478.09
ODN40 | 281.3 (28 %) 844.61 844.52
ODN41 | 623.6 (62 %) 1155.614,1174.64/, 1191.64 1155.95%,1174.10/, 1191.81
ODN42 | 120.0 (12 %) 1352.918, 1397.74 1353.498,1397.08
ODN43 | 308.6 (31 %) 1302.858, 1346.67 1302.65¢, 1346.91
ODN44 | 106.5 (11 %) 1050.73#, 1094.55 1050.91¢, 1094.89
ODN45 | 220.5 (22 %) 998.66%, 1042.68 998.66%, 1042.63
ODN46 - 1294.94 1291.82
ODN47 | 348.6 (34 %) 1318.75, 1475.85¢ 1318.90, 1475.12¢
ODN48 | 148.7 (15 %) 2472.494,2506.51, 2663.61¢ 2472.44,2506.80, 2663.28¢
ODN49 | 98.9 (10 %) 1015.57, 1171.65¢ 1015.03, 1171.09¢
ODNSO0 | 141.5 (14 %) 1608.94, 1764.86¢ 1608.78, 1764.59¢
ODNs1 61.5 (6 %) 2168.309, 2202.32, 2358.40¢ 2168.114,2202.32, 2358.40¢
ORN10 | 200.7 (20 %) 1966.08, 2122.89¢ 1966.21, 2121.89¢
ODNS2 | 236.6 (24 %) 3791.359,3934.52" 3791.014, 3934.76"
ODNS3 | 111.6 (11 %) 3814.344,3957.51" 3814.95¢,3957.23"
ORN11 86.0 (9 %) 3932.284, 4075.45" 3931.66, 4074.77"
ODNS54 | 70.47 (7 %) 6384.007, 6528.14" 6384.974,6527.31"
ODNSS - 982.67 981.62
ODNS56 - 1000.69 1001.27
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ODNS7 - 992.474 993,764
ODNS8 - 1148.80 1149.75
ODNS59 - 994.68 993.36
ODN60 - 1022.50/ 1025.88
ODN61 - 1012.70 1014.88
ODNG62 - 1907.26 1907.50
ODN63 - 1193.82 1193.44
ODN64 - 1117.83 111941
ORN12 | 2790.0 (35 %)’ 549.36 549.24
ORN13 | 2460.0 (12 %Y 855.53 854.89
ODNG65 | 2330.0 (29 %)’ 623.45 623.45
ODNG66 | 2760.0 (35 %)’ 927.64 927.57
ODNG67 | 225.7 (23 %) 4321.87 4322.03
ODN68 | 103.8 (10 %) 4312.86 4312.09
ODNG69 | 469.5 (47 %) 2066.38 2066.72
ODN70 | 203.6 (20 %) 2074.214,2266.33¢ 2073.474,2266.02¢
ODN71 | 102.2 (10 %) 2071.37 2071.94
ODN72 | 732.7 (73 %) 2073.35 2073.33
ODN73 | 247.6 (25 %) 2072.36 2072.95
ODN74 | 442.0 (44 %) 2072.36 2072.78
ODN75 | 594.5 (60 %) 2080.39 2080.86
ODN76 | 637.8 (64 %) 2096.39 2096.64
ODN77 | 141.4 (14 %) 2095.40 2095.17
ODN78 | 490.,6 (49 %) 2095.40 2095.59

“ Isolated yields based on 1 umol scale. ? m/z calculated for [M-H]. ¢ Isolated yields based on 6 nmol
scale. ¥ m/z calculated for [M-2H,O-H]". ¢ m/z calculated for [M-2H,O+citrate-H] ./ m/z calculated for
[M-H,0-H]". ¢ m/z calculated for [M-B(OH).]".” m/z calculated for [M-2H,O+ATT-H]"./ Isolated yields

based on 8 umol scale. / Isolated yields based on 12 umol scale.
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ABSTRACT

In analogy to split-protein systems, which rely on the
appropriate fragmentation of protein domains, split
aptamers made of two or more short nucleic acid
strands have emerged as novel tools in biosensor
set-ups. The concept relies on dissecting an aptamer
into a series of two or more independent fragments,
able to assemble in the presence of a specific tar-
get. The stability of the assembled structure can fur-
ther be enhanced by functionalities that upon folding
would lead to covalent end-joining of the fragments.
To date, only a few aptamers have been split success-
fully, and application of split aptamers in biosensing
approaches remains as promising as it is challeng-
ing. Further improving the stability of split aptamer
target complexes and with that the sensitivity as well
as efficient working modes are important tasks. Here
we review functional nucleic acid assemblies that are
derived from aptamers and ribozymes/DNAzymes.
We focus on the thrombin, the adenosine/ATP and
the cocaine split aptamers as the three most stud-
ied DNA split systems and on split DNAzyme assem-
blies. Furthermore, we extend the subject into split
light up RNA aptamers used as mimics of the green
fluorescent protein (GFP), and split ribozymes.

INTRODUCTION

Besides the well-known roles of DNA and RNA as sources
and carriers of genetic information (1,2), nucleic acid se-
quences are known to adopt a large variety of topologies
that can be employed in bioanalytical sciences (3). After
the discovery of ribozymes by the Cech and Altman labo-
ratories (4,5), Breaker and Joyce described for the first time
in 1994 that also single-stranded DNA sequences can ex-

hibit enzymatic activity (6), an attribute that is currently
extensively used for sensing and nanobiotechnological ap-
plications (7-10). Similarly, since their discovery in the early
1990s, aptamers being single-stranded RNA or DNA struc-
tures with the ability of binding molecules with high affin-
ity and specificity, have stimulated tremendous interest in
biology and medicine (11,12). Aptamers can be obtained
by in vitro selection (Figure 1A), following the classical
methodology of Systematic Evolution of Ligands by Ex-
ponential Enrichment (SELEX), first introduced by Tuerk
and Gold in 1990 (13-15). For selection of deoxyribozymes
(DNAzymes) and ribozymes, the classical SELEX process
needs to be extended from selection of just binders to more
complex functional screening, although iterative cycles of
selection and amplification are retained. DNA- or RNA-
based aptamers are able to interact specifically with a large
variety of targets such as small molecules, ions, enzymes or
proteins employing all kinds of non-covalent interactions.
The first aptamers were revealed in 1990 by Ellington and
Szostak (16) and composed exclusively of RNA sequences.
In 1992, Bock et al. introduced also DNA single-stranded
aptamers (17).

The most common architecture of aptamers is the hair-
pin or hairpin-like structure, in which the target binding
site is situated in the loop region. There are also three-way
junction topologies composed of three DNA stems with the
target binding site located at the branch point, as well as
bulged structures with the target binding site at an inter-
nal loop (Figure 1B). Upon binding of the target molecule,
most aptamers undergo a conformational change, thus fol-
lowing the induced fit model. In all cases, the well-defined
three-dimensional structure is responsible for the observed
high specificity (18,19). Easy to synthesize, aptamers dis-
play very attractive features for target recognition (20-22)
with therapeutic (11,20,23), diagnostic (24) and analytical
applications (25). Moreover, once selected, aptamers are
easy to modify in order to increase their stability against
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complex (58). (H) Thrombin detection by ECL based on RCA (59).

nucleases (26), or to conjugate with a large variety of part-
ners (fluorescent tags, specific probes, lipophilic or cationic
biomolecules, etc.) (20,27,28). Their ability to switch from
a random coil to an organized conformation in the pres-
ence of a target has thus been exploited efficiently in flu-
orescent sensors (21,29,30). Although being very attractive,
aptamers are not devoid of limitations (31). Degradation by
nucleases can be limited by the incorporation of modified
nucleotides, but the number of negative charges (generally
from 20 to 60) hampers their intracellular delivery. In addi-

tion, long aptamers can form unfavorable secondary struc-
tures that could interact with complex matrixes and may
lead to false positive or nonspecific signals.

In analogy to split protein systems, which rely on the
appropriate fragmentation of protein domains (32), split
aptamers made of two or more short nucleic acid strands
emerged recently to engineer systems easier to synthesize
and with less negative charges per strand (33). In this con-
cept, a defined aptamer is cut into a series of two or more
independent and non-functional fragments, which are able
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to assemble selectively in the presence of the target. The
strong interactions between the ligand and the aptamer-
based structure modify the thermodynamic equilibrium
and promote the assembly of the fragments (Figure 1C).
The stability of the assembled structure can be further en-
hanced by decorating individual strands with functionali-
ties that upon folding would lead to covalent end-joining of
the fragments. Assembly brings the two reactive functional-
ities in close proximity and thus allows, upon chemical acti-
vation, the formation of an additional natural or modified
internucleosidic linkage. To date, within the >100 small-
molecule-binding aptamers that have been discovered, only
a few have been split successfully (34,35). The difficulty to
design split aptamers arises from the necessary 3D struc-
ture of the parent aptamer, which can be highly perturbed
if the division is made at the wrong site, like for example
in a hairpin binding pocket. If the target molecule binds in
the stem region, aptamers are easier to divide. As for three-
way junction-based aptamers, the arms can be easily divided
into short fragments, and yet preserving the interaction with
the target (18).

In this review, we first focus on the three most studied
DNA split aptamers obtained so far from a parent ap-
tamer, namely the thrombin, the adenosine/ATP and the
cocaine split aptamers. Then, we give some examples of split
DNAzyme—aptamer assemblies. Lastly, we extend the sub-
ject to RNA aptamers used as mimics of the green fluores-
cent protein (GFP), which are the split Spinach and the split
Broccoli systems, and further on to split ribozymes.

HUMAN «-THROMBIN SPLIT APTAMER
Properties

Thrombin, also called coagulation factor, is a trypsin-like
serine protease that plays an essential role in thrombosis and
haemostasis (36,37). It exists in several forms, but only the
a-thrombin seems to be physiologically important, whereas
the B- and y-thrombin are much less effective (37,38). Hu-
man a-thrombin is thus a major target for therapy of anti-
coagulation and cardiovascular diseases.

The first inhibitor to human thrombin, isolated by
Bock et al in 1992 by in vitro selection (17), was
also the first DNA aptamer to be discovered. After
five rounds of selection, 32 oligonucleotide sequences
were obtained, capable of binding to thrombin. All of
them were composed of 60 nucleotides of random se-
quence with a conserved region of 14-17 nucleotides
(5-GGNTGGN,; sGGNTGG-3, N being a variable nu-
cleotide), responsible of binding and inhibiting thrombin.
The sequence 5-GGTTGGTGTGGTTGG-3/, called 60-
18[15] (Figure 1D), was determined to have the highest
thrombin affinity and inhibitory activity in the presence
of potassium ions (39-41). NMR spectroscopy and X-
ray crystallography studies revealed that the thrombin ap-
tamer forms a highly compact structure, composed of an
intramolecular G-quadruplex with an antiparallel orienta-
tion and a chair-like conformation (39,42).

In 1995, Macaya et al. reported a DNA oligonucleotide
obtained by the same process with a quadruplex/duplex
structure composed of the previous sequence and four to
seven added base-pairs flanking the G-quadruplex motif,

which allows to considerably increase the affinity (Ky4
values of 10 to 25 nM versus 100 nM for DNA60-18][15])
(43). Then, in 1997, Tasset et al. reported a 29-mer DNA
oligonucleotide, called 60-18[29], obtained by nitrocel-
lulose filter partition, having a minimal sequence of 5'-
NNNCCGTGGTAGGGNAGGA /T TGGGGTGN'N'N’-
3’, where N and N’ are complementary variable nucleotides,
and a K4 value of 0.5 nM (44). This aptamer has also a
quadruplex/duplex structure (Figure 1D) but is potassium-
independent and, in contrast to previously reported
aptamers that interact with the fibrinogen-recognition
exosite (FRE), binds to the electropositive heparin-binding
exosite. This change of binding site was attributed to the
orientation of the G-quadruplex and its fourth nucleotide
(red residue in Figure 1D), determining the selectivity of
the binding site to the aptamer (44-46).

Fluorescent biosensor

Highly sensitive aptamer-based fluorescent sensors for
thrombin have been widely described (47-49). In or-
der to develop more specific biosensors, aptamers were
replaced by split aptamer fragments, that are shorter,
less secondary structured, and conjugated with dif-
ferent molecules to amplify the signal. Thus, in 2014,
Liu et al designed a new fluorescence-based strat-
egy by using a water-soluble polycationic polymer,
(poly{[9,9-bis(6'-(N,N,N-diethylmethylammonium)hexyl)-
2,7-fluorenylene ethynylene]-alt-co-[2,5-bis(3'-(N,N,N-
diethylmethylammonium)-1’-oxapropyl)-1,4-phenylene]}
tetraiodide, PFEP), having a high fluorescence emission,
and two fragments of the 15-mer thrombin binding DNA
aptamer, one of them being labelled with fluorescein (Fig-
ure 1E) (50). In the absence of thrombin, the two fragments
bind to the polymer via strong electrostatic interactions
and lead to an intense Forster resonance energy transfer
(FRET) phenomenon. However, the presence of thrombin
triggers the formation of the G-quadruplex structure that
decreases the interaction between the polymer and the
fluorophore and results in a significant reduction of the
FRET signal. Compared with the full-length aptamer,
this split aptamer-based sensing strategy is isothermal and
increases the possibility of forming the G-quadruplex upon
thrombin addition, and thus the sensitivity (LOD =2 nM).
A similar approach using identical split aptamer fragments
adsorbed on graphene oxide (GO) (51) took advantage
of the ability of GO to adsorb single-stranded DNA and
of GO fluorescence-quenching properties associated with
high electronic and thermal conductivities (52,53). In the
absence of thrombin the two fragments are adsorbed on
GO via non-covalent m—m stacking interactions, resulting
in quenching of the fluorescence. Addition of thrombin
triggers the formation of the G-quadruplex structure and
restores the fluorescence with a sensitivity in the nanomolar
range (LOD = 1 nM) that could not be achieved with the
intact aptamer.

More recently, a highly selective and sensitive method
that combines fluorimetry and colorimetry has been devel-
oped (54). The strategy uses two fragments of the thrombin
aptamer anchored on gold nanoparticles (AuNPs) by poly-
adenosine (polyA) DNA extensions (Figure 1F). One of the
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fragments is caged in a duplex with a complementary strand
containing a fluorescent reporter probe (RP). In the absence
of thrombin, the hybridization of RP with its complemen-
tary split aptamer fragment leads to quenching of the fluo-
rophore by the AuNPs (55). At the same time, owing to the
high electrostatic repulsion, AuNPs cannot aggregate, mir-
rored in a wine red color of the solution. The presence of
thrombin triggers the formation of the G-quadruplex struc-
ture and the aggregation of AuNPs, while simultaneously
releasing the RP. This is monitored by a change of color of
the solution from wine red to blue (LOD = 0.45nM) and by
a fluorescence increase of the RP (LOD = 0.16 nM). Inter-
estingly, this dual mode detection strategy can discriminate
thrombin from other analogues in human serum samples.

Electrochemiluminescent biosensor

Electrochemiluminescence (ECL) is a process that can emit
light when species generated at the surface of electrodes un-
dergo high-energy electron-transfer. ECL has received in-
creasing attention in biomolecule analysis due to its effi-
ciency, high sensitivity and wide linear range. Ru(bpy);>* is
the most used ECL reagent and has been employed in con-
junction with silica nanoparticles to develop an aptamer-
based ECL sensor for thrombin detection (Ru-SNPs) (56—
58). An illustration is given by the work of Lin et al., who
split the 15-nucleotide thrombin aptamer into two differ-
ent fragments: the first fragment was modified with an alka-
nethiol at its 5'-extremity and immobilized on a gold elec-
trode, and the second one was coupled with Ru-SNPs at
the 3’-extremity via an amide link (58). In the absence of
thrombin the two fragments are dissociated resulting in a
weak ECL signal whereas addition of thrombin triggers
the formation of the G-quadruplex structure and provokes
the attachment of Ru-SNPs onto the electrode surface, an
event that can be monitored by ECL measurements (Figure
1G). Apart from being highly sensitive (LOD = 0.2 pM),
the method explores new sensing strategies of split aptamer
fragments.

Electrochemical detection

Electrochemical aptasensors based on split systems have
also been described. Recently, the Fan laboratory devel-
oped a novel electrochemical label-free strategy for throm-
bin detection (59). The concept was based on the well-
known affinity of polyA for gold nanoparticles (55,60,61).
The authors exploited these polyA-Au interactions by de-
signing a split system from the above-mentioned 15-mer
DNA sequence (17). Using a polyA sequence as an an-
choring block allowed the immobilization of the first frag-
ment on a gold electrode surface via polyA-Au interactions
(Figure 1H). The second fragment was also extended by a
short sequence containing several adenosine residues. The
addition of thrombin and the second split aptamer frag-
ment promoted the formation of the G-quadruplex struc-
ture, and the extended part of the second fragment was then,
upon addition of a padlock probe, subjected to rolling cir-
cle amplification (RCA), leading to long DNA sequences
containing repeating A sequences. AuNPs were then added
and adsorbed on the surface of the aptasensor by polyA-

Nucleic Acids Research, 2020, Vol. 48, No. 7 3403

AuNPs interactions. Finally, upon addition of H,O,, elec-
trocatalytic reduction of the AuNPs was monitored. This
aptasensor showed high selectivity and remarkable sensitiv-
ity with a LOD of 35 fM in a linear detection range from 0.1
pM to 10 nM, and it was demonstrated to be as efficient as
commercial ELISA assays on real sample analysis.

ADENOSINE AND ADENOSINE TRIPHOSPHATE
SPLIT APTAMER

Properties

Adenosine triphosphate (ATP), discovered in parallel by
Lohmann, Fiske and Subbarow in 1929 (62,63), is implied
in many biological and cell signalling processes. ATP dys-
regulations are associated with various disorders, which
renders its detection particularly important. The first ATP-
aptamer was isolated by Sassanfar and Szostak in 1993 by in
vitro selection and consisted of a 40-mer RNA having a 11-
nucleotides loop sequence and a Ky of 0.7-8 uM, depend-
ing on the specific salt and Mg”* concentrations (Figure 2A)
(64). A couple of years later, Szostak and Huizenga isolated
and characterized a 25-nucleotides long DNA aptamer for
adenosine and ATP composed of two stacked G-quartets,
with a K4 of 6 wM (Figure 2A) (33). Although not defining
it as a split system, the authors showed that the aptamer
could be divided into two fragments by removing the loop
that closes stem 2 and by extending each fragment with ad-
ditional nucleotides to compensate the loss of stability. Nei-
ther of these fragments could bind ATP or adenosine alone,
but when hybridized, target binding was reactivated (Figure
2A). To the best of our knowledge, this article reports the
very first experiment in the field of split aptamers, although
no LOD was reported at that time.

Fluorescent biosensor

The adenosine DNA aptamer was cut into two halves to de-
velop a label-free method for selective detection of adeno-
sine. A 21 nucleotides homo dA sequence was added to
the first fragment to serve as a template for Klenow frag-
ment polymerase (KF polymerase, Figure 2B) (65). More-
over, both fragments were slightly modified at their extrem-
ities to have complementary sequences, which however, are
too short to be annealed at ambient temperature. SYBR
Green I was selected for its ability to exhibit high fluores-
cence enhancement upon binding to dsDNA. When mixed
together, both fragments do not form a sufficiently stable
initiation complex for Klenow polymerization, and thus are
rapidly digested by the exonuclease activity of KF poly-
merase. Hence, no dsDNA is available for SYBR Green
binding and the fluorescence intensity response is very low.
When adenosine is present, reassembly of the two ssDNA
fragments is supported by adenosine binding, thus gener-
ating a primer-template complex for the DNA polymerase
reaction that leads to the formation of a duplex DNA struc-
ture and a strong increase of the dye’s emission intensity
with a LOD of 12 wM. Although the detection limit is
the same as found for the full-length aptamer-based adeno-
sine sensors, the method presents the advantage of avoiding
fragment labeling.
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Adenosine detection by SPR with AuNPs (82).

He et al. used a sandwich-type FRET assay to increase
the selectivity by conjugating one of the aptamer fragments
to the dye BHQ-1, and the other to upconverting nanoparti-
cles containing a silica coating (Si@UCNPs) that is used as
an energy donor (Figure 2C) (66). In the absence of the tar-
get molecule, red and green fluorescence of the Si@UCNPs
is observed, whereas addition of ATP triggers the forma-
tion of a sandwich complex allowing FRET between the
Si@UCNPs and the BHQ-1, and therefore quenching of the
green fluorescence. Moreover, this system allows to discrim-
inate ATP from its CTP, UTP and GTP analogues with a
LOD of 1.7 pM.

More recently, an ATP split aptamer platform was de-
signed for the detection of adenosine deaminase activity
via FRET from AuNPs and gold nanoclusters-linked ap-
tamer fragments (67). The enzymatic activity was moni-
tored by the transformation of ATP into inosine triphos-
phate (which has no affinity to the aptamer) with a LOD
of 0.72 U'L~!, which compares favorably to other reported
techniques (68).

The ATP aptamer was also split into two fragments la-
belled with pyrenes and evaluated in the presence of y-
cyclodextrin (y-CD) that served as a space modulator (69).
The system allows to detect ATP within a linear range from
5.0 to 50 wM and a LOD of 80 nM in buffer solution,
and 0.5 uM in blood serum. More recently, Zhang et al.
developed an ultrasensitive ATP detection method based
on dual-color fluorescence co-localization of split aptamers
(70). According to the previously reported design (69) the
two fragments were labelled with Cy3 and CyS5, respectively.

The Cy3 labelled sequence was immobilized onto a surface
through specific streptavidin/biotin interactions, whereas
the Cy5 labelled fragment was free in solution. Upon ad-
dition of ATP the aptamer target complex is formed and
the two strands become co-localized, which is mirrored in
dual-color fluorescence. This assay can detect ATP in a lin-
ear range from 1 pM to 5 nM with a LOD of 100 fM. By
distinguishing the kinetic signature of the fragments, the
strategy avoids false positive detection and significantly in-
creases the sensitivity as compared to previously reported
methods. Given the interest of this type of systems, many
recent studies report new designs of split aptamers able to
detect ATP or adenosine by fluorescence (71-74).

Sandwich assays and surface plasmon resonance (SPR)

A method widely used for studying biomolecular interac-
tions is SPR spectroscopy that allows to detect refractive
index (RI) changes on the surface of metal nanoparticles
when the ligand binds to the receptor (75-77). This phe-
nomenon is characterized by a specific absorption band,
which is shifted as a function of the dielectric environment
on the nanoparticle surface. However, while this label-free
and real-time technique is very useful, it is challenging to
apply the method to small molecules, because the signal
is proportional to a change of molecular weight. Still, the
method has been applied for sensing adenosine and/or ATP.
A thermodynamic aptasensor was developed, in which the
two fragments are grafted on the surfaces of the SPR sen-
sor and AuNPs, respectively. The hybridization of the two
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sequences and the determination of their melting tempera-
ture was monitored by a home-made thermo-regulated SPR
chamber. In the presence of adenosine, the aptamer/target
complex is formed, leading to an increase of the melting-
temperature, which was found to be dependent on adeno-
sine concentration (78). Thanks to the signal amplification
provided by the AuNP functionalization, this approach en-
abled to reach a LOD 200 times lower than with the na-
tive aptamer (LOD = 30 nM versus 6 puM). Compared to
fluorescence-based biosensors, SPR biosensors do not re-
quire fluorescent labels, which can limit the background sig-
nal and are prone to bleaching. These advantages are illus-
trated by many recent reports dealing with SPR-based split
aptamer biosensors (79-81).

Combination of SPR and nanoparticles allowed the de-
velopment of a high-sensitive aptasensor for adenosine
based on split aptamer fragments. This approach is illus-
trated by the study of Wang et al., in which one fragment is
immobilized at its 5'-terminus on a gold film, whereas the
second fragment is conjugated to AuNPs (Figure 2D) (82).
In the absence of adenosine, the two fragments are not able
to form a stable duplex, and no resonance wavelength shift
could be monitored. However, in presence of the target, the
two single-strands assemble to form the adenosine—-aptamer
complex on the Au film, thus leading to a shift of the res-
onance wavelength. The LOD of this SPR biosensor was
determined as 1.5 pM.

COCAINE SPLIT APTAMER
Properties

The cocaine aptamer, discovered by Stojanovic et al. in the
late 1990s (83), has been widely studied (35,84). This ap-
tamer with a three-way junction architecture is composed
of three helical parts. Stems 1 and 3 consist of six and four
base pairs, respectively, including two noncanonical pairs,
and stem 2 consists of five Watson—Crick base pairs (Figure
3A). Stem 2 is always double-stranded, while stems 1 and
3, which are in equilibrium between the single-stranded and
double-stranded state, form a stable duplex only in the pres-
ence of cocaine at concentrations in the range of 10 wM to 1
mM (83,85). Studies were carried out to determine the opti-
mal conditions for maximizing the affinity between the ap-
tamer and the target. It appears that a pH value of 7.4 is nec-
essary to simultaneously have the tertiary amine of the co-
caine protonated and the phosphate backbone of the DNA
deprotonated, which allows to considerably increase elec-
trostatic interactions between the two entities. Three base
pairs, namely G31/C6, G29/A21 and T19/A7, are indis-
pensable for cocaine binding, because they directly interact
with the target and are important for formation of the re-
quired secondary structure.

A simple method to monitor aptamer folding in the pres-
ence of cocaine is to functionalize the aptamer with a flu-
orophore and a quencher at its 5'- and 3’- extremities, re-
spectively. In the presence of the target, the 5'- and 3’-end
of the aptamer are brought in close proximity, leading to
quenching of the fluorescence (LOD = 1 pM) (83,86-88).
Other fluorescence-based systems have been described re-
cently (89,90), and the different conformations have been
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studied by NMR or ITC (86,91,92). Another method to
analyze cocaine binding is to divide the aptamer into two
strands and to functionalize the fragments with fluores-
cent tags (83). Amplification strategies (93), electrochemi-
cal sandwich assays (94) and nanoparticles (95,96) were also
developed for the detection of cocaine at low concentration.
Since cocaine binds at the junction of the three helices, the
construction of a split aptamer architecture is feasible by
dividing the aptamer in the loop region of stem 2, where in-
teractions between the two resulting strands and the small
molecule will be less influenced.

Click-chemistry

DNA can be used as a template to guide and promote chem-
ical reactions owing to the Watson—Crick interaction of two
strands that allows to bring the two reagents closer, increas-
ing the effective molarity of the reactants and facilitate the
reaction. Because of its biocompatible reaction conditions
(efficient in aqueous media, rapid, high yielding and inof-
fensive by-products) (97) azide—-alkyne cycloaddition (click
chemistry) has been frequently applied to nucleic acid struc-
tures for applications in biology, nanotechnology or mate-
rial sciences (98).

In most cases, the DNA-templated reaction is directed
by the association between the two strands according to
Watson-Crick affinity (99) but, in 2011, Heemstra and
Sharma showed that the DNA-templated reaction can be
controlled by small-molecule binding (100). To achieve this
control, they split the cocaine aptamer at the loop region of
stem 2 and modified one strand at its 3'-extremity with an
azide, and the other at its 5'-extremity with a cycloalkyne.
In the presence of cocaine, the two strands are brought to-
gether and the copper-free azide—alkyne cycloaddition can
proceed, allowing to block the system in this conformation,
in contrast to previous systems that are reversible (LOD =1
wM-1 mM) (Figure 3B). Successful click reaction has been
visualized by denaturing polyacrylamide gel electrophore-
sis (PAGE) using the Cy3 fluorophore at the 5'-end of the
clicked aptamer for detection. Selectivity of the split ap-
tamer ligation was studied by replacing cocaine with similar
metabolites. The results showed a decreased binding capac-
ity of all tested metabolites, except norcocaine, which has
the most similar structure to cocaine. This result confirms
earlier studies with the complete aptamer (101), showing
that the methyl ester and the benzoyl group of cocaine are
essential for recognition and binding, whereas the methyl
group of the bridging nitrogen seems to be less important.
In general, background click ligation independent of the
ligand was found to take place to a significant extent, and
therefore reductive amination was explored as an alternative
chemistry. Using a 5’-amino and a 3’-aldehyde substrate al-
lowed to detect cocaine at concentrations as low as 1 wuM
and quinine and quinidine down to 100 nM (Figure 3C)
(102).

The DNA-templated reaction assisted by cocaine was
used in a DNA-based analogue of the well-known sandwich
enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA), applicable
to small-molecule detection (103). First, the capture strand
modified by an azide at the 5’-end and an amine at the 3’-end
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Figure 3. Cocaine detection by its aptamer and split aptamers. (A) Proposed secondary structure of the cocaine aptamer with nucleotides essential for
cocaine binding marked in red, and the splitting position indicated by a red arrow (83). (B) DNA-templated click reaction controlled by cocaine binding
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Design and modification of the CBSA by a C3 spacer to detect cocaine by formation of a functional CBSA (104). (F) Aptachain formation triggered by

quinine (109).
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reacts with a N-hydroxysuccinimide covered microplate to
form an amide link (Figure 3D). Then, the detection strand
modified at the 3’-end by a cyclooctyne and at the 5'-end by
a biotin is added in the presence of cocaine to generate the
split aptamer structure that will trigger ligation. Finally, a
conjugate constituted of streptavidin and horse radish per-
oxidase (HRP) is added to bind to biotin and subsequently
allows reaction with tetramethylbenzidine (TMB), resulting
in a blue colored product. In this set-up, the detection of
cocaine is sensitive (LOD = 1 wM) and casy, but the re-
sponse was fivefold slower than observed in previous stud-
ies, where a strong dose-dependent ligation was obtained
after 4 h (100). This observation may be explained by the at-
tachment of the azide containing strand to the microplate,
which presumably makes the azide less accessible. By re-
placing the aryl-less cyclooctyne (ALO) with dibenzoaza-
cyclooctyne (DIBAC), known to be 240-fold more reactive,
the reaction becomes faster. As mentioned above, in the
original version, ligation was observed also in the absence
of the small-molecule target, thus it appeared necessary to
replace a GC base pair in stem 2 with a CC mismatch, and a
GT wobble pair in stem 3 with a GC base pair, to decrease
the affinity between the two strands. Moreover, by adding
a linker between the microplate and the capture strand, the
signal could be considerably increased, probably by easier
access of the detection strand to the azide. This modified
system proved able to detect cocaine at very low concentra-
tions, 100 nM in buffer and 1 wM in human blood serum.
All these parameters make it the so far most sensitive and
fastest split aptamer analogue of sandwich ELISA.

Cooperative-binding split aptamer

The split aptamer concept is advantageous in terms of easier
synthesis and delivery of the nucleic acid strands constitut-
ing the aptamer, but on the other side harbors the risk of
a decrease of target affinity and low sensitivity. This prob-
lem was addressed with a recently developed cooperative-
binding split aptamer (CBSA) having two binding sites
(104). The first cocaine-binding event stabilizes the struc-
ture of the split aptamer and facilitates binding of the sec-
ond cocaine molecule at the second binding site, thus in the
aggregate allowing to achieve higher sensitivity and target
affinity. The system uses two different pairs of cocaine split
aptamer fragments truncated in stems 1 and 2 (105). The
CBSA was constructed by combining stem 1 of the first
split aptamer with stem 2 of the second to form one long
and one short fragment that can assemble in the presence of
the target (Figure 3E). Then, the short fragment sequence
was modified by replacing an adenosine at position 10 with
a C3 spacer in order to form an abasic site that serves to
monitor the assembly by complexation with 2-amino-5,6,7-
trimethyl-1,8-naphtyridine (ATMND). Indeed, ATMND is
fluorescent in solution, but when the two strands are assem-
bled, the fluorescence signal is quenched by the C3 spacer.
The system was found to detect cocaine with a LOD of 50
nM in buffer or in 10% diluted saliva. In 2018, a similar
system based on CBSA has been developed using enzyme-
assisted target recycling to amplify signals, allowing to de-
tect cocaine at 1 wM in 50% urine (106).
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Aptachain

The aptachain concept relies on splitting an aptamer into
two overlapping strands able to assemble upon ligand bind-
ing. The nature of the cocaine aptamer makes it an ideal
candidate for such an assembly. Interestingly, it has been
shown that the cocaine aptamer binds quinine with an affin-
ity that is 30- to 50-fold higher than cocaine (107,108). This
property was used to design a model system able to trigger
the assembly of the two fragments that will elongate to an
aptachain (109). The concept was further implemented as
a biosensor by immobilization of one fragment on AuNPs,
which induced a shift of their plasmonic resonance and a
visible color change upon quinine binding (LOD = 1.1 uM,
Figure 3F).

A similar approach was used recently for target induced
construction of a hand-in-hand RNA nanowire. In the ab-
sence of theophylline as the specific ligand, RNA split ap-
tamer fragments were designed to be stable hairpins. When
theophylline was present, hairpin opening of the RNA
probe and subsequent assembly of an RNA nanowire was
triggered. The nanowire was captured on an electrode inter-
face and sensed with silver nanoparticles as electrochemical
species (LOD = 50 nM) (110).

SPLIT DNAzYMES
DNAzymes

DNAzymes are DNA single-strands having catalytic activ-
ities owing to their three-dimensional structure stabilized
by hydrogen bonding, m-stacking and metal-ion coordina-
tion. Obtained by in vitro selection methods, many deoxyri-
bozymes have been evolved to catalyze RNA cleavage, RNA
and DNA ligation, and a variety of covalent modification
reactions of nucleic acid substrates (Figure 4A) (111). There
are different types of DNAzymes, but the most prominent
are ribonucleases, which catalyze the cleavage of a ribonu-
cleotide phosphodiester bond by a transesterification reac-
tion triggered by a metal ion (112). The first DNAzyme has
been discovered in 1994 by Breaker and Joyce, and is a Pb**-
dependent RNA cleaving DNAzyme (6,113). Most of these
DNAzymes are composed of a catalytic site flanked by two
binding arms able to recognize the nucleic acid substrate.
This also applies to the two well studied DNAzymes that
are the 8-17 and the 10-23 DNAzyme (114). Another cat-
egory of DNAzymes are Ligases, which join molecules in-
stead of fragmenting them. The first example was described
by Cuenoud and Szostak in 1995, in which the Zn>*- or
Cu?*-dependent metalloenzyme catalyses the condensation
of a 5-hydroxyl with a 3’-phosphorimidazolide to form a
new phosphodiester bond (115). The use of DNAzymes is
continually progressing and the reaction scope of catalysis
by DNA as well as their numerous applications in biochem-
istry have been recently reviewed by key players in the field
(8,9,112,116-120).

Split DNAzymes

Considering the advantages offered by split aptamers, split
DNAzymes naturally have emerged as new functional
biosensors. Composed of multiple oligonucleotides capa-
ble of assembling into the active DNAzyme core in the
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presence of a helper strand, these architectures were called
MNAzymes for Multicomponent Nucleic Acid enzymes,
and proved their high efficiency for nucleic acid detection
and mismatch discrimination (Figure 4B) (121-126).

With the purpose of detecting ATP or nicotinamide
adenine dinucleotide (NADY), Lu et al developed a
ligation-triggered DNAzyme cascade by combining a split
DNAzyme with a catalytic and molecular beacon (CAMB)
strategy (127). The 8-17-DNAzyme was split into two frag-
ments, which are inactive toward the molecular beacon
strand in the absence of DNA ligase and the cofactor Zn>*
(Figure 4C). The addition of a complementary strand trig-
gers the hybridization of both fragments to become ligated
by ATP-dependent T4 DNA Ligase (for ATP detection)
or NAD"-dependent E. coli DNA ligase (for NAD* detec-
tion). The amount of newly formed DNAzyme was found
being directly related to the concentration of the cofactor
ATP or NAD*. The addition of an invasive DNA frees the
8-17-DNAzyme, which subsequently is hybridized with a
hairpin-structured molecular beacon substrate. Addition of
the metal co-factor activates the DNAzyme and cleaves the
molecular beacon substrate, thereby producing a significant
increase of fluorescence. The LOD was found to be 100 pM
for ATP and 50 pM for NAD".

Very recently, the split 8-17 DNAzyme was also
used for the detection of double targets, namely 5-
hydroxymethylfurfural (HMF) and lipopolysaccharide
(LPS) (128). The design involves a hydrazine group at the
extremity of the first fragment, while the second fragment
carries an aldehyde group. Under standard conditions, the
two fragments react to form the corresponding DNAzyme
modified by a hydrazone linkage (Figure 4D). In the
presence of Mg”* ions and a molecular beacon substrate
strand labelled with a fluorescent probe and a quencher, a
strong fluorescence emission is observed, thus indicating
that the hydrazone linkage does not significantly influence
the catalytic activity of the DNAzyme (Figure 4D1). In
the presence of HMF only, the aldehyde group present
in the structure inhibits the formation of the DNAzyme,
and hence the cleavage of the substrate, leading to no
fluorescence emission (Figure 4D2). The presence of LPS
is visualized by magnetic beads functionalized with an
LPS aptamer and a fluorescent probe strand hybridized
to the aptamer, such that fluorescence is quenched. A
conformational change induced by the binding of LPS to
its aptamer induces the release of the probe strand and thus
fluorescence emission. Therefore, in the presence of LPS
only, fluorescence of both the DNAzyme cleaved substrate
and the probe strand released from the aptamer is observed
(Figure 4D3). In the presence of both, HMF and LPS,
formation of the DNAzyme and consequently cleavage
of the molecular beacon substrate is inhibited, such that
merely fluorescence of the probe strand is observed (Figure
4D4). The limits of detection have been evaluated to be
0.04 pM for HMF in a concentration range from 0.01 puM
to 5 wM, and 0.08 ng/mL for LPS in a concentration range
from 0.08 to 2000 ng/ml.

Split DNAzyme fragments have also been used to engi-
neer an ultrasensitive biosensor for Hg?* detection (129).
Many techniques mainly based on colorimetry or fluores-
cence have been previously developed to detect this diva-
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lent metal ion, achieving high selectivity, but only moder-
ate sensitivity (130). The DNAzyme based biosensor com-
bines a Mg”*-dependent split DNAzyme (two fragments),
a binding DNA, a hairpin DNA and a caged substrate,
and is also based on colorimetry (Figure 4E). The pres-
ence of Hg?" is monitored through a cascade signal am-
plification. In the presence of Hg?*, the DNAzyme frag-
ments bind a third DNA strand (helper strand) supported
by the formation of T-Hg?"-T base pairs, thus resulting
in the formation of an active DNAzyme able to cleave the
caged substrate and release segments E and C-D. The C-
D segment will then bind to AuNPs forming an aggregate
network that becomes blue, allowing detection of Hg?* by
the naked eye. Segment E can initiate another signal am-
plification process by opening the hairpin containing one
part of the split DNAzyme leading to signal amplification
with a LOD value of 10 pM. Furthermore, split DNAzymes
have been used to sense miRNA in living cells. The sys-
tem relies on AuNPs functionalized with a 3'-FAM-labeled
substrate strand hybridized to the two fragments derived
from the Mg>*-dependent 10-23 DNAzyme, one of them
carrying a quencher at its 5'-end (Figure 4F) (131). In the
absence of the target miRNA, the split DNAzyme is inac-
tive and the fluorophore is quenched by both the quencher
and the AuNP. However, the presence of the target miRNA
promotes the formation of an active split DNAzyme that
cleaves the substrate and releases the fluorophore from the
quencher. Simultaneously, the release of the target promotes
another cycle of activation, thus allowing an amplification
of the fluorescent signal and a LOD of the target miRNA
in living cells of 10 pM.

Split peroxidase mimicking DNAzymes

The peroxidase mimicking DNAzyme, initially designed by
Travascio et al. in 1998 (132) and then split for the first
time by Deng et al in 2008 (133), is actually a hemin-
binding DNA aptamer, which exhibits peroxidase activity.
The DNAzyme sequence possesses four GGG motifs and
is thus able to self-assemble into a G-quadruplex structure,
which can catalyze the H,O;-based oxidation of 2,2'-azido-
bis(3-ethylbenzothiozoline-6-sulfonic acid) (ABTS?"). The
first split DNAzyme was divided into two fragments in a
3:1 split mode (133) (Figure 4G), and many studies have
been devoted to reveal the best architectural features and
reaction conditions to achieve highly effective detection of
nucleic acid sequences (134), mismatches (135), carcinoem-
bryonic antigen (136), enzymes (137,138), metal ions (139-
141), small molecules (142,143) or drugs (144-146).
Compared to the vast number of existing aptamers it is
obvious that only a small number of them have been suc-
cessfully translated into split systems. Splitting designs re-
quire a judicious choice of the fragments that do not dis-
turb the stability and the affinity of the binding site. This is
especially true with aptamers having hairpin and three-way
junction architectures (86). While most systems are based
on fragments that would reassemble non-covalently upon
binding of the ligand, split aptamer covalent ligation strate-
gies might overcome the difficulties encountered with non-
covalent hairpin and three-way junction architectures and
are currently emerging as an efficient alternative for the de-
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tection of small molecules (100,128). However, given the
versatile applications of DNA split aptamers, the engineer-
ing and characterization of new architectures as biosensors
are rapidly expanding (147). Recent examples include the
use of different split fragments for the detection of tumor
cells (148-150), viruses (151,152), antibiotics (153), antigens
(154,155), exosomes (156) or lyzozyme in the residues of la-
tent fingerprints (157).

SPLIT APTAZYMES

There are a few examples of combination of a
DNAzyme/ribozyme with an aptamer in a split de-
sign, hence called split aptazyme or short, splitzyme, to be
applied as biosensor. In general, activity of an aptazyme is
dependent on the presence of a specific ligand that binds to
the aptamer region.

As a prominent example, an RNA-branching deoxyri-
bozyme was engineered as a splitzyme to respond posi-
tively to ATP, resulting in modulated control of its activity
(158). For this purpose, an in vitro selected DNAzyme that
supports reaction of the 5'-phosphate of one RNA strand
with an internal 2’-OH group of another RNA strand, was
reengineered to contain the ATP aptamer in its structure.
To form the splitzyme, the stem-loop of the aptamer was re-
placed by three base pairs, and a break was introduced in the
phosphodiester backbone, thereby requiring two oligonu-
cleotides to form the complete deoxyribozyme. An opti-
mized version of the splitzyme reached a high ligation yield
(~75-80%) in the presence of millimolar concentrations of
ATP, although only after 22 h. In another approach, a split
version of an aptazyme was combined with molecular bea-
cons that act as substrate and contain a ribonucleotide at
the cleavage site (159). The aptazyme, composed of the 8-
17 DNAzyme and the adenosine responsive aptamer, was
split into two fragments. Similar to the set-up depicted in
Figure 4C (127), a molecular beacon substrate labelled with
a fluorescent dye and a quencher, was used to monitor split
aptazyme activity. In the absence of adenosine, the split ap-
tazyme is inactive, thus leaving the MS intact and result-
ing in low fluorescence. When adenosine was added to the
medium, the two aptazyme fragments interact to form the
catalytically competent structure and cleave the molecular
beacon substrate, which results in significant increase of the
fluorescence signal. The LOD for this system was found to
be I wM (159), and thus two orders of magnitude lower
than observed with a previous split aptazyme-based adeno-
sine sensor (160). Also an RNA enzyme, the hammerhead
ribozyme (HHR) has been used in combination with an ap-
tamer in a split aptazyme design (161) as will be described
in more detail below (section Split Spinach).

GFP-MIMICKING LIGHT UP RNA APTAMERS

Over the past decades, it has been shown that RNA plays
crucial roles in the living cell and moreover, can be engi-
neered into a tool with numerous potential applications. To
elucidate the many functions of RNA and to create new
drugs or models of gene expression networks, knowledge
of RNA localization, dynamics, and regulation is impor-
tant. Therefore, many groups developed methods for fluo-

rescence imaging and detection of DNA and RNA in liv-
ing cells in real-time (162,163). The main problem of RNA
imaging is that RNA cannot be easily visualized, and thus
has to be tagged with a fluorescent probe, which however
is challenging in living cells. A solution to this problem
are light-up RNA aptamers that mimic the green fluores-
cent proteins (GFPs). Since 1990, GFPs have been used to
detect proteins in the cellular environment. The first GFP
was discovered by Shimomura et al. from the jellyfish Ae-
quorea Victoria (164). The 4-hydroxybenzylidene imidazoli-
none (HBI), which is formed from intramolecular reaction
of the three amino acid residues Ser65-Tyr66—Gly67, is re-
sponsible for the fluorescence in GFP (Figure 5A). To form
the chromophore, the residues are placed in the B-barrel of
the protein to proceed through a cyclization and oxidation
step (165). Therefore, the chromophore is localized in the
center of the protein and is protected from the environment
to activate the fluorescence. Thus, GFPs are advantageous
as compared to other proteins that bind their chromophores
via non-covalent interactions and thus are dependent on
their environment.

Taking the working mode of GFPs as a lead, light-up ap-
tamers have been developed by in vitro selection (166—171).
Those aptamers create fluorescence upon binding their spe-
cific ligands via non-covalent interactions, and hence do not
possess the advantage of GFPs that is harboring the chro-
mophore as an integral part of their structure. Yet, light-up
aptamers are seen as GFP mimics based on the fact, that
fluorescence of, in the unbound state non-fluorescent, lig-
ands is created by embedding those in a suitable environ-
ment. Thus, light-up aptamers are considered being label-
free fluorescence probes. The ligand binds tightly to the nu-
cleic acid, i.e. by intercalating or as minor groove binder. As
a result, intramolecular movements are limited and, upon
excitation, radiative relaxation can occur, resulting in an
increase of fluorescence. Light-up aptamers can be fused
to RNAs of interest allowing their visualization by optical
methods (167,170). Furthermore, light-up aptamers have
been engineered into aptasensors for detection of pathogens
in food or water samples (172). The Malachite green ap-
tamer (MGA) was the first RNA mimic of GFP to show
a fluorescence response upon binding to malachite green
(MG), a triphenylmethane dye with Kp < 1 wM, and split-
ting MG aptamers allowed for fluorescence detection of
nucleic acids (173,174). However, Malachite Green and its
derivatives are highly cytotoxic, and therefore, other dyes
were needed to develop methods for nucleic acid detection
in living cells.

SPINACH RNA APTAMER
Properties

In an effort to develop non-toxic light-up aptamers,
various GFP-like fluorophores like 3,5-dimethoxy-
4-hydroxybenzylidene imidazolinone (DMHBI), 4-
dimethylamino-benzylidene imidazolinone (DMABI),
2-hydroxybenzylidene imidazolinone (2-HBI) and 3,5-
difluoro-4-hydroxybenzylidene imidazolinone (DFHBI)
(Figure 5B) were synthesized and used for in vitro se-
lection (175). The brightest fluorophore among those
was DFHBI and, because of the green fluorescence of

0202 4990120 €| Uo Jasn JalljadiuoN NIF Aq 85999/G/00¥E/./8Y/0IMe/1eu/Wwod"dno"olWapeo.//:Sdjy WOy papeojumod



Nucleic Acids Research, 2020, Vol. 48, No. 7 3411

A Tyr66 Gly67 O
Ho Tyr66 0
N NT
HO K N K
NJ folding 0 DMHBI DMABI
"/ H 0 cyclisation O
OH Gly67  oxidation B E “ B
Ser65 Seré5 _ o Ne
o 0 [
Stem- Ioop 1 UU 5 2-HBI DFHBI
G
Ugc cG
8%5, 2C Stem -loop 2
A= AGG\CCA
Y
gl) AG
UCAA%G A
MGU-A~ G, G
- C%: %
i, G
- Stem-loop 3
G,
5
E UUC
Stem-loop 1 Ci% LﬁCGG
&%

AQUNES Stem-loop 2

Q : Metabolite (5F)
O : DFHBI

{TA CSG G @ g(/% ﬁ%
MGy UCA'UUGAGE
¢ A%Q%J

— : transducer stem (5F)
— : Metabolite aptamer (5F)
— : Spinach backbone (5F)

FigureS. (A) The three amino acid residues Ser65-Tyr66-Gly67 in the center of GFP, forming the chromophore by intramolecular cyclization and oxidation
(165). (B) GFP-like fluorophore structures (175). (C) Secondary structure of the Spinach aptamer (175). The colored bases refer to the colors used in the
G-quadruplex shown in (D). (D) Cartoon presentation (left) and 3D structure (right) of the G-quadruplex interacting with DFHBI (PDB code: 4TS2)
(176). (E) Secondary structure of the Spinach 2 ‘superfolder’. Red bases are the mutations as compared with the parent Spinach aptamer in (C) (177). (F)
Structure of the Spinach sensor ligated to a metabolite aptamer via a transducer stem (178).

the aptamer bound dye, the system was named like the
green vegetable Spinach. As compared to the other HBI
derivatives, DFHBI exhibits specific fluorescence, also in
the cellular environment, and does not induce cytotoxicity.
The sequence is formed of 98 nucleotides, folded in three
stem-loops (Figure 5C). In the three-dimensional fold,
the three tetrade quadruplex is stabilized by two K* ions
(176). DFHBI binds on the top of the G-quadruplex
motif to activate the fluorescence (Figure 5D). Different
interactions are involved. Residue G30 binds to the DFHBI
carbonyl oxygen and interacts with the benzylidene carbon
via Van der Waals interactions, N3 of DFHBI binds to
the 2/-OH of A64, and the 2’-OH of G26 binds to the
phenolate oxygen of DFHBI. One of the two K* ions
coordinates two of the three G-quartets, and the other K*
ion the third lower G-quartet. The understanding of the

Spinach structure allowed the minimization of the aptamer
to generate a ‘Baby Spinach’ system, 51 nucleotides long,
without changed fluorescence properties when binding to
DFHBI (175).

The brightness of the Spinach-DFHBI system is only
53% of that of EGFP or 80% of the GFP brightness, re-
spectively. In addition, Spinach turned out to misfold in
cells (175,177). Thus, the fusion of Spinach with an RNA
of interest remained challenging and showed rather low flu-
orescence. Performance of Spinach was improved by a num-
ber of sequence changes to stabilize the aptamer fold and to
enhance the fluorescence in in vivo systems. Thus, Spinach
2, a ‘superfolder’ aptamer showing enhanced fluorescence
upon fluorophore binding was developed (Figure 5E) (177).
Compared to Spinach, Spinach 2 has almost the same pho-
tophysical properties, the excitation/emission spectra are
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similar, but show higher brightness. Owing to the improved
folding in living cells, the Spinach 2 aptamer allowed to im-
age toxic CGG-repeat-containing RNAs and retained 80%
of its fluorescence, while Spinach did not show any fluores-
cence in an identical set-up.

Spinach systems have been used for the detection of small
molecules (178) and specific nucleic acid sequences (179),
as well as for imaging protein expression (180) and RNA
transcription (181). To acquire a broad range of applica-
tions and to image metabolites like for example ADP, a sen-
sor has been developed composed of the Spinach aptamer
and a second aptamer that binds to small molecules (178).
Therein, stem-loop 2 (see Figure 5E) is essential for the sta-
bilization and the activation of the Spinach fluorescence.
This stem-loop has been replaced by a transducer stem con-
necting the Spinach backbone with the chosen metabolite
aptamer. The transducer is stabilized only when the tar-
get molecule is bound to the aptamer, which in turn al-
lows proper folding of the Spinach aptamer and fluores-
cence emission when bound to DFHBI (Figure SF).

Split Spinach

The use of light up aptamers in split scenarios has potential
in particular for the visualization of RNA assembly. To this
end, Spinach was cut in two fragments that, upon appropri-
ate interaction, would form the full length aptamer (182). In
order to find a suitable split region, structure-function rela-
tionship studies have been carried out. Stem-loops 1 and
3 are responsible for the formation of the G-quadruplex
structure, which is essential for binding of DHFBI (Figure
5C-E). Therefore, stem-loop 2 of the Spinach system pro-
vides an excellent region for sequence modifications and is
a good candidate for the split region (176,178,182). First
studies of the split Spinach assembly involved DNA blocker
sequences to temporarily control the assembly of the func-
tional aptamer. The split site is located within the stabiliz-
ing stem—loop 2, and the two fragments are elongated. Two
DNA strands (DNA blockers 1 and 2 in Figure 6A) are de-
signed to form duplexes with each of the two Spinach frag-
ments to prevent folding into the functional aptamer. Asso-
ciation of the two pieces is permitted, when two complemen-
tary ‘unblocking” DNA strands are added, allowing forma-
tion of the DFHBI binding pocket, mirrored in DFHBI flu-
orescence (Figure 6A) (182).

Split systems can also be utilized for RNA self-cleavage
detection and quantification. Thus, the hammerhead ri-
bozyme (HHR) has been combined with one of the Spinach
aptamer fragments (Figure 6B). The Spinach aptamer used
in this study has been minimized, and one fragment (apt 1
in Figure 6B) is used to form the 5'-part of the hammer-
head substrate sequence. A short sequence complementary
to this Spinach fragment is added to the 3’-end of the HHR,
thus forming a short stem structure in the functional ri-
bozyme. Upon self-cleavage, the elongated ribozyme strand
is easily displaced from the Spinach fragment by addition
of the second aptamer fragment (apt 2 in Figure 6B), thus
allowing formation of the functional Spinach aptamer, mir-
rored in high fluorescence in the presence of DFHBI (Figure
6B) (161). This method is easily adaptable and can be used
to analyze the performance of different ribozyme variants.

As seen with the HHR, application of the Spinach ap-
tamer for detection of activity requires sequence adapta-
tion, hence making necessary all the different steps of set-
ting up such a system, like design, synthesis, purification,
and optimization. In 2017, Kikuchi et a/. developed a Uni-
versal Split Spinach Aptamer (USSA) probe able to bind
DNA or RNA targets independent of their sequences (183).
In the process, the Spinach fragments (apt 1 and apt 2; Fig-
ure 6C) have to interact with two adaptor strands, which
only upon hybridization to the target would re-form the
binding site for DFHBI. In this way, split aptamers are not
in direct contact with the target and hence can be used in
a universal manner for sensing different RNA or DNA tar-
gets (Figure 6C) with a LOD of 1.5 nM in the best case.
However, the detection of mRNAs using the USSA still
suffered from low-brightness, owing to thermal instability
as well as K* and Mg?* concentration-dependent folding,
and thus remained challenging. Wang et al. improved the
strategy and developed an aptamer-initiated fluorescence
complementation protocol for RNA imaging, based on two
fragments of Baby Spinach that are functionalized with
complementary sequences to the mRNA target. When the
mRNA target is present, both fragments become oriented
sufficiently close to one another for formation of the func-
tional aptamer, efficient DFHBI binding and high fluores-
cence (184).

Many of the processes in living systems take place due
to the proximity of the components. Thus, split Spinach
aptamers have been used not only with nucleic acids, but
also for detection of a specific antibody via the correspond-
ing antigens conjugated at the end of both Spinach frag-
ments (Figure 6D). The functionality of the split strands is
retained by an additional spacer, comprising 10 uracil units,
between the split Spinach sequences and the antigen. In the
presence of the specific antibody, the fragments are suffi-
ciently close to properly fold and to bind the DFHBI fluo-
rophore, thus resulting in a fluorescence increase (185).

BROCCOLI RNA APTAMER
Broccoli - a new green light up aptamer

The Spinach aptamer was obtained from in vitro selection
by the SELEX method. This however, is based on the affin-
ity of the aptamer for the target/fluorophore and not on its
capability of activating the fluorescence of the fluorophore
(175). Thus, as mentioned above, Spinach turned out be-
ing not optimal for in vivo experiments (186). To overcome
this problem and to improve RNA imaging by light-up ap-
tamers, research efforts were started to develop aptamers
with similar features like Spinach, but improved character-
istics for application in living cells. Filonov ef al. invented a
new selection method combining the classic SELEX proce-
dure in E. coli with a fluorescence-activated cell sorting step,
from which a new light-up aptamer, named Broccoli was
obtained (187). With a sequence length of 49 nucleotides,
Broccoli is shorter than Spinach, and exhibits better fold-
ing efficiency under physiological conditions, green fluores-
cence upon binding DFHBI, and lower magnesium ions de-
pendence.
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Figure 6. (A) Monitoring split Spinach assembly (182). (B) Hammerhead ribozyme cleavage assay using the split Spinach aptamer (161). (C) Universal
Split Spinach aptamer assay (183). (D) Split Spinach aptamer assay for antibody detection (185).

Split Broccoli

Because of its favorable properties, the Broccoli aptamer
has also been studied as split variants (188,189). For this
purpose, two Broccoli aptamers were combined in a three-
way junction structure (Figure 7A), and this structure was
subsequently re-designed to consist of two separate RINA-
strands with the split sites being located in the terminal
loops of the two Broccoli hairpins (Figure 7B) (190).

Additional terminal strands were added to stabilize the
system against nuclease degradation. This system was used
to monitor RNA-RNA hybridization events in vivo (190),
as well as for in cell mRNA imaging (184). For this, one
three-way junction forming Broccoli fragment (Broccoli
1) was functionalized with an RNA “Trigger’ sequence,
and another three-way junction forming Broccoli fragment
(Broccoli 2) with an RNA ‘Toehold” and the mCherry
mRNA. The Trigger and the Toehold have complemen-
tary sequences allowing control of mCherry expression. The
RNA Toehold forms a hairpin structure containing the 5'-
UTR of mCherrry. Upon hybridization, the two three-way
junction forming Broccoli fragments self-assemble into the
functional system, and allow for emission of green fluores-
cence in the presence of DFHBI. In addition, the sequence
of the Toehold comprising the 5’-UTR is set free to favor
ribosome binding and initiation of translation to express
mCherry (Figure 7C). The green fluorescence of the split
aptamer confirms the RNA-RNA hybridization event, and
the red fluorescence of the mCherry protein indicates suc-
cessful activation of translation.

Light-up aptamers are also valuable tools for verifica-
tion of proper folding of DNA and RNA nanostructures.
In this context a split Broccoli aptamer system has recently
been used to monitor the folding of an RNA origami (Fig-
ure 7D) (191). An RNA origami ribbon was formed from
the 212 nucleotides long De Bruijn sequence (DBS) scaf-
fold, designed to adopt a closed conformation only in the
presence of the split Broccoli scaffold, and folding was in-
duced by addition of specific staple strands. The Broccoli
aptamer is split at the terminal stem loop; the two result-
ing Broccoli fragments are extended via an eight nucleotides
spacer with complementary sequences, allowing specific in-
teraction with the DBS scaffold. Formation of the ribbon
was followed by observing the fluorescence of the added
DFHBI-IT dye.

Furthermore, based on a Toehold-mediated strand dis-
placement mechanism, a novel Catalytic Hairpin Assembly
RNA circuit sensor that is Genetically Encoded (named
CHARGE) was designed to detect specific RNA molecules
inside living cells with high sensitivity (192). The two ends
of complementary hairpin RNA strands were functional-
ized with two non-fluorescent fragments of the Broccoli ap-
tamer (Figure 7E). The target strand to be detected serves
the role of invading one of the hairpin structures containing
one Broccoli fragment, thus opening up the stem loop and
inducing hybridization with the other hairpin structure con-
taining the second Broccoli fragment. Thus, the functional
Broccoli aptamer is formed as monitored by the emerging
fluorescence upon addition of the cognate dye DFHBI-1T.
Target concentrations as low as 0.5 nM could be detected.
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Figure 7. (A) The three-way junction of the monomeric Broccoli aptamer (190). (B) The dimeric three-way junction Broccoli aptamer (190). (C) Formation
of the dimeric Broccoli aptamer for monitoring RNA-RNA hybridization events (190). (D) Monitoring the folding of an RNA origami (191). (E) CHARGE

system for detection of specific nucleic acid targets (192).

Other split RNA aptamers

Apart from light-up aptamers, other RNA aptamers have
been used in split designs for specific target detection. A
split version of an aptamer specific for the RNA-binding
protein elF4A was used in combination with the protein
complementation approach to detect and localize specific
mRNAs in live E. coli cells (193). The assay relies on the
sequence specific binding of two RNA probes complemen-
tary to two adjacent sites on the mRNA target. Each RNA
probe is composed of a sequence complementary to the tar-
get and a fragment of the split aptamer, connected by a flex-
ible linker. In the presence of the target mRNA, binding of
the two RNA probes next to one another, brings the two
aptamer fragments in close proximity and hence supports
assembly. The assembled aptamer binds to a split version of
its target protein eIF4A, and thereby triggers re-association.

elF4A was used here as a fusion protein with EGFP, hence
the emerging fluorescence upon aptamer and protein as-
sembly was used as readout. Compared with assays where
the full size EGFP and/or full length aptamer was used,
the combination of the split aptamer approach with pro-
tein complementation lead to significant fluorescence back-
ground reduction and allowed to detect, in live cells, a signal
from a specific mRNA with an average RNA concentration
of <1 molecule per cell.

Another example of a non-light up split aptamer assay
is detection of theophylline by aptamer triggered colori-
metric aggregation of gold nanoparticles (AuNPs) (194).
The theophylline RNA aptamer was cut into two frag-
ments. The fragments interact with the AuNPs, enhancing
the salt tolerance of the nanoparticles and preventing ag-
gregation. Addition of theophylline triggered the assembly
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of the RNA aptamer fragments, thus reducing the amount
of RNA available to protect the AuNPs and allowing their
salt-induced aggregation. Aggregation is associated with a
color change from red to blue, that can be visually detected
or measured by absorption spectroscopy. The relatively low
LOD (67 nM of theophylline), the high selectivity and the
facile visual detection make this assay a good tool for di-
agnostic applications and easily adaptable to other RNA
aptamers.

SPLIT RIBOZYMES

As for split studies on RNA aptamers, the strategy of frag-
mented systems has been used with ribozymes in order to
improve in vivo detection methods. Ribozymes are RNA
molecules that can catalyze a wide range of reactions, al-
though ribozymes occurring in nature are limited to cataly-
sis of trans-esterification, hydrolytic or peptidyl transfer re-
actions (195). Nowadays, the mechanisms and structures of
catalytic RNAs have been studied to an extent that has al-
lowed to create tools for application in molecular biology,
medicine or analytics.

Split hairpin ribozyme

Basically driven by the technical challenges of chemically
synthesizing long RNA strands, ribozymes have been as-
sembled from two or more fragments in mechanism and
structure studies. For example, with the hairpin ribozyme, a
small naturally occurring catalytic RNA derived from the (—
)-strand of the Tobacco Ringspot virus satellite RNA (196),
the terminal hairpin loop closing one of the helices has been
removed, thus splitting the ribozyme strand into two parts.
In order to compensate the stability loss, the helix was ex-
tended by three additional Watson—Crick base pairs. Both
ribozyme versions have virtually the same cleavage charac-
teristics, and thus both set-ups have been extensively used
in numerous studies (197).

Split group I intron ribozyme

The group I intron of the ciliated protozoan Tetrahymena
thermophila is an RNA catalyst that supports mRNA self-
splicing (198). A split version of the Tetrahymena ribozyme
was engineered to develop an mRNA detection method in
mammalian cells (199). The ribozyme fragments were con-
nected at one end to mRNA antisense strands via linker se-
quences. On the other end, the ribozyme fragments were at-
tached each to one half of the coding sequence of nonse-
creted TEM-1 B-lactamase. In the presence of the mRNA
target, the antisense strands would bind to it, thus position-
ing the ribozyme fragments for functional assembly. Upon
ribozyme mediated splicing, the complete coding sequence
of the TEM-1 B-lactamase was regained for translation to
occur. The synthesized proteins were then detected by a flu-
orogenic substrate, that is B-lactam linked to an umbellif-
erone called CC1. The produced B-lactamase catalyzed the
hydrolysis of CC1, thus releasing umbelliferone and induc-
ing a fluorescent signal (200). The key feature of this system
is its inherent capability of signal amplification, since one
molecule of target RNA induces the production of many
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protein molecules from the spliced RNA. The assay is uni-
versal, since different mRNA targets can be detected by
adapting the sequence of the antisense strands to the tar-
get of interest.

LIMITATIONS AND FUTURE PERSPECTIVES

Despite the high potential of split aptamers for applica-
tions in diagnostic and therapy, only a rather small number
of split structures have been successfully used so far. This
is certainly a consequence of the fact that the design of a
well-performing split system is still a challenging task. Ba-
sically there are three key issues that require careful consid-
eration: (i) choice of the split site, (ii) stability of the split
aptamer/nucleic acid enzyme target complex and (iii) sen-
sitivity of the split system.

Choice of the split site

When designing split systems, it has to be taken into ac-
count that the three-dimensional structure of the parent nu-
cleic acid strand can be considerably perturbed, if split at
an unfavorable position. Therefore, careful design of the
fragments and verification of the assembled structure by
theoretical (computer aided) and experimental analysis is
a very important task. This requires the understanding of
the aptamer/nucleic acid enzyme target complex including
the role of individual functional groups of nucleobases and
of the sugar-phosphate backbone. In order to maintain the
functionality of the system, splitting is usually restricted to
functionally dispensable sites. Such sites are usually avail-
able in DNAzymes and ribozymes, in aptamers however,
they are often missing. Recent work by Wang et al. has ad-
dressed this problem by studying split aptamers with broken
initial small molecule binding pockets, and demonstrating,
in wet lab experiments as well as in silico, that biorecogni-
tion and binding capabilities are preserved (201). Thus, the
prediction of ligand binding potency of split aptamer de-
signs by M D simulations can be expected to enhance the fu-
ture development of split aptamers for biosensing purposes.

Stability of the split aptamer/nucleic acid enzyme-target
complex

Compared to the parent full-length nucleic acid strand, the
individual fragments of a split system often have lower affin-
ity to the target, which results in reduced stability of the
aptamer/nucleic acid enzyme target complex. Furthermore,
there is a higher entropic cost of complex formation, due
to the fact that two or more fragments need to assemble
instead of only one nucleic acid strand that binds to the
target. Stabilization of the split system can be achieved
by structural manipulation, ie. extension of the individ-
ual fragments by additional nucleotides that by comple-
mentary base pairing would assist assembly and increase
stability of the split aptamer/nucleic acid enzyme target
complex. Instead of additional nucleotides also other func-
tionalities that support target-induced fusion of the frag-
ments can be used. A prominent example is the work by
Jin et al. (69) described above, who attached pyrene moi-
eties at the ends of two split aptamer fragments, such that
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Table 1. Summary of split-systems described in this review. LOD: limit of detection; FAM: 6-carboxy-fluorescein; FRET: Forster resonance energy transfer;
ATP: Adenosine triphosphate; BHQ: black hole quencher; Cy3/Cy5: Cyanines 3 and 5; SPR: surface plasmon resonance; ALO: aryl-less cyclooctyne;
DIBAC: dibenzoazacyclooctyne; NAD: nicotinamide adenine dinucleotide; CAMB: catalytic and molecular beacon; HMF: 5-hydroxymethylfurfural;
LPS: lipopolysaccharide

Target Fragment 1/Fragment 2 (5’-3") Detection method LOD Ref
c FAM-GGTTGGTG/TGGTTGG FRET 2nM (50)
a FAM-GGTTGGTG/TGGTTGG Fluorescence 1nM (51)
S AGGTTGGGGTGACT/AGTCCGTGGTAGGGC Fluorescence/Colorimetry 0.16 — 0.45 nM (54)
s GGTTGGTG/TGGTTGG ECL 0.2 pM (58)

GGTTGGTGTGGTTGG/AGTCCGTGGTAGGGGCA Electrochemical 35 fM (59)
ACCTGGGGGAGTAT/TGCGGAGGAAGGT-BHQ1 Fluorescence 1.7 uM (66)
o ACCTGGGGAGTAT/TGCGCAGGAAGGT FRET 0.72 U.L" (67)
= ATTATAGCGGAGGAAAGTATT-pyrene/pyrene-
< AGTACCTGGGCGAGTATATACT Fluorescence 80 nM - 0.5 uM (69)
ACCTGGGGGAGTAT-Cy3/TGCGGAGGAAGGT-Cy5 Dual color fluorescence 100 fM (70)
ACCTGGGGGAGTAT/ATGCGGAGGAAGGT Fluorescence 12 uM (65)
% AGAGAACCTGGGGGAgZéT/T GCGGAGGAAGGTT SPR 30 nM (78)
% TACCTGGGGGAGTAT/TTGCGGAGGAAGGT SPR 1.5 pM (82)
2 CATCTCTTCTCCGAGCCGGTCGAAATATTGGAGGA Fluorescence 1uM (159)
AGCTC/GAGCTGGAGGAAAAAGTGACAA H
FAM-TTCGTTCTTCAATGAAGTGGGACGACA/ Fluorescence 1uM (83)
GGGAGTCAAGAACGAA-Dabcyl H
Cy3-GGGAGTCAAGAAC-cyclooctyne/Ns-
GTTCTTCAATGAAGTGGGACGACA Fluorescence M —1mM (100)
Cy3-GGGAGTCAAGAAC-aldehyde/NH,- Fluorescence 1uM (102)
© GTTCTTCAATGAAGTGGGACGACA H
-% Cy3-GGGAGTCAAGAAC-ALO/N;- Fluorescence 1uM (103)
§ GTTCTTCAATGAAGTGGGACGACA u H
Cy3-GGGAGTCAAGAAC-DIBAC/N,;-
GTCCTTCAACGAAGTGGGACGACA Fluorescence 100 nM — 1 yM (103)
CTCCTTCAACGAAGTGGGTTCCTTCAACGAAGTGG Fluorescence 50 nM (104)
GTCTC/GAGACAAGGAACAAGGAG
GTCCACTAACGAAGTTGTCTTCCACTAACGAAGTT Fluorescence 1uM (106)
GTCC/Cy5-GGACGTGGAGACGTGGAC-lowa Black H
CGGCUGGGGCGAUACCAGCCGAAA/ .
, @
= CCAGCCGAAAGGCCCUUGGCACGUCGGG-NH,8 Electrochemical S0nM (110)
= >
E £ AAAGGCGAUACCAGCCGAAA/GGCC )
% CUUGGCAGCGUCAAAA Colorimetry 67 nM (194)
Quinine: TCGTGGGACGACATTCGTTCTTCAATGA/ .
GGAGTCAAGAACGAA Colorimetry 1.1 uM (109)
Quinine/Quinidine: Cy3-GGGAGTCAAGAAC-
aldehyde/NH,-GTTCTTCAATGAAGTGGGACGACA Fluorescence 100 nM (102)
ATP/NAD*: CATCTCTTCTCCGAGCCGGTCG/
AAATAGTGGGTG Fluorescence 50 - 100 pM (127)
HMF/LPS: CATCTCTTCTCCGAGCCGGTCG- 0.08 — 2000
hydrazine/aldehyde-AAATAGTTGGTCGCTGGG Fluorescence ’ na/mL (128)
@ GGGCTGACC 9
g Hg?: ATCTGTCGAGTGGTTACACCATGTTCG )
(2]
S TCA/TCTTGCAGCGATTAACAACTGATGCTA Colorimetry 10pM (129)
o) miRNA: TCAACATCAGTCGGTCGAAATAGT
g GAGTCGCTC/BHQ-CATCTCTTCTCCGAGCCT Fluorescence 10 pM (131)
GATAAGCTA
Hemin: ACAGGCGGCCTTAACTGTAGTTGGG Colorimet 100 nM (133)
TAGGGCGGG/TGGGTCTGGTGAAATTGCTGCC ry
miRNA: ACUGUUGAGUAGAGUGUGAGCUC
CGcagtggcccatacccatge/gtgtigtgt/ TEG/UGGUGAAGG Fluorescence 1.5-4.2nM (183)
ACGGGUCCAGU
RNA: Hairpin RNA 1- CAGAGAGACGGUCGGG
UCCACAGUUUCC/GGAAACUGUGUCGAGUAGAGU Fluorescence 0.5nM (192)

GUGGGCUCUCUG- Hairpin RNA 2
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formation of the pyrene dimer upon split aptamer fold-
ing in the presence of the cognate ligand not only allowed
for detection, but in addition assisted assembly and in-
creased stability of the aptamer target complex. In an-
other scenario, the fragments are functionalized with reac-
tive groups, as for example azides and alkynes or aldehydes
and amines/hydrazines, such that the individual strands,
upon folding, would become covalently linked by an ap-
propriate chemistry (100,102,103). In this way, upon target
induced assembly of the split system, the effective molar-
ity of the reactive groups attached to the ends of the split
fragments would be significantly increased, thus promot-
ing chemical reaction. This in turn would stabilize the split
aptamer/nucleic acid enzyme target complex, and moreover
can be used as readout of target-induced assembly and thus
for detection, and potentially sensing, of the cognate ligand.

Sensitivity of the split system

The problem of limited affinity and stability of split
aptamer/nucleic acid enzyme target complexes is also mir-
rored in reduced sensitivity. Although impressive sensitiv-
ity has been demonstrated in some cases (Table 1), there is
a particular need for signal amplification strategies to im-
prove the sensitivity down to LOD in the picomolar range.
This is challenging with split systems and usually requires
rather complex assays. In a quite straight-forward way sig-
nal amplification is achieved by combination of the split sys-
tem with protein enzymes to turnover a specific substrate,
which is available to the enzyme only if the split aptamer
target complex has formed (202). In an analogous scenario,
aptazymes cleave or ligate specific substrates only in the
presence of a specific ligand that binds to the aptamer re-
gion of the aptazyme and stabilizes the functionally compe-
tent conformation of the catalytic core. Other methodolo-
gies like for example strand displacement amplification of a
sequence that becomes available exclusively upon formation
of the split aptamer target complex and detection/sensing
of the formed dsDNA in a real time PCR assay (203) have
started to be integrated in split aptamer and nucleic acid
enzyme designs.

CONCLUSION

Split aptamers and ribozymes/DNAzymes are at the ini-
tial stage of design and application. The concept of split
aptamers/nucleic acid enzymes involves dissecting the par-
ent full length strand in a series of two or more indepen-
dent and non-functional fragments, which in the presence
of the specific target would assemble to form the functional
entity. Thus, in comparison to full length functional nu-
cleic acids, split systems are easier to synthesize, and due to
their smaller size are less prone to form unwanted secondary
structures, which might deliver false-positive or non-specific
signals in the absence of the target. The ideal design would
include that the fragments of the split system are brought
in close contact and deliver a signal only when the target is
present. Aptamers are the key elements for detecting small
molecules or proteins, whereas nucleic acid enzymes have
been applied mainly for detection of specific nucleic acid se-
quences or metal ions. The combination of both, aptamers
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and nucleic acid enzymes, into aptazymes is an appealing
concept of signal enhancement by the multiple turnover of
the enzyme that amplifies the binding event of the target to
the aptamer region into multiple reaction products used for
readout.

Overall, the design and application of split aptamers and
nucleic acid enzymes in biosensing applications is still in
its infancy and remains challenging. Further improving the
stability of split nucleic acid target complexes and with that
the sensitivity is an important task. In addition, fast and
practical approaches based on fluorescence, chemilumines-
cence, colorimetric or electrochemical detection need to be
further implemented in split aptamer/nucleic acid enzyme
assays to achieve efficient working modes. Nevertheless, the
so far reported functional assemblies derived from aptamers
and ribozymes/DNAzymes, impressively demonstrate the
proof of principle, and pave the way for deeper implemen-
tations and exciting new developments in this compelling
and emerging field.
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Abstract The use of the Cu(l)-catalyzed azide-alkyne cycloaddition
(CuAAC) reaction for the preparation of oligonucleotide conjugates is
by now familiar. However, the selective introduction of boronic acids
into DNA and RNA sequences by CuAAC reactions has long been con-
sidered impossible due to the incompatibility of the boronic acid moi-
ety with copper salts. Here we describe two new methods for the selec-
tive on-column functionalization of oligonucleotides with boronic acids
via two different CUAAC reactions. The first one allows the introduction
of a phenylboronic acid at the 5'-extremity of oligonucleotides, while
the selective intrastrand positioning of the modification can be
achieved with the second one. Both methods were applied to the DNA
and RNA series (up to a 20-mer) with good isolated yields and excellent
purities. These results illustrate the potential of the reported methods
for selective incorporation of boronic acids into oligonucleotides.

Key words CuAAc, boronic acid, oligonucleotide, bioconjugation,
DNA, RNA

The widespread properties of boronic acid containing
organic compounds has resulted in their use in a large num-
ber of applications in various fields, including organic
chemistry,! medicinal chemistry,?2 asymmetric synthesis,’
catalysis,* and materials.> Due to their trigonal planar sp?-
hybridized boron atom bearing two hydroxyl groups and an
empty p-orbital, boronic acids can form covalent and re-
versible complexes with electron-donating centers such as
oxygen and nitrogen nucleophiles. In aqueous media, when
the pH is higher than the pKa, this Lewis acid-base reaction
results in a rehybridization of the boron atom from sp? to
sp? leading to an anionic tetravalent borate species.® The re-
versible reaction with 1,2-cis-diols leading to cyclic boro-
nate esters has notably been used to create self-organizing
systems, sensors, and pH responsive materials.” Given the
versatile features of boronic acids, it is therefore not sur-
prising that the incorporation of this moiety into biomole-
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cules is currently attracting a lot of attention to develop
new bioconjugates endowing new properties. While the
site-selective modification of peptides and proteins with
boronic acids has made huge strides in recent years,? their
incorporation into DNA remains challenging. One of the
reasons is that the cornerstone Cu-catalyzed azide-alkyne
cycloaddition (CuAAC) reaction is difficult to apply, given
the lack of stability of boronic acids in the presence of cop-
per salts.?

Modified oligonucleotides (ONs) are usually obtained
either by automated chemical synthesis'® or by enzymatic
chain assembly with appropriately modified phosphora-
midite building blocks or modified nucleoside triphos-
phates, respectively.'! Both approaches have the disadvan-
tage of requiring a multistep synthesis of the modified
monomers, which subsequently have to tolerate the re-
agents and conditions used for the elongation. An attractive
alternative is the site-specific postsynthetic conjugation of
a desired functionality to a defined reactive group incorpo-
rated into the ON.'? This latter strategy is highly modular,
easier to handle, and usually gives better yields.'?

Considering the broad variety of applications that can
be achieved with borono-based DNA in particular in the
field of aptamers,'4 the two strategies described above have
been applied to introduce a boronic acid moiety into ONs.
In the laboratory, we have extensively studied the phos-
phoramidite approach that led us to develop enzyme-free
DNA- and RNA-templated ligation systems with 5-boronic
acid modified oligonucleotides.!> We have also demonstrat-
ed the ability of borono-based ONs to inhibit nucleases in-
cluding RNase H.'® Enzymatic polymerization,!” amide
bond formation,'® and strain-promoted alkyne-azide cy-
cloaddition (SPAAC)'® have been evaluated as well by other
research groups, all of them requiring the prior multistep
synthesis of modified nucleosides or solid-phase synthesis
of boronic acid reactive species. In this context, the
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development of a rapid, efficient, and modular approach for
postsynthetic introduction of boronic acid functions into
DNA is highly desirable. Herein we report the on-column
introduction of phenylboronic acid moieties either at the
5'-extremity or at an internal position of the ONs via two
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volves reaction of a 5'-azido-modified ON with 4-ethynyl-
phenylboronic acid pinacol ester 1, and (b) Method 2 impli-
cates an incorporated 2'-O-propargyluridine and 4-(azi-
domethyl)phenylboronic acid MIDA ester 2.
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Scheme 1 Schematic illustration of on-column CuAAC conjugation of boronic acids. Blue spheres represent the CPG solid-support. Reagents and condi-
tions: Method 1: (i) (PhO);PCH;l (500 equiv), DMF, rt, 15 min; (ii) TMGA (300 equiv), MeCN, 60 °C, 1.5 h. CuAAC: 1 (8 equiv), CuSO,-5H,0 (1 equiv),
sodium ascorbate (5 equiv), THPTA (3 equiv), MeCN/H,0 (4:6), 60 °C, 1 h. Method 2: CuAAC: 2 (20 equiv), CuSO,-5H,0 (1 equiv), sodium ascorbate
(5 equiv), THPTA (3 equiv), dioxane/MeCN/H,0 (3:1:6), MW 60 °C, 2 h. Cleavage and deprotection: NH,OH, 55 °C, 5 h (for DNA synthesis); 1 M DBU in

o/ \

MeCN, rt, 3 min, NH,OH, 37 °C, 3 h (for RNA synthesis).

The insertion of Cu(I) between carbon-boron bonds is a
well-documented side reaction that can hamper the effica-
cy of the CuAAC reaction.?’ This observation has led many
research groups to consider that the selective labeling of
DNA with boronic acid was incompatible with the CuAAC
reaction,'8>1% glthough various groups including ours have
shown that appropriately protected boronic acids can be
successfully used with CuAAC reactions in the context of
small molecule synthesis.??!

Inspired by these results, we started our study by evalu-
ating the possibility of performing the on-column attach-
ment of commercially available 4-ethynylphenylboronic
acid pinacol ester 1 at the 5-extremity of DNA sequences
(Scheme 1, Method 1). 5’-Azido-modified sequences were
obtained following the two-step protocol developed by
Kool and co-workers.?? All the oligonucleotides were pre-
pared using standard phosphoramidite chemistry on a DNA
synthesizer with removal of the terminal DMT group. The
5'-terminal hydroxyl groups were then converted into the
corresponding 5'-iodide via the on-column reaction with
(PhO);PCH;I in DMF for 15 min at rt. The conversion of 5'-
iodides into 5'-azides proceeded to completion by on-col-
umn reaction with a solution of tetramethylguanidinium
azide (TMGA) in acetonitrile for 90 min at 60 °C. Excess of
TMGA was removed by washing the column with a sodium
bisulfite solution. In each step, a syringe with the reagent
was fitted to one end of the DNA synthesis column containing

the CPG-bound ODN and an empty syringe was fitted to the
other end; 1 mL of reagent was passed through the column
from one syringe to the other for the appropriate time be-
fore putting the column on a shaker at the appropriate tem-
perature.

The CuAAC reaction conditions were optimized for the
tetranucleotide (5'-N;dTCCG-3") until full conversion was
observed by HPLC analysis with no noticeable formation of
byproducts after cleavage from the support. A control ex-
periment was run using 5-N;dTCCG-3' and 8 equiv of 4-
ethynylphenylboronic acid, the deprotected analogue of 1,
CuSO,-5H,0 (1 equiv), sodium ascorbate (5 equiv), and
tris(benzyltriazolylmethyl)amine (THPTA, 3 equiv) for 60
min at 60 °C in a MeCN/H,0 mixture. The resulting CPG
support was then washed with a saturated solution of EDTA
and ODN1 was cleaved off the support by addition of a con-
centrated aqueous solution of ammonia. MALDI-TOF MS
analysis confirmed that the boronic acid was fully oxidized
to the corresponding phenol moiety under these conditions
(Table 1, entry 1). While surprising at first, a literature sur-
vey revealed a similar observation made by Hu, Wang, and
co-workers in their copper-catalyzed base-mediated oxida-
tive hydroxylation of arylboronic acids under aqueous con-
ditions.?? In contrast, the use of 4-ethynylphenylboronic
acid pinacol ester 1 under otherwise identical conditions
led to the postsynthetic modification of ODN2 by a phenyl-
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boronic acid moiety with 93% conversion without notice-
able degradation of the boronic acid moiety (Table 1, entry
2).

RP-HPLC spectra of the crude product after three steps
and deprotection/cleavage from the solid support showed
very little amount of the starting material, indicating com-
plete conversion in all the reactions. This also confirmed
the removal of the pinacol protecting group by concentrat-
ed aqueous ammonia.'> Following RP-HPLC purification,
the modified ODN2 was isolated in 34% yield and an excel-
lent purity as shown by RP-HPLC analysis. The RP-HPLC
spectrum of ODN1 and ODN2 showed very close retention
times (<1.0 min span). In MALDI-TOF analysis, a single peak
at m/z 1291.82 Da (calcd m/z=1291.94 Da) was observed
for the oxidized sequence ODN1, whereas peaks at m/z =
1318.91 and 1475.12 Da corresponding to [M - H]- (calcd
m/z=1318.75 Da) and [M + citrate - 2H,0 - H]~ (calcd m/z =
1475.85 Da), were observed for ODN2 in accordance with
fragmentations and adducts that typically appear with bo-
ronic acid modified oligonucleotides (Figure 1),15¢17b.18b

Encouraged by these results, we evaluated the method
on sequences varying in length and nature of the residue at
the 5'-end. As the length of the sequences increased, we ob-
served a decrease in the conversions and isolated yields as
exemplified with the 17-mer ODN5, which was obtained
with 55% conversion and 8% isolated yield after purification
(Table 1, entry 5). The seemingly low isolated yields are ac-
tually not that low considering that they are calculated on
1 wmol scale after automated synthesis (16 cycles), four re-
action steps, deprotection, and purification by RP-HPLC. In
fact, the isolated yields are similar to previously reported
syntheses using 5'-azido ONs?* and far superior to the mini-

mum guaranteed yields provided by major market suppli-
ers for pure custom oligonucleotides (usually less than 50
nmol are guaranteed for modified ONs 10-19mer on a
1 wmol scale purified by RP-HPLC). Replacement of 5'-thy-
midine by 5'-cytidine resulted in similarly good conver-
sions but slightly lower isolated yields (Table 1, entries 6-8).
Finally, the method was successfully applied to a hexameric
RNA sequence leading to the 5’-boronic acid modified
ORN1 with 90% conversion and 20% isolated yield (Table 1,
entry 9).

The successful conjugation of boronic acids at the 5'-ex-
tremity of ONs prompted us to evaluate their incorporation
inside oligonucleotide strands (Scheme 1, Method 2). Com-
mercially available 2'-O-propargyluridine phosphoramidite
was used to prepare CPG-bound oligonucleotides (DMT-
off). The partner 4-(azidomethyl)phenylboronic acid MIDA
ester 2, was synthesized in two steps starting from com-
mercially available 4-(hydroxymethyl)phenylboronic acid
(3). The boronic acid moiety was first protected as a N-me-
thyliminodiacetic acid (MIDA) boronate ester under Dean-
Stark conditions affording the corresponding derivative 4 in
98% yield. MIDA was selected for its stability and facile

Oy
=\
OO$‘;\\N OY‘O xN\
HO.g-OH MIDA 027\ 04
benzene/DMSO (9:1) B DPPA, DBU, DMF
reflux, 20 h 0°Ctort,15h
—_— —_—
98% 89%
HO™
HO N
3 4 2

Scheme 2 Synthesis of azide 2

1291.82
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1121 1318.91
[M-H[
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Figure 1 HPLC and MALDI-TOF spectra of the (A) crude ODN1 and (B) pure ODN2
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Table 1 On-column CuAAC Reaction with DNA and RNA Sequences

Entry Name Sequence 5' - 3" Conversion (%)° Yield (nmol) (%)°

1 ODN1 PhOH-d(TCCQ) - -

2 ODN2 PhB-d(TCCG) 93 348.6 (34%)
3 ODN3 Ph8"-d(TCTCCG) 95 145.8 (15%)
4 ODN4 Ph8-d(TCTCTCCG) 93 148.7 (15%)
5 ODN5 Phe" d(TACAACGACTCTCTCCG) 55 77.1 (8%)
6 ODN6 Phé-d(CCG) 95 98.9 (10%)
7 ODN7 PhB-d(CTCCG) 95 141.5 (14%)
8 ODNS Ph®-d(CTCTCCG) 97 61.5 (6%)
9 ORN1 Phén-r(UCUCCA)¢ 90 200.7 (20%)
10 ODN9 UPMBnd(CCAGCTGACCG) 95 236.6 (24%)
11 ODN10 d(GCCAGCUPM"GACCG) 66 111.6 (11%)
12 ORN2 r(UPR"CCAGCUGACCA)? 69 86.0 (9%)
13 ODN11 d(ACTTGGTTUP"AGGTAATGAGT) 48 70.47 (7%)

2 PhOH and Phen refer respectively to a phenol or a phenylboronic acid moiety linked to the 5'-extremity. UP"®" refers to a phenylboronic acid moiety linked to the

2'-position of a uridine residue.

b Determined by RP-HPLC.

¢Isolated yields based on 1 umol scale.

4 RNA synthesis performed with 2'-OPivOM residues.?*28

deprotection under basic conditions.?® The azidation of 4
was obtained in one step using diphenyl phosphoryl azide
(DPPA) and 1,8-diazabicyclo[5.4.0]Jundec-7-ene (DBU) in
DMF to afford the desired azide 2 in 89% yield (Scheme 2).
The Cu(l)-catalyzed azide-alkyne cycloaddition reac-
tion was then carried out on-column by mixing the repre-
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sentative ONs with azide 2 (20 equiv) in MeCN/dioxane
(2:8) mixture in the presence of a freshly prepared aqueous
solution of CuSO,5H,0 (1 equiv), sodium ascorbate (5
equiv), and THPTA (3 equiv), and by heating the mixture for
120 min at 60 °C under microwave irradiation (Scheme 1,
Method 2). The resulting CPG supports were then washed

HO OH
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Scheme 3 Naked-eye detection of the formation of DNA-ARS and DNA-fructose complexes formed in situ. (A) ODN3; (B) ODN10; (ARS, 0.1 mM; DNA,

0.6 mM, in 40% DMSO/PBS buffer (pH 7.7) at 25 °C).
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with a saturated solution of EDTA, treated with aqueous
ammonia and purified by preparative RP-HPLC, leading to
the corresponding conjugated oligonucleotides. The boronic
acid moiety could be positioned successfully either at the
extremity of a sequence or inside the DNA strand although
in the latter case we observed a decrease of the overall iso-
lated yield, probably due to steric hindrance (Table 1, en-
tries 10 and 11). The method is equally compatible with
RNA sequences although the isolated yields are lower than
in the DNA series (Table 1, entry 12). To further demon-
strate the applicability of borono-modified sequences in
the field of aptamers, the 20-mer ODN11 containing the
core sequence of the tobramycin aptamer, used notably for
the detection of this aminoglycoside antibiotic in milk and
human serum samples,? was obtained with 48% conversion
and 7% isolated yield (Table 1, entry 13).

Finally, to further prove the presence of the boronic acid
moiety in the modified sequences, we performed a colori-
metric displacement assay with Alizarin red S (ARS). In-
deed, the combination of this dye with boronic acids is well
known for the detection of various analytes.?’” The binding
of the boronic acid to ARS induces a significant color change
from purple to yellow within a few seconds, which can be
readily visualized by the naked eye (Scheme 3). The addi-
tion of 100 equiv of fructose results, in less than 1 min, in
the displacement of the ARS dye and the formation of a
DNA-fructose complex, which ultimately restores the pur-
ple color.

In conclusion, we have described the first successful use
of CuAAC reactions as a convenient strategy for postsyn-
thetic on-column conjugation of oligonucleotides with bo-
ronic acids. The phenylboronic acid moiety could be selec-
tively positioned either at the 5'-extremity or at an internal
position of ONs by the use of the appropriately protected 4-
ethynyl- or 4-(azidomethyl)phenylboronic acid. The func-
tionalized oligonucleotide products were obtained after
preparative HPLC in good isolated yields and excellent puri-
ties in both the DNA and the RNA series. The demonstrated
practicability of this new procedure for postsynthetic mod-
ification of oligonucleotides with boronic acids increases
significantly the repertoire of possible DNA and RNA conju-
gation chemistries and will undoubtedly find use for the
design of functional ONs.

Commercially available reagents were used as received. Pyridine was
distilled on CaH,. The reaction mixtures were monitored by TLC using
silica gel plates (Merck) with fluorescent indicator (A = 254 nm). The
purification of the products was performed by flash column chroma-
tography using silica gel 60 (43-63 um) from Merck-Millipore. NMR
analyses were made on a Bruker spectrometer 400 MHz at 20 °C and
are referenced to the residual solvent resonance as the internal stan-
dard (CD5CN & = 1.94 for '"H NMR and CD;CN 8 = 1.32 and 118.26 for
13C NMR). HRMS were recorded on a Micromass Q-TOF spectrometer
with an electrospray ionization (ESI) in negative or positive mode. All
the oligonucleotide syntheses were conducted on an ABI 394

DNA/RNA synthesizer by classical phosphoramidite chemistry with
commercial phosphoramidites and CPG (Control Pore Glass) solid
support using standard conditions. Crude sequences were purified by
semi-preparative HPLC Dionex 600 in reverse phase with a gradient
of buffer B (triethylammonium acetate (TEAAc) 0.05 M + 80% MeCN)
in buffer A (TEAAc 0.05 M + 1% MeCN) at 30 °C at a flow rate of 4
mL/min. Purified DNA samples were analyzed by analytic HPLC with a
gradient of buffer B (TEAAc 0.05 M + 80% MeCN) in buffer A (TEAAc
0.05 M + 1% MeCN) at a flow of 1 mL/min. MALDI-TOF mass spectra
were recorded on an Axima assurance spectrometer (Shimadzu Biotech)
using 1 pL of purified DNA sample mixed with 5 pL of a 6-aza-2-thio-
thymine (ATT) saturated matrix and ammonium citrate (0.1 M) as co-
matrix. Samples were then spotted on a stainless steel plate and air
dried before analysis. Reactions under microwave irradiation were re-
alized on a monowave 400 (Anton Paar) in G10 reaction flask with a
power of 850 W and a speed of 400 t/min.

4-(Hydroxymethyl)phenylboronic Acid MIDA Ester 4

An oven-dried flask topped with a Dean-Stark apparatus and con-
denser was charged sequentially with 4-(hydroxymethyl)phenylbo-
ronic acid (3; 200 mg, 1.32 mmol), MIDA (387 mg, 2.63 mmol), anhyd
benzene (2.7 mL), and DMSO (0.3 mL). The Dean-Stark trap was filled
with benzene and the resulting mixture was heated at reflux for 20 h
(reaction monitored by TLC). The solution was cooled to rt, concen-
trated under reduced pressure, and the resulting residue was purified
by flash column chromatography (silica gel, EtOAc/acetone 8:2) to
provide compound 4 (340 mg, 98%); Ry= 0.35 (EtOAc/acetone 8:2)

TH NMR (400 MHz, CD;CN): & = 2.49 (s, 3 H), 3.91 (d, J = 17.2 Hz, 2 H),
411(d,J=17.2 Hz, 2 H), 457 (s, 2 H), 7.34 (d, ] = 8.0 Hz, 2 H), 7.45 (d,
J=8.0Hz, 2 H).

13C NMR (100 MHz, CD5CN): & = 41.4, 62.8, 64.6, 127.2, 133.5, 144.2,
169.6.

1B NMR (128 MHz, CD,CN): § = 11.59.

HRMS (ESI+): m/z [M + HJ* calcd for C;,H;4NOsB: 264.1043; found:
264.1039.

4-(Azidomethyl)phenylboronic Acid MIDA Ester 2

Compound 4 (200.0 mg, 0.76 mmol) was dissolved in anhyd DMF
(4 mL) and the resulting solution was cooled to 0 °C and treated by
dropwise addition of DPPA (212 pL, 0.91 mmol) and DBU (136 pL,
0.91 mmol). The mixture was stirred at rt for 15 h (monitored by
TLC). After addition of EtOAc, the organic layer was extracted with
water (3 x 5 mL), dried (anhyd Na,SO,), and concentrated under re-
duced pressure. The crude product was purified by flash column
chromatography (silica gel, EtOAc/acetone 8:2) to afford compound 2
(195.0 mg, 89%) as a white solid; R;= 0.50 (EtOAc/acetone 8:2).

H NMR (400 MHz, CD5CN): 8 = 2.50 (s, 3 H), 3.90 (d, J = 17.2 Hz, 2 H),
408 (d,J = 17.2 Hz, 2 H), 441 (s, 2 H), 7.37 (d, J = 8.0 Hz, 2 H), 7.31 (d,
J=8.0Hz, 2 H).

13C NMR (100 MHz, CD;CN): & = 48.5, 55.1, 62.9, 128.9, 133.9, 138.9,
169.6.

118 NMR (128 MHz, CD;CN): § = 11.44.

HRMS (ESI+): m/z [M - N, + HJ" calcd for C,H;5N,0,B: 261.1043;
found: 261.1071.

On-Column lodination

Upon completion of the syntheses of the desired sequences (DMT-
off), the columns were removed from the synthesizer and 1 mL sy-
ringes were fitted to each end. A solution of (PhO);PCH;I (1 mL; 0.5 M
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in anhyd DMF; 500 pmol) was then passed through the column at rt
for 15 min. The column was then washed with DCM (10 mL), MeCN
(10 mL), and DCM (10 mL), and eventually dried under argon.

On-Column Azidation

The column containing the 5'-iodo oligodeoxyribonucleotide bound
to a CPG resin was fitted in each end by 1 mL syringes. A solution of
TMGA (1 mL; 0.3 M in anhyd MeCN; 300 pmol) was then passed
through the column 10 to 15 times before placing the column in an
oven at 60 °C for 90 min. The column was then washed with MeCN
(10 mL), sodium bisulfite soln (5 mL), DCM (5 mL), and MeCN (5 mL),
and dried under argon.

0On-Column CuAAc Reactions

Incorporation of Alkyne-Boronic Acid 1

All solutions were freshly prepared and degassed with argon bub-
bling. The column containing the 5'-azido oligodeoxyribonucleotide
bound to a CPG resin was fitted in each end by 1 mL syringes. 1 mL of
a solution containing boronic acid 1 (80 pL; 0.1 M in MeCN; 8 umol),
THPTA (30 pL; 0.1 M in water; 3 pmol), CuSO,4 (25 pL; 0.04 M in wa-
ter; 1 umol), and sodium ascorbate (50 pL; 0.1 M in water; 5 umol)
was then passed through the column 10 to 15 times before putting
the column in a shaker at 60 °C for 60 min. The column was then
washed with aq EDTA disodium salt (5 mL) and MeCN (5 mL) and
dried under argon.

Incorporation of Azide-Boronic Acid 2

All solutions were freshly prepared and degassed with argon bub-
bling. Protected oligodeoxyribonucleotide attached to CPG beads was
placed into a 10-mL reaction flask (G10). THPTA (30 uL; 0.1 M in wa-
ter; 3 pmol) and boronic acid 2 (200 pL; 0.1 M in dioxane/MeCN 8:2;
20 pmol), CuSO,4 (25 pL; 0.04 M in water; 1 umol), and sodium ascor-
bate (50 pL; 0.1 M in water; 5 pmol) were added and the resulting
mixture was then stirred for 120 min at 60 °C under microwave irra-
diation (power: 850 W, speed: 400 t/min).?° The beads were then suc-
cessively washed with aq EDTA disodium salt (5 mL) and MeCN (5
mL), and eventually dried under argon. ODN11 was obtained using
boronic acid 2 (100 pmol) after 180 min under microwave irradiation
at 60 °C.

Deprotection, Analysis, and Purification of Oligonucleotides
Deprotection and cleavage of the DNA sequences from the solid sup-
port was achieved upon mixing with concd NH,OH at 55 °C for 5 h.
Deprotection and cleavage of the RNA sequences from the solid sup-
port, on the other hand, was possible after passing 1 M DBU in MeCN
soln through the column for 3 min before treating the beads with
concd NH,OH at 37 °C for 3 h.
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Boronic Acid-Mediated Activity Control of Split 10-23 DNAzymes

Mégane Debiais,” Amandine Lelievre,” Jean-Jacques Vasseur,” Sabine Miiller,*® and

Michael Smietana*®?

(Abstract: The 10-23 DNAzyme is an artificially developed
Mg**-dependent catalytic oligonucleotide that can cleave
an RNA substrate in a sequence-specific fashion. In this
study, new split 10-23 DNAzymes made of two nonfunction-
al fragments, one of which carries a boronic acid group at
its 5" end, while the other has a ribonucleotide at its 3’ end,
were designed. Herein it is demonstrated that the addition

N

of Mg?" ions leads to assembly of the fragments, which in\
turn induces the formation of a new boronate internucleo-
side linkage that restores the DNAzyme activity. A systematic
evaluation identified the best-performing system. The results
highlight key features for efficient control of DNAzyme activ-
ity through the formation of boronate linkages.

/

Introduction

The spontaneous and reversible reaction between boronic acids
and cis-diols leading to the formation of cyclic boronate esters
has been comprehensively investigated™ and has found wide-
spread use for biomedical,? sensing,®’ materials,” and supra-
molecular applications.” This reaction is notably characterized
by the ability of boronic acids to operate in aqueous media, and
by the reactivity of the boron atom, which can be either sp*
or sp*>-hybridized depending on the addition of a Lewis base.®

In this context, we recently developed reversible DNA- and
RNA-templated boronate-formation systems operating through
the reaction of two oligonucleotide fragments, one of which
has a boronic acid group at its 5" end, and the other a ribonu-
cleotide at its 3 end (Figure 1A).”? While boronate esters are
known to be sensitive to water, the presence of the template
increases significantly the effective molarity of the two oligo-
nucleotide fragments and facilitates the reaction.” The result-
ing strand therefore differs from natural DNA by having a bor-
onate internucleoside linkage instead of a phosphodiester. In-
spired by these results we decided to evaluate whether the
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formation of boronate esters at key positions of engineered
split DNAzymes could be triggered by an effector and subse-
quently be used to control their activity (Figure 1B).

Like ribozymes, DNAzymes are capable of supporting a wide
variety of reactions.” Yet, the most prominent and best stud-
ied representatives of the DNAzyme family are RNA-cleaving
DNAzymes.'"” Composed of a catalytic core and substrate-rec-
ognizing domains, RNA-cleaving DNAzymes catalyze the phos-
phodiester bond cleavage of their RNA substrate with the aid
of a divalent cation. Among them, the 10-23 DNAzyme, which
was named after the round and clone numbers of its respec-
tive in vitro selection, has been the most widely studied RNA-
cleaving DNAzyme."" Its catalytic core is composed of a loop
flanked by two complementary substrate-recognition domains.
On binding the substrate, which is a full oligoribonucleotide or
an oligodeoxyribonucleotide with a single ribonucleotide at
the cleavage site, the catalytically competent structure is
formed in the presence of magnesium ions, followed by cleav-
age of a specific phosphodiester bond."?

i A) Boronic-acid-mediated DNA-templated ligation!”!

/\/\Q] DNA template
AN

DNA fragments

—_——

Ligated duplex

H B) This work: Boronic-acid-mediated control of split DNAzyme activity

O @ mmem O

NN\

NG A — =

DNA fragments  RNA substrate ~ Functional DNAzyme Cleaved substrate

Figure 1. Schematic representation of boronic acid-mediated assembly of
nucleic acids.
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The 10-23 DNAzyme catalytic core has been well studied
through base or phosphate substitutions and deletions. The
Gy-G,, and C,—G,, regions were demonstrated to be directly
involved in forming the catalytic site."”

Since DNAzymes are easy to synthesize and to modify, many
studies have been devoted to improve their stability and cata-
lytic properties.**' |n this context split systems, which rely
on dividing a DNAzyme into a series of two or more independ-
ent fragments that are able to assemble in the presence of a
specific target, are emerging as novel biosensing tools for the
modulation of DNAzyme activity with high spatial and tempo-
ral resolution.™”

Although split systems are yet easier to synthesize and carry
fewer negative charges per strand, the design of efficient split
systems can be a challenging task. The choice of the split site
and the resulting stability and efficiency of the split DNAzyme-
substrate complex are key issues that need to be considered,
in particular when application of the split system in diagnostics
or therapy is planned. Most of the systems rely solely on the
target-driven assembly of the fragments, which, however,
often results in unstable and/or poorly active systems. This
drawback can be counterbalanced by the use of fragments
modified with chemical functionalities that upon addition of
the target are brought into close proximity to allow covalent
end joining of the fragments. Ideally, this reaction occurs with-
out prior chemical activation. Therefore, fragment design and
experimental verification of the activity of the assembled struc-
ture are required for the development of split DNAzymes.

Results

To achieve this control, the 10-23 DNAzyme was split into two
fragments individually at all thymidine positions, located either
in the catalytic loop or in one of the flanking arms. To monitor

the performance of the different systems, the RNA substrate
5-GGAGAGAGAUGGGUGCG-3" was fluorescently labeled with
ATTO680 at its 3’ extremity and the cleavage rates k of DNA-
zymes Dz1-Dz6 were determined by quantification of the
amount of cleaved RNA at eight different time points, analyzed
by denaturing polyacrylamide gel electrophoresis (PAGE) on a
LICOR DNA sequencer (Figure 2A). Cleavage reactions were
performed under single-turnover conditions; hence, binding of
the substrate and release of the cleavage products did not
need to be considered.

The first fragment of each DNAzyme was modified at its 3
extremity with a cytosine ribonucleotide, while the second
fragment was modified at its 5" extremity with a boronic acid
moiety. Three phosphoramidite derivatives of boronic acid,
namely T®", Ph®", and Napht®", were prepared and incorporat-
ed individually at all thymidine positions of the 10-23 DNA-
zyme (Figures 2B and C). The phosphoramidite of T®" was pre-
pared according to our previously reported procedure.78
Phosphitylation of commercially available 4-hydroxyphenylbor-
onic acid pinacol ester delivered the phosphoramidite deriva-
tive of Ph®™, while the phosphoramidite of Napht®™ was ob-
tained from 6-hydroxynaphthalene-2-boronic acid after protec-
tion of the boronic acid as a MIDA ester and phosphitylation
(Supporting Information). These derivatives were then incorpo-
rated at the 5’ end of the oligonucleotide sequences on an au-
tomated DNA synthesizer by using conventional phosphorami-
dite chemistry.

To further understand the effect of Ph® and Napht®" modifi-
cations, we evaluated also the performance of split DNAzymes
in which these moieties were added after the T,,, Tis Ty Toy
and T,, positions instead of replacing these final residues. In
each case, the activity of the corresponding unmodified split
DNAzymes was evaluated as control.

A
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Figure 2. A) Secondary structure of wild-type 10-23 DNAzyme (Dz1). The pink arrowhead indicates the cleavage site and the blue star represents the fluores-
cent dye ATTO680. Thymidine residues that have been replaced with structures shown in B) in individual experiments are highlighted in red. B) Phosphorami-
dite derivatives of boronic acid incorporated at various thymidine positions. C) Sequences of the split DNAzymes (Dz2-Dz5) employed in this study.

Chem. Eur. J. 2020, 26, 1-8 www.chemeurj.org

© 2020 The Authors. Chemistry - A European Journal published by Wiley-VCH GmbH

KK These are not the final page numbers!



Chemistry
Europe

European Chemical
Societies Publishing

Full Paper

Chemistry—A European Journal doi.org/10.1002/chem.202004227

The Mg**-dependent catalytic ability was first evaluated on
the parent Dz1, which showed a cleavage rate of k=0.364+
0.073 min~" and a percentage of RNA cleaved (A) of about
80%, in accordance with previously reported data,"” while no
reaction could be observed in the absence of Mg?" ions
(Table 1, entry 1 and Figure S19 in the Supporting Information).

We started our study with the unmodified split DNAzyme
Dz2, which showed no cleavage after 2 h of incubation. This
result is coherent with previous studies, which demonstrated
that nonbridging phosphate oxygen atoms located between
C,; and T,, are involved in direct coordination of Mg*" ions
(Table 1, entry 2).*9 Consequently, it was not surprising that
replacement of C,;, by a ribocytosine and T,, by T®" did not re-
store the activity (Table 1, entry 3). Interestingly, if the DNA-
zyme was split between C;s and T, (Dz3), it was still active
(A=79.6%), although a sixfold reduction of the cleavage rate
compared with Dz1 was observed (k=0.03940.003 min~",
Table 1, entry 4). However, replacing C;s by a ribocytosine and
T.s by TP somewhat restored the activity (k=0.127+
0.045 min~', A=82.7%), which suggests that the formation of
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a boronate internucleoside linkage influences the activity of
the split DNAzyme (Table 1, entry 5). Interestingly, joining of
the fragments occurs in a region in which flexibility is impor-
tant. A control experiment with the fragment carrying the ter-
minal C,; and the T®-modified fragment confirmed this effect
(Table 1, entry 6). Concerning the other evaluated Dz3-based
systems (Table 1, entries 7 and 8), very limited variations were
observed compared with the unmodified split DNAzyme Dz3.

When the DNAzyme was split at the junction of the catalytic
core and the flanking arm (Dz4), a remarkable decrease of
product yield was observed (A=47.3%; Table 1, entry 9), most
probably due to the incapacity of the DNAzyme to adopt its
active structure. Interestingly, the replacement of C,, by an rC
residue and T,s by T®" in Dz4 restores the activity remarkably
(Table 1, entry 10; A=61.6%). All other modifications increase
the cleavage rate by varying degrees, but product yields were
similar to those of the parent split Dz4 (Table 1, entries 11-14).

When the cut is positioned in the flanking arm between C,¢
and T, the unmodified split DNAzyme Dz5 (Table 1, entry 15)
recovers some activity (k=0.08740.012 min~', A=57.9%), al-
though only three base pairs of the 5 fragment are comple-
mentary to the RNA substrate. Here again, the formation of a

boronate internucleoside linkage restores activity when Cyg
Table 1. Observed rate constants. and percentage of total RNA cleaved and T,, are replaced by a ribocytosine and TB", respectively
for 10-23 DNAzymes Dz1 and split DNAzymes Dz2-Dz6. .4 .
(Table 1, entry 16; k=0.120+0.024 min~', A=64.0%). Surpris-
Entry DNAzyme Y X K& [min—" A [%] ingly, in this specific configuration the highest cleavage rate is
1 Dz1 _ - 0364(£0073)  756(+£17) obtained when Ph®" is added after T,,. The activity of this split
variant is nearly as high as that of the parent Dz1 (Table 1,
2 D22 c TB" inactive - entry 19; k=0.204+0.058 min"), although the percentage of
3 ¢ T inactive - total RNA cleavage is somewhat lower (A=59.2%). The exact
4 C T 0.039(+ 0.003) 79.6(£2.3) nature of the activity increase observed with X=TPh®" in Dz5
5 rc T 0.127(£0.011)  82.7(£3.9) remains unclear. It is well known that the formation of boro-
6 Dz3 c ™ " 0.048(£0.007)  80.3(+4.2) nate esters is favored for aromatic boronic acids compared
7 rC  Napht™ 0.050(£0.005)  86.8(£3.2) . - . 6] . o
8 (C  TNapht™  0068(-0004) 821(+15) with al!phatlc ones.. Hence, the rather hlgh erX|b|I|ty. of the
3’-terminal nucleotides of the 5 fragment in Dz5 might be
9 c T 0.013(£0.002)  47.3(£5.1) counterbalanced by the rigidity of the aromatic boronate ester,
10 rc T:'B 0.094(+0.017)  61.6(+3.1) formed when X=TPh®". By contrast, when Ph®" replaces T,,
1 rC  Ph® 0.063(£0.011)  44.1(£2.6) —_ phBn T . . i
1 Dz4 (€ Napht® 0026(£0.001)  47.0(£1.1) (X=Ph®"), the activity is notlcefa\bly reduced, most likely b.e
13 rC  TPh® 0.076(0013)  46.5(+2.5) cause the structure of the resulting DNAzyme becomes strain-
14 rC  TNapht™  0.021(+£0.004)  42.5(+4.4) ed due to the missing nucleotide T,,.
Lastly, split DNAzyme Dz6 is characterized by a cut between
15 c T 0.087(£0.012)  57.9(+£2.2) ) . , .
16 c e 0.120(£0024)  64.0(£3.2) Cyg and T,q, such 'Fhat flve. ba'se pairs at the 3’ terminus .o.f the
17 rC  PH®" 0.019(0.003)  47.7(+4.2) 5" fragment remain for binding to the substrate. Surprisingly,
18 Dz5 rC  Napht®™ 0.016(+£0.006)  57.7(+12.7) activity of this split variant is somewhat lower than that of un-
19 rC  TPh™ . 0204(£0058)  59.2(+30) modified split DNAzyme Dz5, despite the two additional base
20 rC  TNapht 0.033(+0004)  53.0(x29) pairs in Dz6 (Table 1, entry 21; k=0.05940.007 min~', A=
21 c T 0.059(-0.007)  44.9(+18) 44.9%). However, when Cy and T,, are replaced with rC and
22 fC T 0211(+£0.037)  64.2(£2.0) T8, respectively, a remarkable increase of the cleavage rate
23 D26 rc PhB"h . °~045Ei0-005; 6‘-5%2-4; and product yield is observed (Table 1, entry 22, k=0.2114+
24 rC  Napht®™ 0.052(+0.008)  59.7(+3.3 . o I .
. ¢ TPH®" 0085(£0013)  66.8(£3.1) 0.037 mln. , A—§4.2 %). All other modlflcatlon's. also |.nduced
26 fC  TNapht®™  0.057(£0015  70.8(-6.5) product yields higher than that of the unmodified split DNA-
- - zyme Dz6, albeit with lower cleavage rates (Table 1, entries 23—
[a] Observed rate constants of DNAzymes under single-turnover condi-
tions (2 h reaction at 25°C, 50 mm Tris buffer (pH 8.6), 20 mm MgCl,, 26).
20 nm of substrate, and 2 um of each Dz fragment). First-order rate con- Although the formation of boronate esters can be observed
stants k were obtained from curve fitting to [S]=A(1—e*), where [S] is in neutral aqueous media, it is well known that the association
the fraction of uncleaved subs.trate aF t|m1<7e t, and A is the percentage of between boronic acids and cis-diols is favored at higher pH.
total RNA cleaved after 2 h of incubation.!” . . . .
This effect is explained by the formation of an hydroxyboro-

© 2020 The Authors. Chemistry - A European Journal published by Wiley-VCH GmbH
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Figure 3. Time courses of cleavage reactions under single-turnover conditions analyzed by a LICOR DNA sequencer. A) pH dependence of modified Dz4.
B) Parent DNAzyme Dz1 and C) split DNAzymes Dz4 in the absence or presence of 1000 equiv of catechol.

nate complex resulting from rehybridization of the boron atom
from sp? to sp’ and a substantial release of angle strain around
the boron center."®

Thus, we evaluated the cleavage activity of Dz4 from pH 5.5
to pH 9.6. At pH 5.5 neither the parent Dz1 nor its split Dz4
analogues (X=Tor T®", Y=C or rC) were found to be active. In
the case of Dz1, increasing the pH value to 9.6 resulted in no
significant difference in terms of cleavage rate or product yield
(A=76 and 83% at pH 8.6 and 9.6 respectively; Figures S1,
S44-545 in the Supporting Information). Similarly, the percent-
age of cleaved substrate obtained with the unmodified Dz4
(X=T, Y=C) decreased from 58 to 47% at pH 9.6 and 8.6 re-
spectively (Figures S26, S46-S47 in the Supporting Informa-
tion). However, in the presence of the T®" modified split Dz4
we were pleased to observe a ~25 % increase of the percent-
age of product yield, when the pH value was raised to 9.6
(from 61.6 to 81.5% at pH 8.6 and 9.6, respectively; Figure 3A)
thus nearly reaching the wild-type activity after 2 h of incuba-
tion and this further demonstrates the ability of the noninva-
sive nature of borono-modified systems to control DNAzyme
activity through pH variations.

Finally, to provide definitive proof that the boronic acid—diol
interaction controls the split-DNAzyme activity, we performed
a competition experiment in the presence of 1000 equiv of cat-
echol. Catechol is known to form stable esters with boronic
acid and thus would outcompete the 3'-terminal diol in Dz4.1"”
As expected, the addition of catechol induced only a slight de-
crease of the percentage of cleaved substrate with Dz1, most
likely as a consequence of nonspecific interaction of catechol
with the DNA strands (from 76 to 66 %, Figure 3B), whereas a
dramatic loss of activity from 62 to 20% was observed for Dz4
(X=T®", Y=rC; Figure 3C) matching that of the unmodified
analogue (X=T, Y=C). These results demonstrate unambigu-
ously the role played by the boronic acid and diol partners to
either reactivate the DNAzyme or, if needed, suppress its activi-

ty.

Discussion

Split DNAzymes carrying a cytosine ribonucleotide at the 3’
terminus, and a boronic acid derivative (T®", Ph®™ or Napht®")
at the 5’ terminus at the split site were investigated. The objec-

Chem. Eur. J. 2020, 26, 1-8 www.chemeurj.org

tive of evaluating Ph®" and Napht®" in addition to T®" was two-
fold. Firstly, we sought to take advantage of the greater stabili-
ty of aromatic boronic acids and of the resulting boronate
esters. Secondly, by positioning Ph® and Napht® in place of
the last residue or after the T,,, Ty, Tas T,y and T,y positions,
we wanted to evaluate the influence of flexibility and stacking
interactions. It is notable that these parameters seem to have
had an influence only in the case of Dz6, in which stacking in-
teractions most likely participate in stabilization of the system.
We have already demonstrated in the past by semiempirical
calculations"®' that the electrostatic potential, sugar pucker-
ing, and C4-oxygen distance of T®" are almost identical to
those of its natural counterpart. The present results confirm
the importance of this bioisostere for efficient control of DNA-
zyme activity.

There is quite some evidence in the literature that catalysis
by the 10-23 DNAzyme can be suitably described by the Mi-
chaelis-Menten model. However, most studies have not been
carried out under saturating substrate concentration, but
under single-turnover conditions with the DNAzyme in excess
over substrate. Normally, a simple first-order reaction is ob-
tained then. Nevertheless, as observed for other ribozymes, the
DNAzyme cleavage reaction can follow biphasic kinetics. For
an ideal DNAzyme under saturating conditions, every substrate
molecule is expected to bind to a DNAzyme, and the observed
rate of cleavage k should be equal to the sum of the forward
and reverse rate constants. Biphasic kinetics may arise when
an alternative conformation of the DNAzyme-substrate com-
plex forms off the cleavage pathway and is in slow exchange
with the active conformation. In this case, one would observe
an initial fast rate that corresponds to the normal cleavage
rate, followed by a slow rate after a certain percentage of the
substrate is cleaved. Some of the curves shown in Figure 4
indeed imply that the kinetics may be more complicated than
simple first-order reactions. It is possible that with the split
DNAzymes, part of the RNA substrate is trapped in alternative
cleavage-inactive conformations. If these transform into an
active conformation, cleavage would be slower or follow bi-
phasic kinetics, but the reaction eventually would reach com-
pletion. Therefore, we preferentially rely on the final percent-
age of cleavage for comparing the different systems. In some
cases (Figure 4), we observed only a small fraction of cleaved
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Figure 4. Time courses of cleavage reactions under single-turnover conditions analyzed by a LICOR DNA sequencer. A) Parent DNAzyme Dz1 and unmodified
split DNAzymes Dz2-Dz6. DNAzyme activities of unmodified and modified split DNAzymes B) Dz3, C) Dz4, D) Dz5, and E) Dz6.

substrate. This may indicate 1) chemically impure fragments
constituting the split DNAzyme, 2) stable alternative conforma-
tions or aggregates of involved fragments, 3) stable inactive
conformations of DNAzyme-substrate complex, or 4) an inac-
tive conformation of the DNAzyme that stably binds the sub-
strate. For DNAzymes investigated herein, it appears reasona-
ble that, depending on the split site and the functionality at
the 5’ terminus of the 3'-DNAzyme fragment, part of the RNA
substrate may bind to either the 5" or the 3’ fragment of the
DNAzyme without being cleaved, because the catalytically
competent complex is not formed. Taken together, the reached
percentage of cleavage appears to be a suitable measure for
DNAzyme performance and functionality of the individual split
DNAzymes.

Important insights have emerged from these results. The dif-
ferent unmodified split systems show various degrees of cleav-
age activity (Figure 4A). This was surprising, since one may
expect that, if split into fragments, the catalytically competent
conformation is difficult if not impossible to adopt. This would
apply in particular to variants Dz2, Dz3, and Dz4, in which the
split is located in the catalytic loop (Figure 2C). Yet, activity
was observed for the unmodified split variants of Dz3 and Dz4
(Table 1, Figure 4). Only Dz2 showed high sensitivity when split
into fragments. In that case, no activity was observed, neither
for the unmodified split variant, nor for the modified variants
with potential for boronate formation (Table 1, Figure 4A).
Taken together, we have demonstrated that activity of split
DNAzymes can be significantly restored by boronate ester for-
mation, which does not require any kind of additional chemical
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or enzymatic activation. This is a clear advantage over other
split systems that, in order to become functional, rely on
chemical or enzymatic ligation of the assembled fragments.!"!
While the potential of Ph®™ and Napht® remains limited, T®"
stands out as an efficient bioisosteric analogue of natural thy-
midine, even when located in non-Watson-Crick base-paired
regions, as demonstrated with Dz3 (Figure 4B-E). Thus, while
many studies have been devoted to the analysis of functional
sequence requirements in the catalytic core of the 10-23 DNA-
zyme,"™ we here confirm and extend previous results for both
10-23""7<2 and 8-17 DNAzymes®" showing that, even if per-
turbed, unmodified split systems are able to maintain some
level of functionality.

Even though the 10-23 DNAzyme is the most extensively
studied representative of the DNAzyme family, structural data
are rare, and the exact cleavage mechanism is still rather
poorly understood. Nevertheless, a large number of biochemi-
cal studies have allowed conclusions to be drawn on the im-
portance and functional role of nucleotides in the catalytic
loop. According to the numbering used in our study and
shown in Figure 2A, G, to G,,, as well as C,; and G,, are abso-
lutely essential, since modification at those positions greatly af-
fects cleavage activity. Modification of C;s to A,, and A,; was
found to only slightly affect the cleavage rate,"* whereby T,
appears to be completely dispensable: it can be replaced with
a C3 spacer or an abasic residue, or completely deleted with-
out loss of activity.'®' Deletion of T, was even found to in-
crease cleavage activity.'***2%! Furthermore, it was shown pre-
viously that a certain degree of conformational flexibility is cru-
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cial for the 10-23 DNAzyme activity. Substitution of T,; by an
LNA analogue resulted in strong reduction of activity.”? Thus,
not surprisingly, splitting the DNAzyme between C,s and T
(as in Dz3) did not significantly affect activity, and even the un-
modified split system cleaved up to 82% of the substrate
(Table 1).

On the contrary, T;, has been described being absolutely es-
sential for activity. Structural prearrangement of some of the
loop nucleotides is important for correct function, and, in par-
ticular, proper positioning of the nucleobase of T,, as well as
of the exocyclic amino group of C,; seems to be requir-
ed.® 2 |n addition, the nonbridging oxygen atoms of the
phosphate group between T,, and A,; were suggested to be
involved in metal-ion coordination.*®<2%! Sypstitution of loop
nucleotides by a C3 spacer or an abasic site enhances flexibility
of the DNAzyme loop, which has been shown to be tolerated
at some positions, but not T,,.*<2"! Therefore, splitting the
DNAzyme between C,; and T, (as in Dz2) heavily affects activi-
ty, very likely due to the more flexible structure and the there-
fore missing required local arrangement at this site. Activity
could not even be restored by the borono-functionalized frag-
ments, and this implies that the boronate linkage may not
even have formed, as a consequence of the flexible structural
environment.

The neighboring nucleotides of the scissile purine nucleotide
in the RNA substrate play an important role in determining a
flexible equilibrium of base pairing with the DNAzyme, thereby
acting as a hinge between the catalytic loop and the RNA-DNA
helical arms."* 7" |n our DNAzyme variant, U+ 1 would be in
equilibrium of base pairing with Ag or Gy, and G—1 would be
in equilibrium of base pairing with A,; or C,,. These equilibria
allow the catalytic loop to be properly positioned relative to
the double-helical arms and adopt the catalytically competent
conformation. The results obtained for Dz4 with the split site
between C,, and T,s (Figure 2) are in agreement with this im-
portant functional role of C,,. Activity of the unmodified split
system is strongly abolished, and also formation of a boronate
linkage can only partially restore it. Lastly, results obtained for
Dz5 and Dz6, both bearing the split site in the helical arms,
mirror increased stability of the DNAzyme-substrate complex,
due to formation of the boronate linkage as compared with
the unmodified fragments, and as a consequence higher cleav-
age activity.

Conclusion

We have reported a new concept for the activity control of
split DNAzymes, through the use of two fragments, one of
which is modified with a boronic acid at the 5 end and the
other with a cis-diol at the 3’ end. In the presence of an RNA
substrate, the assembly of the two nonfunctional fragments
brings the two moieties into close proximity, and a boronate
internucleoside linkage is formed spontaneously. This leads to
stabilization of the DNAzyme structure and restores activity for
cleavage of the RNA substrate. By varying the position of the
boronate linkage we were able to characterize the key ele-
ments and the optimum split site for maintaining high levels

Chem. Eur. J. 2020, 26, 1-8 www.chemeurj.org

of activity. In the long term, the reversible formation of boro-
nate esters and the tunable boronic ester-boronate equilibri-
um may be a promising concept to control functional nucleic
acids for the development of valuable biosensing platforms.
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Titre : Utilisation des acides boroniques pour 1’assemblage et le controle d’acides nucléiques
fonctionnels

Résumé : Connus pour étre des biomolécules polyvalentes jouant un role crucial dans la régulation de
I'expression des genes, la capacité d’association des acides nucléiques permet de programmer leur
assemblage et ce faisant I’émergence de nouvelles fonctions. En effet, la possibilité d’utiliser leur
spécificité d’association pour 1’obtention d’arrangements spécifiques fonctionnels est trés prometteuse
notamment dans le domaine des nanotechnologies et de la bioanalyse.

Dans la premicere partie de ce travail, le DNAzyme 10-23 a été choisi comme modeéle pour concevoir et
¢tudier de nouveaux systémes fonctionnels a base d'acides nucléiques modifiés par des acides
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milestone in the relatively recent history of nanotechnologies and bioanalysis.
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