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ABBREVIATIONS 

 

aaRS  Aminoacyl-ARNt synthétase  

ARNt   ARN de transfert 

Acétyl-coA  Acétyl-coenzyme A  

AD1   Activation domain 1 

ADN :   Acide DésoxyriboNucléique  

ADP    Adénosine diphosphate 

ARNm  ARN messager  

ATM    Ataxia telangiectasia mutated  

ATR   AT RAD3-related 

BER   Base excision repair 

Boc   tert-butyloxycarbonyl  

BTP   Bis-Tris Propane 

CARM1  Coactivator-associated arginine méthyltransférase 1 

CBD     Cassure double brin 

CpG :   Cytosine-phosphate-guanine 

CREB   cAMP response element-binding protein. 

CRTC2  CREB Regulated Transcription Coactivator 2 

Cryo-EM  Cryomicroscopie électronique  

CuAAC Copper-catalyzed azide-alkyne cycloaddition 

DMF   Diméthylformamide 

DMSO  Diméthylsulfoxide 

DNMT   DNA methyltransferase 

DPPF   1,1'Bis(diphenylphosphino)ferrocene 

DPPE   1,2-bis(diphénylphosphino)éthane 

DPPM   1,1-Bis(diphénylphosphino)méthane 

DPPP  1,3-Bis(diphenylphosphino)propane 

Erα  Nuclear estrogen receptor 

EC50  Concentration efficace médiane  

Et3N  Triéthylamine 

FAD   Flavine adénine dinucleotide  

Fmoc-Cl  Chlorure de fluorénylmethoxycarbonyle  

GAR    Glycine-Arginine Rich 

HAT   Histones acétyltransférases  

HDAC   Histones désacétylases  

HKMT   Histones lysines méthyltransférases  

IBX   Acide 2-iodoxybenzoïque  

IC50   Concentration inhibitrice médiane 

IL-8   Interleukine humaine 8  
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JABP1  Jak Binding Protein 1  

JAK2   Janus Kinase 2 

JHDM   Jumonji C domain-containing histone demethylase 

JmjC   Jumonji C 

KAT   Lysines acétyltransférases 

Kd  Constante de dissociation 

KDMT   Les lysines déméthylases   

LC-MS  Chromatographie en phase liquide-spectrométrie de masse 

LSD   Lysine-specific histone demethylases  

MeOH   Méthanol 

MEP50  Methylosome protein 50 

MMA-Nδ  Nδ-monométhylarginine  

MMA-Nω',Nω' MMA-Nω' Nω'-monométhylarginine  

MPAA  4-mercaptophénylacétique  

NCL   Ligation Chimique Native  

sDMA-Nω’,Nω’’ Diméthylarginine symétrique  

aDMA-Nω’,Nω’ Diméthylarginine asymétrique  

PABP1  Polyadenylate-binding protein 1  

PAD   Peptidylarginine déiminases  

pb    Paire de bases 

PGM   Proline-glycine-méthionine 

pH  Potentiel hydrogène  

PRMT   Protéine arginines méthyltransférases  

PTM    Modifications post-traductionnelles  

RMN  Résonance magnétique nucléaire 

RSF1   Repressor Splicing Factor 1 

SAM   S-adénosyl-L-méthionine  

SAP145  Spliceosome-associated protein 145 

SAP49  Spliceosome-associated protein 49 

SMN   Survival of Motor Neuron 

SPhos  2-Dicyclohexylphosphino-2′,6′-dimethoxybiphenyl 

Xphos  2-Dicyclohexylphosphino-2′,4′,6′-triisopropylbiphenyl 

SPPS   Synthèse sur support solide 

TBTA   (tris[(1-benzyl-1H-1,2,3-triazol-4-yl)methyl]amine) 

TCDI   1,1’-thiocarbonyldiimidazole  

TFA  Acide trifluoroacétique  

THF  Tétrahydrofurane  

THPTA (tris(3-hydroxypropyltriazolylmethyl)amine) 

TIPS  Triisopropylsilane 

Tm   Température de fusi
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I. Introduction 
 

I.1 L’épigénétique  
 

I.1.1 L’ADN: le support de l’information génétique  
 

L’ADN est un polymère qui est constitué par l’assemblage de 4 nucléotides (A-T-C-G) qui eux-

mêmes sont constitués de trois éléments principaux : un groupement phosphate, un sucre 

(désoxyribose) et une base azotée (Figure 1). Ces quatre bases azotées sont classées en 

deux types : les purines Adénine (A) et Guanosine (G) et pyrimidines Cytosine (C) et Thymine 

(T) (Figure 1).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1: Structure de l’ADN 

 

Notre ADN est constitué de deux brins antiparallèles et complémentaires, assemblés en une 

double hélice. Cette structure est maintenue par des liaisons hydrogènes entre bases azotées 

« inter-brins » dictant la complémentarité d’appariement de ces dernières : adénine et thymine 

– via deux liaisons hydrogènes –, guanine et cytosine – via trois liaisons hydrogènes (Figure 

1).1,2  

On parle dans ce cas d’interactions de type Watson-Crick qui permettent aux bases de 

s’empiler les uns sur les autres sous la forme d’une hélice hélicoïdale comme l’ont décrit en 

1953 Watson et Crick à partir des données expérimentales obtenues par Rosalind Franklin.1,3  
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Il faut savoir qu’il existe plusieurs conformères de l’ADN (ADN A, ADN B, ADN Z), en fonction 

de la séquence, des modifications chimiques présentes sur les bases azotées qui le 

composent, de la salinité, et le taux d’hydratation (Figure 2).2,4 

 

 

Figure 2: De gauche à droite les conformères de l’ADN : ADN A, ADN B, ADN Z.  

 

La conformation B est la forme qui prédomine dans les conditions physiologiques.5 Elle est 

structurée en hélice droite et un tour complet d’hélice fait 3.4 nm. En d’autres termes, la double 

hélice fait un tour complet autour de son axe en moyenne toutes les 10.5 paires de bases (pb). 

Ainsi, un tour d’hélice comporte environ 21 nucléotides chacun perpendiculaire à l’axe de 

rotation. Les bases sont orientées en anti par rapport à l’ose (pour des raisons 

d’encombrement stérique) via la rotation de la liaison N-β-osidique et les riboses présentent 

un plissement C2’-endo (Figure 3).6,7  

 

 

Figure 3: Conformations des nucléotides7 

 

La conformation A est observée à des taux d’hydratation faible alors que la topologie Z est 

aperçue quand la séquence de l’ADN est riche en bases G et C.8,9 D’autres formes de l’ADN 

ont été observés telles que les G-quadruplexes, i-motifs et plusieurs d’autres mais elles ne 

seront pas définies ni discutées dans ce manuscrit. 10,11,12 

La complémentarité observée ont permis d’émettre l’hypothèse que l’ADN est le support de 

l’information génétique et que la séparation des deux brins pourrait être derrière l’héritabilité. 
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Cette théorie a été démontré en 1958 par Matthew Meselson et Franklin Stahl en établissant 

le modèle de réplication semi-conservative. Ainsi, les scientifiques ce sont interroger sur le 

code génétique et son déchiffrage pour comprendre comment un brin d’ADN pourrait être 

traduit en protéines.  Dans ce contexte, Nirenberg et Matthaei démontrèrent en 1962 que la 

plus petite partie des gènes codant l’information génétique est constituée d’un triplet de 

nucléotides.13 Depuis lors, des méthodes de séquençage de l’ADN ont été développé comme 

la méthode de Sanger, qui a permis d’initier à la fin du 20e siècle le projet de séquençage du 

génome humain qui s’acheva en 2004, révélant l’organisation des gènes, la complexité de leur 

architecture et leur fonctionnement.14,15 

 

I.1.2 Le génome  
 

Les quatre nucléotides constitutifs de l’ADN étant les mêmes pour tous les individus (ATCG), 

la diversité du code génétique est constituée par leur agencement. Cette séquence d’ADN 

forme ce qu’on appelle un gène qui correspond à un segment (triplet de nucléotides) de cette 

ADN qui va coder pour la synthèse d’une protéine spécifique. Cette ADN est stockée dans la 

cellule sous la forme de chromosomes (que nous verrons plus loin) où l’ADN est condensé et 

enroulé autour de protéines afin de rentrer dans le noyau (où il se situe) des cellules 

eucaryotes. Le nombre de gènes varie compte tenu des espèces. Pour l’homme, on dénombre 

entre 20-25000 gènes présents sur les 46 chromosomes, qui représentent un total de 6 

milliards de paires de bases.15,16 Cet ADN est le même dans toutes les cellules somatiques 

d’un individu mais les cellules n’en font pourtant pas toutes le même usage. Ainsi, la seule 

séquence et organisation de l’ADN ne permet pas d’expliquer les différences observées dans 

différentes cellules, tissus et organes. Cette diversité dans l’expression de l’information 

génétique est contrôlée par l’épigénétique.17 

L’épigénétique est la discipline de la biologie qui étudie les changements héréditaires dans les 

fonctions des gènes sans modifier la séquence de l’Acide DésoxyriboNucléique (ADN).18,19 

Elle détermine comment une information supplémentaire va être transmise à la cellule pour lui 

dire d’activer ou de réprimer les gènes. Le terme d’épigénétique a été introduit au début des 

années 1940 par Conrad Waddington qui le définit comme « la branche de la biologie qui 

étudie les relations de cause à effet entre les gènes et leurs produits, lesquelles donnent 

naissance au phénotype».20 En d’autres termes, des mécanismes moléculaires (ou 

modifications chimiques – qu’on verra plus loin) qui convertissent l’information génétique en 

traits ou phénotypes observables.21 

 

 



14 

 

I.1.3 De l’ADN aux chromosomes  
 

A la fin du XIXème siècle, Walther Flemming a découvert dans les noyaux cellulaires des 

substances s’organisant en structures filamenteuses lors de la division cellulaire, auxquelles il 

donne le nom de chromatine.22 La chromatine fait référence à un mélange d'ADN et de 

protéines, essentiellement des histones, formant les chromosomes présents dans les cellules 

eucaryotes. Les histones maintiennent la quantité massive d'ADN d'un génome sous une 

forme très compacte pouvant tenir dans le noyau cellulaire : les nucléosomes. Ces derniers 

sont constitués de 145 à 147 pb d’ADN enroulés autour d’unités protéiques composées d’un 

dimère de quatre histones (H2A, H2B, H3 et H4) assemblées en octamères.23 

Ces nucléosomes se répètent et forment ensuite une structure plus organisée donnant 

l’apparence d’un collier de perles.24 Cette structure originale constituée de l’enchainement des 

nucléosomes possède un diamètre de 11 nm et permet d’obtenir ainsi un premier niveau de 

compactage de l’ADN. À la suite de l’enroulement de l’ADN autour des huit histones et la 

répétition des nucléosomes, le compactage peut être accru grâce à la présence de l’histone 

H1, stabilisant les structures d’ordre supérieur de la chromatine et induisant la formation de la 

fibre chromatinienne de 30 nm (Figure 4).25 En effet, l’histone H1 se lie d’un côté au 

nucléosome et de l’autre à l’ADN dit de liaison (séquence d’ADN reliant deux nucléosomes). 

On retrouve ainsi une molécule de H1 par nucléosome, située à l’extérieur du complexe ADN-

histones et positionnée aux points d’entrée et de sortie de l’ADN afin de sceller le nucléosome 

et le stabiliser (Figure 4). Le complexe nucléoprotéique ainsi construit s’appelle le 

chromatosome qui s’organise et se compacte sous forme de fibre chromatinienne de 30 nm 

(Figure 4).25,26,27 

Des repliements successifs de la fibre de chromatine sur elle-même permet d’avoir un autre 

ordre de compression comprenant des boucles de chromatines ayant un diamètre 300 nm, qui 

elles-mêmes se replient pour devenir encore plus dense et atteindre un diamètre de 700 nm 

et ce jusqu’à la formation du chromosome. Il est clair que devant une telle condensation, la 

lecture de l’information génétique est soumise à des régulations très pointues et à la nécessité 

de décompacter localement ces agencements macromoléculaires.  

Cette dynamique de la chromatine (condensée ou décondensée) est au cœur des 

phénomènes épigénétiques et définit l’accessibilité de l’ADN à la machinerie transcriptionnelle. 

On distingue alors deux types de chromatine en fonction de leur degré de compaction : 

l’euchromatine lorsque l’ADN est relaché autour des histones, permettant la liaison des 

facteurs de transcription et son activation ; l’hétérochromatine lorsque l’ADN est compacté 

autour des histones, réduisant son accès à la machinerie transcriptionnelle et réprimant 

l’expression génétique.28, 29 
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Figure 4: L’enroulement de l’ADN autour des histones 

Source de l’image: Annunziato, A. (2008) DNA Packaging: Nucleosomes and Chromatin. Nature Education 

1(1):26  

 

I.1.3.1 Euchromatine et l’hétérochromatine  
 

La formation d’euchromatine et d’hétérochromatine dicte donc l’expression génétique et se 

distingue par des compositions en protéines ainsi que des modifications chimiques de l’ADN 

et des histones les constituant qui leur sont exclusives. Ainsi, l’euchromatine, la région de la 

chromatine où l’activité transcriptionnelle est intense, est reliée à une peracétylation (des 

lysines) des queues d’histone (les extrémités N-terminales des histones qui pointent vers 

l’extérieur des nucléosomes) H3 et H4, tandis que l’hétérochromatine, lieu d’une activité 

transcriptionnelle faible, se rattache à un enrichissement en histone H1 et en une méthylation 

des cytosines (Figure 5).28,30,31 
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Figure 5: L’euchromatine et l’héterochromatine32 

 

Ces modifications, qu’elles soient acétylations ou méthylations, sont des 

« interrupteurs épigénétiques » qui définissent l’état de la chromatine et module donc 

l’accessibilité de l’ADN. Elles sont sous le contrôle d’enzymes dites « writers » 

(méthyltransférases, acétyltransférases, …) et « erasers », catalysant le processus inverse. 

En outre, on parle de « readers » pour les protéines possédant la capacité à reconnaitre et à 

se fixer à des histones ou de l’ADN modifiés et à recruter les complexes protéiques impliqués 

dans l’activation et la répression de l’activité. 

Méthylation et acétylation sont donc des processus clés de modification temporaire de l’ADN 

et des protéines qui lui sont associées. Ces modifications chimiques sont finement contrôlées 

et ne concernent que certaines régions bien particulières de ces biomolécules. 

 

I.1.4 La méthylation de l’ADN 
 

La méthylation de la cytosine est la principale modification touchant l’ADN.33 Ce processus 

consiste en l’addition régiosélective d’un groupement méthyle sur le carbone 5 (Figure 6) de 

l’hétérocycle et est catalysé par les enzymes de la famille des méthyltransférases de l’ADN 

(DNMT).34 Ces enzymes présentent au sein de leur structure une poche de liaison au cofacteur 

S-adénosyl-L-méthionine (SAM), le transporteur et donneur de méthyle naturel. Cette 

transformation affecte principalement les séquences d’ADN riches en dinucléotides CG, 

nommées « îlots de CpG », le p représentant le groupement phosphate reliant ces deux 

nucléotides.35,36 

 

 

Figure 6: La méthylation de la cytosine 
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Il existe deux grandes classes de DNMT dans les cellules de mammifères: les 

méthyltransférases de l’ADN de maintenance (DNMT1) et celles de novo.37 

Plusieurs études ont démontré que DNMT1 avait une meilleure affinité pour l’ADN dit 

hémiméthylé, où les ilots de CpG d’un seul brin sont méthylés, en comparaison à l’ADN non-

méthylé.38,39,40,41 Ainsi, DNMT1 est plutôt décrite comme une enzyme de maintenance, qui 

interviendrait pendant la réplication de l’ADN en méthylant le brin fille nouvellement synthétisé 

(et donc dépourvu de méthylation) afin de maintenir le schéma de méthylation sur l’ensemble 

de la double hélice.42,43,44,45 En plus de son principal rôle de maintenance, autrement dit de 

transmission du profil de méthylation du brin parent vers le brin fille, l’activité de DNMT1 

semble également requise pour la méthylation de novo.46,47 Celle-ci est portée par la famille 

des DNMT3, qui comprend trois membres : DNMT3a, DNMT3b et DNMT3L. Contrairement à 

DNMT1, DNMT3a et DNMT3b sont essentiellement responsables de la méthylation sur un site 

CpG d’une molécule ADN double-brin non méthylée (de novo) et ont été identifiées comme 

responsable de l’établissement des schémas de méthylation lors du développement 

embryonnaire.48 De plus, elles ne présentent aucune préférence significative entre l'ADN 

hémiméthylé et non méthylé.49,50 

Plus tard, il a été démontré qu’elles jouent également un rôle dans le maintien de la méthylation 

de l'ADN dans les régions hétérochromatiques.51,52 A l’inverse, DNMT3L est catalytiquement 

inactive mais aide DNMT3a et DNMT3b à moduler leurs activités et fonctionne donc comme 

un facteur de régulation dans les cellules germinales.53 Les modifications épigénétiques étant 

d’une manière générale réversibles, la déméthylation de l’ADN est un processus qui a été 

largement étudié. Celui-ci est plus complexe que le mécanisme de méthylation et implique 

plusieurs voies et mécanismes : la première étape consiste en une oxydation de la 5-

méthylcytosine en 5-hydroxyméthylcytosine par les protéines de la famille TET, suivie par 

d’autres étapes d’oxydation conduisant à la formation de 5-formylcytosine et de 5-

carboxylcytosine. Chacun de ces produits peuvent être converti indépendamment en cytosine 

selon divers mécanismes. La restauration de la cytosine (non modifiée) est réalisée par l’action 

des glycosylases de la thymine et se termine par l’excision de la base et réparation de l’ADN 

(BER).54,55 

 

I.1.5 Les modifications post-traductionnelles des histones  
 

La plupart des modifications post-traductionnelles (PTM) des histones ont lieu en général sur 

leurs chaines N-terminales. Les résidus d’acides aminés localisés dans les queues des 

histones pointant vers l’extérieur des nucléosomes sont les cibles privilégiées de multiples 
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modifications qui vont moduler l’expression génétique. A ce titre, nous décrirons les trois 

modifications les plus importantes : méthylation, acétylation et phosphorylation.56,57
 

 

I.1.5.1 Phosphorylation des histones  

 

La phosphorylation est une modification épigénétique qui a lieu majoritairement sur les résidus 

sérine, thréonine et tyrosine.56 Ce processus est catalysé par les kinases et permet l’ajout d’un 

phosphate sur l’hydroxyle de la chaine latérale des résidus concernés (Figure 7).58 

 

 

Figure 7: Phoshorylation des hydroxyles 

 

Cette modification ajoute deux charges négatives qui influent sur l’affinité des histones pour 

l’ADN et jouent donc sur la structure de la chromatine.56 La phosphorylation des histones est 

impliquée dans plusieurs processus biologiques tels que le remodelage de la chromatine et 

l’expression des gènes. Une des modifications la plus étudiée est la phosphorylation de la 

sérine 139 (dans les mammifères) du variant d’histone H2A.X par deux kinases intitulées 

Ataxia telangiectasia mutated (ATM) et AT RAD3-related (ATR).59,60 Cette modification a lieu 

en réponse à certains dommages (comme la cassure de double brin (CBD) par exemple) de 

l’ADN et qui permet le recrutement de la machinerie de réparation de l’ADN.60 

Le processus d’hydrolyse de ces phosphates quant à lui est contrôlé par les phosphatases, 

permettant de restaurer l’hydroxyle originel.  

 

I.1.5.2 L’acétylation des lysines  

 

L’acétylation des histones a été rapportée pour la première fois en 1964.61 Son degré est 

contrôlé par deux familles d’enzymes, aux effets inverses : les histones acétyltransférases 

(HAT) (ou les KAT (lysines acétyltransférases) d’après la nouvelle nomenclature) et les 

histones désacétylases (HDAC) (Figure 8).62,63 

 

Figure 8: L’acétylation des lysines 
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Les KAT manipulent le cofacteur acétyl-coenzyme A (acétyl-coA) et catalysent le transfert d’un 

groupement acétyl vers la chaîne latérale des lysines, formant ainsi une liaison amide. Il en 

découle une neutralisation de la charge positive des lysines entrainant une diminution de 

l’affinité des lysines aux phosphates (chargés négativement) de l’ADN. Cette absence 

d’interactions électrostatiques entre l’ADN et les histones a pour conséquence la relaxation de 

la structure de la chromatine autour de la zone acétylée qui devient plus accessible aux 

facteurs de transcription.56 De plus, la liaison amide devient le site de nouvelles interactions 

protéine-protéine permettant la régulation génétique. En particulier, les protéines déployant 

des bromodomaines (séquences d’environ 110 acides aminés - qualifié de « reader ») qui 

reconnaissent spécifiquement les lysines acétylées.64 Ces bromodomaines recrutent ensuite 

d’autres protéines régulatrices. En effet, les acétyllysines sont souvent liées par des KAT ou 

des complexes de remodelage de la chromatine (qui arborent un bromodomaine dans leurs 

structures).65 Par exemple, Swi2/Snf2 contient un bromodomaine qui se lie sur les histones 

acétylées. A son tour, ce dernier recrute le complexe de remodelage SWI/SNF dont sa fonction 

est de décondenser la chromatine. 56,66,67 

 

I.1.5.3 Méthylation des lysines  

 

La méthylation détient un rôle conséquent dans la régulation des gènes. Les histones sont 

très riches en lysine qui peuvent être méthylées à différents degrés : mono-, di-, ou tri-

méthylées (Figure 9). Le transfert du méthyle provenant du SAM vers l’amine de la chaine 

latérale de la lysine est catalysé par les enzymes nommés histones lysines méthyltransférases 

(HKMT).68,69 

 

 

Figure 9: La méthylation des lysines  

 

Contrairement à l’acétylation, la méthylation n’altère pas la charge globale de la lysine modifiée 

et donc n’a pas de répercussion directe sur la structure de la chromatine. Au lieu de cela, les 

méthyles agissent comme des sites de fixation à d’autres protéines qui vont compacter les 

nucléosomes ou bien lier des protéines régulatrices.70 Ces protéines régulatrices vont 

reconnaitre un signal bien spécifique dépendant du degré de méthylation (mono di ou tri 

méthylation) et de la séquence d’acides aminés environnante.70 C’est pour cette raison que le 

rôle biologique de la méthylation est complexe et difficile à élucider : selon le résidu méthylé 

et le nombre de méthyle ajoutés, des effets opposés peuvent être constatés. A titre 
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d’illustration, la méthylation des lysines 4, 36 et 79 de l’histone 3 (H3K4, H3K36, H3K79) 

entraine une activation de la transcription tandis que la méthylation des lysines 9 et 27 de cette 

même histone (H3K9, H3K27) provoque sa répression.71, 68  

Les méthyles des lysines sont éliminés par les lysines déméthylases (KDMT), réparties en 

deux familles : la première comprend les déméthylases à domaine Jumonji (JHDM, Jumonji C 

(JmjC) domain-containing histone demethylase), dont l’activité de déméthylation nécessite 

l’ion Fe2+ et l’ α-cétoglutarate comme cofacteurs ; la seconde comprend les déméthylases dites 

Lysine-specific histone demethylases (LSD) nécessitant la flavine adénine dinucleotide (FAD) 

comme cofacteur pour exercer leur rôle.70,72,73 

 

I.1.5.4 La méthylation des arginines 

 

Les arginines peuvent se prêter à plusieurs modifications telles que la citrullination (voir plus 

loin) et l’ADP ribosylation mais la méthylation est la plus importante et la plus répandue et sera 

le sujet de cette thèse.74,75 Le processus de méthylation est catalysé par les membres de la 

famille des Protéines arginines méthyltransférases (PRMT) via le transfert d’un méthyle 

provenant du donneur, le SAM, vers la chaîne latérale des résidus d'arginines (Figure 10).76                                       

Les arginines possèdent une fonction guanidine sur leur chaîne latérale, dont les trois atomes 

d'azote - à savoir Nδ, Nω’ et Nω”- peuvent être méthylés. Les PRMT sont ainsi classiquement 

divisées en quatre classes,3 en fonction de l'atome d’azote qu’elles méthylent (Figure 10). 

 

 
Figure 10: La méthylation des arginines catalysées par les PRMT 
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Les PRMT de type I, II et III catalysent la monométhylation de la position ω, conduisant à la 

Nω'-monométhylarginine (MMA-Nω'), tandis que les PRMT de type IV catalysent la méthylation 

δ et la formation de Nδ-monométhylarginine (MMA-Nδ). Bien que les PRMT de type III (souvent 

appelées PRMT7) s'arrêtent à la monométhylation, les PRMTs de type I et II peuvent catalyser 

une deuxième étape de méthylation si les processus cellulaires l'exigent.   

La diméthylation peut alors se produire sur l'une des deux positions ω : 

● sur le même azote ω que la première méthylation, conduisant alors à la Nω’,Nω’-

diméthylarginine asymétrique (aDMA-Nω’,Nω’), un processus catalysé par les PRMTs de type 

I – une classe de PRMT comprenant PRMT1, PRMT2, PRMT3, PRMT4 (également connue 

sous le nom d'arginine méthyltransférase 1 associée au coactivateur ou CARM1), PRMT6 et 

PRMT8  

● sur l'autre position ω, conduisant alors à la Nω’,Nω’’-diméthylarginine symétrique (sDMA-

Nω’,Nω’’) via un processus catalysé par les PRMT5 et 9, membres de la classe des PRMT de 

type II (Figure 10).  

Etant donné que le pKa du groupement guanidinium est déjà relativement élevé (~13.8), la 

méthylation ne modifie pas la charge nette des arginines à pH physiologique. Cependant, elle 

va influer sur l’hydrophobicité du groupement tout en accroissant sa taille, réduisant ainsi sa 

capacité à faire des liaisons hydrogènes. Toutes ces caractéristiques suggèrent que les motifs 

de méthylarginines sont reconnus selon des mécanismes différents étant donné que les 

interactions protéines-protéines sont différentes.7,77 

 

➢ La déméthylation des arginines : 

 

Nous avons vu pour les modifications épigénétiques précédentes que leur réversibilité était 

essentielle car elle permettait de corriger le taux d’expression des gènes en fonction du besoin 

de la cellule. Dans le cas de la déméthylation des arginines cependant, l’identité des enzymes 

dites « erasers » responsables reste inconnue. Plusieurs pistes ont été néanmoins explorées 

afin d’identifier ces protéines. Les peptidylarginine déiminases (PAD), catalysant la réaction 

de déimination des arginines (non méthylés) afin de les convertir en citrulline, ont ainsi été 

suggérées comme pouvant être responsables de la conversion des méthylarginines en 

citrulline (Figure 11).78,79,80  

 

 
Figure 11: La citrullination des arginines 
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Cependant, cette hypothèse s’est vu infirmer deux ans plus tard avec la preuve que seuls des 

peptides synthétiques portant des résidus d’arginine étaient des substrats efficaces des 

enzymes humaines PAD2, PAD3, et PAD4 et non ceux porteurs de leurs analogues 

méthylés.81  

Il a également été démontré que quelques lysines déméthylases (telle que KDM3A, KDM4E, 

KDM5C et KDM6B qui sont des protéines à domaine jmjC) étaient pourvues d’une certaine 

activité sur les arginines diméthylés in vitro mais que leur influence in vivo était négligeable.82 

Une autre étude publiée en 201783 a mis en évidence que deux protéines à domaine jmjC 

(JMJD5, JMJD7) ne déméthylent pas les méthylarginines mais qu’elles sont pourvus d’une 

activité de protéase qui leur confère la capacité de cliver les queues des histones H2, H3 et 

H4 possédant des methylarginines. Cependant, en 2018 une autre équipe suggère que JMJD5 

aurait plutôt une activité d’hydroxylation et non un rôle protéolytique.84 

Bien que les données rapportées jusqu’ici ne permettent pas de lever le voile sans ambiguïté 

sur l’identité des enzymes responsables de leur déméthylation, les processus de méthylation 

des arginines – et donc les PRMT – sont essentiels à quantité de fonctions biologiques.  
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I.2 Les Protéine Arginines Méthyltransférases 
 

I.2.1 Rôles et Fonctions biologiques des PRMT  
 

Depuis que la méthylation des arginines a été constatée, celle-ci a été étudiée pendant de 

nombreuses années afin de comprendre son fonctionnement. Il a été démontré que neuf 

PRMT étaient indispensables chez les mammifères et intervenaient sur les processus 

cellulaires gouvernant l’activité des gènes.85,86,87 Les PRMT partagent un cœur catalytique 

remarquablement conservé (partie en bleu, Figure 12), indispensable pour leur activité 

méthyltransférase. A ce domaine central s’ajoutent d’autres domaines sur les parties N- ou C-

terminales qui viennent donner à la PRMT en question sa spécificité et sélectivité (Figure 

12).85,86,87 

 

 
Figure 12: Représentation schématique et localisation cellulaire des neuf PRMT caractérisées chez les 

mammifères85 

 

Nous verrons ainsi brièvement la fonction de chaque PRMT et les mécanismes dans lesquels 

elles sont impliquées pour réguler les processus cellulaires.  
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I.2.1.1 PRMT de Type I  

 

I.2.1.1.1 PRMT1 :  
 

PRMT1 est une arginine méthyltransférase de type I, et c’est l’enzyme prédominante dans la 

famille des PRMT, étant responsable à elle seule de plus de 90%88,85 de la méthylation des 

arginines dans les cellules de mammifères et plus précisément de la méthylation des aDMA. 

On la retrouve aussi bien dans le noyau que dans le cytoplasme et elle reconnait un grand 

nombre de substrats (histones ou pas). Comme toutes les autres PRMT de type I (sauf 

PRMT4), elle catalyse la diméthylation des résidus d’arginines se trouvant dans les régions 

riches en glycine et arginine (GAR, pour glycine-arginine rich).89,90  

L’une des principales cibles de PRMT1 est l’arginine R3 porté par l’histone H4 (H4R3), qui une 

fois méthylée facilite l’acétylation des résidus lysines des queues de H4 par l’enzyme p300, 

permettant ainsi l’activation de la transcription.91,92,93 PRMT1 est également impliquée dans la 

réparation de l’ADN via la méthylation du motif GAR de 53BP1 (p53 Binding Protein 1).94 Dans 

le cytoplasme, elle méthyle le domaine de liaison à l'ADN (DBD) du récepteur des œstrogènes 

alpha (Erα). Cela permet de contrôler la survie et la prolifération des cellules en régulant les 

voies de signalisation, notamment en intervenant sur le mécanisme de signalisation rapide 

des œstrogènes. Ce récepteur (Erα) est hyperméthylé dans certains cancers du sein, faisant 

de cette PRMT une cible étudiée en oncologie.95 

 

I.2.1.1.2 PRMT2 : 

 

PRMT2 catalyse également la méthylation des aDMA et se trouve aussi bien dans le 

cytoplasme que dans le noyau. PRMT2 a été identifiée comme coactivateur de plusieurs 

récepteurs nucléaires, tels que les récepteurs aux œstrogènes et androgènes. 96,97 De plus, le 

lien entre PRMT2 et les récepteurs aux œstrogènes aurait là aussi une influence dans le 

développement du cancer du sein.98 Cette enzyme utilise d’autres moyens pour réguler la 

transcription, notamment en méthylant l’arginine R8 de l’histone H3 (H3R8), un rôle essentiel 

dans l’établissement de l’architecture de la chromatine lors du développement embryonnaire.99 

Elle se distingue des autres PRMT par sa partie N-terminale qui comporte un domaine SH3.  

Le premier substrat non-histone de PRMT2 a été identifié en 2017 par l’équipe de Jean-

Cavarelli. C’est le sujet de cette thèse et sera discuté plus en détail dans le deuxième chapitre. 
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I.2.1.1.3 PRMT3 : 
 

PRMT3 est la seule PRMT de type I qui ne présente pas de localisation nucléaire et se trouve 

essentiellement dans le cytoplasme.100 Il a été initialement proposé que PRMT3 était une 

protéine de liaison à PRMT1. Cependant, il a été démontré par la suite que celui-ci s’associe 

comme la plupart des PRMT sous la forme d’homodimères.100,76 Elle se différencie des autres 

PRMT par la présence d’un domaine à doigt de zinc situé à son extrémité N-terminale, et qui 

semble essentiel pour la reconnaissance des substrats.101 Plusieurs substrats ont été identifiés 

(in vitro) et attribués à PRMT3 mais seul la protéine rpS2 (ribosomal protein S2) a été 

rapportée comme substrat in vivo de PRMT3.102,103 

 

I.2.1.1.4 PRMT4/CARM1 : 
 

PRMT4 est la PRMT la plus étudiée suite à sa découverte en 1999 par l’équipe de Stallcup.104 

Elle fut alors nommée Coactivator-associated arginine méthyltransférase 1 (CARM1) due à 

son association à la famille de coactivateurs p160 (SRC-1, SRC-2, SRC-3), qui coactivent la 

transcription des gènes en recrutant d’autres coactivateurs possédant une activité histone-

acétyltransférase ou -méthyltransférase. In vivo, PRMT4 diméthyle asymétriquement l’histone 

H3, plus précisément les positions R17 et R26 (H3R17me2a, H3R26me2a), des marquages 

qui sont associés à l’activation de la transcription. De plus, PRMT4 méthyle tout un ensemble 

d’autres protéines impliquées dans multiples mécanismes,105 telle que la Polyadenylate-

binding protein 1 (PABP1),106 une protéine se liant à la partie poly A des ARN messagers 

(ARNm). Bien que l’importance de sa méthylation n’ait pas encore été expliquée et comprise 

exactement, PABP1 a plusieurs rôles comme le transport de l’ARNm hors du noyau. PRMT4 

possède ainsi toute une panoplie de substrats, qui ne seront pas tous énumérés ici mais il 

convient de mentionner que ceux-ci ne possèdent pas de motif GAR, PRMT4 méthylant 

préférentiellement des motifs PGM (proline-glycine-méthionine) suggérant ainsi un mode de 

reconnaissance différent pour cette PRMT. L’implication de PRMT4, allant de l’activation de la 

transcription (autant par sa co-activation des récepteurs nucléaires que par sa méthylation de 

l’histone H3) jusqu’à la régulation de l’épissage alternatif et la maturation des ARNm, montre 

l’importance de cette dernière et la place au cœur de la vie cellulaire. 

 

I.2.1.1.5 PRMT6 :   

 

PRMT6 est principalement localisée dans le noyau et méthyle les motifs GAR. Elle est 

responsable de la méthylation de la position R2 de l’histone H3 (H3R2me2a).107,108,109 La 

méthylation de H3R2 antagonise la modification H3K4 (associé à l’activation de la 

transcription), ce qui en fait un répresseur transcriptionnel. De plus, il a été démontré qu’elle 
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méthylerait l’arginine 29 de l’histone H2A, un marquage qui est associé à une répression de 

l’activité transcriptionnelle.110 En plus de cela, PRMT6 jouerait également un rôle de 

coactivateur de la transcription dans les cellules hépatiques où elle méthylerait le coactivateur 

CRTC2 (CREB Regulated Transcription Coactivator 2) du facteur de transcription CREB 

(cAMP response element-binding protein).111 

 

I.2.1.1.6 PRMT8 :   
 

PRMT8 a été identifié en 2005 par homologie de séquence par rapport aux autres PRMT. En 

effet, celle-ci affiche un niveau élevé d’identité de séquence avec PRMT1 mais diffère selon 

deux points. Premièrement, son extrémité N-terminale est myristoylée ce qui entraîne sa 

fixation à la membrane plasmique, bien qu’une étude plus récente suggère qu’elle serait plutôt 

une enzyme nucléaire spécifique des neurones. Cette localisation dans les neurones a à voir 

avec la deuxième propriété particulière de PRMT8 : son expression dans le cerveau 

uniquement.112,113 

 

I.2.1.2 PRMT de Type II  

 

I.2.1.2.1 PRMT5 :  
 

PRMT5 est l’arginine méthyltransférase de type II prédominante chez les mammifères. Elle a 

d’abord été identifiée comme une protéine de liaison avec la tyrosine kinase JAK2 (Janus 

Kinase 2) d’où son nom initial de Jak Binding Protein 1 (JABP1).114 Sa fonction de 

méthyltransférase n’a été mise en évidence que plus tardivement, avec l’identification des 

histones H2A, H3 et H4 comme substrats préférentiels.115 Elle est recrutée au sein de plusieurs 

facteurs de transcription et de répression et elle est beaucoup plus impliquée dans la 

répression que l’activation.116 Elle est essentiellement cytoplasmique même si elle se trouve 

également dans le noyau. Elle rejoint les autres PRMT par sa forte expression dans les cellules 

cancéreuses et est impliquée dans la tumorigenèse.117,105 

 

I.2.1.2.2 PRMT9 :  

 

Elle a été découverte en même temps que PRMT8, par homologie de séquence par rapport 

aux autres PRMT. En 2005, il a été mis en évidence qu’elle diméthylait les arginines 

symétriquement, tout comme PRMT5.118 Plus précisément, il a été démontré que PRMT9 

interagissait avec les facteurs d’épissage SAP145 (spliceosome-associated protein 145) et 

SAP49 (spliceosome-associated protein 49) pour former un complexe permettant la 

diméthylation de SAP145 au niveau de R408. Cette diméthylation génère alors un site de 
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liaison pour le domaine de Tudor de la protéine SMN (Survival of Motor Neuron), dont le rôle 

est de faciliter l’assemblage du spliceosome. Ainsi, il a été mis en évidence que l’atténuation 

de l’expression PRMT9 affectait le mécanisme d’épissage de l’ARN, ne pouvant plus méthylé 

SAP145.118  

 

I.2.1.3 PRMT de Type III 

 

I.2.1.3.1 PRMT7 :  
 

PRMT7 est unique car c’est une PRMT de type III – elle s’arrête ainsi à la monométhylation et 

est incapable de catalyser la diméthylation. Cependant, elle a été l’objet de vifs débats : une 

étude publiée en 2005119 a proposé que PRMT7 catalysait la formation de sDMA. Cependant, 

des travaux antérieurs démontraient l’inverse et suggéraient qu’elle s’arrêtait en fait à la 

monométhylation.120 Le débat a été tranché par deux études ultérieures121,122 prouvant que 

PRMT7 s’arrêtait bien à la monométhylation, confortant donc les conclusions de l’étude initiale 

(il s’est avéré par la suite que les résultats de la seconde étude étaient dues à la contamination 

de PRMT7 par de la PRMT5). La structure cristallographique de PRMT7 murine a été décrite123 

par l’équipe de Jean Cavarelli, démontrant que celle-ci était composée de deux modules 

catalytiques, dont l’un était inactif. PRMT7 est impliquée dans divers processus tels que la 

régulation de transcription, la réparation des dommages à l’ADN, l’épissage de l’ARN etc. 
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II. Objectifs 
 

L'épigénétique est une branche de la biologie assez récente et en pleine croissance 

permettant de dévoiler les mécanismes de la régulation des gènes. Ces mécanismes 

épigénétiques et spécialement la méthylation des arginines est une cible thérapeutique 

émergente et particulièrement important dans les cancers. Cependant, l’émergence 

d’inhibiteurs a été limité par le manque d’informations structurales sur la reconnaissance des 

substrats des PRMT. De nombreuses recherches sont menées pour apporter davantage de 

données biochimiques et structurales sur les complexes incorporant des PRMT. Cette 

connaissance est d’une grande importance car elle permet non seulement de comprendre les 

bases fonctionnelles de la méthylation des arginines mais aussi d’accéder à des composés à 

fort pouvoir inhibiteurs pour cibler ces enzymes qui régule aussi bien la fonction des protéines 

histone que non-histone. Mes travaux de thèse ont portés sur cette thématique et se 

décompose en deux axes: 

 

➢ Synthèse de ligands mimant l’état de transition de la première ou seconde étape de 

méthylation des différents types de PRMT et l’incorporation de ces mimes de l’état de 

transition au sein des substrat entier de PRMT 

➢ Synthèse d’inhibiteurs sélectifs de CARM1 

 

Ainsi, le premier axe a pour ambition de résoudre les difficultés liées à l’identification et 

caractérisation de complexe PRMT-substrat. Elle repose sur une approche consistant à lier de 

manière covalente une molécule analogue du SAM (mime de l’état de transition de la réaction 

de méthylation) à l’arginine cible d’un substrat. Cette approche favoriserait l’ancrage du 

substrat à la surface du PRMT et de cette manière de stabiliser le complexe, afin d’aplanir les 

difficultés liées à l’identification de complexes PRMT-substrat peu stables.  

Dans ce cadre on s’est focalisé sur le facteur d’épissage RSF1 et PRMT2 qui forme un 

complexe ternaire constitué d’un dimère de PRMT2 fixant une molécule de RSF1. Ainsi, ce 

premier axe repose sur la stabilisation de ce complexe par des mimes de l’état de transition 

de la réaction de méthylation dont leurs synthèses seront décrites en détail dans ce manuscrit. 

Cette première approche permettra à long terme de:  

 

- Comprendre comment les PRMT reconnaissent et se lient à leurs substrats et 

appose le méthyle du SAM sur les arginines (de manière sélective) sur ces 

dernières 
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- Concevoir des inhibiteurs plus sélectifs en étudiant les modes de reconnaissance 

PRMT-substrat 

 

Le deuxième axe de ce projet a pour ambition de rechercher de nouveaux inhibiteurs de 

CARM1. Ainsi, la deuxième partie de ma thèse porte sur la synthèse d’un inhibiteur dont la 

structure a été sélectionnée via une approche in silico et basé sur des travaux précédents 

réalisées par le Dr Samira Ajebbar et Dr Julie Schmitt. L’originalité de notre approche (ayant 

comme ambition de fournir un inhibiteur sélectif d’un seul PRMT) repose sur le fait que le 

candidat inhibiteur cible une nouvelle région (appelé poche SATT) qui possède une séquence 

très variable parmi les PRMT.  
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III. Synthèses d’arginines modifiées et incorporation 
régiosélective dans des protéines d’intérêt 

 

III.1 Introduction 
 

La méthylation de l’arginine est une PTM très répandue, et est un mécanisme épigénétique 

majeur de la régulation des fonctions protéiques dans les cellules eucaryotes.124 En effet, ces 

modifications jouent sur les propriétés biophysiques des protéines, affectant ainsi leur stabilité, 

leur localisation et leurs interactions et donc leur rôle dans la cellule.87 

Dans le premier chapitre, nous avions décrit que plusieurs facteurs de transcription, de 

coactivateurs et une variété d’enzymes ont des arginines méthylées in vivo. Ces méthylations 

ont une répercussion sur tous les aspects de la biologie cellulaire, y compris le contrôle de la 

transcription,91 la cascade de signalisation des récepteurs nucléaires, l’épissage et maturation 

des ARNm ou la réparation de l’ADN.106,55 De plus, il a été démontré que la privation de PRMT1 

chez les souris transgéniques a été associée à la sénescence cellulaire ainsi qu’à un 

vieillissement prématuré.125 Ainsi, on peut voir que les PRMT sont associées à d’innombrables 

processus cellulaires primordiaux. C’est pour cette raison que de nombreuses études ont 

associé la dérégulation du processus de la méthylation des arginines au développement de 

nombreuses maladies comme les cancers mais aussi les maladies chroniques. Dans ces 

maladies, le niveau d’expression des PRMT est généralement élevé classant les PRMT 

comme des cibles potentielles pour traiter ces pathologies. Plusieurs groupes et entreprises 

pharmaceutiques (GSK, Pfizer…) se penchent sur cette problématique pour trouver des 

inhibiteurs à visée thérapeutique. De nombreux inhibiteurs des PRMT efficaces ont été 

développés mais aucun n’est encore utilisé dans un cadre thérapeutique : ce n’est que 

récemment que des inhibiteurs de PRMT5 sont entrés dans des essais cliniques de phase 1 

(voir Chapitre III. Conception et synthèse d’inhibiteurs de PRMT). Ainsi, le développement 

d’inhibiteurs de PRMT représente un réel besoin et l’émergence d’inhibiteurs a été refrénée 

par le manque de données structurales sur la reconnaissance des substrats des PRMT. 

Par conséquent, caractériser les complexes PRMT-Substrat/Cible d'un point de vue structural 

et déchiffrer le mécanisme précis de la méthylation des arginines fournira des informations 

clés sur la reconnaissance du substrat, la sélectivité et la régulation du processus de 

méthylation des PRMT. Ces informations obtenues via des études cristallographiques 

approfondies pourraient inspirer la conception de petites molécules à fort pouvoir inhibiteur. 

De nombreux progrès ont été réalisés dans la découverte des fonctions de chaque PRMT et 

l'identification de leurs cibles. On sait par exemple que les PRMT sont des protéines 

modulaires qui sont construites autour d’un module catalytique hautement conservé constitué 
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de 300 acides aminés où la fonction méthyltransférase des PRMT est assurée. C’est dans 

cette partie centrale que se trouvent les sites de fixation du SAM et de l’arginine cible du 

substrat. D’autres domaines viennent s’ajouter à cette partie centrale et donne à la PRMT sa 

spécificité structurale et affecte l’activité enzymatique, la liaison au substrat et la 

régulation.85,86,87 

Actuellement, les structures des neuf PRMT caractérisées chez les mammifères ont été 

résolues. De plus, d’autres structures de PRMT liées à des ligands (analogue du SAM) ou des 

dérivés peptidiques ont été résolues, apportant chacune leur contribution à la compréhension 

du mécanisme de méthylation des arginines.126 Cependant, aucune structure 

cristallographique n’a été rapportée pour les PRMT avec leurs substrats entiers à l’exception 

de PRMT5 dont la structure cristallographique du complexe PRMT5:MEP50 a été rapporté 

(PDB 4GQB).127 

Par conséquent, en dépit de la multitude de données structurales disponibles, les éléments 

mécanistiques exacts permettant la reconnaissance des substrats et la sélectivité de la 

réaction de méthylation restent mal compris. La difficulté à obtenir des complexes entre les 

PRMT et leurs substrats peut s’expliquer par le manque de partenaire venant le stabiliser.128 

En effet, les PRMT font communément partie de complexes plus grands qui incluent d’autres 

protéines, comme les « readers » que nous avions introduits dans le premier chapitre : pour 

interagir avec leurs substrats et les recruter sur les sites de méthylation, les PRMT font 

généralement appel à d’autres partenaires essentiels au recrutement du substrat. Ainsi, le 

complexe PRMT-substrat peut être moins stable en absence de ces protéines partenaires 

essentielles. Un des exemples le mieux connu concerne PRMT5. Il a été démontré que 

PRMT5 doit d’abord se lier à MEP50 (Methylosome protein 50) avant de se fixer à son substrat 

Sm (une famille de protéines se liant à l’ARN). MEP50 agit en tant que protéine permettant le 

recrutement du substrat Sm, mais également en tant que stabilisateur de PRMT5, augmentant 

ainsi son activité de méthyltransférase.129 

Un autre exemple bien connu concerne l’implication de CARM1 et PRMT1 avec les protéines 

des familles p160 et p300. La famille de protéines p160 recrute par son domaine AD1 

(Activation domain 1) la famille de protéines p300 (responsable de l’acétylation de H3K18) 

alors que son domaine AD2 reconnait CARM1 et PRMT1 (responsable respectivement de la 

méthylation de l’histone H3 et l’histone H4).  

Ces différentes modifications agissent en synergie, puisqu’il a été montré que la méthylation 

de H4R3 par PRMT1 facilite l’acétylation de H3K18 par p300 et que cette acétylation est 

nécessaire à la méthylation de H3R17 par CARM1.130,131 

Ainsi, les PRMT opèrent de concert en milieu biologique avec d’autres partenaires et se 

trouvent en même temps stabilisées par ces derniers. Cependant, le fonctionnement 
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transitoire de ces complexes ainsi que leur stœchiométrie restent très mal connus. Même si 

les PRMT partagent quelquefois certains substrats, chaque PRMT possède sa propre panoplie 

de substrat et ce malgré une structure des sites de liaison aux arginines hautement conservée. 

Par conséquent, trouver des stratégies pour résoudre les difficultés liées à l’identification de 

complexes PRMT-Substrat peu stables est essentiel. 

Trois problématiques majeures peuvent donc être dégagées, dépendantes les unes des 

autres : 

• Comprendre comment les PRMT reconnaissent et se lient à leurs substrats. 

• Décrire comment les PRMT appose le méthyle du SAM sur les arginines (de manière 

sélective) sur différentes protéines.  

• Caractériser les complexes peu stables impliquant PRMT-Substrat ou PRMT-Substrat-

Partenaires. 

 

C’est dans ce contexte que s’inscrit ce projet porté par l’équipe du Professeur Jean Cavarelli 

(IGBMC, Département de Biologie Structurale Intégrée, CNRS UMR 7104, Inserm U964, 

Illkirch, France) et financé par l’agence national de recherche (ANR).  

En 2017, l’équipe de Jean Cavarelli a identifié RSF1 (Repressor Splicing Factor 1) comme le 

substrat de PRMT2.132 Dans cette étude, la stœchiométrie et l’homogénéité du complexe ont 

été déterminées. Il a été démontré par plusieurs méthodes biophysiques qu’un complexe 

asymétrique se formait in vitro au sein duquel une molécule de RSF1 se trouvait complexée 

par un dimère de PRMT2. Au total, six sites de méthylation ont été identifiés sur RSF1 : quatre 

résidus arginine sont monométhylés (R24, R100, R111 et R139) et deux sont diméthylés (R7 

et R120). 

De surcroit, une reconstruction par cryomicroscopie électronique (Cryo-EM) a été réalisée 

confirmant les résultats précédents. Cependant, l’analyse des données Cryo-EM a également 

révélé la présence de plusieurs conformations et une certaine flexibilité interne, expliquant la 

faible résolution observée (Figure 13) 

 

 

Figure 13: A) Représentation schématique de la complexation de PRMT2/RSF1 et son instabilité visualisée via la 

Cryo-EM. B) Analyse Cryo-EM et la représentation 2D des résultats obtenus avec le complexe PRMT2/RSF1. 

BA
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De nombreux essais de cristallisation du complexe PRMT2/RSF1 ont été réalisés mais la 

collecte de données des cristaux obtenus a révélé qu’ils étaient composés uniquement de 

PRMT2. Il semblerait que la flexibilité du complexe PRMT2-RSF1 qui a été mise en évidence 

pourrait être la raison pour laquelle RSF1 n’est pas retenue et se dissocie durant le processus 

de cristallisation. La flexibilité observée peut être due à plusieurs facteurs, comme l’absence 

de partenaires qui viendrait stabiliser le complexe.128  

Pour réduire cette hétérogénéité conformationnelle et la flexibilité observée, nous avons 

entrepris de stabiliser davantage le complexe PRMT2/RSF1 en insérant un mime de l’état de 

transition aux différents sites de méthylation de RSF1. En effet, notre approche pour résoudre 

les limitations actuelles d’identification et de visualisation de complexes peu stables consiste 

à modifier de manière irréversible l’arginine d’un substrat de telle sorte à ce qu’elle ressemble 

à un état de transition possiblement impliqué dans le mécanisme de méthylation des arginines. 

Pour ce faire, il est possible de lier de manière covalente une molécule analogues du SAM à 

l’arginine cible d’un substrat. Cet analogue du SAM est un mime de l’état de transition de la 

réaction de méthylation.  

La preuve de concept a été faite par l’équipe de Jean Cavarelli, en collaboration avec l’équipe 

du Dr. Nathaniel I. Martin (Université d’Utrecht, Pays Bas).126 Ils ont démontré que l’insertion 

d’un mime de l’état de transition au sein d’un peptide augmentait son affinité envers les PRMT. 

Pour ce faire, ces deux équipes ont remplacé l’arginine naturelle cible au sein d’un peptide 1, 

par le mime de l’état de transition 2, ce qui a permis de capturer et stabiliser des complexes 

PRMT-peptide.126 Ce mime est composé d’un dérivé d’adénosine destiné à mimer le SAM 

(Figure 14). 

 

 

Figure 14: Remplacement de l’arginine naturelle dans les dérivés peptidiques 

 

Dans leur étude, ils ont déterminé qu’un linker à trois atomes entre le groupement guanidine 

et le fragment adénosine était optimal pour mimer la géométrie de l’état de transition (Figure 

15). C’est cette longueur de chaîne carbonée qui permet de positionner correctement 

l’adénosine et la guanidine dans le site catalytique. Par conséquent, la guanidine se trouve 

bien impliquée dans trois liaisons hydrogènes avec les résidus cruciaux (partagés par tous les 

PRMT) pour la catalyse de la réaction de méthylation. La guanidine forme deux liaisons 
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hydrogènes avec E258 et E267 pour former la fameuse double boucle de glutamate et une 

liaison hydrogène avec H415. Les deux glutamates permettent d’orienter la guanidine pour 

permettre la méthylation, tandis que l’histidine joue plutôt un rôle stabilisateur.126 Pour montrer 

la preuve de concept, cette arginine modifiée (R*) a été incorporée en remplaçant une arginine 

d’intérêt au sein des séquences peptidiques dérivées de PABP1 (substrat bien défini de 

CARM1) pour générer des mimes de l’état de transition à base de peptide 2 (Figure 14). Ces 

peptides modifiés ont donné lieu à des complexes stables avec CARM1, apportant ainsi un 

outil très précieux qui pourra être utilisé dans la stabilisation des complexes PRMT-substrat.  

Dans le cadre notre projet, nous avons entrepris d’étendre cette stratégie pour stabiliser le 

complexe PRMT2/RSF1 en insérant un mime de l’état de transition dans la séquence de 

RSF1. Ainsi, les sites de méthylation de RSF1 seront remplacés soit par une R* permettant 

l’accès à la RSF1 artificielle 3, soit par un pseudo-analogue d’arginine modifiée R* ici nommée 

R** donnant lieu à la RSF1 artificielle 4 dont la capacité à entrer dans la poche catalytique 

reste à confirmer (Figure 15).  

 

 

Figure 15: Modification de RSF1 par l’arginine modifié (R*) ou l’analogue du SAM (R**) 

  

Ainsi, la formation in vitro du complexe sera renforcée par un deuxième point d’ancrage donné 

par R* ou R** (Figure 16) afin de :  

• Produire un échantillon de meilleure qualité pour l’étude structurale (Cryo-EM et 

cristallisation). 

• Congeler un complexe biologique pertinent qui serait bloqué sur une conformation où 

PRMT2 se positionnerait possiblement juste avant le transfert du méthyle.  

 

   

Figure 16: Stabilisation du complexe RSF1/PRMT2 par R* ou R** 

 

Ainsi, nous avons entrepris de développer deux approches différentes (indépendante l’une de 

l’autre) pour lier de manière covalente R* ou R** dans la séquence de RSF1. Dans un premier 
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temps, nous avons choisi deux sites de méthylation où incorporer nos mimes de l’état de 

transition: 

 

• R* à la place de l’arginine en position 7 (R7), sur la queue N-terminale. 

• R** en position 24 (R24), positionné sur la partie structurée, « foldée », de RSF1. 

 

La complexation de PRMT2 avec RSF1 modifiée soit sur R7 soit R24 devrait fournir des 

informations structurelles sur deux complexes de méthylation fonctionnels différents, 

notamment les positions relatives de PRMT2 et RSF1, ainsi que les interactions cruciales pour 

la réaction de méthylation.  

 

III.2 Première approche: Incorporation de l’arginine modifiée 
(R*) sur la queue N-terminale (R7) 

 

III.2.1 Introduction 
 

La première approche que nous avons entreprise dans le cadre de la stabilisation du complexe 

PRMT2-RSF1 est de remplacer l’arginine naturelle R7 de RSF1 par notre arginine modifiée 

(R*). Pour ce faire, nous avons choisi d’utiliser la Ligation Chimique Native (NCL). 

 

III.2.2 La ligation chimique native 
 

La NCL a été décrite pour la première fois en 1994 par Kent et ses collègues et appliquée à la 

synthèse totale de l’interleukine humaine 8 (IL-8).133 Elle est couramment utilisée de nos jours 

pour la synthèse de longs peptides ou de protéines à partir de peptides plus courts.134 Dans la 

NCL, un thioester C-terminal 5 et une cystéine N-terminale 6 réagissent ensemble dans une 

réaction de transthioestérification liant ainsi les deux peptides. Cela conduit à la formation d’un 

intermédiaire thioester 7 qui subit un réarrangement avec un transfert S,N-acyle 

intramoléculaire, conduisant à la formation d’une liaison amide native 8 comme le nom de la 

réaction l’indique (Schéma 1). 

 

 

Schéma 1 : Ligation chimique native  



36 

 

 

La particularité de cette méthode réside dans son excellente régio- et chimiosélectivité, ne 

nécessitant pas de protection des chaînes latérales des autres résidus. Cette réaction est 

réalisable dans l’eau et donne généralement de très bon rendements, bien que ceux-ci 

dépendent fortement du type de résidu C-terminal portant la fonction thioester.135,136,137 Les 

acides aminés porteurs de chaînes latérales encombrées telles que la valine, l’isoleucine ou 

la thréonine sont corrélés à des réactions plus lentes aboutissant à des rendements faibles. Il 

est en est de même pour les prolines C-terminales qui adoptent une conformation trans 10 où 

les deux carbonyles se trouvent « face à face » (Figure 17).  

 

 

Figure 17: Représentation Cis-Trans de la proline et l’intéraction n→π*    

 

Dans ce cas il existe une interaction n→π* provenant de la délocalisation d’une des paires 

d’électrons (n) du  carbonyle de l’amide dans l’orbitale antiliante (π*) du  carbonyle du thioester, 

augmentant ainsi sa densité électronique et réduisant par conséquent son électrophilie.138  

De plus, le type de thioester utilisé est lui aussi décisif dans cette réaction, les thioesters d’aryle 

étant plus réactifs du fait de la délocalisation électronique de la charge négative du thiolate sur 

le cycle aromatique, et doivent donc être privilégiés par rapport aux thioesters d’alkyle.139  

 

 

III.2.3 L’objectif de l’approche 
 

Dans le cadre de notre projet, nous avons entrepris d’exploiter la NCL afin de pouvoir introduire 

notre arginine modifiée au sein de RSF1.  

Ainsi, dans le but de générer une telle RSF1 artificielle, l'équipe de Jean Cavarelli a ainsi 

exprimé une RSF1 tronquée et amputée de sept résidus à son extrémité N-terminale et portant 

une cystéine N-terminale. L'heptapeptide amputé possède une arginine C-terminale (R7) qui 

pourrait être remplacée par notre arginine modifiée. Une fois synthétisée, notre arginine 

modifiée sera ainsi incorporée dans l'heptapeptide 11, qui sera relié à la RSF1 artificielle via 

une NCL, afin d’obtenir la RSF1 modifiée attendue (Figure 18). 
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Figure 18: La ligation chimique native entre la RSF1 et l’heptapeptide portant l’arginine modifiée 

 

Pour atteindre cet objectif, nous avons entrepris de synthétiser trois types d'arginine modifiée 

différents pour évaluer l'influence de l'étape de méthylation (en noir, Figure 19) sur la stabilité 

des complexes RSF1/PRMT2 (Figure 19): 

 

▪ L'analogue d'arginine non méthylé (12a) mimant l'état de transition de monométhylation 

partagé par tous les PRMTs (MMA-Nδ) 

▪ Les analogues d’arginines méthylés (Figure 19): 

➢ Composé (12b) mimant l'état de transition des PRMTs de type II (sDMA-Nω’,Nω’’) 

➢ Composé (12c) mimant l'état de transition des PRMTs de type I (aDMA-Nω’,Nω’) 

 

Les fonctions N-terminales des arginines modifiées sont protégées sous forme de Fmoc pour 

faciliter la synthèse peptidique en phase solide (SPPS). 

 

Figure 19: Les deux axes de la première approche  

 

Ainsi, une partie de ma thèse a été consacrée à la synthèse de ces arginines modifiées 12a-

c (Axe 1 du projet, Figure 19), et à la fixation de l'heptapeptide modifié à l'aide de la NCL (Axe 

2 du projet, Figure 19). La voie de synthèse déjà décrite dans la littérature pour le dérivé 2 

n’étant pas adaptée pour accéder aux trois différentes arginines modifiées, nous avons dû 

mettre en place une nouvelle voie de synthèse.  

 

III.2.4 Résultats et discussions : 
 

L’analyse rétrosynthétique de la synthèse des trois arginines modifiées est présentée au 

schéma 1. L’étape clé est le couplage entre les amines 13a et 13b et les thiourées 14a-b dont 
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leur synthèse est prévue à partir de 2',3'-O-isopropylidèneadénosine 15 et Fmoc-

Ornithine(Boc)-OH 16, respectivement (Schéma 2). 

 

 

Schéma 2: Rétrosynthèse initiale des arginines modifiées 

 

La préparation des amines primaire 13a et secondaire 13b commence à partir de l'alcool 

commercial 2',3'-O-isopropylidèneadénosine 15. L'ester éthylique insaturé 18 a été préparé 

grâce à une réaction domino consistant en une oxydation de l’alcool primaire avec de l'acide 

2-iodoxybenzoïque (IBX) suivi d’une réaction de Wittig avec un ylure de phosphonium 

commercial, délivrant l’ester avec un rendement de 77%. Ensuite, l'hydrogénation catalytique 

de la double liaison suivie de la réduction de l’ester avec du Dibal-H nous a permis d’isoler 

l'alcool correspondant 19 qui a été activé sous forme de nucléoside tosylé 20 en présence de 

pyridine et de chlorure de p-toluènesulfonyle (Schéma 3). 

 

 

Schéma 3: Synthèse du nucléoside tosylé permettant l’accès aux deux amines 

 

Ce composé tosylé a donné accès aux dérivés aminés. D'une part, une réaction de substitution 

du tosyle par une fonction azoture, suivie d'une hydrogénation catalytique a permis d'obtenir 

l'amine primaire 13a. D'autre part, le tosyle a été substitué par de la méthylamine permettant 

de délivrer l'amine secondaire 13b, le faible rendement s’expliquant par la faible nucléophilie 

de la méthylamine (Schéma 4). 
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Schéma 4: Synthèse de l’amine primaire et secondaire 

 

Dans un premier temps, la thiourée 14b a été synthétisée en trois étapes à partir du Fmoc-

Ornithine(Boc)-OH 16, avec un rendement global de 78% (Schéma 5). La fonction acide 

carboxylique a été protégée sous forme d’ester méthylique en présence de 

trimethylsilyldiazométhane puis le groupement Boc porté par l’amine de la chaine latérale a 

été déprotégé dans des conditions douces, en présence de trifluorométhanesulfonate de 

triméthylsilyle. Une fois l’amine déprotégée, elle a été mise en présence de 1,1’-

thiocarbonyldiimidazole (TCDI) puis traitée avec une solution de méthylamine afin d’obtenir la 

thiourée 14b. 

 

Schéma 5: Synthèse de thiourée Fmoc protégée  

 

Ayant cette thiourée en main, nous nous sommes alors tournés vers la réaction de couplage 

générant les guanidines cibles. Nous avons tenté cette réaction de guanylation avec deux 

réactifs très utilisés dans la synthèse de guanidines : le chlorure de mercure (HgCl2) ou le 

réactif de Mukaiyama (Schéma 6). Cependant, dans ces conditions, la réaction de guanylation 

a échoué, causant également une rapide déprotection du groupement Fmoc (t1/2 = ~10 min) 

par l’amine 13a (Schéma 6). 

 

 

Schéma 6: Essais de guanylation avec la thiourée Fmoc protégée  

 

Ainsi, notre stratégie alternative envisagée (Schéma 7) a été de protéger la chaine principale 

de cette ornithine sous forme d’ester et carbamate benzylique. Ainsi, après l’étape de couplage 

avec les amines 13a et 13b, ces deux groupements pourront être déprotégeés dans une 

réaction d’hydrogénolyse. Par la suite, ces arginines modifiées pourront être protégées sous 

forme de Fmoc permettant l’accès aux composés 12a-c désirés. 
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Schéma 7: Rétrosynthèse révisée des arginines modifiées  

 

La synthèse de cette deuxième série de thiourées 14c-d commence à partir du Cbz-Ornithine-

OH commercial 25. La réaction entre le TCDI et l’amine primaire de l’ornithine suivie d'un 

traitement avec de la méthylamine (ou de l'ammoniac) génère les thiourées asymétriques 26a 

et 26b. L’acide carboxylique a été ensuite protégé sous forme d’ester benzylique afin de 

délivrer les composés 14c et 14d avec un rendement global allant de 39 à 60% (Schéma 8). 

 

Schéma 8: Synthèse des isothiourées  

 

Le rendement modeste pour la synthèse de la thiourée 14c s’explique par deux phénomènes. 

Premièrement, pour la première étape de formation de thiourée 26a, l’ammoniaque est moins 

nucléophile que la méthylamine, ce qui se reflète sur le rendement. Deuxièmement, pour 

l’étape de couplage, nous avons observé une réaction secondaire issue d’une cyclisation 

intramoléculaire qui survient via l’attaque d’un azote (en rouge, Schéma 8) de la thiourée lors 

de l’activation de la fonction acide carboxylique, donnant ainsi lieu au δ-lactame 14e et 

affectant là aussi le rendement. 

Ces deux thiourées 14c et 14d ont été engagées dans des réactions de guanylation. 

Cependant, ces composés se révélant peu réactifs dans les conditions évaluées (HgCl2, 

Réactif de Mukayaima), nous avons dû procéder à une dernière étape de S-méthylation en 

présence d’iodométhane pour activer ces thiourées sous la forme d’isothiourées 27a et 27b 

(Schéma 8). 

Dans un premier temps, afin de vérifier la réactivité de 27a et 27b, une réaction de guanylation 

a été réalisée en utilisant la benzylamine comme amine modèle. L’arginine correspondante 28 

a été obtenue avec un rendement de 64% en présence de HgCl2 dans du diméthylformamide 

et de la triéthylamine. Une réaction d’hydrogénolyse nous a ensuite permis de libérer les 

fonctions acides carboxylique et amine, cette dernière ayant ensuite été protégée sous la 

forme d’un groupement Fmoc, par action du chlorure de fluorénylmethoxycarbonyle (Fmoc-Cl) 
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en présence de pyridine, nous premettant d’isoler le composé 30. Bien que le rendement 

global de 30% n’ait pas été optimisé, cette séquence conduite sur un composé modèle nous 

a permis de valider notre approche synthétique (Schéma 9). 

 

Schéma 9: Synthèse de l’arginine et protection sous forme de Fmoc 

 

Après avoir établi la preuve de concept, nous nous sommes alors tournés vers la synthèse 

des arginines modifiées cibles 12d-f (Schéma 10). L’addition de l’amine primaire 13a ou 

secondaire 13b sur les isothiourées 27a ou 27b a été réalisée dans les mêmes conditions que 

précédemment décrites, en présence de chlorure de mercure dans du DMF et de la 

triéthylamine, mais avec des rendements beaucoup plus faibles cependant. Le faible 

rendement peut s’expliquer d’une part par l’encombrement stérique de notre amine qui est 

plus important que celui de la benzylamine. D’autre part, par l’absence de groupements 

attracteurs (i.e., Cbz, Boc, etc.) sur le fragment isothiourée qui sont habituellement utilisées  

dans ce type de réaction comme activateurs supplémentaires.140  

 

 

Schéma 10: Hydrogénolyse des arginines modifiés 

 

Afin d’incorporer ces composés dans des séquences peptidiques, nous avons ensuite 

entrepris la déprotection des composés 12d-f, pour les protéger sous forme de Fmoc 12a-c 

(Schéma 7). Dans un premier temps nous avons procédé à l’hydrogénolyse de l’arginine 

modifiée 12d en utilisant les conditions mises au point précédemment (i.e. atmosphère 

d’hydrogène, 0.1 equiv,. Pd/C 10 wt.% (Sigma), MeOH ; Schéma 11). Cependant, après 

plusieurs essais, aucune déprotection n’a été constatée. Ceci est d’autant plus surprenant 

que, dans des conditions exactement similaires, l’arginine modifiée 12e a conduit au produit 

d’hydrogénolyse 32 avec un rendement quantitatif (Schéma 11).  
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Schéma 11: Déprotection de la chaine principale des arginines modifiés 

 

Afin de mieux comprendre l’origine de cette différence de réactivité, nous avons entrepris de 

jouer sur la source de palladium, le type de solvant et sur l’acidité du milieu réactionnel. Dans 

un premier temps, nous avons remplacé le Pd/C 10 wt.% (Sigma) par son équivalent chez Alfa 

Aesar, mais aucune déprotection n’a été observée. Nous avons alors décidé d’utiliser le 

catalyseur de Pearlman (Pd(OH)2 20 wt.%), qui est décrit dans la littérature comme efficace 

pour les réactions d’hydrogénolyse et est utilisé dans la déprotection des groupements Cbz.141 

Cependant, nous avons là encore constaté une absence totale de réaction malgré plusieurs 

essais (Schéma 12). Conscients que des catalyseurs à base de palladium pourraient ne pas 

être le choix le plus opportun, nous avons également évalué le Pt/C 10 wt.%, qui s’est montré 

tout aussi inefficace. Suspectant un problème de solubilité, nous avons remplacé le méthanol 

par de l’éthanol absolu, tout en gardant le Pd/C de chez Sigma comme source de palladium, 

ce dernier ayant montré son efficacité lors de la déprotection du composé 12e. 

 

 

Schéma 12: Screening de conditions pour la déprotection de la chaine principale de l’arginine modifié non 

méthylée. 

 

A nouveau, aucune conversion n’a pu être détectée et, plus inquiétant, nous avons 

systématiquement remarqué tout au long de ces essais que nous perdions en outre des petites 

quantités de notre réactif de départ. Par conséquent, nous nous sommes demandé si la 

présence de la guanidine non substituée présente au sein de notre molécule 12d pouvait 

chélater et empoisonner notre catalyseur. De ce fait, nous avons utilisé une solution diluée 

d’HCl afin de protoner la guanidine et empêcher cette possible chélation du palladium.  
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Evaluant des conditions d’hydrogénolyse dans une solution de MeOH/HCl 1.0 M, 9:1 (v/v), 

sous atmosphère d’hydrogène et en présence de Pd/C (Sigma), 12d s’est révélé parfaitement 

inerte, aucune hydrolyse de la fonction acétal n’étant même constatée.  

Remplacer les solvants protiques évalués jusqu’ici par de l’acétate d’éthyle s’est révélé 

inefficace, notre composé 12d étant insoluble dans ce solvant. Cependant, l’utilisation d’un 

mélange MeOH/AcOEt, 1:1 (v/v) nous a permis d’observer une déprotection partielle, 

cependant avec une conversion variable oscillant entre 15 et 40%, et limitée à l’ester 

benzylique uniquement (Schéma 12). Actuellement, la déprotection de l’arginine modifiée 12d 

est toujours en cours d’optimisation afin de permettre la déprotection totale de la molécule et 

de pouvoir accéder à un acide aminé prêt à être couplé. Pour cela plusieurs possibilités 

s’offrent à nous comme l’utilisation d’autres catalyseurs (Ni de Raney, Rh), l’emploi d’autres 

solvants ou de conditions réactionnelles plus drastiques, par exemple sous pression élevée 

d’hydrogène. 

 

Afin de valoriser ces arginines modifiées et d’évaluer leur potentiel en tant que ligands de 

PRMT, des études de co-cristallisation ont été menées par le Dr Vincent Cura au sein de 

l’IGBMC. Dans cette optique, nous avons réalisé la déprotection complète des groupements 

protecteurs de l’arginine 12e (i.e., Cbz, ester benzylique et acétal) en deux étapes mais aucune 

structure cristallographique n’a pu être obtenue entre le produit de déprotection 33 et les 

PRMT, probablement du fait d’une trop grande polarité de ces composés (Schéma 13).  

 

 

Schéma 13 : Déprotection complète de l’arginine modifié mime des PRMT de type sDMA 

 

C’est pourquoi nous avons alors opté pour une stratégie de déprotection partielle du 

groupement acétonide uniquement, réalisée grâce à une solution de TFA/TIPS/H2O 

(95:2.5:2.5 v/v/v), permettant l’isolement des trois arginines modifiées, 34a, 34b, et 34c 

(Schéma 14). Ces composés ont été co-cristallisés dans un premier temps avec PRMT4.  

 

 

Schéma 14: Déprotection de l’acétal des trois arginines  
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Les trois structures cristallographiques obtenu avec PRMT4 révèlent que ces composés 

occupent partiellement le site du SAM et que la guanidine se place bien dans la poche arginine. 

On observe des différences d’affinités qui sont uniquement liées au groupement méthyle qui 

est plus ou moins bien accommodé dans la poche arginine. Il apparait que le composé le 

moins affin (c’est-à-dire où le méthyle n’est pas bien accommodé dans la poche arginine) est 

l’arginine modifiée 34b (Figure 22) qui mime l’état de transition de la diméthylation symétrique, 

qui ne se fait pas dans PRMT4. Les structures cristallographiques obtenu avec l’arginine non 

méthylé 34a (Figure20) mimant la première étape de méthylation et l’arginine modifie 34c 

(Figure 21) mimant la diméthylation asymétrique s’accommode plutôt bien dans la poche 

arginine.  

 

 

Figure 20: Complexe 34a-PRMT4 
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Figure 21: Arginine modifié 34c mimant l’étape de diméthylation asymétrique complexé avec PRMT4 

 

 

Figure 22: Arginine modifié 34b mimant l’étape de diméthylation symétrique complexé avec PRMT4 
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Ces arginines modifiées occupent les quatre modules catalytiques et comme le taux 

d’occupation est de manière générale corrélé à l’IC50, ces dernières ont été testées pour leur 

pouvoir inhibiteur. Le SAH, l’inhibiteur connu des PRMT a été également inclus comme 

référence. Les tests d’inhibitions montrent que l’arginine modifiée non méthylée 34a inhibe 

l’activité enzymatique de PRMT4 avec une IC50 de 330 nM, étant dix fois plus actif que le SAH. 

L’inhibition chute drastiquement (180 fois par rapport à 34a) pour le composé 34b ayant une 

efficacité d’inhibition de 60 µM. Le composé 34c en termes d’efficacité se place entre les deux 

avec une IC50 de 790 nM (Figure 23). Ces résultats doivent cependant être pris avec 

précaution et restent à confirmer en triplicat. 

 

 
Figure 23: Evaluation des arginines modifiées contre PRMT4 

 

Il faut savoir qu’il a été démontré que l’affinité de la protéine pour un ligand est corrélée à la 

stabilisation de la protéine par ce ligand.142  Ainsi, afin de mesurer la fixation directe de ces 

composés à PRMT4 des mesures de stabilité thermique ont été réalisées. Celle-ci est défini 

par la valeur de Tm (température de fusion) qui est la température à laquelle la moitié de la 

protéine est dénaturée.  

Les variations des Tm comparées à la forme apo (enzyme seule, Tm = 50.7 °C) ont démontré 

une stabilisation comparable de PRMT4 en présence des trois arginines modifiées (mesurée 

en triplicat) et les valeurs de Tm sont en corrélation avec les valeurs d’IC50 (Figure). L’inhibiteur 

le plus efficace (composé 34a) a un fort effet stabilisateur pour PRMT4 comparé à la forme 

apo avec un Tm de 60.0°C (ΔTm = +9.3 °C vs apo), tandis qu’une faible stabilisation est 

observée avec l’inhibiteur le moins efficace (composé 34b, ΔTm = +1.7 °C vs apo) (Figure 23).  

Ainsi, les structures cristallographiques, les tests d’inhibition et de stabilité thermique sont en 

parfaites corrélation entre elles. Les structures cristallographiques obtenu dans ce contexte 

sont essentielles et permettent de dévoiler les bases structurales des différences d’affinités 

observés avec les arginines modifiées. 
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Par ailleurs, des essais de co-cristallisation ont été réalisés avec PRMT2 qui a permis de 

résoudre deux structures cristallographiques entre ce dernier et l’arginine modifiée 34a et 

l’arginine modifié mimant l’étape de diméthylation asymétrique 34c. Aucune structure 

cristallographique n’a été obtenu avec l’arginine modifié mimant l’étape de diméthylation 

symétrique 34b et PRMT2, qui ne catalyse que la réaction de diméthylation asymétrique. Ces 

résultats suggèrent que les arginines modifiés (du moins deux d’entre elles) peuvent être 

utilisés pour stabiliser le complexe PRMT2/RSF1.  

 

En parallèle de la synthèse des arginines modifiées, nous avons aussi développé et optimisé 

les conditions de NCL qui seront essentielles à la formation ultérieure des RSF1 modifiées 

(Axe 2 du projet, Figure 19). Pour cela, nous avons utilisé un peptide modèle possédant une 

arginine naturelle en position C-terminale dont l'acide α-carboxylique peut être converti en un 

thioester. Comme les peptides C-terminal-thioester sont difficiles à isoler, nous avons utilisé 

le dérivé hydrazide du peptide 35, qui a été converti in situ en thioester 37 via la formation de 

pyrazole 36 suivi d’une thioestérification avec de l’acide 4-mercaptophénylacétique (MPAA).143 

L'ajout de RSF1 (tronquée et portant une cystéine en N-ter et une étiquette hexahistidine en 

C-ter) et la neutralisation du pH du milieu réactionnel ont conduit à la formation de RSF1 

synthétique 38, produit de ligation attendu, dans des conditions très douces. Une rapide 

optimisation a été nécessaire pour améliorer cette étape de couplage, en jouant sur la 

concentration des différents réactifs, conduisant à une conversion satisfaisante de 65% 

déterminée par LC-MS (Schéma 15). Il convient de signaler à ce stade que les 35% restants 

correspondent à de la RSF1 tronquée résiduelle, ce qui suggère qu’un accroissement de cette 

conversion serait encore possible. 

 

 

Schéma 15: La NCL entre RSF1-Cys et l’heptapeptide comportant une arginine naturelle 

 

III.2.5 Conclusion 
 

En conclusion, nous avons constitué une petite librairie de ligands mimant l’état de transition 

de la première ou de la seconde étape de méthylation des différents types de PRMT. Les 

réactions de guanylation permettant leur obtention sont les étapes limitantes de notre voie de 
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synthèse. Ces dernières restent donc à optimiser afin d’accroître les rendements et monter en 

échelle en vue de permettre la synthèse des heptapeptides prévus. De plus, l’étape de 

déprotection de la molécule 12d reste également à optimiser en vue de permettre la protection 

des arginines modifiés par des groupements Fmoc. De manière intéressante, la présence d’un 

méthyle sur la partie guanidine a un profond impact sur la réactivité de nos composés, que ce 

soit lors de l’étape de guanylation ou lors des étapes de déprotection, bien que les raisons 

puissent être différentes selon les cas.  

La preuve de concept et l’utilisation de l’arginine modifiée en tant que mime de l’état de 

transition avait déjà été démontré dans le cadre de CARM1.126 Dans notre cas nous avons 

obtenu également le complexe 34a-PRMT2 qui permet de confirmer que la géométrie du mime 

de l’état de transition est aussi adaptée pour PRMT2 et qu’une fois qu’il sera incorporé au sein 

de RSF1, il stabilisera probablement avec une bonne aisance le complexe RSF1-PRMT2.  

Ces dernières ont inhibé l’activité enzymatique de PRMT4 avec une efficacité allant du 

micromolaire au sub-micromolaire. Les tests d’inhibition doivent être réalisés en triplicat et 

étendu aux autre PRMT pour évaluer leurs sélectivités parmi les PRMT. 

L’optimisation de l’étape de ligation chimique native nous a permis d’atteindre une conversion 

satisfaisante de 65% entre la RSF1 tronquée, comportant une cystéine en N-ter (et une 

étiquette hexahistidine en C-ter qui servira pour la purification de la protéine) et notre peptide 

modèle contenant une arginine naturelle.  

Les prochaines étapes clés de ce projet sont la synthèse et l’incorporation de l’arginine 

modifiée 34a dans l’heptapeptide.  
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III.3 Deuxième approche : Incorporation de l’arginine 
modifiée (R**) sur la partie structurée de RSF1 (R24) 

 

III.3.1 Introduction 
 

La deuxième approche que nous avons entrepris de mettre en place dans le cadre de la 

stabilisation du complexe PRMT2-RSF1, est l’incorporation de l’analogue du SAM R** sur la 

position 24 de RSF1. Contrairement à l’approche précédente, la structure et la géométrie de 

cet analogue du SAM ne sont pas basées sur une étude antérieure mais sur une approche in 

silico. Ainsi, si la géométrie de R** permet théoriquement de rentrer dans la poche de fixation 

de l’arginine, il reste à le confirmer de manière expérimentale, par une étude de co-

cristallisation afin de valider le potentiel de R** en tant que ligand de PRMT. Dans cette 

deuxième approche, avons pris l’initiative d’exploiter une réaction de chimie click catalysée au 

cuivre(I) entre un azoture et un alcyne terminal – la CuAAC (pour Copper-catalyzed azide-

alkyne cycloaddition) – afin d’introduire l’arginine modifiée R** au sein de RSF1. Pour cela 

nous devons tout d’abord incorporer au sein de RSF1 un acide aminé non naturel, comportant 

sur sa chaine latérale une fonction capable de réagir dans une réaction de CuAAC. Nous 

avons décidé d’opter pour une méthode d’incorporation site-spécifique, exploitant la 

machinerie cellulaire, afin d’incorporer cet acide aminé non naturel à la place de l’arginine 

naturelle R24 au sein de RSF1. Ainsi, après avoir introduit le terme de chimie click et la CuAAC 

nous allons voir les bases de la synthèse protéique pour mieux comprendre les méthodes 

permettant l’incorporation d’acides aminées non naturels. 

 

III.3.2 La chimie click 
 

Le concept de chimie click a été décrit pour la première fois en 2001 par K. B. Sharpless et 

ses collègues qui le définissent comme une famille de réactions « idéales » qui opéreraient 

dans des conditions aqueuses, à l’air libre, avec une cinétique rapide et une très bonne 

chimiosélectivité, conduisant à des hauts rendements, et ne produisant pas de sous-

produits.144,145,146  

Les réactions de chimie click ont été utilisées pour un large éventail d’applications, notamment 

dans le domaine de la chimie, de la biologie, des matériaux, des polymères et de la 

biotechnologie.147 Parmi les réactions de chimie click les plus notables, la CuAAC est l’une 

des plus utilisées car elle s’est avérée très efficace, robuste et fiable, notamment pour la 

modification des protéines.148  
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III.3.3 La CuAAC  
 

Les cycloadditions 1,3-dipolaires de Huisgen sont des processus d’association exothermiques 

qui réunissent deux réactifs et permettent un accès rapide à une énorme variété d’hétérocycles 

à cinq chaînons. La cycloaddition entre azotures 39 et alcynes 40 pour donner des triazoles 

s’est avérée être la réaction la plus efficace de cette famille. Son application à la chimie click 

a nécessité le développement de conditions réactionnelles douces. En effet, sous seul contrôle 

thermique, cette réaction conduit à un mélange de deux régioisoméres de triazoles : le 1,4-

disubstitué 41 et le 1,5-disubstitué 42 (Figure 24). 

 

 

Figure 24: Cycloaddition 1,3-dipolaire de Huisgen entre un azide et un alcyne 

 

En 2002, les travaux menés en parallèle par les groupes de Meldal et Sharpless, ont permis 

de s’affranchir à la fois des problèmes de régiosélectivité mais aussi des températures élevées 

nécessaires au bon déroulement de la réaction, en catalysant la réaction au cuivre (I).149,150  

Plusieurs sources de cuivre (I) peuvent être utilisées, mais l’équipe de Sharpless a constaté 

qu’une réduction in situ par l’ascorbate de sodium des sels de cuivre (II) générait un catalyseur 

performant et peu coûteux.150 Avec cette méthode, on obtient ainsi une large variété de 

triazoles-1,4-disubstitiués, avec de très hauts rendements et dans des conditions douces, 

compatibles avec l’utilisation de biomolécules (Figure 25). 

 

 

Figure 25 : La cycloaddition de Huisgen catalysée au cuivre (I) 

 

La réaction semble être très tolérante et ne nécessite aucune précaution particulière. Elle est 

généralement complète en 6 à 36 heures à température ambiante et dans un mélange d’eau 

et de tert-butanol, conditions décrites comme universelles pour ce type de réaction. 

Cependant, divers co-solvants peuvent être utilisés comme l’éthanol, le DMSO, ou le THF, 
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selon la nécessité et la solubilité des réactifs. Il est recommandé de réaliser la catalyse à pH 

neutre mais elle tolère un intervalle de pH allant de 4.0 à 12.0, rendant donc ce procédé 

catalytique extrêmement robuste.147,151 La cinétique de cette réaction peut être accélérée par 

l’utilisation de ligand à base de triazole, tels que THPTA (tris(3-

hydroxypropyltriazolylmethyl)amine), ou TBTA (tris[(1-benzyl-1H-1,2,3-triazol-4-

yl)methyl]amine). 

Pour la modification de protéines, l’utilisation du DMSO comme co-solvant (~10% max) semble 

privilégiée, de même que les ligands à base de triazole (Figure 25).148 Dans ce cas, ces ligands 

détiennent un double rôle : en plus d’accélérer la cinétique de réaction en coordinant et 

maintenant l’état d’oxydation du cuivre (I), ils protègent les chaines latérales des acides aminés 

constitutifs des protéines (telles que les histidines) contre les espèces réactives de l’oxygène 

en venant intercepter les peroxydes produits par le mélange  O2/Cu/ascorbate.152 L’utilisation 

d’aminoguanidine est elle aussi recommandée pour intercepter les sous-produits délétères de 

l’ascorbate (déhydroascorbate), qui viendraient à priori oxyder les chaînes latérales des 

arginines (principalement).152 

La CuAAC se prête donc extrêmement bien à la modification de protéines, sous réserve 

qu’elles contiennent au moins un groupement azoture ou alcyne. Ces fonctionnalités étant 

absentes au sein des biomolécules, il a fallu développer des méthodes permettant 

l’incorporation de tels acides aminés non naturels au sein des protéines.  

 

III.3.4 Incorporation d’acides aminés non naturels au sein de protéines 
 

Toute une gamme de méthodes chimiques (SPPS, NCL) ont été utilisées pour la synthèse de 

protéines modifiées portant des groupements fonctionnels exogènes sur leur chaîne latérale. 

La principale limitation de ces méthodes concerne leur montée en échelle car ce sont des 

méthodes couteuses et peu efficaces. La SPPS ne permet pas techniquement la production 

de protéines de grosse taille et la synthèse devient très difficile pour les protéines présentant 

plus de 50 acides aminés, malgré l’utilisation de synthétiseurs automatisés.153 Ceci est 

principalement dû à des problèmes de solubilité et de repliement de la chaîne en cours 

d’élongation, rendant la partie N-terminale moins accessible pour les étapes de déprotection 

et couplage.153 

La NCL ne souffre pas de ces limitations et c’est donc la méthode de choix pour la synthèse 

de protéines supérieures à 50 acides aminés. Cependant, en plus des limitations présentées 

au chapitre 2 (Section II.2.2. Ligation Chimique Native), la NCL souffre du problème 

d’insolubilité des peptides lipophiles dans les tampons utilisés.153 
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Pour surmonter cela, d’autres méthodes ont été développées pour compléter les méthodes 

chimiques, exploitant la machinerie cellulaire afin de permettre l’incorporation d’acides aminés 

non naturels dans les protéines produites en cellules vivantes. Plus précisément, elles sont 

basées sur la modification de l’acide aminé au sein d’un ARNt et l’utilisation d’un codon unique, 

pour qu’au cours de la traduction, le ribosome réalise son incorporation au sein de la protéine 

en cours de synthèse.  

 Dans ce contexte deux méthodes ont été développées :  

• La première méthode permet l’incorporation d’acides aminés non naturels de manière 

spécifique à un résidu.  

• La deuxième méthode permet l’incorporation d’acides aminés non naturels de manière 

spécifique à un site.  

 

Nous ne détaillerons que la méthode que nous avons retenu pour notre synthèse, celle 

permettant une approche site-spécifique. 

 

III.3.4.1 Incorporation d’acides aminés non naturels par approche site-

spécifique :  

 

L’incorporation d’acides aminés de manière site-spécifique est une méthode puissante et 

élégante qui permet de remplacer un acide aminé naturel par un acide aminé non naturel. 

Cette approche nécessite une paire aaRS/ARNt pour l’insertion des résidus non naturels dans 

la chaîne polypeptidique de la protéine en cours de synthèse. Cette combinaison unique 

aaRS/ARNt doit être orthogonale au système de traduction endogène pour que l’ARNt qui 

contient l’anticodon vierge ne soit pas un substrat pour les aaRS endogène et que l’aaRS 

orthogonale ne reconnaisse ni les ARNt endogènes, ni les acides aminés naturels (Figure 

26).154,155,156 

C’est cette aminoacyl-ARNt orthogonale qui sera utilisée par le ribosome pour synthétiser la 

protéine modifiée. Pour cela, il faut que l’aminoacyl-ARNt soit reconnu par un codon au sein 

de l’ARNm grâce à un anticodon unique, qui n’est pas utilisé pour l’incorporation d’un autre 

acide aminé et écarter toute incorporation à une position non désirée (Figure 26). Pour cela, 

l’ARNt doit avoir un anticodon vierge, qui va être modifié afin de coder spécifiquement pour 

l’incorporation de l’acide aminé non naturel, en général l’un des trois codons « stop » qui est 

généralement le codon ambre (UAG). Ce codon ambre est généré au sein de la séquence de 

l’ARNm par mutagénèse dirigée qui a pour but de muter une séquence d'ADN à un endroit 

précis. Ainsi, la séquence de l’ARNm correspondante sera mutée à la position voulue et 

permettra la traduction de la protéine modifiée (Figure 26). 
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Figure 26: Synthèse de protéines modifié grâce à l’expansion du code génétique A: Synthèse protéique 

endogène, B: Détournement du codon UAG pour l’incorporation de l’acide aminée non naturel 

 

La production des protéines est de manière générale réalisée dans Escherichia coli (E. Coli) 

et les couples aaRS/ARNt orthogonaux sont importés d’autres organismes car la spécificité 

moléculaire et structurale diffère entre les organismes. Ainsi, cette stratégie permet 

l’incorporation d’acides aminés non naturels à des positions stratégiques comme les sites de 

PTM. Ces sites peuvent ensuite être marqués chimio- et régio-sélectivement afin d’accéder à 

des conjugués de protéines porteurs de diverses fonctions non-naturelles.  

 

III.3.5 Objectif de l’approche 
 

La synthèse de ligands mimes de l’état de transition des PRMT constitue un défi de notre 

projet, autant sur le plan de la synthèse organique que sur le plan biologique. Les méthodes 

chimiques permettant de modifier orthogonalement les protéines étant limitées, aucune 

réaction de chimie click ne nous permet actuellement de modifier chimio- et régio-

sélectivement une arginine bien précise au sein d’une chaîne protéique. L’incorporation au 

cœur de la séquence protéique des arginines modifiées présentées précédemment étant 

impossible (pour les raisons évoquées ci-dessus), nous avons donc dû nous tourner vers un 

analogue du SAM (R**) 4 (Figure 27), sélectionné in silico, et pouvant être généré sur une 
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protéine recombinante (dont la rétrosynthèse est présentée à la figure 27), exprimant un résidu 

de L-bishomopropargylglycine 44 en lieu et place de l’arginine R24 de RSF1.  

 

 

Figure 27 : Rétrosynthèse de RSF1 modifiée par R** 

 

Ce résidu  alcyne a été sélectionné sur la base de travaux publiés en 2021 et rapportant son 

incorporation au sein de protéines.157 La synthèse de l’azoture 43 ayant été déjà décrite dans 

la première approche (Section II.2.4. Résultats et discussion) sous sa forme protégée 21, une 

simple étape de déprotection devrait nous fournir le partenaire de CuAAC nécessaire à la 

génération du dérivé R** sur RSF1 mutée donnant lieu à la protéine modifiée 4.  

 

III.3.6 Résultats et discussion  
 

Avant d’incorporer notre alcyne au sein de RSF1, nous avons tout d’abord voulu évaluer 

l’affinité de ce candidat mime de l’état de transition vis-à-vis des PRMT. Pour cela, nous avons 

entrepris la synthèse du mime de l’état de transition 47 pour pouvoir tenter de le co-cristalliser 

avec PRMT2. Après une courte optimisation, nous avons pu développer des conditions 

douces, permettant d’accéder au triazole 46 avec un rendement de 72% en utilisant un 

mélange DMSO/H2O 8:1, en présence de sulfate de cuivre (II), de THPTA et d’ascorbate de 

sodium (Schéma 16), suivie d’une étape de déprotection de la fonction acétonide pour 

conduire à l’acide aminé non naturel 47. 

 

 

Schéma 16: Synthèse du candidat mime de l’état de transition  
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Cependant aucune co-cristallisation avec PRMT2 n’a été constatée. Comme dans le cas des 

arginines modifiées, nous suspectons que ce dernier ne cristallise pas du fait de sa grande 

polarité. Ainsi, pour atténuer sa polarité, nous avons entrepris de protéger la chaîne principale 

avec des groupements benzyle comme dans le cas des arginines modifiées, en partant de la 

Cbz-L-bishomopropargylglycine 48 commerciale (Schéma 17). 

 

 

Schéma 17: Synthèse du candidat mime de l’état de transition protégé sur sa chaine principale 

 

La partie acide carboxylique a été protégée en présence de PyBOP, d’alcool benzylique, de 

triéthylamine et dans du DMF permettant l’isolement de l’alcyne 49. Ce dernier a été engagé 

dans la réaction de CuAAC puis la fonction acétal a été déprotégée grâce à une solution de 

TFA/TIPS/H2O (95:2.5:2.5 v/v/v), permettant la synthèse du ligand désiré 51 (Schéma 17). Ce 

ligand a été délivré aux biologistes pour des essais de co-cristallisation pour déterminer si le 

triazole pourrait être un isostère de la guanidine et s’il s’accommoderait suffisamment bien 

dans la poche arginine pour être utilisé en tant que mime de l’état de transition. 

 

III.3.7 Conclusion 
 

En conclusion nous avons synthétisé le candidat mime de l’état de transition 47. Cependant, 

celui-ci n’a donné aucune structure cristallographique avec les PRMT. En nous basant sur 

notre expérience sur les arginines modifiées, nous avons décidé de synthétiser sa forme 

protégée qui a été délivrée aux biologistes pour des études cristallographiques. Ces études 

nous permettront de comprendre si cette absence de cristallisation est reliée à la géométrie 

ou à la polarité de R**. Si les études de co-cristallisation permettent de valider que ce dernier 

est bien un mime de l’état de transition, l’alcyne sera incorporé au sein de RSF1 par nos 

collaborateurs pour donner lieu à la protéine modifiée 44 qui pourra réagir dans une réaction 

de CuAAC nous permettant d’insérer R** sur RSF1. 
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IV. Conception et synthèse d’inhibiteurs de PRMT 
 

IV.1 Introduction 
    

De nombreux travaux ont été réalisés au niveau international pour découvrir des anticancéreux 

sélectifs de PRMT et ouvrir de nouvelles voies thérapeutiques. Un des obstacles majeurs au 

développement de nouveaux inhibiteurs notamment pour les composés dérivés du SAM 

découlent de leur difficulté à traverser les membranes cellulaires pour opérer sur leurs cibles. 

Récemment, des études menés en parallèle ont révélé de considérables progrès dans 

l’identification d’inhibiteurs cliniquement pertinents et les essais cliniques mettent en évidence 

que le ciblage des PRMT pourrait être un véritable succès.158,159  

Nos travaux de recherche d’inhibiteurs de PRMT ont débuté en 2009 lors d’une collaboration 

avec l’équipe du Prof. Jean Cavarelli. L’idée initiale était de trouver des mimes de l’état de 

transition analogues du SAM qui permettraient d’étudier le mode de reconnaissance des 

complexes PRMT-Substrat. De manière fortuite, les composés synthétisés dans ce contexte 

ont démontré une capacité à inhiber sélectivement CARM1 à une concentration micromolaire 

voir submicromolaire. Ces composés doivent être encore optimisés premièrement pour 

augmenter leur efficacité mais aussi leurs propriétés pharmacologiques pour avoir l’effet 

souhaité sur des lignées cancéreuses.  Ainsi, notre démarche pour trouver de nouveaux 

inhibiteurs de PRMT s’inscrit dans la continuité de ce projet, initié en 2009. Par conséquent, 

ce dernier chapitre ambitionne de présenter les inhibiteurs ciblant les PRMT.  

La première approche consiste à explorer la poche du SAM et du substrat simultanément. Les 

inhibiteurs synthétisés dans ce contexte ont des structures proches du SAM (en particulier le 

groupe adénosine) et permet d’être compétitif de la fixation du SAM et du substrat, en occupant 

totalement ou partiellement les deux poches.  

La deuxième approche explore la poche de fixation du substrat (où se produit la réaction de 

méthylation) avec des composés non-analogues du SAM. Pour cette approche, seuls les 

inhibiteurs en phase clinique seront décrits.  

Une troisième approche implique les inhibiteurs allostériques qui se fixent à distance des 

poches de fixation du SAM et du substrat et provoquent des changements conformationnels 

qui empêche la fixation des substrats mais ne seront pas décrits dans ce manuscrit.  
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IV.2 Inhibiteurs analogues du SAM ciblant la poche du SAM et du 
substrat 

 

IV.2.1 Inhibiteurs sélectifs de PRMT1, PRMT4 et PRMT6 
 

En 2015, le Dr Nathaniel I. Martin et ses collaborateurs ont conçu les composés 52 à 57 

(Tableau 1), pour inhiber l'activité enzymatique des PRMT par compétition simultanément avec 

le cofacteur SAM et le substrat. Pour cela, ils ont synthétisé des ligands analogues du SAM 

constitués d'une partie adénosine, liée par le carbone 4' à une chaîne aliphatique (de longueur 

variant) et portant un groupement guanidinium.160  

Tableau 1: Constante d’inhibitiona pour les composés 52-57 contre PRMT1, PRMT4 et PRMT6 

 

 
    a Valeurs d’IC50 (μM)  

 

Les études de tests d’inhibition (résumées au tableau 1) ont été effectuées sur PRMT1, 

PRMT4, PRMT6 et la lysine méthyltransférases G9a. Cette lysine méthyltransférase a été 

également testée pour montrer que les inhibiteurs synthétisés ont une sélectivité pour 

certaines familles de méthyltransférase. De plus, SAH (S-adénosyl homocystéine), l’inhibiteur 

connu des méthyltransférases a également été inclus comme référence. Les valeurs d’IC50 ont 

montré que les composés 52 et 53 étaient des inhibiteurs particulièrement efficaces et sélectifs 

de PRMT4. Par exemple, l’analogue 52 est environ 90 et 170 fois plus sélective pour PRMT4 

que pour PRMT1 et PRMT6, respectivement. L’analogue 54 est environ 110 et 30 fois plus 

sélectif pour PRMT4 que pour PRMT1 et PRMT6, respectivement. En revanche, le composé 

53 s’est montré plus actif, bien que moins sélectif parmi ces trois enzymes évaluées. Les 

composés 55, 56 et 57 contenants des linkers à quatre atomes sont généralement inactifs 

contre les PRMT. Néanmoins, le composé 55 (portant un linker thioéther) semble inhiber 

efficacement la lysine méthyltransférase G9a. De plus, l'analogue 57 avec un lieur à quatre 

atomes comprenant une amine secondaire s'est avéré inhiber sélectivement PRMT6.  

PRMT SAH 52 53 54 55 56  57  

PRMT1 a 6.21 ± 0.56 11.09 ± 2.77 1.30 ± 0.38 16.96 ± 3.73 >50 >50 >50 

PRMT4 a 0.67 ± 0.19 0.12 ± 0.02 0.56 ± 0.25 0.15 ± 0.05 >50 >50 >50 

PRMT6 a 0.20 ± 0.25 20.23 ± 8.67 0.72 ± 0.33 5.15 ± 1.27 >50 >50 3.20 ± 3.93 

G9a a 16.64 ± 
6.43 

>50 >50 >50 3.18 ± 2.67 >50 >50 
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En conclusion, ces analogues inhibiteurs de la SAM montrent une spécificité bien plus élevée 

pour les PRMT que pour la méthyltransférase G9a et ont des IC50 allant du micromolaire au 

sub-micromolaire pour un panel de PRMT. Les auteurs ont réalisé des études de docking avec 

les composés 52–54 et PRMT4. Ces études montrent le mode de liaison possible avec les 

inhibiteurs et les PRMT, qui pourrait expliquer l’inhibition observée. Cependant, le guanidinium 

ne semble pas interagir simultanément avec les chaînes latérales du glutamate (liaisons 

essentielles permettant d’orienter le guanidinium pour que la méthylation puisse avoir lieu), 

suggèrant que ces trois composés pourraient être optimisés afin d’améliorer ces interactions 

en ajoutant des substituants donneurs de liaisons hydrogènes sur le fragment guanidine, tels 

des groupements N-hydroxy- ou N-amino.  

 

IV.2.2 Inhibiteurs bi substrats de PRMT1 et PRMT4 
 

En 2020, Emma A. Gunnell et al. ont développé des inhibiteurs de PRMT1 et PRMT4. Leurs 

travaux rejoignent les travaux de Van Haren et al. avec la conception d'inhibiteurs bi substrat 

qui ciblent simultanément le site du SAM et du substrat.161 Une partie de leurs recherches 

consiste à remplacer le motif guanidinium de ces bi substrats par un isostère afin de pallier les 

problèmes de perméabilité cellulaire.  

Les inhibiteurs 58, 59 et 60 arborant des amines (tertiaire et primaire) et un groupe guanidinium 

ont été évalués pour leur potentiel à se lier et à inhiber PRMT1 et PRMT4 et les valeurs d’IC50 

résultantes sont présentées dans le tableau 2. L’inhibition contre PRMT4 diminue de manière 

modeste avec l’augmentation de la longueur du linker qui sépare l’adénosine et le guanidinium. 

Cependant, aucune tendance de ce type n'est observée contre PRMT1, bien que les valeurs 

d’IC50 soient similaires à celles observées pour PRMT4.161 Par ailleurs, les valeurs Kd de cette 

série d’inhibiteurs montre un profil similaire à l’IC50 pour PRMT1 et PRMT4, décrivant ainsi 

l’affinité directe de chaque inhibiteur. Il a été démontré que l’inhibiteur 61 (analogue acide 

aminé de 60) se lie et inhibe à la fois PRMT1 et PRMT4 avec la même efficacité (Tableau 2). 

Les inhibiteurs 62, 63 et 64 ont été synthétisés pour remplacer le groupe guanidinium par des 

isostères moins polaires, tels les motifs 2-aminopyrimidine (62) ou 2-aminopyridine (63, 64) 

afin de résoudre les problèmes de perméabilité cellulaire constatés dans la famille de 

composés précédentes. 
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          Kd ± erreur standard (µM)                        IC50 (Intervalle de confiance : 95%) (µM) 

Tableau 2: Valeurs de Kd et d’IC50 pour la série d'inhibiteurs (7–13) et SAH contre PRMT1 et CARM1  

 
 
 

 

Les affinités de liaison de ces inhibiteurs avec PRMT4 oscillent autour de la valeur obtenue 

pour le composé 58.  Les tests d’inhibitions révèlent que ces trois composés sont plus actifs 

que leurs analogues guanidinium 58–60 pour PRMT4 et possèdent des valeurs d’IC50 de 

l’ordre du sub-micromolaire. La meilleure inhibition est obtenue avec l’isostère 2-aminopyridine 

avec une IC50 de 0.3 µM.  Cependant, les mêmes molécules (62–64) sont des inhibiteurs 

environ trente fois moins actifs de PRMT1. Ainsi, la substitution du groupe guanidinium par 

l'isostère 2-aminopyridine améliore la liaison à CARM1 mais pas à PRMT1 (Tableau 2).  

Pour mieux comprendre les interactions et les modes de liaison, les analogues 62, 63 et 64 

ont été co-cristallisés avec PRMT4 et trois structures cristallographiques ont été résolues avec 

ces inhibiteurs. Les cartes de densité électronique des sites actifs ont montré que la position 

du groupement adénosine est la même dans tous les cas, aussi bien dans les structures 

portant le guanidinium que le groupement isostérique. Les structures cristallographiques 

révèlent que les groupements aminés et aromatiques des composés 62 et 63 occupent 

simultanément la poche du substrat et du cofacteur. Cependant, l’introduction d’un groupe 

carboxylique (comme dans 64) conduit à une nette préférence pour une conformation 

interagissant avec le site actif du cofacteur, où probablement le carboxylate de l’inhibiteur 64 

mime le carboxylate du cofacteur.  

En conclusion, en plus d'obtenir l'hydrophobicité nécessaire pour traverser les membranes 

cellulaires, les auteurs ont réussi à augmenter la puissance d’inhibition envers PRMT4 en 

Inhibiteur PRMT1 PRMT4 

58 10.2 ± 0.996 3.32 ± 0.335 

59 4.02 ± 0.453 7.18 ± 0.557 

60 9.99 ± 1.89 9.80 ± 1.83 

61 32.2 ± 3.531 38.1 ± 9.61 

62 10.2 ± 4.21 2.30 ± 0.162 

63 15.3 ± 1.57 1.14 ± 0.411 

64 43.7 ± 14.92 1.11 ± 0.132 

SAH 0.709 ± 0.057 0.775 ± 0.111 

Inhibiteur PRMT1 PRMT4 

58 7.2 (3.5–15.0) 2.3 (1.8–3.0) 

59 11.8 (9.0–15.5) 8.7 (6.9–10.8) 

60 11.6 (4.9–27.2) 17.7 (13.5–23.2) 

61 22.0 (14.4–33.5) 24.1 (15.4–37.6) 

62 22.0 (15.7–30.8) 0.7 (0.5–1.0) 

63 11.1 (5.6–21.8) 0.3 (0.1–1.1) 

64 25.3 (17.3–37.0) 0.8 (0.6–1.0) 

SAH 0.5 (0.2–1.0) 0.2 (0.1–0.4) 
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utilisant des isostères hydrophobes de la guanidine. Ce type d’approche pourra être utilisée 

pour trouver des inhibiteurs pour d’autres PRMT.  

 

IV.2.3 La cytosine : un potentiel isostère de la guanidine  
 

En 2018, Halby et al. ont reporté des inhibiteurs analogues du SAM pharmacologiquement 

actifs sur les PRMT.162 Ces composés ont été conçus initialement pour mimer l’état de 

transition de la réaction de méthylation de la cytosine et donc étaient plutôt destinés à être des 

inhibiteurs des ADN et ARN méthyltransférases. Cependant, ces inhibiteurs se sont révélés 

totalement inactifs ou très faiblement actifs lors des tests d'inhibition réalisés sur un panel 

d’ADN et d'ARN méthyltransférases humaines et virales mais efficaces contre les PRMT. 

 

 

Figure 28: Inhibiteurs de PRMT portant un dérivé cytosine 

 

Les composés 65–71 ont été testés contre quatre cibles : PRMT1, PRMT4, PRMT6 et PRMT7. 

Deux d’entre eux ont une partie acide aminé (65–66) mimant le SAM et les cinq autres n’ont 

que la partie adénosine et cytosine (67–71). Les tests d’inhibition ont montré que ces 

composés sont de potentiels inhibiteurs sélectifs de PRMT4, PRMT7 et à un niveau moindre 

de PRMT6. Deux composés, 66 et 68, se démarquent des autres et sont beaucoup plus actifs 
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et sélectifs, inhibant notamment PRMT4 avec des IC50 de 14 µM et 1.5 µM respectivement. Le 

composé 66 diffère de son analogue 68 par la présence de la fraction acide aminé, ce qui se 

traduit par une diminution de l’inhibition d’environ neuf fois (Figure 28). Plusieurs structures 

cristallographiques ont été obtenues entre les PRMT et ces composés. Les quatre structures 

cristallographiques de PRMT4 (PRMT4–68, PRMT4–67, PRMT4–71, PRMT4–65) et les deux 

structures cristallographiques de PRMT6 (PRMT6–66, PRMT6–65) ont révélé que ces 

composés se fixaient selon le mode de fixation attendu, à savoir qu’ils occupaient 

simultanément le site du cofacteur et du substrat.  

La structure cristallographique obtenue entre le composé 68 et PRMT4 montre que celui-ci 

occupe tous les sites actifs et déplace complétement la molécule de SAH naturellement liée 

sur PRMT4. Cependant, les structures cristallographiques obtenues avec les composés 65, 

67 et 71 ne déplacent que partiellement le SAH et les tests d’inhibition démontrent une faible 

activité sur PRMT4. L’étude cristallographique montre que cette perte d'inhibition peut 

s'expliquer par une longueur de linker qui est trop courte pour que la cytosine puisse pénétrer 

suffisamment dans le site de liaison du substrat arginine. 

L’efficacité des composés 66 et 68 a été mesurée sur des lignées cancéreuses mais aucun 

effet cytotoxique n’a pu être observé avec ces deux inhibiteurs. Cette absence d’activité est 

probablement due à la faible capacité de ces composés à traverser les membranes cellulaires, 

ce qui a été confirmé par des tests de perméabilité cellulaire avec le composé 68.  

En conclusion, le composé 68 s’est révélé l’inhibiteur le plus efficace contre PRMT4 parmi les 

composés testés dans cette étude et apporte des informations essentielles pour comprendre 

les bases structurales de l’inhibition des PRMT. Ces informations pourront servir pour 

optimiser cette structure de manière à améliorer ses propriétés pharmacologiques ou bien de 

concevoir de nouveaux inhibiteurs non-analogue du SAM avec de meilleures propriétés 

pharmacologiques et une meilleure efficacité.  

En 2017 Brehmer et al. ont identifié grâce à une étude de SAR un nouvel inhibiteur analogue 

du SAM sélectif de PRMT5.163 Cet inhibiteur appelé JNJ64619178 (Figure 29) s’est révélé être 

très efficace in vitro (IC50 = 0.13 nM) sur diverses lignées cellulaires cancéreuses notamment 

pulmonaires, mammaires, pancréatiques et hématologiques. Pour confirmer davantage 

l’activité de celui-ci, les évaluations ont été étendu à des études in vivo. Pour cela des 

xénogreffes (type : NCI-H1048) dérivées de patients atteints de tumeurs ont été greffés sur 

des souris immunodéficientes. L’inhibiteur a été administré par voie intraveineuse et a conduit 

à une inhibition et une régression efficace de la croissance tumorale sur plusieurs modèles de 

xénogreffe (EC50 = 0.25 nM). Celui-ci a été engagée en essai clinique de phase I 

(NCT03573310) pour des patients atteints de tumeurs solides avancées, de lymphomes non 

hodgkiniens et de syndrome myélodysplasique à faible risque.163,164 Aucun résultat n’a été 
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publié à ce jour et la date d’achèvement estimée de l’étude sur les 114 participants est le 29 

décembre 2023.165  

En 2018, Bonday et al. ont rapporté un nouvel inhibiteur sélectif de PRMT5 qui se lie 

spécifiquement dans la poche SAM de PRMT5. Ce composé appelé LLY-283 (Figure 29) 

présente une bonne activité in vitro (IC50 de 22 ± 3 nM) et in vivo (EC50 de 25 ± 1 nM).166 Ce 

dernier présente une bonne perméabilité cellulaire et pharmacocinétique bien définie 

(disponibilité oral, clairance plasmatique, …). Ce composé a montré une activité antitumorale 

dans les xénogreffes de souris de type A375 lorsqu’il est administré par voie orale. Par ailleurs, 

une étude de SAR a permis de mettre au point le composé PF-06855800 étant plus efficace 

avec une activité in vitro de 1.4 nM. Une caractéristique partagée par ces trois inhibiteurs est 

le cycle déazapurine, qui améliore les propriétés physico-chimiques et fait gagner une 

interaction hydrophobie supplémentaire. En effet l’azote en position 7 peut être retiré du cycle 

adénine sans compromettre l’efficacité de l’inhibiteur (Figure 29).167  

 

 

Figure 29: Les inhibiteurs analogues du SAM en essais cliniques 

 

Récemment, dans la continuité de ces travaux le composé PF-06939999 (structure non 

dévoilée) est rentré en essai clinique chez des patients atteints de tumeurs solides avancées 

ou métastatiques. Le but de cette étude était d’évaluer la pharmacocinétique et 

pharmacodynamique de cet inhibiteur chez 54 participants, en administrant (voie orale) des 

doses croissantes de celui-ci. L’étude a abouti à son terme en avril 2022 et PF-06939999 a 

montré des toxicités dose-dépendantes avec quelques effets indésirables (fatigue, nausée, 

thrombocytopénie, anémie) gérables. De plus, des réponses tumorales objectives (permet de 

retarder la progression tumorale et d’améliorer la survie) ont été observées chez les patients 

atteints de carcinome épidermoïde de la tête et du cou et de cancer du poumon non à petites 

cellules. Celui-ci va entamer des essais de clinique de phase II prochainement.168  
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IV.3 Inhibiteurs non-analogues du SAM en phase clinique :  

 
IV.3.1 Collaboration des laboratoires pharmaceutiques pour la mise au 

point d’inhibiteurs de PRMT5 
 

En 2015 d’autres inhibiteurs ont été rapportés par criblage à haut débit dans le cadre d’une 

collaboration entre plusieurs laboratoires pharmaceutiques. Le premier Hit 72 qui a été 

rapporté représente une IC50 de 0.33 µM contre PRMT5. Par la suite, une campagne 

d’optimisation par une étude de SAR a dispensé l’identification de l’inhibiteur 73 ayant une IC50 

de 22 nM.169,170 Le remplacement de l’oxétane présent sur cet inhibiteur par un cyclobutane 

aboutissant à l’inhibiteur 74 permet d’atteindre une IC50 de 11 nM (Figure 30). 85 

 

 

Figure 30: Inhibiteurs efficace et sélectif de PRMT5  

 

Ce dernier a une très haute sélectivité pour PRMT5 comparé à une vingtaine d’enzymes 

responsables de PTM. Dans la foulée le dérivé 75 (appelé GSK3326595) a également été 

synthétisé et évalué contre PRMT5 et l’inhibe avec une IC50 de 6.2 nM. Celui-ci est entré en 

essai clinique de phase I (NCT03886831, NCT04089449 et NCT02783300) pour le 

développement de thérapies contre les lymphomes non hodgkinien, les tumeurs solides et les 

cancers avancés où les patients ont épuisés tous les traitement disponibles.85, 171  

 

IV.3.2 Collaboration des laboratoires pharmaceutiques pour la mise au 
point d’inhibiteurs de PRMT4 

 

Une autre collaboration entre entreprises pharmaceutiques a permis de d’identifier un 

inhibiteur de PRMT4 puissant de l’ordre du nanomolaire.172 Cet inhibiteur est le fruit d’une 

conception rationnelle (basés sur les structures cristallographiques obtenues avec d’autres 

inhibiteurs de PRMT) combinés à une étude SAR. En effet, cette collaboration a permis de 
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mettre au point le composé 76 qui inhibe l’activité enzymatique de PRTM4 avec une IC50 de 3 

nM. De plus celui-ci est sélectif de PRMT4 comparé à une large panoplie de 

méthyltransférases (Figure 31).   

 

 

Figure 31: Une autre série d’inhibiteurs sélectifs de PRMT5 de l’ordre du nanomolaire 

 

Même si celui s’est avéré efficace pour des études in vitro, son profil pharmacocinétique n’était 

pas satisfaisant chez la souris et le rat. Ainsi, une amélioration de la structure a permis l’accès 

à l’inhibiteur 77 qui est légèrement moins efficace avec une IC50 de 6 nM mais possède une 

meilleure stabilité plasmatique, le plaçant dans une meilleure position pour une utilisation in 

vivo. De plus, celui-ci maintient son profil de sélectivité par rapport aux autres histones 

méthyltransférases et bloque la prolifération sur plusieurs lignées cancéreuses à la fois in vitro 

et in vivo.172   

 

IV.4 Synthèse d’inhibiteurs de PRMT 
 

IV.4.1 Introduction 
 

Une partie de ma thèse a été consacrée à la recherche de nouveaux inhibiteurs de CARM1. 

Comme annoncé précédemment, la surexpression des PRMT dans les cellules cancéreuses 

est un fait établi donc il est nécessaire d'atténuer leur fonction et de contrôler l'équilibre 

épigénétique en inhibant ces acteurs épigénétiques.  

Dans ce contexte, nous envisageons de synthétiser la molécule 79 (Figure 34), dont la 

structure a été sélectionnée via une approche in silico, basée sur et dans la continuité des 

résultats précédents obtenues avec des analogues du SAM, en collaboration avec l’équipe de 

Jean Cavarelli.128 En effet, au sein de notre équipe, le Dr Samira Ajebbar a synthétisé 

l’inhibiteur SA678 dérivé du SAM qui inhibe CARM1 avec une IC50 de 5 µM (Figure 32).  
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Figure 32: L’inhibiteur SA678 

 

Celui-ci a été co-cristallisé avec CARM1 (PDB 5NTC) au sein de l’équipe de Jean Cavarelli. 

La structure cristallographique a mis en évidence la présence de BTP (Bis-Tris Propane, un 

additif utilisé pour la cristallisation des protéines) provenant du milieu de cristallisation. Ce BTP 

se trouve dans une poche adjacente à la poche SAM et se trouve stabilisé en formant plusieurs 

liaisons hydrogènes avec des résidus de cette poche et des molécules d’eau. De plus, le BTP 

forme une liaison hydrogène avec l’azote en position 7 du groupement adénine de l’inhibiteur 

SA678 (Figure 33).  

 

 
Figure 33: A gauche : structure cristallographique du module de CARM1 de souris en complexe avec l’inhibiteur 

SA678. A droite: Représentation schématique du positionnement de la molécule de BTP (en rouge) dans la poche 

catalytique 

 

Ainsi, nous avons estimé que cette poche (appelé poche SATT) où se fixe le BTP pourrait être 

une région à cibler pour de futurs inhibiteurs de PRMT. Contrairement aux sites SAM et 

arginine extrêmement conservés dans la famille des PRMT, ce site SATT possède une 

séquence très variable. Cela suggère que des inhibiteurs se liant à la poche SATT permettrait 

potentiellement d’avoir des approches plus sélectives. 

Cette découverte nous a conduit à développer une nouvelle famille d'inhibiteurs fixant cette 

poche SATT. Ainsi, au sein de notre équipe, le Dr. Julie Schmitt a synthétisé le composé 78 

qui inhibe sélectivement PRMT1 et CARM1 à une concentration sub-micromolaire (Figure 34). 

Cependant, des études de co-cristallisation ont démontré une certaine flexibilité autour du 
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groupement phénylpropanediol (en rouge), nous poussant à développer un nouvel inhibiteur 

moins flexible et moins polaire, le dérivé quinazoline 79. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 34: Conception de nouveaux inhibiteurs contre CARM1  

 

IV.4.2 Résultats et discussions 
 

Afin de synthétiser l’inhibiteur retenu, nous avons développé une approche rétrosynthétique 

en le divisant tout d’abord en trois synthons, le corps central 80, le boronate 81 et l'alcyne 

correspondant 82, dont la synthèse est prévue à partir de la dibromoaniline 83, alcool 

propargylique 84 et cyclohexènone 85, respectivement. Le guanidinium porté par le boronate 

81 sera introduit sur le corps central 80 via un couplage de Suzuki-Miyaura, tandis que le 

dernier synthon 82 le sera par un couplage de Sonogashira (Figure 35). A première vue les 

étapes de couplages risquent d’éprouver un problème de régiosélectivité. Dans un premier 

cas on pourrait espérer que la pseudo-aniline du corps central agisse comme un « groupement 

directeur » où elle viendrait chélater le palladium et l’approcher du brome environnant. Dans 

un deuxième cas, pour s’assurer de la régiosélectivité, on pourrait essayer de protéger la 

pseudo-aniline du corps central par un groupement Boc pour encombrer le voisinage d’un des 

bromures et favoriser l’attaque sur le deuxième brome. 

 

 
Figure 35: Analyse rétrosynthétique du candidat inhibiteur 
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La synthèse du boronate a été réalisée en deux étapes à partir de l’ester pinacolique 

commercial 84. Celui-ci a été engagé dans une réaction d’hydrogénation catalytique pour 

réduire l’alcyne de l’alcool propargylique permettant l’obtention du composé 86 avec un 

rendement quantitatif. La guanidine a été introduite par une réaction de Mitsonubu en 

présence de 1,3-bis(tert-butoxycarbonyl)guanidine conduisant au boronate attendu avec un 

rendement de 65% (Schéma 18). 

 

 

Schéma 18: Synthèse du boronate 

 

La synthèse du corps central emploie la 3,5-dibromoaniline commerciale 83, convertie en 

isatine 88 grâce à la méthodologie de Sandmeyer, à savoir une condensation initiale de 

l’hydrate de chloral sur l’aniline en présence d’hydroxylamine afin d’isoler l’α‐

isonitrosoacetanilide 87 correspondant qui, sous l’action de l’acide sulfurique subit une 

déshydratation puis une cyclisation afin de conduire à l’isatine attendue avec un rendement 

global de 92%.173 Une oxydation en présence d’eau oxygénée et de soude permet d’ouvrir le 

cycle et de le convertir en acide anthranilique 89 correspondant. Une estérification a ensuite 

été réalisée en présence de triméthylsilyldiazométhane conduisant à l’ester méthylique 90. Ce 

dernier a été mis en présence d’acide formique chauffé à 135°C pendant 10 h dans du 

formamide afin de générer le motif 4-quinazolinone 91, ayant une structure proche du corps 

central (appelé ci-après pseudo corps central) (Schéma 19). 

 

 

Schéma 19: Synthèse de la quinazolinone 
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Possédant désormais un intermédiaire avancé entre les mains, nous avons voulu évaluer le 

couplage de Suzuki-Miyaura entre le pseudo corps central 91 et le boronate 81 précédemment 

décrit. Nous voulions en effet avoir une idée préalable de la faisabilité de cette voie ainsi que 

de sa régiosélectivité, quitte à générer le motif 4-aminoquinazoline dans un second temps.  

Cependant, ce couplage de Suzuki-Miyaura s’est révélé absolument inefficace malgré tous 

nos efforts, conduisant systématiquement à l’obtention d’un mélange de pseudo corps central 

n’ayant pas réagi et le produit d’hydrolyse du boronate 81.  

Afin de mieux identifier l’élément problématique de ce couplage, nous nous sommes tournés 

vers l’utilisation d’un système modèle plus simple, composé du boronate 81 et du 

bromobenzène 92 en espérant mettre au point des conditions optimales. Dans un système 

réactionnel standard utilisant l’acétate de palladium et le phosphate de potassium dans un 

mélange THF/eau, nous nous sommes concentrés sur l’évaluation de divers ligands (Schéma 

20). 

 

Schéma 20 : Optimisation des conditions de couplage avec le bromobenzène 

 

Parmi les sept ligands testés, la meilleure conversion (déterminée par LC-MS) a été observée 

avec Xphos, nous permettant d’obtenir un rendement isolé pour notre produit de couplage de 

91%. Cependant, l’application de ces conditions optimales au pseudo corps central 91 s’est à 

nouveau révélée inefficace, aucune conversion n’ayant été constatée.  

Nous avons alors décidé de nous tourner vers le précurseur ester méthylique 90 afin d’évaluer 

si le motif quinazolinone n’était pas responsable de l’absence de réactivité. Deux séries de 

réactions ont été réalisées en faisant varier soit la source de palladium, soit le type de ligand.  

 

 
Schéma 21:  Couplage de Suzuki avec différents catalyseurs  

 

Ainsi, dans la première série de réactions nous avons choisi comme ligand le Xphos, le ligand 

le plus efficace précédemment identifié. Parmi les six catalyseurs testés, nous n’avons 
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observé aucune conversion, avec une récupération complète des réactifs de départ (Schéma 

21). Dans une deuxième série de réactions, nous avons alors choisi de passer en revue divers 

ligands, tout en conservant l’acétate de palladium comme source de palladium. Pour les 

ligands monodentates (SPhos et Xphos), aucune conversion n’a été constatée. De manière 

surprenante, avec les ligands bidentates DPPF, DPPE, DPPM, DPPP nous avons observé un 

couplage hautement régiosélectif, uniquement sur la position 3 du phényle. A l’inverse, en 

présence de Xantphos, un mélange de régioisomères 95 (15% de rendement isolé) et 94 (21% 

de rendement isolé) a été obtenu (Schéma 22).  

 

Schéma 22: Couplage de Suzuki avec différents ligands 

 

A la suite de ces résultats encourageants, nous avons alors entrepris la cyclisation du 

composé 94 en présence de formamide et d’acide formique comme précédemment décrit, 

mais qui s’est cette fois-ci accompagnée d’une conversion médiocre. Utilisant de l’acide 

paratoluènesulfonique monohydraté (APTS.H2O) à la place de l’acide formique, 15% de la 

quinazolinone 96 correspondante a pu être obtenue, avec un faible rendement s’expliquant 

essentiellement par la dégradation du réactif de départ, notamment via une réaction de 

débromation donnant lieu au composé 97 (confirmé par LC-MS et RMN) (Schéma 23). 

 
Schéma 23: Cyclisation et voies envisagées pour l’obtention de l’inhibiteur 
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Bien que ces résultats soient encourageants en l’état, nous n’avons pas pu poursuivre cette 

voie de synthèse plus avant par manque de temps.  

En parallèle de cette approche, nous avons en outre travaillé sur une voie alternative, 

permettant l’accès au dérivé aminoquinazoline 80 d’intérêt. Celle-ci commence à partir de 

l’ester méthylique précédemment décrit, réduit en deux étapes en benzaldéhyde 99 (Schéma 

24).  

 

 

Schéma 24: Voie alternative pour la synthèse du corps central 

 

Afin d’introduire la fonction aminoquinazoline, cet aldéhyde a dû être converti en nitrile 101, 

via la formation de l’oxime intermédiaire 100 en présence d’hydroxylamine et carbonate de 

potassium (K2CO3). Cette oxime a été déshydraté en présence de chlorure de 

méthanesulfonyle, permettant l’accès au benzonitrile 101 correspondant avec un bon 

rendement. Une condensation du formamide sur l’aniline suivi d’une cyclisation nous a ensuite 

conduit à l’hétérocycle désiré 80 (Schéma 24). Malheureusement, cette aminoquinazoline 

s’est révélée tout aussi inerte aux conditions de couplage de Suzuki-Miyaura que son 

analogue quinazolinone 91. Comme précédemment, nous nous sommes alors tournés vers 

un intermédiaire précédent, le benzonitrile 101 en appliquant les conditions mises au point 

dans le cas de l’analogue ester méthylique 90. Cette fois-ci, à notre grande surprise, nous 

avons observé le couplage uniquement sur la position désirée, donnant lieu au composé 102 

avec un rendement de 36% (Schéma 25). Ainsi, l’application de nos conditions optimales sur 

le benzonitrile 101 nous a permis d’avoir cette fois-ci une très bonne régiosélectivité. 

 

Schéma 25: Couplage de Suzuki avec le benzonitrile et la voie envisagée pour l’obtention de l’inhibiteur 
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Mus par cet excellent résultat, nous avons alors entrepris le couplage de Sonogashira avec 

un alcyne simplifié (Schéma 25). Cependant, seul le produit de Glaser (produit 

d’homodimérisation de l’alcyne) a été obtenu, suggérant un dégazage de nos solvants 

perfectible. Par manque de temps, nous n’avons cependant pas pu aller plus loin dans la 

synthèse, mais cette voie de synthèse s’avère plus prometteuse que la précédente.  

 

IV.4.3 Conclusion 
  

En conclusion, le boronate 81 a été synthétisé en deux étapes avec un rendement global de 

65%. Le corps central 80 a été synthétisé en 9 étapes avec un rendement global de 6% et le 

pseudo corps central 91 en 5 étapes avec un rendement global de 34%. Les couplages entre 

les deux corps centraux et le boronate se sont révélés inopérants. Nous avons conjecturé que 

ce manque de réactivité pourrait être lié à une quelconque chélation du catalyseur par le corps 

central, ce qui a été partiellement confirmé par le succès de ces couplages sur des précurseurs 

acycliques. De plus, nous avons démontré que parmi les ligands testés, uniquement le 

Xantphos nous permettait d’obtenir la régiosélectivité souhaitée. Les prochaines étapes clés 

de cette voie de synthèse sont l’introduction du dernier synthon par un couplage de 

Sonogashira et la cyclisation sous forme d’aminoquinazoline. Deux étapes supplémentaires 

d’hydrogénation catalytique et de déprotection des groupements Boc seront nécessaires pour 

aboutir à l’inhibiteur.  
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V. Conclusion et Perspectives 
 

Les travaux réalisés au cours de cette thèse avaient deux objectifs principaux : 

 

➢ Comprendre le processus de régulation de la réaction de méthylation des protéines 

 

➢ Découvrir des inhibiteurs sélectifs de PRMT4 à fort pouvoir inhibiteur et possédant 

des bonnes propriétés pharmacologiques pour un usage thérapeutique 

 

Pour parvenir au premier objectif nous avons synthétisé plusieurs composés analogues du 

SAM. Dans ce contexte, nous avons constitué une petite librairie de ligands mimant l’état de 

transition de la première ou de la seconde étape de méthylation des différents types de PRMT. 

Les structures cristallographiques obtenues avec ces composés et les PRMT sont toujours à 

l’étude. Les données obtenues doivent être encore étudiées de manière approfondie pour 

essayer de comprendre le mécanisme de reconnaissance entre PRMT-ligand. Les 

informations collectées avec ces complexes pourront donner quelques pistes pour expliquer 

pourquoi les PRMT n’adoptent pas le même mécanisme de reconnaissance et comment elles 

peuvent méthyler sélectivement plusieurs sites sur une même protéine. De plus, les structures 

cristallographiques obtenues avec ces composés et PRMT4 révéleront des informations 

capitales pour guider une étude de SAR afin d’augmenter le pouvoir inhibiteur de ce composé 

mais aussi de concevoir d’autres inhibiteurs à action pharmacologique. Une publication sur ce 

travail est en préparation. 

Les tests d’inhibition réalisés avec ces composés analogues du SAM sont très encourageants, 

notamment pour le composé 34a qui présente une IC50 de 330 nM (Figure 36).  

 

 

Figure 36: Arginine modifiée non méthylé 

 

La fixation directe de ces composés aux PRMT ont été mesurés grâce à des mesures de 

stabilité thermique.  Une variation significative a été obtenue avec PRMT4 en présence de ces 

composés, démontrant que ces composés stabilisent PRMT4. Ainsi, l’incorporation de ces 

analogues au sein des substrats de PRMT permettra la stabilisation des complexes PRMT-

substrat qui représente un grand défi dans ce domaine 
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C’est dans ce contexte que nous avons entrepris d’utiliser la ligation chimique native pour 

introduire ces analogues pour stabiliser le complexe RSF1-PRMT2. Ainsi, nous avons atteint 

une conversion satisfaisante de 65% entre la RSF1 tronquée, comportant une cystéine en N-

ter et notre peptide modèle contenant une arginine naturelle.  

Ces analogues du SAM une fois incorporé dans le peptide d’intérêt ligué à la RSF1 en 

appliquant les conditions mis au point. Cependant, les réactions de guanylation permettant 

leur obtention sont les étapes limitantes de notre voie de synthèse. Ces dernières restent donc 

à optimiser afin d’accroitre les rendements et monter en échelle en vue de permettre la 

synthèse du peptide prévus.  

Pour parvenir au deuxième objectif, nous avons conçu un nouvel inhibiteur par une approche 

in silico qui se présente plus adaptés pour une utilisation pharmacologique. Premièrement, 

elle présente une structure assez hydrophobe qui lui permettrait de traverser les membranes 

cellulaires. Deuxièmement elle détient le motif quinazoline qui revient fréquemment dans les 

anticancéreux. 

A ce jour, nous avons réussi à introduire la partie guanidine 81 sur le benzonitrile 101, 

précurseur du motif quinazoline central, via une réaction de couplage de Suzuki-Miyaura avec 

un rendement de 36% avec du Xantphos qui s’est avérée l’idéal parmi les ligands testés car 

elle permet d’avoir la régiosélectivité souhaitée. Le plus difficile étant fait, nous nous 

engageons nos efforts pour l’introduction de la partie phénylpropane et la cyclisation pour 

obtenir le candidat inhibiteur.  
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Experimental Part 
 

Material and Methods 
 

All dry solvents and reagents were purchased from commercial suppliers and were used 

without further purification. Thin layer chromatography (TLC) analyses were carried out on 60 

F-254 aluminium sheets. The purifications by chromatography on silica gel were carried out 

on a stationary phase of silica 60 (Merck, Geduran 60, 40-63 μm). NMR experiments were 

recorded at 23 °C on Bruker - 400 MHz / 500 MHz / 700 MHz spectrometers. Chemical shifts 

are expressed in parts per million (ppm) relative to the residual solvent signal: CDCl3 (δH = 

7.26, δC = 77.36), CD3OD (δH = 3.31, δC = 49.00 (CH3), DMSO (δH = 2.5, δC = 39.52). 1 J 

values are in Hz.  

 

Analytical LC-MS analyses were carried out on Waters 2695 separations module equipped 

with Waters2487 UV detector, Waters Acquity QDa mass detector and CORTECS, 2.7 μm, 

C18, 50 x 4.6 mm column. The flow rate was 1 mL/min, and the solvent system was composed 

as follows: solvent A: 0.05% TFA in water; solvent B: acetonitrile. Unless indicated otherwise, 

the gradient run was 0 to 5 min. – 5% to 95% B; 5 to 6 min. – 95% B; 6 to 7 min. – 5% B. Mass 

detector was operated in positive MS Scan mode with 600 °C probe temperature, 1.5 kV 

capillary voltage and 10 V cone voltage. 

 

High-resolution mass spectra (HRMS) were obtained using an Agilent Q-TOF (time of flight) 

6520 

 

Purification by preparative HPLC were carried out on a Waters 600 controller system 

(pumps: Waters Delta 600; detector: Waters 2489 UV/Vis) equipped with a SunFire™ Prep 

C18 OBD 5 μM 19×150 mm column (Waters), using water (0.1% TFA, solvent A) and 

acetonitrile (solvent B) as a solvent system with a flow rate of 17 mL.min-1. 

 

IR spectra were recorded in a Thermo-Nicolet FT/IR-380 spectrometer. Spectra were 

interpreted with OMNIC 9 software and are reporter in cm-1.  

 

Melting points were carried out on a melting point apparatus SMP3 from Stuart Scientific.  
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Chemical characterizations  

 
Ethyl (E)-3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4 

d][1,3]dioxol-4-yl)acrylate (17) 

 

 

 

2’,3’-O-isopropylideneadenosine 15 (1.0 equiv., 16.28 mmol, 5.0 g) was dissolved in 

dimethylsulfoxide (DMSO) (50 mL) and 2-iodoxybenzoic acid (IBX) (2.5 equiv., 40.70 mmol, 

11.4 g) and Ph3P=CHCOOC2H5 (3.0 equiv., 48.8 mmol, 17 g) were added. The mixture was 

stirred at room temperature for 72 h. Water (200 mL) was added and the mixture was extracted 

with EtOAc (5 × 75 mL). The combined layers were washed with brine (5 x 50 mL), dried with 

Na2SO4, and concentrated. The crude product was purified by flash chromatography (4% 

MeOH in EtOAc) and concentrated to afford the title compound 17 (4829 mg, 12.86 mmol, 

79%) as a white powder.  

Rf 0.30 (96:4 EtOAc/MeOH) 

mp: 74 °C   

1H NMR (500 MHz, CDCl3) δ 8.32 (s, 1H, H2), 7.86 (s, 1H, H8), 6.96 (dd, J= 15.7, 5.6 Hz, 1H, 

H5’), 6.13 (d, J = 1.7 Hz, 1H, H1’), 5.88-5.78 (m, 3H, C6-NH2, H6’), 5.55 (dd, J = 6.2, 1.7 Hz, 

1H, H2’), 5.13 (dd, J = 6.2, 3.6 Hz, 1H, H3’), 4.81 (m, 1H, H4’), 4.12 (q, J = 7.2 Hz, 2H, H8’), 

1.62 (s, 3H, H11’’), 1.40 (s, 3H, H11’), 1.22 (t, J = 7.2 Hz, 3H, H9’). 

13C NMR (125 MHz, CDCl3) δ 165.7 (C7’), 155.7 (C5), 153.3 (C2), 149.6 (C4), 143.5 (C5’), 

140.1 (C8), 122.7 (C6’), 120.4 (C6), 114.9 (C10’), 90.7 (C1’), 86.4 (C4’), 84.5 (C3’), 84.1 (C2’), 

60.7 (C8’), 27.2 (C11’’), 25.5 (C11’), 14.3 (C9’). 

LR-ESI-MS (M+H+) calc. for C17H22N5O5: 376.16; found: 376.16 
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Ethyl 3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4-d] 

[1,3]dioxol-4-yl)propanoate (18) 

 

 

 

 

 

 

Ethyl (E)-3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4 

d][1,3]dioxol-4-yl)acrylate 17 (1.0 equiv., 1.47 mmol, 550 mg) was dissolved in 50 mL of 

EtOAc. A flow of argon is carried out before the addition of palladium on carbon (0.1 equiv., 

0.147 mmol, 10% wt, 155 mg). A second flow of argon is carried out before putting the solution 

under an H2 atmosphere. The reaction medium is stirred overnight at room temperature. The 

solution is filtered through celite, washed EtOAc (3 x 25 mL) and concentrated under reduced 

pressure affording the title compound 18 as a white foam (549 mg, 1.45 mmol, Quant.).  

Rf 0.27 (96:4 Dichloromethane/MeOH) 

ѵmax/cm-1: 3225 (br) 3170 (br), 2984 (br), 2935 (br), 1729 (s), 1643 (s), 1597 (s), 1476 (m), 

1374 (w), 1208 (m), 868 (w), 650(w). 

mp: 64 °C 

1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 8.32 (s, 1H, H2), 7.87 (s, 1H, H8), 6.29 (bs, 2H, C6-NH2), 6.02 

(d, J = 2.4 Hz, 1H, H1’), 5.46 (dd, J = 6.5, 2.4 Hz, 1H, H2’), 4.86 (dd, J = 6.5, 3.9 Hz, 1H, H3’), 

4.23 – 4.14 (m, 1H, H4’), 4.05 (qd, J = 7.2, 1.6 Hz, 2H, H8’), 2.35 (dd, J = 8.1, 6.9 Hz, 2H, H5’), 

2.09 – 1.95 (m, 2H, H6’), 1.57 (s, 3H, H11’’), 1.36 (s, 3H, H11’), 1.17 (td, J = 7.2, 1.6 Hz, 3H, 

H9’).  

13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ 172.8 (C7’), 155.9 (C5), 153.1 (C2), 149.4 (C4) , 139.9 (C8), 

120.4 (C6), 114.8 (C10’) , 90.3 (C1’), 86.0 (C4’), 84.1 (C2’, C3’) , 60.6 (C8’), 30.5 (C5’), 28.6 

(C6’), 27.3 (C11’’), 25.5 (C11’), 14.2 (C9’). 

LR-ESI-MS (M+H+) calc. for C17H24N5O5: 378.17; found: 378.18 
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3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4-

d][1,3]dioxol-4-yl)propan-1-ol (19) 

 

 

 

To a solution of ethyl (E)-3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetra 

hydrofuro[3,4 d][1,3]dioxol-4-yl)acrylate 18 (1.0 equiv., 0.4907 mmol, 185 mg) in THF (15 mL) 

at -78°C was added DIBAL-H (10.0 equiv., 0.203 mmol, 1.0 M in THF, 6 mL) dropwise. The 

reaction mixture was stirred for 1 hours at rt, then it was quenched with cold methanol (5 mL), 

then with a solution of rock salt (10 mL, aq., sat.). After stirring 1 hour, the aqueous phase was 

extracted with EtOAc (3 x 10 mL). The combined layers were washed (brine), dried (Na2SO4) 

and concentrated under reduced pressure affording the title compound 19 as a white foam.  

Rf 0.31 (9:1 Dichloromethane/MeOH) 

ѵmax/cm-1: 3225 (br), 3188 (br), 2928 (br), 1644 (s), 1600 (s), 1582 (m), 1475 (w), 1422 (w), 

1296(w), 1256 (m), 1210 (s), 1076 (s), 910 (w), 867 (w). 

mp: 57 °C 

1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 8.31 (s, 1H, H2), 7.88 (s, 1H, H8), 6.25 (bs, 2H, C6-NH2), 6.03 

(d, J = 2.4 Hz, 1H, H1’), 5.47 (dd, J = 6.5, 2.4 Hz, 1H, H2’), 4.83 (dd, J = 6.5, 3.7 Hz, 1H, H3’), 

4.22 (td, J = 7.0, 3.7 Hz, 1H, H4’), 3.60 (t, J = 6.2 Hz, 2H, H7’), 1.82 – 1.72 (m, 2H, H5’), 1.69 

– 1.59 (m, 2H, H6’), 1.59 (s, 3H, H9’ ), 1.37 (s, 3H, H10’). 

13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ 155.7 (C5), 153.1 (C2), 149.5 (C4), 139.9 (C8), 120.3 (C6), 

114.8 (C8’), 90.5 (C1’), 87.0 (C4’), 84.3 - 84.2 (C2’, C3’), 62.2 (C7’), 30.1 (C5’), 28.9 (C6’), 

27.3 (C9’’), 25.55 (C9’).  

HR-ESI-MS (M+Na+) calc. for C15H21N5O4Na: 358.1491; found: 358.1497 

 

 

 

 

 

 



78 

 

3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4-

d][1,3]dioxol-4-yl)propyl 4-methylbenzenesulfonate (20) 

 

 

 

 

3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4-d][1,3]dioxol-4-

yl)propan-1-ol (19) (1.0 equiv., 0.9035 mmol, 303 mg) was dissolved in dry pyridine (4 mL) and 

the solution was warmed to 50°C for 10 mins while stirring. Then, the mixture was cooled to 

0°C and p-Toluenesulfonyl chloride (1.5 equiv., 1.36 mmol, 258 mg) was added by portion and 

the mixture was kept at 0°C for 10 hours. The solution was then diluted with EtOAC (100 mL), 

washed with 10% CuSO4.H20 (3 x 50 mL), saturated EDTA solution (3 x 50mL), brine (50 mL), 

dried (Na2SO4) and concentrated under reduced pressure affording the tosylated compound 

20 as white powder (410 mg, 0.8375 mmol, 93%) which is used in the next step without any 

further purification. 

Rf 0.25 (96:4 DCM/MeOH) 

1H NMR (500 MHz, CDCl3) δ 8.33 (s, 1H, H2), 7.88 (s, 1H, H8), 7.77 – 7.70 (m, 2H, H11’, 

H16’), 7.34 – 7.28 (m, 2H, H12’, H15’), 6.17 (s, 2H, C6-NH2), 5.99 (d, J = 2.5 Hz, 1H, H1’), 

5.42 (dd, J = 6.5, 2.5 Hz, 1H, H2’), 4.80 (dd, J = 6.5, 4.0 Hz, 1H, H3’), 4.09 (ddd, J = 7.6, 5.9, 

4.0 Hz, 1H, H4’), 4.05 – 3.92 (m, 2H, H7’), 2.42 (s, 3H, H14’), 1.74 (m, 4H, H5’, H6’), 1.58 (s, 

3H, H10’’ ), 1.36 (s, 3H, H10’). 

13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 155.3 (C5), 152.3 (C2), 149.4 (C4), 144.9 (C13’), 140.2 (C8), 

133.2 (C8’), 130.0 (C12’, C15’), 128.0 (C11’, C16’), 120.4 (C6), 115.0 (C9’), 90.3 (C1’), 86.1 

(C4’), 84.1 (C2’, C3’), 69.9 (C7’), 29.4 (C5’), 27.3 (C10’’), 25.5 (C10’), 25.3 (C6’), 21.8 (C14’) 

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C22H28N5O6S: 490.1760; found: 490.1763 
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9-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(3-aminopropyl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4-d][1,3]dioxol-4-

yl)-9H-purin-6-amine (13a) 

 

 

 

Adenosine azide 21 (1.0 equiv., 3.5 mmol, 1260 mg) was dissolved in 75 mL of EtOAc. A flow 

of argon is carried out before the addition of palladium on carbon (0.1 equiv., 0.350 mmol, 10% 

wt, 372 mg,). A second flow of argon is carried out before putting the solution under an H2 

atmosphere. The reaction medium is stirred overnight at room temperature. The solution is 

filtered through celite, washed EtOAc (50 mL) and MeOH (50 mL) and concentrated under 

reduced pressure affording the title compound 13a as a slightly yellow hygroscopic foam (1110 

mg, 3.32 mmol, 95%). 

ѵmax/cm-1: 3325 (br), 3152 (br), 2986 (br), 2933 (br), 1643 (s), 1596 (s), 1473 (m), 1421 (w) 

1074 (s), 732 (s).  

mp: 62 °C 

1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 8.33 (s, 1H, H2), 7.90 (s, 1H, H8), 6.03 (d, J = 2.5 Hz, 1H, H1’), 

5.97 (bs, 2H, probablement C6-NH2), 5.47 (dd, J = 6.5, 2.5 Hz, 1H, H2’), 4.82 (dd, J = 6.5, 3.8 

Hz, 1H, H3’), 4.18 (td, J = 7.0, 3.8 Hz, 1H, H4’), 2.67 (t, J = 7.0 Hz, 2H, H7’), 1.76 – 1.64 (m, 

2H, H5’), 1.59 (s, 3H, H9’’), 1.53 (ddd, J = 14.6, 7.0, 3.3 Hz, 2H, H6’), 1.37 (s, 3H, H9’). 13C 

NMR (101 MHz, CDCl3) δ 155.6 (C6), 153.2 (C2), 149.4 (C4), 139.7 (C8), 120.3 (C5), 114.6 

(C8’), 90.3 (C1’), 86.8 (C4’), 84.2 (C3’), 84.1 (C2’), 41.7 (C7’), 30.7 (C5’), 29.4 (C6’), 27.2 (C9’’), 

25.4 (C9’) 

LR-ESI-MS (M+H+) calc. for C15H23N6O3: 335.18; found: 335.18 
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9-((3aR,4R,6R,6aR)-2,2-dimethyl-6-(3-(methylamino)propyl)tetrahydrofuro[3,4-d] [1,3] 

dioxol-4-yl)-9H-purin-6-amine (13b) 

 

 
 

3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4-d][1,3] dioxol-

4-yl)propyl 4-methylbenzenesulfonate 20 (1.0 equiv., 0.4085 mmol, 200 mg) was dissolved in 

dry THF (1 mL), MeNH2 (20 equiv., 8.17 mmol, 2M in THF, 4.1 mL) was added and the 

mixture was stirred at 50 °C for 3 days. The mixture was concentrated under reduced 

pressure and purified by flash chromatography (82/18/0.01 DCM/MeOH/Et3N) affording the 

title compound 13b as an oily foam (57 mg, 0.1636 mmol, 40%).  

Rf 0.05 (8:2 DCM/MeOH) 

1H NMR (400 MHz, MeOD) δ 8.43 (s, 1H, H8), 8.38 (s, 1H, H2), 6.21 (d, J = 2.6 Hz, 1H, H1’), 

5.42 (dd, J = 6.5, 2.6 Hz, 1H, H2’), 4.93 – 4.90 (m, 1H, H3’), 4.19 (td, J = 6.5, 4.1 Hz, 1H, H4’), 

2.97 (t, J = 7.5 Hz, 2H, H7’), 2.65 (s, 3H), 1.87 – 1.69 (m, 4H, H5’, H6’), 1.59 (s, 3H, H10’’), 

1.38 (s, 3H, H10’). 

13C NMR (101 MHz, MeOD) δ 153.70 (C6), 149.85 (C4), 148.02 (C2), 143.65 (C8), 120.78 

(C5), 116.11 (C9’), 91.18 (H1’), 87.38 (H4’), 85.43 (C2’), 85.18 (C3’), 49.94 (C7’), 33.48 (C8’), 

31.20 (C5’), 27.46 (C10’’), 25.55 (C10’), 23.60 (C6’).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C16H25N6O3: 349.1988; found: 349.1996 
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Methyl(S)-2-((((9H-fluoren-9-yl)methoxy)carbonyl)amino)-5-((tertbutoxycarbonyl) 

amino)pentanoate (22) 

 

 

 

Fmoc-L-Ornithine(Boc)-OH 16 (1.0 equiv., 4.41 mmol, 2.0 g) was dissolved in a mixture of 

toluene-methanol (50 ml, 4:1, v/v). Thereafter, TMSCHN2 2M in hexanes (2.4 equiv., 10.58 

mmol, 5.29 mL) was added dropwise. The reaction medium is left under stirring for 30 min. 

The solution was quenched with EtOAc (10 mL) and water (25 mL). The aqueous phase is 

extracted with EtOAc (3 x 50 mL). The combined organic layers were washed with brine (3 x 

50 mL), dried (Na2SO4) and concentrated under reduced pressure affording the title compound 

22 as white powder (2.0 g, 4.27 mmol, 97%).  

1H NMR (500 MHz, CDCl3) δ 7.76 (d, J = 7.6 Hz, 2H, Haromatique), 7.60 (dd, J = 7.6, 4.0 Hz, 

2H, Haromatique), 7.44 – 7.37 (m, 2H, Haromatique), 7.32 (tt, J = 7.6, 1.4 Hz, 2H, 

Haromatique), 5.50 – 5.41 (m, 1H, H5), 4.58 (s, 1H, H25), 4.40 (dd, J = 15.3, 6.2 Hz, 3H, H2, 

H9), 4.22 (t, J = 6.9 Hz, 1H, H10), 3.75 (s, 3H, H3), 3.23 – 3.07 (m, 2H, H24), 1.88 (ddt, J = 

15.3, 10.9, 5.5 Hz, 1H, H4’), 1.74 – 1.67 (m, 1H, H4’’), 1.53 (dt, J = 13.4, 9.1 Hz, 2H, H23), 

1.45 (s, 9H, H30, H31, H32) 

13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 172.9, 156.1, 144.0, 143.9, 141.5, 127.9, 127.2, 125.2, 120.1, 

79.5, 67.1, 53.8, 52.6, 47.4, 40.1, 30.0, 28.5, 26.2.  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C26H32N2O6: 468.2260; found: 468.2265 
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methyl (S)-2-((((9H-fluoren-9-yl)methoxy)carbonyl)amino)-5-aminopentanoate (23) 

 

 

 

To a solution of methyl(S)-2-((((9H-fluoren-9-yl)methoxy)carbonyl)amino)-5-((tertbutoxy 

carbonyl)amino) pentanoate 22 (1.0 equiv., 0.487 mmol, 228 mg) in dry DCM (5 mL) was 

added TMSOTf (2.0 equiv., 176.1 µL) at 0°C. The reaction mixture was stirred for 20 minutes 

at rt, then it was quenched with a solution of MeOH (2 mL) and concentrated below 30°C 

affording the title compound 23 as a white solid (179 mg, 0.487 mmol, Quant.) which was used 

in the next step without further purification. 

1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 7.78 (d, J = 7.5 Hz, 2H), 7.65 (t, J = 6.4 Hz, 2H), 7.38 (t, J = 7.5 

Hz, 2H), 7.30 (tt, J = 7.5, 1.2 Hz, 2H), 4.43 – 4.27 (m, 2H), 4.23 – 4.15 (m, 2H), 3.35 (s, 3H), 

2.94 (t, J = 7.1 Hz, 2H), 2.03 – 1.81 (m, 1H), 1.81 – 1.64 (m, 3H)  

13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ 173.9, 158.6, 145.1, 145.1, 142.5, 128.8, 128.1, 128.1, 126.2, 

126.1, 123.3, 120.9, 120.1, 68.0, 54.8, 40.3, 40.2, 29.3, 25.0.  

LR-ESI-MS (M+H+) calc. for C21H24N2O4: 368.17; found: 368.81 
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(S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-(3-methylthioureido)pentanoic acid (26b) 

 

 

 

 

A round bottom flask containing Z-Ornithine-OH 25 (1.0 equiv., 3.94 mmol, 1050 mg) and 1,1′ 

Thiocarbonyldiimidazole (1.0 equiv., 3.94 mmol, 703 mg) and a stirring bar was backfilled with 

argon. Then, DMF (50 mL) was added and the mixture was stirred for 16 hours. To the reaction 

medium, methylamine was added and stirred 20 min. The reaction was quenched with EtOAc 

(300 mL) and washed with HCl 1 M solution (50 mL x 3). Then, the organic layers were washed 

with saturated NaHCO3 aqueous solution (50 mL x 3). The combined aqueous phases were 

acidified dropwise with cold 3 M HCl solution at 0°C, until we see a consistent white precipitate 

(pH~2). This latter was extracted with EtOAc (50 mL x 3) and concentrated under reduced 

pressure affording the title compound 26b as a hygroscopic white foam (1204 mg, 3.55 mmol, 

90%).  

ѵmax/cm-1 : 3323 (br), 2929 (br), 2359 (w), 2359 (w), 1699 (s), 1558 (br, s), 1340 (m), 1259 

(br,s), 1050 (m), 737 (w), 697 (w).  

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6, 373 K) δ 7.41 – 7.19 (m, 5H, H15, H16, H17, H18, H19), 7.16 

– 6.97 (m, 3H, H2, H4, H11), 5.06 (s, 2H, H13), 4.01 (td, J = 8.2, 5.1 Hz, 1H, H8), 3.38 (q, J = 

6.3 Hz, 2H, H5), 2.86 (bs, J = 2.0 Hz, 3H, H1), 1.82 – 1.72 (m, 1H, H7), 1.69 – 1.54 (m, 3H, 

H6, H7).  

13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 183.0 (C3), 172.8 (C9), 155.4 (C12), 136.6 (C14), 127.7 – 

126.9 (C15, C16, C17, C18, C19), 65.0 (C13), 53.5 (C8), 42.8 (C5), 29.9 (C1), 28.2 (C7), 25.1 

(C6).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C15H22N3O4S: 340.1331; found: 340.1326 
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benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-(3-methylthioureido)pentanoate (14d) 

 

 

 

To the (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-(3-methylthioureido)pentanoic acid 26b 

 (1.0 equiv., 1.86 mmol, 630 mg), benzyl alcohol (2.0 equiv., 3.71 mmol, 384 µL) was added 

under argon. In the wake, DMF (10 mL) and Et3N (3.0 equiv., 5.57 mmol, 776 µL) were added. 

Subsequently, PyBOP (2.0 equiv., 3.71 mmol, 1932 mg) was added and the reaction mixture 

was stirred 40 hours at rt. Then, the reaction was quenched with EtOAc (300 mL) and washed 

with HCl 1M (50 mL x 3), Brine (50 mL x 5), dried over Na2SO4 and concentrated to dryness. 

The crude product was purified by flash chromatography (4% MeOH in DCM) affording the title 

compound 14d as a foam (534 mg, 1.24 mmol, 67%). 

Rf  0.26 (96:4 DCM/MeOH) 

ѵmax/cm-1: 3306 (br), 2945 (br), 1704 (s), 1556 (br, s), 1454 (m), 1259 (br, s), 1213 (br,s), 1050 

(m), 739 (m), 697 (s).   

1H NMR (500 MHz, DMSO, 373K) δ 7.37 – 7.27 (m, 10H, H15, H16, H17, H18, H19, H21, H22, 

H23, H24, H25), 7.16 – 6.99 (m, 2H, H2, H4), 5.14 (s, 2H, H10), 5.11 – 5.01 (m, 1H, H13), 

4.20 – 4.11 (m, 1H, H8), 3.42 – 3.32 (m, 2H, H5), 2.86 (d, J = 4.7 Hz, 3H, H1), 1.85 – 1.53 (m, 

4H, H6, H7). 

13C NMR (126 MHz, DMSO) δ 183.0 (C3), 171.4 (C9), 155.4 (C12), 136.5 (C14), 135.5 (C20), 

127.8 – 127.0 (C15, C16, C17, C18, C19, C21, C22, C23, C24, C25), 65.5 (C10), 65.2 (C13), 

53.7 (C8), 42.7 (C5), 29.9 (C1), 28.0 (C7), 25.0 (C6).  

HR-ESI-MS (M+Na+) calc. for C22H27 N3O4SNa: 452.1625; found: 452.1619 
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benzyl (S,Z)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5 (((methylamino)(methylthio)methylene) 

amino) pentanoate (27b) 

 

 

 

To a solution of benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-(3-methylthioureido)pentanoate 

14d (1.0 equiv., 0.3958 mmol, 170 mg) solubilized in THF (5 mL), CH3-I (1.5 equiv., 

0.5937mmol, 37 µL) was added at 0°c and stirred for 2 hours and let smoothly warm to rt. After 

stirring 14 hours, the reaction was quenched with MeOH (2 mL) and concentrated under 

reduced pressure affording the title compound 27b as a yellow oil (175 mg, 0.3958 mmol, 

Quant.)  which is used in the next step without further purification. 

ѵmax/cm-1: 3233 (br), 3032 (br), 2951(br), 1708 (s), 1609 (s), 1519 (m), 1454 (m), 1259 (br, s), 

1211 (s), 1054 (m), 740 (m), 698 (m).  

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 9.05 (s, 1H, H2), 7.85 (d, J = 7.8 Hz, 1H, H11), 7.41 – 7.24 

(m, 10H, H15, H16, H17, H18, H19, H21, H22, H23, H24, H25), 5.18 – 5.08 (m, 2H, H10), 5.08 

– 4.96 (m, 2H, H13), 4.16 – 4.08 (m, 1H, H8), 3.42 – 3.26 (m, 1H, H5), 2.91 (s, 3H, H1), 2.61 

(s, 3H, H4), 1.86 – 1.74 (m, 1H, H7), 1.73 – 1.56 (m, 3H, H6, H7).  

13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 172.1 (C9), 165.7 (C3), 156.2 (C12), 136.9 (C14), 135.9 

(C20), 128.4 – 127.3 (C15, C16, C17, C18, C19, C21, C22, C23, C24, C25), 66.0 (C10), 65.5 

(C13), 53.7 (C8), 44.4 (C5), 31.0 (C1), 27.7 (C7), 25.6 (C6), 13.8 (C4).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C23H30N3O4S: 444.1952; found: 444.1963 
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benzyl (Z)-Nw-benzyl-N2-((benzyloxy)carbonyl)-Nw'-methyl-L-argininate (28) 

 

 

 

benzyl (S,Z)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5(((methylamino)(methylthio)methylene) amino) 

pentanoate 27b (1.0 equiv., 0.09324 mmol, 40 mg) benzylamine (1.1 equiv., 0.1026 mmol, 

11.2 µL) and Et3N (1.0 equiv., 0.09324 mmol, 13 µL) were dissolved in DMF (1 mL). The 

mixture was cooled in an ice-bath. HgCl2 (1.0 equiv., 0.09324 mmol, 25 mg) was added and 

the mixture was stirred for 20 min before it was warmed smoothly to rt and stirred 24 hours. 

The reaction medium was quenched with EtoAC (5 mL) and filtered through celite with 

additional EtOAc (5 mL) and MeOH. The filtrate was concentrated and the precipate formed 

was again filtered through celite and washed with EtOAC (5 mL), DCM (5 mL) and MeOH (5 

mL). The filtrate was again concentrated to dryness and purified by flash chromatography (15% 

MeOH in DCM) to give the corresponding guanidine containing compound 28 (30 mg, 0.05969 

mmol, 64%). 

Rf 0.29 (9:1 DCM/MeOH) 

ѵmax/cm-1: 3205 (br), 2928 (br), 1740 (s), 1626 (s), 1456 (w), 1370 (w), 1348 (w), 1246 (m), 

1153 (m), 745 (w), 697 (m).  

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.16 (t, J = 6.3 Hz, 1H, H4), 7.85 (d, J = 7.7 Hz, 1H, H11), 

7.80 (q, J = 4.7 Hz, 1H, H2), 7.63 (t, J = 5.8 Hz, 1H, H2’), 7.41 – 7.22 (m, 15H, H15, H16, H17, 

H18, H19, H21, H22, H23, H24, H25, H28, H29, H30, H31, H32 ), 5.15 – 5.07 (m, 2H, H10), 

5.07 – 4.97 (m, 2H, H13), 4.47 (d, J = 5.8 Hz, 2H, H26), 4.11 – 4.03 (m, 1H, H8), 3.16 (d, J = 

4.7 Hz, 1H, H5), 2.76 (d, J = 4.0 Hz, 3H, H1), 1.70 (bs, 1H, H7), 1.64 – 1.46 (m, 3H, H6, H7).  

13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 172.1 (C9), 156.2 (C12), 154.6 (C3), 137.6 (C27), 136.9 

(C14), 135.9 (C20), 128.7 – 127.0 (C15, C16, C17, C18, C19, C21, C22, C23, C24, C25, C28, 

C29, C30, C31, C32), 66.0 (C10), 65.6 (C13), 53.8 (C8), 43.7 (C26), 40.5 (C5), 28.3 (C1), 27.6 

(C7), 25.2 (C6).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C29H35N4O4: 503.2680; found: 503.2676 
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benzyl (S)-5-(((Z)-((3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetra 

hydrofuro[3,4-d][1,3]dioxol-4-yl) propyl)amino)(methylamino)methylene)amino)-2-

(((benzyloxy)carbonyl)amino)pentanoate (12e) 

 

 

 

benzyl (S,Z)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5(((methylamino)(methylthio)methylene) amino) 

pentanoate 27b (1.0 equiv., 0.5974 mmol, 265 mg), the corresponding primary amine (1.0 

equiv., 0.5974 mmol, 200 mg) and Et3N (2.0 equiv., 1.19 mmol, 167 µL) were dissolved in DMF 

(5 mL). HgCl2 (1.0 equiv., 0.5974 mmol, 162 mg) was added to this solution with vigorous 

magnetic stirring and ice-bath cooling and left for 24 hours at room temperature. The reaction 

was quenched with EtOAc (10 mL) and the suspension was filtered through a pad of celite and 

washed with additional EtOAc (20 mL) and MeOH (30 mL). The filtrate was concentrated, 

diluted with MeOH (20 mL) and EtOAc (20 mL) and filtered through a pad of celite. The filtrate 

was concentrated under reduced pressure and purified by flash chromatography (15% MeOH 

in DCM) affording the title compound 12e (120 mg, 0.1644 mmol, 27%).  

Rf 0.10 (95:15 DCM/MeOH) 

ѵmax/cm-1: 3188 (br), 2952 (w), 1709 (s), 1633 (s), 1210 (s), 1075 (s), 1026 (w), 733 (w). 

mp: 84°C 

1H NMR (500 MHz, CDCl3) δ 8.26 (s, 1H, H2), 8.08 (br, 1H, H8), 7.51 – 7.20 (m, 11H, H19, 

H20, H21, H22, H23, H27, H28, H29, H30, H31,H10 ), 7.14 (s, 1H, H10’ ou H10’’), 6.86 (s, 1H, 

H10’ ou H10’’), 6.63 (d, J = 7.8 Hz, 1H, H15), 6.55 (s, 2H, C6-NH2), 6.03 (t, J = 3.1 Hz, 1H, 

H1’), 5.43 (dd, J = 6.4, 2.3 Hz, 1H, H2’), 5.18 – 4.96 (m, 4H, H17, H25), 4.87 (dd, J = 6.5, 3.3 

Hz, 1H, H3’), 4.30 (d, J = 11.1 Hz, 1H, H14), 4.15 (q, J = 5.6 Hz, 1H, H4’), 3.22 (s, 4H, H11’, 

H7’), 2.76 (d, J = 4.6 Hz, 3H, H9), 1.90 – 1.50 (m, 11H, H5’, H6’, H12, H13, H9’ ou H9’’), 1.33 

(s, 3H, H9’ ou H9’).  

13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 172.3 (C24), 156.8 (C16), 155.6 (C6), 155.1 (Cguanidine), 152.9 

(C2), 149.3 (C4), 140.0 (C8), 136.1 (C18), 135.2 (C26), 128.6 – 127.9 (C19, C20, C21, C22, 

C23, C27, C28, C29, C30, C31), 119.7 (C5), 114.4 (C8’), 90.1 (C1’), 86.8 (C4’), 84.0 (C3’), 
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83.9 (C2’), 67.3 (C25), 67.0 (C17), 53.4 (C14), 41.7 – 41.3 (C11 + C7’), 30.3 (C5’), 29.7 (C13), 

28.7 (C9), 27.1 (H9’), 25.4 (H9’’), 25.2 – 25.0 (C6’ + C12) ;  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C37H48N9O7: 730.3671; found: 730.3676 

 
benzyl(S)-5-(((Z)-((3-((2R,3S,4R,5R)-5-(6-amino-9H-purin-9-yl)-3,4-

dihydroxytetrahydrofuran-2-yl)propyl)amino)(methylamino)methylene)amino)-2-

(((benzyloxy)carbonyl)amino)pentanoate (34b) 

 

  

 

To the protected adenosine 12e (0.01370 mmol, 10 mg) a cocktail of TFA/H2O/TIPS 

(95:2.5:2.5 v/v, 1 mL) was added. The mixture was stirred for 1 hours at rt and quenched with 

MeCN (2 mL) and H2O (2 mL) and purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN 

(0 – 100%) in 0.1 % aq. TFA as the mobile phase, affording the title compound 34b (0.006440 

mmol, 4.44 mg, 47%) as oil after being lyophilized.  

tr = 10.20 min  

ѵmax/cm-1: 3307 (br), 2359 (w), 2341 (w), 1683 (s), 1636 (s), 1203 (s), 1051 (s), 1026 (w), 1005 

(w), 829 (w), 720 (w).  

1H NMR (700 MHz, DMSO-d6) δ 8.43 (s, 1H, H8), 8.28 (s, 1H, H2), 8.06 (s, 2H), 7.79 (d, J = 

7.9 Hz, 1H, H15), 7.47 – 7.17 (m, 14H), 5.87 (d, J = 5.1 Hz, 1H, H1’), 5.15 – 5.08 (m, 2H, H25), 

5.07 – 4.96 (m, 2H, H17), 4.64 (t, J = 5.2 Hz, 1H, H2’), 4.10 (td, J = 8.7, 4.8 Hz, 1H, H14), 4.05 

(t, J = 5.0 Hz, 1H, H3’), 3.87 (dt, J = 9.4, 5.0 Hz, 1H, H4’), 3.14 – 3.03 (m, 4H, C7’, C11), 2.70 

(d, J = 4.6 Hz, 3H, C9’), 1.77 – 1.45 (m, 8H, C5’, C6’, C12, C13).  

13C NMR (176 MHz, DMSO-d6) δ 172.2 (C24), 156.3 (C16), 154.5 (gua), 154.1 (C6), 149.4 

(C2), 149.1 (C4), 141.0 (C8), 136.9 (C18), 135.9 (C26), 128.7 – 127.7 (C19, C20, C21, C22, 

C23, C27, C28, C29, C30, C31), 119.1 (C5), 87.8 (C1’), 83.5 (C4’), 73.4 (C3’), 73.2 (C2’), 66.1 

(C26), 65.7 (C18), 53.7 (C14) , 40.9 – 40.4 (C11, C7’), 30.2 (C5’), 28.1 (C9), 27.8 (C13), 25.1 

(C12, C6’).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C34H44N9O7: 690.3358; found: 690.3361 
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(S)-2-amino-5-(((Z)-((3-((2R,3S,4R,5R)-5-(6-amino-9H-purin-9-yl)-3,4-

dihydroxytetrahydrofuran-2-yl)propyl)amino)(methylamino)methylene)amino) 

pentanoic acid (33) 

 

 

 

To the protected adenosine (0.01582 mmol, 8 mg) a cocktail of TFA/H2O/TIPS (95:2.5:2.5 v/v, 

1 mL) was added. The mixture was sttirred for 1 hours at rt and quenched with MeCN (3 mL) 

and H2O (3 mL) and purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN (0 – 100%) 

in 0.1 % aq. TFA as the mobile phase, affording the title compound 33 (0.01076 mmol, 6.23 

mg, 68%) as oil after being lyophilized.  

tr = 1.82 min 

ѵmax/cm-1: 3307 (br,s), 2919 (br), 1677 (s), 1635 (s), 1202 (s), 1134 (s), 1026 (w), 722 (w).  

1H NMR (700 MHz, DMSO-d6) δ 8.38 (d, J = 16.0 Hz, 3H, H8, + H15), 8.23 (s, 1H, H2), 7.78 

(s, 2H, C6-NH2), 7.55 – 7.37 (m, 3H, H10, C11-NH, C7’-NH), 5.86 (d, J = 5.2 Hz, 1H, H1’), 

4.65 (t, J = 5.2 Hz, 1H, H2’), 4.06 (t, J = 5.2 Hz, 1H, H3’), 3.93 – 3.84 (m, 2H, H4’, H14), 3.22 

– 3.08 (m, 2H, C7’, C11), 2.73 (d, J = 4.5 Hz, 3H, H9), 1.85 – 1.49 (m, 8H, C5’, C6’, C12, C13).  

13C NMR (176 MHz, DMSO-d6) δ 171.0 (C16), 154.9 (C6), 154.5 (gua), 151.0 (C2), 149.2 (C4), 

140.6 (C8), 119.2 (C5), 87.8 (C1’), 83.4 (C4’), 73.3 (C3’), 73.1 (C4’), 51.7 (C14), 40.9 – 40.2 

(C7’, C11), 30.2 (C5’), 28.1, 27.2, 25.1, 24.3.  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C19H32N9O5: 466.2526; found: 466.2518 
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(S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-thioureidopentanoic acid (26a) 

 

 

 
 

A round bottom flask containing Z-Ornithine-OH 25 (1.0 equiv., 1.13 mmol, 300 mg) and 1,1′ 

Thiocarbonyldiimidazole (1.05 equiv., 1.18 mmol, 211 mg) and a stirring bar was backfilled 

with argon. Then, DMF (5 mL) was added and the mixture was stirred for 16 hours. To the 

reaction medium, NH3 (18.70 equiv., 7N in MeOH, 3 mL) was added and stirred 2 days. The 

reaction was quenched with EtOAc (100 mL), washed with HCl 1 M solution (10 mL x 3), brine 

(20 mL x 3) dried over Na2SO4 and concentrated under reduced pressure affording the title 

compound 26a as a hygroscopic white foam (274 mg, 3.55 mmol, 75%). 

Rf 0.26 (8:2 DCM/MeOH)  

ѵmax/cm-1: 3308 (br, s), 2945 (w), 1698 (s), 1633 (m), 1537 (s), 1454 (w), 1345 (w), 1243 (m), 

1054 (w), 739 (w), 697 (w).  

mp: 56 °C 

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 7.44 – 7.26 (m, 5H, H14, H15, H16, H17, H18, H3), 7.14 – 

6.95 (s, 1H, H10), 6.68 (s, 1.6 H, H1), 5.06 (s, 2H, H12), 4.05 – 3.97 (m, 1H, H7), 3.35 – 3.25 

(m, 2H, H4), 1.83 – 1.70 (m, 1H, H6), 1.70 – 1.42 (m, 3H, H6, H5).  

13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 182.9 (C2), 172.8 (C8), 155.4 (C11), 136.6 (C13), 127.7 – 

126.9 (C14, C15, C16, C17, C18 ), 65.0 (C12), 53.5 (C7), 43.0 (C4) , 28.2 (C6), 24.9 (C5).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C14H20N3O4S: 326.1169; found: 326.1165 

 
benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-thioureidopentanoate (14c) 

 

 

 

To a solution of (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-thioureidopentanoic acid 26a (1.0 

equiv., 0.4610 mmol, 150 mg), benzyl alcohol (2.0 equiv., 0.9220 mmol, 95.9 µL) and Et3N (3.0 
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equiv., 1.38 mmol, 193 µL) in DMF (1.5 mL) was added PyBOP (2.0 equiv., 0.9220 mmol, 

479.8 mg) and the mixture was stirred at room temperature for 16 hours. The reaction was 

then diluted with EtOAc (50 mL) before washing with HCl 1M (3 x 10 mL) and brine (3 x 25 

mL). The combined layers were dried (Na2SO4), filtered and concentrated under reduced 

pressure. The crude product was purified by flash chromatography (4% MeOH in DCM) 

affording the title compound 14c (99 mg, 0.2397 mmol, 52%) as a slightly yellow foam 

Rf 0.20 (96:4 DCM / MeOH) 

ѵmax/cm-1: 3383 (br), 3315 (br), 3220 (br), 3034 (w), 2946 (w), 1698 (s), 1546 (m), 1348(m), 

989 (s), 642 (s).  

mp: 117 °C 

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6, 373K) δ 7.40 – 7.27 (m, 12H, H14, H15, H16, H17, H18, H20, 

H22, H22, H23, H24, H3, H10), 6.66 (bs, 1.34H, H1), 5.14 (s, 2H, H9), 5.11 – 5.00 (m, 2H, 

H12), 4.19 – 4.11 (m, 1H, H7), 3.30 (bs, 2H, H4), 1.87 – 1.75 (m, 1H, H6), 1.75 – 1.64 (m, 1H, 

H6), 1.63 – 1.51 (m, 2H, H5).  

13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 171.3 (C8), 155.5 (C11), 136.5 (C13), 135.5 (C19), 127.8 – 

126.9 (C14, C15, C16, C17, C18, C20, C21, C22, C23, C24), 65.4 (C9), 65.1 (C12), 53.7 (C7) 

, 42.9 (C4), 27.9 (C6), 24.8 (C5).  

HR-ESI-MS (M+Na+) calc. for C21H25 N3O4SNa: 438.1463; found: 438.1463 

 
benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-((imino(methylthio)methyl)amino) 

pentanoate (27a) 

 

 

 

To a solution benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-thioureidopentanoate 14c (1.0 

equiv., 0.9627 mmol, 400 mg) solubilized in THF (15 mL), CH3-I (1.5 equiv., 1.44 mmol, 89.9 

µL) was added at 0°c and stirred for 2 hours and let smoothly warm to rt. After stirring 14 hours, 

the reaction was quenched with MeOH (5 mL) and concentrated under reduced pressure 

affording the title compound 27a as a yellow oil (413 mg, 0.9627 mmol, Quant.) which is used 

in the next step without further purification. 

ѵmax/cm-1: 3272 (br), 3138 (br), 3033 (br), 1704 (s), 1639 (s), 1593 (m), 1520 (m), 1454 (w), 

1260 (m), 1213 (s), 1059 (m), 737 (s), 698 (s).  
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1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 9.40 (t, J = 5.6 Hz, 1H, H2), 9.05 (s, 1.5H, H1), 7.80 (d, J = 

7.8 Hz, 1H, H11), 7.42 – 7.23 (m, 10H, H15, H16, H17, H18, H19, H21, H22, H23, H24, H25), 

5.18 – 5.09 (m, 2H, H10), 5.08 – 4.98 (m, 2H, H13), 4.15 – 4.08 (m, 1H, H8), 3.34 – 3.22 (m, 

2H, H5), 2.59 (s, 3H, H4), 1.83 – 1.73 (m, 1H, H7), 1.69 – 1.54 (m, 3H, H6, H7).  

13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 172.0 (C9), 167.4 (C3), 156.2 (C12), 136.8 (C20), 135.8 

(C14) , 128.4 – 127.8 (C15, C16, C17, C18, C19, C21, C22, C23, C24, C25), 66.0 (C10), 65.6 

(C13), 53.6 (C8), 43.1 (H5), 27.7 (C7), 24.1 (C6), 13.6 (C4).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C22H28N3O4S: 430.1795; found: 430.1807 

 
 

benzyl Nw-(3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro 

[3,4-d][1,3]dioxol-4-yl)propyl)-N2-((benzyloxy)carbonyl)-L-argininate (12d) 

 

 
 

The benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-((imino(methylthio)methyl)amino)  pentano -

ate 27a (1.0 equiv., 0.7473 mmol, 321 mg), the corresponding primary amine (1.0 equiv., 250 

mg, 0.7473 mmol) and Et3N (2.0 equiv., 1.44 mmol, 208 µL) were dissolved in DMF (5 mL). 

The mixture was cooled in an ice-bath. HgCl2 (1.0 equiv., 0.7473 mmol, 203 mg) was added 

and the mixture was stirred for 20 min before it was warmed smoothly to rt and stirred 24 hours. 

The reaction was quenched with EtOAc (20 mL) and the suspension was filtered through a 

pad of celite and washed with additional EtOAc (30 mL) and MeOH (50 mL). The filtrate was 

concentrated, diluted with MeOH (30 mL) and EtOAc (30 mL) and filtered again through a pad 

of celite. The filtrate was concentrated under reduced pressure and purified by flash 

chromatography (18 %MeOH in DCM) concentrated under reduced pressure affording the title 

compound 12d (96mg, 0.1345 mmol, 18%) as a foam. 

Rf 0.12 (DCM/MeOH 80:20)  

ѵmax/cm-1: 3308 (br), 3183 (br), 2937 (br), 1708 (s), 1633 (s), 1600 (w), 1246 (w), 1210 (w), 

1026 (w), 735 (w), 698 (w).   

mp: 103 °C 
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1H NMR (500 MHz, CDCl3) δ 8.29 (s, 1H, H2), 8.19 (s, 1H, H8), 7.34 – 7.16 (m, 10H, H19, 

H20, H21, H22, H23, H27, H28, H29, H30, H31), 6.04 (s, 1H, H1’), 5.41 – 5.34 (m, 1H, H2’), 

5.19 – 4.96 (m, 4H, H17, H25), 4.91 – 4.85 (m, 1H, H3’), 4.36 – 4.32 (m, 1H, H14), 4.19 – 4.08 

(m, 1H, H4’), 3.37 – 2.98 (m, 4H, H11, H7’), 1.92 – 1.42 (m, 11H, H5’, H6’, H12, H13, H9’’), 

1.32 (s, 1H, H9’).  

13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 172.3 (C24), 156.9 (C16), 155.8 (C6, Cguanidine), 153.3 (C2), 

149.4 (C4), 140.2 (C8), 136.1 (C18), 135.1 (C26), 128.8 – 127.9 (C19, C20, C21, C22, C23, 

C27, C28, C29, C30, C31), 119.7 (C5), 114.7 (C8’), 89.9 (C1’), 86.5 (C4’), 84.1 – 83.9 (C2’, 

C3’), 67.6 (C25), 67.3 (C17), 53.6, 41.8, 41.4, 30.3 (C5’), 29.9 (C13), 27.2 (C9’’), 25.5 (C9'), 

25.0 (C6’ + C12).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C36H46N9O7: 716.3475; found: 716.3520 

 
benzyl Nw-(3-((2R,3S,4R,5R)-5-(6-amino-9H-purin-9-yl)-3,4-dihydroxytetrahydrofuran-2-

yl)propyl)-N2-((benzyloxy)carbonyl)-L-argininate (34a) 

 

 
 

To benzyl Nw-(3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro [3,4-

d][1,3]dioxol-4-yl)propyl)-N2-((benzyloxy)carbonyl)-L-argininate 12d (0.01397 mmol, 10 mg) 

solubilized in MeOH (1 mL) a cocktail of TFA/H2O/TIPS (95:2.5:2.5 v/v, 1 mL) was added . The 

mixture was sttirred for 4 hours at rt and quenched with H20 (5 mL) and MeCN (2 mL) and 

purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN (0 – 100%) in 0.1 % aq. TFA as 

the mobile phase, affording the title compound 34a (0.01062 mmol, 7.17 mg, 76%) as oil after 

being lyophilized. 

tr = 10.78 min  

ѵmax/cm-1: 3336 (br), 2947 (br), 1674 (s), 1636 (s), 1456 (m), 1426(w), 1338 (w), 1201(w), 1134 

(w), 721(m), 697(m).  

1H NMR (500 MHz, MeOD) δ 8.32 (s, 1H, H8), 8.29 (s, 1H, H2), 7.41 – 7.16 (m, 10H, H19, 

H20, H21, H22, H23, H27, H28, H29, H30, H31), 5.98 (d, J = 4.4 Hz, 1H, H1’), 5.21 – 5.10 (m, 
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2H, H25), 5.10 – 5.04 (m, 2H, H17), 4.73 – 4.67 (m, 1H, H2’), 4.26 (dd, J = 9.1, 5.0 Hz, 1H, 

H14), 4.19 (t, J = 5.5 Hz, 1H, H3’), 4.06 – 3.99 (m, 1H, H4’), 3.26 – 3.13 (m, 4H, H7’, H11), 

1.91 – 1.57 (m, 8H, H5’, H6’, H12, H13).  

13C NMR (126 MHz, MeOD) δ 173.4 (C24), 158.8 (C16), 157.4 (Cgua), 154.9 (C6)  150.3 (C4), 

149.7 (C2), 142.8 (C8), 138.1 (C18) 137.2 (C26), 129.6 – 128.8 (C19, C20, C21, C22, C23, 

C27, C28, C29, C30, C31), 120.7 (C5), 90.7 (C1’), 85.1 (C4’), 75.2 (C2’), 75.0 (C3’), 68.0 

(C25), 67.8 (C17), 55.0 (C14), 42.3 – 41.8 (C7’, C11), 31.5 (C5’), 29.7 (C13), 26.5 – 26.3 (C6’, 

C12).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C33H42N9O7: 676.3202; found: 676.3205 

 
benzyl Nw-(3-((2R,3S,4R,5R)-5-(6-amino-9H-purin-9-yl)-3,4-dihydroxytetrahydrofuran-2-

yl)propyl)-N2-((benzyloxy)carbonyl)-Nw-methyl-L-argininate (34c) 

 

 
 

The benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)-5-((imino(methylthio)methyl)amino)  pentano -

ate 27a (1.0 equiv., 0.1196 mmol, 51.4 mg), the corresponding secondary amine (1.2 equiv., 

0.1435 mmol, 50 mg) and Et3N (2.0 equiv., 0.2392 mmol, 33.3 µL) were dissolved in DMF (2 

mL). The mixture was cooled in an ice-bath. HgCl2 (2.0 equiv., 0.2392 mmol, 64.9 mg) was 

added and the mixture was stirred for 20 min before it was warmed smoothly to rt and stirred 

20 hours and warmed to 50°C and stirred 2 hours. The reaction was quenched with EtOAc (5 

mL) and the suspension was filtered through a pad of celite and washed with additional EtOAc 

(20 mL) and MeOH (50 mL). The filtrate was concentrated, diluted with MeOH (20 mL) and 

EtOAc (20 mL) and filtered again through a pad of celite. The filtrate was again concentrated 

to dryness, diluted with EtOAc (5 mL), DCM (5mL) and MeOH (5 mL) and was left 2 hours at 

0°C and filtered through a pad of celite and washed with additional cold MeOH (10 mL). The 

filtrate was concentrated to dryness and a cocktail of TFA/H2O/TIPS (95:2.5:2.5 v/v, 1 mL) was 

added. The mixture was stirred for 1 hours at rt and quenched with H20 (6 mL) and MeCN (8 

mL) and purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN (0 – 100%) in 0.1 % aq. 
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TFA as the mobile phase, affording the title compound 34c (13.9 mg, 0.02015 mmol, 14%) as 

oil after being lyophilized.  

tr = 11.5 min.  

1H NMR (500 MHz, MeOD) δ 8.38 (s, 1H, H8), 8.34 (s, 1H, H2), 7.37 – 7.24 (m, 10H), 6.01 (d, 

J = 4.3 Hz, 1H, H1’), 5.20 – 5.01 (m, 4H, H17, H25), 4.70 – 4.64 (m, 1H, H2’), 4.29 – 4.23 (m, 

1H, H14), 4.20 (t, J = 5.5 Hz, 1H, H3’), 4.07 – 4.00 (m, 1H, H4’), 3.40 – 3.34 (m, 2H, H7’), 3.26 

– 3.19 (m, 2H, H11), 2.97 (s, 3H, H9), 1.95 – 1.57 (m, 8H, H5’, H6’, H12, H13).  

13C NMR (126 MHz, MeOD) δ 173.6 (C24), 158.7 (C16), 157.1 (Cgua), 153.5 (C6), 150.1 (C4), 

147.7 (C2), 143.4 (C8), 138.1 (C18), 137.1 (C26), 129.6 – 128.8 (C18, C19, C20, C21, C22, 

C23, C27, C28, C29, C30, C31), 120.7 (C5), 90.8 (C1’), 85.1 (C4’), 75.3 (C2’), 75.0 (C3’), 68.0 

(C25), 67.8 (C27), 55.1 (C14), 51.4 (C7’), 42.7 (C11), 36.8 (C9), 31.1 (C5’), 29.7 (C13), 26.3 

(C12), 24.6 (C6’).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C34H44N9O7: 690.3364; found: 690.3383 

 

(S)-4-(1-(3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4-

d][1,3]dioxol-4-yl)propyl)-1H-1,2,3-triazol-4-yl)-1-carboxybutan-1-aminium (46) 

 

 

 

The corresponding commercial alkyne 45 (1.0 equiv., 0.08325 mmol, 11.8 mg) solubilized in 5 

mL of DMSO/H2O(milliQ) (4:1) and the corresponding azide (1.0 equiv., 0.08325 mmol, 30 mg) 

solubilized in DMSO (200 µL) was mixed together. Then, a premixed solution of THPTA (1.0 

equiv., 0.08325 mmol, 44.2 mg, in 300 µL of H2O(milliQ)) and CuSO4.5H2O (0.5 equiv., 0.04162 

mmol, 10.4 mg, in 200 µL of H2O(milliQ)) was added to the first solution, followed by freshly 

prepared sodium ascorbate (3.0 equiv., 0.2497 mmol, 49.5 mg) solution in H2O (200 µL, 

milliQ). The reaction was stirred 1 hour at rt and diluted with water (7 mL) and MeCN (3 mL) 

and purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN (0 – 100%) in 0.1 % aq. TFA 

as the mobile phase, giving the clicked product 46 (36.9 mg, 0.05994 mmol, 72%) as white 

solide after being lyophilized.  

tr = 8.38 min  

ѵmax/cm-1: 2940 (br), 1681(s), 1457(w), 1200 (s), 1135 (s), 1098 (w), 1026 (w), 799 (w), 722 

(w).  
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1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.57 (bs, 2H, C6-NH2 ), 8.51 (s, 1H, H8), 8.36 (s, 1H, H2), 

8.26 (bs, 3H, H15), 7.77 (s, 1H, H9), 6.15 (d, J = 2.6 Hz, 1H, H1’), 5.41 (dd, J = 6.4, 2.6 Hz, 

1H, H2’), 4.84 (dd, J = 6.4, 3.8 Hz, 1H, H3’), 4.31 – 4.22 (m, 1H, H7’), 4.16 – 4.08 (m, 1H, H4’), 

3.92 (s, 1H, H14), 2.65 – 2.56 (m, 2H, H11), 1.87 – 1.55 (m, 8H, H5’, H6’, H12, H13), 1.53 (s, 

1H, H9’’), 1.31 (s, 1H, H9’).  

13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 171.0 (C16), 158.6 – 158.4 (C17), 152.9 (C6), 148.5 – 148.3 

(C2, C4), 146.0 (C10), 141.5 (C8), 121.7 (C9), 119.0 (C5), 113.8 (C8’), 88.6 (C1’), 85.3 (C4’), 

83.3 (C2’, C3’), 51.9 (C14), 48.8 (C7’), 29.7 – 29.6 (C5’, C13), 27.0 (C9’’), 26.0 (C6’), 25.2 

(C9’), 24.5 (C11, C12).    

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C22H32N9O5
+: 502.2521; found: 502.2524  

 

 
(S)-4-(1-(3-((2R,3S,4R,5R)-5-(6-amino-9H-purin-9-yl)-3,4-dihydroxytetrahydrofuran-2-

yl)propyl)-1H-1,2,3-triazol-4-yl)-1-carboxybutan-1-aminium (47) 

 

 
 

To S)-4-(1-(3-((3aR,4R,6R,6aR)-6-(6-amino-9H-purin-9-yl)-2,2-dimethyltetrahydrofuro[3,4-d] 

[1,3]dioxol-4-yl)propyl)-1H-1,2,3-triazol-4-yl)-1-carboxybutan-1-aminium 46 (0.01624 mmol, 

10 mg) a cocktail of TFA/H2O/TIPS (95:2.5:2.5 v/v, 1 mL) was added. The mixture was sttirred 

for 1 hours at rt and quenched with MeCN (3 mL) and H2O (3 mL) and purified by preparative 

HPLC with a linear gradient of MeCN (0 – 100%) in 0.1 % aq. TFA as the mobile phase, giving 

the title product 47 (0.01413 mmol, 8.1 mg, 87%) as oil after being lyophilized.  

tr = 6.42 min  

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.47 (s, 1H, H8), 8.31 (s, 1H, H2), 8.23 (s, 5H, C6-NH2, H15), 

7.81 (s, 1H, H9), 5.88 (d, J = 5.1 Hz, 1H, H1’), 4.60 (t, J = 5.1 Hz, 1H, H2’), 4.32 (t, J = 7.1 Hz, 

2H, H7’), 4.04 (t, J = 5.1 Hz, 1H, H3’), 3.96 – 3.85 (m, 2H, H4’, H14), 2.62 (t, J = 7.2 Hz, 2H, 

H11), 1.95 – 1.69 (m, 5H, H5’, H12, H13), 1.64 (p, J = 8.3 Hz, 3H, H12, H6’).  
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13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 171.0 (C16), 158.5 – 158.0 (C17), 153.6 (C6), 149.5 (C2), 

148.8 (C4), 146.0 (C10), 141.2 (C8), 121.8 (C9), 119.1 (C5), 87.9 (C1’) , 83.3 (C4’), 73.2 

(C2’,C3’), 51.9 (C14), 49.0 (C7’), 29.9 (C13), 29.6 (C5’), 26.4 (C6’), 24.5 (C11, C12). 

HR-ESI-MS (M+H+) for C19H28N9O5
+: 462.2213; found: 462.2205 

 
benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)hept-6-ynoate (49) 

 

 

 

To a solution of the corresponding commercial acid 48 (1.0 equiv., 0.1090 mmol, 30 mg), 

benzyl alcohol  (2.0 equiv., 0.2179 mmol, 22.7 µL) and Et3N (3.0 equiv., 0.3269 mmol, 45.6 

µL) in DMF (1 mL) was added PyBOP (2.0 equiv., 0.2179 mmol, 113.4 mg) and the mixture 

was stirred at room temperature for 22 hours and quenched with H20 (5 mL), MeCN (6 mL) 

and MeOH (3 mL) purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN (0 – 100%) in 

0.1 % aq. TFA as the mobile phase, giving the alkyne benzyl ester product 49 (27.2 mg, 

0.07443 mmol, 68%) as a slightly yellow oil.  

tr = 17.8 min 

1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 7.82 (d, J = 7.8 Hz, 1H, H15), 7.41 – 7.23 (m, 11H), 5.19 – 

5.09 (m, 2H, C8), 5.09 – 4.97 (m, 2H, C17), 4.15 – 4.05 (m, 1H, H6), 2.78 (t, J = 2.6 Hz, 1H, 

H1), 2.18 – 2.11 (m, 2H, H3), 1.89 – 1.62 (m, 2H, H5), 1.58 – 1.41 (m, 2H, H4).  

13C NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 172.1 (C7), 156.2 (C16), 136.9 (C18), 135.9 (C9), 128.4 – 

127.70 (C10, C11, C12, C13, C14, C19, C20, C21, C22, C23), 83.9 (C2), 71.5 (C1), 65.9 (C8), 

65.5 (C17), 53.6 (C6), 29.7 (C5), 24.4 (C4), 17.2 (C3).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C22H24NO4: 366.1705; found: 366.1718 

 

 

 

 

 



98 

 

benzyl (S)-5-(1-(3-((2R,3S,4R,5R)-5-(6-amino-9H-purin-9-yl)-3,4-dihydroxytetrahydro 

furan-2-yl)propyl)-1H-1,2,3-triazol-4-yl)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)pentanoate (51) 

 

 

   

benzyl (S)-2-(((benzyloxy)carbonyl)amino)hept-6-ynoate 49 (1.0 equiv., 0.07215 mmol, 26.4 

mg) solubilized in DMSO (1.6 mL) and the corresponding azide (1.0 equiv., 0.07215 mmol, 26 

mg) solubilized in DMSO (740 µL) was mixed together. Then, a premixed solution of THPTA 

(1.0 equiv., 0.07215 mmol, 38.3 mg, in 300 µL of H2O(milliQ)) and CuSO4.5H2O (0.5 equiv., 

0.03607 mmol, 9.0 mg, in 300 µL of H2O(milliQ)) was added to the first solution, followed by 

freshly prepared sodium ascorbate (3.0 equiv., 0.2164 mmol, 42.9 mg) solution in H2O (300 

µL, milliQ). The reaction was stirred 30 min at rt and diluted with water (5 mL) and MeCN (4 

mL) and purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN (0 – 100%) in 0.1 % aq. 

TFA as the mobile phase, giving the clicked product. Then, a cocktail of TFA/H2O/TIPS 

(95:2.5:2.5 v/v, 1 mL) was added to the lyophilized product. The mixture was sttirred for 1 hours 

at rt and quenched with H20 (5 mL) and MeCN (5 mL) and purified by preparative HPLC with 

a linear gradient of MeCN (0 – 100%) in 0.1 % aq. TFA as the mobile phase, giving the 

deprotected product 51 (37.1 mg, 0.05411 mmol, 75%) as white solid after being lyophilized. 

tr = 12 min  

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 8.58 (s, 1H, H8), 8.40 (s, 1H, H2), 7.81 – 7.73 (m, 2H, H9, 

H15), 7.39 – 7.24 (m, 10H, H19, H20, H21, H22, H23, H27, H28, H29, H30, H31), 5.90 (d, J = 

5.1 Hz, 1H, H1’), 5.16 – 4.98 (m, 4H, H17, H25), 4.58 (t, J = 5.1 Hz, 1H, H2’), 4.30 (t, J = 7.1 

Hz, 2H, H7’), 4.15 – 4.07 (m, 1H, H14), 4.03 (t, J = 5.1 Hz, 1H, H3’), 3.94 – 3.87 (m, 1H, H4’), 

2.66 – 2.52 (m, 2H, H11), 1.95 – 1.81 (m, 2H, H6’), 1.80 – 1.56 (m, 6H, H5’, H12, H13). 13C 

NMR (126 MHz, DMSO-d6) δ 172.7 (C24), 156.7 (C16), 152.3 (C6), 149.0 (C4), 147.6 (C2), 

146.8 (C10), 142.4 (C8), 137.4 (C18), 136.4 (C26), 128.9 – 128.2 (C19, C20, C21, C22, C23, 

C27, C28, C29, C30, C31), 122.1 (C9), 119.5 (C5), 88.5 (C1’), 84.0 (C4’), 73.9 (C2’), 73.6 

(C3’), 66.4 (C25), 66.0 (C17), 54.3 (C14), 49.5 (C7’), 30.7 – 30.4 (C5’, C13), 26.9 (C6’), 25.8 

(C12), 25.0 (C11). 
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HR-ESI-MS (M+H+) for C34H40N9O7: 686.3051; found: 686.3058 

 
3-(4-(4,4,5,5-tetramethyl-1,3,2-dioxaborolan-2-yl)phenyl)propan-1-ol (86) 

 

 

 

Commercialy available 4-(3-Hydroxy-1-propynyl)benzeneboronic acid pinacol ester 84 

(1.0 equiv., 0.193 mmol, 50 mg) was dissolved in EtOAc (2 mL) and the solution was flushed 

with argon before the addition of Pd/C (0.1 equiv., 0.0193 mmol, 10% wt, 20 mg). The reaction 

was flushed with argon a second time and the atmosphere was replaced by H2. The reaction 

mixture was stirred overnight at room temperature. The reaction mixture was filtered through 

celite, washed with EtOAc (3 x 10 mL) and the pooled liquid phase were concentrated under 

reduced pressure to afford the title compound 86 as a pale-yellow oil (51 mg, 0.194 mmol, 

100%). 

Rf = 0.30 (cyclohexane/EtOAc 9:1) 

ѵmax/cm-1: 2977 (w), 2934 (br), 2359 (w), 1611 (m), 1398 (s), 1359 (s), 1318 (m), 1270 (w), 

1214 (w), 1143 (m), 1088 (m), 1020 (w), 962 (w), 909 (w), 858 (w), 731 (w), 658 (w) 

1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 7.72 (2H, d, J = 7.0 Hz, H2, H6), 7.20 (2H, d, J = 7.0 Hz, H3, H5), 

3.65 (2H, t, J = 6.0 Hz, H9), 2.71 (2H, t, J = 7.0 Hz, H7), 1.88 (2H, m, H8), 1.31 (12H, s, H12, 

H13, H14, H15)  

13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ 145.3, 134.9, 127.9, 83.7, 62.1, 34.1, 32.3, 24.8. 

HR-ESI-MS (M+H+) calcd for C15H24BO3: 263.1819; found: 263.1828.  
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tert-butyl-N-({[(tert-butoxy)carbonyl]({3-[4-(tétraméthyl-1,3,2-dioxaborolan-2-yl) 

phenyl]propyl})amino}methanimidoyl)carbamate (81) 

 

 

 

To a solution of 3-(4-(4,4,5,5-tetramethyl-1,3,2-dioxaborolan-2-yl)phenyl)propan-1-ol 86 (1.0 

equiv., 0.202 mmol, 51 mg), tert-butyl N-({[(tert-butoxy) carbonyl] amino} methanimidoyl) 

carbamate (1.1 equiv., 0.222 mmol, 57 mg) and triphenylphosphine (1.1 equiv, 0.222 mmol, 

58 mg) in THF (3 mL) was added DIAD (1.1 equiv., 0.222 mmol, 0.04 mL) dropwise. The 

reaction mixture was stirred overnight at room temperature, before being concentrated under 

reduced pressure. The residue was then purified by flash chromatography 

(cyclohexane/EtOAc 9:1) to afford the title compound 81 as a white solid (66 mg, 0.131 mmol, 

65%). 

Rf = 0.43 (cyclohexane/EtOAC 9:1) 

ѵmax/cm-1: 3382 (br), 2977 (br), 2930 (w), 2358 (w), 1713 (m), 1610 (m), 1509 (w), 1457), 1390 

(w), 1361 (m), 1316 (w), 1275 (m), 1251 (w), 1146 (s), 1123 (w), 1090 (w), 1022 (w), 984 (w). 

mp: 119 °C 

1H NMR (500 MHz, CDCl3) δ 9.39 (1H, br, NH) 9.21 (1H, br, NH), 7.73 (2H, d, J = 7.9 Hz, H2, 

H6), 7.21 (2H, d, J = 7.9 Hz, H3, H5), 4.01 – 3.83 (2H, m, H9), 2.65 (2H, t, J = 7.7 Hz, H7), 

2.02 – 1.77 (2H, m, H8), 1.51 (9H, s, tertbutyl), 1.45 (9H, s, tertbutyl), 1.33 (12H, s, H13, H14, 

H15, H16) 

13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 164.1, 160.8, 155.2, 145.3, 135.1, 127.9, 83.8, 78.9, 44.6, 33.4, 

30.1, 28.5, 28.1, 25.0. 

HR-ESI-MS (M+H+) for C26H43BN3O6: 504.3245; found: 504.3274 
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(E)-N-(3,5-dibromophenyl)-2-(hydroxyimino)acetamide (87) 

 

 

 

3,5-dibromoaniline 83 (1.0 equiv., 1.99 mmol, 500 mg) was dissolved in a mixture of water (2.5 

mL), concentrated HCl (37% w/w, 0.6 mL) and 1,4-dioxane (3 mL) and the mixture was heated 

to 50 °C for 1 h. A solution of chloral hydrate (1.5 equiv., 2.99 mmol, 494 mg) and Na2SO4 

(12.0 equiv., 23.91 mmol, 3.3 g) in 11 mL of water was prepared and heated to 50 ° C. This 

second solution was then added to the first one, followed by a solution of hydroxylamine 

hydrochloride (2.9 equiv., 5.77 mmol, 401 mg) in 3 mL of water. The reaction mixture was 

brought to reflux for 7 h. Once the mixture has returned to room temperature, the reaction 

mixture was extracted with EtOAc (3 x 30 mL). The organic phases were combined, washed 

with brine (3 x 50 mL), dried over Na2SO4 and concentrated under reduced pressure. The 

crude residue was purified by column chromatography (cyclohexane/EtOAc 7:3) to afford the 

title compound 87 as a brown solid (589 mg, 1.829 mmol, 92%). 

Rf = 0.38 (cyclohexane/EtOAc 7:3) 

ѵmax/cm-1 : 3389 (w), 2871 (br), 2747 (w), 1661 (m), 1531 (m), 1480 (s), 1409 (m), 1290 (m), 

1268 (m), 1116 (m), 1029 (s), 905 (m), 664 (m), 615 (s), 585 (s), 575 (s), 513 (w), 435 (w mp: 

227 °C 

1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 12.32 (1H, s, OH), 10.43 (1H, s, NH), 7.97 (2H, d, J = 1.7 Hz, 

H2, H6), 7.60 (1H, s, H7), 7.54 (1H, t, J = 1.7 Hz, H4). 

13C NMR (101 MHz, DMSO-d6) δ 161.3, 144.0, 141.5, 128.7, 122.7, 121.6. 

HR-ESI-MS (M+H+) calcd for C8H7Br2N2O2: 320.8874; found: 320.8863 
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4,6-dibromoindoline-2,3-dione (88) 

 

 

 

To a concentrated H2SO4 solution (30.0 equiv., 11.26 mmol, (98% w/w, 0.6 mL) cooled at 0 

°C, (E)-N-(3,5-dibromophenyl)-2-(hydroxyimino)acetamide 87 (1.0 equiv., 0.372 mmol, 120 

mg) was added using a spatula tip carefully and slowly so that the temperature should not 

exceed 50 ° C. After addition, the black solution was heated to 90 °C for 10 min, then the 

mixture was allowed to return to room temperature. The reaction mixture was poured onto 

crushed ice (ten times the volume) dropwise, resulting in a yellow solution. The mixture was 

stirred at room temperature for 2 h until a precipitate appears. The reaction mixture was then 

extracted with EtOAc (3 x 10 mL), and then the organic layers were combined, washed with 

brine (3 x 30 mL), dried over Na2SO4 and concentrated under reduced pressure to afford the 

title compound 88 (112 mg, 0.37 mmol, 99%) as an orange solid 

Rf = 0.40 (cyclohexane/EtOAC 7:3) 

ѵmax/cm-1 :  3239 (br), 1771 (s), 1731 (m), 1596 (s), 1566 (m), 1399 (w), 1295 (m), 1261 (w), 

1217 (m), 1188 (w), 1152 (w), 1073 (m), 921 (s), 880 (m), 871 (m), 850 (w), 712 (s), 692 (m), 

661 (m), 607 (m), 586 (w), 524 (w). 

mp: 224 °C 

1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ 11.28 (1H, s, NH), 7.51 (1H, d, J = 1.5 Hz, H2), 7.06 (1H, d, 

J = 1.5 Hz, H4). 

13C NMR (101 MHz, DMSO-d6) δ 181.1, 159.1, 153.5, 131.8, 129.0, 120.6, 116.4, 114.6 

HR-ESI-MS (M+H+) calcd for C8H4
79Br2NO2: 303.8609; found: 303.8596 

 

2-amino-4,6-dibromobenzoic acid (89) 

 

 

 

To a solution of 4,6-dibromoindoline-2,3-dione 88(1.0 equiv., 0.367 mmol, 112 mg) in an 

aqueous solution of NaOH (1 N, 1.6 mL) was added H2O2 (30% v/v, 0.23 mL) dropwise at room 
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temperature. The mixture was stirred for 2 h and then carefully acidified to pH 2 with 

concentrated HCl (37% w/w), and a light brown precipitate appears. The reaction mixture was 

then extracted with EtOAc (3 x 10 mL), then the organic layers were combined, washed with 

brine (3 x 10 mL), dried over Na2SO4 and concentrated under reduced pressure to afford the 

title compound 89 as an orange solid (81 mg, 0.24 mmol, 75%). 

Rf = 0.22 (cyclohexane/EtOAc 1:1) 

ѵmax/cm-1: 3354 (m), 2987 (br), 1650 (m), 1581 (m), 1526 (m), 1416 (m), 1301 (m), 1242 (m), 

1130 (m), 1038 (br), 921 (w), 811 (w), 587 (w).  

mp: 181 °C 

1H NMR (400 MHz CDCl3) δ 7.16 (d, J = 1.8 Hz, 1H, H4), 6.83 (d, J = 1.8 Hz, 1H, H2). 

13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ 167.9, 149.8, 124.1, 121.7, 121.6, 117.9, 117.3 

HR-ESI-MS (M+H+) calcd for C7H5
79Br2NO2: 293.8765; found: 293.8762 

 

Methyl-2-amino-4,6-dibromobenzoate (90) 

 

 

 

2-amino-4,6-dibromobenzoic acid 89 (1.0 equiv., 5.08 mmol, 1500 mg) was dissolved in a 

mixture of toluene-methanol (3:1, v/v, 73 mL). Thereafter, trimethylsilyldiazomethane (1.2 

equiv., 6 mmol, 2M in hexanes, 3.0 mL) was added dropwise. The reaction mixture was stirred 

for 30 min at room temperature. The solution was diluted with EtOAc (10 mL) and water (25 

mL) and the aqueous phase was extracted with EtOAc (3 x 50 mL). The organic layers were 

combined, washed with brine (3 x 30 mL), dried over Na2SO4 and concentrated under reduced 

pressure affording the title compound 90 as a brown solid (950 mg, 3.07 mmol, 60%, BRSM 

89%). 

Rf = 0.30 (cyclohexane/EtOAc 8:2) 

ѵmax/cm-1 : 3486 (br), 3375 (br), 2950 (w), 1702 (s), 1583 (s), 1544 (m), 1433 (m), 1415 (m), 

1292 (s), 1260 (m), 1190 (w), 1117 (s), 918 (w), 826 (w), 755 (w) 

mp: 72 °C 

1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 7.08 (1H, d, J = 1,6 Hz, H4), 6.77 (1H, d, J = 1,6 Hz, H2), 4.90 

(2H, s, NH2), 3.83 (3H, s, CH3). 

13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ 167.4, 149.4, 125.9, 125.3, 122.8, 118.0, 115.5, 52.1 
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HR-ESI-MS (M+H+) calcd for C8H8
79Br2NO2: 307.8922; found: 307.8932 

 

5,7-dibromoquinazolin-4-ol (91) 

 

 

 

A solution of methyl-2-amino-4,6-dibromobenzoate 90 (1.0 equiv., 0.174 mmol, 54 mg), formic 

acid (5.0 equiv., 0.873 mmol, 0.03 mL) in formamide (1 mL.) was stirred at 135 °C for 10 h. 

The reaction was allowed to return to room temperature and was concentrated under reduced 

pressure. Water (1 mL) was added to the residue and the solution was stirred for 1 h, leading 

to the formation of a precipitate. The mixture was then extracted with EtOAc (3 x 10 mL). The 

organic phases were combined, washed with brine (3 x 10 mL), dried over MgSO4, filtered, 

and concentrated under reduced pressure. The crude product was purified by column 

chromatography (cyclohexane/EtOAC 1:1) to afford the title compound 91 as a withe solid 

(44.1 mg, 0.145 mmol, 83%). 

Rf = 0.30 (cyclohexane/EtOAc 1:1) 

ѵmax/cm-1 : 3208, 2360, 2341, 1688, 1620, 1584, 1527, 1425 , 1372, 1283, 1110, 942, 861, 

621, 501. 

mp: 307 °C 

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6) δ 12.45 (1H, bs, NH), 8.13 (1H, s, H2), 7.94 (1H, d, J = 1.9 Hz, 

H6), 7.86 (1H, d, J = 1.9 Hz, H8) 

13C NMR (126 MHz, DMSO) δ 158.8, 151.7, 147.4 (C2), 134.6, 129.7, 127.1, 121.4, 119.8 

HR-ESI-MS (M+Na+) calcd for C8H4
79Br2N2ONa: 324.8588; found: 324.8589 
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Methyl 3-amino-4'-(3-(1,3-bis(tert-butoxycarbonyl)guanidino)propyl)-5-bromo-[1,1'-bi 

phenyl]-4-carboxylate (94) 

 

 

 

A screw-cap test tube containing a magnetic stir bar was charged with Pd(OAc)2 (5.0 mol%, 

0.081 mmol, 18.16 mg,), Xantphos (10.0 mol%, 0.16 mmol, 93.62 mg), the aryl boronate ester 

81 (1.0 equiv., 1.62 mmol, 815,5 mg), aryl halide 90 (1.0 equiv., 1.62 mmol, 500 mg) and 

K3PO4 (2.0 equiv., 3.24 mmol, 687 mg). The tube was capped with a septum and then 

backfilled with argon (this sequence was repeated three times). Deionized water (500 μL) and 

THF (5.0 mL) and were added sequentially via syringe through the septum and the resulting 

mixture was stirred at room temperature for 5 min. The reaction mixture was heated at reflux 

with vigorous magnetic stirring for 12 h. The reaction mixture was then allowed to cool to room 

temperature and concentrated under reduced pressure. The crude product was purified by 

flash chromatography (9:1 Cyclohexane/EtOAc) to afford the desired product 94 (205 mg, 

21%). 

1H NMR (500 MHz, MeOD) δ 7.51 – 7.46 (m, 2H, H2, H4), 7.32 – 7.26 (m, 2H, H1, H5), 7.09 

(d, J = 1.7 Hz, 1H, H13), 6.96 (d, J = 1.6 Hz, 1H, H12), 4.00 – 3.79 (m, 5H, H17, H9), 2.68 (t, 

J = 7.4 Hz, 2H, H7), 1.97 – 1.87 (m, 2H, H8), 1.45 (s, 9H, H21’, H22’, H23’), 1.49 (s, 9H, H21, 

H22, H23);  

13C NMR (126 MHz, MeOD) δ 169.4 (C18), 162.1 (C10), 156.1 (C19), 150.8 (C24), 146.3 

(C11), 143.4 (C6), 138.0 (C3), 130.1 (C1, C5), 128.0 (C2, C4), 122.8 (C14), 121.2 (C13), 116.9 

(C15), 114.4 (C12), 85.1 (C20’), 79.9 (C20), 52.4 (C17), 45.6 (C9), 33.5 (C7), 31.2(C8), 

28.7(C21’, C22’, C23’), 28.2 (C21, C22, C23).  

HR-ESI-MS (M+Na+) calc. for C28H37
79BrN4O6Na: 627.1794; found: 627.1799 
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1-(3-(4-(5-bromo-4-oxo-3,4-dihydroquinazolin-7-yl)phenyl)propyl)guanidine (96) 

 

 

 

The mixture of the corresponding methyl ester 94 (1.0 equiv., 0.826 mmol, 50 mg,), APTS 

monohydrate (1.0 equiv., 0.826 mmol, 15.72 mg) and formamide (1 mL) was stirred at 135 °C 

for 8 h. The reaction is allowed to return to room temperature. Then, the crude was diluted with 

4 mL of HPLC buffer and purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN (0 – 

100%) in 0.1 % aq. TFA as the mobile phase, giving the product 96 (4.96 mg, 0.0124 mmol, 

15%) as white powder after being lyophilized.  

ѵmax/cm-1 : 3350 (br), 3188 (br), 1666 (s), 1603 (s), 1201 (m), 1136 (m), 801 (w). 

1H NMR (700 MHz, MeOD) δH 8.10 (s, 1H, H17), 8.03 (d, J = 1.8 Hz, 1H, H13), 7.87 (d, J = 1.8 

Hz, 1H, H12), 7.70 – 7.66 (m, 2H, H2, H4), 7.39 (m, 2H, H1, H5), 3.23 (t, J = 7.0 Hz, 2H, H9), 

2.80 – 2.75 (t, J = 7.8 Hz, 2H, H7), 2.00 – 1.93 (m, 2H, H8). 

13C NMR (176 MHz, MeOD) δC 161.2 (C18), 158.7 (C10), 152.4 (C16), 148.3 (C11), 147.4 

(C17), 143.8 (C6), 136.9 (C3), 133.1 (C13), 130.4 (C1, C5), 128.5 (C2, C4), 125.4 (C12), 122.6 

(C14), 120.5 (C15), 41.9 (C9), 33.3 (C7), 31.4 (C8).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C18H19
79BrN5O: 400.0773; found: 400.0756 

 

1-(3-(4-(4-oxo-3,4-dihydroquinazolin-7-yl)phenyl)propyl)guanidine (97) 

 

 

 

The mixture of the corresponding methyl ester 94 (1.0 equiv., 0.0165 mmol, 10 mg), APTS 

monohydrate (1.0 equiv., 0.0165 mmol, 3.14 mg) and formamide (200 µL) was stirred at 135 

°C for 8 h. The reaction is allowed to return to room temperature. Then, the crude was diluted 

with 4 mL of HPLC buffer and purified by preparative HPLC with a linear gradient of MeCN (0 
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– 100%) in 0.1 % aq. TFA as the mobile phase, giving the product (0.75 mg, 0.00231 mmol, 

14%) as white powder after being lyophilized.  

1H NMR (700 MHz, MeOD) δ 8.29 (d, J = 8.3 Hz, 1H, H14), 8.14 (s, 1H, H17), 7.91 (d, J = 1.8 

Hz, 1H, H12), 7.84 (dd, J = 8.3, 1.8 Hz, 1H, H13), 7.73 – 7.68 (m, 2H, H2, H4), 7.41 – 7.35 (m, 

2H, H1, H5), 3.23 (t, J = 7.1 Hz, 2H, H9), 2.82 – 2.76 (m, 2H, H7), 1.97 (m, 2H, H8).  

HR-ESI-MS (M+H+) calc. for C18H20N5O: 322.1668; found: 322.1654 

 

(2-amino-4,6-dibromophényl)methanol (98) 

 

 

 

To a solution of Methyl-2-amino-4,6-dibromobenzoate 90 (1.0 equiv., 0.097 mmol, 30 mg) in 

THF (1 mL) at 0 °C was added DIBAL-H (2.1 equiv., 0.203 mmol, 1.0 M in THF, 0,20 mL) 

dropwise. The reaction mixture was stirred for 24 h at room temperature and was quenched 

with saturated solution of Rochelle salt (2 mL). After stirring 1 hour, the aqueous phase reaction 

mixture was extracted with EtOAc (3 x 10 mL). The organic layers were combined, washed 

with brine (3 x 10 mL), dried over Na2SO4 and concentrated under reduced pressure. The 

crude product was purified by chromatography on a silica gel column (cyclohexane/ EtOAc 

8:2) to afford the title compound 98 as a white solid (13.6 mg, 0.04 mmol, 55 %). 

Rf = 0.30 (cyclohexane/EtOAc 8:2) 

ѵmax/cm-1 : 3380, 3292 , 3169, 3087, 2957, 2920, 2873, 1588, 1555, 1456, 1412, 1352, 1295, 

1261, 1083, 1014, 977, 853, 842, 676. 

mp: 116 °C 

1H RMN (500 MHz, CDCl3) δ 7.08 (d, J = 1.8 Hz, 1H, H4), 6.78 (d, J = 1.8 Hz, 1H, H2), 4.84 

(s, 2H, H7). 

13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 148.9, 124.9, 124.5, 122.9, 122.5, 118.0, 62.5 

HR-ESI-MS (M+H+) calcd for C7H7
79Br2NO: 279.8973; found: 279.8976 
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2-amino-4,6-dibromobenzaldehyde (99) 

 

 

 

To a solution of (2-amino-4,6-dibromophényl)methanol 98 (1.0 equiv., 6.05 mmol, 1700 mg) in 

DCM (80 mL) was added MnO2 (10.0 equiv., 60.5 mmol,  5263 mg,) at room temperature. The 

reaction mixture was stirred for24 h at room temperature and was filtered through Celite. The 

solvent was removed under reduced pressure to afford the title compound 99 as a yellow solid 

(1553 mg, 5.57 mmol, 92%). 

Rf = 0.25 (cyclohexane) 

ѵmax/cm-1 : 3420, 3320, 1645, 1596, 1522, 1398, 1222, 933, 801. 

mp :117 °C 

1H NMR (500 MHz, CDCl3) δ 10.31 (s, 1H, H7), 7.05 (d, J = 1.7 Hz, 1H, H4), 6.79 (dd, J = 1.8, 

0.6 Hz, 1H, H2), 6.53 (s, 2H, NH2). 

13C NMR (126 MHz, CDCl3) δ 194.7, 152.2, 130.1, 130.0, 124.1, 119.0, 114.0 

LR-ESI-MS (M+H+) calcd for C7H6
79Br2NO: 277.88; found: 277.70 

 

(E)-2-amino-4,6-dibromobenzaldehyde oxime (100) 

 

 

 

To a solution of the 2-amino-4,6-dibromobenzaldehyde 99 (1.0 equiv., 0.4661 mmol, 130 mg) 

and K2CO3 (2.0 equiv., 0.9321 mmol, 129 mg) in ethanol (8.5 mL) was added dropwise a 

solution of hydroxylamine hydrochloride (3.0 equiv., 1.40 mmol, 97 mg) in water (1.5 mL) at 

room temperature. The reaction was brought to reflux for 4 h and then allowed to cool to room 

temperature. The reaction was diluted with EtOAc (5 mL) and water (5 mL). The mixture was 

extracted with EtOAC (3 x 25 mL) and the organic layers were combined, washed with brine 

(1 x 10 mL), dried over Na2SO4 and concentrated under reduced pressure to afford the title 

compound 100 as a white solid (134 mg, 0.4521 mmol, 97%). 

Rf = 0.27 (cyclohexane/EtOAc 8:2) 
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ѵmax/cm-1 : 3397, 3242, 1583, 1557, 1472, 1396, 1317, 1188, 985, 922, 827, 694 

1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 8.77 (s, 1H, H7), 7.19 (bs, 1H, H8), 7.09 (d, J = 1.8 Hz, 1H, H4), 

6.80 (dd, J = 1.9, 0.6 Hz, 1H, H2). 

13C NMR (101 MHz, CDCl3) δC 153.0, 148.4, 126.6, 124.2, 123.7, 117.6, 111.5. 

HR-ESI-MS (M+H+) calcd for C7H6
79Br2N2O: 292.8925; found: 292.8918 

 

2-amino-4,6-dibromobenzonitrile (101) 

 

 

 

To a solution of (E)-2-amino-4,6-dibromobenzaldehyde oxime 100 (1.0 equiv., 0.4320 mmol, 

127 mg) in DCM (5 mL) was added triethylamine (2.0 equiv., 0.8639 mmol, 120 µL) dropwise. 

After stirring for 15 min, the solution was cooled down to 0 °C and mesyl chloride (1.2 equiv., 

0.5184 mmol, 40 µL) was added slowly. The solution was stirred for 5 h at room temperature 

and was diluted with EtOAc (5 mL) and water (5 mL). The reaction mixture was extracted with 

EtOAc (3 x 25 mL) and the organic layers were combined, washed with brine (1 x 10 mL), dried 

over Na2SO4 and concentrated under reduced pressure to afford the title compound 101 as a 

slightly orange solid (95 mg, 0.3442 mmol, 80%) 

Rf = 0.37 (cyclohexane/EtOAc 8:2) 

ѵmax/cm-1 : 3362 (m), 2923 (w), 2218 (w), 1645 (m), 1621 (m), 1586 (s), 1558 (s), 1540 (s), 1, 

1429 (m), 1272 (w). 

mp: 170 °C  

1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 7.11 (d, J = 1.6 Hz, 1H, H4), 6.87 (d, J = 1.6 Hz, 1H, H2), 4.61 

(s, 2H, NH2). 

13C NMR (101 MHz, CDCl3) δ 151.6, 128.5, 125.6, 124.4, 116.5, 115.6, 98.7. 

HR-ESI-MS (M+H+) calcd for C7H5
79Br2N2: 274.8819; found: 274.8811 
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Bionconjugation procedures :  

 
The NCL was first optimized using two random peptides which led to the following 

protocol:   

 

To a solution of peptide hydrazide MSSGGTRVYVG-NH-NH2 (2.66 µmol, 3 mg, 1.4 eq, in 600 

µL of 6M GdmCl at pHapp 3.5), MPAA (145.86 µmol, 20.16 mg, 76.77 eq) was added to form a 

saturated MPAA emulsion. Then, a solution of acac (3.99 µmol, 8.16 µL, 2.1 eq, 5% v/v (10 µL 

in 200 µL of milli Q)) was added and leaved at 37°C for 5 hours by briefly vortexing periodically.  

Then a solution of peptide N-ter cystéine CGKPIPNPLLGLDST (1.90 µmol, 2.9 mg, 1 eq, in 

600 µL of 6M GdmCl, 200mM Na2HPO4, 50 mM TCEP at pHapp 8.5) was added to the first 

solution at 4°C. The pH of this solution was adjusted to pHapp 7.22 by maintaining the 

temperature at 4°C with the addition of 1M NaOH and the reaction was left 24 hours by gently 

agitating in a thermomixer at 700 rpm/min at 25°C. Then, the crude was diluted with 18 mL of 

HPLC buffer, TCEP (28.5 µmol, 7.1 mg, 15 eq) was added and purified by preparative HPLC 

with a linear gradient of MeCN (0 – 100%) in 0.1 % aq. TFA as the mobile phase, giving the 

NCL product MSSGGTRVYVGCGKPIPNPLLGLDST (4.38 mg, 1.67 μmol, 88%) as white 

powder after being lyophilized. BRMS (ESI+) calc. for C113H187N31O36S2 ([M+H+]): 2618.32; 

found: 2619.33 

 

NCL between RSF1-Cys and the corresponding heptapeptide  

In a solution of peptide MSSGGTR-NH-NH2 (0.016252 µmol, 18.76 µL, 1 eq, 0.7 mg/mL in 6M 

GdmCl at pH 3.5), MPAA (4.16 µmol, 0.7 mg, 256 eq) was added to form a saturated MPAA 

emulsion. Then, a solution of acac (0.024378 µmol, 1µL, 1.5 eq, 0.25% v/v (2.5 µL in 1000 µL 

of milli Q)) was added and leaved at 37°C for 5 hours by briefly vortexing periodically.  Then a 

solution of H-Cys-RSF1 (0.0065 µmol, 30µL, 0.4 eq, 3.4 mg/mL in 6M GdmCl, 200mM 

Na2HPO4, 50 mM TCEP, 100 mM NaCl at pH 7.8) was added to the first solution at 4°C. The 

pH of this solution was adjusted to pHapp 7.25 by maintaining the temperature at 4°C with the 

addition of 1M NaOH (17 µL) and the reaction was left 24 hours by gently agitating in a 

thermomixer at 700 rpm/min at 25°C. 

 

Inhibition assays for modified arginines  
 

All the compounds were dissolved in 20%DMSO and their concentration was determined by 

UV absorption (ε260=15400 M-1cm-1). The subtrate and enzyme concentrations were adapted 

to ensure a linear accumulation of the product with time during the methylation reaction. 
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A solution containing 26 μM of RSF1 (repressor of splicing factor 1), 10 μg/mL of bovin serum 

albumin and 350 nM of CARM1 in 50 mM Tris HCl pH8, 200 mM NaCl, 0.5 mM EDTA, 0.5 mM 

DTT was incubated with increasing concentrations of Arginine-SAM analogues (20 nM to 125 

μM) for 10 min at room temperature. The reaction was initiated by addition of 10 µM 14C-labeled 

SAM at 50 mCi.mmol-1 (Perkin Elmer) at 25°C and stopped after 30 minutes by mixing to 3 μL 

of SDS PAGE loading buffer. Samples were analysed on a 15% polyacrylamide denaturing 

gel. After electrophoresis, the gel was stained with Coomassie Brilliant Blue, destained, dried 

on a Whatman 3MM paper sheet and exposed for 24 h to 5 days against a BAS-IP MS 2025 

imaging plate (Fujifilm). The amount of radioactivity incorporated specifically by RSF1 was 

quantified by phosphorimager analysis (Typhoon, Molecular Dynamic). IC50 values were 

determined by fitting the data for sigmoidal dose–response curves using the R version 3.4.4 

software package. 
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Mass analysis : NCL between RSF1 and the corresponding heptapeptide 
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Enes Dursun 
 

 

COMPREHENSION STRUCTURALE DES COMPLEXES DE PRMT ET DE LEUR 

REGULATION DU PROCESSUS DE METHYLATION DES ARGININES 

Résumé 

La méthylation des arginines par les protéines arginine méthyltransférase (PRMT) est une 

modification post-traductionnelle très répandue et un mécanisme épigénétique majeur de la 

régulation des fonctions protéiques dans les cellules eucaryotes. Cette méthylation entraîne une 

répercussion sur tous les aspects de la biologie cellulaire, y compris le contrôle de la transcription, 

l’épissage et la maturation des ARNm ou le maintien de l’intégrité du génome. De nombreuses études 

ont associé la dérégulation du processus de la méthylation des arginines au développement de 

nombreuses maladies comme les cancers mais aussi les maladies chroniques. Cependant, le 

manque de données structurales concernant la reconnaissance des substrats des PRMT a freiné 

l’émergence de ces enzymes comme cible thérapeutique. Par conséquent, caractériser précisément 

la structure de ces complexes PRMT-substrat et déchiffrer le mécanisme précis de la méthylation des 

arginines devrait fournir des informations clés sur la reconnaissance du substrat, la sélectivité et la 

régulation du processus de méthylation des PRMT et déboucher sur l’émergence d’inhibiteurs 

sélectifs. Afin de répondre à ces attentes, nous avons développé trois approches principales: (i) 

Synthèse de ligands mimant l’état de transition de la première ou seconde étape de méthylation des 

différents types de PRMT. (ii) Incorporation des mimes de l’état de transition au sein des substrats 

entier de PRMT. (iii) Synthèse d’inhibiteurs sélectifs de CARM1.  

Mots-clés:  PRMT, Epigénétique, SAM-Analogues, Inhibiteurs, Ligation Chimique Native  

Summary  

Arginine methylation by protein arginine methyltransferase (PRMT) is a widespread post-translational 

modification and a major epigenetic mechanism for the regulation of protein functions in eukaryotic 

cells. This methylation has an impact on all aspects of cell biology, including the control of 

transcription, splicing and maturation of mRNAs or the maintenance of genome integrity. Many studies 

have associated the deregulation of the arginine methylation process with the development of many 

diseases such as cancers but also chronic diseases. However, the lack of structural data concerning 

the recognition of PRMT substrates has hampered the emergence of these enzymes as therapeutic 

targets. Therefore, precisely characterizing the structure of these PRMT-substrate complexes and 

deciphering the precise mechanism of arginine methylation should provide key insights into substrate 

recognition, selectivity, and regulation of the PRMT methylation process and lead to the emergence 

of selective inhibitors. To meet these expectations, we have developed three main approaches: (i) 

Synthesis of ligands mimicking the transition state of the first or second methylation step of the 

different types of PRMT. (ii) Incorporation of transition state mimics into full-length PRMT substrates. 

(iii) Synthesis of selective CARM1 inhibitors. 

Keywords: PRMT, Epigenetic, SAM-Analogs, Inhibitors, Native Chemical Ligation 


