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Introduction générale 
 

Les polysaccharides sont des macromolécules biologiques ubiquitaires chez les organismes vivants. Ils 

sont présents dans les plantes (cellulose, pectine), les animaux (acide hyaluronique, chitine), et les 

algues (alginate, carraghénane). Les polysaccharides peuvent également être synthétisés par des 

microorganismes, en particulier des bactéries (dextrane, xanthane). Leurs propriétés biologiques et 

physico-chimiques ainsi que leur biodégradabilité et biocompatibilité font d’eux d’intéressants 

candidats pour des applications en cosmétique et agro-alimentaire, mais également pour le 

développement de nouveaux médicaments.  

Les glycosaminoglycanes ou GAG (héparine, héparane sulfate, chondroïtine sulfate, 

dermatane sulfate, kératane sulfate et l’acide hyaluronique) sont des polysaccharides présents dans 

les tissus animaux et bien connus pour leur capacité à réguler des fonctions biologiques. Impliqués 

dans les processus physiologiques et pathologiques des cellules, les GAG ont montré leur potentiel en 

santé humaine en tant qu’anticoagulants, anti-inflammatoires, anti-cancéreux ainsi que dans 

l’ingénierie tissulaire. L’activité biologique de ces macromolécules est principalement due aux 

groupements anioniques (carboxyliques et sulfates), majoritairement responsables des interactions 

non-covalentes avec les protéines. L’héparine est le plus connu des GAG pour ses propriétés 

anticoagulantes et antithrombotiques. Néanmoins, l’utilisation de ces polysaccharides pose plusieurs 

problèmes. Du fait de leur extraction de tissus animaux, les risques de contamination par des agents 

pathogènes, tels que les prions ou des virus, sont importants. Ces inconvénients poussent les 

communautés scientifique et médicale à se tourner vers des polysaccharides analogues, encore 

appelés GAG-mimétiques, d’origine naturelle ou synthétique ayant des propriétés biologiques 

comparables.  

Les microorganismes (microalgues, bactéries…) peuvent constituer une source riche de 

nouveaux composés. Certains microorganismes comme les bactéries produisent des polysaccharides 

extracellulaires nommés exopolysaccharides. Dans l’industrie, les bactéries productrices d’EPS sont 

cultivables dans des fermenteurs, dans des conditions stériles qui peuvent être optimisées pour 

obtenir des rendements satisfaisants (> 5 g/litre de culture).  

L’Ifremer (Institut français de recherche pour l'exploitation de la mer) développe depuis 

plusieurs années des travaux sur la connaissance des océans et leurs ressources. A la suite de 

l’exploration des sources hydrothermales profondes, différentes bactéries productrices d’EPS ont été 

isolées. En particulier, la bactérie marine Alteromonas infernus, capable de sécréter un EPS présentant 

une structure atypique, a été découverte. Cet EPS est un hétéropolysaccharide acide de très haut poids 

moléculaire (>106 g/mol), faiblement sulfaté (10% de groupement sulfate) et branché. La structure de 

l’EPS d’A. infernus a été déterminée au cours de la thèse d’Olivier Roger menée à l’Ifremer et soutenue 

en 2004 (Figure 1). L’EPS présente une unité répétitive constituée de neuf monosaccharides. Ce 



Introduction générale 

 

2 
 

nonasaccharide est constitué d’une chaîne principale de trois monosaccharides avec un acide 

galacturonique GalA au centre portant une chaîne latérale en position C3 et un groupement sulfate en 

position C2. Sur la chaîne principale, le GalA est substitué par un glucose (Glc) en position C4 et un 

galactose (Gal) en position C1. La chaîne latérale est composée deux acides glucuroniques (GlcA), un 

galactose et un glucose. Chaque GlcA est substitué par un glucose terminal. L’originalité de cette 

structure est due à la complexité de son unité répétitive qui contient 3 acides uroniques en son cœur 

(GlcA, GlcA et GalA) et à la présence d’un groupement sulfate. En effet très peu de polysaccharides 

bactériens sont naturellement sulfatés. 

 

Figure 1 : Structure de l’EPS d’A. infernus. 
 

Sous sa forme native, l’EPS d’A. infernus peut être considéré comme un GAG-mimétique par 

la présence des acides uroniques et des groupements sulfate. Cependant cet EPS peut être modifié 

pour augmenter son caractère GAG-mimétique et obtenir des dérivés présentant les caractéristiques 

physico-chimiques des GAG : un poids moléculaire plus bas et un taux de sulfate plus élevé. Ainsi, la 

modification chimique de l’EPS d’A. infernus a permis la préparation de dérivés de bas poids 

moléculaire (10 000 à 200 000 g/mol) hautement sulfatés (> 30% de groupement sulfate) dotés de 

propriétés GAG-mimétiques telles que des activités anti-coagulantes, anti-métastasiques ou favorisant 

la différenciation cellulaire. Dans ce cas, les dérivés de bas poids moléculaire ont été obtenus par 

dépolymérisation radicalaire. Il se peut que la structure originale de l’EPS ait pu ainsi être modifiée 

suite au procédé chimique avec notamment la perte de certains oses constitutifs de la chaîne latérale 

de l’unité répétitive. 

 

L’objectif principal de la thèse porte sur l’élucidation structurale des dérivés de l’EPS produit 

par la bactérie A. infernus, ces dérivés présentant un fort potentiel en santé humaine. Actuellement, 

les dérivés bioactifs GAG-mimétiques sont obtenus par dépolymérisation radicalaire et ont des poids 

moléculaires compris entre 10 000 à 200 000 g/mol (ou daltons). Afin d’élucider la structure fine des 

dérivés bioactifs et de déterminer les éléments structuraux essentiels à l’activité biologique de ces 

dérivés, deux approches ont été explorées : 
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La première approche consistait en la synthèse du pentasaccharide qui constitue le cœur de 

l’unité répétitive de l’EPS (Figure 2 : Approche 1). Cette synthèse a été menée de manière convergente 

à partir de D-(+)-Cellobiose, du D-(+)-Galactose et du D-(+)-Glucose commerciaux pour obtenir des 

oligosaccharides de 2 à 5 monosaccharides et les caractériser. 

 

Figure 2 : Les deux stratégies pour obtenir des fragments constitutifs de l’unité répétitive. Approche 
1 : Synthèse organique du pentasaccharide Approche 2 : Dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif. 
 

La deuxième approche visait à obtenir des oligosaccharides par la dégradation enzymatique de 

l’EPS natif à l’aide des extraits cellulaires de la souche A. infernus (Figure 2  : Approche 2). En effet des 

études antérieures menées à l’Ifremer ont montré que des enzymes synthétisées par A. infernus sont 

capables de dépolymériser son propre EPS. Contrairement à la dépolymérisation chimique, l’utilisation 

des enzymes d’A. infernus devraient permettre de cliver de manière spécifique l’EPS et d’obtenir de 

manière reproductible des oligosaccharides assez homogènes conservant la structure initiale. 

Différentes études ont été réalisées pour isoler et caractériser de tels oligosaccharides.  

Grâce aux deux approches développées, toute une librairie d’oligosaccharides présentant les 

motifs structuraux originaux de l’EPS d’A. infernus devrait être constituée pour faciliter l’analyse 

structurale des dérivés bioactifs actuellement obtenus par voie chimique. L’identification des motifs 

ou éléments structuraux devrait apporter des informations sur la relation structure-fonction de cette 

famille de dérivés bioactifs pour améliorer leur rapport bénéfice /risque.  

 

La première partie de ce mémoire présentera une analyse de la bibliographie sur les 

polysaccharides bactériens, les GAG et la production de GAG-mimétiques.  

 

Un second chapitre sera consacré aux résultats obtenus lors de la synthèse organique de 

fragments constitutifs de l’unité répétitive de l’EPS. Ces travaux ont été réalisés au sein de l’équipe 

SYMBIOSE (laboratoire CEISAM UMR CNRS 6230) à l’Université de Nantes.  

 

Le troisième chapitre présentera et discutera des résultats obtenus lors de la dépolymérisation 

enzymatiques de l’EPS natif et de ces dérives. Ces travaux ont été réalisés au sein du laboratoire 

Ecosystèmes Microbiens & Molécules Marines pour les Biotechnologies (EM3B) à l’Ifremer de Nantes. 
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Nous avons choisi de rédiger les matériels et méthodes du chapitre dépolymérisation 

enzymatique en anglais afin de l’homogénéiser avec ceux du chapitre synthèse. Les matériels et 

méthodes sont donc présentés à la fin du manuscrit dans la partie annexe (cf Annexe 3 p.139). 

 

Ce travail de thèse a donné lieu à un article dans un journal international à comité de lecture. 

Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Corinne Sinquin, Laëtitia Marchand, Mathieu Fanuel, David 

Ropartz, Hélène Rogniaux, Muriel Pipelier, Christine Delbarre-Ladrat, Sylvia Colliec-Jouault. 

Characterization of New Oligosaccharides Obtained by An Enzymatic Cleavage of the 

Exopolysaccharide Produced by the Deep-Sea Bacterium Alteromonas infernus Using its Cell Extract. 

Molecules, 2019, 24, 3441. 

 (DOI : https://doi.org/10.3390/molecules24193441) 

 

Ce travail de thèse a aussi donné lieu à plusieurs communications dans des congrès nationaux et 

internationaux. 

 

❖ Congrès nationaux  

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Jacques Lebreton, Didier Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia 

Colliec-Jouault. A Glycosaminoglycan mimetic derivative from a marine bacterial exopolysaccharide 

and innovative concepts for its structural elucidation. Journées ED sciences de la mer et du littoral, 28 

février au 1er mars 2019, La Turballe, France. Poster. 

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Jacques Lebreton, Didier Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia 

Colliec-Jouault. A Glycosaminoglycan mimetic derivative from a marine bacterial exopolysaccharide 

and innovative concepts for its structural elucidation. Journée GlycoOuest, 31 janvier 2019, Roscoff, 

France. Communication orale. 

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Jacques Lebreton, Didier Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia 

Colliec-Jouault. A Glycosaminoglycan mimetic derivative from a marine bacterial exopolysaccharide 

and innovative concepts for its structural elucidation. Les 3èmes journées du GDR Gagosciences, 24-

25 septembre 2018, Lille, France. Poster. 

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Jacques Lebreton, Didier Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia 

Colliec-Jouault. A Glycosaminoglycan mimetic derivative from a marine bacterial exopolysaccharide 

https://doi.org/10.3390/molecules24193441
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and innovative concepts for its structural elucidation. Les 27èmes journées du Groupe 21 au 25 mai 2018 

Français des Glycosciences (GFG) à Nouan le Fuzelier, France. Communication orale. 

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Jacques Lebreton, Didier Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia 

Colliec-Jouault. A Glycosaminoglycan mimetic derivative from a marine bacterial exopolysaccharide 

and innovative concepts for its structural elucidation. Journée GlycoOuest, 12 janvier 2018, Rennes, 

France. Communication orale. 

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Jacques Lebreton, Didier Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia 

Colliec-Jouault. A Glycosaminoglycan mimetic derivative from a marine bacterial exopolysaccharide 

and innovative concepts for its structural elucidation. Journée des doctorants du Centre Ifremer 

Atlantique, 17 octobre 2017, Nantes, France. Communication orale. 

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Jacques Lebreton, Didier Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia 

Colliec-Jouault. A Glycosaminoglycan mimetic derivative from a marine bacterial exopolysaccharide 

and innovative concepts for its structural elucidation. Journée GlycoOuest, 9 décembre 2016, Nantes, 

France. Communication orale. 

 

❖ Congrès internationaux  

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Christine Delbarre-Ladrat, Jacques Lebreton, Didier 

Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia Colliec-Jouault. Glycosaminoglycan mimetics from marine bacterial 

exopolysaccharides and innovative concepts for their structural elucidation. La 55ème édition des 

Rencontres Internationales de Chimie Thérapeutique (RICT), 15 au 19 juillet 2018, Nantes, France. 

Poster. 

 

 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Christine Delbarre-Ladrat, Jacques Lebreton, Didier 

Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia Colliec-Jouault. Glycosaminoglycan mimetics from marine bacterial 

exopolysaccharides and innovative concepts for their structural elucidation. 13th Carbohydrate 

Bioengineering Meeting (CBM13), 19 au 22 mai 2019, Toulouse, France. Poster. 

 

Christine Delbarre-Ladrat, Katy Akoumany, Marion Le Gal, Laetitia Marchand, Claire Donnay-

Moreno, Corinne Sinquin, Sylvia Colliec-Jouault, Agata Zykwinska (2019). Novel enzymes to obtain 

bioactive oligosaccharides from a marine-derived complex exopolysaccharide. Carbohydrate 

Bioengineering Meeting, CBM13, 19-22 mai, Toulouse. Poster. 
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 Katy Akoumany, Agata Zykwinska, Christine Delbarre-Ladrat, Jacques Lebreton, Didier 

Dubreuil, Muriel Pipelier, Sylvia Colliec-Jouault. Glycosaminoglycan mimetics from marine bacterial 

exopolysaccharides and innovative concepts for their structural elucidation. 29th International 

Carbohydrate Symposium (ICS 2018), 15 au 19 juillet 2018, Lisbonne, Portugal. Poster 
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Chapitre 1 : Etude bibliographique 

 Les polysaccharides bactériens 

1.1 Les différents polysaccharides bactériens 

 

 Les polysaccharides bactériens représentent différentes familles de macromolécules telles que 

les polysaccharides capsulaires ou extracellulaires et peuvent exister sous forme conjuguée comme les 

peptidoglycanes et les lipopolysaccharides. Ils assurent la structure de la paroi des cellules 

bactériennes, la communication cellule-cellule et la protection de la bactérie contre le stress 

environnemental.1  

 

 Les polysaccharides bactériens sont classés en trois catégories en fonction de leur localisation 

cellulaire : 

- Les polysaccharides intracellulaires : localisés dans le cytosol, ils sont utilisés comme sources 

de carbone et d’énergie par la cellule. Ils ne seront pas développés dans ce chapitre. 

- Les polysaccharides de la paroi tels que les peptidoglycanes et les lipopolysaccharides (LPS). 

- Les polysaccharides extracellulaires ou exocellulaires comme les polysaccharides capsulaires 

(CPS) et les exopolysaccharides (EPS). 

 

1.1.1 Les polysaccharides de la paroi 

 

 La paroi des bactéries est une enveloppe rigide qui contribue à l’intégrité de la cellule. Les 

principales familles de glycopolymères qui la composent sont les acides téichoïques, les 

peptidoglycanes et les lipopolysaccharides.  

 Les parois des bactéries à Gram positif et à Gram négatif diffèrent principalement par leur 

architecture. La paroi des bactéries à Gram positif est composée majoritairement de peptidoglycanes 

ainsi que des acides lipoteichoïques et teichoïques tandis que la paroi des bactéries à Gram négatif est 

plus complexe. En effet, les bactéries à Gram négatif sont caractérisées par une double membrane : 

les membranes interne et externe sont séparées et reliées entre elles par des chaînes de 

peptidoglycanes et des oligopeptides (Figure 3).  
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Figure 3 : Parois de bactéries  à Gram positif et à Gram négatif (adaptée de Leung et al., 2006)2. 
 

 Les peptidoglycanes sont des hétéropolymères formés de longues chaînes polysaccharidiques 

reliées entre elles par des unités peptidiques. Ces unités peptidiques sont formées au minimum par 

quatre aminoacides des séries D et L. L’unité répétitive de la partie glycane est un disaccharide 

constitué de la N-acétyl-D-glucosamine (GlcNAc) et de l’acide N-acétylmuramique (MurNAc) liés entre 

eux par des liaisons glycosidiques β-(1→4).  

 Les lipopolysaccharides LPS sont associés à la membrane externe des bactéries à Gram négatif. 

Les LPS comprennent trois domaines structuraux : une région lipidique nommée « lipide A » ancrée 

dans la membrane externe, un domaine oligosaccharidique appelé « noyau » ou « core » et une chaîne 

polysaccharidique « chaîne O » de longueur variable spécifique de l’espèce bactérienne. Cette chaîne 

O est un polysaccharide antigénique et est nommée pour cette raison « antigène O spécifique » ; sa 

composition osidique est spécifique d’une souche. Le lipide A contient des dimères phosphorylés de 

β-(1→6)-glucosamines (GlcN) et des acides gras. Le noyau des LPS contient des unités glucose (Glc), 

galactose (Gal), ainsi que l’heptose (Hep) et l’acide 3-désoxy-oct-2-ulosonique (Kdo) pouvant porter 

des substituants (groupement phosphate, éthanolamine et acide aminé). 

 

1.1.2 Les polysaccharides extracellulaires  

 

 Le terme polysaccharides extracellulaires ou encore exocellulaires comprend les 

polysaccharides capsulaires (CPS), associés à la surface de la membrane externe et formant une couche 

fine autour de la cellule et les exopolysaccharides (EPS), faiblement liés à la membrane externe, et 

pouvant facilement s’en détacher. Les polysaccharides extracellulaires sont produits par des bactéries 

à Gram négatif, à Gram positif ainsi que par les cyanobactéries. Alors que les CPS ont une fonction 

directement liée à la pathogénicité et à l’adhésion de la cellule bactérienne chez son hôte, les EPS 
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peuvent avoir différents rôles biologiques incluant l’adhésion mais aussi l’interaction cellule-cellule, la 

formation de biofilm et la protection contre les agressions environnementales.3 

 Dans ce manuscrit, l’étude bibliographique sera focalisée sur les EPS. 

1.2 Compositions et structure des EPS bactériens 

 

 Les EPS bactériens sont des polymères de haut poids moléculaire produits par les bactéries et 

relargués dans le milieu environnant. Ces glycopolymères sont composés d’un enchaînement de 

résidus osidiques aussi nommés monosaccharides ou monomères liés entre eux par des liaisons 

glycosidiques. Ils peuvent être séparés en deux catégories : les homopolysaccharides, constitués d’un 

seul type de monosaccharide et les hétéropolysaccharides, composés de monosaccharides différents. 

Les EPS sont généralement caractérisés par une unité répétitive ; l’alginate bactérien représente une 

exception à cela. Les monomères constitutifs de l’unité répétitive peuvent être de différentes natures : 

neutres, acides ou aminés. La nature des monomères apporte aux polysaccharides le caractère 

ionique. Les monomères les plus fréquemment rencontrés chez les EPS bactériens sont les hexoses 

comme Glc, Gal, ou le D-mannose (Man), ainsi que les acides uroniques tels que l’acide D-glucuronique 

(GlcA) et l’acide D-galacturonique (GalA). Des désoxyoses (méthyl-pentoses) sont aussi décrits, il s’agit 

du L-fucose (Fuc) et du L-rhamnose (Rha). Les pentoses tels que le D-ribose (Rib), D-xylose (Xyl) et le D-

arabinose (Ara) sont rarement observés. Les hexosamines les plus courantes sont GlcNAc et GalNAc.4,5 

La composition osidique de l’unité répétitive, son degré de polymérisation et de ramification ainsi que 

la présence de substituants organiques (acétyle, acide pyruvique) ou inorganiques (phosphates, 

sulfates) ont une influence sur les propriétés fonctionnelles (chimiques, physico-chimiques, 

biologiques) de l’EPS. Le type de liaisons chimiques retrouvées au sein des structures a également une 

incidence sur la rigidité des liaisons entre les monomères. Les liaisons β-(1→4) ou β-(1→3), plutôt 

rigides, et les liaisons α-(1→6) et α-(1→2), plutôt flexibles, sont souvent retrouvées dans les séquences 

polysaccharidiques.6 

1.3 Polysaccharides bactériens produits à l’échelle industrielle et 

leurs principales applications.  

 

 La production industrielle des EPS par des bactéries présente plusieurs avantages : (i) la 

bactérie sécrète le polysaccharide dans son milieu de culture rendant l’extraction plus facile, (ii) les 

conditions de fermentation (pH, température, agitation, composition du milieu…) sont compatibles 

avec un développement industriel (iii) les paramètres peuvent être optimisés pour produire un EPS 

avec un rendement optimal et sans variabilité de sa structure chimique et de ses propriétés physico-

chimiques et biologiques. Toutefois, le principal verrou technologique à débloquer afin d’aboutir à une 
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production rentable pour la commercialisation est le rendement de production. 7 De plus, une pureté 

élevée est nécessaire pour qu’un EPS bactérien puisse être utilisé dans le domaine de la santé. Tous 

ces points à respecter entraînent généralement des coûts élevés de production et par conséquent un 

nombre limité de polysaccharides bactériens sont commercialisés à l’échelle industrielle.5 Le Tableau 

1 présente cinq EPS bactériens utilisés dans l’industrie : le dextrane, le xanthane, l’alginate, le gellane 

et la cellulose. A noter que la cellulose et l’alginate utilisés industriellement sont principalement issus 

de plantes, respectivement des plantes terrestres et des algues brunes marines. 

 

Tableau 1 : Cinq EPS bactériens utilisés dans l’industrie : la cellulose, le dextrane, le xanthane, 
l’alginate et le gellane (adapté de Oner et al., 2013)5. Rdt : Rendement 

EPS  Monomères Charge  Produit par  Rdts  Application  

Dextrane  Glc  Neutre  Leuconostoc 
Mesenteroides 

~7-8 g/L 
(12h de 
culture) 

Epaississant, 
gélifiant 

Xanthane  Glc, Man, GlcA  Anionique  Xanthomonas 
campestris  

52,1 g/L  
(6 jours) 

Texturant 

Alginate  Acide 
guluronique, 
acide 
mannuronique  

Anionique  Pseudomonas 
aeruginosa 
Azotobacter 
vinelandii  

 Gélifiant 
 

Gellane  Glc, Rha, GlcA  Anionique  Sphingomonas 
paucimobilis  

13,8 g/L  
(6 jours) 

Stabilisant, gélifiant 

Cellulose  Glc Neutre  Gluconacetobacter 
Xylinus 

~3 g/L 
 

 

 Le premier EPS bactérien produit à l’échelle industrielle et commercialisé est le dextrane 

synthétisé par la bactérie lactique à Gram positif du genre Leuconostoc. C’est un homopolysaccharide 

de glucose utilisé dans l’industrie agroalimentaire pour ses propriétés gélifiantes. Le xanthane est 

produit par la bactérie à Gram négatif Xanthomonas campestris. C’est un hétéropolysaccharide et son 

unité répétitive est un pentasaccharide composé de Glc, Man et GlcA. Le xanthane est utilisé 

notamment dans l’industrie agro-alimentaire en tant que texturant. L’alginate est secrété par les 

bactéries à Gram négatif du genre Pseudomonas et Azotobacter. C’est un hétéropolysaccharide 

anionique et linéaire composé d’acide mannuronique et d’acide guluronique de la série L.8 Ce polymère 

est utilisé pour ses propriétés de gélification notamment comme matrice de microencapsulation de 

biomolécules ainsi que dans des procédés de biotransformation en tant que matrice pour 

l’immobilisation d’enzymes et de cellules.9 Le gellane est produit par la bactérie à Gram négatif 

Sphingomonas paucimobilis et est composé des monomères Glc, Rha et GlcA.10
 Il est aussi un agent 

gélifiant, le Gelrite®, notamment utilisé pour solidifier les milieux de culture à haute température pour 

l’étude des microorganismes thermophiles. 11
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 Les glycosaminoglycanes (GAG) 

2.1 Structure et rôle physiologique  

 

 Les GAG sont localisés dans le tissu conjonctif des animaux. Très présent dans l’organisme, ce 

tissu soutient, entoure et comble de nombreux organes. Il en existe différentes variétés et l’intégrité 

de ce tissu est indispensable au bon fonctionnement de nombreux autres tissus et organes (e.g. peau, 

cartilage, os, cornée, tendon, muscle, nerfs périphériques…). Les GAG sont présents à la surface des 

cellules animales et dans la matrice extracellulaire (MEC). Ils interagissent avec différentes protéines 

de signalisation impliquées dans les processus immunitaires et inflammatoires telles que les cytokines 

(e.g. les interleukines, les chimiokines, les facteurs de croissance) et aussi les molécules d’adhésion 

(e.g. les sélectines et les intégrines). Ces GAGs sont donc impliqués dans des nombreux processus 

physiologiques et pathologiques.12,13  

 Les GAG sont, pour la plupart, liés de façon covalente à une protéine cœur « core protein », 

elle-même attachée à la membrane plasmique. Ce complexe GAG-protéine forme le protéoglycane 

(PG) (Figure 4). La biosynthèse du PG débute par la synthèse de la protéine sur laquelle un 

tétraholoside particulier ou région de liaison « linker » se greffe via les sérines. À partir de cette 

structure d’ancrage, une chaîne polyosidique se forme par élongation avec l’ajout alterné d’un nombre 

variable d’unités d’oses acides (ou d’oses neutres) et d’oses aminés. Cette chaîne polyosidique subit 

ensuite des modifications comme la N-déacétylation, N-sulfatation, C5 épimérisation, 2-O-sulfatation, 

6-O-sulfatation et 3-O-sulfatation. De cette biosynthèse organisée en multi-étapes, une immense 

diversité structurale des chaînes de GAG (variabilité de taille, du taux de N- et O-sulfatation…) est 

obtenue. 

 
Figure 4 : Les PG (Gandhi et al., 2008)14 
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 En terme de structure, les GAG sont des hétéropolysaccharides linéaires, anioniques, ayant un 

poids moléculaire compris entre 10 000 et 100 000 g/mol. Leur unité répétitive est un disaccharide 

composé d’un acide uronique (GlcA ou acide iduronique (IdoA)) ou d’un résidu neutre (Gal) et d’une 

hexosamine (glucosamine ou galactosamine). 

 

 Le Tableau 2 décrit les GAG.  

Tableau 2 : Les GAG (adapté de Gandhi et al., 2008)14 
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 L’acide hyaluronique (AH) est le seul GAG non-sulfaté. Il a un poids moléculaire compris entre 

4 000 et 8 000 000 g/mol. Son unité répétitive est composée des résidus GlcA et GlcNAc en suivant 

l’enchaînement : -D-GlcpA-β-(1→3)-D-GlcpNAc-α-(1→4)-. En plus de ne pas être sulfaté, il a la 

particularité de n’être lié ni à une protéine ni à la membrane des cellules. Il est généralement retrouvé 

dans les fluides synoviaux ou dans les tissus conjonctifs lâches de la MEC. 

 L’héparine et l’héparane sulfate (HS) font partie de GAG sulfatés. L’héparine est exclusivement 

secrétée et stockée dans les mastocytes des tissus conjonctifs (cellules du système immunitaire) des 

cellules du foie, de la peau et du poumon. Les chaînes d’héparane sulfate sont exprimées à la surface 

de toutes les cellules de la matrice extracellulaire des mammifères. L’héparine a un poids moléculaire 

compris entre 10 000 et 70 000 g/mol et l’héparane sulfate entre 10 000 et 12 000 g/mol. 

 L’héparine et HS ont une structure commune représentée en Figure 5. Tous les deux possèdent 

un résidu glucosamine et un résidu acide D-GlcA ou son épimère en C5, L-IdoA. Toutefois, ces deux 

glycopolymères diffèrent par la nature, le taux de leurs substituants (acétate ou sulfate) et par la 

nature de l’acide uronique majoritaire.15 L-IdoA est majoritaire dans l’héparine (supérieur à 70%) alors 

qu’il est présent entre 30 et 50% dans les chaînes HS. 

 

 
Figure 5 : Structure commune entre l’unité répétitive de l’héparane sulfate et de l’héparine. 

 

 L’unité glucosamine peut posséder un groupement sulfate ou acétate en N-2. Cette position 

reste très rarement non substituée. De plus, des groupements sulfates peuvent également être 

présents en O-3, O-6 (glucosamine) et O-2’ (acide uronique). Contrairement à HS, la plupart des 

glucosamines de l’héparine sont N-sulfatées (85% versus 40 à 60% pour HS). Au vu de toutes ces 

modifications possibles, 48 motifs disaccharidiques différents peuvent être obtenus, ce qui conduit à 

une grande diversité de chaînes pour ces deux polymères. Ainsi, les deux polymères sont généralement 

représentés par leurs unités répétitives majoritaires : D-GlcpA-β(1→4)-D-GlcpNAc-α-(1→4) pour HS, L-

IdopA2S-α(1→4)-D-GlcpNS6S-α-(1→4) pour l’héparine. 

 Il existe d’autres GAG sulfatés tels que la chondroïtine sulfate (CS), le kératane sulfate (KS) et 

le dermatane sulfate (DS).14 L’unité répétitive des CS est constituée d’un GlcA et d’une GalNAc. La CS 

de type A est sulfatée en O-4 du GalNAc et suit l’enchaînement suivant : D-GlcpA-β(1→3)-D-GalpNAc4S-

α-(1→4). Tandis que la CS de type C est sulfatée en O-6 du GalNAc et suit l’enchaînement suivant : D-

GlcpA-β(1→3)-D-GalpNAc6S-α-(1→4). Le poids moléculaire de leur chaîne varie entre 5 000 et 50 000 

g/mol. Les CS sont les GAG les plus abondants. Ils sont essentiellement retrouvés dans les MEC des 

tissus. C’est le GAG principal de l’aggrécane, un PG qui comporte également quelques chaînes de KS. 

Les chaînes de KS ont une unité répétitive composée de Gal et GlcNAc. Cette unité répétitive suit 
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l’enchaînement suivant : D-Galp-β(1→4)-D-GlcpNAc6S-β-(1→3). Les KS sont séparés en trois 

catégories, KSI, KSII, KSIII, en fonction de la structure de l’oligosaccharide qui lie les KS à la protéine. Ils 

ont un poids moléculaire compris entre 4 000 et 19 000 g/mol. Ils sont principalement localisés dans 

les cornées ainsi que dans le cartilage. Les DS sont composés de IdoA et de GalNAc et l’unité répétitive 

suit l’enchaînement suivant : L-IdopA-α(1→3)-D-GalpNAc4S-β-(1→4). Les DS ont un poids moléculaire 

qui varie entre 14 000 et 40 000 g/mol. Ils sont présents au niveau de la peau, des vaisseaux sanguins 

et des valves cardiaques. 

 La haute affinité des PG pour certains ligands qui ont un rôle physiologique comme les facteurs 

de croissance, les molécules d’adhésion, les composants de la matrice, les enzymes et les inhibiteurs 

d’enzymes s’explique par les différentes interactions observées entre les GAG et les protéines. Les 

fonctions acides et sulfates confèrent aux chaînes des GAG une charge partielle négative à pH 

physiologique, ce qui leur permet d’interagir via des liaisons ioniques avec les protéines. De plus, 

d’autres interactions non covalentes sont également observées comme les liaisons hydrogènes, les 

interactions hydrophobes et les interactions de van der Waals.14–16  

 

2.2 Applications des GAG 

 Au vu de l’implication des PG et des GAG dans les processus physiologiques et pathologiques, 

les GAG ont fait l’objet de différentes études afin d’évaluer leurs activités biologiques. Ils ont montré 

leur potentiel dans différentes applications. 

2.2.1 Activités anticoagulantes et antithrombotiques 

 Les traitements anticoagulants sont utilisés pour prévenir la formation de caillots sanguins 

(thrombus) dans les vaisseaux pouvant engendrer des thromboses ou des phlébites, ou encore 

éliminer le caillot déjà formé. Ils permettent la prévention de maladies graves telles que les embolies 

pulmonaires ou cérébrales, au cours desquelles ces caillots migrent et bouchent les vaisseaux 

pulmonaires ou cérébraux. Les propriétés anticoagulantes et antithrombotiques de l’héparine sont 

connues depuis 1916.17 

 L’héparine est extraite industriellement de tissus animaux (principalement du porc), elle est 

commercialisée sous deux grandes catégories selon leur poids moléculaire : les héparines de haut 

poids moléculaire ou non fractionnée (HHPM ou HNF) avec des poids moléculaires de chaînes compris 

entre 12 000 et 30 000 g/mol et l’héparine de bas poids moléculaires (HBPM) obtenue après 

dépolymérisation chimique ou enzymatique de l’HNF, générant ainsi des chaînes aux alentours de 5 

000 g/mol. Les HNF présentent une biodisponibilité et un temps de demi-vie très faibles, elles sont 

donc généralement injectées par voie intraveineuse tandis que les HBPM avec une biodisponibilité et 

un temps de demi-vie plus élevé sont administrées par voie sous-cutanée.17 Les deux catégories 

d’héparine sont utilisées en traitement prophylactique et curatif avec un risque hémorragique plus 
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faible pour les HBPM. En cas de complications hémorragiques, la protamine est utilisée et a également 

été approuvée par la Food and Drug Administration (FDA) aux Etats-Unis. Cet antidote est efficace sur 

HNF mais moins efficace sur HBPM. En 2007 aux Etats Unis, des accidents mortels chez des patients 

traités à l’héparine ont été observés. Ces accidents étaient dus à la contamination de certains lots 

d’héparine avec des chaînes de chondroïtine sulfate naturellement très sulfatées.18 L’extraction de tels 

composés de tissus animaux reste le principal inconvénient mais d’autres contaminations avec des 

virus et des prions sont également possibles.  

 D’autres GAG tels que HS, CS et DS présentent des activités antithrombotiques et un mélange 

de ces trois GAG est commercialisé sous le nom de Danaparoïde qui est un héparinoide de BPM.19 

2.2.2 Activités anti-inflammatoires 

 L’inflammation est une réponse du système immunitaire à une agression externe (agent 

pathogène) ou interne (cellules endommagées).20 L’inflammation induit des modifications dans la 

perméabilité vasculaire, le recrutement et l’accumulation des leucocytes ainsi que la libération de 

médiateurs de l’inflammation tels que des cytokines.21 Certains agents pathogènes (ou facteurs 

pathogéniques) induisant une réponse inflammatoire, peuvent causer des dommages cellulaires. De 

plus, il existe des maladies auto-immunes (sclérose en plaque) et auto-inflammatoires provoquant un 

dysfonctionnement de l’immunité innée. 

 En se liant à différentes protéines impliquées dans l’inflammation telles que les cytokines, les 

protéines du système du complément mais aussi les sélectines, les GAG régulent des étapes 

importantes de l’inflammation.22 Plusieurs études ont montré les propriétés anti-inflammatoires de 

l’héparine notamment par inhibition de l’activation des cellules inflammatoires grâce à son interaction 

avec les médiateurs et enzymes libérées lors de la réponse inflammatoire.23  

 AH a également été étudié pour ses propriétés anti-inflammatoires dans les fibroses 

cystiques.24 De plus, AH peut-être pro et anti-inflammatoire en fonction de la taille de ses chaînes. 

Contrairement aux dérivés de l’AH de bas poids moléculaire, les chaînes de haut poids moléculaire 

seraient capables d’induire une réponse immune localement.25 

2.2.3 Traitements contre le cancer  

 Le cancer est une maladie caractérisée par un développement anarchique des cellules. A 

l’heure actuelle, avec plus de 9 millions de décès par an dans le monde, le cancer est classé comme la 

maladie au plus haut taux de morbidité et mortalité.26 

 Les GAG et les PG sont impliqués dans des processus physiologiques liés au cancer. En effet, ils 

interagissent avec des médiateurs impliqués dans la croissance tumorale et le processus de 

métastatisation tels que les facteurs de croissance, les sélectines et les cytokines, et permettent 

d’inhiber l’angiogenèse et l’intravasation des cellules tumorales. Des modifications de l’expression de 
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ces polysaccharides apparaissent dans plusieurs étapes de la progression des tumeurs. De ce fait, les 

GAG et les PG peuvent servir de marqueurs et aider au diagnostic de ces pathologies.27  

 L’effet de l’héparine dans le traitement des cancers est actuellement très étudié notamment 

chez les patients atteints de cancer et présentant des accidents thromboemboliques. L’effet 

antimétastatique des héparines est observé et semble surtout important lors de la phase précoce de 

la métastatisation grâce à l’inhibition des sélectines mais aussi celle de l’héparanase, enzyme qui 

dégrade les héparanes sulfates et qui est sur-exprimée dans les tumeurs.28 

 

2.2.4 Ingénierie tissulaire 

 L’ingénierie tissulaire29 regroupe les méthodes permettant de produire des tissus vivants à 

partir de cellules humaines afin de restaurer, maintenir ou améliorer leur fonction. Au vu de leur 

biocompatibilité, de leurs propriétés physiologiques (interaction avec les facteurs de croissance), les 

GAG et les PG sont des candidats de choix pour des applications en ingénierie tissulaire. 

 Les GAG sont adsorbables sur des cultures cellulaires. Par exemple, l’adsorption des chaînes 

d’AH sulfaté sur des cultures tissulaires a pu promouvoir la différentiation cellulaire des 

kératinocytes.30 Il est également possible de construire des systèmes multicouches en jouant avec des 

composants de charges opposées. En effet, des interactions ioniques peuvent être envisagées avec 

une plateforme chargée positivement dans la mesure où les GAG ont une charge globale négative. 

L’intérêt de ce type de systèmes est de pouvoir incorporer des molécules bioactives impliquées dans 

l’adhésion, la prolifération et la différenciation cellulaire telles que les facteurs de croissance et les 

chemokines. Macdonal et al.31 décrivent la préparation de telles plateformes avec les polyanions 

héparane sulfate et chondroitine sulfate, et le facteur de croissance FGF-2, impliqué dans la 

prolifération et différenciation cellulaire des cellules souches mésenchymateuses (CSM).  

 La formation de GAG en hydrogel est aussi intéressante car elle permet l’incorporation de 

biomolécules et de cellules sans les endommager, créant ainsi un biomatériau.27 Les hydrogels sont 

injectables in situ à l’endroit souhaité et évitent ainsi les procédures invasives. Ren et al.32 décrivent la 

formation de nanoparticules comprenant une matrice minéralisée de GAG-collagène ainsi que le 

facteur de croissance BMP-9 impliqué dans la différenciation des CSM en ostéoblastes. 33 Kim et al.34 

ont développé des hydrogels dans lesquels l’AH est lié de manière covalente à une culture cellulaire 

des CSM. Ensuite, le facteur de croissance TGF-β3 a été introduit à différentes concentrations, et son 

effet sur la différenciation chondrogénique a été évalué sur 9 semaines. Les auteurs expliquent que ce 

type de biomatériau permettrait d’améliorer la reconstruction du cartilage in vivo. 

 

 Les différentes applications présentées montrent l’intérêt des GAG en santé. Cependant, 

l’utilisation de ces polysaccharides issus d’animaux pose plusieurs problèmes. Du fait de leur extraction 
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de tissus animaux, les risques de contamination par des agents pathogènes, tels que les prions ou des 

virus, sont importants. Ces inconvénients poussent les scientifiques à se tourner vers des 

polysaccharides analogues, encore appelés GAG-mimétiques, d’origine naturelle ou synthétique ayant 

des propriétés biologiques similaires. Ces deux aspects, GAG-mimétiques d’origine naturelle et GAG-

mimétiques synthétiques, feront l’objet de deux parties distinctes. 

 Les GAG-mimétiques d’origine naturelle 

3.1 Animaux marins 

 Comme pour les animaux terrestres, les GAG sont aussi présents chez les animaux marins tels 

que les concombres de mer, les mollusques ainsi que dans les cartilages des chondrichtyens*.35 

L’extraction de GAG comme CS et AH a été décrite à partir d’animaux marins.36 Par exemple, il est 

possible d’extraire des chaînes de CS à partir de cartilages de requins et de squelettes de raies.37,38 

Néanmoins, la surexploitation de certaines ressources marines conduit souvent à l’extinction de ces 

espèces entraînant ainsi diverses anomalies écologiques.39 C’est la raison pour laquelle des méthodes 

d’extraction de ces GAG à partir de déchets ou sous-produits issus de la pêche, comme les viscères, la 

tête et le squelette de ces animaux marins, sont en cours de développement.36  

 Les GAGs issus des animaux marins présentent des structures équivalentes ou parfois très 

proches des GAGs des mammifères et présentent souvent les mêmes propriétés biologiques.35  

3.2 Algues  

3.2.1 Les macroalgues 

 Les macroalgues sont également sources de polysaccharides (PS) qui sont principalement des 

constituants de leurs parois cellulaires. Les algues vertes (Chlorophycées), les algues rouges 

(Rhodophycées) et les algues brunes (Phaeophycées) produisent des PS particulièrement recherchés 

pour leurs propriétés texturantes (gélifiantes, épaississantes). Divers PS tels que les ulvanes, les 

carraghénanes, les alginates et les fucanes sont produits par ces macroalgues.  

 

 Les polysaccharides issus des algues vertes  

 Les ulvanes sont les principaux PS des algues vertes.40 Ce sont des hétéropolysaccharides 

complexes essentiellement composés de xylose (Xyl), Rha, IdoA et de GlcA, et dont les deux unités 

répétitives majoritaires sont présentées sur la Figure 6.40,41 Leur taux de sulfate est compris entre 16 

et 23%.41 Ils sont extraits avec des rendements compris entre 8 et 29% du poids d’algue sèche en 

fonction des protocoles d’extraction et de purification. Les ulvanes sont des polysaccharides 

 
* Les chondrichtyens sont des vertébrés marins aux squelettes cartilagineux. 
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intéressants pour des applications dans les domaines de la santé, de l’agriculture et de 

l’agroalimentaire.42 

 
Figure 6 : Les deux unités répétitives principales de l’ulvane. 

 

 Parmi les PS de macroalgues vertes sont également retrouvés des D-galactanes sulfatés et 

hautement ramifiés, des arabinanes non sulfatés et des mannanes sulfatés.  

 

 Les polysaccharides issus des algues rouges  

 Les algues rouges produisent deux PS  : les agars et les carraghénanes.40,43 Ces deux 

polysaccharides sont composés d’unité Gal de la série L pour les agars et de la série D pour les 

carraghénanes. Ces résidus Gal sont liés par des liaisons de type α-(1→3)- et β-(1→4). Ces 

polysaccharides peuvent comprendre, par unité disaccharidique, aucun groupement sulfate (agarose), 

un groupement sulfate (- ou kappa- carraghénanes), deux groupements sulfates (- ou iota- 

carraghénanes) ou trois groupements sulfates (− ou lambda- carraghénanes).43 

 Les agars sont extraits essentiellement des algues Gelidium, Gracilaria, Pterocladia, 

Gracilariopsis et Porphyra. Leurs propriétés gélifiantes et épaississantes font d’eux des PS d’intérêt 

dans les industries agro-alimentaires et chimiques.43 Du fait de leur faible teneur en sulfates (2 à 5%), 

ils font peu l’objet d’études pour des applications en santé. Les carraghénanes sont isolés des algues 

des genres Kappaphucus, Chondrus, Gigartina, Euchema et Hypnea.40 Ils sont considérés comme 

hautement sulfatés (20 à 40% de sulfate). Ils sont utilisés dans l’industrie alimentaire en tant que 

texturants et ils ont fait l’objet d’études pour des applications médicales en tant qu’anticoagulants, 

antitumoraux et antiviraux. 

 

 Les polysaccharides issus des algues brunes  

 Les algues brunes produisent des polysaccharides anioniques qui sont principalement des 

alginates et des fucanes. Les alginates ont déjà été présentés dans ce manuscrit (cf paragraphe 1.3 

p.9). Les fucanes sont des polysaccharides sulfatés dont la chaîne principale est composée de L-fucose 

(Fuc) et peut être substituée par d’autres oses tels que Xyl, GlcA, Man, Glc et Gal ainsi que par des 

groupements acétates.40 Les fucanes sont divisés en deux groupes (Tableau 3).40 Le premier groupe 

comprend les fucanes isolés des espèces Laminaria saccharina, L. digitata, Analipus  japonicus, 

Cladosiphon okamuranus, et Chorda filum. Le second inclut les espèces Ascophyllum nodosum et Fucus 

vesiculosus. Ces deux groupes se distinguent par le type de liaisons osidiques. Dans le premier groupe, 

des liaisons de type α-(1→3) sont présentes sur la chaîne principale alors que ce sont plutôt des liaisons 
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de type α-(1→3) et α-(1→4) dans le deuxième groupe. Isolé au début du XXème siècle, le fucoidane 

est le fucane le plus étudié. Il est issu des algues brunes Ascophyllum nodosum et Fucus vesiculosus et 

il est hautement sulfaté (jusqu’à 40% en sulfate). Tout comme les alginates, les fucanes possèdent des 

propriétés gélifiantes. En santé, ils sont étudiés pour l’ingénierie tissulaire.  

Tableau 3 : Les deux groupes de fucanes, polysaccharides d’algues brunes (adapté de Jiao et al., 
2011).40 

Groupe Espèces Type de liaison 

1 Laminaria saccharina, L. digitata, 
Analipus, japonicus, Cladosiphon 

okamuranus, Chorda filum 

α-L-Fucp-(1→3)- 

2 Ascophyllum nodosum and Fucus 
vesiculosus 

α-L-Fucp-(1→3) et  
α-L-Fucp-(1→4)- 

 

 Les PS algaux sulfatés sont dotés de diverses propriétés en santé tels que des propriétés 

anticoagulantes, anti-inflammatoires, antivirales ou encore antitumorales.40,44,45 Les résultats sont 

encourageants mais les PS algaux restent hétérogènes en terme de structure et des biodisponibilités 

faibles sont parfois observées du fait des hauts poids moléculaires des PS issus des algues.40 Ces PS 

sont également utilisables en ingénierie tissulaire, pour leurs propriétés gélifiantes, ainsi que dans 

l’industrie cosmétique.43,45,46  

3.2.2 Les microalgues  

 

 Les microalgues sont des organismes unicellulaires eucaryotes et photosynthétiques†.47,48 Elles 

sont cultivables en grandes quantités dans des photobioréacteurs ou en bassin. Elles présentent 

l’avantage de croître facilement et de produire des molécules à haute valeur ajoutée telles que des 

vitamines, des stérols et des polysaccharides.49 Plusieurs espèces tels que des Bacillariophyte (Ba), 

Charophyte (Cha) et Chlorophyte (Ch) sont décrites comme productrices d’EPS et de CPS (cf Annexe 1, 

Tableau 12 p.133). Les Cyanobactéries (Cy), bien que non classées dans les microalgues, sont 

également capables de produire des EPS. 

 Les PS issus de microalgues peuvent trouver des applications dans les domaines de 

l’agroalimentaire, de la cosmétique et de la santé.50  

3.3 Les bactéries 

 Les bactéries sont une source de polysaccharides exocellulaires d’intérêt industriel. Cette 

source devrait dans le futur devenir importante avec le développement croissant des procédés 

biotechnologiques de production considérés plus sûrs.  

 
† La photosynthèse est un mécanisme bioénergétique des organismes. Elle permet la production de matière 
organique (carbone) par le bais de l’énergie lumineuse. 
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Certaines bactéries possèdent les enzymes nécessaires à la biosynthèse de GAG ou de 

polysaccharides ayant une structure proche des GAG. Les polysaccharides produits sont généralement 

peu sulfatés et ne comportent pas de monomère IdoA.51  

 L’héparosane, bioprécurseur non sulfaté de l’héparine et de l’héparane sulfate, est un 

polysaccharide acide dont l’unité répétitive disaccharidique est composée de GlcA et GlcNAc en 

suivant cette séquence : (→4)-D-GlcpA-β-(1→4)-D-GlcpNAc-α-(1→) (Figure 7). Il est produit soit 

naturellement par les bactéries sauvages comme Pasteurella multocida type D52 et Escherichia coli 

K553, soit par des bactéries recombinantes comme E. coli K-1254 ou Bacillus subtilis55. La bactérie P. 

multocida type D produit un héparosane de haut poids moléculaires (HPM), 200 000 à 300 000 g/mol, 

tandis que E. coli K5 produit des chaînes d’héparosane de bas poids moléculaires (BPM), 10 000 à 20 

000 g/mol. Il est également possible de produire un polysaccharide d’environ 84 000 g/mol avec E. coli 

K5.56  

 

Figure 7 : Structure de l'unité répétitive de l'héparosane 
 

 Un polysaccharide non sulfaté de structure proche de la chondroïtine est produit 

naturellement par la bactérie E. coli K4 ; le CPS K4 qu’elle produit est substitué par un fructose.57 Ce 

polysaccharide est aussi produit chez des bactéries recombinantes Bacillus subtilis55 et E. coli58. 

La production d’acide hyaluronique existe naturellement chez les bactéries à Gram positif 

Streptococcus pyogenes et S. thermophilus59 ainsi que chez la bactérie à Gram négatif P. multocida60. 

Toutefois, certaines espèces de Streptococcus sont potentiellement pathogènes. Les souches 

recombinantes souvent décrites pour la production de l’AH sont les bactéries Bacillus subtilis61,62, 

Lactococcus lactis63 et aussi la levure Pichia pastoris64. L’utilisation de bactéries pour produire l’acide 

hyaluronique est une voie prometteuse. Cette voie fait d’ailleurs l’objet d’études industrielles afin 

d’éliminer totalement les matières premières animales.36 

 

 La biodiversité marine liée à la diversité des écosystèmes, constitue un vaste champ 

d’investigation pour la découverte de PS originaux GAG-mimétiques. Les recherches menées sur 

l’étude d’écosystèmes marins très particuliers ou atypiques ont permis la découverte de nouvelles 

espèces animales et microbiennes : habitats marins profonds (sources hydrothermales, zones de 

suintement froid, bois coulés, etc…), sédiments côtiers et de subsurface, bassins hypersalins 

anoxiques, mares d’eau à forte salinité situées sur la colonne corallienne des atolls de Polynésie où se 

développent des tapis microbiens appelés « kopara », biotopes néo-calédoniens, eaux australes de 

l’Océan Antarctique, Océan Arctique, Océan Indien, Océan Pacifique, Océan Atlantique, mers 
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tropicales ou tempérées… Ainsi, les bactéries marines présentent un fort potentiel pour la production 

de GAG mimétiques. A la biodiversité des bactéries marines est associée une large diversité structurale 

des PS produits avec des structures souvent atypiques. Les genres bactériens Alteromonas, 

Pseudoalteromonas, Halomonas et Vibrio sont souvent cités comme producteurs de PS (cf Annexe 2, 

Tableau 13, p.136 ). 

 

 Au cours de différentes campagnes océanographiques organisées par l’Ifremer pour explorer 

les sources hydrothermales profondes, plusieurs bactéries aérobies et mésophiles, productrices d’EPS, 

des genres Pseudoalteromonas, Alteromonas et Vibrio ont été isolées.  

 Issues des échantillons collectés lors de la campagne Hydronaut en 1987 sur la dorsale du 

Pacifique Oriental, les souches HYD164465,66, HYD72167 et HYD65768 productrices d’EPS de haut poids 

moléculaire (>106 g/mol) ont été étudiées. La souche HYD657 ou Alteromonas macleodii subsp fijiensis 

biovar deepsane produit un hétéropolysaccharide anionique (Figure 8). La chaîne principale de l’unité 

répétitive se compose d’un GlcA, d’un Gal et d’un GlcA (oligosaccharide 1) ou d’un Glc, d’un GalA et 

d’un Gal (oligosaccharide 2) avec un groupement lactate en position C3 du GlcA de l’oligosaccharide 1 

et un groupement O-sulfate en position C2 du GalA de l’oligosaccharide 2. L’EPS HYD657 nommé 

deepsane est commercialisé sous le nom d’Abyssine®. Il est utilisé en cosmétique en tant qu’apaisant 

pour diminuer des irritations cutanées dues à des agressions chimiques, mécaniques ou UV. 

 
Figure 8 : Les deux structures possibles de l’unité répétitive de l’EPS HYD657 (Oligosaccharides 1 et 2). 

(adapté de Le Costaouëc et al., 2012).68 
 

 La bactérie Alteromonas macleodii subspecies fijiensis est une bactérie aérobie, mésophile et 

hétérotrophe qui a été isolée de fluides collectés dans des sources hydrothermales dans le bassin nord 

des îles Fidji lors de la campagne Starmer en 1989. Elle produit l’EPS ST716 lors de sa phase de 

croissance. Cet EPS est un hétéropolysaccharide acide dont l’unité répétitive est un hexasaccharide 

avec une chaîne principale composée d’un Glc, d’un GalA et d’un Gal (Figure 9). Le GalA est substitué 

en position C3 par une chaîne latérale composée de deux GlcA et d’un Man. Le monomère Man 

contient un substituant pyruvate sur le diol 4,6.  
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Figure 9 : Structure de l’unité répétitive de l’EPS ST716 (Rougeaux et al., 1998) 69 
 

 Prélevée en 1991, lors de la campagne Hero au niveau d’une faille de la côte du Pacifique 

Oriental, la souche Vibrio diabolicus produit l’EPS HE800 (Figure 10).70 Cette bactérie a été isolée des 

téguments dorsaux de l’annélide polychète Alvinella pompejana. L’EPS HE800 est un 

hétéropolysaccharide linéaire et acide non sulfaté dont l’unité de répétition est un tétrasaccharide 

composé d’un GlcNAc, de deux GlcA et d’un GalNAc en suivant la séquence : →3)-β-D-GlcpNAc-(1→4)-

β-D-GlcpA-(1→4)-β-D-GlcpA-(1→4)-α-D-GalpNAc-(1→.  

 
Figure 10 : Structure de l’EPS HE800 produit par la bactérie Vibrio diabolicus (Rougeaux et al., 1999).70 
 

 La bactérie Alteromonas infernus a été collectée en 1991 durant la mission franco-mexicaine 

Guaynaut, dans des échantillons prélevés à 2000 m de profondeur au niveau de la source 

hydrothermale nommée « Claire » et située dans le bassin de Guaymas du Golfe de Californie 

(27°0.94’N, 111°24.50’W).71 Cette bactérie a été isolée à partir de prélèvements de fluides effectués 

au sein de populations denses de vers tubicoles géants, Riftia pachyptila. C’est une bactérie à Gram 

négatif, non-pathogène, mésophile, aérobie stricte et hétérotrophe, en forme de bâtonnet d’un 

diamètre de 0,6 à 0,8 µm et d’une longueur de 1,4 à 2 µm. Son unique flagelle polaire lui assure 

mobilité. Au cours de sa phase de croissance, la bactérie A. infernus produit l’EPS GY785 qui ressemble 

à l’EPS HYD657 ainsi qu’à l’EPS ST716. 

 En 2004, l’unité répétitive nonasaccharidique de l’EPS GY785 a été décrite (Figure 11).72 La 

chaîne principale est un trisaccharide contenant en son centre un GalA ainsi qu’un Glc et un Gal en 

suivant la séquence : →4)-β-D-Glcp-(1→4)-α-D-GalpA2S-(1→4)-α-D-Galp-(1→. Le GalA est substitué par 

une chaîne latérale composée de deux GlcA, un Gal et un Glc qui suit la séquence : β-D-Glcp-(1→6)-β-

D-Galp-(1→4)-α-D-GlcAp-(1→4)-β-D-GlcAp-(1→. Chaque GlcA est substitué par un Glc terminal. De 

plus, le GalA est sulfaté en O-2. L’EPS natif se caractérise par son haut poids moléculaire (>106 g/mol) 
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et sa teneur en sulfate (10%). Elle est certes faible en comparaison avec d’autres polysaccharides 

extraits de tissus animaux (GAG) ou d’algues (carraghénanes), mais la présence de groupement sulfate 

est rare chez les EPS bactériens.  

 

 
Figure 11 : Unité répétitive de l’EPS GY785 produit par la bactérie Alteromonas infernus (Roger et al., 

2004).72 
 

 Les propriétés GAG-mimétiques des EPS natifs HE800 et GY785 produits respectivement par 

les bactéries A. infernus et V. diabolicus ont été décrites. L’EPS HE800 natif de haut poids moléculaire 

(>106 g/mol) et ses dérivés de bas poids stimulent la régénération tissulaire, en particulier, de l’os73 et 

de la peau74. La production de la MEC caractéristique du cartilage par des chondrocytes incorporés au 

sein d’un hydrogel composé d’hydroxypropyle méthylcellulose-silanisée (HPMC-Si) et enrichi en EPS 

GY785 natif a également été montrée in vivo dans un modèle murin.75 Cependant les applications des 

EPS natifs sont assez limitées à cause de leurs hauts poids moléculaires.  

 

 En conclusion, différents polysaccharides dotés de propriétés biologiques sont isolables de 

sources naturelles. À l’état natif, certains sont intéressants pour des applications en santé (ex. EPS 

GY785, EPS HE800). Toutefois, des modifications sont souvent nécessaires (réduction de leur taille, 

ajout de substituants) pour accroître leur activité biologique et obtenir des molécules GAG-mimétiques 

fortement intéressants en thérapeutique. Ces modifications seront présentées dans le paragraphe 

suivant.  
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 Modifications structurales des polysaccharides d’origine naturelle 

 La modification structurale est souvent nécessaire pour améliorer les propriétés GAG-

mimétiques des PS d’origine naturelle. Ces modifications impliquent généralement la 

dépolymérisation des PS et/ou l’ajout de groupements fonctionnels tels que des groupements sulfates. 

Ces deux types de modifications seront développés dans deux parties distinctes. 

4.1 Dépolymérisation  

4.1.1 Dépolymérisation par des procédés physico-chimiques 

 

 Concernant les procédés chimiques de dépolymérisation, l’hydrolyse acide est utilisée pour 

dépolymériser partiellement ou totalement un polysaccharide.76 Les coupures ont lieu au niveau de la 

liaison glycosidique en suivant un mécanisme de type substitution nucléophile. Différents acides 

peuvent être utilisés tels que l’acide chlorhydrique, l’acide acétique, l’acide sulfurique ou l’acide 

trifluoroacétique. Cette méthode, notamment utilisée pour l’obtention d’oligosaccharides de petite 

taille (< 1000 g/mol), est l‘étape indispensable avant l’analyse structurale.77,78 

 Il est aussi possible de dépolymériser un polysaccharide en présence de radicaux libres, HO• 

qui clivent les liaisons glycosidiques des polysaccharides.79,80 Les radicaux libres peuvent être produits 

par l’action de rayon gamma ou d’ozone sur l’eau, mais aussi à partir de peroxyde d’hydrogène en 

présence ou non de cation métallique. Une étape de réduction en présence d’hydrure comme NaBH4 

est nécessaire afin de réduire l’extrémité réductrice du dérivé produit.81,82 La dépolymérisation 

radicalaire permet la production de polysaccharides de bas poids moléculaires dont la masse peut être 

modulée par le rapport peroxyde d’hydrogène/polysaccharide, la température de réaction, le pH ou 

encore par le choix du métal. Cette méthode présente l’avantage de produire des fragments 

saccharidiques plus homogènes en taille par rapport à l’hydrolyse acide.80,83 

 Il existe des méthodes de dégradation chimique plus spécifiques telles que la dégradation de 

Smith84 (coupure entre deux hydroxyles vicinaux suivie de la réduction des aldéhydes formés avec 

NaBH4), la dégradation des acides uroniques par le lithium85 et la β-élimination86 (spécifique aux acides 

uroniques). Ces méthodes sont généralement utilisées pour l’élucidation structurale de 

polysaccharides. 

 Des méthodes physiques peuvent être utilisées pour dépolymériser les PS.87,88 Ce sont des 

méthodes généralement simples à mettre en œuvre et adaptables à l’échelle industrielle. Elles ne 

nécessitent pas d’éliminer des réactifs résiduels car la plupart n’utilisent pas de réactifs spécifiques tels 

que des initiateurs de réactions. Ces méthodes reposent principalement sur l’irradiation 

(rayonnements UV ou β, utilisation d’isotope radioactif) ainsi que sur la sonication.  
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 Les méthodes d’irradiation permettent d’accéder à des rendements élevés et elles utilisent 

des mécanismes de scissions radicalaires. Toutefois, plus les doses d’irradiation sont élevées, plus le 

coût sera élevé. L’isotope radioactif 60Co-γ est la source la plus courante de rayonnement gamma.89 

L’irradiation du polysaccharide peut avoir lieu à l’état solide, liquide ou sous forme de gel. 

Contrairement à l’irradiation gamma, aucune source radioactive n’est utilisée lors de l’irradiation par 

faisceau d’électron.90 

 La sonication est une méthode utilisant des ultrasons. Elle a l’avantage de ne pas modifier la 

structure chimique des polysaccharides.4,91 Les réactions ont lieu en solution et ce sont les microbulles 

de cavitation formées par l’action des ultrasons qui induisent la dégradation des polymères par l’action 

de forces de cisaillement à proximité de la zone où les microbulles sont créées.  

 

4.1.2 La dépolymérisation par voie enzymatique 

 

 L’action des enzymes est spécifique sur leur substrat ; la dépolymérisation des polysaccharides 

à l’aide d’enzymes est donc un procédé mieux contrôlé, notamment en terme de liaisons clivées et de 

son avancement, L’optimisation des conditions de la réaction enzymatique, en particulier la 

température, le pH et le rapport enzyme/substrat peut permettre d’obtenir des oligosaccharides avec 

de bons rendements.  

 Ces enzymes sont des CAZymes (Carbohydrate-Actives enZYmes) dont  cinq types catalytiques 

sont répertoriés dans la base de données CAZy92 depuis 1998. Trois d’entre elles sont impliquées dans 

la dépolymérisation des polysaccharides : 

- Glycoside hydrolases (GHs) : enzymes de dépolymérisation hydrolytiques. 

- Polysaccharide Lyases (PLs) : enzymes de dépolymérisation par β-élimination. 

- Activités auxiliaires (AAs)93 : enzymes impliquant des réactions d’oxydoréduction. Ce type 

d’enzyme inclut les « Lytic Polysaccharide Mono-Oxygenases » (LPMOs) qui clivent les liaisons 

par oxydation. 

 

 Les GHs hydrolysent les liaisons glycosidiques en passant par un mécanisme avec rétention ou 

inversion de configuration du carbone anomérique lors de la catalyse (Schéma 1).94  
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Schéma 1 : Mécanisme avec rétention de configuration (A) avec inversion de configuration (B) 
(adapté de Stone et al., 2008).94 

 

 La catalyse acide/base est assurée par la présence de deux acides aminés acides dans le site 

actif de l’enzyme. L’un des acides aminés jouera le rôle de l’acide tandis que l’autre sera la base. Dans 

le cas de la rétention de configuration, la base attaque le carbone anomérique, formant ainsi 

l’intermédiaire glycosyle-enzyme, puis l’eau vient attaquer le carbone anomérique (Schéma 1A). 

Tandis que l’inversion de configuration résulte de l’attaque directe de la molécule d’eau sur le carbone 

anomérique (Schéma 1B).  

 Les PLs agissent majoritairement sur des polysaccharides acides par un mécanisme de β-

élimination en clivant la liaison (1→4).94 La déprotonation du carbone en C5 induit la formation de la 

double liaison en C4-C5 et l’élimination du groupement en C4 (Schéma 2). 

 

Schéma 2 : Mécanisme de β-élimination d’une lyase sur des polysaccharides acides (adapté de 
Lombard et al., 2010).95 

 

 Il existe également des lyases capables de cliver les liaisons impliquant des polysaccharides 

neutres tels que l’exo-(1→4)-glucane lyase.96,97 Ces lyases induisent la formation d’une insaturation en 

C1-C2 (Schéma 3). 

 

Schéma 3 : Action d’une α-glucane lyase sur un polysaccharide neutre (Lombard et al., 2010).95 
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 La dépolymérisation enzymatique de PS fait l’objet de nombreux travaux depuis plusieurs 

années. Le première enzyme lyase active sur les ulvanes a été décrite par Lahaye et al.98. La double 

liaison caractéristique de l’activité lyase a pu être caractérisée par RMN. Les travaux de Lahaye et al. 

ont permis l’analyse structurale de l’ulvane isolé chez Ulva sp. D’autres enzymes actives sur l’ulvane 

ont été mises en évidence chez des souches bactériennes. La bactérie à Gram négatif Nonlabens 

ulvanivorans est un exemple. En effet, une nouvelle enzyme de type lyase a été purifiée dans le 

surnageant de culture de cette bactérie N. ulvanivorans.99 Cette enzyme a ensuite été séquencée et 

surexprimée chez E. Coli. La flavobactérie Formosa agariphila possède également des enzymes actives 

sur l’ulvane. De récents travaux ont permis d’identifier douze enzymes impliquées dans le processus 

de dégradation enzymatique de ce PS.100 La dégradation enzymatique des carraghénanes est 

également étudiée. Les enzymes capables de cliver les carraghénanes, nommées carraghénases, sont 

principalement isolées des microorganismes appartenant au groupe des gammaproteobactéries, 

Bacteroidetes, et Planctomycete.101 Les carraghénases sont généralement des glycoside hydrolases 

spécifiques des liaisons β-(1→4). Ces enzymes ont été utilisées afin de dépolymériser des k- et i- 

carraghénanes.102 Les oligosaccharides produits ont été caractérisés par RMN et spectrométrie de 

masse.  

 Les deux souches d’Alteromonas produisant les EPS HYD657 et GY785 sont décrites comme 

capables de dégrader l’EPS qu’elles produisent.103,104 En effet, des activités enzymatiques ont été 

identifiées dans les extraits protéiques issus de ces bactéries. Pour la bactérie A. infernus qui produit 

l’EPS GY785, des activités enzymatiques de type lyase, hydrolase et sulfatase ont été décrites.103 

4.2 Substitutions ou ajout de groupements fonctionnels 

 Quelques exemples de groupements fonctionnels qui peuvent être introduits sur les 

polysaccharides sont représentés sur la Figure 12.105 Ces groupements sont introduits dans le but 

d’améliorer l’activité biologique de la molécule (sulfatation, phosphorylation…) ou pour faciliter 

l’analyse structurale de la molécule (alkylation, acylation).106–108 
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Figure 12 : Les différents groupements fonctionnels qui peuvent être introduits sur un polysaccharide 
(PS) ; 1) Phosphorylation, 2) Alkylation, 3) Acylation, 4) Sulfatation 

 

 Le degré de sulfatation et la distribution des groupements sulfate sont liés aux bioactivités du 

polymère.14 L’introduction des groupements sulfates sur les PS est donc nécessaire pour obtenir des 

dérivés GAG-mimétiques. C’est pour cette raison que l’insertion de groupements sulfates sera 

principalement considérée dans cette partie. 

4.2.1 Greffage de groupements sulfate par voie chimique 

 Le chlorure de sulfuryle (SO2Cl2) ainsi que l’acide sulfurique (H2SO4) et ses dérivés (acide 

chlorosulfurique, acide sulfamique) ont été les premiers agents de sulfatation utilisés.109 Ces acides 

forts présentent l’inconvénient de couper les liaisons glycosidiques, ce qui entraîne la 

dépolymérisation du polysaccharide.109,110 Pour éviter ces réactions secondaires, des agents plus doux 

comme le trioxyde de soufre complexé à un amide (N,N-diméthylformamide)111 ou une amine 

(pyridine, triéthylamine)110 sont décrits. L’éponge à proton 2-méthyl-2-butène peut être utilisée pour 

éviter la dégradation des polysaccharides durant l’étape de sulfatation.112 De manière générale, la 

sulfatation obtenue est aléatoire mais quelques travaux décrivent des méthodes de sulfatations 

régiosélectives.109 Ces méthodes ne seront pas développées dans ce manuscrit. 

 

 Plusieurs publications présentent l’introduction de groupements sulfate sur des 

polysaccharides afin de générer des dérivés GAG-mimétiques. Le dextrane sulfaté et le chitosane 

sulfaté sont identifiés comme ayant des propriétés anticoagulantes et antivirales.111,113 La cellulose 

sulfatée a des propriétés antimalariales.114 Le chitosane sulfaté et la cellulose sulfatée sont également 

développés pour des applications en ingénierie tissulaire.113 

 Les dérivés de l’EPS GY785 de bas poids moléculaires faiblement sulfatés obtenus par 

dépolymérisation radicalaire (EPS DR) ou hautement sulfatés (EPS DRS) ont été étudiés lors de 
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multiples travaux. Les propriétés anticoagulantes de l’EPS GY785 ont été étudiées pour les dérivés de 

l’EPS ayant une taille comprise entre 24 000 et 35 000 g/mol, sursulfatés à 20% (EPS DRS-20) et 40% 

(EPS DRS-40).83 Les dérivés EPS DRS-20 et EPS DRS-40 ainsi que l’EPS natif ont été comparés à l’HBPM. 

Il en est résulté que les deux dérivés sur-sulfatés présentent des activités anticoagulantes. Les EPS DRS 

peuvent moduler le système du complément.115 Le système du complément est impliqué dans la 

défense contre les infections, la destruction des agents infectieux, dans le contrôle des réponses 

inflammatoires et dans la modulation des réponses immunes spécifiques.116 Le système du 

complément est catégorisé dans l’immunité innée. En 2004, Courtois et al.115 ont montré les propriétés 

immuno-régulatrices de l’EPS natif et de ses dérivés EPS DRS sur ce système. Les dérivés EPS DRS ont 

également été étudiés pour des applications anticancéreuses. Ils présentent des propriétés 

intéressantes pour empêcher la dissémination des cellules cancéreuses (métastases) dans le cas de 

l’ostéosarcome. En 2016, Heymann D. et al.117 ont étudié l’effet de différentes tailles des  EPS DRS 

(4 000, 8 000 et 15 000 g/mol) sur les lignées cancéreuses. In vitro, seul l’EPS DRS de 15 000 g/mol s’est 

avéré être le plus efficace pour inhiber à 90% l’invasion cellulaire des cellules d’ostéosarcome. De plus, 

in vivo, ce même dérivé est capable de bloquer significativement l’établissement de métastases 

pulmonaires. L’EPS GY785 possède également des propriétés biologiques valorisables en médecine 

régénératrice du cartilage. La présence du dérivé hautement sulfaté EPS DRS-40 de 20 000 g/mol a 

favorisé la prolifération et la différenciation in vitro des CSM en chondrocytes par l’interaction avec le 

facteur de croissance TGF-β1.118  

  

 La sulfatation chimique permet donc de produire des dérivés GAG-mimétiques. La sulfatation 

enzymatique peut être une alternative pour introduire des groupements sulfate de façon 

régiosélective. Cette alternative sera discutée dans le paragraphe suivant. 

4.2.2 Greffage de groupements sulfate par voie enzymatique 

 Les groupements sulfates sont introduits par les enzymes nommées sulfotransférases. Ces 

enzymes catalysent le transfert d’un groupement sulfonate à partir du cofacteur 3’-phosphoadenosine 

5’-phosphosulfate (PAPS) sur une fonction alcool ou  amine d’un mono-, oligo ou polysaccharide 

(Schéma 4).119 



Chapitre 1 : Etude bibliographique 

 

30 
 

 

Schéma 4 : Transfert d’un groupement sulfonate par une sulfotransférase et recyclage du cofacteur 
grâce à une aryl sulfotransférase (adapté de Paul et al 2012).119 

 

 Les sulfotransférases sont soit présentes dans le cytoplasme soit associées à la membrane 

cellulaire.119 Les sulfotransférases cytoplasmiques sulfatent des petites molécules comme les 

hormones, les bioamines et les neurotransmetteurs. Les sulfotransférases membranaires sont plutôt 

actives sur des macromolécules telles que les polysaccharides ou les protéines. Les sulfotransférases 

sont décrites comme hautement spécifiques de leurs substrats, et elles n’utilisent que le PAPS comme 

donneur de groupement sulfonate. En raison du prix très élevé du PAPS (150€ pour 1 mg, Sigma-

Aldrich®) et des difficultés que demanderait sa synthèse organique, son utilisation est limitée. Des 

approches permettant de régénérer le PAPS dans la réaction enzymatique ont été développées.120,121 

 

 Des exemples de la littérature illustrent l’insertion de groupement sulfate par voie 

enzymatique. Par exemple, Zhou et al. ont converti la chondroïtine en chondroïtine 4-sulfate et en 

chondroïtine 6-sulfate à l’aide des chondroïtine 4-sulfotransférases et chondroïtine 6-

sulfotransférases (Figure 13).122 La structure des polysaccharides produits a été validée par RMN et 

spectrométrie de masse. 
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Figure 13 : Sulfatations de la chondroïtine conduisant à la chondroïtine-4-sulfate et à la chondroïtine-
6-sulfate. 

 

 Après avoir cloné et surexprimé les enzymes impliquées dans la biosynthèse de l’héparane 

sulfate, Kuberan B. et al.123 ont pu modifier un pentasaccharide issu de l’héparosane. Lors de l’une des 

étapes de synthèse, l’enzyme N-déacétylase-N-sulfotransférase 2 (NDST2) a permis de remplacer le 

groupement acétate par un groupement sulfate sur le résidu N-acétyl-glucosamine en présence de 

PAPS (Schéma 5). 

 

 

Schéma 5 : Introduction du groupement sulfate sur la glucosamine par la NDST2. 
 

 Ces exemples montrent à quel point l’utilisation des enzymes pour sulfater des composés est 

précise par rapport à la sulfatation chimique. Toutefois, la spécificité de ces enzymes vis-à-vis de leur 

substrat saccharidique et du PAPS reste un point limitant. 

  

 Plusieurs méthodes de modifications de polysaccharides issus de ressources naturelles ont été 

présentées. Les polysaccharides peuvent être dépolymérisés afin de réduire leur taille et d’améliorer 

leur bioactivité. Des méthodes de dépolymérisation chimique, physique et enzymatique ont été 

décrites. L’ajout de groupements sulfate est généralement nécessaire pour accroître les activités GAG-

mimétiques. Des exemples d’introduction de ces groupements par voie chimique et enzymatique ont 

été développés. Ces méthodes de modifications des polysaccharides sont certes performantes mais 

elles ne permettent pas toujours d’avoir des molécules extrêmement bien définies et pures. Il existe 

d’autres façons de produire des GAG-mimétiques bien définis et purs. En effet, les GAG-mimétiques 

peuvent être synthétisés par synthèse organique, chimie enzymatique ou chemo-enzymatique. Ces 

méthodes seront brièvement présentées dans le paragraphe suivant. 
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 Synthèse des GAG-mimétiques  

 

 La synthèse organique permet l’obtention de composés chimiques, plus ou moins complexes 

et bien définis en terme de structure. Dans le cas des polysaccharides, les synthèses sont compliquées 

et se limitent souvent à la production d’oligosaccharides d’environ dix monomères. Elles demandent 

un nombre conséquent d’étapes et les rendements globaux sont rarement excellents. Cependant, ces 

quantités peuvent être suffisantes pour des études d’activités biologiques, pour des standards 

analytiques ou pour confirmer la structure de fragments oligosaccharidiques isolés de sources 

naturelles.124,125 

 

 La synthèse organique permet aussi de démontrer la structure d’une séquence osidique active. 

Dans le cas de l’héparine, pentasaccharide A où tous les éléments structuraux impliqués dans la liaison 

avec le principal inhibiteur des enzymes du système de la coagulation, l’antithrombine, ont pu être 

identifiés.126 Sa synthèse a été réalisée en plus de 60 étapes (Figure 14).127 Cette molécule synthétique 

possède des activités biologiques similaires à l’HBPM, elle inhibe plus le facteur Xa que la thrombine 

(enzymes procoagulantes ayant un rôle majeur dans le système de la coagulation). Par la suite, cette 

synthèse a conduit au Fondaparinux, l’analogue méthylé du pentasaccharide A.126 En 2001, la molécule 

Fondaparinux a été officiellement enregistrée sous le nom d’Arixtra® (SR 90107/Org 31540) aux USA 

et en Europe. Actuellement, ce médicament, commercialisé par le groupe GSK, est utilisé pour la 

prévention de la thrombose veineuse après des chirurgies réparatrices du genou et de la hanche. En 

comparaison avec l’HBPM, le risque de thrombose est diminué de 50% en utilisant une quantité plus 

faible de fondaparinux que d’HBPM.126 

 

 

Figure 14 : Structure du pentasaccharide A et du Fondaparinux synthétisé (Petitou et al., 2004).126 
 

 La production de GAG-mimétiques est également possible en utilisant la catalyse enzymatique. 

Cette approche permet la synthèse d’oligosaccharides ou de certains polysaccharides dans des 

conditions plus douces. Les réactions ont généralement lieu à des températures comprises entre 20 et 

37°C et dans des tampons aqueux.128 De plus, une excellente stéréosélectivité de la liaison glycosidique 
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formée et une excellente régiosélectivité des substituants ajoutés sont observées car les enzymes sont 

spécifiques de la liaison à créer.  

 

 

 

Schéma 6 : Synthèse du Fondaparinux et du pentasaccharide B. 
 

 Xu et al.129 décrivent la synthèse d’un analogue du Fondaparinux et du heptasaccharide B à 

partir d’un disaccharide obtenu de l’héparosane (Schéma 6). L’élongation du disaccharide est possible 

grâce à des glycosyltransférases. L’analogue du Fondaparinux et l’heptasaccharide B sont obtenus en 

10 (1778,5 g/mol) et 12 (1816,5 g/mol) étapes avec des rendements globaux respectifs de 45 et 37%.  
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Chapitre 2 : Synthèse de séquences oligosaccharidiques de l’unité 
répétitive de l’EPS natif d’A. infernus 

 Introduction 

 

 Pour rappel, l’objectif principal de la thèse est de trouver une méthode simple pour 

l’élucidation structurale des dérivés bioactifs de l’EPS natif d’A. infernus. Une des méthodes envisagées 

consiste en la synthèse organique de fragments oligosaccharidiques bien définis de l’unité répétitive 

nonasaccharidique de l’EPS natif afin de créer des références analytiques. Ces dernières constitueront 

une banque de données utilisable pour aider à l’élucidation structurale des dérivés bioactifs de l’EPS 

natif obtenus par dépolymérisation chimique et/ou enzymatique.  

 Il a fallu déterminer le motif de l’unité répétitive à synthétiser en priorité. Plusieurs raisons ont 

amené à choisir le pentasaccharide central coloré composé de deux GlcA, un GalA, un Gal et un Glc 

représenté ci-dessous sur la Rétrosynthèse 1. Le pentasaccharide contient la chaîne principale 

trisaccharidique, →4)-β-D-Glcp-(1→4)-α-D-GalpA2S-(1→4)-α-D-Galp-(1→, ainsi que le motif triacide 

uronique, →4)-α-D-GlcAp-(1→4)-β-D-GlcAp-(1→3)-β-D-GalpA2S-(1→, qui semblent être en partie 

conservés lors de l’hydrolyse acide130 et enzymatique103. De plus, les fonctions acides carboxyliques et 

sulfates sont à la base des activités biologiques des GAG.14 

 

 

Rétrosynthèse 1 : Analyse de l’unité répétitive. 
 

 Synthétiser le pentasaccharide sulfaté en 18 mois est rapidement devenu un challenge 

ambitieux. C’est pourquoi il a fallu déterminer un motif moins complexe à préparer. La synthèse du 

trisaccharide de la chaîne principale, →4)-β-D-Glcp-(1→4)-α-D-GalpA2S-(1→4)-α-D-Galp-(1→, a 

rapidement semblé le plus judicieux que celle du trisaccharide triacide, 4)-α-D-GlcAp-(1→4)-β-D-GlcAp-

(1→3)-β-D-GalpA2S-(1→. En effet, la synthèse du triacide implique soit des glycosylations entre des 

unités uroniques, soit l’oxydation simultanée de trois hydroxyles primaires. Ces raisons nous ont 

amenés à choisir le trisaccharide de la chaîne principale. Ce trisaccharide sera obtenu après les 

couplages glycosidiques séquentiels entre les unités glucose (Glc), acide galacturonique (GalA), 
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galactose (Gal) issus logiquement de la fonctionnalisation des produits commerciaux correspondants 

D-(+)-Glucose et D-(+)-Galactose. 

 

 L’étape clé de la synthèse du pentasaccharide est donc le couplage glycosidique qui permet de 

"lier" les unités glycosidiques entre elles. La prochaine partie sera un rappel général sur les couplages 

glycosidiques, en outre pour mieux appréhender et comprendre la complexité de cette réaction.  

 Rappel sur les couplages glycosidiques 

 

 Le couplage glycosidique est "la" réaction clé en glycochimie. Il permet de fonctionnaliser le 

carbone anomérique d'un sucre en créant une nouvelle liaison glycosidique. Le couplage glycosidique, 

également appelé glycosylation‡, est une réaction de substitution nucléophile entre un ose (Schéma 

7a), dont le carbone anomérique est le centre électrophile, et n'importe quel type de nucléophile 

(Schéma 7b) en présence d'un promoteur qui initie la réaction. Lorsque le nucléophile est un ose, dont 

un OH est forcément libre, la glycosylation conduit à un disaccharide et par couplages successifs à des 

oligosaccharides. 

 

 

Schéma 7 : Equation générale d'un couplage glycosidique avec comme accepteur de glycosyle (a) un 
ose ou (b) un aglycone. 

 

 Dans les paragraphes suivants, après un détail général du mécanisme de glycosylation, les 

différents paramètres clés impliqués dans cette réaction seront exposés afin de souligner leur impact 

sur la réactivité et la stéréosélectivité du couplage qui sont particulièrement complexes à contrôler. 

Ces paragraphes ne se veulent pas exhaustifs, d'autant plus qu'un grand nombre d'excellentes revues 

et/ou livres131,132 détaille la glycosylation ; malgré tout ils cherchent seulement à mettre en évidence 

les difficultés liées à cette réaction. 

  

 
‡‡ Si rigoureusement le terme de "glycosylation" est un anglicisme, il est devenu courant en français pour désigner le couplage 

glycosidique. 
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2.1 Mécanisme général 

 

 Le couplage glycosidique implique trois partenaires : 

 - L'électrophile ; c'est un glycosyle dont le carbone anomérique est rendu électrophile par 

l'introduction d'un groupe électroattracteur dit « Groupe Activant (GA) ». Ce partenaire glycosyle est 

communément appelé « donneur de glycosyle ».  

 - Le nucléophile ; c'est une espèce aglycone ou glycosyle définit comme "accepteur de 

glycosyle". Il porte une fonction OH pour les réactions dites "classiques" de couplages glycosidiques 

qui sont plus précisément des O-glycosylations. Les réactions impliquant des nucléophiles aminés, 

soufrés ou carbonés sont également largement développées donnant ainsi respectivement des N-, S- 

ou C-glycosylations.  

 - Le promoteur ; c'est le partenaire indispensable puisqu'il permet d'initier le couplage en se 

complexant au GA, le rendant meilleur groupe partant et exaltant ainsi l'électrophilie du carbone 

anomérique. Il facilite donc l’attaque de l'accepteur sur le carbone anomérique. 

 

 Le mécanisme général du couplage glycosidique est, succinctement, schématisé ci-dessous à 

partir d'un sucre donneur d'anomérie α§ (Schéma 8). 

 

 

Schéma 8 : Mécanisme de la réaction de couplage glycosidique. 
 

 
§ La nomination α/β de l’anomère est dépendante de la configuration relative cis/trans entre le groupement sur 

la position anomérique C1 et le groupement sur carbone C5 pour un pyranose. Si les groupements en C1 et C5 ont 
une configuration trans l’un par rapport à l’autre, alors le glycosyle est d’anomérie α. S’ils sont en cis alors le 
glycosyle est β. 
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 Le promoteur se complexe, de façon covalente ou non, au groupe activant pour conduire à 

l'intermédiaire 2 activé pour lequel la liaison glycosidique est fragilisée et le caractère δ⊕ du carbone 

anomérique (C1) accentué. Si l'activation est douce, c’est-à-dire qu'elle permet juste d'allonger la 

liaison C1-GA, un mécanisme de type SN2 peut être envisagé et l'attaque du nucléophile ROH se fait 

avec inversion de Walden pour conduire à l'anomère 5β. La position du GA introduit sur le carbone 

anomérique du donneur de glycosyle induit alors la stéréosélectivité de la réaction. 

Si l'activation est plus forte, conduisant à la rupture de la liaison C1-GA, un mécanisme de type SN1 a 

lieu. Le départ du complexe "GA-promoteur" conduit au carbocation 3 en équilibre avec sa forme 

mésomère oxocarbénium 4. A ce stade le carbone anomérique étant plan, l'attaque du nucléophile 

ROH peut se faire par les deux faces pour conduire aux deux anomères 5β et 5α. 

Un contrôle exclusif suivant une SN2 est impossible de par la formation très facile de l'intermédiaire 

carbocation/oxocarbénium (3/4) particulièrement stable. La difficulté de ce couplage glycosidique 

réside notamment dans le contrôle de la stéréosélectivité. 

 

 Le seul cas favorable à un bon contrôle de la stéréosélectivité lors de la glycosylation est la 

formation des stéréoisomères dit « 1,2-trans » pour lesquels le groupe en position anomérique est en 

trans du groupe en C2. Le stéréoisomère 1,2-trans est l'anomère β dans le cas d'un sucre de la série D 

pour lequel le groupe en C2 est en position équatorial (cas du Gal et Glu par exemple) alors que c'est 

l'anomère α lorsque le groupe en C2 est en position axial (cas du Man). Le contrôle de la 

stéréosélectivité est assuré par un groupe participant en C2 c’est-à-dire un groupe (généralement 

groupe protecteur) qui, comme son nom l'indique, participe au mécanisme. Les groupes participants 

les plus communs sont de type acyle tels que les substituants O-acétyle, O-benzoyle et O-pivaloyle 

pour les hydroxyles et N-phtaloyle ou N-trichloroethoxycarbonyle pour les amines.  

 

 L'explication de l'excellente stéréosélectivité 1,2-trans est présentée sur le Schéma 9 avec un 

acétate comme groupe participant. 

 

Schéma 9 : Mécanisme réactionnel expliquant la stéréosélectivité 1,2-trans lors de la présence d’un 
groupement protecteur participant en O-2. 

 



Chapitre 2 : Synthèse de séquences oligosaccharidiques de l’unité répétitive de l’EPS natif 

 

39 

 A partir des formes mésomères carbocation 3’/oxocarbénium 4’, le groupement acétate peut 

stabiliser la charge ⊕ en formant l’intermédiaire acétoxonium 7 (voie verte). L'acétoxonium 7 ne peut 

être attaqué que sur sa face β (voie rouge) et le produit de couplage 1,2-trans 5’β sera exclusivement 

formé. Cependant, l'acétoxonium 7 étant tendu de par la contrainte du bicycle, il peut s'ouvrir en 

faveur des formes carbocation 3’/oxocarbénium 4’, laissant alors la possibilité au nucléophile 

d'attaquer suivant les deux faces de l'électrophile conduisant aux deux stéréoisomères 5'β /5'α. Plus 

le nucléophile est faible plus cet équilibre peut avoir lieu et moins la stéréosélectivité sera bonne. La 

présence d'un groupement participant en axial, permet également un excellent contrôle 1,2-trans de 

la stéréosélectivité, mais conduit alors très majoritairement à l'anomère  (en série D). 

 

 D’autres groupements participants ont été développés permettant le contrôle de la 

stéréochimie du centre anomérique.133–138 La stéréosélectivité peut être induite par un transfert 

d’aglycone en intramoléculaire ou par liaison hydrogène entre le groupement participant et 

l’accepteur de glycosyle. Par exemple, les groupements protecteurs de type picolinyle et picoloyle 

assistent l’attaque de l’accepteur de glycosyle par liaison hydrogène et la stéréochimie du centre 

anomérique dépend de l'orientation axiale ou équatorial de groupe protecteur.136,139,140 Le Schéma 10 

montre comment le groupe picolinyle en C3 d'un thioglucopyranoside, donc en équatorial vers la face 

inférieure, permet un excellent contrôle en faveur de l'anomère α. 

 

 

Schéma 10 : Glycosylation assistée par un groupement de type picolinyle (adapté d’Yasomanee J.P. et 
al 2015)140. 

 

 A part ces cas précis, le contrôle de la stéréosélectivité des couplages glycosidiques est 

particulièrement délicat. De façon plus générale, les réactions de glycosylation sont connues pour être 

très substrats dépendantes aussi bien en termes de réactivité que de stéréosélectivité. Elles sont 

dépendantes de nombreux paramètres tels la nature du groupe activateur et du promoteur associé ou 

la nature du solvant et des différents groupes protecteurs. Les paragraphes suivants présenteront 

l'impact particulier de ces trois paramètres sur la réactivité/stéréosélectivité du couplage glycosidique. 
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Même si les conditions de températures, concentrations et nombre d'équivalents participent 

également, ils seront négligés dans ces paragraphes. 

 

2.2 Groupe activant et promoteur associé 

 

 Le Groupe Activant (GA) est par définition un groupe électroattracteur qui rend le carbone 

anomérique δ⊕. L'activation du GA par le promoteur se fait par l'attaque d'un atome nucléophile du 

GA sur le promoteur, augmentant l’électrophilie du carbone anomérique. Deux types d'activations 

sont définis suivant la nature du GA (Schéma 11) :  

 - l’activation « directe » : L’hétéroatome X lié en C1, généralement seul atome nucléophile, 

présent sur le GA, attaque le promoteur E⊕ (Schéma 11A). C'est le cas de figure le plus courant avec 

les hémiacétals, les halogénures de glycosyles, et les thioacétals qui suivent ce mécanisme. 

 - l’activation « distale » : une conjugaison n-σ-π existe à partir de l'atome d'oxygène lié en C1 

qui rend l'atome Y plus nucléophile et permet l'attaque sur le promoteur E⊕ (Schéma 11B).  

 

 

Schéma 11 : Activation directe (A) ou distale (B) du carbone anomérique par le promoteur. 
 

 Les méthodes d’activations des GA sont largement décrites dans la littérature141,142, seuls 

quelques exemples généraux sont présentés sur le Schéma 12. Les hémiacétals, halogénures, et 

thioacétals illustrent la méthode d'activation directe alors que les acétates et les imidates suivent une 

activation distale.  

 

 Les hémiacétals peuvent être activés en présence d’un acide de Brönsted en quantité 

catalytique selon les conditions développées par Emil Ficher143 en 1893 (Schéma 12A). Ils sont 

également activables avec des acides de Lewis tels que Sn(OTf)2
144, Cu(OTf)2

145. Également, une 

activation de type Mitsunobu (PPh3,  RCO2N=NCO2R) permet d’avoir un bon groupe partant sur le 

carbone anomérique. Dans ce dernier exemple, l’oxyde de triphénylphosphine sera libéré après 

l’attaque de l’accepteur de glycosyle. Toutefois, la présence de ce sous-produit peut induire des 

difficultés lors de l’étape de purification. 
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 Les halogénures de glycosyles sont activés sur l’atome d’halogène à l’aide d’agents 

halogénophiles (Schéma 12B). Koenigs et Knorr146 puis Fischer et Armstrong147 sont les premiers à 

introduire les bromures et chlorures de glycosyles activés par des sels d’argent tels qu’Ag2O et 

Ag2CO3.148 Ces métaux carbonates et oxydes ont l’avantage de jouer à la fois le rôle de promoteur et 

de base pour neutraliser les traces d’acides. D’autres agents halogénophiles, comme les sels de 

mercures, ont été étudiés, notamment par Helferich et Zemplén, en tant que promoteurs dans les 

couplages glycosidiques avec les bromure ou chlorure de glycosyles.149 

 

 

Schéma 12 : Les méthodes d’activation des hémiacétales (A), des halogénures (B), des thioéthers (C), 
des acétates (D) et des imidates (E) 

 

 Les iodures de glycosyles ont longtemps été peu utilisés du fait de leur instabilité. Récemment, 

des méthodes de préparation de ces glycosyles permettant de les isoler ont été décrites. 150,151 Leur 

activation lors de couplages glycosidiques a été développée en présence de diode (I2). 

Les fluorures de glycosyles sont de bonnes alternatives aux autres halogénures de glycosyles du fait de 

leur meilleure stabilité due à la force de la liaison C-F. Ils sont activés en présence du couple promoteur 

SnCl2-AgClO4 suivant une méthode développée par Mukaiyama et son équipe152 en 1981. Toutefois, il 
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reste difficile de les définir comme plus réactifs ou efficaces dans le sens où les couplages glycosidiques 

sont très dépendants des substrats.  

 

 Les groupements de type thioéther -SR ont l’avantage d’être des groupements protecteurs 

stables de la position anomérique. Ils sont activés sur l’atome de soufre dans des conditions 

réactionnelles spécifiques. Trois exemples sont illustrés sur le Schéma 12C. Les premiers couplages ont 

été décrits avec des promoteurs de type mercure II comme HgSO4.153 Des promoteurs soufrés, comme 

les réactifs (méthylthio)sulfonium triflate154,155 (DMTST) et pipéridine 1-benzènesulfinyl156 (BSP) ont 

aussi été développés. Ils ont la particularité de former une liaison S-S lors de l’activation du GA, ce qui 

induit le départ d’un disulfure quand la liaison anomérique se rompt.157 L’éponge à proton 2,4,6-tri-

tert-butylpyrimidine (TTBP) peut être utilisée pour piéger les traces d’acides formées lors de la 

glycosylation.  

 

 L’activation des glycosyles acétates, de type "activation distale", a lieu sur l’oxygène du 

carbonyle en présence d’un acide de Lewis tel que TMSOTf ou BF3·OEt2 (Schéma 12D). Les glycosyles 

trichloroacétimidates (TCA) ont été introduits en 1980 par Schmidt et son équipe158. Ils font partie des 

donneurs de glycosyles les plus utilisés lors des couplages glycosidiques. Leurs activations ont lieu en 

présence d’une quantité catalytique d'acides de Lewis (BF3.OEt2
159, 160 ou TMSOTf161) avec libération de 

de trichloroacétamide Cl3C-CONH2. L’utilisation de sel d’argent (AgOTf),162 d’indium (InBr3, InCl3, 

In(OTf)3),163 de samarium (Sm(OTf)3),164 de lanthamides (Sc(OTf)3, Tb(OTf)3, Yb(OTf)3)165 et de résine 

acide type Amberlyst® 15H166 a également été décrite dans la littérature.  

Les glycosyles N-phényltrifluoroacétimidate (PTFAI) ont été introduits en 2001 par Yu et al.167. Ils sont 

activés en présence d’un acide de Lewis comme TMSOTf ou BF3.OEt2. Leurs méthodes de préparation 

et d’activation a fait l’objet d’une revue en 2010 par Yu et al.168 Les glycosyles PTFAI sont décrits comme 

légèrement plus stables que les TCA mais ces deux glycosyles ont des réactivités comparables.  

 

 Pour conclure sur l’activation du donneur de glycosyle, de nombreuses méthodes sont décrites 

mais il est difficile d’anticiper quelles conditions choisir pour un substrat donné.  
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2.3 Influence du solvant sur la stéréosélectivité de la réaction  

 

 Le mécanisme présenté initialement Schéma 8 (cf p. 37) pour définir la glycosylation et qui se 

limite juste à une compétition SN1/SN2 est en réalité très simplifié. Le Schéma 13 ci-dessous se veut 

plus précis et traduit la complexité de cette étape en soulignant tout particulièrement l'impact du 

solvant sur la réactivité/stéréosélectivité. 

 

 

Schéma 13 : Impact du solvant sur la réactivité/stéréosélectivité de la glycosylation (adapté de Bohé 
et al. 2015)169. 

 

 Comme décrit précédemment, la réaction commence avec le promoteur qui se complexe, de 

façon covalente ou non, au groupe activant. Le caractère δ⊕ du carbone anomérique est accentué et 

la liaison glycosidique est allongée donc fragilisée. Dans un solvant apolaire, il existe un équilibre subtil 

entre la forme activée A, où la liaison glycosidique est encore sous forme covalente, et la forme "paire 

d'ions intime" où l'oxocarbénium et son contre ion X⊝ restent fortement associés. Il n'y a pas de réelle 

séparation entre les ions et le contre ion X⊝ conserve la position initiale du GA. Lors de l'attaque de 

l'accepteur de glycosyle, le mécanisme sera de type SN2 ou SN2-ike suivant si l'attaque se fait 

respectivement sur l'espèce activée A ou sur la paire d'ion intime.  

 A contrario, dans un solvant polaire, les ions sont solvatés (paire d’ions solvatés) et 

l’oxocarbénium est libre de son contre ion. L’accepteur de glycosyle peut donc attaquer les deux faces 

de l’oxocarbénium via un mécanisme de type SN1. 
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 A part l'influence de la polarité, un effet tout particulier des solvants type éther ou nitrile a été 

mis en évidence dans la stéréosélectivité des glycosylations. Les solvants de type éther favorisent la 

formation des liaisons d’anomérie α tandis que les solvants de type nitrile permettent la formation des 

liaisons d’anomérie β. Deux hypothèses ont été formulées pour expliquer ces observations, connues 

sous le nom d'effet éther/effet nitrile. 

 La première hypothèse est la "coordination du solvant" (Schéma 14A). Les solvants de types 

éthers, tels que l’éther diéthylique, s’insèrent sur la face β dû à l’effet anomérique inverse170**, et seul 

la face α peut être attaquée par l’accepteur de glycosyle. Dans un solvant de type nitrile comme 

l’acétonitrile, l’acétonitrile s’insère sur la face α, ce qui explique la formation majoritaire d’une liaison 

d’anomérie β. 

 

  

 

Schéma 14 : Effet éther, effet nitrile : hypothèse de la coordination du solvant (A), hypothèse de la 
distribution du conformère et du contre-ion (B). 

 

 La seconde hypothèse, nommée "distribution du contre-ion et du conformère",  repose sur 

des études théoriques (Schéma 14B).171 Ces études montreraient que dans les solvants de type éthers 

tels que le toluène et le 1,4-dioxane, la formation de l’intermédiaire demi-chaise 4H3, avec X⊝ qui 

masquerait la face β, serait favorisée. Cela expliquerait la formation majoritaire du produit 

thermodynamique d’anomérie α. Dans l’acétonitrile, le cycle pyranose adopterait principalement une 

conformation bateau B2,5 avec le contre-ion X⊝ qui boquerait la face α.  Seul l’insertion du nucléophile 

en β serait possible.  

 

 En conclusion, le solvant joue un rôle important dans la stéréosélectivité de la glycosylation. 

C’est donc un paramètre important à prendre en compte lors de la mise au point de cette réaction.  

 

 
** L’effet anomérique inverse explique l’orientation en équatorial du groupement chargé positivement en C1 
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2.4 Effet des groupes protecteurs 

 

 La modulation de la réactivité de l’accepteur glycosyle et du donneur de glycosyle suivant la 

nature des groupements protecteurs est connue comme l’effet armé/désarmé.172 Pour le donneur de 

glycosyle, c’est principalement le groupement protecteur en C2 qui module la réactivité en stabilisant 

ou non le carbocation en C1 (Schéma 15A).  

 

 

Schéma 15 : Glycosyle donneur (A) désarmé ou (B) armé. 
 

 Un groupement électroattracteur GEA (ester, Schéma 15A) en C2 déstabilise le carbocation en 

C1, qui est alors plus difficile à former. Le donneur de glycosyle est moins réactif, il est dit "désarmé". 

A l'inverse, un groupement électrodonneur GED (benzyle, Schéma 15B) stabilise le carbocation et le 

donneur de glycosyle plus réactif est alors dit "armé". Dans les cas des accepteurs de glycosyle, ils sont 

dits « désarmés » si les groupements protecteurs diminuent sa nucléophilie, et ils sont « armés » si les 

groupements protecteurs augmentent sa nucléophilie. 

 

 Paulsen et son équipe173 ont mis en évidence la différence de réactivité entre un glycosyle 

donneur acétylé et un glycosyle donneur benzylé dès 1982, mais ce n'est qu'en 1988, que Fraser-Reid 

et López attribuent la différence de réactivité à la nature du groupement protecteur en C2. Fraser-Reid 

et al. le démontrent notamment avec le coulage glycosidique présenté sur Schéma 16.174 Les auteurs 

étudient la glycosylation entre deux glucosyles 8 et 9 activés en anomérique par un même GA de type 

pentenyle. Le groupement benzyle en C2 arme le glucosyle 8 et doit favoriser la formation du 

carbocation en présence du promoteur. A l’inverse, le groupement acétate en C2 du glucosyle acétylé 

9 doit limiter la formation du carbocation en désarmant ce glycosyle. Ainsi, le glucosyle benzylé 8 devra 

jouer le rôle de donneur de glycosyle et le glucosyle acétylé 9, avec son hydroxyle libre en C6, est sensé 

jouer préférentiellement le rôle d’accepteur de glycosyle. Bien qu'en position anomérique le glucosyle 

9 possède le même groupe activant que le glucosyle 8, sa désactivation par l’acétate en C2 devrait 

l'empêcher de se comporter en tant que glycosyle donneur et de réagir sur lui-même par un 

homocouplage. Expérimentalement, seul le disaccharide 10 est obtenu et aucune trace du produit 

d’homocouplage 11 n’est observée, confirmant ainsi que le glycosyle 9 est désactivé et ne peut pas 
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jouer le rôle de donneur de glycosyle. Les auteurs soulignent bien ainsi l'impact du substituant en C2 

sur l'aspect armé/désarmé du donneur de glycosyle.  

 

 

Schéma 16 : Illustration de l’effet armé/désarmé (adapté de Fraser-Reid et al.174). 
 

 Le groupement 4,6-O-benzylidène est également connu pour désactiver le donneur de 

glycosyle. La présence du 4,6-O-benzylidène crée un système bicyclique de type décaline sur lequel il 

est peu favorable de former un carbocation plan du fait des contraintes stériques. Fraser-Reid et al.175 

expliquent qu'avec un telle contrainte de cycle, il est difficile pour le cycle de l'ose de passer d’une 

conformation chaise à demi-chaise. La barrière d’énergie d’activation du passage de la forme chaise à 

demi-chaise est beaucoup plus importante que dans le cas d'un donneur de glycosyle 4,6-di-O-benzyle 

(Figure 15). Ainsi un couplage glycosidique impliquant un donneur de glycosyle protégé en 4,6 par un 

benzylidène sera plus difficile que dans le cas d'un donneur de glycosyle per-benzylé. 

 

 

 

Figure 15 : Les barrières d’énergies d’activation du passage de la forme chaise à demi-chaise pour 
donneur de glycosyle 4,6-O-benzylidène et 4,6-di-O-benzyle. 

 

 Les groupements protecteurs ont donc une influence sur la réactivité du donneur et de 

l’accepteur de glycosyle. Certains groupements fonctionnels, comme les fonctions acides 

carboxyliques, ont également une influence considérable. Ce point sera abordé dans le paragraphe 

suivant. 
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2.5 Difficulté des couplages avec des acides uroniques 

 

 La fonction acide carboxylique en C5 (ou ester correspondant) désactive les partenaires du 

couplage glycosidique qu'ils soient donneur ou accepteur de glycosyle. Cette désactivation est 

notamment mise en évidence au travers des trois exemples de couplages illustrés dans le schéma ci-

dessous. (Schéma 17).176  

 

Schéma 17 : Trois exemples illustrant les difficultés observées lors de couplages glycosidiques 
impliquant des glycosyles esters. 

 

 Les trois couplages glycosidiques sont similaires : un galactosyle donneur fluoré en position 

anomérique est activé dans les conditions de Mukaiyama152 et mis en présence d'un galactosyle 

accepteur dont l'hydroxyle en 4 est libre. La seule variable est la position 5 des oses qui est soit un 

groupe ester CO2Me soit un CH2OAc. Le premier couplage glycosidique entre les deux partenaires 

neutres 12 et 13 (R = CH2OAc en C5) permet de former le disaccharide 14 attendu. Lorsque le partenaire 

galactosyle donneur 15, un galactosyle uronique (R = CO2Me en C5), est mis en réaction avec le même 

galactosyle donneur neutre 12, le disaccharide 16 n'est formé qu'avec 42% de rendement. Dans le cas 

du couplage entre deux partenaires acides 15 et 17, aucune formation du disaccharide n'est obtenue. 

Cette chute drastique de rendement lors de ces couplages confirme bien l'impact désactivant d'un 

groupe acide ou ester en position C5 des glycosyles sur la réactivité des partenaires. 

 

 Toutefois, un grand nombre de publications illustre la synthèse d’oligosaccharides acides avec 

d’excellents couplages. C’est le cas pour la synthèse du tétrasaccharide acide 26 décrit par Westman 

et son équipe177 (Schéma 18). Le premier couplage glycosidique implique le bromoiduronate de 

méthyle178 18 en tant que donneur de glycosyle et le thioglucopyranoside 19 comme accepteur de 

glycosyle. Le bromure 18 est activé par le triflate d’argent en présence de 2,6-di-tertbutyl-4-

méthylpyridine (DTBMP) dans le dichlorométhane. Le DTBMP, éponge à proton, permet de piéger les 

traces d’acides trifliques libérées dans le milieu. Le produit de couplage attendu est obtenu avec un 

rendement de 60% bien que le donneur de glycosyle soit désarmé en C2 par le groupement acétate. 

Ce dernier assure la stéréosélectivité 1,2-trans de la réaction. Dans le second couplage, l’ester 

thioéther donneur 21, désactivé par la présence du -OAc en C2, est mis en réaction avec l’accepteur 
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neutre 22 en présence de DMTST afin d’isoler le disaccharide 23 avec un très bon rendement de 80%. 

La stéréosélectivité est également assurée par le groupe participant en C2 (benzoyle). Enfin, le 

disaccharide accepteur 24, obtenu après la déprotection adéquate de 23, est mis en réaction avec le 

disaccharide thioéther 20 en présence de DMTST, et le tétrasaccharide protégé 25 est obtenu avec 

79%.  

 

 

Schéma 18 : Synthèse du tétrasaccharide 26. 
 

 Pour conclure, même si les glycosyles esters sont connus pour être moins réactifs, il est 

possible d’obtenir de bons rendements lors des couplages glycosidiques. Des optimisations sont 

systématiquement nécessaires pour préparer les produits de couplages avec les meilleurs rendements 

possibles. 

 

 Finalement, plusieurs paramètres sont modulables pour améliorer la stéréosélectivité, la 

réactivité ainsi que le rendement d’un couplage glycosidique. Il n'y a pas de règles empiriques qui 

permettent de définir exactement les conditions à utiliser en fonction d'un substrat donné. Seules des 

règles générales, comme celles présentées dans ce paragraphe, permettent de proposer des 

conditions de références initiales qui seront à optimiser et affiner en fonction des résultats 
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expérimentaux. C'est notamment pour cela que les couplages glycosidiques sont connus pour être très 

substrats dépendants. 

 

 Comme mentionné dans l’introduction, nous avons privilégié la synthèse du trisaccharide. La 

stratégie envisagée sera détaillée dans le paragraphe suivant. 

 Stratégie de synthèse des trois monomères du trisaccharide 

 

 La rétrosynthèse du trisaccharide 27 est présentée ci-dessous (Rétrosynthèse 2). 

 

Rétrosynthèse 2 : Voie rétrosynthétique du trisaccharide 27. 
 

 La rétrosynthèse du trisaccharide 27 propose classiquement deux couplages glycosidiques qui 

impliquent les unités Glc 28, GalA 29 et Gal 30. Les unités glucosyle Glc 28 et galactosyle Gal 30 seront 

respectivement impliquées en tant que glycosyle donneur et glycosyle accepteur. Quant à elle, l'unité 

galacturonique GalA 29 devra jouer le double rôle donneur/accepteur dans les deux couplages 

successifs. Logiquement ces unités proviendront de la fonctionnalisation de leur sucre parent 

commercial le D-(+)-glucose et le D-(+)-galactose.  

 Au sein du trisaccharide, l’unité Glc étant d’anomérie β, un groupe participant en position C2 

est nécessaire afin d'avoir la stéréosélectivité souhaitée lors du couplage. Une synthèse simple du 

glycosyle donneur Glc 28 a été proposée par per-acétylation qui permet d'installer le groupe 

participant acétate en C2 mais également d'avoir, en position anomérique, le groupe acétate qui est, 

en lui-même, un groupe activant et qui permet d'introduire facilement d'autres GA tels qu’un brome, 

un thioéther et un trichloroacétimidate. 

 L’unité Gal 30, accepteur de glycosyle, est impliquée dans la glycosylation par son hydroxyle 4. 

Un jeu de protection/déprotection est à prévoir afin de libérer l’hydroxyle 4. 
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 L’unité GalA 29 est la plus complexe des trois unités. Tous ses hydroxyles sont fonctionnalisés 

différemment : les hydroxyles 1 et 4 sont impliqués dans les liaisons glycosidiques au sein de la chaîne 

principale, l'hydroxyle en 3 participe à la liaison glycosidique avec la ramification di-glucuronique (GlcA-

GlcA), l'hydroxyle en 2 est sulfaté et l'hydroxyle en 6 doit être oxydé en acide carboxylique. Il faut donc 

des groupements protecteurs différents sur tous les hydroxyles afin qu’ils puissent être déprotégés 

indépendamment les uns des autres. De plus, un groupement participant en C2 est à exclure car la 

liaison formée après couplage est d’anomérie α. 

 

 Les unités GalA 29 et Gal 30 provenant de la fonctionnalisation du galactose, une synthèse via 

un intermédiaire commun 31 permettrait de diminuer le nombre d’étapes.  

Le cahier des charges pour l'intermédiaire commun 31 est le suivant : 

➢ Fonctionnalisation en 4 et 6 : 

 Il faut pouvoir libérer l’hydroxyle 4, impliqué dans une liaison glycosidique sur chacune des 

unités galactoses (GalA, Gal) et l’hydroxyle 6 qui est à oxyder en acide carboxylique sur l'unité 

galacturonique GalA alors qu’il est protégé sur l'unité Gal. Pour jouer facilement sur les OH en 4 et 6, 

le groupe protecteur 4,6-O-benzylidène est le plus adéquat. Un intermédiaire 4,6-O-benzylidène de 

type 32 permettra l’hydrolyse acide de l’acétal pour libérer le diol 33 dont l’hydroxyle primaire sera 

oxydé/estérifié pour conduire à l’unité 34 (Schéma 19). Sur cette unité, l'hydroxyle 4 est libre afin de 

participer au couplage glycosidique dans la suite de la synthèse. De plus, l'avantage considérable du 

4,6-O-benzylidène est de permettre, en fonction des conditions réactionnelles, de libérer 

régiosélectivement l'hydroxyle 4 ou 6. Ainsi, à partir de l'intermédiaire commun type 32, une ouverture 

réductrice en 6 conduit au motif 4-O-benzyléther 35 dont seul le OH en 6 est libre et qui pourra être 

un substrat modèle pour l'étude de l'étape d'oxydation/estérification en 6, connue comme une étape 

complexe. A l'inverse l'ouverture réductrice en 4 conduit au 6-O-benzyléther 37 motif constitutif de 

l’unité Gal, avec le OH en 4 de libre pour le couplage glycosidique  

 

 

Schéma 19 : Choix du groupement 4,6-O-benzylidène. 
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➢ Fonctionnalisation de la position anomérique ; choix de R1 : 

 Le groupe en position anomérique sur l'intermédiaire commun 31, d'après la Rétrosynthèse 2 

(cf p.49), devra être un groupe protecteur sur l'unité Gal 30 et devra être un groupe activant ou un 

groupe protecteur sur l'unité GalA 29 respectivement suivant son implication dans le couplage avec 

Glc 28 ou Gal 30.  

 Le groupement thiophényle (SPh) est un candidat de choix en tant que R1 puisqu'il répond au 

critère de "groupe protecteur", car il est stable dans de nombreuses conditions, et qu'il devient un bon 

groupe activant en présence de promoteurs adéquats. Un autre de ses avantages est d'être un 

précurseur pour l'introduction de différents groupements activant tel que F, Br, Cl, OH, TCA, OAc 

offrant ainsi un panel d'optimisations pour le couplage glycosidique si nécessaire. 

 

 Malgré ces avantages, un problème est à envisager lors du couplage glycosidique entre les 

unités GalA 29 (donneur de glycosyle) et Gal 30 (accepteur de glycosyle). Provenant du même 

intermédiaire commun, les deux unités auront un SPh en anomérique. Ce groupement activant étant 

présent sur l’accepteur de glycosyle, des réactions secondaires d’homocouplages risquent d'avoir lieu 

nécessitant des conditions réactionnelles particulièrement difficiles à maitriser.  

La seconde alternative pour le groupement R1 en anomérique est le groupement O-Allyle. Ce 

groupement étant uniquement un groupe protecteur, il faudra envisager des étapes supplémentaires 

de déprotection de l’hydroxyle anomérique/introduction du groupement activant (TCA ou SPh) sur 

l'unité GalA mais en contre-partie tout risque d'homocouplage serait ainsi évité. 

 

➢ Fonctionnalisation des hydroxyles en 2 et 3. 

 Seule l’unité GalA 29 doit posséder des groupements protecteurs différents sur les hydroxyles 

2 et 3 afin de permettre une sulfatation sélective en 2 et le couplage glycosidique en 3. Des protections 

différentes des unités GalA 29 et Gal 30 sont à envisager, et par conséquent, les deux hydroxyles seront 

laissés libres sur l’intermédiaire commun. 

 

 En conclusion, l'intermédiaire commun envisagé sera un dérivé 4,6-O-benzylidène-β-D-

galactopyranoside qui sera décliné en deux séries suivant la nature du groupe R1 en anomérique. Les 

appellations "série SPh" et "série -OAll" seront trivialement utilisées pour simplifier la nomenclature 

des dérivés. Ainsi, l'intermédiaire commun en série -SPh est suivant une nomenclature rigoureuse le 

phényle 4,6-O-benzylidène-β-D-galactopyranoside 31a et l'intermédiaire commun en série -OAll est 

l’allyl 4,6-O-benzylidène-β-D-galactopyranoside 31b (Schéma 20). 
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Schéma 20 : L'intermédiaire commun 31 en série -SPh et -OAll. 
 

 Le choix de l’intermédiaire commun étant expliqué, les synthèses des unités galactose Gal 30 

et acide galacturonique GalA 29 seront détaillées dans les paragraphes suivants. 

 Synthèse de l’unité galactose Gal 30 

 

 Pour rappel, l'unité galactose Gal 30 doit avoir seulement l'hydroxyle de libre en 4 pour 

permettre le couplage glycosidique avec l'unité galacturonique GalA 29. Les hydroxyles en 2 et 3, 

n'étant pas fonctionnalisés sur le trisaccharide, ils seront protégés de façon identique sous forme 

d'éthers benzylés. Outre leur stabilité, le choix de ces groupements s'explique par la synthèse 

envisagée via l'intermédiaire clé 4,6-O-benzylidène qui, en une seule étape d'ouverture réductrice, 

permet de déprotéger l'hydroxyle en 4 tout en générant l'éther de benzyle en 6. Ainsi, les hydroxyles 

de l'unité galactose Gal 30 pourront être libérés simultanément par hydrogénolyse lors de l’étape de 

déprotection finale. 

 

 Deux étapes seront donc à envisager à partir de l'intermédiaire commun 31 pour élaborer 

l'unité Gal 30 (Schéma 21) : la di-benzylation des hydroxyles en 2/3 et l'ouverture réductrice de l'acétal 

4,6-O-benzylidène 

 

 

Schéma 21 : Synthèse de l’unité Gal 30 en série SPh et OAll. 
 

 Au préalable de la description de ces deux étapes conduisant à l'unité Gal 30, la synthèse de 

l'intermédiaire commun en série -SPh et -OAll sera détaillée.  
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4.1 Synthèse de l'intermédiaire commun 31 

 

 La rétrosynthèse de l’intermédiaire 31 est représentée ci-dessous (Rétrosynthèse 3).  

 

 

Rétrosynthèse 3 : Rétrosynthèse de l’intermédiaire commun 31. 
 

 L'intermédiaire commun 4,6-O-benzylidène 31 peut être obtenu par acétalisation 

régiosélective du galactosyle libre 39 qui peut être préparé facilement à partir du β-D-galactose 

pentaacétate commercial quel que soit la série. Dans le cas de la série -OAll, l’allylgalactopyranoside 

39b peut être obtenu en une seule étape par glycosylation de Fischer à partir du D-(+)-Galactose. 

 

4.1.1 Synthèse de l’allylgalactopyranoside 39b via la glycosylation de Fischer 

 

 L’avantage de la glycosylation de Fischer est que les hydroxyles n’ont pas besoin d’être 

protégés. 

 

 

Schéma 22 : Synthèse de l’allylgalactopyranoside 39b dans les conditions de Fischer 
 

 La préparation de l’allylgalactopyranoside 39b par une glycosylation de Fischer a été réalisée 

en suivant les conditions décrites par Zhao179 et Otey180. Le D-(+)-Galactose commercial est mis en 

réaction en présence d’une quantité catalytique d’acide sulfurique concentré au reflux de l’alcool 

allylique. L’alcool allylique joue à la fois le rôle de solvant et de l’accepteur de glycosyle. La réaction 

est régiosélective mais non stéréospécifique car une fois l’oxocarbénium plan formé dans le milieu, 

l’attaque de l’alcool allylique est possible aussi bien sur la face α que sur la face β (cf Schéma 8 p.37). 

Lors du suivi de la réaction sur plaque CCM, la formation des deux anomères et de plusieurs sous-

produits est observée. Différents essais de purifications ont été réalisés pour séparer les deux 

anomères sans succès (Cristallisation, purification sur gel de silice). Finalement, 
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l’allylgalactopyranoside 39b a été isolé sous la forme du mélange des deux anomères (ratio non 

déterminable en RMN) avec un rendement de 40% après purification du gel de silice.  

 

 Au vu du faible rendement, des difficultés de purification et de l’impossibilité à séparer les 

deux anomères, cette voie a été abandonnée. La synthèse de l’allylgalactopyranoside 39b a été étudiée 

via la O-glycosylation du β-D-galactose pentaacétate commercial.   

 

4.1.2 Synthèse du thiophénylgalactopyranoside 39a et de 

l’allylgalactopyranoside 39b via la glycosylation du β-D-

galactose pentaacétate commercial 

 

 A partir du β-D-galactose pentaacétate, les étapes de synthèse sont les mêmes en série -SPh 

et -OAll. La première étape est une glycosylation (S-glycosylation en série -SPh et O-Glycosylation en 

série -OAll) et la seconde étape est la déprotection de tous les hydroxyles du sucre. Préparer le 

thiophénylgalactopyranoside 39a et l’urgalactopyranoside 39b à partir du β-D-galactose pentaacétate 

permet de s’assurer de la stéréosélectivité de la réaction car la présence du groupement participant 

acétate en C2 induit un contrôle 1,2-trans lors de la glycosylation (cf Schéma 9 p.38).  

 

 

Schéma 23 : Synthèse du thiophénylgalactopyranoside 39a et de l’allylgalactopyranoside 39b à partir 
du β-D-galactose pentaacétate. 

 

 Le β-D-galactose pentaacétate commercial est activé par l’éthérate de trifluorure de bore dans 

le dichlorométhane en présence de thiophénol181, en série –SPh, ou en présence de l’alcool allylique182, 

en série –OAll (Schéma 23). Le thiophénylgalactopyranoside acétylé 40a est précipité dans un mélange 

acétate d’éthyle/cylclohexane. Après filtration et séchage sous vide, le produit 40a est isolé avec un 

rendement de 96% et une excellente stéréosélectivité. En série -OAll, l’anomère β majoritaire et des 

traces de l’anomère α sont observés dans le brut réactionnel lors de l’analyse RMN. La formation de 

l’anomère α s’explique par l’existence minoritaire de l’intermédiaire oxocarbénium, par rapport à 

l’acétoxocarbénium, après l’activation par le promoteur (cf Schéma 9 p.38). L’allylgalactopyranoside 
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acétylé 40b est jugé suffisamment pur pour être engagé dans l’étape suivante sans purification 

intermédiaire. 

 La déprotection des hydroxyles a lieu en suivant les conditions de Zemplén. Les galactosyles 

acétylés 40 sont solubilisés dans le méthanol en présence d'une solution de méthanolate de sodium 1 

M dans le MeOH fraîchement préparée††. Le milieu réactionnel est neutralisé avec la résine acide 

Amberlite® IR120. Après filtration et évaporation, le thiophénylgalactopyranoside 39a est obtenu avec 

un rendement de 96% et l’allylgalactopyranoside 39b est isolé avec un rendement quantitatif (en 

prenant en compte les traces de l'anomère α toujours présentes). Dans les deux séries, les galactosyles 

39 sont préparés avec une pureté suffisante pour être engagés sans purification dans l'étape suivante. 

 

 A ce stade, les intermédiaires thiophénylgalactopyranoside 39a et l’allylgalactopyranoside 39b 

ont été synthétisés. L’introduction du groupement 4,6-O-benzylidène sera l’étape suivante afin de 

préparer l’intermédiaire commun 31. 

 

4.1.3 Introduction du groupement 4,6-O-benzylidène 

 

 Avant de présenter les résultats obtenus lors de la formation de l’intermédiaire commun 31, 

deux conditions d’introduction du groupement 4,6-O-benzylidène seront brièvement présentées dans 

le prochain paragraphe. 

 

4.1.3.1 Méthodes d’introduction 

 

 L’acétal 4,6-benzylidène est classiquement utilisé en glycochimie car il permet la protection 

simultanée du diol 4,6. Ici, deux méthodes d’introduction de ce groupement seront illustrées (Schéma 

24).  

 
†† Les solutions de MeONa sont systématiquement fraichement préparées par dissolution du sodium dans le 
méthanol. 
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Schéma 24 : Les deux principales méthodes d’introduction de l’acétal 4,6-O-benzylidène 
benzaldéhyde, ZnCl2 ou AL (conditions A) et BDMA, catalyse acide (conditions B).  

 

 Deux méthodes sont principalement décrites pour introduire le groupement 4,6-O-

benzylidène : en présence (i) de benzaldéhyde et de ZnCl2
183 (ou autre acide de Lewis) (Conditions A) 

ou (ii) de l’acétal diméthylique du benzaldéhyde (BDMA) et d’une catalyse acide (APTS, CSA) dans le 

diméthylformamide184 ou l’acétonitrile185 (Conditions B). Dans les conditions A, de l’eau est libérée 

dans le milieu lors de la formation de l’acétal rendant la réaction réversible. Pour limiter cet équilibre, 

le benzaldéhyde est généralement utilisé comme solvant et un desséchant peut également être ajouté 

au milieu réactionnel pour piéger l’eau formée. Les conditions B sont une alternative intéressante aux 

conditions précédentes car, en présence de l’acétal diméthylique du benzaldéhyde, le sous-produit de 

réaction est le méthanol et la réaction d'acétalisation est alors beaucoup moins réversible.  

 

4.1.3.2 Résultats  

 

 Plusieurs essais d’acétalisation des galactosyles 39 ont été réalisés en utilisant les conditions 

précédemment décrites. Trois paramètres ont été étudiés : la nature du réactif (benzaldéhyde et 

BDMA), de l’acide Lewis (APTS et CSA) et en présence ou non de desséchant.182,186 Différentes 

méthodes de purifications ont été utilisées (chromatographie sur gel de silice et recristallisation dans 

le méthanol). Les conversions et les rendements sont apparus peu reproductibles (25% à 76%). 

Finalement, la faible reproductibilité a été attribuée à de l'eau résiduelle fortement associée aux 

galactosyles sous leur forme solide. Finalement, il est indispensable de sécher les galactosyles 39 au 

moins 24 h au dessiccateur sous vide et en présence de P2O5 afin de pouvoir effectuer l'acétalisation 

de façon reproductible et avec de bons rendements. Dans les conditions optimales, le diol 4,6 39 est 

mis en présence de l’acétal diméthylique du benzaldéhyde (1,8 eq.) et d’acide camphorsulfonique 

(0,05 éq) dans l’acétonitrile (Schéma 25). En suivant ces conditions, le 4,6-O-

benzylidènethiophenylgalactopyranoside 31a et l’allyl 4,6-O-benzylidènegalactopyranoside 31b ont pu 

être isolés après recristallisation dans le méthanol avec des rendements respectifs de 91% et 95% (c'est 

lors de cette étape de cristallisation que l'anomère α en série -OAll est éliminé).  
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Schéma 25 : Condition optimale pour la formation de l’intermédiaire commun 30 en série SPh et en 
série OAll. 

 

 En conclusion, l’intermédiaire commun 31 a été préparé en 3 étapes avec un rendement global 

de 87% en série -SPh et de 95% série -OAll. Les deux dernières étapes de synthèse, benzylation et 

ouverture réductrice, permettant d’accéder aux unités galactoses Gal 30 en série -SPh et -OAll seront 

présentées dans la partie suivante. 

 

4.2 Synthèse des unités galactoses 30 en série -OAll et -SPh 

 

 Avec l'intermédiaire clé 31 entre les mains dans les deux séries, seules deux étapes sont 

nécessaires pour préparer l'unité Gal 30 et, comme déjà mentionné précédemment dans le Schéma 

21 (cf p.52), la première étape est la protection des hydroxyles libres sous forme d'éther de benzyle.  

 L'intermédiaire commun 31 est mis en présence d'hydrure de sodium et de bromure de 

benzyle dans un mélange N,N-diméthylformamide/tétrahydrofurane en ratio 1 : 1 (Schéma 26). 

 

Schéma 26 : Benzylation en 2 et 3 sur le 4,6-O-benzylidènethiophenylgalactopyranoside 31a et l’allyl  
4,6-O-benzylidènegalactopyranoside d'allyle 31b 

 

 Après traitement classique (hydrolyse/extraction), le galactopyranoside d’allyle benzylé 38b 

est isolé avec un rendement de 96% brut et sa pureté, estimée par RMN, est suffisante pour ne pas 

nécessiter de purification.  

 Quant au thiophénylgalactopyranoside benzylé 38a, il précipite lors du traitement aqueux. 

Après filtration et séchage sous vide, le thiophénylgalactopyranoside benzylé 38a pur est isolé avec un 

rendement de 95%. 
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 L'étape suivante de la synthèse est l’ouverture réductrice régiosélective du 4,6-O-benzylidène. 

Un court rappel bibliographique sur l'ouverture réductrice de cet acétal fera l'objet du prochain 

paragraphe, avant de présenter nos résultats.  

 

4.2.1 Rappel sur l’ouverture réductrice et sur l’hydrolyse de 

l’acétal 4,6-O-benzylidène  

 

 Comme pour tout acétal, les conditions les plus connues pour déprotéger le diol correspondant 

est l'hydrolyse acide. L'acétal 4,6-O-benzylidène peut également subir une ouverture réductrice qui 

est régiosélective suivant les conditions opératoires (Schéma 27) : 

 

 

Schéma 27 : Les possibilités de déprotection des hydroxyles 4 et 6 de l’acétal 4,6-O-benzylidène. 
 

 L’acétal 4,6-O-benzylidène peut être hydrolysé en milieu acide en présence d’AcOH187, TFA188 

ou APTS189 afin de libérer le diol 4,6. Comme tous les groupements de types benzyles, il est aussi 

sensible à l’hydrogénolyse en présence de Pd/C190 sous atmosphère de dihydrogène pour donner le 

diol 4,6. 

 

 L’ouverture réductrice du groupement 4,6-O-benzylidène permet soit de libérer l’hydroxyle 4 

en formant le 6-O-benzyléther, soit de former le 4-O-benzyléther en laissant libre l’hydroxyle 6. Depuis 

les années 70, les ouvertures réductrices du 4,6-O-benzylidène sont de plus en plus illustrées dans la 

littérature (Figure 16) avec de plus ou moins bonnes régiosélectivités (Figure 17). 
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Figure 16 : Articles publiés sur les différentes méthodes développées pour l’ouverture régiosélective 
de l’acétal 4,6-O-benzylidène (Ohlin et al.191). 

 

 

Figure 17 : Régiosélectivité observée pour l’ouverture du méthyle 2,3-di-O-benzyl-4,6-O-
benzylideneglucopyranoside (adapté de Ohlin et al.191). 

 

 De manière générale, les ouvertures réductrices ont lieu en présence d’un hydrure et d’un 

acide de Lewis ou de Bronsted. A titre d’exemple, le régioisomère 4-O-benzyléther peut être préparé 

dans les conditions LiAlH4-AlCl3 développées par Gorin et Lipták (Figure 17, entrée 3). 192,193 La 

combinaison NaBH3CN/HCl/THF, developpée par Garegg, permet de préparer le régioisomère 6-O-

benzyléther (Figure 17, entrée 9).194,195 Dans ces deux exemples, l’utilisation d’un acide de Lewis donne 

accès au 4-O-benzyléther tandis que le 6-O-benzyléther est obtenu en présence d’un acide de 

Brönsted. La régiosélectivité serait due à la différence d’encombrement stérique entre l’acide de Lewis 

et l’acide de Bronsted. Garegg a proposé un mécanisme pour expliquer la différence de régiosélective 

observée en fonction de la nature de l’acide utilisé (Schéma 28).191  
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Schéma 28 : Régiosélectivité de l’ouverture réductrice de l’acétal benzylique en présence d’un acide 
de Lewis (voie rouge) ou d’un acide de Brönsted (voie bleu) (adapté de Ohlin et al.191). 

 

 L’acide de Lewis, AlCl3, aurait plutôt tendance à se complexer avec l'oxygène en C6 moins 

encombré. L’oxonium formé fragilise la liaison Ph-C-O6⊕ qui finit par se rompre, et l’hydrure réduit la 

double liaison. Ainsi, le régioisomère 4-O-benzyléther est formé et l’hydroxyle 6 est libre. A l’inverse, 

l’acide de Brönsted, HCl, se complexerait avec l’O4, légèrement plus basique. Ce qui expliquerait 

pourquoi le régioisomère 6-O-benzyléther est formé en présence d’un acide de Brönsted. 

 

 L’association de l’hydrure BH3.NMe3 avec un acide de Lewis comme AlCl3 donne des 

régiosélectivités différentes en fonction du solvant utilisé.196 Dans le toluène, l’éther 4-O-benzyléther 

est formé (Figure 17, entrée 5) tandis que l’éther 6-O-benzyléther est obtenu dans le THF (Figure 17, 

entrée 8). Ellervik a décrit le mécanisme ci-dessous pour expliquer la différence de régiosélectivité 

observée (Schéma 29).197 

 

Schéma 29 : Mécanisme réactionnel de l’ouverture réductrice de l’acétal 4,6-O-benzylidène en 
présence du couple BH3·NMe3/AlCl3 dans le THF (adapté de Ellervik et al.197). 

 

 Dans le THF, solvant polaire, AlCl3 est solvaté et son électrophilie est diminuée. L’espèce la plus 

électrophile du milieu devient le complexe BH3.NMe2. L’oxygène en C6 vient chélater le complexe 



Chapitre 2 : Synthèse de séquences oligosaccharidiques de l’unité répétitive de l’EPS natif 

 

61 

BH3.NMe2 et le dissocie. Ensuite, une deuxième molécule de AlCl3 chélate l’oxygène en C4, rompant 

ainsi la liaison O4-C-Ph. L’hydrure réduit alors l’oxocarbénium pour former le régioisomère 6-O-

benzyléther. A contrario, AlCl3 est l’espèce la plus électrophile dans un solvant apolaire comme le 

dichlorométhane car il n’est pas solvaté et le même mécanisme que celui décrit par Garegg avec 

AlCl3/LiAlH4 a lieu (Schéma 28, voie bleu). Ce qui explique la formation du 4-O-benzyléther avec la 

combinaison BH3.NMe2/AlCl3 dans le dichlorométhane (Figure 17, entrée 5). Ce mécanisme a été 

confirmé par RMN du 11B dans le THF-d8. Au cours de la réaction, le pic correspondant au complexe 

Me3N.BH2 n’est pas observé mais la formation du BH2 est, elle, constatée. Ces observations RMN sont 

en accord avec la dissociation du complexe BH3.NMe2 dans les conditions BH3.NMe2/AlCl3 dans le THF. 

 

 En conclusion, plusieurs conditions sont décrites pour former le 4-O-benzyléther et le 6-O-

benzyléther. Les conditions les plus courantes pour préparer le 4-O-benzyléther sont BH3.THF/AlCl3 

dans le THF et LiAlH4/AlCl3 dans l’éther (Schéma 30). Pour former le 6-O-benzyléther, les conditions les 

plus utilisées sont NaCNBH3/HCl dans le THF et l’éther, BH3.NMe3/AlCl3 dans le THF et Et3SiH/AL dans 

l’éther. 

 

Schéma 30 : Conditions les plus utilisées pour former le 4-O-benzyle et le 6-O-benzyle. 
 

 Les méthodes d’ouverture réductrice du 4,6-O-benzylidène ont été revues. Les résultats 

obtenus lors de l’ouverture réductrice en 4 du thiophénylgalactopyranoside benzylés 38a et de 

l’allylgalactopyranoside benzylé 38b seront présentés dans le prochain paragraphe. 

 

4.2.2 Résultat ouverture réductrice en 4  

 

 Les unités galactosyles Gal 30 série -SPh et série –OAll ont l’hydroxyle 4 de libre. La 

combinaison NaBH3CN/HCl/THF a été choisie car elle permet la formation du régioisomère 6-O-

benzyléther (Figure 17, entrée 9).194,198 
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 L’ouverture réductrice du thiophénylgalactopyranoside benzylé 38a a lieu en présence de 

NaBH3CN, d’une solution d’HCl 4 M dans le 1,4-dioxane et de l’orange de méthyle dans le THF (Schéma 

31). 

 

 

Schéma 31 : Synthèse de l’unité galactosyle 30 en série SPh. 
 

 NaBH3CN est introduit dans le milieu en amont de la solution d’acide chlorhydrique. Lors de 

l’ajout de la solution d’acide, un fort dégagement gazeux, correspondant à H2, est observé. L’ajout de 

cette solution doit être poursuivi jusqu’à pH ~3, le pH optimal de la réaction.191 En effet, la première 

étape du mécanisme de la réaction est la chélation du O4 par le proton issu de l’acide de Brönsted (cf 

Schéma 28 p.60). L’orange de méthyle, aussi nommé hélianthine, permet de contrôler le pH du milieu 

en virant à pH ~3/4. La réaction mène à unité galactosyle 30a avec 62% de rendement. 

 Ces conditions d’ouverture réductrice sont appliquées à l’allyl 4,6-O-

benzylidènegalactopyranoside 41. Curieusement, la formation de l’allylgalactopyranoside 30b n’est 

pas observée et seul un mélange complexe de produits de dégradation est obtenu. L’hypothèse émise 

est que la double liaison de l’allyle n’est pas compatible avec les conditions précédentes. La double 

liaison pourrait être sensible à la présence d’une quantité importante d’acide. 

 

 Les conditions ont donc été revues en diminuant les nombres d’équivalents d'acide et en 

supprimant l’orange de méthyle dont la fonction acide sulfonique pourrait activer la double liaison et 

perturber la réaction. De plus, un desséchant a été ajouté dans le milieu afin d'exclure tout risque 

d'hydrolyse de l'acétal. (Schéma 32).  

 

 

Schéma 32 : Synthèse de l’unité galactosyle 30 en série OAll. 
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 Le nombre d’équivalents de NaBH3CN est diminué de 10 à 7,8 et celui d’HCl de 27 à 10. Dans 

ces conditions, l’unité allylgalactopyranoside 30b est isolée avec un rendement de 60% 

 

 Les deux unités galactosyles 30 série -SPh et série -OAll ont été préparées en 5 étapes avec des 

rendements globaux respectifs de 51% et 52%. La synthèse de l’unité GalA fera l’objet de la prochaine 

partie. 
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 Synthèse de l’unité acide galacturonique GalA 29 

 

 L’unité GalA sera obtenue en trois étapes à partir de l’intermédiaire commun 31a (Schéma 

33) : protection des hydroxyles 2 et 3, hydrolyse de l’acétal, oxydation/estérification de l’hydroxyle 

primaire. L’unité GalA possèdera en anomérique un groupement -SPh stable mais aussi activable en 

présence du promoteur adéquat lors d’un couplage glycosidique. 

 

Schéma 33 : Stratégie de synthèse de l’unité GalA 
 

 Les hydroxyles 2 et 3 peuvent être protégés de la même façon. Ainsi, des standards analytiques 

non sulfatés pourront être préparés. Dans cette optique, l’unité GalA 29A pourra être obtenue à partir 

du thiophénylgalactopyranoside benzylés 38a déjà préparé lors de la synthèse de l’unité Gal 30a en 

série *SPh (cf paragraphe 4 p. 52). 

 La préparation du trisaccharide uniquement sulfaté en O2 sur le GalA nécessite que l’unité GalA 

soit fonctionnalisée différemment sur ses hydroxyles 2 et 3. Lors de la synthèse de l’unité GalA 29c à 

partir de l’intermédiaire commun 31a, iI faudra jouer sur la différence de réactivité qui existe entre les 

hydroxyles 2 et 3 pour les protéger différemment. 

 

 Finalement, deux unités GalA seront préparées qui ne varieront que par la nature des groupes 

protecteurs en 2 et en 3. La première sera l’acide galacturonique 29a dibenzylé en 2 et 3 et la seconde 

sera l’acide galacturonique 29c fonctionnalisé différemment sur les hydroxyles 2 et 3. La synthèse des 

diols 4,6 41a et 41c, substrats précurseurs des acides galacturoniques 29a et 29c, sera détaillée dans 

le paragraphe suivant. 

 

5.1 Synthèse des substrats galactosyles devant subir l’étape 

d’oxydation à partir de l’intermédiaire commun 31a 

 

 La première étape est la protection du diol 2,3 de l’intermédiaire commun 31. La synthèse du 

dérivé dibenzylé 38a a déjà été présentée dans le paragraphe 4 p. 52.  

 Le thiophénylgalactopyranoside 38c doit posséder des groupements protecteurs différents sur 

ses hydroxyles 2 et 3. Les acétals stanniques permettent de jouer sur la différence de réactivité qui 
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existe entre deux hydroxyles.199,200 Formés intermédiairement, ils permettent la O-alkylation de 

l’hydroxyle le plus réactif en présence d’un électrophile. Dans le cas d'un hydroxyle axial et d'un 

équatorial, l'hydroxyle équatorial, plus réactif, est majoritairement protégé. Dans le cas de deux 

hydroxyles équatoriaux, si l'un a, sur le carbone voisin, un groupement -OR axial alors sa réactivité est 

légèrement supérieure et il sera majoritairement protégé.199 Dans le cas du 4,6-O-

benzylidènegalactopyranoside 31a, l’hydroxyle 3, ayant le groupe voisin "O4-acétal" en axial, sera 

préférentiellement alkylé. (Schéma 34). 

 

 

Schéma 34 : O-alkylation régiosélective de l’acétal stannique. 
 

 Sur l’intermédiaire commun 4,6-O-benzylidènegalactopyranoside 31a, l’hydroxyle 3 sera 

protégé sélectivement en éther de benzyle en passant par un acétal stannique et un groupement p-

méthoxybenzyle sera introduit sur l’hydroxyle 2 (Schéma 35).  

 

 

Schéma 35 : Monobenzylation sélective de l’intermédiaire commun 31a en passant par l’acétal 
stannique puis insertion du p-méthoxybenzyle sur l’hydroxyle 2 

 

 Le diol 2,3 31a est fonctionnalisé en acétal stannique en présence de l’oxyde de dibutylétain 

dans le méthanol. Le suivi de la réaction n’est pas simple sur plaque CCM car les acétals stanniques 

s’hydrolysent en milieu acide. La réaction a donc été laissée sous agitation pendant 15 h pour s’assurer 

de la formation de l’acétal. Après évaporation, le brut réactionnel est directement introduit en 

condition de benzylation sans purification intermédiaire afin d’éviter l’hydrolyse de l’acétal formé sur 

gel de silice. L’oxygène en 3 est protégé en présence de bromure de benzyle, de fluorure de césium 

dans le N,N-diméthylformamide. Lors du traitement, l'hydrolyse du milieu réactionnel induit la 

précipitation du produit de benzylation 42, qui est isolé par filtration avec un rendement 90%. Ensuite, 

l’hydroxyle 2 du dérivé monobenzylé 42 est protégé sous forme d'éther de p-méthoxybenzyle en 

présence d’hydrure de sodium et de chlorure de p-méthoxybenzyle dans le N,N-diméthylformamide. 
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Le produit 38c précipite également lors du traitement aqueux et il est isolé avec un rendement de 94% 

et directement introduit dans la réaction suitvante sans purification. 

 

 La dernière étape consiste à hydrolyser les acétals 38a et 38c dans une solution aqueuse 

d’acide acétique pour conduire aux diols 4,6 attendus. (Schéma 36). 

 

 

Schéma 36 : Hydrolyse de l’acétale 4,6-O-benzylidène. 
 

 L’hydrolyse de l’acétal 38a demande un temps de réaction à 80°C de 5 h alors que seulement 

30 min sont nécessaires pour hydrolyser 38c.Dans ces conditions, les diols 4,6 41a et 41c sont isolés 

avec des rendements respectifs de 65% et 62% après purification sur gel de silice.  

 

 Les deux substrats précurseurs de l’étape d’oxydation sont maintenant entre nos mains. A 

partir de l’intermédiaire commun 31a, le galactosyle dibenzylé 41a a été préparé avec un rendement 

global 57% sur 2 étapes, et le galactosyle 41c a été obtenu en 3 étapes avec un rendement global de 

53%. L’étape suivante sera l’oxydation de l'hydroxyle primaire des diols précurseurs. Avant de détailler 

cette étape, une petite introduction présentera les méthodes d’oxydation des hydroxyles primaires en 

acides carboxyliques. 

 

5.2 Rappel sur les méthodes d’oxydation 

 

 Les conditions d’oxydation d’un hydroxyle primaire en acide carboxylique classiquement 

utilisées en chimie organique sont applicables en glycochimie. La difficulté est de pouvoir être sélectif 

de l’hydroxyle primaire à oxyder en présence de groupement fonctionnels sensibles comme un 

hydroxyle primaire, un atome de soufre ou une liaison glycosidique. 

 L’hydroxyle primaire est directement oxydable en acide carboxylique en présence de dérivés 

du chrome tels que le réactif de Jones201 ou de Collins (PDC) ainsi qu’en présence de TEMPO/diacétate 

d’iodobenzène (BAIB) 202 ou de TEMPO/NaOCl203 (Schéma 37).  
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Schéma 37 : Méthodes d’oxydations directes d’un hydroxyle primaire en acide carboxylique. 
 

 Le TEMPO présente l’avantage d’oxyder sélectivement un hydroxyle primaire par rapport à un 

hydroxyle secondaire.204 Les conditions PDC, Ac2O, alcool ont la particularité de générer directement 

l’ester correspondant à l’alcool (le réactif) mis en réaction.205,206 Par exemple, si le méthanol est utilisé, 

l’ester méthylique sera formé. 

 Dans le cas d’un di- ou oligosaccharide, les conditions d’oxydations directes de l’hydroxyle 

primaire en acide carboxyle sont parfois trop dures pour la ou les liaison(s) glycosidique(s) présente(s). 

Auquel cas, une oxydation douce et séquentielle (alcool primaire en aldéhyde puis en acide 

carboxylique) du di- ou de l’oligosaccharide en acide uronique correspondant pourra être préférée 

(Schéma 38).  

 

 

Schéma 38 : Méthodes d’oxydations séquentielles d’un hydroxyle primaire en acide carboxylique en 
passage par l’aldéhyde. 

 

 Des conditions douces à l’instar des oxydations de Swern207, Dess-Martin208 et Pfitzner-

Moffat209 permettent de limiter les réactions secondaires vraisemblablement obtenues avec une 

oxydation forte à l’image de l’oxydation de Jones. L’aldéhyde formé est généralement converti en 

acide carboxylique dans les conditions d’oxydation de Pinnick210. 

 

 En glycochimie, plusieurs exemples de la littérature illustrent l’oxydation sélective de 

l’hydroxyle primaire en présence de TEMPO/BAIB sur des glycosyles présentant des hydroxyles 

secondaires libres et/ou des groupements de type thioéther.211–214 Ces conditions sont les plus 

adaptées à nos substrats. Nos substrats clés à oxyder (cf Schéma 33 p.64) possèdent un hydroxyle 

secondaire libre et un groupe thioéther, tous deux susceptibles de s'oxyder. Afin de limiter les 

difficultés de mise au point de l'oxydation, un substrat modèle le 2,3,4-tri-O-
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benzylthiophénylgalactopyranoside 41d a été envisagé afin de tester les conditions 

d'oxydation/estérification. La fonction thioéther a volontairement été gardée en compétition avec 

l'hydroxyle primaire afin de s'assurer de sa compatibilité/ou non avec les conditions d'oxydation. Le 

substrat modèle 41d sera facilement préparé en une seule étape par l'ouverture réductrice 

régiosélective de l’acétal du dérivé dibenzylé 38a (Schéma 39).  

 

 

Schéma 39 : Substrat modèle pour l’étape d’oxydation. 
 

 L’unité GalA 29d obtenue sera par ailleurs un glycosyle donneur intéressant pour nos 

couplages glycosidiques.  

 La synthèse du substrat modèle et les essais d’oxydation seront présentés dans le prochain 

paragraphe. 

 

5.3 Synthèse du substrat modèle et oxydation 

 

 Lors de la première étape, qui est l’ouverture réductrice du 4,6-O-benzylidène, le couple acide 

de Lewis/hydrure est à choisir en fonction de la régiosélectivité souhaitée (cf paragraphe 4.2.1 p. 58). 

L’ouverture réductrice de l’acétal 38a a lieu en présence de triflate de cuivre II et du complexe BH3.THF 

en solution dans le THF (cf Figure 17, entrée 3 p.59).215 Après purification, le substrat modèle 41d est 

isolé avec un rendement de 83% (Schéma 40). 

 

Schéma 40 : Synthèse de l’ester tribenzyle 29d. 
 

 Les essais d’oxydation/estérification du substrat modèle 41d sont regroupés dans le Tableau 

4. 
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Tableau 4 : Essais d’optimisation du substrat modèle 41d.  

Essai Oxydation (eq.) 

(2,5 eq. BAIB, 0,2 eq. TEMPO) 

Estérification (eq.) 

(eq., eq., DMF) 

Rdts 

Isolé (oxydation/ 

estérification)  AcOH Solvant Rdt isolé 

(43) 

MeI K2CO3 Rdt isolé 

(29d) 

1 --- DCM/H2O 42% 
 

 --- --- 

2 --- --- --- 2,5 5 63% 26% 

3 --- DCM/H2O/tBuOH --- 2,5 5 --- 38%  

4 2 DCM/H2O/tBuOH 50%   ---  

5 2 DCM/H2O/tBuOH --- 2,5 5 --- 57% 

6 2 DCM/H2O/ACN --- 2,5 5 --- 29% 

 

 En glycochimie, les réactions d’oxydation de l’hydroxyle primaire en acide carboxylique avec 

le couple BAIB/TEMPO ont généralement lieu dans les conditions suivantes : BAIB (2,5 eq), TEMPO (0,2 

eq) dans un mélange dichlorométhane/eau au ratio 2 : 1.211–213,216 Appliquées au substrat modèle 41d, 

ces conditions ont permis d’isoler l’acide 43 attendu avec un rendement de 42% après purification sur 

gel de silice (Tableau 4, entrée 1). L’acide 43 est estérifié en présence d’iodure de méthane et de 

carbonate de potassium dans le DMF avec un rendement correct de 63% (Tableau 4, entrée 2). L’ester 

tribenzyle 29d est donc obtenu avec un rendement de 28% sur les étapes d’oxydation et 

d’estérification. Si le rendement obtenu lors de l’étape d’estérification est satisfaisant, les 42% de 

l’étape d’oxydation peuvent être améliorés. 

 Les conditions de solvant DCM/eau (2 : 1) utilisées induisent un milieu biphasique pouvant être 

défavorable à la réactivité. Afin d’améliorer l’homogénéité du milieu, le terbutanol est ajouté au 

mélange précédent dans les proportions suivantes :  DCM/H2O/tBuOH 1 : 1 : 0,5 (Tableau 4, entrée 

3).217 Il a également été choisi dans cet essai de ne pas purifier l'acide et d'effectuer l'estérification sur 

le brut réactionnel. L’ester tribenzylé 29d est alors obtenu avec 38% de rendement qui offre donc une 

amélioration de 10% comparativement au rendement combiné de 26% obtenu précédemment 

(entrées 1 et 2). En deuxième optimisation, deux équivalents d’acide acétique sont ajoutés pour 

faciliter l’initiation de la réaction d’oxydation en permettant la catalyse de la dismutation du TEMPO. 

Afin de juger de l'efficacité de cette modification, l'acide a été purifié intermédiairement et le 

rendement obtenu est amélioré de 42 à 50% (entrée 4). Lorsque ces mêmes conditions sont appliquées 

sans purification intermédiaire de l'acide (entrée 5), le rendement de l’ester tribenzyle 29d est 

optimisé de 38% à 57%. Dans l'idée d'améliorer davantage l'homogénéité du milieu le terbutanol a été 

remplacé par l’acétonitrile mais cette modification entraîne une chute du rendement (de 57% à 29% - 

entrée 6). 

 

 En conclusion, l’étape d’oxydation est améliorée par l’addition de terbutanol et d'acide 

acétique. Compte tenu des difficultés de purification intrinsèques "liées" aux acides carboxyliques, il 
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semble plus judicieux de ne pas purifier l’acide carboxylique avant l’étape d’estérification, d’autant 

plus que les rendements isolés de l’ester 29d sont plus faibles lorsque l’acide est purifié. Les conditions 

d’oxydation optimales sont donc en présence de BAIB (2,5 éq.), TEMPO (0,2 éq.), AcOH (2 éq.) dans un 

mélange DCM/H2O/tBuOH au ratio 1 : 1 : 0.5 à température ambiante pendant 2 h. L’estérification a 

lieu en présence d’iodure de méthyle (2,5 éq.), et de carbonate de potassium (5,0 éq.) dans le DMF, à 

température ambiante pendant 1 h. Ces conditions ont permis d’obtenir l’ester tribenzyle 29d avec un 

rendement de 57%. 

 

 

 Ces conditions optimisées d’oxydation et d’estérification ont ensuite été appliquées aux diols 

4,6 41a et 41c (Schéma 41). 

 

 

Schéma 41 : Synthèse des unités acides galacturoniques 29a et 29c. 
 

 A chaque essai d'oxydation, que ce soit sur 41a ou 41c, les bruts réactionnels, analysés par 

RMN, montrent une conversion totale, peu d'impuretés et la masse de brut obtenue est en accord 

avec les masses attendues. Les acides 44a et 44c ne sont donc pas purifiés avant l'étape 

d'estérification. Les optimisations réalisées sur l'étape d'estérification sont présentées dans le Tableau 

5. 

 

Tableau 5 : Essais d’estérification des acides 44a et 44c.  
Entrée Acide brut 

engagé 
Agent de 

méthylation 
Base  solvant Temps Rdts 

1 44a MeI  
(2.5 eq.) 

K2CO3 

 (5 eq.) 
DMF 1 h 10% (29a) 

2 44a Me2SO4  
(1,4 eq.) 

K2CO3 

 (2 eq.) 
Acétone 15 h 33% (29a) 

3 44a CF3SO2OMe  
(1,4 eq.) 

K2CO3  

(2 eq.) 
Acétone 15 h 38% (29a) 

4 44a TMSCHN2  
(6 eq.) 

--- MeOH/THF 1 h 18% (29a) 

5 44c CF3SO2OMe  
(1,4 eq.) 

K2CO3  

(2 eq.) 
Acétone 15 h 42% (29c) 

 

 L’acide 44a intermédiairement obtenu est estérifié, dans les mêmes conditions que 

précédemment, en présence de MeI (2.5 éq.) et de K2CO3 (5 éq.) avec un rendement très faible de 10% 
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(Tableau 5, entrée 1). Trois autres agents de méthylations ont été testés : le sulfate de diméthyle218 

(Tableau 5, entrée 2), le méthyle triflate (Tableau 5, entrée 3) et triméthylsilyldiazométhane219 

(Tableau 5, entrée 4). Le meilleur rendement est obtenu en présence de 1,4 éq. méthyle triflate et de 

2 éq. K2CO3 dans l’acétone à température ambiante pendant 15 h, conditions dans lesquelles l'ester 

29a est isolé avec 38% à partir du diol 41a. 

 Ces nouvelles conditions ont été utilisées pour préparer le GalA 29c. Ce dernier a pu être isolé 

avec un rendement de 42% à partir du diol 41c (Tableau 5, entrée 5). 

 

 En conclusion, les trois monomères GalA 29 et deux monomères Gal 30 ont été préparés 

(Figure 18).  

 

 

Figure 18 : Les monomères GalA 28A et Gal 30 synthétisés. 
 

 L’unité GalA 29a dibenzylée est obtenue en 6 étapes avec un rendement global de 18% tandis 

que 7 étapes sont nécessaires pour synthétiser l’unité GalA 29c avec 21% de rendement global. Le GalA 

29c, avec son jeu de protections différentes en 2 et 3, sera un substrat clé pour accéder au trisaccharide 

sulfaté. Une autre unité GalA a également été préparée. C’est l’unité tribenzylée GalA 29d qui sera 

utilisée comme partenaire modèle lors de l’optimisation des glycosylations impliquant des unités 

uroniques. L’unité Gal a été obtenue en série –SPh 30a et –OAll 30b avec des rendements globaux 

respectifs de 51% et 52% sur 5 étapes. Les réactions de glycosylations seront présentées dans la 

prochaine partie. 
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 Couplage glycosidique  

 

 Pour synthétiser le trisaccharide (Rétrosynthèse 4) deux approches sont envisageables suivant 

quel disaccharide intermédiaire est tout d'abord synthétisé. 

 

Rétrosynthèse 4 : Voies rétrosynthétiques du trisaccharide ciblé en passant la synthèse du 
disaccharide β-Glc(1→4)-GalA ou du disaccharide α-GalA(1→4)-Gal. Deux stratégies possibles pour la 
synthèse des disaccharides : couplage direct avec une unité uronique (Stratégie A) ou couplage avec 

une unité neutre puis oxydation (Stratégie B). 
  

 L’approche 1 passe par la synthèse du disaccharide β-Glc(1→4)-GalA tandis que l’approche 2 

implique la préparation du disaccharide α-GalA(1→4)-Gal. Dans les deux cas, le disaccharide acide 

intermédiaire peut être obtenu suivant deux stratégies : soit le couplage glycosidique est directement 

effectué en présence d'un glycosyle uronique (Stratégie A : Couplage direct avec une unité uronique), 

soit le couplage est réalisé entre deux glycosyles neutres et l'étape d'oxydation est postérieure au 

couplage (Stratégie B : Couplage avec une unité neutre puis oxydation). La seconde stratégie nécessite 

plus d’étapes que la stratégie A mais elle sera une bonne alternative au cas où l’unité GalA est peu 

réactive. En effet, la présence de l’ester en C5 de l’unité GalA diminue la réactivité du glycosyle, ce qui 

peut nuire à la performance de la glycosylation (cf paragraphe 2.5 p.47). La préparation de l’unité Glc 

28 et des glycosyles neutres impliqués dans les couplages ainsi que les résultats obtenus lors des 

glycosylations seront développés dans les prochains paragraphes. 
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6.1 Synthèse du disaccharide β-Glc(1→4)-GalA 

 

 La synthèse du disaccharide β-Glc(1→4)-GalA a été étudiée à travers les deux stratégies ; c’est-

à-dire, le couplage direct avec l’unité uronique GalA (Rétrosynthèse 4, Stratégie A) et le couplage entre 

les glycosyles neutres suivi de l'étape d’oxydation (Rétrosynthèse 4, Stratégie B). Ces deux stratégies 

seront présentées dans deux parties distinctes. 

 

6.1.1 Stratégie A : le couplage direct avec l’unité uronique GalA 29 

 

 En suivant la stratégie A, le disaccharide β-Glc(1→4)-GalA 45 sera obtenu après la glycosylation 

entre l’unité Glc 28 et l’unité GalA 29 (Rétrosynthèse 5). 

 

 

Rétrosynthèse 5 : Accès au disaccharide β-Glc(1→4)-GalA par le couplage direct avec l’unité GalA. 
 

 Parmi les unités GalA synthétisées (cf paragraphe 5 p.64), les unités GalA 29a et 29c dont 

l'hydroxyle 4 est libre seront impliquées dans le couplage. La stratégie de synthèse de l’unité Glc a déjà 

été mentionnée (cf paragraphe 3 p.49). L’unité Glc étant d’anomérie β dans le disaccharide, un 

groupement participant est à introduire en C2 pour assurer la stéréosélectivité 1,2-trans lors du 

couplage glycosidique. Un groupement de type acétate a été choisi et il sera introduit sur tous les 

hydroxyles du D-(+)-Glucose commerciale par peracétylation. Le groupement activant « Br » est 

préféré à l’acétate car il est connu pour être plus réactif. Le bromure de glucosyle 28a est préparé en 

deux étapes à partir du D-(+)-Glucose commercial (Schéma 42). 

 

 

Schéma 42 : Synthèse du bromure de glucosyle 28a. 
 

 Le D-(+)-glucose commercial est peracétylé en présence de DMAP et de triéthylamine dans un 

mélange anhydride acétique/pyridine au ratio 1 : 2. Le glucopyranoside peracétylé 45 est recristallisé 
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dans le méthanol pour être isolé pur avec 70% de rendement. La bromation en position anomérique a 

lieu en présence d’une solution commercial d’acide bromohydrique dans l’acide acétique avec 90% de 

rendement. Le bromure de glucosyle 28a est jugé suffisamment pur pour être engagé dans l’étape de 

glycosylation sans purification intermédiaire. 

 

 Avec son hydroxyle 4 libre, l’unité GalA 29 jouera le rôle d’accepteur de glycosyle (nucléophile). 

Néanmoins, cette unité est un substrat élaboré et précieux, obtenu avec un rendement global modeste 

(~20%/6 à 7 étapes). Le GalA 29 est désactivé par son ester en C5, ce qui diminuera forcément la 

réactivité du couplage. C’est pourquoi l’unité GalA 29 a été remplacée par l’unité Gal 30a qui a 

également son hydroxyle 4 libre. Cela permettra de s’assurer que la glycosylation entre l’unité bromure 

de glucosyle 28a et un accepteur neutre de type thiophénylgalactopyranoside est possible. La synthèse 

de l’unité Gal 30a a déjà été présentée (cf paragraphe 4 p.49). L’unité Gal 30a a été préparée avec un 

rendement global correct de 51% sur 6 étapes à partir du β-D-galactose pentaacétate commercial sur 

une échelle supérieure à 10 g. 

 

 Les bromures de glycosyles sont classiquement activables en présence de sels d’argent ou de 

mercure (cf Schéma 12 p.41). Le couplage entre les deux partenaires 28a et 30a est tout d'abord testé 

en présence de sels d'argent.220 Les deux partenaires 28a et 30a sont mis en solution dans le 

dichlorométhane à -50°C, en présence de tamis moléculaires. Le AgOTf est introduit à cette 

température, avant de laisser le milieu réactionnel remonter progressivement jusqu’à -5°C.  

 

 

Schéma 43 : Couplage glycosidique modèle. 
 

 Après 2 h de réaction, le donneur n’est plus visible sur plaque CCM, mais plusieurs produits 

sont observés. Le milieu est neutralisé à -5°C et le disaccharide 46 attendu est isolé avec un rendement 

de 30% après purification. Un autre essai a été réalisé en présence de 2 équivalents Hg(CN)2 mais 

aucune conversion n’a été observée malgré un temps de réaction plus long (18h). 

 

 Le couplage avec un donneur de glycosyle de type thiophénylgalactopyranoside et l’accepteur 

de glycosyle 28a semble fonctionner même si le rendement est modeste. Avant d’optimiser les 

conditions, le couplage a été réalisé avec les partenaires GalA 29a et 29c afin de vérifier si l’unité 

uronique est suffisamment réactive avec le bromure de glucosyle 28a. 
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 Le bromure de glucosyle 28a est mis en réaction avec l’accepteur de glycosyle GalA 29a ou 

GalA 29c en présence de AgOTf et de tamis moléculaire dans le dichlorométhane. 

 

 

Schéma 44 : Couplage glycosidique entre le bromure de glucosyle 28a et les unités GalA 29. 
 

 Les disaccharides 45a et 45c attendus n’ont pas été obtenus. La formation de plusieurs 

produits a été observée lors du suivi CCM. Seul le thiophénylglucopyranoside 47 a été identifié dans 

les deux cas de couplages. Ce résultat peut être expliqué par la faible réactivité des esters 29a et 29c 

qui laisse le temps à des réactions secondaires d’avoir lieu. Le sous-produit 47 est le résultat d’un 

transfert d’aglycone. Ce type de sous-produit a été observé par Kihlberg lors d’un couplage entre un 

bromure de rhamnopyranosyle et un thiorhamnopyranoside.221  

 

 En conclusion, avoir un groupement activant « -SPh » et une fonction ester en C5 de l’accepteur 

de glycosyle ne semble pas compatible avec un donneur de glycosyle de type bromure de glycosyle.  

Cette première stratégie a été rapidement abandonnée en faveur de la seconde qui implique le 

couplage d’unités galactosyles neutres suivi de l'étape d’oxydation (Rétrosynthèse 4, stratégie B).  

 

6.1.2 Stratégie B : Glycosylation avec un analogue neutre de 

l’accepteur GalA 

 

 La rétrosynthèse illustrant la préparation du disaccharide β-Glc(1→4)-GalA 45 suivant la 

seconde stratégie est illustrée ci-dessous (Rétrosynthèse 6).  

 

 

Rétrosynthèse 6 : Accès au disaccharide β-Glc(1→4)-GalA par couplage avec une unité neutre puis 
oxydation. 
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 Le disaccharide β-Glc(1→4)-GalA sera obtenu après l’oxydation/estérification du disaccharide 

48. Ce dernier proviendra du disaccharide protégé correspondant issu du couplage glycosidique entre 

l’unité Glc 28 et un galactosyle neutre 49. 

 

 L'accepteur de glycosyle neutre devra respecter trois critères. Son hydroxyle 4 doit être libre 

afin d’être impliqué dans la glycosylation. Son hydroxyle primaire est à protéger par un groupement 

protecteur de façon orthogonale aux autres hydroxyles de sorte qu’il soit déprotégé sélectivement. Un 

groupement R1 différent de -SPh est à envisager pour éviter les risques de transferts d’aglycone 

observés précédemment. L’allylgalactopyranoside 49 remplit tous ces critères. Il est facilement 

préparé en deux étapes à partir de l’allylgalactopyranoside benzylé 38b (Schéma 45) dont la synthèse 

a déjà été décrite en 4 étapes avec un rendement global de 91% sur des quantités supérieures à 10 g 

(cf paragraphe 4 p.52).  

 

 

Schéma 45 : Synthèse de l’accepteur de glycosyle neutre 49. 
 

 L’acétal 38b est hydrolysé dans le mélange TFA/DCM/H2O au ratio 2 : 20 : 1. Le diol 4,6 48 est 

isolé avec un rendement de 74% et son hydroxyle primaire est fonctionnalisé en éther silylé en 

présence du chlorure de terbutyldiphénylsilane et DMAP dans la pyridine avec un rendement de 89%. 

 

 Afin de limiter les risques de transfert d’aglycone, le bromure de glucosyle 28a est remplacé 

par le dérivé trichloroacétimidate 28b obtenu en deux étapes à partir du glucose peracétylé 45 

(Schéma 46).  

 

 

Schéma 46 : Préparation du donneur trichloroacétimidate 28b. 
 

 De nombreuses conditions existent pour libérer l’hydroxyle anomérique d'un glycosyle 

peracétylé comme en présence de chlorure de fer III222, de benzylamine223, d’imidazole224 ou 

d’hydrazine acétate225. Un essai a été réalisé en présence de benzylamine.226 Même si la réaction est 
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totale, le produit attendu 50 a toujours été isolé en mélange avec la benzylamine résiduelle. 

Finalement, le produit désacétylé 50 est préparé en présence d’hydrazine acétate dans le DMF avec 

un rendement de 55%.227 Le groupement trichloroacétimidate est introduit de façon stéréosélective 

sur l’hydroxyle libéré. La réaction est dite stéréosélective car en utilisant une base tel que K2CO3, le 

produit cinétique d’anomérie β est formé tandis que le produit thermodynamique d’anomérie α est 

synthétisé en utilisant les bases DBU ou NaH.228 La glycosylation suit généralement un mécanisme de 

type SN2 ou SN2-like avec des donneurs de glycosyle de type trichloroacétimidate. Le choix de 

l’anomère trichloroacétimidate à former dépend donc de l’anomérie de la liaison glycosidique qui sera 

créé après le couplage. Ici, l’anomère α 28b est préparé même si la stéréochimie de la glycosylation 

est assurée par le groupement participant en C2. L’anomère α 28b est obtenu en présence de 

trichloroacétonitrile et de DBU dans le dichlorométhane avec un rendement de 50%. Ce rendement 

moyen est dû aux difficultés rencontrées lors de la purification.  

 

 Le donneur de glycosyle trichloroacétimidate 28b et l’accepteur de glycosyle 49 sont mis en 

réaction en présence du triflate de triméthylsilyle (TMSOTf) et de tamis moléculaire dans le 

dichlorométhane (Schéma 47).226 

 

 

Schéma 47 : Préparation du disaccharide 51 avec le donneur trichloroacétimidate 28b. 
 

 TMSOTf doit être introduit à -20°C, et le milieu réactionnel est maintenu à cette température 

pendant 3 h puis il est remonté progressivement à température ambiante. Lors du suivi CCM, une très 

faible conversion est observée. A l’issue de cette réaction, le disaccharide attendu est isolé avec un 

très faible rendement de 10%. Le couplage est à optimiser afin d’améliorer le rendement du 

disaccharide 51. Plutôt que de moduler les conditions d’acide de Lewis, nous avons préféré poursuivre 

l’étude avec le dérivé N-phényltrifluroacétimidate 28c étant donné que le donneur de glycosyle 

trichloroacétimidate 28b est isolé avec un modeste rendement (50%).  

 

 Le donneur de glycosyle N-phényltrifluroacétimidate 28c est synthétisé en présence du 

chlorure de N-phényle trifluoroacétimidoyle et de K2CO3 avec un très bon rendement de 89%.  
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Schéma 48 : Préparation du donneur N-phényltrofluroacétimidate 28c. 
 

 Un nouvel essai de synthèse du disaccharide 51 est réalisé avec le donneur N-

phényltrifluroacétimidate 28b dans les conditions précédentes (Schéma 49). 

 

 

Schéma 49 : Préparation du disaccharide 51 avec le donneur N-phényltrofluroacétimidate 28c. 
 

 Le donneur N-phényltrifluroacétimidate 28c est mis en réaction en présence du triflate de 

triméthylsilyle (TMSOTf) et de tamis moléculaire dans dichlorométhane. Par rapport au couplage avec 

l’accepteur trichloroacétimidate 28a, une meilleure conversion est observée lors du suivi CCM. 

Toutefois, la conversion n’était toujours pas totale et le disaccharide attendu 51 a été isolé en mélange 

avec l’allylgalactopyranoside 49 avec un rendement de 35%, satisfaisant pour une première tentative. 

Des optimisations sont à prévoir pour améliorer de rendement et la purification du produit de couplage 

51. 

 

 Le mélange obtenu lors du couplage est introduit dans l’étape suivante afin de libérer 

l’hydroxyle primaire (Schéma 50).  

 

 

Schéma 50 : Libération et oxydation/estérification de l’hydroxyle primaire du disaccharide 51. 
 

 L’hydroxyle primaire est libéré en présence d’une solution de TBAF à 1 M dans le THF (Schéma 

50). Après purification, le produit 52 est isolé en mélange avec un sous-produit issu de 

l’allylgalactopyranoside 49. La dernière étape est l’oxydation/estérification de l’hydroxyle primaire. 

Cette étape est réalisée dans les conditions optimisées pour synthétiser l’ester tribenzyle 28d (cf 

paragraphe 5.3 p.68). Le disaccharide 52 est oxydé en présence de BAIB (2,5 éq.), TEMPO (0,2 éq.) et 
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AcOH (2 éq) dans un mélange DCM/H2O/tBuOH au ratio 1 : 1 : 0,5 et l’estérification a lieu en présence 

d’iodure de méthyle (2,5 éq.) et de carbonate de potassium (5,0 éq.) dans le DMF. Le brut réactionnel 

du disaccharide final 45b est isolé avec 19% de rendement. Le disaccharide 45b n’a pas été purifié car 

une faible quantité a été isolée. 

 

 Pour le moment, la glycosylation avec un accepteur de glycosyle neutre, qui induit une étape 

d’oxydation postérieure au couplage, est la stratégie la plus prometteuse pour préparer le disaccharide 

β-Glc(1→4)-GalA 45. Peu d’essais ont pu être réalisés avec l’accepteur de glycosyle N-

phényltrifluroacétimidate 28c. Le couplage est à améliorer afin d’isoler le disaccharide 51 pur. 

Néanmoins, il serait intéressant de poursuivre les essais de glycosylation direct avec l’unité GalA 29 

afin d’isoler le disaccharide β-Glc(1→4)-GalA 45 plus rapidement. Une fois le disaccharide β-Glc(1→4)-

GalA 45 isolé, le couplage avec l’unité Gal permettra d’avoir le trisaccharide ciblé. La seconde approche 

envisagée pour préparer le trisaccharide, consiste à synthétiser le disaccharide α-GalA(1→4)-Gal. La 

synthèse de ce disaccharide a aussi été étudiée à travers deux stratégies : le couplage direct avec 

l’unité uronique GalA (Rétrosynthèse 4, Stratégie A) et le couplage entre les glycosyles neutres suivi de 

l'étape d’oxydation (Rétrosynthèse 4, Stratégie B).  

 

6.2 Synthèse du disaccharide α-GalA(1→4)-Gal 

 

 Des tests de couplage glycosidique ont été réalisés avec l’unité GalA même si les résultats 

obtenus avec cette unité n’ont pas été concluant lors de la préparation du disaccharide β-Glc(1→4)-

GalA 45. Cependant, aucune conversion n’a été observée en suivant la stratégie de couplage direct 

avec cette unité lors des essais de synthèse du disaccharide α-GalA(1→4)-Gal. C’est pourquoi dans ce 

manuscrit nous nous sommes concentrés sur la seconde stratégie avec laquelle la glycosylation est 

réalisée avec des partenaires neutres (Rétrosynthèse 7). 

 

 

Rétrosynthèse 7 : Accès au disaccharide α-GalA(1→4)-Gal par couplage avec une unité neutre puis 
oxydation. 
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 Le disaccharide α-GalA(1→4)-Gal 53 pourra être isolé après l’oxydation/estérification de 

l’hydroxyle primaire du disaccharide 54. Ce dernier sera issu de l’hydrolyse de l’acétal correspondant 

au produit de glycosylation entre le dérivé 4,6-O-benzylidène 38a (R2 = Bn) ou 38c (R2 = PMB) et l’unité 

Gal 30b série -OAll. Les dérivés 4,6-O-benzylidène 38a et 38c ont été synthétisés précédemment avec 

des rendements globaux respectifs de 83% sur 4 étapes et de 74% sur 3 étapes (cf paragraphe 5.1 

p.64).  

 

 Les tests de couplage glycosidique se sont appuyés sur trois exemples de la littérature 

présentant une bonne stéréosélectivité 1,2-cis (Schéma 51). 

 

Schéma 51 : Exemple de couplage glycosidique en présence du couple NMPTC/TMSOT. 
 

 Le premier exemple décrit la synthèse du disaccharide 55a que nous devons préparer à partir 

des partenaires 38a et 30b (Schéma 51, exemple 1).229 Les glycosyles 38a et 30b ont été solubilisés 

dans le dichlorométhane en présence de AgOTf, de chlorure de p-nitrobenzènesulfényle (p-NO2PhSCl 

) et de 2,4,6-tri-t-butylpirimidine (TTBP). Le chlorure de p-nitrobenzènesulfényle et l’accepteur de 

glycosyle 30b ont été introduits séparément en solution dans le dichlorométhane à -78°C et le milieu 

a été maintenu à cette température pendant 3 h. Le disaccharide attendu 55a a été obtenu avec un 

rendement de 60%.  

Le couple N-(p-Méthylphénylthio)-Ɛ-caprolactame (NMPTC)/TMSOTf a été utilisé par Maity et son 

équipe dans le second exemple (Schéma 51, exemple 2).230,231 Une méthodologie de couplage a été 
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réalisée en suivant une procédure générale. Selon le donneur de glycosyle utilisé, l’activation pouvait 

avoir lieu à -45°C, -5°C ou à 0°C. Lors de la préparation du disaccharide 58, les monomères 

thiogalactopyranoside 56 et glucosyle de méthyle 57 ont été solubilisés dans le dichlorométhane en 

présence de NMPTC et de tamis moléculaires à température ambiante. TMSOTf a été introduit à -5°C 

et le milieu a été laissé revenir progressivement à température ambiante. Le disaccharide 58 a été isolé 

avec 89% de rendement. Le principal inconvénient de cette méthode est que le produit NMPTC n’est 

pas commercial. Il est donc à préparer au laboratoire. 

 Dans le dernier exemple, la synthèse du disaccharide 61 a été réalisée en utilisant le couple 

NIS/TfOH (Schéma 51, exemple 3).211 Le donneur de glycosyle 59 et l’accepteur de glycosyle 60 ont été 

solubilisés dans le dichlorométhane en présence de tamis moléculaire. NIS en solution dans le THF et 

TfOH ont été introduits à -50°C. Après 1 h de réaction à -20°C, le disaccharide attendu 61 a été isolé 

avec un rendement de 83% par chromatographie sur gel de silice. 

 Ces trois conditions ont permis d’isoler le produit de couplage d’anomérie α avec de bons voire 

d’excellents rendements. La stéréosélectivité 1,2-cis observée peut être expliquée par la présence de 

sels de triflate dans le milieu. Lorsqu’un thioglucopyranoside ou thiogalactopyranoside est activé par 

un sel de triflate, la formation du stéréoisomère de type « 1,2-cis » serait favorisée si le donneur de 

glycosyle ne possède pas de groupement participant en C2.232 A titre d’illustration, le mécanisme décrit 

sur le Schéma 52 explique la stéréosélectivité observée en présence du couple p-NO2PhSCl/AgOTf.  

 

Schéma 52 : Activation d’un thioglycosyle en présence du couple PhSCl/AgOTf. 
 

 Lorsque le thioglycosyle attaque p-NO2PhSCl, l’ion sulfonium formé fragilise la liaison 

anomérique. L’ion triflate peut ensuite attaquer le carbone anomérique. Un équilibre existe en 

solution entre l’α-triflate de glycosyle et le β-triflate de glycosyle. L’équilibre est fortement déplacé 

vers l’α-glycosyle triflate stabilisé par l’effet anomère. Le β-triflate de glycosyle, minoritaire, serait plus 

réactif et celui-ci serait attaqué préférentiellement par l’accepteur de glycosyle via de type SN2. Le 

produit de couplage d’anomérie α est donc majoritairement formé. 

 

 Les essais de couplage ont d’abord été réalisés avec le donneur de glycosyle 4,6-benzylidène 

38a (R2 = Bn) (Schéma 53).  
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Schéma 53 : Synthèse du disaccharide 55a avec le donneur de glycosyle 4,6-O-benzylidène 38a. 
 

 Le Tableau 6 présente les trois essais réalisés en suivant les conditions développées par Yosief 

et Maity (Schéma 51, exemples 1 et 2).229,231 

 

Tableau 6 : Les conditions opératoires utilisées lors des essais de synthèse du disaccharide 55a avec le 
donneur 4,6-benzylidène 38a. 

Entrée Donneur de 

glycosyle 

38a 

Promoteur Tamis 

moléculaire 

Solvant T Temps Rdts 

1 1,5 éq AgOTf (3,8 eq), 

p-NO
2
PhSCl (1,8 eq), 

TTBP (1,8 eq) 

Non DCM 

(0,02 M) 

-78°C 18 h 10% 

2 1,5 éq AgOTf (3,8 eq), 

p-NO
2
PhSCl (1,8 eq), 

TTBP (1,8 eq) 

Oui DCM 

(0,08 M) 

-80 à 

-60°C 

3 h 47% 

3 1,1 éq NMPTC (1,1 eq), 

TMSOTf (1,1 eq) 

Oui DCM/ 

Et
2
O 

(0,08 M) 

-45 à 

-10°C 

3 h 44% 

 

 Le premier essai reprend les conditions opératoires décrites par Yosief et son équipe pour 

préparer le disaccharide 55a (Tableau 6, entrée 1).229 Ils avaient isolé le produit de couplage 55a avec 

60% de rendement (Schéma 51, exemple 1). Entre nos mains, le disaccharide 55a a été isolé avec un 

rendement de 10%. Le second essai est réalisé en conditions plus concentrées (passage de 0,02 M à 

0,08 M). Du tamis moléculaire 4 Å est ajouté pour piéger les traces d’humidité éventuelles et limiter 

l’hydrolyse du donneur de galactopyranoside. Après l’activation à -78°C, la température a fluctué entre 

-80 °C et -60 °C. Ces modifications ont permis d’isoler le disaccharide attendu 55a avec un rendement 

de 47% (Tableau 6, entrée 2). Le dernier essai est effectué avec le couple NMPTC/TMSOTf (Schéma 51, 

exemple 2). Nous avons choisi d’activer le donneur de glycosyle 38a à -45°C même si les donneurs de 

glycosyles de type 4,6-O-benzylidène ont été activés à -5°C dans la publication de Maity. Dans ces 

conditions, le disaccharide 55a a été obtenu avec un rendement de 44% (Tableau 6, entrée 3). Ce 

rendement est équivalent à celui obtenu en présence du couple p-NO
2
PhSCl/AgOTf (Tableau 6, entrée 

2).  
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 La préparation du disaccharide 55c a été étudiée avec le couple NIS/TfOH dans les conditions 

décrites par Herczeg (Schéma 51, exemple 3). 

 

 

Schéma 54 : Synthèse du disaccharide 55c avec le donneur 4,6-benzylidène 38c. 
 

 Le premier essai prend les conditions décrites par Herczeg (Tableau 6, entrée 1).211 Dans ces 

conditions, la formation de plusieurs produits est observée sur plaque CCM. La réaction est arrêtée 

après 2,5 h et seulement des traces du produit de couplage sont observées lors de l’analyse du brut 

réactionnel. La conversion est améliorée en doublant le nombre d’équivalent de TfOH mais le 

disaccharide 55c est isolé en mélange avec l’allylgalactopyranoside 30b. Une conversion totale est 

observée lorsque le donneur 4,6-benzylidène 38c est mis en léger excès par rapport à l’accepteur 

allylgalactopyranoside 30b (Tableau 7, entrée 3). Ce dernier essai est à renouveler afin de pourvoir 

isoler le disaccharide 55c pur et de pouvoir estimer le rendement de la réaction. 

 

Tableau 7 : Les conditions opératoires utilisées lors des essais de synthèse du disaccharide 54c avec le 
donneur 4,6-benzylidène 38c. 

Entrée  38c 30b Promoteur  Solvant T Temps Rdts  

1 1,5 éq. 1 éq. NIS (1,9 eq),  

TfOH (0,45 eq) 

DCM/THF 

(0,02 M) 

- 60°C à 

-40°C 

2,5 h Traces 

2 1,5 éq. 1 éq. NIS (1,9 eq),  

TfOH (0,9 eq) 

DCM/THF 

(0,02 M) 

- 60°C à 

-40°C 

2,5 h Mélange  

55c et 30b 

3 1 éq 1,1 éq. NIS (1,9 eq),  

TfOH (0,9 eq) 

DCM/THF 

(0,03 M) 

- 60°C à 

-40°C 

0,5 h 41% 

(ratio RMN) 

 

 Comme pour le disaccharide β-Glc(1→4)-GalA 45, la stratégie de synthèse du disaccharide α-

GalA(1→4)-Gal via la glycosylation avec des substrats neutres est prometteuse. Des conditions ont été 

développées afin d’avoir une conversion totale (excès de l’accepteur de glycosyle). Les problèmes de 

purification pourront sûrement être résolus en poursuivant nos essais dans ces conditions. Il serait 

intéressant de poursuivre nos essais de couplage direct avec l’unité GalA. Les conditions utilisées lors 

des couplages avec les donneurs de glycosyles 38a et 38c pourront être appliquées à l’unité GalA.  
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 Dans l’introduction, deux trisaccharides ont été mentionnés : trisaccharide de la chaîne 

principale →4)-β-D-Glcp-(1→4)-α-D-GalpA2S-(1→4)-α-D-Galp-(1→, ainsi que le motif triacide uronique, 

→4)-α-D-GlcAp-(1→4)-β-D-GlcAp-(1→3)-β-D-GalpA2S-(1→ (cf paragraphe 1 p.35). La préparation du 

trisaccharide de la chaîne principale a été privilégiée. L’unité GalA qui est au cœur de la stratégie de 

synthèse du trisaccharide de la chaîne principale, permet également d’avoir accès au trisaccharide 

uronique, →4)-α-D-GlcAp-(1→4)-β-D-GlcAp-(1→3)-β-D-GalpA2S-(1→, si l’unité diGlcA est synthétisée. 

C’est dans cette optique que nous avons également préparé cette unité diGlcA en parallèle du 

trisaccharide de la chaîne principale. La préparation de cette unité sera détaillée dans le prochain 

paragraphe. 

 Synthèse de l’unité diacide glucuronique diGlcA  

 

 L’unité diGlcA est envisagée par l’oxydation du D-(+)-cellobiose pour un gain d’étape et pour 

éviter des glycosylations entre deux unités acides glucuroniques et de limiter les étapes. Deux 

stratégies de synthèse ont été proposées (Schéma 55).  

 

 

 

Schéma 55 : Stratégie de synthèse de l’unité diGlcA, chemin A : Oxydation d’un disaccharide libre ; 
Chemin B : Oxydation d’un disaccharide sur lequel seul les OH primaires sont libres 

 

 Après la protection du carbone anomérique du D-(+)-cellobiose, deux options sont possibles : 

soit l’oxydation directe du thiophénylcellobiopyranoside déprotégé 62 (Schéma 55 : Chemin A) soit 

l’oxydation de son analogue protégé 63 dont seuls les hydroxyles primaires sont libres (Schéma 55 : 

Chemin B). Ces deux options seront présentées dans deux parties distinctes. 
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7.1 Oxydation directe du disaccharide déprotégé 62 suivant le chemin 

A 

 

 L’oxydation de disaccharides ou d’oligosaccharides déprotégés permet de préparer des unités 

acides plus rapidement sans nécessiter de jeu de protection/déprotection des hydroxyles primaires 

par rapport aux hydroxyles secondaires. Le TEMPO est souvent apprécié car il est sélectif des 

hydroxyles primaires.233 Le suivi de la réaction d’oxydation et l’isolement du produit oxydé sont les 

deux étapes qui peuvent poser des difficultés. Toutefois, le développement de méthodes 

chromatographiques en phase inverse permettra de faciliter ces deux étapes. Les oxydations de deux 

disaccharides et d’un trisaccharide déprotégés sont illustrées sur le Schéma 56. 

 

 

Schéma 56 : Trois exemples d’oxydation de déprotégés 
 

 Dans le premier exemple, le cellobiopyranosyle azide 64 a été oxydé en présence de TEMPO, 

d’hypochlorite de sodium (NaOCl) et de bromure de potassium dans une solution aqueuse saturée en 

bicarbonate de sodium pendant 2 jours à 4°C avec un rendement de 76%.234 Lors du traitement, l’acide 

formé a été isolé dans la phase aqueuse qui a ensuite été lyophilisée. Les sels ont été éliminés du 

lyophilisat par précipitation dans le méthanol, et l’acide 65 est purifié par chromatographie en phase 

liquide à haute pression en phase inverse. Le second exemple provient d’une publication des mêmes 

auteurs.235 Le cellobiosyle amine 66 a été oxydé dans des conditions similaires avec 71% de rendement. 

Le THF a certainement été ajouté pour améliorer la solubilité du substrat 66. Le traitement est simplifié 

car l’acide 67 a pu être isolé en phase organique. Dans le dernier exemple, les deux hydroxyles 

primaires du trisaccharide 68 sont oxydés en présence de TEMPO, NaOCl, NaOH, NaBr dans l’eau à 

pH=10 avec un rendement de 89%.236 Le milieu réactionnel a été lyophilisé puis purifié par 

chromatographie en phase liquide à haute pression en phase inverse. Les auteurs précisent qu’aucun 
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sous-produit partiellement oxydé ou sur-oxydé n’a été isolé. Les trois acides ont été isolés avec de très 

bons rendements. 

 

 Suivant la voie A, notre substrat thiocellobiopyranoside 62 à oxyder possède un atome de 

soufre. L’oxydation du soufre est fortement probable en présence de NaOCl. Si les conditions sont 

mises au point pour permettre l'oxydation des deux hydroxyles et du thioéther en sulfoxyde ou en 

sulfone, l'oxydation du soufre n’est pas un problème majeur. En effet, les sulfoxydes237 ou les 

sulfones238,239, au même titre que le thioéther, sont des groupes activant lors des couplages 

glycosidiques. L'oxydation du thiophénylcellobiopyranoside déprotégé 62 a donc été envisagée et sa 

synthèse a été effectuée en 4 étapes à partir du cellobiose D-(+)-cellobiose (Schéma 57). 

 

 

Schéma 57 : Préparation du thiophénylcellobiopyranoside déprotégé 62. 
 

 Le D-(+)-cellobiose commercial est peracétylé en présence de DMAP, Et3N dans un mélange 

anhydride acétique/Pyridine au ratio 1 : 1. Le produit peracétylé 70 est isolé avec un rendement de 

89% après recristallisation dans le méthanol. Son carbone anomérique est bromé en présence d’une 

solution commerciale d’HBr dans l’acide acétique avec un rendement de 99% sans purification. La S-

glycosylation a lieu en présence de thiophénol et de triéthylamine dans l’acétonitrile. Le produit de 

couplage 72 est obtenu par précipitation dans un mélange acétate d’éthyle/cyclohexane avec un 

rendement de 98%. Les hydroxyles acétylés sont libérés dans le méthanol en présence d’une solution 

de méthanolate de sodium 1 M. 
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 L’oxydation a été réalisée en suivant les deux conditions proposées par Ying (Tableau 8). 

 

Tableau 8 : Essais d’oxydation du phényle thiocellobiose déprotégé 62. 
Entrée TEMPO NaOCl 

1,3 M 

KBr Solvant T Temps Résultats 

1 0,06 eq. 10 eq. 0.1 eq. NaHCO3(sat) 0°C 3 jours Pas de conversion 

2 0,7 eq. 5,5 eq. 0,3 eq. NaHCO3(sat), 

THF 

0°C à TA 3 jours Oxydation du 

soufre 

 

 Les premières conditions appliquées sont celles qui ont permis d’oxyder le cellobiosyle azide 

64 (Schéma 56, exemple 1). Aucune conversion n’est observée malgré l’ajout de réactifs au cours de 

la réaction (Tableau 8, entrée 1). Lorsque les secondes conditions de Ying ont été utilisées, une faible 

conversion est observée sur plaque CCM. Le seul produit identifié dans le brut réactionnel par 

spectrométrie de masse est le produit 74 sur lequel le soufre est oxydé en sulfoxyde. 

 

 

Figure 19 : Produit d’oxydation 74 formé 
 

 En parallèle, un essai d’oxydation du thiophényleglucopyranoside 76 a été réalisé afin de 

déterminer si la difficulté d'oxyder les hydroxyles primaires sur notre disaccharide 62 et dû à la 

compétition avec le soufre ou plus à une réactivité intrinsèque liée au disaccharide. Le 

thiophényglucopyranoside 76 est préparé en 2 étapes à partir du glucose peracétylé 45 précédemment 

synthétisé (Schéma 58). 

 

 

Schéma 58 : Schéma de synthèse du substrat modèle 76. 
 

 Le thiophénylgalactopyranoside acétylé 45 est préparé en présence de thiophénol et de 

BF3.OEt2 dans le dichlorométhane avec un rendement de 80%. Il est solubilisé dans le méthanol en 

présence d’une solution de méthanolate de sodium 1 M afin d’isoler le thiophénylgalactopyranoside 

déprotégé 76 avec un rendement quantitatif. Le substrat modèle 76 est synthétisé avec un rendement 

global de 56% sur 3 étapes. 
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 Un test d’oxydation du substrat modèle est réalisé dans les conditions décrite par Haller.236 Le 

pH du milieu est ajusté à 10 à l’aide d’une solution de NaOH 1 M et d’une solution d’HCl 1 M. 

Malheureusement, le produit d’oxydation 77 n’a pas été obtenu. Seul le produit d’oxydation du soufre 

78 est observé lors de l’analyse du brut réactionnel. 

 

 

Schéma 59 : Essai d’oxydation du thiophénylglucopyranoside déprotégé 76. 
 

 En conclusion, les différents tests réalisés pour oxyder directement le 

thiophénylcellobiopyranoside 62 et le thiophénylglucopyranoside 76 n’ont pas permis d'obtenir les 

unités uroniques souhaitées. Seul le soufre s’oxyde dans les conditions utilisées.  

 Afin de préparer l’unité diGlcA, le deuxième chemin impliquant l’oxydation d’un intermédiaire 

dont seuls les hydroxyles primaires sont libres a été étudié (chemin B).  

 

 

7.2 trOxydation du disaccharide protégé 63 suivant le chemin B 

 

 En suivant le chemin B, la synthèse de l’unité diGlcA sera obtenue après 

oxydation/estérification des hydroxyles primaires du thiophénylcellobiopyranoside protégé 63. Ce 

dernier proviendrait de la libération des hydroxyles primaires du thiophénylcellobiopyranoside 79 issus 

d’un jeu de protection orthogonal entre les hydroxyles primaires et secondaires du 

thiophénylcellobiopyranoside déprotégé 65.  

 

 

Rétrosynthèse 8 : Schéma rétrosynthétique de l’unité diGlcA 
 

 L’unité diGlcA est engagée dans une liaison glycosidique d’anomérie β avec le GalA. Afin 

d’assurer la stéréosélectivité 1,2-trans lors du couplage, un groupement de type acyle peut être 

introduit en C2. Dans cette optique, deux composés acétylés sur les hydroxyles secondaires ont été 
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préparés avec les groupements t-butyldiphénylsilyles (79a) ou trityles (79b) sur les hydroxyles 

primaires. Lors de la déprotection des hydroxyles primaires, seuls des produits de dégradation ont été 

obtenus. Il a donc été choisi de ne pas rentrer dans le détail de la synthèse de ces deux composés. 

 

 

Figure 20 : Les composés 79a, R’ = TBDPS et R= Ac, et 79b, R’ = Tr et R= Ac. 
 

 La synthèse de l’unité diGlcA a été poursuivie en série benzyle. Le dérivé trityle 79a, préparé 

en grande quantité, a servi de produit de départ. Il est préparé en une étape « one-pot » à partir du 

thiophénylcellobiopyranoside déprotégé 62 (Schéma 60).  

 

 

Schéma 60 : Préparation du didérivé trityle 79a. 
 

 Le didérivé trityle est obtenu en présence de chlorure de trityle, de 4-diméthylaminopyridine, 

de triéthylamine et d’anhydride acétique dans la pyridine avec un rendement de 72%. Il a ensuite 

permis de préparer le thiophénylcellobiopyranoside benzylé 73 en 3 étapes (Schéma 61). 

 

  
Schéma 61 : Accès au thiophénylcellobiopyranoside benzylé 66. 

 

 Les hydroxyles secondaires sont libérés en présence d’une solution de méthanolate de sodium 

1 M dans le méthanol, puis ils sont benzylés en présence d’hydrure de sodium et de bromure de 

benzyle dans un mélange DMF/THF avec un rendement de 43%. Le thiophénylcellobiopyranoside 

déprotégé 63 est préparé en présence de d’APTS.H2O dans un mélange MeOH/DCM au ratio 1 : 1 avec 

53% de rendement. 

 

 Les conditions d’oxydations envisagées pour oxyder le thiophénylcellobiopyranoside 

déprotégé 63 sont celles développées lors de la synthèse des unités GalA 29 (cf paragraphe 5.3 p.68). 



Chapitre 2 : Synthèse de séquences oligosaccharidiques de l’unité répétitive de l’EPS natif 

 

90 
 

Comme les galactoses et les glucoses n’ont pas la même réactivité, les conditions d’oxydation ont 

d’abord été appliquées au substrat modèle 80 préparé à partir du thiophénylglucopyranoside 

déprotégé 76 avec un rendement global de 41% sur 5 étapes (Schéma 62). 

 

 

Schéma 62 : Synthèse du substrat modèle 80. 
 

 Les conditions d’oxydation/estérification développées lors de la synthèse des esters GalA 29 

sont appliquées au substrat modèle thiophénylglucopyranoside 80 qui ne présente qu’une fonction 

hydroxyle primaire à oxyder (Schéma 63).  

 

 

Schéma 63 : Application des conditions d'oxydation/estérification précédemment mise au point avec 
le thiophénylgalactopyranoside tribenzylé 41d (cf paragraphe 5.3 p.68). 

 

 Le thiophénylglucopyranoside 80 est oxydé présence de BAIB (2,5 éq.), TEMPO (0,2 éq.) et 

AcOH (2 éq) dans un mélange DCM/H2O/tBuOH au ratio 1 : 1 : 0.5. L’acide attendu 81 est mis en 

réaction en présence d’iodure de méthyle (2,5 éq.), et de carbonate de potassium (5,0 éq.) dans le 

DMF. Ces conditions ont permis d’obtenir l’ester 83 avec un rendement de 57% sur les deux étapes. 

Ces mêmes conditions ont été appliquées à l’analogue 63. L’unité diGlc est isolée avec un rendement 

de 49%. 

 

 Pour conclure, deux stratégies avaient été envisagées pour préparer l’unité diGlcA. La 

première stratégie qui nécessitait l’oxydation du thiophénylcellobiopyranoside déprotégé 62 n’a pas 

fonctionné. Il semblerait que le soufre s’oxyde préférentiellement par rapport aux hydroxyles 
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secondaires en présence de TEMPO/NaOCl. Il serait intéressant d’appliquer ces conditions à un 

substrat qui ne possède pas d’atome de soufre en position anomérique afin de vérifier notre 

hypothèse. L’unité diGlcA a pu être préparée à partir du thiophénylcellobiopyranoside 63 avec 49% de 

rendement en utilisant les conditions d’oxydation précédemment développées (cf paragraphe 5.3 

p.68). Nos conditions d’oxydation sont donc opérantes sur un disaccharide car elles nous ont 

également permis d’isoler le disaccharide β-Glc(1→4)-GalA 45 (cf paragraphe 6.1.2 p.75). Le 

rendement global de cette unité est de 7% sur 8 étapes. Une voie de synthèse plus directe du 

thiophénylcellobiopyranoside déprotégé benzylé 63 permettra d’améliorer ce rendement. 

 Conclusion  

 

 Dans cette partie de la thèse, l’objectif était de préparer des fragments oligosaccharidiques 

bien définis de l’unité répétitive de l’EPS natif par synthèse organique. Les données analytiques de ces 

fragments permettront de créer une banque de données utilisable pour aider à l’élucidation 

structurale des dérivés bioactifs de l’EPS natif. 

 Nous nous sommes concentrés sur la synthèse du trisaccharide de la chaîne principale avec 

l’unité GalA au cœur de la stratégie de synthèse. Les trois unités Glc 28, GalA 29, Gal 30 ont été 

préparées. 

 

 

 

Figure 21 : Les différentes unités Glc 28, GalA 29, Gal 30 préparées. 
 

 Des essais de couplages glycosidiques ont été réalisés avec les unités Glc 28, GalA 29, Gal 30 

afin de conduire au trisaccharide de la chaîne principale (Schéma 64). Deux stratégies avaient été 

envisagées. La première impliquait directement l’unité GalA dans le couplage (Schéma 64 : Stratégie 

A, GalA R5=CO2Me) tandis qu’un précurseur neutre de cette unité était utilisé dans la seconde stratégie 

(Schéma 64 : Stratégie B, Gal R5=CH2OR). Ce qui est ressorti de l’étude, c’est que la présence de l’ester 

en C5 de l’unité GalA nuit à la réactivité de l’unité lors du couplage. Les disaccharides acides n’ont pas 

pu être isolés en suivant la première approche. Les essais de glycosylation avec des unités neutres sont 
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plus encourageants. Le disaccharide β-Glc(1→4)-GalA ainsi qu’un précurseur du disaccharide α-

GalA(1→4)-Gal ont pu être préparés.  

 

Schéma 64 : Schéma récapitulatif des stratégies A et B utilisées lors des couplages glycosidiques. 
 

 L’unité diGlcA a également été synthétisée en 8 étapes avec un rendement global de 7% 

(Schéma 65).  

 

 

Schéma 65 : Unité diGlcA préparée. 
 

 Même si l’unité GalA n’a pas été réactive lors des glycosylations, sa préparation nous a permis 

de définir des conditions d’oxydation/estérification pour nos substrats. Ces conditions ont permis la 

synthèse des disaccharides diGlcA et β-Glc(1→4)-GalA. 

 



Chapitre 3 : Dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif et de ses dérivés 

 

93 
 

Chapitre 3 : Dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif et de ses 
dérivés 

 Introduction 

 

 Actuellement, les dérivés bioactifs de l’EPS produit par A. infernus, de taille comprise entre 10 

et 200 Kg/mol, sont obtenus par un procédé chimique. Ce procédé est réalisé en deux étapes : 

dépolymérisation radicalaire et sulfatation. La dépolymérisation radicalaire est efficace pour couper 

des liaisons osidiques, cependant la réaction de dépolymérisation peut être associée à une dégradation 

oxydative.4 On peut aussi supposer pour les chaînes très ramifiées que les oses présents dans la chaîne 

latérale ne sont pas totalement conservés.  

 Le principal objectif de la thèse était d’obtenir des oligosaccharides plus homogènes en 

conservant la structure originale de l’EPS d’Alteromonas infernus pour faciliter l’analyse structurale des 

dérivés actuellement obtenus par voie chimique. Les enzymes sont des outils biotechnologiques dont 

la spécificité permet de remplacer un procédé chimique par un procédé plus spécifique, plus doux et 

plus respectueux de l’environnement pour la production de dérivés de bas poids moléculaire (Figure 

22). Les enzymes présentent en effet plusieurs avantages. Elles sont stéréo- et régiosélectives, ne 

produisent pas de coproduit de dégradation, n’utilisent pas de solvant polluant ou difficile à traiter et 

le degré de dépolymérisation peut être contrôlé en jouant sur les paramètres cinétiques de la réaction. 

Ainsi, à la fois la production d’oligosaccharides bien définis mais aussi de dérivés bioactifs de nouvelle 

génération avec de bons rendements et une bonne reproductibilité peut être envisagée. 

 

 

Figure 22 : Exemple de production de dérivés bas poids moléculaire par l’action d’enzymes. 
 

 

 Lors d’une étude précédente, des enzymes commerciales de type glycopyranoside hydrolase, 

polysaccharide lyase et protéase ont été incubées avec l’EPS natif mais aucune dépolymérisation n’a 

été observée.103 Ces enzymes ont une spécificité de substrats trop importante pour interagir avec les 

liaisons glycosidiques de l’EPS natif. Toutefois, il a été montré que la bactérie A. infernus possède des 
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enzymes de dépolymérisation endogènes (intracellulaires) actives sur l’EPS natif qu’elle produit.103 Des 

activités glycoside hydrolases, lyases et sulfatases ont été mises en évidence dans l’extrait protéique 

intracellulaire soluble (lysat) obtenu après une lyse cellulaire (Figure 23).  

 

 

Figure 23 : Liaisons coupées par les activités enzymatiques hydrolases, lyases et sulfatases observées 
lors de la dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif avec l’extrait intracellulaire soluble (lysat) de la 

bactérie A. infernus. 
 

 Afin d’approfondir ces premiers résultats, des digestions enzymatiques ont été réalisées pour 

dépolymériser à la fois l’EPS natif et les dérivés bioactifs obtenus par voie chimique. Une première 

étude s’est focalisée sur la production des dérivés de bas poids moléculaire pour obtenir des GAG-

mimétiques à partir de l’EPS natif. Quant à la deuxième étude, elle a consisté à dépolymériser par voie 

enzymatique deux dérivés obtenus par procédé chimique afin d’obtenir et caractériser des 

oligosaccharides pour constituer une librairie utile à l’analyse structurale fine. 

 Obtention de dérivés GAG-mimétiques à partir de l’EPS natif  

 

 Afin de préparer des dérivés GAG-mimétiques à partir de l’EPS natif, de nouvelles conditions 

de dépolymérisation enzymatique ont été étudiées.  

 

2.1 Etude de la cinétique enzymatique de l’EPS natif 

 

 Cette étude cinétique préliminaire a été menée sur l’EPS natif de haut poids moléculaire 

(2 000 000 g/mol) en présence des extraits protéiques solubles ou lysats (L) et insolubles ou débris 

cellulaires (D). Ces extraits ont été obtenus après une lyse cellulaire réalisée sur le culot bactérien issu 

d’une culture d’A. infernus en Erlenmeyer (cf Annexe 3, Figure 37 p. 139). Afin de déterminer les 

meilleures conditions de dépolymérisation enzymatique, trois paramètres ont été étudiés : le 

surfactant ajouté lors de la préparation des extraits protéiques par sonication, le pH du milieu 

réactionnel et les conditions de culture d’A. infernus.  



Chapitre 3 : Dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif et de ses dérivés 

 

95 

2.1.1 Choix du surfactant 

 

 Deux surfactants ont été choisis : le Triton X-100 et le Tween 20 (Figure 24). Ce sont des 

molécules non ioniques et fréquemment utilisées pour solubiliser des protéines membranaires sans 

affecter leur activité. Ils sont introduits lors de l’étape de lyse cellulaire. 

 

 

Figure 24 : Les surfactants Triton X-100 et Tween 20. 
 

 Les extraits protéiques, le lysat (L) et des débris cellulaires (D), ont été préparés dans le tampon 

Tris HCl à pH 8. Lors de leur préparation, quatre conditions de surfactants ont été étudiées : (I) sans 

surfactant, (II) avec le surfactant Tween 20, (III) avec le surfactant Triton X-100, (IV) avec les deux 

surfactants. Afin de mettre en évidence la dépolymérisation, les échantillons ont été analysés par 

électrophorèse sur gel de polyacrylamide à 20% (Figure 25).  

 Dans les quatre conditions étudiées, lorsque l’EPS était incubé seul dans le milieu, sa 

dégradation n’était pas observée (Figure 25, EPS). Quand l’EPS natif était incubé avec le lysat (L) sans 

surfactant, des bandes isolées de faible intensité étaient observées (Figure 25-(I), L+EPS). Toutefois, la 

bande caractéristique de l’EPS natif restait présente en haut du gel après 142 h d’incubation. 

L’intensité de ces bandes était plus prononcée en présence de surfactant (Figure 25-(II), Figure 25-(III) 

et Figure 25-(IV), L+EPS). Ainsi l’extrait lysat (L) dépolymérise donc légèrement l’EPS natif et l’utilisation 

des surfactants permettrait de solubiliser une quantité d’enzymes plus importante car ce phénomène 

est légèrement accentué dans l’ordre suivant : Triton X-100 < Tween 20 < Triton X-100 + Tween 20. En 

présence de l’extrait débris cellulaires (D), ce sont les conditions de surfactants Tween 20 (II) et Triton 

X-100 + Tween 20 (IV) qui permettent d’augmenter la dépolymérisation de l’EPS natif (Figure 25-(II) et 

Figure 25-(IV), D+EPS). En effet, dans les conditions Tween 20 (II), après seulement 3 h, une large bande 

était observée en haut du gel ainsi que des bandes réparties régulièrement tout le long du gel (Figure 

25-(II), D+EPS). Puis cette large bande disparaissait après 22 h d’incubation alors que des bandes en 

bas du gel, juste au-dessus des bandes observées avec les débris seuls, augmentaient en intensité 

jusqu’à 74 h pour diminuer à 142 h, temps d’incubation auquel une dépolymérisation presque totale 

était observée. En résumé, une dépolymérisation totale de l’EPS natif dans les conditions D+EPS est 

possible au-delà de 142 h. La dépolymérisation est légèrement plus faible dans les conditions D + Triton 

X-100 + Tween 20 car la bande caractéristique de l’EPS natif était toujours présente après 142 h bien 

qu’elle soit d’intensité plus faible (Figure 25-(IV), D+EPS). L’effet des surfactants sur la 
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dépolymérisation par les débris cellulaires montre que ces surfactants ont vraisemblablement un effet 

sur la conformation des chaînes polysaccharidiques, les rendant plus ou moins accessibles aux 

enzymes.  

 

 

Figure 25 : Analyse en gel de polyacrylamide de l’évolution de la dépolymérisation de l’EPS natif au 
cours du temps avec le lysat (L) et débris cellulaires (D) dans les conditions suivantes : sans surfactant 

(I), avec le Tween 20 (II), avec le Triton X-100 (III), avec le Triton X-100 et le Tween 20 (IV). 
 

 En tenant compte de l’ensemble des résultats, la dépolymérisation de l’EPS natif par les débris 

cellulaires préparés avec du Tween 20 s’avère la plus efficace. En revanche, l’utilisation de surfactants 

n’a pas permis de solubiliser la totalité des enzymes de dépolymérisation des membranes 

bactériennes, malgré la concentration en Tween 20 (8 mM) largement supérieure à sa concentration 

micellaire critique (CMC, 0,042 mM).240 Ces enzymes restent toujours associées aux membranes lysées. 

Cependant, la présence du surfactant pourrait permettre une meilleure accessibilité aux enzymes 
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et/ou stabiliser l’EPS dans une conformation favorable à la dépolymérisation par des interactions 

faibles de type liaison hydrogène entre l’EPS et le Tween 20. 

2.1.2 Choix du pH 

 

 Afin de poursuivre l’optimisation de la cinétique enzymatique, le pH a été le deuxième 

paramètre étudié. Pour cela, le tampon Tris HCl à pH 8 a été comparé au tampon acétate pH 5,6 

légèrement acide. Deux culots bactériens identiques ont été alors repris dans ces tampons en présence 

du Tween 20 précédemment choisi. Après extraction, le lysat L et les débris cellulaires D ont été 

incubés avec l’EPS natif pendant 54 h à 30°C. La dépolymérisation a été suivie sur gel de polyacrylamide 

à 20% (Figure 26).  

 Lorsque l’EPS natif était incubé avec les extraits protéiques dans le tampon Tris HCl pH 8, les 

extraits dépolymérisaient l’EPS natif comme précédemment avec une activité plus importante dans les 

débris cellulaires D que dans le lysat L (Figure 26). Par contre, aucune dépolymérisation n’était 

observée lorsque la réaction a lieu dans le tampon acétate pH 5,6. A ce pH, les extraits protéiques 

n’étaient plus actifs.  

 

Figure 26 : Analyse en gel de polyacrylamide de l’évolution de la dépolymérisation de l’EPS natif au 
cours du temps par le lysat(L) et débris cellulaires (D) dans les conditions suivantes : tampon Tris HCl 

pH 8 (A) et tampon acétate pH 5,6 (B). 
 

 Le tampon Tris HCl pH 8 est donc un bon tampon pour observer une dépolymérisation 

enzymatique de l’EPS natif. 

 Jusqu’à présent, les extraits protéiques D et L ont été produits à partir d’une culture d’A. 

infernus réalisée en milieu Zobell enrichi en glucose à 30 g/L, pendant 48h à 30°C. La tryptone a été 
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utilisée comme source d’azote. Au cours de ce travail de thèse, d’autres conditions de culture d’A. 

infernus ont été testées afin d’obtenir les extraits protéiques plus actifs pour dépolymériser l’EPS natif. 

 

2.1.3 Optimisation de la production des extraits protéiques  

 

 Afin d’optimiser la production des extraits protéiques D et L à partir du culot bactérien d’A. 

infernus, trois paramètres de culture ont été étudiés : la source d’azote (peptone de blé ou peptone 

de caséine (tryptone)), la température (30°C et 37°C) et le temps (48 h et 72 h). A la fin de la culture, 

les extraits protéiques ont été préparés et incubés avec l’EPS natif à 30°C pendant 165 heures. La 

dépolymérisation enzymatique a été mise en évidence par électrophorèse en gels d’agarose 0,7% et 

en gel de polyacrylamide à 20% (Figure 27). Les milieux ont été supplémentés avec du glucose à 30 

g/L ; une étude non publiée avait en effet montré qu’aucune dépolymérisation n’est obtenue si les 

extraits étaient préparés à partir d’une culture réalisée en milieu seul ou dans un milieu contenant le 

polysaccharide d’A. infernus. Nous avons d’abord vérifié que lorsque l’EPS était incubé seul, aucune 

dépolymérisation n’était observée (Figure 27, EPS). Lorsque les débris cellulaires provenaient d’une 

culture d’A. infernus réalisée avec de la tryptone, à 30°C et pendant 48 h (Figure 25, (1)-EPS+D), la 

diminution de la bande correspondant à l’EPS natif était observée sur le gel d’agarose après 4 h 

d’incubation (Figure 27A, (1)-EPS + D). A partir de 24 h d’incubation, seule une tache en bas de ce gel 

était visible. Sur gel de polyacrylamide, la bande caractéristique de l’EPS natif avait légèrement migré 

dans le gel et des bandes de faible intensité, isolées, régulières et distribuées dans tout le gel étaient 

observées après 4 h (Figure 27B, (1)-EPS + D). Au bout de 24 h, la bande correspondante à l’EPS natif 

avait disparu au profit de l’apparition de bandes correspondant à des dérivés avec un poids moléculaire 

inférieur. Une dépolymérisation totale était observée après 72 h.  

 Lorsque la croissance de la bactérie était réalisée sur peptone de blé, à 30°C, et pendant 48 h, 

une dépolymérisation partielle de l’EPS natif était donc observée en présence des débris cellulaires. En 

effet, à 0 h d’incubation la bande caractéristique de l’EPS était étalée sur le gel de polyacrylamide et 

des bandes apparaissaient dans le bas du gel (Figure 27B, (2)-EPS+D). Bien que la bande caractéristique 

de l’EPS natif diminuait en taille et en intensité sur les gels d’agarose et de polyacrylamide, elle était 

toujours présente après 165 h d’incubation (Figure 27, (2)-EPS+D). La bande caractéristique de l’EPS 

restait inchangée au cours du temps lorsque l’EPS était incubé avec les débris cellulaires issus de la 

même culture d’A. infernus à 37°C, 48 h (Figure 27, (3)-EPS+D), indiquant que l’EPS natif n’était pas 

dépolymérisé. 
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Figure 27 : Analyse électrophorétique, en gels d’agarose et de polyacrylamide, de l’évolution de la 
dépolymérisation de l’EPS natif au cours du temps avec le lysat (L) et les débris cellulaires (D) produits 

dans les conditions de culture suivantes : tryptone/48 h/30°C (1), peptone de blé/48 h/30°C (2), 
peptone de blé/48 h/37°C (3). 

 

 Ces observations ont permis d’identifier les meilleures conditions de culture de la bactérie A. 

Infernus pour l’obtention des enzymes de dépolymérisation, à savoir un milieu composé de tryptone à 

30°C et pendant 48 h. 

 

2.1.4 Validation de la dépolymérisation enzymatique par HPSEC-

MALS 

 

 Pour confirmer la dépolymérisation observée avec les extraits protéiques en présence du 

surfactant Tween 20 et dans le tampon Tris HCl pH 8, les échantillons prélevés ont été analysés par 

chromatographie d’exclusion stérique haute pression couplée à un détecteur de diffusion de la lumière 

multi-angles (HPSEC-MALS) (Figure 28). Quand l’EPS natif était incubé avec le lysat L, un pic large, élué 

entre 6,5 et 8 min, était observé au début de l’incubation (0 h) (Figure 28-(I)). Ce pic large correspondait 

à la superposition des pics de l’EPS natif et de l’extrait L (Figure 28-(I) et (II)). Après 3 h d’incubation, 

un déplacement des populations de chaînes était observé avec une perte partielle des populations de 

haut poids moléculaire au temps d’élution 7 min (zone 1) au profit de l’apparition de population de 

bas poids moléculaire au temps d’élution 10 min (zone 3). L’augmentation du temps d’incubation (de 

22 h à 74 h) conduisait seulement à un léger accroissement de cette population. En revanche, 

l’incubation de l’EPS natif avec l’extrait débris cellulaires D conduisait rapidement à la 

dépolymérisation de l’EPS natif après seulement 3 h (Figure 28-(III)). En effet, les populations de haut 

poids moléculaire avaient disparu après 3 h d’incubation (zone 1) et deux nouvelles populations de 
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tailles de chaînes inférieures étaient éluées (zone 2 et 3). La population de chaînes intermédiaires, 

éluée entre 8 et 9 min (zone 2), n’était pas observée lorsque l’EPS natif est incubé avec le lysat L (Figure 

28-(I)). Avec l’allongement du temps d’incubation avec les débris cellulaires, la population de chaînes 

de taille intermédiaire (zone 2) disparaissait et la population de bas poids moléculaire éluée entre 9,5 

et 10 min augmentait et devenait majoritaire en intensité (zone 3) (Figure 28-(III)). Mis à part le pic 

élué entre 9,5 min et 10 min correspondant à la population de bas poids moléculaire, seul le pic 

correspondant aux débris cellulaires, élué entre 7 et 8 min était encore visible sur le chromatogramme 

après 74 h d’incubation (Figure 28-(III)). Ce pic était clairement identifié sur le chromatogramme quand 

l’extrait D était incubé seul (Figure 28-(IV)) et donc il provient essentiellement de l’extrait protéique. 

En effet, les débris cellulaires constituent un mélange complexe de macromolécules provenant des 

cellules bactériennes contenant des lipides, des lipopolysaccharides, des glycoprotéines et des acides 

nucléiques. Ces résultats étaient en accord avec les observations sur gels de polyacrylamide (Figure 

25B). Quant au pic présent au-delà de 10 min c’est-à-dire après le volume total de la colonne, il 

correspond bien aux sels et aux petites molécules (< 2 kDa) présents dans les échantillons. 

 

Figure 28 : Suivi par HPSEC-MALS (détecteur RI) de la dépolymérisation de l’EPS natif au cours du 
temps avec le lysat (L) et les débris cellulaires (D) : L + EPS (I), L (II), D + EPS (III), D (IV).  
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 Le profil d’élution HPSEC-MALS de quatre dérivés standards de l’EPS d’A. infernus, obtenus par 

voie de dépolymérisation radicalaire et de poids moléculaire respectivement de 4 000, 11 500, 20 000 

et 230 000 g/mol, est présenté en Figure 29. Il est à noter qu’aucun pic n’est observé au-delà de 10 

min car ces standards ont été purifiés et dessalés. Ce profil permet de calibrer la colonne pour 

déterminer approximativement la taille des différentes populations de chaînes produites lors de la 

dépolymérisation de l’EPS natif avec l’extrait D (Figure 28-(III)). Ainsi, après 3 h d’incubation, les chaînes 

éluées entre 8 et 9 min ont un poids moléculaire moyen proche de 200 000 g/mol (Figure 28-(III), zone 

2) et à partir de 22 h d’incubation, les chaînes polysaccharidiques ont un poids moléculaire compris 

entre 4 000 et 15 000 g/mol (Figure 28-(III), zone 3). 

 

 

Figure 29 : Chromatogrammes HPSEC-MALS des dérivés standards dépolymérisés par voie chimique 
de l’EPS ayant des poids moléculaires de 4 000, 11 500, 20 000, et 230 000 g/mol. 

 

 L’étude cinétique a permis d’identifier quel extrait protéique était le plus efficace et de 

déterminer quelles conditions de culture d’A. infernus permettaient d’obtenir une activité optimale de 

l’extrait enzymatique. Ainsi, il a été montré dans cette étude que les débris cellulaires étaient les plus 

efficaces pour dépolymériser l’EPS natif et surtout en présence du tampon Tris HCl à pH 8 et du 

surfactant Tween 20. Les conditions de culture bactérienne requises pour préparer l’extrait protéique 

le plus actif sont : l’ajout de tryptone, une température de 30°C et un temps de culture de 48 h. 

En vue de développer un procédé biotechnologique pour l’obtention de dérivés d’EPS plus homogènes, 

la dépolymérisation enzymatique de l’EPS a ensuite été réalisée à plus grande échelle dans les 

conditions définies ci-dessus. Les résultats obtenus seront présentés dans le prochain paragraphe. 
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2.2 Dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif à plus grande échelle 

 

 Les conditions de dépolymérisation optimales définies précédemment ont été appliquées pour 

dépolymériser des quantités plus importantes d’EPS dans le but de pouvoir purifier et analyser les 

dérivés produits. L’analyse structurale des dérivés obtenus a été réalisée dans le but de déterminer 

quelles activités enzymatiques, présents dans les débris cellulaires, sont responsables de la 

dépolymérisation de l’EPS. 

 

 Pour cela, 60 mg d’EPS ont été dépolymérisés avec l’extrait D pendant 63 h, temps pour lequel 

la dépolymérisation de l’EPS n’est pas totale et des chaînes de tailles variables sont produites. Comme 

précédemment, un suivi analytique de la dépolymérisation a été fait par électrophorèse en gel de 

polyacrylamide (Figure 30A) et par HPSEC-MALS (Figure 30B) sur des prélèvements réalisés au cours 

de la réaction. 

 

 

Figure 30 : Suivi analytique de la dépolymérisation de l’EPS natif au cours du temps avec les débris 
cellulaires par électrophorèse en gel de polyacrylamide 20% (A) et par HPSEC-MALS (détecteur RI) (B). 
 

 Après 63 h d’incubation, la bande caractéristique de l’EPS natif n’était plus observée en haut 

du gel, indiquant une perte des chaînes de très haut poids moléculaire (> 106 g/mol) et la production 

de chaînes de tailles variables donnant des bandes réparties tout le long du gel ou en échelle (Figure 

30A). En revanche, la dépolymérisation était nettement moins importante que celle obtenue à 48 h 

lors de l’étude de cinétique enzymatique (cf Figure 25-(III), EPS + Tween 20 + D, p.96). 

Sur le chromatogramme HPSEC-MALS, après 63 h d’incubation, également observé sur les 

électrophorèses, les chaînes de très haut poids moléculaire de l’EPS natif avaient disparu (entre 6 et 

7min) et deux nouvelles populations de chaînes polysaccharidiques éluées entre 8 et 10 min sont 
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visibles (Figure 30B, zones 1 et 2). Une première population de masse intermédiaire était observée aux 

temps d’élution compris entre 8,2 et 9,4 min. La seconde population de bas à très bas poids 

moléculaire était éluée entre 9,4 et 10 min. Le profil d’élution par HPSEC-MALS de l’EPS dépolymérisé 

confirmait donc les résultats observés sur gel de polyacrylamide. 

 

 Afin de purifier l’EPS dépolymérisé au bout de 63 h, une méthode de chromatographie 

préparative a été utilisée. La chromatographie d’exclusion stérique (SEC) a été réalisée avec la colonne 

Sephacryl® S100HR dont le domaine de fractionnement est compris entre 1 000 et 100 000 g/mol.  

 

 

 

Figure 31 : Purification par chromatographie SEC de l’EPS natif dépolymérisé avec l’extrait débris 
cellulaires (D) pendant 63 h d’incubation. Les signaux UV et RI sont indiqués respectivement en bleu et 
en gris (A). Analyse par électrophorèse en gel de polyacrylamide 20% de l’EPS natif, de quatre dérivés 

standards obtenus par voie chimique ayant des poids moléculaires de 230 000, 20 000, 11 500 et 
4 000 g/mol, et des 5 fractions obtenues par fractionnement SEC (B). 

 

 Sur 50 mg d’EPS dépolymérisés, cinq fractions ont été obtenues après cinq cycles successifs 

(Figure 31). La méthode de fractionnement mise au point a montré une bonne reproductibilité car les 

profils des cinq chromatogrammes étaient similaires, ce qui a permis de regrouper les fractions. La 

majorité de l’EPS dépolymérisé a été retrouvé dans la fraction F1 (34,5 mg) et des quantités très faibles 

ont été obtenues dans les autres fractions F2 à F5 (< 3 mg) (Tableau 9). Le profil obtenu par le détecteur 

UV, indiquait également la présence dans la fraction F1 d’autres macromolécules (glycoprotéines, 

lipides conjugués à des protéines, ADN…). Les fractions ont été analysées pour déterminer la pureté 

des fractions. 

 

Tableau 9 : Les quantités des fractions isolées après la chromatographie d’exclusion stérique. 

Fraction  F1 F2 F3 F4 F5 

Quantité (mg) 34,6 2,4 1,4 1,5 0,5 
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 Les cinq fractions ont été analysées sur gel de polyacrylamide et comparées à l’EPS natif et aux 

dérivés standards d‘EPS issus de la dépolymérisation radicalaire (Figure 31B). La fraction F1 

contiendrait des dérivés polysaccharidiques de masse intermédiaire (230 000 g/mol) tandis que les 

fractions F2 à F4 correspondraient à des polysaccharides de plus faible poids moléculaire ayant des 

masses moyennes comprises entre 4 000 (F4) et 20 000 (F2) g/mol. La fraction F2 semble la plus 

hétérogène car plusieurs bandes sont visibles. Concernant la fraction F5, elle n’est pas nettement 

visible sur le gel. Seule une tache au niveau du front de migration est identifiable. Cela est 

principalement dû aux faibles quantités isolées dans la fraction F5 qui n’ont pas permis le dépôt d’une 

quantité suffisante sur le gel de polyacrylamide pour être détectable avec le colorant Stains All.  

 

Tableau 10 : Composition osidique (ratio molaire) et protéique (% en poids) des quatre fractions 
isolées après la chromatographie d’exclusion stérique ainsi que des débris cellulaires (D). (Nd : Non 

déterminé) 

 Composition osidique (ratio molaire) Protéine 

(% en poids) Rha Fuc Man Gal Glc GalA GlcA 

EPS A. infernus 0,2 0,1 0,4 3,6 4,7 1,0 2,0 15,0 

F1 1,0 0,4 0,5 0,3 1,0 0 1,6 3,1 

F2 0 0 0 0,1 1,1 0 1,0 Nd 

F3 0 0 0 1,0 1,6 0,2 1,0 Nd 

F4 0 0 0 0,7 1,1 0,1 1,0 Nd 

Débris cellulaires (D) 0,3 0,1 0 0 1,0 0 0 22,0 

 

 La composition osidique des fractions a aussi été déterminée à l’exception de la fraction F5 et 

comparée à la composition de l’EPS natif (Tableau 10). Les principaux monomères qui constituent l’EPS 

natif sont Gal, Glc, GalA et GlcA. Ces oses ont été identifiés dans toutes les fractions à l’exception du 

GalA, absent dans les fractions F1 et F2. En dehors des résidus typiquement retrouvés dans l’EPS natif, 

d’autres oses tels que le Rha et le Fuc sont présents dans la fraction F1. Ces résidus pourraient provenir 

de lipopolysaccharides membranaires co-extraits avec les protéines dans les débris cellulaires. Les oses 

Rha, Fuc et Glc sont en effet principalement détectés dans l’extrait débris cellulaires, ce qui confirme 

l’hypothèse de la présence des débris cellulaires dans la fraction F1. 

 

 L’analyse structurale des produits dépolymérisés par l’extrait protéique débris cellulaires D a 

été réalisée par spectrométrie de masse en collaboration avec la plateforme BIBS de l’INRA Nantes. 

Les fractions F2, F3, F4 et F5 ont été caractérisées par chromatographie liquide en phase inverse 

couplée à un spectromètre de masse (UHPLC-MS). Les structures hypothétiques ont été envisagées en 

accord avec la structure de l’unité répétitive de l’EPS et les structures élucidées lors des travaux 

antérieurs (Tableau 11).72,103 La fraction F5 contiendrait un octasaccharide doublement sulfaté. Cette 
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structure contient une double liaison sur l’unité GalA en C4-C5, ce qui peut être attribué à une activité 

enzymatique de type lyase dans les débris cellulaires. Les fractions F4, F3 et F2 contiennent 

respectivement un dimère, un trimère et un mélange de tétra-, penta et hexamère de l’octasaccharide 

décrit pour la faction F5. D’autres espèces saccharidiques comprenant un nombre d’hexose inférieur 

ont également été identifiées. Ces espèces seraient issues de l’action d’une activité de type hydrolase 

dans les débris cellulaires. 

Tableau 11 : Analyse par UHPLC-MS des fractions obtenues après la purification par chromatographie 
SEC de l’EPS natif dépolymérisé avec l’extrait débris cellulaires D. Les structures ont été schématisées 

en accord avec le « Symbol Nomenclature for Glycan » (SNFG).241 

  Structure 

Masse 

monoisotopique 

(théorique, Da) 

Temps de 

rétention 

(min) 

m/z Adduit 

F5 
A 

 

1498,27 2,73 748,13 [M-2H]2- 

Espèces supposées : A - (1  3 hexoses) 1336,22  1012,12 2,76  2,88 667,10  505,05 [M-2H]2- 

F4 
B 

 

2996,55 7,00 1031,,55 [M-4H+1IPR]3- 

Espèces supposées : B - (1  4 hexoses) 2834,5  2348,34 7,05  7,21 977,52  815,47 [M-4H+1IPR]3- 

F3 
C 

 

4494,82 8,56 1173,26 [M-6H+2IPR]4- 

Espèces supposées : C - (1  5 hexoses) 4332,77  3684,56 8,59  8,84 1132,75  970,69 [M-6H+2IPR]4- 

F2 

D 

 

5993,10 9,69 1598,38 [M-8H+4IPR]4- 

Espèces supposées : D - (1  5 hexoses) 5831,04  5182,83 9,69  9,79 1557,88  1395,82 [M-8H+4IPR]4- 

E 

 

7491,37 10,27 1598,40 [M-10H+5IPR]5- 

Espèces supposées : E - (1  7 hexoses) 7329,32  6357,00 10,29  10,43 1565,98  1371,51 [M-10H+5IPR]5- 
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F 

 

8989,64 10,77 1598,40 [M-12H+6IPR]6- 

Espèces supposées : F - (1  2 hexoses) 8827,59  8665.54 10,79  10,80 1571,39  1544,36 [M-12H+6IPR]6- 

 

 Pour confirmer les structures détectées en UHPLC-MS, l’oligosaccharide observé dans la 

fraction F5 a été étudié par Dissociation par Transfert de Charge d’hélium en tandem avec la 

spectrométrie de masse (He-CTD MS/MS)242 en mode de ionisation négatif243. La structure complète 

de l’octasaccharide observé sur le spectre He-CTD MS/MS a été élucidée mis à part la liaison 

glycosidique (1,3 ou 1,4) entre les résidus Gal et GalA à la fin du fragment. Les informations MS/MS 

indiquent : (1) l’implication d’une lyase lors de la dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif car une 

insaturation est observée sur le résidu GalA (indiqué par le C4, 0,2A4, Z3 et Y3) ; (2) la présence d’un 

deuxième groupement sulfate en position C6 du résidu Gal de la chaîne latérale (indiqué par les 

fragments intracycliques 0,4X5”, 3,5X5 and 1,5X5, selon la nomenclature de Domon et Costello.244 Ce 

groupement sulfate remplace le résidu Glc, initialement présent sur la structure élucidée de l’unité 

répétitive de l’EPS.72 Ce deuxième groupement sulfate devait exister dans l’EPS natif et il est possible 

que les deux variantes de l’unité répétitive coexistent. La première unité répétitive correspond au 

nonasaccharide et la seconde serait l’octasaccharide doublement sulfaté caractérisé lors de cette 

étude.  
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Figure 32 : Spectre MS/MS de la structure de l’octasaccharide isolé comme l’espèce [M-2H]2-au 
rapport m/z 748.4 en mode négatif. Le code couleur est le suivant : fragments sans perte de sulfate 

en rouge, fragments avec un sulfate en moins en bleu et la perte d’une molécule d’eau est symbolisée 
par un triangle. 

 

 Lors de l’étude cinétique, les débris cellulaires ont présenté une activité enzymatique 

significative sur l’EPS natif en présence du tampon Tris HCl et du surfactant Tween 20. Appliquées à 

des quantités plus importantes d’EPS, ces conditions ont permis de générer des populations de chaînes 

de poids moléculaires différents. L’analyse par spectrométrie de masse des fractions isolées a montré 

que l’activité lyase dans l’extrait débris cellulaires était responsable de la dépolymérisation de l’EPS 

natif. Si les résultats obtenus sur les activités enzymatiques sont en accord avec la précédente étude 

de Zykwinska et al.103, les enzymes actives ne sont pas retrouvées systématiquement dans le même 

extrait protéique. En effet, l’activité enzymatique avait principalement été identifiée dans le lysat. Cela 

suggère que l’étape de solubilisation d’enzymes pendant la lyse cellulaire n’est pas totalement 

maîtrisée et que l’activité enzymatique peut être présente soit dans le lysat (L) soit dans les débris 

cellulaires (D). Pour optimiser l’activité des enzymes de dépolymérisation d’A. infernus, deux nouveaux 

extraits ont été préparés afin d’améliorer à la fois la reproductibilité et le rendement de l’étape de 

dépolymérisation de l’EPS. Ces deux nouveaux extraits sont le mélange débris cellulaires et lysat (D+L) 
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et les cellules lysées (CL). Les résultats obtenus avec ces deux extraits sont présentés dans le 

paragraphe suivant. 

 

2.3 Etude de l’activité enzymatique dans le mélange d’extraits 

cellulaires et les cellules lysées 

 

 Afin de tester l’effet du mélange des deux extraits cellulaires sur le procédé de 

dépolymérisation, deux nouveaux extraits protéiques ont été préparés : le mélange contenant les 

débris cellulaires et l’extrait intracellulaire (D+L), ainsi que les cellules lysées (CL). Le mélange (D+L) 

devrait combiner l’activité détectée dans les deux extraits protéiques testés préalablement de manière 

isolée. Quant aux cellules lysées obtenues directement après l’étape de lyse cellulaire (sans étape de 

centrifugation), elles auraient l’avantage de fournir un mélange enzymatique efficace pour la 

dépolymérisation de l’EPS à plus grande échelle. Ainsi pour valider tout d’abord l’obtention d’extraits 

ou de mélange enzymatique à une échelle pilote, une culture de la bactérie A. infernus a été réalisée 

en fermenteur (20 L). Le lysat (L), les débris cellulaires (D) et les cellules lysées (CL) ont été préparés à 

partir du culot bactérien issu de cette fermentation, en suivant le même protocole mis au point 

précédemment en culture en Erlenmeyer. L’EPS natif a ensuite été incubé à 30°C pendant 72 h avec le 

mélange contenant les débris cellulaires et lysat (D+L) ou les cellules lysées (CL). La dépolymérisation 

a été suivie par électrophorèse sur gel de polyacrylamide à 27% (Figure 33). 

 

 

 

Figure 33 : Analyse électrophorétique en gel de polyacrylamide à 27% de la dépolymérisation de l’EPS 
natif au cours du temps avec le mélange débris cellulaires + lysat (D+L) ou les cellules lysées (CL) 

obtenus à partir de la culture d’A. infernus réalisée en fermenteur. 
 

 Les deux extraits étaient actifs sur l’EPS natif. Néanmoins, la bande caractéristique de l’EPS 

restait faiblement présente à la fin du temps d’incubation avec le mélange (D+L) tandis qu’elle avait 
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totalement disparu avec les cellules lysées. L’extrait contenant les cellules lysées montrait l’activité 

enzymatique de dépolymérisation la plus élevée. 

En conclusion, la dépolymérisation de l’EPS natif est plus efficace avec les extraits protéiques obtenus 

à l’échelle pilote à partir d’une culture en fermenteur qu’avec ceux produits à partir d’une culture en 

Erlenmeyer. Parmi les extraits protéiques, l’extrait contenant les cellules lysées s’est avéré le plus actif 

pour dépolymériser l’EPS natif. De plus, sa préparation ne nécessite pas d’étape de centrifugation 

contrairement au mélange D+L, ce qui pourrait être utile pour un développement industriel.  

 

 Suite à ce travail sur l’EPS natif, la dépolymérisation enzymatique des dérivés GAG-mimétiques 

obtenus par voie chimique a été réalisée avec des cellules lysées afin d’obtenir des séquences 

oligosaccharidiques homogènes et mettre en évidence des modifications éventuelles induites par le 

procédé chimique. Les enzymes pourraient remplacer avantageusement l’hydrolyse acide 

généralement utilisée pour débuter l’analyse structurale des polysaccharides mais qui a pour 

inconvénient de produire des fragments hétérogènes en taille et de modifier certains motifs 

structuraux de l’unité répétitive (désulfatation, perte de monosaccharides…). 

 Dépolymérisation enzymatique des dérivés GAG-mimétiques 
obtenus par voie chimique 

 

 Jusqu’à présent la dépolymérisation enzymatique a été étudiée uniquement sur l’EPS natif. 

Afin de développer une stratégie performante pour élucider la structure complexe des dérivés de l’EPS 

obtenus par voie chimique, les activités enzymatiques mises en évidence dans ce travail de thèse sont 

utilisées pour isoler des oligosaccharides homogènes conservant une structure presque intacte, 

pouvant être aisément caractérisés en spectrométrie de masse et RMN et ainsi faciliter l’identification 

des motifs structuraux par la constitution d’une librairie pour l’analyse structurale. Trois dérivés EPS 

ont été utilisés. Deux dérivés d’EPS dépolymérisés par voie radicalaire de 200 000 g/mol et 20 000 

g/mol, ainsi qu’un EPS dépolymérisé par voie radicalaire de 20 000 g/mol et sursulfaté chimiquement 

ont été incubés en présence des cellules lysées (CL) d’A. infernus issues d’une production réalisée en 

Erlenmeyer. Le dérivé d’EPS à 200 000 g/mol naturellement faiblement sulfaté a été incubé à 30°C 

pendant 96 h. Les deux autres dérivés d’EPS à 20 000 g/mol (un naturellement faiblement sulfaté (10%) 

et un autre sur-sulfaté (40%)) ont été incubés à 30°C pendant 168 h. La dépolymérisation de ces dérivés 

a été suivie par électrophorèse sur gel de polyacrylamide (Figure 34). 
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Figure 34 : Analyse électrophorétique en gel de polyacrylamide de la dépolymérisation du dérivé 
d’EPS 200 000 g/mol faiblement sulfaté et des deux dérivés d’EPS 20 000 g/mol, respectivement 

faiblement et hautement sulfatés, au cours du temps avec les cellules lysées (CL). 
 

 En présence des cellules lysées, le dérivé d’EPS à 200 000 g/mol naturellement faiblement 

sulfaté est partiellement dépolymérisé. En revanche, aucune dépolymérisation n’est observée pour les 

deux dérivés d’EPS à 20 000 g/mol. Probablement, la taille des dérivés d’EPS (20 000 g/mol) mais aussi 

les modifications structurales apportées lors des étapes chimiques de dépolymérisation radicalaire 

(perte de résidus osidiques) et de sur-sulfatation (présence de groupements sulfates additionnels) ne 

permettent pas une bonne reconnaissance enzymes/substrats. Des travaux supplémentaires sont à 

réaliser sur le dérivé 200 000 g/mol pour optimiser sa dépolymérisation et obtenir des oligosaccharides 

avec un bon rendement. L’utilisation des cellules lysées issues de la fermentation pilote est à envisager. 
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 Conclusion 

 

 L’objectif de cette partie de la thèse était de produire des oligosaccharides et des dérivés de 

bas poids moléculaire à partir de l’EPS GY785 natif de très haut poids moléculaire (2 000 000 g/mol) 

par dépolymérisation enzymatique. Actuellement, les dérivés bioactifs de l’EPS d’A. infernus sont 

préparés par dépolymérisation radicalaire. Ce procédé permet d’obtenir des dérivés homogènes en 

taille mais probablement hétérogènes en structure avec une perte possible des résidus osidiques de la 

chaîne latérale. Le développement d’un nouveau procédé biotechnologique de dépolymérisation en 

utilisant les enzymes produites par la bactérie A. infernus est à poursuivre pour produire des dérivés 

bioactifs plus homogènes et conservant la structure atypique de l’EPS natif, ces enzymes permettant 

de dépolymériser le polysaccharide par clivage spécifique des liaisons glycosidiques. La 

dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif avait déjà fait l’objet d’une étude.103 Plusieurs enzymes 

commerciales avaient été testées sur l’EPS natif mais aucune d’entre elles n’a permis de dépolymériser 

l’EPS. Les seules enzymes capables d’agir sur l’EPS natif d’A. infernus sont des enzymes produites par 

cette même bactérie. Des activités lyase, hydrolase et sulfatase, avaient déjà été identifiées dans 

l’extrait intracellulaire (lysat) de la bactérie. 

 

Lors de ce travail de thèse, deux études de dépolymérisation enzymatique ont été menées sur 

l’EPS natif et ses dérivés. Lors de la première étude, les meilleures conditions de cinétique enzymatique 

et de préparation des extraits protéiques, lysat (L) et débris cellulaires (D), ont été déterminées. La 

dépolymérisation enzymatique était optimale lorsque l’EPS natif était incubé avec les débris cellulaires 

à 30°C pendant au moins 22 h, en présence du Tween 20 dans le tampon Tris HCl à pH 8. Les débris 

cellulaires ont été isolés d’une culture d’A. infernus réalisée en milieu Zobell contenant de la tryptone 

et du glucose, et après un temps d’incubation de 48 h à 30°C. En suivant ce protocole, des dérivés 

ayant des poids moléculaires compris entre 4 000 et 230 000 g/mol ont été produits par dégradation 

enzymatique. Un fractionnement reproductible a été obtenu par chromatographie d’exclusion 

stérique pour purifier les dérivés produits. L’analyse des dérivés par spectrométrie de masse a permis 

d’identifier un nouveau motif de répétition octasaccharidique doublement sulfaté obtenu après 

l’action d’une lyase (Figure 35). En effet, la double liaison caractéristique résultant de l’action de cette 

enzyme a été identifiée en C4-C5 du résidu GalA. 
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Figure 35 : Unité de répétition octasaccharidique et portant deux groupements sulfate observée en 
spectrométrie de masse. 

 

 Ce résultat laisse penser que deux motifs de répétition co-existeraient sur la molécule d’EPS 

d’A. infernus : le nonasaccharide sulfaté sur une seule position et l’octasaccharide doublement sulfaté. 

 

 Les extraits protéiques débris cellulaires et lysat utilisés en mélange (D+L) et les cellules lysées 

(CL) ont également été étudiés afin d’optimiser la dépolymérisation de l’EPS natif. L’extrait protéique 

contenant les cellules lysées s’est finalement avéré efficace pour dépolymériser l’EPS.  

 La seconde étude portait sur la dépolymérisation enzymatique des dérivés GAG-mimétiques 

de l’EPS afin d’étudier la structure fine de ces dérivés bioactifs. La dépolymérisation enzymatique de 

deux dérivés d’EPS de 200 000 g/mol et 20 000 g/mol faiblement sulfatés, et d’un EPS de 20 000 g/mol 

hautement sulfaté a été étudiée avec les cellules lysées. Cet extrait n’a pas permis de dépolymériser 

les dérivés de 20 000 g/mol. Ces dérivés sont probablement trop modifiés pour être reconnus par les 

enzymes. Le dérivé de 200 000 g/mol a pu être dépolymérisé partiellement par les cellules lysées ce 

qui suggère que les modifications structurales sont moins importantes et n’empêchent pas la 

reconnaissance enzyme/substrat. 

Par ailleurs, la raison de la présence dans la bactérie A. infernus d’enzymes capables de dépolymériser 

son propre EPS n’est pas claire. En effet, le laboratoire EM3B a montré que cette bactérie n’était pas 

capable d’utiliser l’EPS qu’elle produit pour sa croissance. De plus, l’activité enzymatique n’est 

détectée que lorsque la bactérie croît dans des conditions favorables à la production de l’EPS, 

notamment dans un milieu de culture très riche en glucose (30 g/l). Cette activité associée aux 

membranes serait donc liée à la production de l’EPS par la bactérie. Ainsi, ces enzymes pourraient 

lutter contre  une accumulation intracellulaire de l’EPS. 
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Conclusion générale et perspectives 
 

Ce travail de thèse a fait l’objet d’une collaboration entre les laboratoires EM3B et CEISAM dans 

le cadre du réseau interrégional Bretagne-Pays de la Loire "GlycoOuest". L’objectif de la thèse était de 

développer une stratégie pour élucider la structure fine des dérivés bioactifs de l’EPS A. infernus. 

Actuellement, les dérivés GAG-mimétiques de l’EPS sont obtenus par dépolymérisation radicalaire. Or, 

ce procédé chimique peut modifier la structure des dérivés avec notamment la perte de certains oses 

sur la chaîne latérale. Par conséquent, nous avons souhaité préparer des oligosaccharides constitutifs 

de l’unité répétitive de l’EPS soit par synthèse organique soit par dépolymérisation enzymatique. Ces 

oligosaccharides une fois bien caractérisés faciliteront l’analyse structurale des dérivés GAG-

mimétiques.  

 

Nous souhaitions constituer une base de données analytique de fragments constitutifs de 

l’unité répétitive. La synthèse organique a été choisie afin de préparer des dérivés bien définis et purs. 

Nous nous sommes intéressés à des fragments présents dans le pentasaccharide central de l’unité 

répétitive. L’objectif était de préparer le trisaccharide de la chaîne principale. Ainsi, les trois unités Glc, 

GalA et Gal ont été préparées (Schéma 66). L’unité Glc a été synthétisée par peracétylation du D-(+)-

glucose suivie de l’insertion du GA en position anomérique. En suivant cette méthode, le bromure de 

glucopyranosyle 28a et les dérivés trichloroacétimidate 28b et N-phényltrifluroacétimidate 28c ont été 

obtenus. Les groupements acétates ont été choisis pour s’assurer de la stéréosélectivité 1,2-trans lors 

du couplage glycosidique. Les unités GalA et Gal sont issues de l’intermédiaire commun 4,6-O-

benzylidène 31 préparé à partir du D-(+)-galactose. L’unité Gal a été préparée en série -SPh et -OAll. 

L’unité GalA a été préparée en série -SPh car ce groupement est un groupement activant. Nous avons 

fait le choix de préparer l’unité Gal en série -OAll pour optimiser les conditions réactionnelles des 

couplages glycosidiques sans être gênés par un risque d’homocouplage. 

 

 

Schéma 66 : Préparation des unités Glc, GalA et Gal. 
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 La synthèse du trisaccharide de la chaîne principale a été envisagée à partir du disaccharide β–

Glc(1→4)-GalA ou du disaccharide α-GalA(1→4)-Gal (Schéma 67). La synthèse de ces deux 

disaccharides a été étudiée en suivant deux stratégies : couplage directe avec l’unité GalA ou couplage 

avec un analogue neutre de cette unité suivi de l'étape d’oxydation. Finalement, la seconde stratégie 

nous a permis d’isoler le disaccharide β-Glc(1→4)-GalA et un précurseur neutre de α-GalA(1→4)-Gal.  

 

 

Schéma 67 : Schéma bilan des unités préparées durant la thèse. 
 

 En parallèle l’unité diacide glucuronique diGlcA a également été préparée. Sa synthèse avait 

été étudiée par l’oxydation de thiophénylcellobiopyranoside déprotégé 62 et de son analogue protégé 

63 (Schéma 68).  

 

 

Schéma 68 : Bilan sur la préparation de l’unité diGlcA. 
 

Lors des essais d’oxydation du thiophénylcellobiopyranoside déprotégé 62, seul le produit 

d’oxydation du soufre a été isolé. La seconde stratégie a été concluante, notamment grâce aux 

conditions d’oxydation/estérification optimisées lors de la préparation l’unité GalA. Ces conditions 

d’oxydation/estérification nous ont également été utiles lors de la préparation du disaccharide β-

Glc(1→4)-GalA.  

 

La synthèse du trisaccharide de la chaîne principale reste à terminer. Il serait intéressant, en 

particulier, de continuer à développer les conditions de glycosylation avec l’unité GalA afin d’aboutir 

plus rapidement au trisaccharide ciblé. La préparation du disaccharide α-GalA(1→4)-Gal serait 

également à étudier avec l’unité Gal en série –SPh comme accepteur de glycosyle. Cela permettrait 
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d’avoir une synthèse plus rapide comme les unités GalA et Gal en série -SPh possèdent le même 

intermédiaire commun. Une fois les conditions de couplage glycosidique optimisées, la préparation du 

trisaccharide triacide β-diGlcA(1→3)-GalA pourra aussi être envisagée. Ce motif trisaccharide, assez 

atypique, serait une référence analytique intéressante car il est conservé lors de la dépolymérisation 

enzymatique. Avant d’envisager le couplage vers les trisaccharides, la déprotection des deux 

disaccharides diGlcA et β-Glc(1→4)-GalA donnerait accès aux deux premières références analytiques 

de la base de données envisagée. 

A propos de l’unité diGlcA, les essais d’oxydation du cellobiose déprotégé serait à poursuivre. 

Toutefois, un autre groupement protecteur de la position anomérique devra être introduit. Le 

groupement O-Allyle pourrait être choisi, d’autant plus que nous avons déjà étudié son introduction 

lors de la préparation de l’unité Gal 30 en série -OAll.  

 

 Dans la seconde partie de cette étude, des oligosaccharides mais aussi des dérivés de bas poids 

moléculaire ont été préparés par dépolymérisation enzymatique de l’EPS natif. Nous avons approfondi 

des travaux précédemment menés au sein du laboratoire EM3B. Des enzymes de dépolymérisation 

enzymatiques avaient été détectées dans les extraits solubles (lysat) de la bactérie A. infernus. Lors des 

travaux actuels, l’activité enzymatique a principalement été identifiée dans les extraits insolubles 

(débris cellulaires). En incubant l’EPS natif avec les débris cellulaires, différentes tailles de chaînes 

saccharidiques ont pu être isolées. La dépolymérisation observée est principalement due à une activité 

lyase. Les produits issus de cette dépolymérisation ont été fractionnés. Un octasaccharide doublement 

sulfaté a été caractérisé par spectrométrie de masse dans une des fractions (Figure 36). Cet 

octasaccharide correspond à l’unité répétitive décrite par Roger O. en 2004. Cependant le galactose 

de la chaîne latérale est substitué par un groupement sulfate en C6 au lieu d’un glucose. Le 

nonasaccharide monosulfaté avec un glucose porté par le galactose de la chaîne latérale (R=Glc) et 

l’octasaccharide doublement sulfaté avec un groupement sulfate porté par ce même galactose 

(R=SO3Na) coexisteraient dans l’EPS. 

 

 

Figure 36 : Structure de l’unité répétitive de l’EPS d’A. infernus présente sous les deux formes 
nonasaccharide et octasaccharide. 
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 Une autre préparation d’extrait protéique a été étudiée au cours des travaux de thèse. Ce sont 

les cellules lysées de la bactérie d’A. infernus. Cet extrait s’est montré efficace pour dépolymériser 

l’EPS natif. De plus sa préparation est plus simple et moins coûteuse. Cette préparation serait plus 

facile à utiliser lors de la mise au point d’un procédé biotechnologique pour obtenir des dérivés d’EPS 

dépolymérisés par voie enzymatique. Ainsi, la dépolymérisation enzymatique de l’EPS et de ces dérivés 

est à approfondir avec les cellules lysées. Il serait nécessaire à l’avenir d’isoler et de caractériser les 

dérivés produits, notamment grâce aux données structurales obtenues au cours de cette étude.  

 La purification des enzymes est également à envisager pour améliorer le procédé de 

dégradation enzymatique. Cependant, leur extraction des débris membranaires devrait être optimisée 

pour les solubiliser. Actuellement, le laboratoire envisage de cloner et d’exprimer les gènes codant 

pour ces enzymes. Le génome de la bactérie A. infernus est en effet séquencé et les gènes candidats 

pourraient, dans un premier temps, être identifiés in silico.  

 

 Ce travail de thèse ouvre la voie vers l’utilisation des enzymes produites par A. infernus pour 

obtenir des dérivés d’EPS GAG-mimétiques de nouvelle génération plus homogènes et mieux 

caractérisés. Evidemment, l’activité biologique de ces dérivés de nouvelle génération sera à étudier 

pour comparer les deux procédés de dépolymérisation chimique et enzymatique. 
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Annexe 1 

 

Tableau 12 : Les caractéristiques structurales principales des PS issus de microalgues et des 
cyanobactéries. Bacillariophyte (Ba), Charophyte (Cha), Chlorophyte (Ch) et Cyanobactéries (Cy) 

(adapté de C. Delattre et al., 2016).48 
Microalgues Type de PS Composition osidique  Substituants  

Amphora rostrata (Ba) EPS Rha, Fuc, Xyl, Man, Gal, Glc, 

uronic acids 

Protéine, 

pyruvate, 

sulfate 

Amphora holsatica (Ba)  Ara, Rha, Fuc, Xyl, Glc, uronic 

acids 

 

Coscinodiscus nobilis (Ba) EPS Rha, Xyl, Man, Gal, Glc, GlcA Sulfate  

Cylindrotheca closterium (Ba)  Rha, Xyl, Man, Gal, Glc, uronic 

acids 

Protéine 

Cylindrotheca fusiformis (Ba) EPS Ara, Rha, Fuc, Xyl, Man, Gal, Glc, 

uronic acids 

Sulfate  

Melossira nummuloides (Ba) EPS Ara, Fuc, Xyl, Gal, Glc, uronic 

acids 

 

Navicula salinarum (Ba) EPS Rha, Xyl, Man, Gal, Glc, uronic 

acids 

Protéine, 

sulfate 

Navicula directa (Ba) EPS Ara, Rha, Fuc, Xyl, Gal, Glc, uronic 

acids 

 

Navicula subinflata (Ba) EPS Man, Gal, Glc, uronic acids, 

hexosamines, O-Me-pentoses 

Protéine, 

sulfate 

Thalassiosira sp. (Ba) RPS Rha, Fuc, Xyl, Man, Gal, Glc, GalA, 

GlcA, GalNAc, GlcNAc 

 

Phaeodactylum tricornutum 

CCMP 632 (Ba) ovoid 

morphotype 

EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Gal, 

Glc, Ino, 3,4-O-Me-Gal 

 

Phaeodactylum tricornutum 

CCMP 632 (Ba) fusiform 

morphotype 

EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Gal, 

Glc, Ino, 4-O-Me-Man 

 

Botryococcus braunii (Ch) EPS Ara, Rha, Fuc, Gal, uronic acids, 

3-O-Me-Fuc,  

 

Chlamydomonas reinhardtii 

(Ch) 

EPS Ara, Rha, Rib, Xyl, Gal, Glc, GalA Pyruvate  

Chlamydomonas Mexicana (Ch) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Gal, 

Glc, uronic acids 

 

Chlamydomonas sajao (Ch) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Gal, 

Glc, uronic acids 

 

hlorella pyrenoidosa Chick S-39 

(Ch) 

EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Gal  
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Desmococcus olivaceus (Ch) EPS Ara, Rha, Xyl, Man, Gal, Glc, GalA, 

GlcA 

 

Desmococcus olivaceus (Ch) EPS Ara, Rha, Xyl, Man, Gal, Glc, 2-O-

Me-Glc 

Protéine  

Dunaliella salina (Ch) EPS Xyl, Gal, Glc, Fru (fructose)  

Cosmarium sp. 1 (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal, uronic acids 

Sulfate  

Cosmarium sp. 2 (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal 

 

Netrium digitus (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal, uronic acids 

Sulfate  

Netrium oblongum (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal, uronic acids 

Sulfate 

Netrium interruptum (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal, uronic acids 

Sulfate 

Netrium interruptum UTEX 2509 

(Cha) 

EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal 

 

Penium cylindrus (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal, uronic acids 

 

Penium spirostriolatum (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal, uronic acids 

Sulfate  

Pleurotaenium trabecula (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal, uronic acids 

Sulfate 

Tetmemorus brebissonii (Cha) EPS Ara, Rha, Fuc, Rib, Xyl, Man, Glc, 

Gal, uronic acids 

Sulfate 

Arthrospira platensis (Cy) EPS Ara, Rha, Fuc, Xyl, Man, Gal, Glc, 

GalA, GlcA 

Protéine  

Cyanothece sp. ATCC 51142 (Cy) EPS Rib, Xyl, Glc Protéine  

Cyanothece sp. ATCC 51142 (Cy) EPS 2-C-Me-Glc, Ido-2-C-carboxylic 

acid, 2-deoxy-Ido 

Sulfate  

Cyanospira capsulate (Cy) EPS Ara, Fuc, Man, Glc, GalA Lactate 

Mastigocladus laminosus (Cy) CPS Rha, Fuc, Xyl, Man, Gal, Glc, GlcA, 

GalA 

 

Microcoleus vaginatus (Cy) CPS Rha, Xyl, Man, Gal, Glc, GalA Protéine 

Microcoleus vaginatus (Cy) EPS Ara, Rha, 2-O-methyl-Rha, Fuc, 

Xyl, Man, Gal, Glc, GalA, GlcA, N-

acetyl-GlcN 

 

Microcoleus vaginatus (Cy) EPS Ara, Rha, 2-O-methyl-Rha, Fuc, 

Xyl, Man, Gal, Glc, GalA, GlcA, N-

acetyl-GlcN 

Protéine 

Nostoc sp. (Cy) CPS Rha, Man, Gal, Glc, GalA, GlcA Protéine 

Nostoc sp. (Cy) EPS Rha, Xyl, Man, Gal, Glc, 2-O-

Methyl-Glc 

 

Nostoc sp. (Cy) EPS Rha, Xyl, Man, Gal, Glc, 2-O-

Methyl-Glc 

Protéine 
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Nostoc sp. (Cy) EPS Xyl, Man Protéine 

Nostoc carneum (Cy) EPS Xyl, Man Protéine 

Nostoc commune (Cy) EPS Xyl, Man, Gal, Glc, GlcA, acie 

uronique non identifié 

 

Nostoc insulare 54.79 (Cy) EPS Glc, GlcA, 3-O-Me-Ara Peptide 

Nostoc verrucosum (Cy) EPS Xyl, Man, Glc, GlcA  

Oscillaria sp. (Cy) EPS Protéine Protéine 

Phormidium tenue (Cy) EPS Ara, Rha, Man, Gal, Glc, GalA, 

GlcA, N-acetyl-GlcN 

 

Phormidium tenue (Cy) EPS Ara, Rha, Fuc, Xyl, Man, Gal, Glc, 

N-acetyl-GlcN 

Protéine 

Scytonema javanicum (Cy) EPS Ara, Rha, Xyl, Man, Gal, Glc  

Scytonema javanicum (Cy) EPS Ara, Rha, 2-O-methyl-Rha, Xyl, 

Man, Gal, Glc 
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Annexe 2 

 

Tableau 13 : Exemples de bactéries et des EPS qu’elles produisent. Ara : arabinose, Fru : Fructose, Gro: 
Glycerophosphate, S ou SO3 : sulfate, t-: terminal (adapté de Colliec-Jouault et al., 2019).245 
Microorganisme Origine Composition osidique Substituant 

Alteromonas infernus Population animale, 

Bassin de Guaymas, 

Golfe de Californie 

Glc, Gal, Glc, GalA Sulfate 

Alteromonas macleodii 

subsp. fijiensis 

Source 

hydrothermale, 

Bassin Nord Fidjien 

Glc, Gal, GlcA, GalA, Man   

Alteromonas macleodii 

subsp. fijiensis biovar 

deepsane 

Source 

hydrothermale, Ride 

du Pacifique Est 

Polysaccharide sulfaté, unité 

répétitive avec 16-18 

monosaccharides (7 

différents) 

Sulfate 

Alteromonas sp. Strain 

1644 

Polychète, Ride du 

Pacifique Est 

Glc, Gal, GlcA, GalA  

Bacillus licheniformis Source 

hydrothermale 

littorale, Ile Vulcano, 

Italie 

Man, Glc  

Bacillus thermoantarcticus Ile Ischia, Italie 2 EPS sulfatés : 

EPS1 : Man et Glc  

EPS2 : Man 

Sulfate, 

pyruvate  

Bacillus 

thermodenitrificans 

Source 

hydrothermale 

littorale, Ile Vulcano, 

Italie 

2 EPS avec acide uronique et 

sulfate 

Sulfate 

Geobacillus tepidamans 

V264 

Geyser, Bulgarie Glc, Gal, Fuc, Fru  

Geobacillus sp. Ile Ischia, Italie EPS 1 : Man, Glc, Gal  

EPS 2 : Man, Glc, Gal  

EPS 3 : Gal, Man, GlcN, Ara  

 

Geobacillus sp. 4001 Source 

hydrothermale 

littorale, Ile Vulcano, 

Italie 

Man, Glc, Gal, ManN 

(mannosamine) 

 

Geobacillus sp. 4004 Source 

hydrothermale 

littorale, Ile Ischia, 

Italie 

Gal/Man/GlcN/Ara 

(1.0/0.8/0.4/0.2) 
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Hahella chejuensis Sédiment, Ile Cheju, 

Corée 

Glc, Gal, Rib, Xyl  

Halomonas sp. AAD6 
 

Fru  

Halomonas 

alkaliantarctica 

Sédiments de lac sale, 

Cape Russell, 

Antarctique 

Glc, Fru, GlcN, GalN    

Halomonas almeriensis   Man/Glc et traces de Rha  

Halomonas anticariensis Marais d’eau salée, 

Malaga, Espagne 

Glc, Man, GalA  

Halomonas maura 
 

Man, Gal, Glc   

Halomonas ventosae Marais d’eau salée, 

Malaga, Espagne 

Glc, Man, Gal  

Iodomarina fontislapidosi Eau salée, Espagne  Glc, Man, Gal  

Iodomarina ramblicola Eau salée, Espagne  Glc, Man, Gal  

Olleya marilimosa 

CAM030 

Océan du Sud Man, GlcA, GalNAc, Glc, 

GlcNAc, Ara, Gal, GalA, Xyl, 

Rha 

 

Paracoccus zeaxantificiens 

subsp. payriae 

Tapis bactérien, 

Polynésie Française 

 
Sulfate 

Pseudoalteromonas 

marinoglutinosa KMM232 

 
Man, Rha  Sulfate 

Pseudoalteromonas sp. 

HYD721 

Ride du Pacifique Est Glc, Gal, GlcA, Man, Rha  Sulfate 

Pseudoalteromonas 

ruthenica SBT033 

Côte, Inde Man, Glc, Gal, Xyl, acides 

uroniques 

 

Pseudoalteromonas sp. 

strain CAM025 

Océan du Sud Glc, GalA, Rha, Gal Sulfate, 

acétate 

Pseudoalteromonas sp. 

strain CAM036 

Océan du Sud GalA, Glc, Man, GalNAc, Ara acétate, 

succinyle, 

sulfate  

 

Pseudoalteromonas sp. 

strain SM9913 

Sédiment profond, 

mer Jaune, Chine 

Glc, Ara, Glc, Gal, Xyl, Glc, 

Glc 

 

Shewanella colwelliana Huître 
 

 

Thermotoga maritima 
 

Glc, Rib, Man   

Vibrio alginolyticus Salissures marines, 

Bengal 

Glc, AraN, RibN (ribosamine), 

Xyl 
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Vibrio diabolicus Source 

hydrothermale, Ride 

du Pacifique Est  

GlcNAc, GlcA, GalNAc   

Vibrio furnissii Côte, Inde Glc, Gal, acides uroniques  

Vibrio harveyi 
 

Sucres neutres, acides 

uroniques,  

Sulfate 

Vibrio parahaemolyticus Biofilm marin naturel Glc, Gal, Ara, Man, acides 

uroniques 
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Annexe 3 

 

❖ Generality 

 

Chemicals and solvents 

All reagents were purchased from various commercial suppliers (Sigma Aldrich®, Fluka®, Alfa Aesar®, 

Acros® or Carbosynth®) and stored according to the detailed specifications. The following solvents and 

reagents were freshly distilled under argon just before their use: DCM, MeCN, MeOH and Et3N over 

anhydrous calcium hydride; THF and Et2O on sodium and benzophenone. DMF and pyridine were 

purchased anhydrous from Sigma Aldrich®.  

 
Reactions and purifications 

All reactions were performed under anhydrous conditions and positive argon pressure. Glassware was 

flame under vacuum or under argon flow for several minutes.  

Chemical reactions were monitoring by TLC on Merck 60F254 silica gel plates. Revelation was 

performed under UV light (254 nm) or by dipping in a cerium molybdate solution and subsequent 

heating.  

Combi-Flash chromatographies were performed with a Reveleris® X2 flash chromatography system 

with appropriate columns of 40 µm particle size and UV / ELSD detectors. The mobile phases are 

reported in relative composition. Column chromatographies were performed with Macherey-Nagel 

silica of 40 µm – 63 µm particle size.  

 

Mass spectrometry  

Low resolution and high resolution mass spectrometry (MS) was recorded on a Xevo G2-XS Qtof 

spectrometer coupled with a Acquity H-Class LC apparatus. For HRMS, a tolerance of 5 ppm was 

applied to discriminate the difference between calculated and experimental values. 

 

NMR 

NMR 1H and 13C were recorded on a Brucker Avance 300 spectrometer fitted with a BBO probe carefully 

tuned to the recording frequency of 300.13 MHz (for 1H) and 75.48 MHz (for 13C), on a Bruker Avance 

400 spectrometer fitted with BBFO probe carefully tuned to the recording frequency of 400.16 MHz 

(for 1H), 100.62 MHz (for 13C).  

Chemical shifts (δ) are given in ppm and coupling constants (J) are reported in Hz and the multiplicity 

of signals is noted as following abbreviations: s = singlet, d = doublet, t = triplet, q = quartet, quin = 

quintet, m = multiplet, dd = doublet of doublets, dt = doublet of triplets, td = triplet of doublets, br = 

broad signal. 

 

Specific rotation 

Specific rotations ([α]20
D

) were obtained on a Perkin-Elmer 341 polarimeter, in a 100 mm cell, under a 

sodium lamp radiation at 20 °C. Results are expressed with the appropriate concentration (g.100 mL-1) 

in the indicated solvent. 

 

Electrophoresis on agarose and polyacrylamide gels 
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Agarose gel (0.7% w/v) was prepared in TAE buffer (40 mM Tris-acetate and 1 mM EDTA, pH 8.3). 20 

μL of samples in native electrophoresis buffer (Bio-Rad) were loaded on gel wells and electrophoresis 

was run in TAE buffer for 2 h in a refrigerated Maxi cuve (20 cm×20 cm, Fisher Bioblock Scientific). Gels 

were fixed for 4 h in 25% (v/v) isopropanol and then colored overnight in the dark by Stains All (3,3′-

Diethyl-9-methyl-4,5,4′,5′-dibenzothiacarbocyanine) solution at 0.005% prepared as follows: 5 mL of a 

mother 0.1% Stains All solution in dimethylformamide (w/v); 5 mL of 300mM Tris–HCl pH 8.8; 5 mL of 

dimethylformamide; 25 mL of isopropanol; 60 mL of H2O.246 Gels were then destained for 3 h under 

natural light. 

Polyacrylamide separating gel (20 or 27% final) prepared from Acrylamide/Bis-acrylamide 37.5/1 40% 

solution ) was prepared in 1.5 M Tris HCl buffer at pH 8.8 containing ammonium persulfate (0.05% w/v) 

and tetramethylethylenediamine (TEMED). Polyacrylamide stacking gel (5%) was prepared in 0.5 M 

Tris HCl at pH 6.8, ammonium persulfate (10% w/v) and TEMED. 15 μL of samples prepared in loading 

buffer (0.5 M Tris HCl pH 6.8, glycerol, 0.5 M EDTA, 0.5% w/v bromophenol) was then loaded on 

polymerized acrylamide gels. Electrophoresis was conducted at 150 V. Gels were fixed and coloured 

overnight in the dark by Stains All (0.005%). Gels were then destained with water for 5 h under natural 

light. 

 

High-pressure size-exclusion chromatography (HPSEC) 

HPSEC coupled with a multiangle light scattering (MALS) (Dawn Heleos-II, Wyatt Technology) and a 

differential refractive index (RI) (Optilab Wyatt technology) detectors allows to evaluate the 

depolymerisation. HPSEC system was composed of an HPLC system Prominence Shimadzu, a PL 

aquagel-OH mixed, 8 μm (Varian) guard column (U7.5mm×L 50 mm), and a PL aquagel-OH mixed 

(Varian) separation column. The eluent was 0.1 M ammonium acetate with 0.03% NaN3. Samples 

supernatants from enzymatic depolymerizations were diluted to 0.4 mg/mL EPS, filtered (Thermo 

Scientific Chromacol, 0.45 µm 100/PK) and injected. BSA (Sigma) at 2 mg/g in eluent buffer was the 

internal standard.  

 

Monosaccharide composition analysis 

Monosaccharide composition was determined according to Kamerling et al. [247] method, modified by 

Montreuil et al. [248]. Samples were hydrolyzed for 4 h at 100 °C by 3M MeOH/HCl with myo-inositol 

used as internal standard. After re-N-acetylation with acetic anhydride overnight at room temperature, 

the methyl glycosides were converted into their corresponding trimethylsilyl derivatives using N,O-

bis(trimethylsilyl)trifluoroacetamide and trimethylchlorosilane (BSTFA:TMCS) 99:1 (Merck). 

Separation and quantification of the per-O-trimethylsilyl methyl glycosides were performed by gas 

chromatography (GC-FID, Agilent Technologies 6890N). 

 

 

UHPLC-MS 

Ion pairing-reversed phase chromatography separations were run on an ultra-high-performance liquid 

chromatography system (UHPLC, Acquity H-Class® Waters, Manchester, UK), equipped with a BEH C18 

column (100 mm × 2.1 mm, packed with 1.7 μm porosity particles) (Waters, Manchester, UK). The flow 

rate was of 0.150 mL min−1 and column was heated at 30 °C. A ternary gradient was used (A, pure 

water; B, pure acetonitrile; and C, 20 mM hexylammonium dissolved in water, and pH value adjusted 

to 6 by addition of acetic acid), from 16.6% to 35% of solvent B in 10 min, then up to 63.4% at 20 min 

and maintained at 73.4% for 4.5 min. Percentage of solvent C was kept constant at 25%. 
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MS measurements were done through a direct coupling with a Synapt G2Si high-definition mass 

spectrometer (Waters Corp., Manchester, UK) on a mass range of 300–2000 m/z. The instrument was 

operated in a negative ionization mode in the so-called sensitivity mode, with an ESI capillary voltage 

of 2.5 kV and a sampling cone voltage of 50 V. Data acquisition was carried out using MassLynx 

software (V4.1). 

 

He-CTD-MS/MS 

The sample was analyzed with the use of a modified AmaZon 3D ion trap (Bruker Daltonics).243 The 

sample was infused at a flow rate of 5 μL/min. The mass spectrometer operated in negative polarity, 

with an ESI capillary voltage of 3.5 kV. Raw data were processed with mMass 5.3.0.249 
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❖ Procedure for enzymatic depolymerisation 

 
Production of the native EPS 

Production of the GY785 EPS by A. infernus and its purification were previously described.71 Here, 

GY785 EPS production was performed at 25 °C pH 7.4 in a 30 L fermenter (Techfors 30 L INFORS, 

Switzerland).  

20 L of Zobell medium, containing 5 g/L of tryptone, 1 g/L of yeast extract, and 33.3 g/L of aquarium 

salts were introduced in the fermenter and 2 L of cell suspension inoculum were then added. For EPS 

biosynthesis, 30 g/L of glucose was added at the beginning of the batch. At the end of the fermentation 

process (48 h), the EPS excreted in its soluble form and remaining in the culture medium was separated 

from bacterial cells by a centrifugation step. The supernatant was then ultrafiltrated on a 100 kDa cut-

off membrane and freeze-dried. 

 

Protein extract preparation  

To prepare A. infernus protein extracts, five deflector flasks of 100 mL Zobell medium 2 times 

concentrated containing 8 g/L of tryptone, 2 g/L of yeast extract, and 66.6 g/L of aquarium salts and 

five flasks with 100 mL of glucose solution at 60 g/L were prepared. All flasks were autoclaved. Each 

glucose flask was added in each deflector flasks. After that, 4 mL of cell suspension inoculum was added 

to each medium and the cells were incubated under agitation at 30 °C for 48 h (175 rpm). After 

centrifugation of the culture at 10,000 g for 40 min at 10 °C, the supernatant was not conserved. To 

protect osmotic bacterial cells integrity, the pellet was suspended in 10 mM Tris HCl buffer at pH 8 

containing 20 g/L NaCl and centrifuged at 10,000 g for 30 min at 10 °C. The bacterial pellet was 

suspended in 80 mL of 50 mM Tris HCl buffer at pH 8 with protease inhibitors (cOmplet EDTA-free, 

Roche) and surfactant (Tween 20, Triton X-100 or Tween 20 + Triton X-100) (Sigma). Cell lysis was 

performed in an ice bath by sonication of 8 mL aliquots during 7 cycles of 1 min with 1 min pause. A 

first part of the crude cellular extract was isolated and constituted lysed cells (CL). From the rest of the 

crude cellular extract, soluble lysate (L) was isolated by centrifugation (10,000 g, 15 min, 10°C) from 

the insoluble pellet containing cell debris (D), which was re-suspended in 8 mL of buffer solution with 

protease inhibitors and Tween 20. All the steps of the protein extract preparation are presented on 

Figure 16.    
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Figure 37. Protein extract preparation from A. infernus culture. 

 

Enzymatic extract production from A. infernus cultivated by fermentation in bioreactor 

The production of protein extracts from A. infernus culture was also performed at 30 °C pH 7.2 in a 30 

L fermenter (Techfors 30 L INFORS, Switzerland). 20 L of Zobell medium, containing 10 g/L of tryptone, 

5 g/L of yeast extract, 20 g/L of NaCl, 3 g/L of MgSO4 and 20 mg/L of FeSO4 were introduced in the 

fermenter and 2 L of cell suspension inoculum were then added. After that, 30 g/L of glucose was 

added as carbon source at the beginning of the fermentation. The pH was regulated with NaOH/H3PO4 

and the glucose consumption as well as optic density were monitoring during the reaction. After 50 h, 

all glucose was consumed. The reaction was stopped and 0.4 g/L of NaN3 was added to avoid 

microorganism production. Then, cellular extracts were isolated as described in the paragraph 0  

 

Enzymatic kinetics  

To produce oligosaccharides, one volume of GY785 EPS solution at 4 mg/mL in buffer (50 mM Tris HCl, 

pH 8, 0.02% NaN3) was incubated with one volume of lysate (L), cell debris (D) or lysed cells (CL) under 

agitation (150 rpm) at 30°C. Samples were removed at regular time interval, heated at 100°C during 7 

min, centrifuged at 10,000 g for 15 min at room temperature. Supernatants were kept at -20°C until 

analysis.  

 

Purification of oligosaccharides by chromatography 

Samples were filtered (0.45 µm) and fractionated on a Sephacryl® S-100-HR XK16/100 column at a flow 

rate of 1 mL/min with 0.1 M ammonium bicarbonate as eluent buffer. All fractions were freeze-dried 

and conserved at room temperature until analysis.  
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❖ Procedure for chemical synthesis and characterization  

 

Phenyl 2,3,4,6-tetra-O-acetyl-1-thio-β-D-galactopyranoside (40a) 

 

 
 

The β-D-galactose peracetate (20 g, 51.2 mmol, 1.0 eq.) was diluted in DCM (50 mL) at 0°C 

under argon flow. Then thiophenol (5.64 mL, 55.3 mmol, 1.08 eq.) and BF3.OEt2 (4 mL, 49.2 

mmol, 0.96 eq.) were added dropwise and the reaction mixture was stirred at r.t. during 18 

hours. After completion, the solution was diluted in DCM and water. The layers were 

separated and the aqueous layer was extracted with DCM. Then, the organic layer was washed 

with water, NaHCO3 (satd. aq. 3x), NaOH (1M), brine, dried over MgSO4 and concentrated. The 

crude residue was diluted in EtOAc and precipitated in cold cyclohexane at 0°C. The precipitate 

was filtrated and washed with cold cyclohexane. After drying, the expected compound 40a 

was obtained as a white powder with 96% yield (21.4 g).  

 

Analyses were in good agreement with those published.250 

 

Rf (7:3, PE/ EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.55–7.47 (m, 2H, Har), 7.36–7.28 (m, 

3H, Har), 5.43 (dd, J = 1.0 Hz, J = 3.4 Hz, 1H, H4), 5.24 (t, J = 10.0 Hz, 1H, H2), 5.06 (dd, J = 3.4, 

10.0 Hz, 1H, H3), 4.72 (d, J = 10.0 Hz, 1H, H1), 4.18 (dd, J = 7.1, 11.4 Hz, 1H, H6a), 4.11 (dd, J = 

6.2, 11.4 Hz, 1H, H6b), 3.94 (td, J = 1.1, 6.6 Hz, 1H, H5), 2.12 (s, 3H, OAc-CH3), 2.10 (s, 3H, OAc-

CH3), 2.04 (s, 3H, OAc-CH3), 1.97 (s, 3H, OAc-CH3); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 170.5 (CO, Ac), 

170.3 (CO, Ac), 170.2 (CO, Ac), 169.6 (CO, Ac), 132.7 (Car), 132.6 (Car), 133.4 (Car), 129.2 (Car), 

129.0 (Car), 128.3 (Car), 86.8 (C1), 74.5 (C5), 72.1 (C3), 67.4 (C4), 67.3 (C2), 61.8 (C6), 21.0 

(CH3, Ac), 20.8 (CH3, Ac), 20.8 (CH3, Ac), 20.7 (CH3, Ac); HRMS (ESI+): m/z calcd. for 

[C20H24O9S+NH4]+: 458.1485, found: 458.1485. 

 

 

O-Allyl-2,3,4,6-tetra-O-acetyl-β-D-galactopyranoside (40b) 

 

 
 

The β-D-galactose pentaacetate (8.0 g, 20.5 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in freshly distilled 

DCM (125 mL) and allyl alcohol (5.6 mL, 82.0 mmol, 4.0 eq.) with a stream of Ar. Mixture was 

cooled to 0 °C and BF3.OEt2 (5.1 mL, 41.0 mmol, 2.0 eq.) was added dropwise and mixture was 

left under stirring for 1 hour at 0 °C before being gradually warmed to room temperature. 
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After 15 hours, the solution was poured into ice-cold water, the layers were separated and 

aqueous layer was extracted with CH2Cl2. The combined organic layers were washed with H2O, 

NaHCO3 (satd. aq.) and H2O, dried over MgSO4 and the solvents were removed under vacuum 

to afford 40b (7.9 g, quantitative) as a colorless oil. The crude was directly used in the next 

step.  

 

Analyses were in good agreement with those published.182 

 

Rf (6:4, PE/ EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 5.83 (dddd, J = 4.9, 6.1, 10.5, 17.3 Hz, 

1H, H8), 5.37 (dd, J = 1,2, 3.5 Hz, 1H, H4), 5.30-5.17 (m, 2H, H9), 5.22 (dd, J = 8.0, 10.4 Hz, 1H, 

H2), 5.01 (dd, J = 3.5, 10.4 Hz, 1H, H3), 4.50 (d, J = 8.0 Hz, 1H, H1), 4.35 (ddt, J = 1.7, 6.1, 12.8 

Hz, 1H, H7), 4.17 (dd, J = 6.7, 11.3 Hz, 1H, H6), 4.15-4.06 (m, 2H, H6 and H7), 3.89 (td, J = 1.2, 

6.7 Hz, 1H, H5), 2.14 (s, 3H, OAc-CH3), 2.04 (s, 3H, OAc-CH3), 2.03 (s, 3H, OAc-CH3), 1.97 (s, 3H, 

OAc-CH3); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 170.8 (CO, Ac), 170.6 (CO, Ac), 170.5 (CO, Ac), 169.8 

(CO, Ac), 133.7 (C8), 117.9 (C9), 100.5 (C1), 71.3 (C3), 71.0 (C5), 70.4 (C7), 69.2 (C2), 67.4 (C4), 

61.7 (C6), 21.1 (CH3, Ac), 21.0 (CH3, Ac), 21.0 (CH3, Ac), 20.9 (CH3, Ac); HRMS (ESI): m/z 

calculated for C17H24O10 [M+Na]+ 411.1267 found 411.1262. 

 

 

Phenyl 1-thio-β-D-galactopyranoside (39a) 

 

 
 

A freshly prepared 1M solution of MeONa in MeOH (11.2 mL, 11.2 mmol, 1.0 eq.) was added 

to a solution of phenyl 2,3,4,6-tetra-O-acetyl-1-thio-β-D-galactopyranoside 40a (4.95 g, 11.2 

mmol, 1.0 eq.) in MeOH (56 mL) at r.t. under argon flow. The reaction mixture was stirred at 

r.t. during 1 hours. After completion, Amberliste® IR120 was added to neutralize the solution 

(pH~7) and the mixture was filtrated. Then, the filtrate was evaporated and dried overnight 

under reduce pressure to obtain the expected compound 39a as a white powder with a 

quantitative yield (3.0 g). 

 

Rf (9;1, DCM/MeOH) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ 7.47-7.41 (m, 2H, Har), 7.33-7.26 

(m, 2H, Har), 7.23-7.16 (m, 2H, Har), 5.14 (d, J = 5.4 Hz, 1H, OH), 4.88 (m, 1H, OH), 4.63 (m, 1H, 

OH), 4.58 (d, J = 9.3 Hz, 1H, H1), 4.48 (m, 1H, OH), 3.70 (m, 1H, H4), 3.57-3.38 (m, 5H, H2, H3, 

H5 and H6); 13C NMR (75 MHz, DMSO-d6): δ 135.6-126.1 (Car), 87.7 (C1), 79.2 (C5), 74.7 (C3), 

69.2 (C2), 68.3 (C4), 60.6 (C6); HRMS (ESI): m/z calcd. for [C12H16O5S+Na]+: 295.0611, found: 

295.0613. 
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O-Allyl-β-D-galactopyranoside (39b) 

 

 
 

The crude of β-D-allyl galactoside tetraacetate 40b (4.9 g, 12.8 mmol, 1.0 eq.) was dissolved 

in freshly dried MeOH (50 mL) and treated with MeONa (1.0 M in MeOH, 0.6 mL, 0,05 eq.) 

with a stream of Ar. After stirring at room temperature for 15 hours, mixture was neutralized 

with ion exchange resin Amberliste® IR120 which was previously activated by washing with 

HCl 1.0 M, H2O, MeOH and Et2O (3 x 15-20 mL of each). The resin was filtered off and solvent 

was evaporated to afford 39b (2.8 g) as a white solid which was not purified.  

 

Analyses were in good agreement with those published.182 

 

Rf (8:2, DCM/MeOH) = 0,29; 1H NMR (300 MHz, MeOD): δ 5.93 (dddd, J = 17.3, 10.4, 6.1, 5.2 

Hz, 1H, H8)), 5.33 (ddd, J = 17.3, 3.0, 1.5 Hz, 1H, H9b), 5.15 (ddd, J = 10.4, 3.0, 1.5 Hz, 1H, H9a), 

4.37 (ddt, J = 12.9, 5.2, 1.5 Hz ,1H, H7), 4.26 (d, J = 7.6 Hz, 1H, H1), 4.14 (ddt, J = 12.9, 6.1, 1.4 

Hz, 1H, H7), 3.83 (dd, J = 3.4, 0.9 Hz, 1H, H4), 3.80-3.68 (m, 2H, H6), 3.54 (dd, J = 9.8, 7.6 Hz, 

1H, H2), 3.45 (dd, J = 9.8, 3.4 Hz, 1H, H3), 3.49 (m, 1H, H5); 13C NMR (75 MHz, MeOD): δ 135.9 

(C8), 117.5 (C9), 104.1 (C1), 76.8 (C5), 75.1 (C3), 72.6 (C2), 71.1 (C7), 70.4 (C4), 62.6 (C6); HRMS 

(ESI): m/z calculated for C9H16O6+Na]+: 243.0845 found 243.0837. 

 

 

Phenyl 4,6-O-benzylidene-1-thio-β-D-galactopyranoside (31a) 

 

 
 

Phenyl 1-thio-β-D-galactopyranoside 40a (3 g, 11 mmol, 1.0 eq.) and CSA (115 mg, 0.5 mmol, 

0.045 eq.) were suspended in freshly distilled ACN (45 mL). After addition of benzaldehyde 

dimethyl acetal (3 mL, 20 mmol, 1.8 eq.) the solution became homogenous. The reaction 

mixture was stirred at r.t. during 2 hours under argon flow. After completion, Et3N was added 

to quench the reaction and the solution was concentrated. The crude was recrystallized in 

MeOH (15 mL). After filtration, the precipitate was washed with cold MeOH and dried under 

reduce pressure to obtain the expected compound 31a (3.7 g, 93%) as a white powder. 

 

Rf (8:2, DCM/ EtOAc) = 0.2; 1H NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ 7.58-7.52 (m, 2H, Har), 7.46-7.35 

(m, 5H, Har), 7.30-7.22 (m, 3H, Har), 5.56 (s, 1H, H7), 5.15 (br. s, 1H, OH), 5.02 (br. s, 1H, OH), 
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4.67 (d, J = 8.9 Hz, 1H, H1), 4.14 (br. d, J = 2.4 Hz, 1H, H4), 4.07 (dd, J = 1.4, 12.1 Hz, 1H, H6a), 

4.02 (dd, J = 1.6, 12.3 Hz, 1H, H6b), 3.64 (br. s, 1H, H5), 3.58 – 3.47 (m, 2H, H2 et H3); 13C NMR 

(75 MHz, DMSO-d6): δ 138.6 (Cq.ar), 133.9 (Cq.ar), 130.5-26.5 (CHar), 99.8 (C7), 86.6 (C1), 

76.1 (C4), 73.2 (C2), 69.4 (C5), 68.8 (C6), 68.0 (C3); HRMS(ESI): m/z calcd. for [C19H20O5S+Na]+: 

383.0929, found: 383.0925. 

 

 

O-Allyl 4,6-O-Benzylidène-β-D-galactopyranoside (31b) 

 

 
 

The compound 39b (8.5 g, 38.6 mmol, 1.0 eq.) was suspended in freshly distilled ACN (150 mL) 

with a stream of Ar. Benzaldehyde dimethyl acetal (10.5 mL, 70.2 mmol, 1.82 eq.) and CSA 

(404 mg, 1.7 mmol, 0.045 eq.) were then added that allowed slow dissolution of the substrate. 

After stirring for 1 hour at room temperature, the reaction was quenched by addition of Et3N 

(3 mL), and solvents were removed under vacuum. The solid residue was recrystallized in 

MeOH (35 mL) to give the desired galactoside 31b (11.2 g, 95 %) as a white solid.  

 

Analyses were in good agreement with those published.182 

 

Rf (9:1, DCM/MeOH) = 0.54; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δH 7.54-7.47 (m, 2H, Har), 7.40-4.33 

(m, 3H, Har), 5.96 (dddd, J = 4.5, 6.1, 10.6, 17.2 Hz, 1H, H8), 5.56 (s, 1H, H10), 5.34 (ddd, J = 

1.5, 2.9, 17.2 Hz, 1H, H9b), 5.23 (ddd, J = 1.5, 2.9, 10.6 Hz, 1H, H9a), 4.44 (ddt, J = 4.5, 5.6, 12.8 

Hz, 1H, H7), 4.34 (d, J = 7.7 Hz, 1H, H1), 4.34 (dd, J = 1.9, 12.5 Hz, 1H, H6), 4.22 (dd, J = 1.1, 3.8 

Hz, 1H, H4), 4.14 (ddt, J = 1.5, 6.1, 12.8 Hz, 1H, H7), 4.09 (dd, J = 1.9, 12.5 Hz, 1H, H6), 3,79 (dd, 

J = 7.7, 9.6 Hz, 1H, H2), 3.69 (dd, J = 3.8, 9.6 Hz, Hz, 1H, H3), 3.48 (s, 1H, H5); 13C NMR (75 MHz, 

CDCl3): δC 137.7 (Cqar), 134.0 (C8), 129.3-126.6 (Car), 118.1 (C9), 101.8 (C1), 101.6 (C10) 75.5 

(C4), 72.9 (C3), 71.9 (C2), 70.3 (C7), 69.3 (C6), 66.8 (C5); HRMS (ESI): m/z calculated for 

[C16H20O6+Na]+: 331.1158 found 331.1149. 

 

 

Phenyl 2,3-di-O-benzyl-4,6-O-benzylidene-1-thio-β-D-galactopyranoside (38a) 
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To a solution of the crude phenyl 4,6-O-benzylidene-1-thio-β-D-galactopyranoside 40a (6.9 g, 

20.3 mmol, 1.0 eq.) in THF/DMF (100 mL, 1:1) was added NaH (60% in oil) (1.8 g, 44.7 mmol, 

2.2 eq.) at 0°C under argon flow. After 30 min, BnBr (5.3 mL, 44.7 mmol, 2.2 eq.) was added 

and the reaction mixture was stirred at r.t. during 18 hours. After completion, 20 mL of water 

were added to quench the reaction. The precipitate formed was isolated by filtration and dried 

over reduce pressure to obtain the expected compound 38a (10.4 g, 95%) as a white powder. 

 

Analyses were in good agreement with those published.250 

 

Rf (8:2, EP/ EtOAc) = 0.6; 1H NMR (400 MHz, CDCl3): δ 7.73-7.68 (m, 2H, Har), 7.57-7.50 (m, 

2H, Har), 7.45-7.16 (m, 16H, Har), 5.50 (s, 1H, H7), 4.77-4.67 (m, 4H, CH2Ph), 4.62 (d, J = 9.3 

Hz, 1H, H1), 4.38 (dd, J = 1.6, 12.5 Hz, 1H, H6a), 4.17 (dd, J = 0.7, 3.4 Hz, 1H, H4), 4.00 (dd, J = 

1.6, 12.5 Hz, 1H, H6b), 3.91 (t, J= 9.3 Hz, 1H, H2), 3.64 (dd, J = 3.4,  9.3 Hz, 1H, H3), 3.41 (br. s, 

1H, H5); 13C NMR (100.4 MHz, CDCl3): δ 138.7 (Cq.ar), 138.3 (Cq.ar), 137.1 (Cq.ar), 133.0-126.7 

(CHar), 101.5 (C7), 86.8 (C1), 81.6 (C3), 75.6 (CH2Ph), 75.6 (C2), 73.9 (C4), 71.1 (CH2Ph), 70.0 

(C5), 69.6 (C6), HRMS (ESI): m/z calcd. for [C33H32O5S+NH4]+: 558.2328, found: 558.2328. 

 

 

O-Allyl-2,3-di-O-benzyl-4,6-O-Benzylidène-β-D-galactopyranoside (38b) 

 

 

 

The compound 31b (0.7 g, 2.3 mmol, 1 eq) was dissolved in freshly distilled THF (6 mL) and 

anhydrous DMF (6 mL) with a stream of Ar. Sodium hydride (60 % in mineral oil, 0.2 g, 5.0 

mmol, 2.2 eq.) was then added at 0 °C. After stirring for 40 min at 0 °C, benzyl bromide (0.6 

mL, 5.0 mmol, 2.2 eq.) was added to the mixture which was stirred and gradually warmed to 

room temperature. After stirring for 24 hours, reaction is carefully quenched with ice cold 

water. Layers were separated and aqueous layer was extracted with DCM (5 mL). The 

combined organic layers were washed with H2O (5 mL) and brine (2x 5 mL), dried over MgSO4 

and concentrated under vacuum to afford the expected compound 38b (1.15 g, quantitative) 

as a white solid which was not purified. 

 

Analyses were in good agreement with those published.182 

 

Rf (84:16, PE/ EtOAc) = 0.11; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δH 7.58-7.53 (m, 2H, Har), 7.41-7.23 

(m, 13H, Har), 5.96 (dddd, J = 17.2, 10.6, 6.1, 4.8 Hz, 1H, H8), 5.50 (s, 1H, H10), 5.33 (ddd, J = 

17.2, 2.9, 1.5 Hz, 1H, H9b), 5.21 (ddd, J = 10.6, 2.9, 1.1 Hz, 1H, H9a), 4.96 (AB syst. d, J = 10.8 

Hz, 2H, CH2Ph), 4.72 (AB syst. d, J = 10.8 Hz, 2H, CH2Ph), 4.47 (d, J = 7.8 Hz, 1H, H1), 4.45 (ddt, 
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J = 12.9, 4.8, 1.5 Hz, 1H, H7), 4.33 (dd, J = 12.3, 1.6 Hz, 1H, H6), 4.17 (ddt, 12.9, 6.1, 1.5 Hz, 1H, 

H7), 4.12 (d, J = 3.8 Hz, 1H, H4), 4.05 (dd, J = 12.3, 1.8 Hz, 1H, H6), 3.90 (dd, J = 9.6, 7.8 Hz, 1H, 

H2), 3.58 (dd, J = 9.6, 3.8 Hz, 1H, H3), 3.32 (br. d, J = 1.1 Hz, 1H, H5); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): 

δC 139.1, 138.7, 138.1 (Cq,ar), 134.4-126.7 (CHar), 117.3 (C9), 102.8 (C1), 101.5 (C10), 79.4 

(C3), 78.6 (C2), 75.5 (C11), 74.2 (C4), 72.2 (C11), 70.3 (C7), 69.4 (C6), 66.6 (C5); HRMS (ESI +): 

m/z calculated for [C30H32O6+Na]+: 511.2097 found 520.2095. 

 

 

Phenyl-2,3,6-tri-O-benzyl-1-thio-β-D-galactopyranoside (30a) 

 

 
 

To a solution of phenyl 2,3-di-O-benzyl-4,6-O-benzylidene-1-thio-β-D-galactopyranoside 38a 

(1 g, 1.8 mmol, 1.0 eq.) in THF (50 mL) was added NaBH3CN (1.5 g, 18 mmol, 10.0 eq.), and 

methyl orange indicator at 0 °C with a stream of Ar. After 30 min, a solution of HCl in 1,4-

dioxane 4N (12 mL, 48 mmol, 26.7 eq.) was added to the reaction mixture until the solution 

turned pink, and the reaction was then allowed to proceed under stirring at r.t. for 4 hours. 

After completion, the reaction mixture was filtered over a pad of Celite® and washed several 

time with CH2Cl2, and the combined filtrates were concentrated. The oily residue was 

dissolved in DCM and washed with NaHCO3 (satd. aq.), and the aqueous layers were extracted 

another time with CH2Cl2. The combined organic phases were dried over MgSO4 and 

concentrated. The crude was purified by flash chromatography (InterChim®; solid phase: 80g, 

50 µm STD; mobile phase: EP/ EtOAc: 100% to 6/4). The pure fractions were combined and 

concentrated to obtain the expected compound 30a (605 mg, 62%) as a white powder. 

 

Analyses were in good agreement with those published.251  

 

Rf: (8:2, EP/ EtOAc)= 0.7; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 7.61-7.54 (m, 2H, Har), 7.44-4.21 (m, 

18H, Har), 4.83 (AB syst. d, J = 10.3 Hz, 1H, CH2Ph), 4.75 (AB syst. d, J = 10.1 Hz, 1H, CH2Ph), 

4.73 (AB syst. d, J = 11.6 Hz, 1H, CH2Ph),  4.68 (AB syst. d, J = 11.6 Hz, 1H, CH2Ph), 4.63 (d, J = 

9.9 Hz, 1H, H1), 4.57 (br s, 2H, CH2Ph), 4.10 (br. d, J = 2.7 Hz, 1H, H4), 3.88−3.70 (m, 3H, H2, H-

6a, H6b), 3.63−3.54 (m, 2H, H3 and H5); 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ 138.2 (Cq.ar), 137.9 

(Cq.ar), 137.7 (Cq.ar), 133.9 (Cq.ar), 131.7–127.5 (CHar), 87.7 (C1), 82.5 (C2), 77.0 (C3, C5), 

75.7, 73.7, 72.2, 69.5 (C6, 3 CH2Ph), 66.9 (C4); HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C33H34O5S+Na]+: 

565.2025, found 565.2028.  

 

 

O-Allyl-2,3,6-tri-O-benzyl-β-D-galactopyranoside (30b) 
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In a dried round bottom flask containing activated molecular sieves 4Å (2.0 g) and under gentle 

argon flow was dissolved 38b (0.2 g, 0.4 mmol, 1.0 eq.), in freshly distilled THF (4.0 mL). 

NaBH3CN (0.2 g, 3.5 mmol, 8.5 eq.) was then added and mixture was stirred at room 

temperature for 1 hour. At 0 °C, HCl 4 M in 1,4-dioxane (1 mL, 10.0 eq.) was then added 

dropwise (15 min addition) until the evolution of gas ceased. After stirring at 0 °C for 2 hours, 

the reaction mixture was diluted with toluene, filtered through celite, washed with NaHCO3 

(satd. aq.). The aqueous layer was extracted with toluene. The combined organic layers were 

dried over MgSO4 and concentrated under vacuum. The residue was purified by column 

chromatography (78:22, PE/ EtOAc) to afford 30b as a colorless oil (0.12 g, 60 %). 

 

Analyses were in good agreement with those published.252 

 

Rf (7:3, PE/ EtOAc) = 0.33; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.36-7.28 (m, 15H, Har), 5.95 (dddd, J 

= 17.2, 10.6, 6.1, 4.5 Hz, 1H, H8), 5.35 (ddd, J = 17.2, 3.0, 1.6 Hz, 1H, H9b), 5.19 (ddd, J = 10.4, 

2.6, 1.1, 1H, H9a), 4.93 (AB syst. d, J = 10.7 Hz, 1H, CH2Ph), 4.74 (AB syst. d, J = 10,7 Hz, 1H, 

CH2Ph), 4.72 (s, 2H, CH2Ph), 4.59 (s, 2H, H10), 4.43 (ddt, J = 12.9, 5.2, 1.4 Hz, 1H, H7), 4.41 (d, 

J = 7.7 Hz, 1H, H1), 4.14 (ddt, J = 13.6, 6.1, 1.6 Hz, 1H, H7), 4.02 (br. t, 1H, H4), 3.82-3.71 (m, 

2H, H-6), 3.67 (dd, J = 9.6, 7.7 Hz, 1H, H2), 3.55 (t, J = 5.8 Hz, 1H, H5), 3.49 (dd, J = 9.6, 3.4 Hz, 

1H, H3), 2.50 (br. s, 1H, OH4); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ  138.7 (Cq,ar), 138.1, 138.0 (CHar), 

117.3 (C9), 102.8 (C1) 80.7 (C3), 79.0 (C2), 75.4 (C12), 73.8 (C10), 73.3 (C5), 72.5 (C11), 70.2 

(C7), 69.3 (C6), 67.0 (C4).  

 

 

Phenyl-3-O-benzyl-4,6-O-benzylidene-1-thio-β-D-galactopyranoside (42) 

 

 
 

The compound 31a (5 g, 13.9 mmol, 1.0 eq.) was suspended in MeOH (90 mL). The reaction 

mixture was stirred at 65°C (methanol reflux). Then, Bu2SnO (3.8 g, 15.2 mmol, 1.1 eq.) was 

added and the reaction mixture was reflux during 15 hours. The mixture was evaporated 

under reduce pressure. After that, CsF (2.3 g, 15.2 mmol, 1.1 eq.) was added to the crude and 

the mixture was dried under vacuum during 1 hour. The mixture was suspended in DMF (70 

mL), and BnBr (3.8 mL, 15.2 mmol, 1.1 eq.) was added. The solution was stirred at r.t. during 

48 hours. After completion, the mixture was filtrated over a pad of Celite® and to eliminate 
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the excess of CsF, NH4Cl (satd. aq.) was added. Surprisingly, a precipitate appears. This 

precipitate was filtrated to obtain the crude product 42. 

 

Analyses were in good agreement with those published.253 

 

Rf (6:4, Cyclohexane/EtOAc) = 0.5; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.73-7.69 (m, 2H, Har), 7.46-

7.19 (m, 13H, Har), 5.43 (s, 1H, H7), 4.72 (AB syst. q, J = 12.4 Hz, 2H, CH2Ph), 4.52 (d, J = 9.6 

Hz, 1H, H1), 4.35 (dd, J = 12.4, 1.7 Hz, 1H, H6a), 4.14 (dd, J = 3.6, 1.1 Hz, 1H, H4), 4.03-3.90 (m, 

2H, H2 and H6b) 3.51 (dd, J = 9.3, 3.4 Hz, 1H, H3), 3.47-3.44 (m, 1H, H5), 2.53 (d, J = 2.0 Hz, 1H, 

OH). 

 

 

Phenyl-2-O-paramethoxybenzyl-3-O-benzyl-4,6-O-benzylidene-1-thio-β-D-

galactopyranoside (38c) 

 
 

To a solution of compound 42 (7 g, 15.6 mmol, 1.0 eq.) in DMF (80 mL) was added NaH (60% 

in oil) (685 mg, 17.1 mmol, 1.1 eq.) at 0°C. After 30 min, PMBCl (2.3 mL, 1.9 mmol, 1.1 eq.) 

was added and the reaction mixture was stirred at r.t. during 20 hours. After completion, 

water was added to quench the reaction. The formed precipitate was filtrated. To eliminate 

water, the compound was solubilized in DCM and dried over MgSO4. The solution was 

concentrated under reduced pressure to obtain the crude compound 38c (6.7 g, 85% over two 

steps) as a white powder. 

 

Analyses were in good agreement with those published.253 

 

R
f
: (7:3, PE/ EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.76–7.65 (m, 2H, Har), 7.58–7.48 (m, 

2H, Har), 7.46–7.12 (m, 14H, Har), 6.93–6.82 (m, 2H, Har), 5.50 (s, 1 H, H7), 4.72 (AB syst. q, J 

= 12.3 Hz, 2H, 4-MeOPhCH2), 4.63 (br. s, 2H, CH2Ph), 4.60 (d, J = 9.5 Hz, 1H, H1), 4.37 (dd, J = 

12.5, 1.4 Hz, 1H, H6a), 4.15 (br. d, J = 3.1 Hz, 1 H, H4), 3.99 (dd, J = 12.2, 1.4 Hz, 1 H, H6b), 3.90 

(t, J = 9.4 Hz, 1H, H2), 3.80 (s, 3H,OCH3), 3.60 (dd, J = 9.2, 3.4 Hz, 1H, H3), 3.44-3.39 (m, 1H, 

H5); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 159.4 (C-OMe), 138.3 (Cq.ar), 138.0 (Cq.ar), 132.8 (CHar), 

130.8-126.8 (CHar), 113.9 (CHar), 101.5 (CHPh), 86.7 (C1), 81.5 (C3), 75.3 (CH2Ph and C2), 73.9 

(C4), 72.0 (C5), 70.0 (C6), 69.6 (C6), 55.5 (OCH3); HRMS (ESI): (m/z) calcd for 

[C34H38NO6S+NH4]+: 588.2420, found 588.2420. 

 

 

Phenyl 2,3-di-O-benzyl-1-thio-β-D-galactopyranoside (41a) 
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The compound 38a (2 g, 3.6 mmol, 1.0 eq.) was suspended in AcOH 80%aq (80 mL) and the 

mixture was stirred at 80°C during 5 hours. After completion, the reaction mixture was diluted 

in EtOAc and the organic layer was washed with water, NaHCO3 (satd. aq.) and water. The 

aqueous layer was extracted with EtOAc. Then, the organic layers were combined to be wash 

again with NaHCO3 (satd. aq.) and dried over MgSO4. After concentration, the residue was 

purified by flash chromatography: (InterChim®; Solid phase: 80g, 50µm STD; Mobile phase: 

PE/ EtOAc: 6/4 to 3/7) to obtain the expected compound 41a (1.3 g, 76%) as a colorless oil. 

 

 

Rf (6: 4, EP/ EtOAc) = 0.1; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 7.59-7.51 (m, 2H, Har), 7.45-7.22 (m, 

13H, Har), 4.84 (AB syst. d, J = 10.3 Hz, 1H, CH2Ph), 4.75 (AB syst. d, J = 10.3 Hz, 1H, CH2Ph), 

4.71 (s, 1H, CH2Ph), 4.66 (d, J = 9.7 Hz, 1H, H1), 4.05 (br. d, J = 3.1 Hz, 1H, H5), 3.98 (dd, J = 6.9, 

11.7 Hz, 1H, H6), 3.85-3.73 (m, 1H, H6), 3.76 (dd, J = 8.9, 9.6, 1H, H2), 3.59 (dd, J = 3.3, 8.9 Hz, 

1H, H3), 3.50 (dd, J = 4.6, 6.4 Hz, 1H, H5), 2.61 (br s, 1H, OH), 2.12 (br s, 1H, OH). 

 

 

Phenyl 2-O-(paramethoxybenzyl)-3-benzyl-1-thio-β -D-galactopyranoside (41c) 

 

 
 

The compound 38c (0.5 g, 0.83 mmol, 1.0 eq.) was suspended in AcOH 80%aq (4.4 mL) and the 

insoluble mixture was stirred at 80°C such as the mixture became soluble (~30 min). After 

completion, the solution was diluted with water and EtOAc was added. The layers were 

separated and the organic layer was washed with water. The aqueous layers were combined 

and extracted with EtOAc. After that, the organic layers were washed with NaHCO3 (satd. aq.). 

Then, the organic layer was dried over Na2SO4 and concentrated under vacuum to obtain the 

crude product. The residue was purified by flash chromatography (InterChim®; Solide phase: 

40 g 50 µm; Liquid phase: Cyclohexane/ EtOAc 6/4 to 4/6) to obtain the compound 41c (250 

mg, 62%) as a colorless oil. 

 

Rf (6: 4, PE/ EtOAc) = 0.1; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.58–7.52 (m, 2H, Har), 7.37–7.24 (m, 

11H, Har), 6.91–6.84 (m, 2H, Har), 4.80–4.66 (m, 4H, CH2Ph and 4-MeOPhCH2) 4.64 (d, J = 9.7 

Hz, 1H, H1), 4.05 (dd, J = 3.3, 1.0 Hz, 1H, H4), 3.98 (dd, J = 11.9, 6.8 Hz, 1H, H6a), 3.84–3.70 (m, 
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5H, OCH3, H-2 and H6b), 3.57 (dd, J = 8.7, 3.4 Hz, 1H, H3), 3.48 (ddd, J = 6.8, 4.2, 1.0 Hz, 1H, 

H5); 13C NMR (125 MHz, CDCl3): δ 159.5 (C-OMe), 137.7 (Cq.ar), 133.9 (Cq.ar), 132.6 (Cq.ar), 

131.8 (CHar), 130.4 (CHar), 130.1 (CHar), 129.5-127.3 (CHar), 113.9 (CHar), 87.7 (C1), 82.6 (C3), 

78.2 (C5), 76.9 (C2), 75.5 (CH2Ph), 72.4 (CH2Ph), 67.5 (C4), 62.8 (C6), 55.4 (OCH3). 

 

 

Phenyl-2,3,4-tri-O-benzyl-1-thio-β-D-galactopyranoside (41d) 

 

 
 

To a solution of borane/tetrahydrofuran (1 M in THF, 2.8 mL, 28.8 mmol, 52.0 eq.) was added 

phenyl-2,3,6-tri-O-benzyl-1-thio-β-D-galactopyranoside 38a (300 mg, 0.55 mmol, 1.0 eq.) at 

room temperature under argon flow. The mixture was stirred for 10 min, and freshly dried 

(under reduce pressure during 24h) copper(II) triflate (10 mg, 0.03 mmol, 0.05 eq.) was added. 

After stirring for 18 hours, the mixture was cooled to 0°C, and the reaction was quenched with 

triethylamine and methanol. The resulting mixture was concentrated under reduced pressure 

followed by coevaporation with methanol three times to obtain a dark mixture. The crude was 

purified by flash chromatography (InterChim®; Solid phase: 40 g, 50 µm STD; Mobile phase: 

PE/EtOAc: 100% to 7/3) to obtain the expected compound 41d (167 mg, 83%) as a white 

powder. 

 

Rf (6:4, PE/EtOAc) = 0.3; [α]𝟐𝟎
𝐃

: –83.0 (c 1, CHCl3); 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.58-7.52 (m, 

2H, Har), 7.42-7.20 (m, 18H, Har), 4.98 (AB syst. d, J = 11.7 Hz, 1H, CH2Ph), 4.83 (AB syst. d, J = 

10.2 Hz, 1H, CH2Ph), 4.76 (AB syst. d, J = 10.2 Hz, 1H, CH2Ph), 4.76 (s, 2H, CH2Ph), 4.67 (d, J = 

9.6 Hz, 1H, H1), 4.64 (AB syst. d, J = 11.7 Hz, 1H, CH2Ph), 3.96 (t, J = 9.6 Hz, 1H, H2), 3.88-3.80 

(m, 2H, H4 and H6a), 3.62 (dd, 1H, J = 2.8, 9.6 Hz, H3), 3.56-3.42 (m, 2H, H-5, H6b); 13C NMR 

(75 MHz, CDCl3): δ 138.4(Car), 138,3 (Cq.ar), 138.25 (Cq.ar), 134.0 (Cq.ar), 131.7 (CHar), 129.0-

127.3 (Car), 87.9 (C1), 84.4 (C3), 78.9 (C5), 77.4 (C2), 75.9 (CH2Ph), 74.3 (CH2Ph), 73.4 (C4), 

73.2 (CH2Ph), 62.4 (C6); HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C33H34O5S+Na]+: 565.2025, found 

565.2023. 

 

 

Methyl (phenyl 2,3,4-tri-O-benzyl-1-thio-β-D-galactopyranosyluronate) (29d) 
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TEMPO (12.5 mg, 0.08 mmol, 0.2 eq.), BAIB (322 mg, 1 mmol, 2.5 eq.) and AcOH (35 µL, 0.6 

mmol, 2.0 eq.) were added to a solution of 41d (0.2 mg, 0.4 mmol, 1.0 eq.) in DCM (0.6 mL), 

H2O (0.6 mL) and tBuOH (0.3 mL). The reaction mixture was stirred at r.t. with argon flow 

during 2 hours. After completion, the reaction mixture was quenched by the addition of 

Na2S2O3 solution (10 mL, 10%w/w in H2O). The aqueous layer was extracted with EtOAc and 

combined organic layers were dried over MgSO4, filtered and concentrated to obtain the 

crude acid. 

The crude acid was esterified with MeI (277 mg, 2 mmol, 2.5 eq.), K2CO3 (62 µL, 1 mmol, 5 eq.) 

in DMF (1.7 mL) during 1 hour. After completion, the reaction mixture was quenched by the 

addition of water. The aqueous layer was extracted with Et2O. Then, the combined organic 

layers were washed with brine, dried over MgSO4 and concentrated under reduce pressure. 

The residue was purified by flash chromatography (InterChim®; Solid phase: 12 g, 50 µm STD; 

Mobile phase: PE/EtOAc: 9/1 to 8/2) to obtain the expected compound 29d (120 mg, 57%) as 

a yellow powder. 

 

Analyses were in good agreement with those published.254 

 

Rf (8:2, EP/EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 7.68-7.61 (m, 2H, Har), 7.43-7.16 (m, 18H, 

Har), 4.91 (AB syst. d, J = 11.5 Hz, 1H, CH2Ph), 4.82 (AB syst. d, J = 10.2 Hz, 1H, CH2Ph), 4.68-

4.79 (m, 3H, CH2Ph), 4.63 (AB syst. d, J = 11.4 Hz, 1H, CH2Ph), 4.60 (d, J = 9.6 Hz, 1H, H1), 4.32 

(dd, J = 1.2, 2.7 Hz, 1H, H4), 4.05 (d, J = 1.2 Hz , 1H, H5), 3.94 (t, J = 9.4 Hz, 1H, H2), 3.70 (s, 3H, 

CO2CH3), 3.65 (dd, 1H, J = 2.8, 9.4 Hz, H3); 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ 168.5 (C=O, CO2CH3), 

138.3 (Cq.ar), 138.2 (Cq.ar), 137.9 (Cq.ar), 133.5 (Car), 132.4 (CHar), 127.5-128.8 (CHar), 87.8 

(C1), 83.3 (C3), 77.2 (C5), 76.6 (C2), 75.6 (CH2Ph), 75.0 (C4), 74.4 (CH2Ph), 72.8 (CH2Ph), 52.1 

(CO2CH3); HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C34H38NO6S+NH4OH]+: 588.2420, found 588.2421. 

 

 

Methyl (phenyl 2,3-di-O-benzyl-1-thio-β-D-galactopyranosid) uronate (29a) 

 

 
 

TEMPO (14 mg, 0.09 mmol, 0.2 eq.), BAIB (356 mg, 1.1 mmol, 2.5 eq.) and AcOH (50 µL, 0.88 

mmol, 2.0 eq.) were added to a solution of phenyl 2,3-di-O-benzyl-1-thio-β-D-

galactopyranoside 41a (200 mg, 0.44 mmol, 1.0 eq.) in DCM (1 mL), H2O (1 mL) and tBuOH 

(0.5 mL) with a stream of Ar. The reaction mixture was stirring at r.t. during 4 hours. After 

completion, the reaction mixture was quenched by the addition of Na2S2O3 (10 mL, 10%w/w in 

H2O). The mixture was then extracted with EtOAc and the combined organic layers were dried 

over MgSO4, filtered and concentrated to obtain the crude acid.  
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The crude acid was dried under reduce pressure over P2O5. Then, the acid residue was 

esterified. The crude was solubilized in acetone (2.5 mL). Then, K2CO3 (122 mg, 0.88 mmol, 2 

eq.) was added and the reaction was stirred at r.t. during 10 min. After that, methyl triflate 

(70 µL, 0.62 mmol, 1.4 eq.) was added and the reaction was stirred at r.t. during 15 hours. 

After completion, NH4Cl (satd. aq.) was added and the aqueous layer was extracted with 

EtOAc. Then, the organic layer was dried over MgSO4 and concentrated under reduce 

pressure. The residue was purified by flash chromatography (InterChim®; Solid phase: 12 g, 50 

µm STD; Mobile phase: PE/EtOAc: 9/1 to 6/4) to obtain the expected compound 29a (80 mg, 

36%) as a colorless oil. 

 

Analyses were in good agreement with those published.213 

 

Rf: (6:4, PE/EtOAc) = 0.7; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.68-7.58 (m, 2H, Har), 7.45-7.27 (m, 

13H, Har), 4.88-4.65 (m, 4H, CH2Ph), 4.59 (d, J = 9.6 Hz, 1H, H1), 4.40 (td, J = 1.3, 3.0, 5.9 Hz, 

1H, H4), 4.07 (br. t, J = 1.3 Hz, 1H, H5), 3.84 (s, 3H, CO2CH3), 3.74 (br. t, J = 9.2 Hz, 1H, H2), 3.63 

(dd, J= 3.2, 8.8 Hz, 1H, H3), 2.46 (dd, J = 1.3, 3.2 Hz, 1H, OH); HRMS (ESI): (m/z) calcd for 

[C27H28O6S+Na]+ 503.1504, found 503.1506. 

 

 

Methyl (phenyl 2-O-paramethoxybenzyl-3-O-benzyl-1-thio-β-D-galactopyranosyluronate) 

(29c) 

 

 
 

TEMPO (16 mg, 0.2 eq.), BAIB (418 mg, 2.5 eq.) and AcOH (60 µL, 2.0 eq.) were added to a 

solution of compound 41c (250 mg, 0.52 mmol, 1.0 eq.) in DCM (1 mL), H2O (1 mL) and tBuOH 

(0.5 mL). The reaction mixture was stirred at r.t. during 2.5 hours. After completion, the 

reaction mixture was quenched by the addition of Na2S2O3 (10 mL, 10%w/w in H2O). The 

aqueous layer was extracted with EtOAc. The combined organic layers were dried over MgSO4 

and concentrated to obtain the crude acid. The crude acid was dried under reduce pressure 

over P2O5.  

After that, the crude acid was esterified. The crude was solubilized in acetone (3 mL). Then, 

K2CO3 (144 mg, 2.0 eq.) was added and the reaction was stirred at r.t. during 10 min. After 

that, methyl triflate (82 µL, 1.4 eq.) was added and the reaction mixture was stirred at r.t. 

during 5 hours. After completion, NH4Cl (satd. aq.) was added and the aqueous layer was 

extracted with EtOAc. Then, the organic layer was dried over MgSO4 and concentrated under 

reduce pressure. The crude product was purified by flash chromatography (InterChim®; Solide 

phase: 12 g 50 µm; Liquid phase: Cyclohexane/EtOAc 9/1 to 6/4) to obtain the compound 29c 

(110 mg, 42%) as a colorless oil. 
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R
f
 (6:4, cyclohexane/EtOAc) = 0.5; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.67 – 7.61 (m, 2H, Har), 7.34 

– 7.24 (m, 11H, Har), 6.91 – 6.84 (m, 2H, Har), 4.81 – 4.63 (m, 4H, CH2Ph and 4-MeOPhCH2), 

4.57 (d, 1H, J = 9.6 Hz, H1), 4.41 – 4.36 (m, 1H, H4), 4.07 – 4.07 (m, 1H, H5), 3.83 (s, 3H, CO2CH3), 

3.81 (s, 3H, CH3), 3.78 – 7.69 (m, 1H, H2), 3.61 (dd, J = 3.2 Hz, J = 8.9 Hz, 1H, H3), 2.45 (dd, J = 

1.3 Hz, J = 2.9 Hz, 1H, OH); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 168.4 (C=O, CO2CH3), 159.6(C-OMe), 

137.5 (Cq.ar), 132.9 (Cq.ar), 130.6-127.3 (CHar), 114.0 (CHar), 88.0 (C1), 81.9 (C3), 77.0 (C5), 

76.2 (C2), 75.6 (CH2Ph), 72.4 (CH2Ph), 68.0 (C4), 55.4 (CH3), 52.8 (CH3); HRMS (ESI): (m/z) calcd 

for [C28H30NO7S+Na]+: 533.1610, found 533.1617. 

 

 

2,3,4,6-Tetra-O-acetyl-α-D-glucopyranosyl bromide (28a) 

 

 
 

Peracetylglucoside (0.5 g, 1.2 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in AcOH (4 mL) and a commercially 

available solution of HBr AcOH (4 mL, 5.9 M, 33% in AcOH) was added at 0°C with a stream of 

Ar. The brown solution was stirred at room temperature during 3 hours. After completion, 

cold water was added and the aqueous layer was extracted with DCM. Then, the organic layer 

was washed with NaHCO3 (satd. aq.), water and brine. The organic layer was then dried over 

MgSO4 and concentrated to obtain the crude compound. The residue was purified by flash 

chromatography (InterChim®; Solid phase: 25g, 50µm STD; Mobile phase: PE/EtOAc: 9/1 to 

6/4) to obtain the expected glucosyle bromide 28a (315 mg, 64%) as an colorless oil. 

 

Analyses were in good agreement with those published.255 

 

Rf: (6:4, PE/EtOAc) = 0.7; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 6.61 (d, J = 4.0 Hz, 1H, H1), 5.56 (t, J = 

9.8 Hz, 1H, H3), 5.16 (tt, J = 2.5, 9.9 Hz, 1H, H4), 4.84 (dd, J = 4.0, 9.9 Hz, 1H, H2), 4.36-4.26 (m, 

2H, H5, H6a), 4.17-4.09 (m, 1H, H6b), 2.10 (s, 3H, OAc-CH3), 2.09 (s, 3H, OAc-CH3), 2.05 (s, 3H, 

OAc-CH3), 2.03 (s, 3H, OAc-CH3); HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C14H19O9Br+Na]+ 433.0110, found 

433.0107. 

 

 

O-Allyl-2,3-di-O-benzyl-β-D-galactopyranoside (48) 
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To a solution of 38b (0.3 mg, 0.61 mmol, 1.0 eq.) In DCM (48 mL) and water (2.1 mL) was added 

drop by drop trifluoroacetic acid (4.4 mL) at 0°C with a stream of Ar. The reaction mixture was 

stirred during 4 hours at r.t. After completion, water was added to quench the reaction and 

the aqueous layer was extracted with DCM. The combined organic layers were washed with 

water, NaCl (satd. aq.), dried over Na2SO4 and concentrated. The residue was purified by flash 

chromatography: (InterChim®; Solid phase: 80g, 50µm STD; Mobile phase: 

Cyclohexane/EtOAc: 7/3 to 0/100) to obtain the expected compound 48 (0.18 g, 74%) as a 

yellow powder. 

 

Rf: (6: 4, Cyclohexane /EtOAc) = 0.5; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 7.40-7.22 (m, 10H, Har), 6.04-

5.87 (m, 1H, H8), 5.40-5.28 (m, 1H, H9b), 5.23-5.16 (m, 1H, H9a), 4.93 (AB syst. d, 1H, J = 10.8, 

CH2Ph), 4.78-4.66 (m, 3H, CH2Ph), 4.48-4.37 (m, 2H, H1 and H7a), 4.22-4.11 (m, 1H, H7), 4.01-

3.91 (m, 2H, H4 and H6), 3.86-3.75 (m, 1H, H6), 3.68 (br. t, 1H, J = 7.8 Hz, H2), 3.51 (dd, 1H, J 

= 3.4, 9.3 Hz, H3), 3.45 (br. t, 1H, J = 5.9 Hz, H5); HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C23H28O6+Na]+: 

423.1784, found 423.1788. 

 

 

O-Allyl 2,3-di-O-benzyl-6-O-tertbutyldiphenylsilyl-β-D-galactopyranoside (49) 

 

 
 

To a solution of compound 48 (600 mg, 1.5 mmol, 1.0 eq.) in pyridine (10 mL) was added 

TBDPSCl (0.47 mL, 1.8 mmol, 1.2 eq.) and DMAP (92 mg, 0.75 mmol, 0.5 eq.) at 0°C with a 

stream of Ar. The reaction was stirred at r.t. during 24 hours. After completion, water was 

added and the aqueous layer was extracted with EtOAc. After that, the organic layer was 

washed with brine, dried over MgSO4 and concentrated under reduce pressure. The residue 

was purified by silica-gel column chromatography (eluent: Cyclohexane/EtOAc: 100/0 to 8/2) 

to afford 49 (857 mg, 89%) as an colorless oil. 

 

Rf: (6: 4, PE/EtOAc) = 0.6; 1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 7.66-7.58 (m, 4H, Har) 7.39-7.18 (m, 

16H, Har), 5.95-5.82 (m, 1H, H8), 5.26 (dq, J = 1.6, 15.6 Hz, 1H,H9), 5.12 (dq, J = 1.4, 10.5 Hz, 

1H, H9), 4.87 (AB syst. d, J = 11.0 Hz, 1H, CH2Ph), 4.72-4.63 (m, 3H, CH2Ph), 4.32 (ddt, J = 1.7, 

5.3, 13.0 Hz, 1H, H7), 4.31 (dd, J = 7.9 Hz, 1H, H1), 4.05 (ddt, J = 1.3, 6.0, 13.0 Hz, 1H, H7), 3.97 

(d, J = 3.2 Hz, 1H, H4), 3.90 (dd, J = 6.4, 10.3 Hz, 1H, H6), 3.83 (dd, J = 5.8, 10.3 Hz, 1H, H6), 

3.64 (dd, J = 7.9, 9.5 Hz, 1H, H2), 3.40 (dd, J = 3.4, 9.4 Hz, 1H, H3), 3.55 (br. t, J = 6.1 Hz, 1H, 

H5), 1.00 (s, 9H, tBu); 13C NMR (100 MHz, CDCl3) δ 138.5 (Cq.ar), 138.0 (Cq.ar), 135.8 (C8), 

135.7, 133.9, 131.7 (CHar), 129.0-127.3 (CHar), 117.3 (C9), 88.0 (C1), 82.7 (C3), 78.1 (C5), 77.2 
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(C2), 75.9 (CH2Ph), 72.2 (CH2Ph), 67.1 (C4), 63.7 (C6), 27.0 (Cq, tBu), 19.3 (CH3, tBu); HRMS 

(ESI): (m/z) calcd for [C39H46O6Si+Na]+: 661.2961, found 661.2964. 

 

 

2,3,4,6-tetra-O-acetyl-D-glucopyranose (50) 

 

 
 

The peracetylated glucosyl (5 g, 12.8 mmol, 1.0 eq.) was solubilized in DMF (16 mL) and the 

reaction mixture was heated at 60°C with a stream of Ar. Then, hydrazine acetate (1.42 g, 15.4 

mmol, 1.2 eq.) was added and the reaction mixture was stirred at 60°C during 3 hours. After 

completion, the mixture was diluted in EtOAc, washed with aqueous 5% NaCl solution and 

water. The aqueous layer were extracted with Et2O. The combined organic layers were washed 

with NaCl (satd. aq.), dried over Na2SO4 and concentrated. The residue was purified by flash 

chromatography: (InterChim®; Solid phase: 40g, 50µm STD; Mobile phase: 

Cyclohexane/EtOAc: 8/2 to 6/4) to obtain the expected compound 50 (2.4 g, 55%) as a yellow 

oil. 

 

Rf: (7: 3, Cyclohexane/EtOAc) = 0.4; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 5.54 (t, J = 9.8 Hz, 1H, H3α), 

5.57 (t, J = 3.6 Hz, 1H, H1α), 5.54 (t, J = 9.7 Hz, 1H, H3β), 5.14-5.03 (m, 2H, H4α and H4β), 4.94-

4.85 (m, 2H, H2α and H2β), 4.74 (t, J = 7.9 Hz, 1H, H1β), 4.30-4.08 (m, 5H, H-5α, H6α and H6β), 

4.30-4.08 (m, 5H, H5β), 3.48 (d, J = 7.9 Hz, 1H, OHβ), 2.09 (s, 3H, OAc-CH3), 2.08 (s, 3H, OAc-

CH3), 2.03 (s, 3H, OAc-CH3), 2.02 (s, 3H, OAc-CH3), 2.01 (s, 3H, OAc-CH3). 

 

 

2,3,4,6-tetra-O-acetyl-D-glucopyranosyl trichloroacétimidate (28b) 

 

 
 

The compound 50 (300 mg, 0.86 mmol, 1.0 eq.) was solubilized in freshly distilled DCM (12 

mL) at r.t. with a stream of Ar. Then, DBU (0.16 µL, 0.11 mmol, 0.13 eq.) and TCA (0.26 mL, 

2.58 mmol 3 eq.) were added. The solution was stirred at rt and the reaction was monitoring 

by TLC. After completion, the mixture was filtrated and the filtrate was diluted in NaHCO3 

(satd. aq.) and DCM (5 mL). Layers was separated and the aqueous layer was extracted with 

DCM. Organic layers were combined, dried over MgSO4, and concentrated. The residue was 



Annexes 

 

159 

purified by flash chromatography: (Grace®; Solid phase: 12 g, 40 µm STD; Mobile phase: 

Cyclohexane/EtOAc: 9/1 to 6/4) to obtain the expected compound 28b (210 mg, 50%) as a 

yellow oil. 

 

Rf: (6: 4, Cyclohexane/EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 8.69 (s, 1H, NH), 6.56 (d, J = 

3.7 Hz, 1H, H1), 5.14 (br. t, J = 10.1 Hz, 1H, H3), 5.18 (t, J = 9.7 Hz, 2H, H4), 5.13 (dd, J = 3.7, 

10.2 Hz, 1H, H2) 4.31-4.16 (m, 2H, H5 and H6a), 4.13 (dd, J = 1.9, 12.1 Hz, 1H, H6b), 2.08 (s, 

3H, OAc-CH3), 2.05 (s, 3H, OAc-CH3), 2.03 (s, 3H, OAc-CH3), 2.02 (s, 3H, OAc-CH3); 13C NMR (75 

MHz, CDCl3) δ 170.7 (CO, Ac), 170.2 (CO, Ac), 170.0 (CO, Ac), 169.6 (CO, Ac), 160.9 (CN), 93.0 

(C1), 70.1 (C5), 70.0 (C3), 69.9 (C4), 67.9 (C2), 61.5 (C6), 27.1 (CCl3), 20.8 (CH3, Ac), 20.7 (CH3, 

Ac). 

 

 

N-Phenyl 2,3,4,6-tetra-O-acetyl-D-glucopyrasyl trifluoroacetimidate (28c) 

 

 
 

To a solution of 50 (0.55 g, 1.6 mmol, 1.0 eq.) in freshly distilled DCM (7.5 mL) was added dried 

K2CO3 (0.44 mg, 3.2 mmol, 2.0 eq.) and N-phenyl trifluoroacétimidoyl (0.84 mL, 3.2 mmol, 2.0 

eq.) at r.t. with a stream of Ar. The reaction mixture was stirred overnight. After completion, 

the mixture was filtrated and concentrated. The residue was purified by flash 

chromatography: (interchim®; Solid phase: 40 g, 50 µm STD; Mobile phase: 

Cyclohexane/EtOAc: 8/2 to 6/4) to obtain the expected compound 28c (726 mg, 89%) as a 

colorless oil. 

 

Rf: (6: 4, Cyclohexane/EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 7.37-7.21 (m, 5H, Har), 5.53 

(t, 1H, J = 10.1 Hz, H3α), 5.44 (t, 1H, J = 3.6 Hz, H1α), 5.22 (t, 1H, J = 9.7 Hz, H3β), 5.11-5.02 (m, 

2H, H4α and H4β), 4.92-4.84 (m, 2H, H2α and H2β), 4.74 (t, 1H, J = 8.0 Hz, H1β), 4.35-4.05 (m, 

5H, H-5α, H6α and H6β), 3.77-3.68 (m, 1H, H5β), 2.07 (s, 3H, OAc-CH3), 2.06 (s, 3H, OAc-CH3), 

2.01 (s, 3H, OAc-CH3), 2.00 (s, 3H, OAc-CH3), 1.99 (s, 3H, OAc-CH3); 13C NMR (75 MHz, CDCl3) 

δ 171.0 (CO, Ac), 170.3 (CO, Ac), 169.7 (CO, Ac), 169.6 (CO, Ac), 138.1 (Cq.ar), 128.9 (CHar), 

127.9 (CHar), 127.7 (CHar), 95.7, 90.3 (C1α), 73.4, 72.6, 72.1, 71.2 (C2α), 70.0 (C3α), 68.7 

(C4α), 67.2 (C5α), 62.1 (C6α), 43.9, 25.4, 23.3 (CF3), 20.8 (CH3, Ac). 
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O-Allyl-(2,3,4,6-tetra-O-acetyl-β-D-galactopyranoside)(1→4)-2,3-di-O-benzyl-6-O-

tertbutyldiphenylsilyl-β-D-galactopyranoside (51) 

 
 

Donor 28c (1.90 g, 3.66 mmol, 3.0 eq.) and acceptor 49 (0.78 g, 1.22 mmol, 1.0 eq.) glycosyls 

were co-evaporated with freshly distilled toluene and dried under reduce pressure. Then, they 

are solubilized in anhydrous DCM (80 mL) and the solution were added to activate MS 4 Å with 

a stream of Ar. The reaction was stirred during 30 min at room temperature. The temperature 

was lowered to -20°C before TMSOTf (67 µL, 0.37 mmol, 0.3 eq.) addition. After 2 hours, the 

reaction was quenched with Et3N at -10°C. The mixture was filtrated over a pad of Celite®, 

washed with DCM and the filtrate was concentrated. The crude was purified by flash 

chromatography (Grace®: Solid phase: 25 g, 50 µm STD, Liquid phase: Cyclohexane/EtOAc: 

98/2 to 7/3) to obtain the compound 51 as a white powder along with traces of remaining 

acceptor glycosyl 49 (408 mg, 35%). 

 

Rf (7:3, Cyclohexane/EtOAc) = 0.3 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.62-7.47 (m, 4H, Har), 7.35-

7.12(m, 16H, Har), 5.99-5.384 (m, 1H, H-8), 5.33-5.24 (m, 1H, H9), 5.22-5.24 (m, 2H, H9 and 

H3’), 4.98 (t, J = 9.6, 1H, H2’), 4.84-4.87 (m, 3H, H1’ and CH2Ph), 4.79, 4.66 (AB syst. d, J = 11.9 

Hz, 2H, CH2Ph), 4.41-4.31 (m, 1H, H7), 4.32 (d, J = 7.4 Hz, 1H, H1), 4.14-3.96 (m, 3H, H7, H-6a’ 

and H4), 3.90-3.79 (m, 3H, H6b’ and H6), 3.58 (dd, J = 7.4, 9.8 Hz, 1H, H2), 3.50 (m, 2H, H5’ and 

H3), 3.33 (t, J = 6.2 Hz, 1H, H5), 2.03 (s, 6H, OAc-CH3), 1.89 (s, 3H, OAc-CH3), 1.85 (s, 3H, OAc-

CH3), 1.03 (s, 9H, tBu); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 170.7, 170.5, 169.5, 169.4, 138.8, 138.4, 

135.7, 135.6, 134.4, 133.8, 133.7, 129.8, 128.6, 128.5, 128.2, 127.8, 127.7, 117.3 (C9), 102.7 

(C1), 100.6 (C1’), 81.9 (C3), 79.5 (C2), 75.4 (CH2Ph), 75.0 (C5), 73.6 (CH2Ph and C4), 72.9 (C3’), 

71.7 (C4’), 71.7 (C5’), 70.0 (C7), 68.6 (C2’), 63.3 (C6), 62.0 (C6’), 27.0 (Cq, tBu), 20.8 (CH3, Ac), 

20.7 (CH3, Ac), 19.3 (CH3, tBu); HRMS (ESI): m/z calculated for [C53H64O15Si+Na]+: 991.3912 

found 991.3898. 

 

 

O-Allyl-(2,3,4,6-tetra-O-acetyl-β-D-galactopyranoside)(1→4)-2,3-di-O-benzyl-β-D-

galactopyranoside (52) 

 
 



Annexes 

 

161 

To a solution of 51 (70 mg, 0.07 mmol, 1.0 eq.) diluted in freshly distilled THF (5 mL) was added 

TBAF (0.1 mL, 1.5 eq., 1M in THF) at 0°C with a stream of Ar. The reaction mixture was stirred 

at r.t. during 27 hours. After completion, NH4Cl (satd. aq.) was added to quench the reaction 

and the aqueous layer was extracted with EtOAc. Then, organic layer was washed with brine, 

dried over Na2SO4 and concentrated. The residue was purified by flash chromatography 

(Grace®; Solid phase: 4g, 40µm; Mobile phase: Cyclohexane/EtOAc: 7/3 to 0/100) to obtain 

the expected compound 52 with impurities (50 mg, 99%) as a colorless oil.  

 

Rf (7:3, Cyclohexane/EtOAc) = 0.1; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.41-7.24 (m, 4H, Har), 6.00-

5.84 (m, 1H, H8), 5.36-5.12 (m, 3H, H9 and H3), 5.07-4.57 (m, 7H, 4CH2Ph, H2’, H4’ and H1’) 

4.44-4.28 (m, 3H, H7a, H6a’ and H1), 4.17-3.92 (m, 3H, H7b, H6b’ and H4), 3.86-3.37 (m, 6H, 

H6, H5’, H2, H3 and H5), 2.08 (s, 6H, OAc-CH3), 2.04 (s, 3H, OAc-CH3), 2.01 (s, 3H, OAc-CH3), 

1.85 (s, 3H, OAc-CH3). 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 170.5 (CO, Ac), 170.2 (CO, Ac), 169.4 (CO, 

Ac), 169.2 (CO, Ac), 138.6 (Cq.ar), 138.2 (Cq.ar), 134.1 (C8), 128.6-127.7 (CHar), 117.2 (C9), 

102.8 (C1), 102.2 (C1’), 81.0 (C3), 79.7 (C2), 75.4 (CH2Ph), 74.9 (C4), 73.9 (CH2Ph), 73.4 (C5), 

72.6 (C3’), 71.9 (C5’), 71.3 (C2’), 70.3 (C7), 68.8 (C4’), 62.2 (C6), 59.6 (C6’), 20.6 (CH3, Ac); HRMS 

(ESI): m/z calculated for [C37H46O15+Na]+: 753.2734 found 753.2731. 

 

 

O-Allyl-(2,3,4,6-tetra-O-acetyl-β-D-galactopyranoside)(1→4)(Methyl (2,3-di-O-benzyl-β-D-

galactopyranosid) uronate) (52) 

 

 
 

TEMPO (2 mg, 0.014 mmol, 0.2 eq.), BAIB (58 mg, 0.18 mmol, 2.5 eq.) and AcOH (8 µL, 0.14 

mmol, 2.0 eq.) were added to a solution of 52 (50 mg, 0.07 mmol, 1.0 eq.) in DCM (1.2 mL), 

H2O (1.2 mL) and tBuOH (0.6 mL). The reaction mixture was stirring at r.t. during 2 hours. After 

completion, the reaction mixture was quenched by the addition of Na2S2O3 (10 mL, 10% in 

H2O). The mixture was then extracted four times with EtOAc. The combined organic layers 

were washed with brine and dried (MgSO4), filtered and concentrated to obtain the crude 

compound. The residue was esterified with K2CO3 (50 mg, 0.36 mmol, 5 eq), MeI (12 µL, 0.18 

mmol, 2.5 eq.), in DMF (0.3 mL) during 6 hours. After completion, water was added at 0°C and 

the organic layer was extracted with Et2O (4 times). Then, the organic layer was washed 4 

times with brine to removed DMF, dried over MgSO4 and concentrated under reduce pressure 

to obtain the crude compound. The residue was not purified.  

 

Rf (6: 4, Cyclohexane/EtOAc) = 0.2; HRMS (ESI): m/z calculated for [C37H46O15+Na]+: 753.2734 

found 753. 



Annexes 

 

162 
 

 

 

O-Allyl-(2,3-di-O-benzyl-4,6-O-benzylidène-α-D-galactopyranosyl)(1→4)-2,3,6-tri-O- benzyl-

β-D-galactopyranoside (55a) 

 

 
 

In a dried 50 mL round bottom flask protected from light containing activated molecular sieves 

4Å, were introduced 2,3-di-O-benzyl-4,6-O-benzylidène-β-D-thiophenylgalactopyranoside 

(497 g, 0.92 mmol, 1.5 eq), tri-tert-butylpyrimidine (273 mg, 1.10 mmol, 1.8 eq) and silver 

triflate (599 mg, 2.33 mmol, 3.8 eq). After drying for 10 min under vacuum, solids were 

solubilized in freshly distilled DCM (4 mL) and mixture was left stirred for 15 min. Then, a 

solution of p-NO2PhSCl (209 mg, 1.10 mmol, 1.8 eq) in DCM (1 mL) was added dropwise, at -

78 °C, followed by a solution of O-allyl-2,3,6-tri-O-benzyl-β-D-galactopyranoside (300 mg, 0.61 

mmol, 1 eq) in DCM (3 mL), added dropwise too. After stirring at -78 °C for 3 h, reaction was 

quenched at -78 °C with a satd. solution of NaHCO3 (1.5 mL) before gradually being warmed 

to room temperature. Mixture was diluted with DCM (15 mL) and solids were filtered off 

through a celite pad which was thoroughly washed with DCM (30 mL). Solvents were removed 

under vacuum and the yellow residue was purified by column chromatography using PE/EtOAc 

(gradient from 100:0 to 70:30) to afford 5 (256 mg, 47 %) as a colorless solid.  

 

Rf (7:3, PE/EtOAc) = 0.45; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.45-7.15 (m, 30H, CHar), 6.01 (dddd, J 

= 17.2, 10.6, 6.1, 4.5 Hz, 1H, H8), 5.39 (ddd, J = 17.2, 3.0, 1.6 Hz, 1H, H9b), 5.36 (s, 1H, H10), 

5.19 (ddd, J = 10.4, 2.6, 1.1, 1H, H9a), 5.03 (d, J = 2.46 Hz, 1H, H1’), 4.95-4.63 (m, 10H, CH2Ph), 

4.43 (ddt, J = 12.9, 5.2, 1.4 Hz, 1H, H7), 4.38 (d, J = 7.7 Hz, 1H, H1), 4.22 (AB syst. d, J = 11.8 Hz, 

1H, CH2Ph), 4.20 (AB syst. d, J = 11.8 Hz, 1H, CH2Ph), 4.14 (ddt, J = 13.6, 6.1, 1.6 Hz, 1H, H7), 

4.15-4.09 (m, 4H, H-4 H2’ H3’ H4’), 4.08-3.98 (m, 3H, H5 H6’), 3.66 (dd, J = 9.9, 7.7 Hz, 1H, H2), 

3.62 (d, J = 12.1 Hz, 1H, H6a), 3.52 (m, 1H, H5), 3.46 (d, J = 12.1 Hz, 1H, H6b), 3.41 (dd, J = 9.9, 

3.0 Hz, 1H, H3); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 139.4-137.9 (Cq,ar), 134.3 (C8), 129.5-125.4 

(CHar), 117.3 (C9), 103.2 (C1), 100.4 (C1’, C10), 80.8 (C3), 78.3 (C2), 76.2, 75.6, 74.5, 73.9 (C2’, 

C3’, C4’, C4), 74.9, 73.1, 72.3, 71.7 (CH2Ph), 70.3 (C7), 69.4 (C6), 67.6 (C6’, C5), 62.9 (C5); HRMS 

(ESI): m/z calculated for [C57H60O11+Na]+: 943.4033 found 943.4011. 
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O-Allyl-(2-O-paramethoxybenzyl-3-O-benzyl-4,6-O-benzylidène-α-D-

galactopyranosyl)(1→4)-2,3,6-tri-O- benzyl-β-D-galactopyranoside (55c) 

 

 
 

Donor 38c and acceptor 30b glycosyls were dried overnight under reduce pressure with P2O5.  

In a brown flask, activated MS 4 Å and 38c (175 mg, 0.31 mmol, 1.5 eq.) were dried under 

reduce pressure for 50 min. Then, the mixture was solubilized in DCM (8 mL) and 30b (100 mg, 

0.2 mmol, 1 eq) in DCM (2 mL) was added. The solution was stirred at r.t. during 1 hour. The 

temperature was lowered to -60°C. After 15 min, NIS (87 mg, 0.36 mmol, 1.9 eq. in THF (0.5 

mL) and TfOH (16 µL, 0.18 mmol, 0.9 eq) were added and the temperature was gradually 

increase up to -10°C. After 5h, the reaction was quenched by addition of Et3N (0.25 µL). The 

mixture was filtrated over a pad of celite® and washed with DCM. The filtrate was washed 

with Na2S2O3 (10% aq.), water and brine. The organic layer was dried over Na2SO4 and 

concentrated. The residue was purified by flash chromatography (Grace®: Solide phase: 24 g, 

40 µm, Liquid phase: Cyclohexane/EtOAc: 100/0, to 7/3). The expected compound 55c was 

obtained in mixture with acceptor glycosyl 30b (180 mg). 

 

Rf (7:3, PE/EtOAc) = 0.5; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.58-7.15 (m, 27H, Har), 6.84-6.73 (m, 

2H, Har), 6.08-5.91 (m, 1H, H8), 5.43-5.30 (m, 2H, H9b and CHPh), 5.28-5.17 (m, 1H, H9a), 5.07 

(d, J = 2.0 Hz, 1H, H1’), 4.99-4.59 (m, 10H, CH2Ph), 4.40 (d, J =, 1H, H1), 4.32 (d, J = 12.2 Hz, 1H, 

H7a), 4.23 (d, J = 11.4 Hz, 1H, H7b), 4.20-3.94 (m, 7H, H4, H2’, H3’, H4’, H5 and H6’), 3.76 (s, 

3H, OCH3), 3.69-3.34 (m, 5H, H2, H6, H5, H3); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 159.0 (C-OMe), 

139.0 (Cqar), 138.7 (Cqar), 138.4 (Cqar), 138.2 (Cqar), 134.4 (Cqar), 139.4-137.9 (Cqar), 134.3 

(C8), 129.8-126.5 (CHar), 117.3 (C9), 113.7 103.2 (C1), 101.1 (C1’), 100.9 (C10), 80.9 (C3), 78.4 

(C2), 76.3, 75.4, 74.9, 74.7 (C2’, C3’, C4’, C4), 74.3, 73.7, 73.3, 71.6 (CH2Ph), 70.5 (C7), 69.4 

(C6), 67.7 (C6’, C5), 63.0 (C5), 29.8 (OCH3); HRMS (ESI): m/z calculated for [C58H62O12+Na]+: 

973.4139 found 943.4146. 
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Phenyl 2,3,4,6-tetra-O-acetyl-1-thio-β-D-glucopyranoside (75) 

 
 

Analyses were in good agreement with those published.256 

 

β-D-galactose peracetate (1 g, 2.6 mmol, 1.0 eq.) was diluted in DCM (5 mL). Then thiophenol 

(0.530 mL, 5.6 mmol, 2.0 eq.) and BF3.OEt2 (0.63 mL, 7.8 mmol, 3.0 eq.) were added dropwise 

at 0°C with a stream of Ar. After that, the reaction mixture was stirred at r.t. during 19 hours. 

After completion, the solution was diluted in DCM and water. The layers were separated and 

the organic layer was washed with NaHCO3 (satd. aq.), NaOH (1 M), brine, dried over MgSO4 

and concentrated. The residue was diluted in EtOAc and precipitate by cyclohexane addition. 

After filtration, the expected compound 75 was obtained (880 mg, 80%) as a white powder. 

 

Rf (7:3, PE/ EtOAc) = 0.3: 1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ 7.53-7.45 (m, 2H, Har), 7.3-7.28 (m, 3H, 

Har), 5.22 (t, J = 9.3 Hz, 2H, H3), 5.09-4.92 (m, 2H, H2 and H4), 4.70 (d, J = 9.8 Hz, 2H, H1), 4.28-

4.14 (m, 2H, H6a and H6b), 3.76-3.68 (m, 1H, H5). 

 

 

Phenyl 1-thio-β-D-glucopyranoside (76) 

 
 

A freshly prepared 1 M solution of MeONa in MeOH (, 3.9 mL, 3.9 mmol, 1.0 eq.) was added 

to a solution of compound 75 (1.7 g, 3.9 mmol, 1.0 eq.) in MeOH (20 mL) and the reaction 

mixture was stirred at r.t. during 1 hour with a stream of Ar. After completion, Amberlist® 

IR120 was added to neutralize the solution (pH~7) and the mixture was filtrated. Then, the 

filtrate was evaporated and dried under vacuum (under P2O5) to obtain compound 76 (1.1 g, 

quant.) as a white powder. 

 

Analyses were in good agreement with those published.255  

 

Rf: (9:1, DCM/MeOH) = 0.3 ; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 7.49-7.72 (m, 2H, Har), 7.33-7.26 (m, 

2H, Har), 7.26-7.18 (m, 1H, Har), 5.27 (d, J = 6.2 Hz, 1H, HO), 5.09 (d, J = 4.9 Hz, 1H, HO), 4.98 

(d, J = 5.2 Hz, 1H, HO), 4.61 (d, J = 9.6 Hz, 1H, H1), 4.56 (t, J = 5.7 Hz, 1H, HO), 3.69 (ddd, J = 

1.7, 5.3, 12.0 Hz, 1H, H6a), 3.50-3.38 (m, 1H, H6b), 3.27-3.00 (m, 2H, H4 and H5), 3.27-3.00 
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(m, 2H, H2 and H3); 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ 135.1 (Cq.ar), 129.5 (Car), 128.8 (Car), 136.3 

(Car), 87.1 (C1), 81.0 (C), 78.2 (C), 72.4 (C2), 69.8 (C3), 61.0 (C6). 

 

 

Methyl (phenyl 2,3,4-tri-O-benzyl-1-thio-β-D-glucopyranosyluronate) (82) 

 

 
 

TEMPO (15 mg, 0.096 mmol, 0.2 eq), BAIB (386 mg, 1.2 mmol, 2.5 eq.) and AcOH (55 µL, 0.96 

mmol, 2.0 eq.) were added to a solution of 80 (260 mg, 0.48 mmol, 1.0 eq.) in DCM (1 mL), 

H2O (1 mL) and tBuOH (0.5 mL). The reaction mixture was stirring at r.t. during 2 hours. After 

completion, the reaction mixture was quenched by the addition of Na2S2O3 (10 mL, 10%w/w in 

H2O). The mixture was then extracted four times with EtOAc. The combined organic layers 

were washed with brine and dried (MgSO4), filtered and concentrated to obtain the crude 

acide. The residue was esterified with K2CO3 (332 mg, 2.4 mmol, 5 eq) and MeI (75 µL, 1.2 

mmol, 2.5 eq.), in DMF (2.5 mL) during 1 hour. After completion, water was added at 0°C and 

the aqueous layer was extracted with Et2O (4 times). Then, the organic layer was washed 4 

times with brine to removed DMF, dried over MgSO4 and concentrated under reduce pressure 

to obtain the crude compound. The residue was purified by flash chromatography 

(InterChim®; Solid phase: 12 g, 50 µm STD; Mobile phase: PE/EtOAc: 9/1 to 6/4) to obtain the 

expected compound 82 (155 mg, 57%) as a yellow powder.  

 

Analyses were in good agreement with those published.254 

 

Rf: (8:2, PE/EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3) δ 7.60-7.50 (m, 2H, Har), 7.41-7.19 (m, 

18H, Har), 4.91-4.81 (m, 3H, CH2Ph), 4.78 (AB syst. d, J = 10.9 Hz, 1H, CH2Ph), 4.75 (AB syst. d, 

J = 10.2 Hz, 1H, CH2Ph), 4.68 (d, J = 9.7 Hz, 1H, H1), 4.60 (AB syst. d, J = 10.7 Hz, 1H, CH2Ph), 

3.92 (d, J = 9.7 Hz, 1H, H5), 3.83 (br. t, J = 8.7 Hz, 1H, H4), 3.73 (s, 3H, CO2CH3), 3.70 (br. d, 1H, 

J = 8.7 Hz, H3), 3.52 (dd, 1H, J = 8.7, 9.7 Hz, H2); 13C NMR (75 MHz, CDCl3) δ 168.8 (C=O, 

CO2CH3), 138.3 (Cq.ar), 138.0 (Cq.ar), 137.9 (Cq.ar), 133.3 (Cq.ar), 132.3 (CHar), 129.2 (CHar), 

128.6-127.8 (CHar), 88.5 (C1), 86,0 (C3), 80.5 (C2), 79.4 (C4), 78.1 (C5), 76.0 (CH2Ph), 75.6 

(CH2Ph), 75.2, 52.6 (CO2CH3); HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C34H34O6SNa+Na]+: 593.1947, found 

593.1978. 
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Octa-O-acetyl-β-cellobiopyranoside (70) 

 

 
 

D-(+)-Cellobiose (10 g, 29.2 mmol, 1.0 eq.) was diluted in Ac2O (28 mL) at r.t. under argon flow. 

The solution was cooled at 0°C befor addition of Pyridine (36 mL), DMAP (360 mg, 2.9 mmol, 

0.1 eq.) and Et3N (400 µL, 2.9 mmol, 0.1 eq.). The reaction mixture was stirred at r.t. during 

20h. After completion, the solution was diluted in DCM and ice was added. The layers were 

separated and the aqueous layer was extracted with DCM. Then, combined organic layers 

were washed with NaHCO3 (satd. aq.), water, CuSO4 (satd. aq.), water and brine. Then, the 

organic layer was dried with MgSO4 and solvents were removed under reduce pressure. The 

crude was recrystallized in MeOH to obtain compound 70 (17.7 g, 89%) as a white powder.  

 

Analyses were in good agreement with those published.  

Rf (5:5, PE/ EtOAc) = 0.5; 1H NMR (400 MHz, CDCl3,): δ 5.64 (d, J = 8.4 Hz, 1H, H1), 5.22 (br. t, 

J = 8.4 Hz, 1H, H3), 5.12 (br. t, J = 9.4 Hz, 1H, H3’), 5.10 - 5.00 (m, 2H, H2 and H4’), 4.92 (t, J = 

9.4 Hz , 1H, H2’), 4.50 (d, J = 9.4 Hz, 1H, H7), 4.48 (dd, J = 2.2, 12.3 Hz, 1H, H6a), 4.36 (dd, J = 

4.4, 12.3 Hz, 1H, H6a’), 4.11 (dd, J = 4.4, 12.2 Hz, 1H, H6b), 4.04 (dd, J = 2.2 Hz and J = 12.3 Hz, 

1H, H6b’), 3.82 (t, J = 8.4 Hz, 1H, H4), 3.77 – 3.71 (m, 1H, H5), 3.67 – 3.71 (m, 1 H, H5’), 2.12 

(s, 3H, OAc-CH3), 2.08 (s, 6H, OAc-CH3), 2.02 (s, 9H, OAc-CH3), 2.00 (s, 3H, OAc-CH3), 1.97 (s, 

3H, OAc-CH3); 13C NMR (100 MHz, CDCl3): δ 170.6 (CO, Ac), 170.4 (CO, Ac), 170.3 (CO, Ac), 

169.8 (CO, Ac), 169.6 (CO, Ac), 169.1 (CO, Ac), 168.9 (CO, Ac), 100.6 (C1’), 91.6 (C1), 76.01 (C4), 

75.9 (C5), 73.71 (C5’), 72.9 (C3), 72.0 (C3’), 71.6 (C5’), 70.5 (C2’), 67.9 (C2), 61.3 (C6 and H6’), 

20.93 (CH3, Ac), 20.91 (CH3, Ac), 20.75 (CH3, Ac), 20.68 (CH3, Ac); HRMS (ESI): (m/z) calcd for 

[C28H38O19S+ Na]+: 701.1899, found 701.1897. 

 

 

Hepta-O-acetyl-β-D-cellobiopyranosyl bromide (71) 

 

 
 

Cellobiose octaacetate (5 g, 7.4 mmol, 1.0 eq.) was dissolved in AcOH (25 mL) and and a 

commercially available solution of HBr AcOH (25 mL, 5.9 M, 33% in AcOH) was added at 0°C 

under argon flow. The brown solution was stirred under Ar atmosphere for 4 hours, after 

which it was poured over ice and the aqueous layer was extracted with EtOAc. The organic 
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layer was washed NaHCO3 (satd. aq.), water and brine. The organic layer was then dried over 

MgSO4 and concentrated to provide the anomeric bromide 36 (4.7 g, 90%) as a white/brown 

solid. 

 

Analyses were in good agreement with those published.257 

Rf (5:5, PE/ EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 6.52 (d, J = 4.0 Hz, 1H, H1), 5.53 (t, J = 

9.7 Hz, 1H, H3), 5.18 - 5.03 (m, 2H, H3’ et H4’), 4.93(dd, J = 8.0, 9.2 Hz, 1H, H2’), 4.76 (dd, J = 

4.6, 10.0 Hz, 1H, H2), 4.54 (d, J = 7.9 Hz, 1H, H1’), 4.53 – 4.49 (m, 1H, H6a), 4.35 (dd, J = 4.50, 

12.5 Hz, 1H, H6a’), 4.22 – 4.14 (m, 2H, H6b and H5), 4.05 (dd, J = 2.31, 12.5 Hz, 1H, H6b’), 3.83 

(t, J = 9.8 Hz, 1H, H4), 4.05 (dq, J = 2.3, 9.8 Hz, 1H, H5’), 2.14 (s, 3H, OAc-CH3), 2.09 (s, 6H, OAc-

CH3), 2.04 (s, 6H, OAc-CH3), 2.01 (s, 3H, OAc-CH3), 1.99 (s, 3H, OAc-CH3), 13C NMR (75 MHz, 

CDCl3): δ 170.6 (CO, Ac), 170.4 (CO, Ac), 170.2 (CO, Ac), 170.1 (CO, Ac), 169.4 (CO, Ac), 169.1 

(CO, Ac), 100.6 (C1’), 86.6 (C1), 75.4 (C4), 73.1 (C3), 73.0 (C5), 72.2 (C5’) 71.8 (C2’); 70.9 (C2); 

69.61 (C3); 67.99 (C4’); 61.72 (C6’), 61.11 (C6), 20.99 – 20.55 (CH3, Ac). 

 

 

Phenyl Hepta-O-acetyl-β-D-thiocellobiopyranoside (72) 

 

 
 

Analyses were in good agreement with those published. 258 

 

Compound 71 (4.7 g, 6.7 mmol, 1.0 eq.) was diluted in ACN (20 mL) under argon flow. Then, 

Et3N (1.8 mL, 13.4 mmol, 2.0 eq.) and thiophenol (0.8 mL, 8.0 mmol, 1.2 eq.) were added at 

r.t. and the solution was stirred during 19 hours. After completion, water was added and the 

layers were separated. Then, organic layer was washed with NaOH 1M, water and brine. 

Solvents were removed under vacuum. The crude was diluted in EtOAc and was precipitated 

by cyclohexane addition. After filtration, 4.7 g of the compound 72 (92%) was obtained as a 

brown powder.  

 

Rf (6:4, PE/ EtOAc) = 0.5, 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.48-7.42 (m, 2H, Har), 7.31-7.26 (m, 

3H, Har), 5.18 (t, J = 9.1 Hz, 1H, H3’), 5.12 (t, J = 9.3 Hz, 1H, H3), 5.04 (t, J = 9.5 Hz, 1H, H4), 

4.91 (dd, J = 1.9 Hz, J = 9.3 Hz, 1H, H2), 4.85 (dd, J = 4.0, 9.3 Hz, 1H, H2’), 4.65 (d, J = 10.0 Hz, 

1H, H1’), 4.55 (dd, J = 1.9, 11.9 Hz, 1H, H6a), 4.49 (d, J = 7.9 Hz, 1H, H1), 4.35 (dd, J = 4.5, 12.4 

Hz, 1H, H6a’), 4.09 (dd, J = 5.6, 12.0 Hz, 1H, H6b), 3.71 (t, J = 9.8, 1H, H4’), 3.68-3.58 (m, 1H, 

H5 et H5’), 2.09 (s, 3H, OAc-CH3), 2.07 (s, 3H, OAc-CH3), 2.05 (s, 3H, OAc-CH3, 2.01 (s, 3H, OAc-

CH3), 1.99 (s, 6H, OAc-CH3), 1.96 (s, 3H, OAc-CH3);.13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 171.3 (CO, Ac), 

170.7 (CO, Ac), 170.6 (CO, Ac), 169.6 (CO, Ac), 133.2 (CHar), 131.9 (Cq.ar), 128.9-128.4 (CHar), 

100.8 (C1’), 85.7 (C1), 76.5 (C4’), 73.7 (C3’), 73.0 (C3), 72.1 (C5 and C5’), 71.8 (C2), 70.3 (C2’), 
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67.9 (C4), 62.1 (C6’), 61.7 (C6), 23.4 (CH3, Ac), 20.9 (CH3, Ac), 20.8 (CH3, Ac), 20.8 (CH3, Ac); 

HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C32H40O17S+Na]+ : 751.1878, found 751.1887. 

 

 

Phenyl thiocellobiopyranoside (62) 

 

 
 

A freshly prepared 1 M solution of MeONa in MeOH (5.1 mL, 5.1 mmol, 1 M, 1.0 eq.) was 

added to a solution of compound 72 (3.7 g, 5.1 mmol, 1eq.) in MeOH (26 mL) at r.t. under 

argon flow. The reaction mixture was stirred at r.t. during 4 hours. Amberliste® IR120 was 

added to neutralize the solution (pH~6) and the mixture was filtrated. Then, the filtrate was 

evaporated to obtain 62 as a brown, oil (2.7 g, qt). 

 

Analyses were in good agreement with those published.258 

Rf: (9:1, DCM/MeOH) = 0.2; 1H NMR (400 MHz, MeOD): δ 7.66–7.21 (m, 5H, Har), 4.68 (d, J = 

9.8 Hz, 1H, H1), 4.48 (d, J = 7.9 Hz, 1H, H1’), 4.00–3.88 (m, 3H, H-6a, H6a’, H6b’), 3.72 (dd, J = 

5.6, 11.9 Hz, 1H, H6b), 3.64–3.53 (m, 2H, H3, H4’), 3.49–3.44 (m, 1H, H5’), 3.43–3.28 (m, 4H, 

H2, H4, H3’, H5), 3.25 (dd, J = 7.9, 9.1 Hz, 1H, H2’); 13C NMR (100 MHz, MeOD): δ 134.9, 133.0, 

129.9, 128.5 (C6H5), 104.5 (C1’), 89.2 (C-1), 80.6 (C2), 80.3 (C2’), 78.1 (C3), 78.0 (C3’), 77.9 

(C4), 74.9 (C4’), 73.6 (C5), 71.4 (C5’) 62.5 (C6), 62.0, (C6’). 

 

 

Phenyl 2,3,2’,3’,4’-penta-O-acetyl-6,6’-di-O-trityl-β-D-thiocellobiopyranoside (79b) 

 

 
 

The compound 62 was dried by co-evaporated with anhydrous pyridine (2x 5 mL) and TrCl (1.3 

g, 4.6 mmol, 4.0 eq.) was dry under reduced pressure.  

The compound 62 (500 mg, 1.2 mmol, 1.0 eq.) and dry TrCl were dissolved in pyridine (12 mL. 

Then, DMAP (147 mg, 1.2 mmol, 1.0 eq.) and Et3N (670 µL, 4.6 mmol, 4.0 eq.) were added at 

0°C. The reaction was stirred at 50°C during 48h. After completion, Ac2O (0.640 mL, 7.2 mmol, 

6 eq.) was added and the reaction mixture was stirred at r.t. during 48h. After completion, 

water was added and the aqueous layer was extracted with DCM. The organic layers were 

combined, washed with NaHCO3 (satd. aq.), water, CuSO4 (satd. aq.), EDTA (1M aq.) and brine. 
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Then, the organic layer was dried over MgSO4 and solvents were removed under vacuum. The 

residue was purified by flash chromatography (InterChim®: solid phase: 80 g, 50 µm STD, 

mobile phase: PE/EtOAc: 100/0 to 6/4) to obtain the compound 41 (570 mg, 57%) as a yellow 

powder. 

 

Rf: (8:2, PE/EtOAc) = 0.3; [α]𝟐𝟎
𝐃

: –24.5 (c 1, CHCl3); 1H NMR (400 MHz, CDCl3): δ 7.65-7.60 (m, 

2H, Har), 7.51-7.37 (m, 13H, Har), 7.34-7.15 (m, 25H, Har), 5.24-2.18 (m, 2H, H2’), 4.99 (br. t, 

1H, J = 9.6 Hz, H4), 4.81-4.73 (m, 2H, H1’ and H3), 4.25 (d, 1H, J = 7.9 Hz, H1), 3.79 (dd, 1H, J = 

1.5, 10.6 Hz, H6a’), 3.50-3.43 (m, 2H, H6a and H5’), 3.13-3.07 (m, 2H, H5 and H6b’), 2.98 (dd, 

2H, J = 4.7, 10.7 Hz, H6b), 2.09 (s, 3H, OAc-CH3), 1.92 (s, 3H, OAc-CH3), 1.77 (s, 3H, OAc-CH3, 

1.69 (s, 3H, OAc-CH3), 1.63 (s, 3H, OAc-CH3): 13C NMR (100 MHz, CDCl3): δ 170.6 (CO, Ac), 170.3 

(CO, Ac), 169.6 (CO, Ac), 169.1 (CO, Ac), 168.8 (CO, Ac), 143.5 (Cq.ar), 133.2 (Cq.ar), 132.4 

(Cq.ar), 129.1-127.4 (CHar), 98.7 (C1’), 87.0 (C1), 86.6, 78.6 (C4’), 73.2 (C5), 72.3 (C3’), 

71.9(C2), 70.5 (C2’), 68.8 (C4), 61.6 (C6’), 60.9 (C6), 60.5, 21.4-20-4 (CH3, Ac); HRMS (ESI): (m/z) 

calcd for [C66H64O15S+Na]+: 1151.3864, found 1151.3864. 

 

 

Phenyl 2,3,2’,3’,4’-penta-O-benzyl-6,6’-di-O-trityl-β-D-thiocellobiopyranoside (79c) 

 

 
 

The compound 79b was desacetylated as decribed for the compound 62. NaH (60% in oil) (375 

mg, 9.4 mmol, 5.5 eq.) was added at 0°C to a solution of the crude (1.6 g, 1.7 mmol, 1.0 eq.) 

in THF (4.3 mL) and DMF (4.3 mL). The reaction mixture was stirred at 0°C during 30 min and 

BnBr (1.1 mL, 9.4 mmol, 5.5 eq.) was added. Then, the reaction was stirred at r.t. during 22 

hours. After completion, water was added to quench the reaction and the aqueous layer was 

extracted with Et2O. Then, the organic layer was washed with brine, dried over MgSO4 and the 

solvents were removed under reduce pressure. The crude was purified by flash 

chromatography (InterChim®: Solide phase: 12 g, 50 µm STD, Liquid phase: PE/EtOAc: 100/0 

to 8/2) to obtain the compound 42 (990 mg, 43%) as a white powder. 

 

Rf: (9:1, PE/EtOAc) = 0.2; [α]𝟐𝟎
𝐃

: –18.8 (c 1, CHCl3); 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.72-7.64 (m, 

2H, Har), 7.63-7.54 (m, 6H, Har), 7.50-7.43 (m, 7H, Har), 7.37-6.98 (m, 48H, Har), 6.90-6.83 (m, 

2H, Har), 5.15-4.48 (m, 11H), 4.37-4.27 (m, 2H), 3.83 (br. t, J = 9.2 Hz, 1H), 3.78-3.59 (m, 4H), 

3.35-3.11 (m, 5H), 3.05 (br. d, J = 9.7 Hz); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 143.9, 143.7, 139.1; 

138.9, 138.7, 138.3, 138.2; 134.3; 132.0, 129.6-126.7, 100.9, 87.7, 86.5, 86.4, 84.4, 83.4, 80.5, 

78.7, 77, 9, 77.4, 75.8, 75.6, 75.3, 75.0, 74.3, 73.4, 62.1, 61.5, 60.5; HRMS (ESI): (m/z) calcd for 

{C91H84O10S+Na]+ : 1391.5683, found 1391.5667. 
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Phenyl 2,3,2’,3’,4’-penta-O-benzyl-6,6’-di-O-trityl-β-D-thiocellobiopyranoside (63) 

 
APTS.H2O (57 mg, 0.3 mmol, 2.0 eq.) was added to a solution of 79b (200 mg, 0.15 mmol, 1.0 

eq.) in CH2Cl2/MeOH (1:1, 3 mL) at r.t. The reaction was stirred at r.t. during 5 hours. After 

completion, the reaction was quenched with NaHCO3 (satd. aq.). The organic layer was 

extracted with DCM, washed with brine and concentrated. The residue was purified by flash 

chromatography (InterChim®: Solide phase: 12 g, 50 µm STD, Liquid phase: PE/EtOAc: 9/1 to 

6/4) to obtain the compound 63 (70mg, 53%) as a yellow powder. 

. 

 

Rf: (6:4, PE/EtOAc) = 0.5; [α]𝟐𝟎
𝐃

: –0.4 (c 1, CHCl3); 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.50-7.43 (m, 

2H, Har), 7.36-7.18 (m, 28H, Har), 5.00-4.70 (m, 9H, CH2Ph), 4.66 (d, 1H, J = 9.7 Hz, H1), 4.56 

(AB syst. d, 1H, J = 11.0 Hz, CH2Ph), 4.48 (d, 1H, J = 7.8 Hz, H1’), 3.87-3.76 (m, 3H, H4’, H6’), 

3.67-3.53 (m, 3H, H3’, H5 and H4), 3.47-3.20 (m, 6H, H2, H2’, H6, H5’ and H3); 13C NMR (75 

MHz, CDCl3): δ 139.0, 138.6, 138.2, 138.1, 133.5, 132.2, 129.2, 128.8-127.6, 127.2, 102.9, 87.7, 

84.9 (C4’), 84.7, 82.9 (C2), 80.6, 79.6 (C2’), 78.1, 75.9 (CH2Ph), 75.5 (CH2Ph), 75.4 (CH2Ph), 75.1 

(CH2Ph), 75.0 (C5’), 62.0 (C6), 61.2 (C6); HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C53H56O10S+Na]+ : 

907.3492, found 907.3475. 

 

 

Methyl (phenyl 2,3,2’,3’,4’-penta-O-benzyl-1-thio-β-D- thiocellobiopyranoside.(DiGlc) 

 
TEMPO (8 mg, 0.05 mmol, 0.4 eq.), BAIB (210 mg, 0.65 mmol, 5.0 eq.) and AcOH (30 µL, 0.52 

mmol, 4.0 eq.) were added to a solution of compound 43 (115 mg, 0.13 mmol, 1.0 eq.) in DCM 

(0.4 mL), H2O (0.4 mL) and tBuOH (0.2 mL). The reaction mixture was stirred at r.t. during 2 

hours. After completion, the reaction mixture was quenched with Na2S2O3 (10 mL, 10%w/w aq). 

The aqueous layer was with EtOAc. The combined organic layers were washed with brine and 

dried over MgSO4, filtered and concentrated. Then, the crude was esterified with K2CO3 (180 

mg, 1.3 mmol, 10.0 eq.), MeI (40 µL, 0.65 mmol, 5.0 eq.) in DMF (0.7 mL). The reaction mixture 

was stirred at r.t. during 1 hour. After completion, water was added at 0°C and the aqueous 

layer was extracted with Et2O. Then, the organic layer was washed with brine, dried over 

MgSO4 and concentrated under reduce pressure. The residue was purified by flash 

chromatography (InterChim®: solid phase: 4 g, 50 µm STD, mobile phase: PE/EtOAc: 9/1 to 

6/4) to obtain the compound 45 (60 mg, 49%) as a yellow oil. 
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Rf: (8:2, PE/EtOAc) = 0.3; 1H NMR (300 MHz, CDCl3): δ 7.56-7.47 (m, 2H, Har), 7.40-7.17 (m, 

27H, Har), 5.05 (AB syst. d, 2H, J = Hz, CH2Ph), 4.91-4.50 (m, 12H, CH2Ph, H1 and H1’), 4.21 (t, 

1H, J = 9.3 Hz, H-4), 3.94-3.79 (m, 3H, H5, H4’ and H5’), 3.71-3.34 (m, 10H, H3, H3’, CO2CH3, 

H2 and H2’); 13C NMR (75 MHz, CDCl3): δ 168.7 (C=O, CO2CH3), 133.0 (Cq.ar), 132.3 (Cq.ar), 

129.0 (CHar), 128.3-127.6 (CHar), 102.7 (C1’), 88.2 (C1), 84.0 (C3) , 83.9 (C2’), 81.8 (C2), 77.9 

(C5’), 77.2 (C5), 75.7 (C4) (CH2Ph), 75.4 (CH2Ph), 75.0 (CH2Ph), 74.5 (C4’, 52.7 (CH3, CO2CH3), 

52.3 (CH3, CO2CH3); HRMS (ESI): (m/z) calcd for [C55H56O12+Na]+ : 963.3390, found 963.3385. 
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Titre : Dérivés de l'exopolysaccharide d’Alteromonas infernus, mimétiques de glycosaminoglycanes, et 
développement d'une stratégie pour leur analyse structurale 

Mots clés : Bactérie marine, exopolysaccharides, dépolymérisation enzymatique, synthèse organique. 

Résumé : Dans le cadre de la recherche de 
nouvelles molécules d’intérêt biotechnologique, 
les bactéries marines représentent une source 
considérable de molécules innovantes. L’EPS 
bactérien, produit par la bactérie Alteromonas 
infernus est un hétéropolysaccharide anionique de 
haut poids moléculaire et dont la chaîne osidique 
est ramifiée. Cette macromolécule et ses dérivés 
de bas poids moléculaire (obtenus via un procédé 
chimique) possèdent des propriétés 
glycosaminoglycanes-mimétiques telles que des 
activités anti-coagulantes, anti-métastasiques ou 
favorisant la différenciation cellulaire.  
Afin d’identifier les motifs moléculaires impliqués 
dans l’activité biologique et de faciliter l’analyse 
structurale des dérivés bioactifs (~20 000 g/mol), 
la préparation de fragments de l’EPS a été 
entreprise d’une part par synthèse organique et 
d’autre part par dépolymérisation enzymatique de 
l’EPS natif. 

La première partie de la thèse est consacrée à la 
synthèse organique d’une partie de l’unité 
répétitive de l’EPS. Les voies de synthèse des 
donneurs et accepteurs de glycosyles ont été 
mises au point et deux disaccharides protégés ont 
été obtenus.  
Le second volet de la thèse a consisté à préparer 
des oligosaccharides ainsi que des dérivés de bas 
poids moléculaires par dépolymérisation 
enzymatique de l’EPS natif. Une nouvelle 
génération de dérivés de bas poids moléculaire de 
l’unité répétitive a été préparée et un nouvel 
octasaccharide doublement sulfaté a pu être 
caractérisé par spectrométrie de masse.  
 

 

Title: Exopolysaccharide derivatives from Alteromonas infernus, mimetic of glycosaminoglycans and 
innovative concepts for their structural elucidation 

Keywords:  Marine bacteria, exopolysaccharides, enzymatic depolymerisation, organic synthesis. 

Abstract:  In search of new bioactive compounds, 
marine bacteria constitute a considerable source 
of innovative molecules. The bacterial 
exopolysaccharide (EPS), produced by the deep-
sea hydrothermal vent strain Alteromonas 
infernus, is a high molecular weight, highly 
branched and anionic heteropolysaccharide with a 
nonasaccharide repeating unit. This 
macromolecule and its low-molecular-weight 
derivatives obtained through a chemical process 
have previously displayed interesting GAG-like 
properties such as anti-metastatic and anti-
coagulant (heparin-like) ones; they can also 
improve stem cell differentiation.  
To investigate the molecular bases of the 
biological activity and to facilitate the structural 
analysis of the bioactive derivatives (~20 000 
g/mol), fragments of the native EPS molecule have  

been prepared by organic synthesis and 
enzymatic depolymerisation. 
The first part of this thesis is dedicated to the 
synthesis of the disaccharides composing the 
repeating unit of the EPS. The synthetic pathways 
to acceptor and donor glycosyls have been 
developed and two protected disaccharides have 
been synthetized. 
The second part is devoted to the preparation of 
oligosaccharides and low molecular weight 
derivatives by enzymatic depolymerization of the 
native EPS. A new generation of low molecular 
weight derivatives has been produced and a new 
bisulfated octasaccharide has been characterized 
by mass spectrometry. 

 


