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Résumé 

L'utilisation massive des luciférases d'origine marine comme systèmes rapporteurs reste très limitée par 
le coût prohibitif de leurs substrats. Ces derniers sont constitués d'un noyau 
imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one, dont les synthèses publiées sont difficiles et dont le stockage et 
l'utilisation nécessitent des précautions importantes. Nous avons découvert dans le cadre de ce projet 
une synthèse alternative originale d'imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones en 5 à 10 étapes ayant permis 
l'obtention au laboratoire de plus d'une centaine de nouveaux substrats potentiels, ainsi qu'une 
dérivatisation permettant le stockage de ces composés sans précaution particulière, à température 
ambiante, pour de longues périodes de temps. 

Ces luciférines originales ont ensuite été évaluées sur un variant de la luciférase d'Oplophorus 
gracilirostris, nanoKAZ, afin d'étudier les relations structure-luminescence de ces substrats. Nous avons 
ainsi obtenu des substrats originaux avec des temps de demi-vie du signal bioluminescent largement 
accrus (plus de deux heures) ou des rapports signal/bruit cinq à dix fois supérieurs au couple commercial 
furimazine/nanoKAZ. 

 

Abstract 

The large-scale use of marine luciferases as reporter systems is still very impeded by the prohibitive costs 
of their substrates. These imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones are difficult to synthesize, and their 
unstability make their storage and use cumbersome. In the course of this project, we have discovered a 
new synthesis of imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones in 5 to 10 steps, which allowed us to synthesize more 
than one hundred original potential substrates of these luciferases, alongside a derivatization method 
providing shelf-stable precursors of these molecules. The structure-luminescence relationships of these 
original substrates have been assessed with nanoKAZ, a mutated luciferase of the shrimp Oplophorus 
gracilirostris. This led us to identify original substrates endowed with greatly improved half-life (more 
than two hours) or with signal-over-noise ratios enhanced five to ten times versus the commercial 
furimazine/nanoKAZ system. 
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spectrométrie de masse (LC/MS) 
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DEPT : distortionless enhanced polarization 
transfer (RMN) 
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anglais) 
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éthanesulfonique (acronyme anglais) 

m.o. : chauffage par irradiation micro-onde 

NBS : N-bromosuccinimide 

NCS : N-chlorosuccinimide 
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spectroscopy (RMN) 

n.i. : non isolé 
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PAPS : 3’-phosphoadénosine 
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I - LA BIOLUMINESCENCE 

I.A. Historique et définition(s) 

La bioluminescence est la capacité de certains êtres vivants, uni ou pluricellulaires, à émettre de la 
lumière. Ce phénomène est connu de longue date, avec des récits d’Aristote mentionnant déjà « la 
phosphorescence de la mer » et Pline l’Ancien décrivant des lucioles dans son Naturalis Historia : « les 
larapyrides (Lampyris noctiluca) [qui] brillent la nuit comme des feux, par la couleur de leurs flancs et 
de leur croupe, tantôt resplendissants quand leurs ailes s’entrouvrent, tantôt éclipsés quand elles les 
ferment ».4 Il y est également déjà mention de la méduse mauve Pelagia nocticula, commune dans la baie 
de Naples. 

Plus récemment (au XVIIe siècle), Robert Boyle a démontré avec l’une des premières machines à vide 
l’importance de l’air dans le processus de bioluminescence du bois, de la viande ou des larves de 
lucioles.5-6 La bioluminescence du bois en décomposition a été attribuée plus tardivement à la présence 
de mycélium de Rhizomorpha à sa surface7 et celle de la viande à des bactéries bioluminescentes. Les 
observations de Boyle ont été confirmées et complétées par Forster et Spallanzani au XVIIIe siècle, le 
premier montrant la baisse de bioluminescence de la luciole lorsqu’elle était privée d’air, le second 
montrant que des morceaux de certaines méduses perdaient leur capacité luminescente lorsqu’ils étaient 
desséchés, mais la retrouvait en présence d’eau et d’air. Spallanzani démontrera également que les 
phénomènes de luminescence n’avaient plus lieu sous des gaz inertes (diazote, dihydrogène, dioxyde de 
carbone), assimilant par conséquent la bioluminescence à une « combustion lente ».8-9 

Une avancée majeure dans la compréhension des phénomènes de bioluminescence a été l’œuvre de 
Raphaël Dubois, professeur de physiologie à Lyon, à l’orée du XXe siècle. Celui-ci a montré en chauffant 
ou non des extraits de Pholas (mollusque bivalve),10 ou de lucioles, puis en les mélangeant de nouveau, 
que les réactions de bioluminescence nécessitaient l’action conjuguée d’un composé ne supportant pas 
la chaleur, supposé être une enzyme et baptisé « luciférase », et d’un composé insensible à la chaleur, 
supposé organique et dénommé « luciférine ».11 Ironiquement, la plupart des systèmes bioluminescents 
identifiés par la suite se sont avérés respecter cette composition luciférine–luciférase, ce qui n’est 
toutefois pas le cas du système de Pholas où la « luciférine » est également une protéine.12 

L’étude moderne de la luminescence des organismes vivants et la détermination des mécanismes sous-
jacents a été initiée à l’université Princeton durant la première moitié du XXe siècle par Edmund N. 
Harvey, devenu une des figures fondatrices du domaine.13-19 Ses étudiants et collaborateurs, F. H. 
Johnson (puis le lauréat du prix Nobel O. Shimomura), W. D. McElroy, M. J. Cormier ou F. I. Tsuji ont 
tous poursuivis des travaux sur la bioluminescence, souvent sur des organismes différents, qui mèneront 
à la caractérisation de nombreux systèmes bioluminescents distincts chez la luciole, les champignons, 
les bactéries et de nombreux animaux marins. Un historique détaillé de la recherche en bioluminescence 
a été publié en 2011 par Aldo Roda,9 détaillant l’évolution en parallèle des divers laboratoires créés par 
les collaborateurs de Harvey. 
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Figure 1 : luciférines de divers organismes eucaryotes ou procaryotes, terrestres ou marins 

La bioluminescence est aujourd’hui définie comme l’oxydation entraînant la chimioluminescence d’un 
composé organique (luciférine) catalysée par une enzyme (luciférase). Ces termes génériques sont 
utilisés quel que soit l’organisme considéré et ce bien qu’une grande quantité de luciférases et luciférines 
différentes aient été isolées (Figure 1) ; il convient donc de porter une attention toute particulière à la 
description des études effectuées dans ce domaine. 
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I.B. Utilité biologique 

Notre compréhension de l’utilité biologique de la bioluminescence est encore aujourd’hui limitée. S’il 
est aisé de concevoir l’utilité de la lumière pour des animaux, il est plus difficile de l’imaginer pour des 
bactéries. Cela a mené certains chercheurs à émettre l’hypothèse que les luciférines auraient servi 
d’antioxydants préalablement à leur rôle de substrats de luciférases.20-21 De même, chez les animaux, il 
est toujours délicat de procéder à l’identification formelle du ou des rôles de la bioluminescence : comme 
souligné par Harvey et al. dans une excellente revue sur la bioluminescence marine,22 « les 
comportements lumineux observés en laboratoire peuvent ne pas refléter leur occurrence dans la nature, 
comme l’on ne pourrait conclure que la vocalisation humaine est un moyen de lutte contre les prédateurs 
car nous crions quand on nous pique ». 

Quelques comportements sont toutefois établis. Ainsi, les femelles lucioles ont un abdomen lumineux 
permettant d’attirer les mâles à des fins de reproduction, chaque espèce ayant une fréquence de 
luminescence propre. Les lucioles femelles du genre Photuris sont capables de reproduire les signaux 
lumineux d’autres espèces afin d’attirer les mâles et de s’en repaître, leur valant en Amérique du Nord le 
surnom de « femme fatale fireflies ». Cette capacité de la lumière à attirer les proies est également valable 
dans les océans et est utilisée par les poissons-pécheurs (poissons-lanternes, ordre des Lophiiformes), 
ceux-ci disposant au-dessus de leur bouche d’un organe lumineux servant de leurre.  

Contrairement aux animaux terrestres qui disposent uniquement d’organes luminescents faisant partie 
intégrante du corps, il est possible pour certains organismes marins d’éjecter des nuages lumineux, leurs 
permettant de s’enfuir lors de l’attaque de prédateurs. Il semble également que les espèces pouvant 
émettre un flash lumineux soient capables d’effrayer d’éventuels prédateurs. 

Une autre observation commune est la présence d’organes lumineux sous les animaux marins. Ceux-ci 
sont capables d’adapter la lumière qu’ils émettent vers les profondeurs à la lumière qu’ils reçoivent de la 
surface, permettant de modifier voire de supprimer l’ombre de leur corps et ainsi être invisible pour les 
prédateurs nageant sous eux. Inversement, il semble que certains requins soient capables de se faire ainsi 
passer pour beaucoup plus petits qu’ils ne le sont, se faisant ainsi attaquer par des « prédateurs » qui 
deviennent proies. 

Enfin, il semble que certains organismes marins soient capables d’utiliser la lumière comme moyen de 
communication, mais cela reste une hypothèse extrêmement difficile à confirmer. 
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I.C.  Systèmes terrestres et cas particulier de la luciférase de Photinus pyralis 

La bioluminescence terrestre n’est pas extrêmement répandue et n’est l’attribut que de quelques familles 
d’espèces chez les bactéries, les champignons et les insectes. Si les bactéries sont très représentées dans 
le domaine marin, le plus souvent en symbiose avec un autre organisme ; sur terre, il semble que les 
espèces les plus courantes soient réduites aux entérobactéries des genres Photorhabdus ou Xenorhabdus, 
vivant en symbiose avec des nématodes pathogènes des insectes. Environ soixante-quinze espèces de 
champignons ont été identifiées comme bioluminescentes,23 avec une longueur d’onde maximale 
d’émission commune aux alentours de 530 nm traduisant potentiellement l’utilisation d’un émetteur 
commun.12, 24-26 Une description plus précise de la bioluminescence de ces organismes est toutefois 
largement au-delà du spectre de ce manuscrit et nous ne les aborderons pas plus avant. 

Les représentants les plus connus des insectes lumineux sont probablement les lucioles (coléoptères de 
la famille des Lampyridae), dont on peut trouver plus de 2 000 espèces différentes, principalement des 
genres Lampyris en Europe (dont le ver luisant Lampyris noctulica), Photinus en Amérique du Nord et 
Luciola au Japon. La connaissance du système de bioluminescence des lucioles est principalement 
l’œuvre de William McElroy et de ses collaborateurs, qui ont successivement purifié la luciférase27 et la 
luciférine28 de la luciole Photinus pyralis. 

La luciférase de luciole (appelée FLuc, pour Firefly Luciferase) a une masse moléculaire d’environ 62 kDa 
et sa structure a été élucidée à la fin des années 90.29 Elle émet en présence de D-luciférine (1), 
d’adénosine triphosphate (ATP)30 et d’ions magnésium Mg2+ une lumière jaune-verte (λmax 552–582 nm) 
(Schéma 1).31 Il faut noter que, contrairement à ce que nous verrons pour les organismes marins, une 
grande variété de longueurs d’ondes d’émission lumineuse est observée chez les lucioles, certaines 
espèces utilisant la même D-luciférine (1) comme substrat émettant à plus de 638 nm (rouge). 

 
Schéma 1 : structure de la D-luciférine (1) et schéma de bioluminescence menant à l’oxyluciférine 3 

La D-luciférine (1) nécessite son activation sous forme d’adénylate de luciféryle 2, avant d’être oxydée 
par la luciférase pour aboutir à l’oxyluciférine 3 et l’émission de lumière. 

Nous avons souhaité aborder ce système bioluminescent car son utilisation massive par les biochimistes, 
initialement pour les dosages d’ATP puis pour des applications de plus en plus complexes, a rendu les 
termes « luciférine » et « luciférase » presque synonymes de « D-luciférine » et « firefly luciférase ». La 
découverte puis l’utilisation de plus en plus courante de systèmes bioluminescents d’origines diverses 
doit nous inciter à systématiquement préciser l’origine de la luciférase utilisée et à négliger les 
appellations susceptibles d’induire le lecteur en erreur ; l’appellation des gènes codants pour divers 
variants de FLuc « luc » ou « luc2 »32-33 ou la réduction à « Luc » du nom de l’enzyme nous paraît ainsi 
désormais assez peu adaptée.  
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I.D. Systèmes marins 

Alors que seules quelques familles terrestres (au sens taxonomique du terme) sont capables d’émettre de 
la lumière, dont les représentants les plus connus sont les lucioles et les lampyres, il semble que la 
bioluminescence marine soit la norme plutôt que l’exception.22 Ainsi, une étude publiée en 2017 par 
Martini et al. se basant sur les données accumulées durant 240 expéditions effectuées par des robots 
équipés de caméras, jusqu’à 3 900 mètres de profondeur, estime que 75 % des espèces observées ont des 
capacités de bioluminescence, avec de grosses variations selon les embranchements (phyla).34 Il a 
également été montré que si la répartition des espèces bioluminescentes peut changer selon la 
profondeur, celles-ci sont présentes de la surface jusqu’aux fonds marins. 

Les dinoflagellés (phytoplancton) peuvent ainsi émettre sous l’effet d’un stress mécanique une lumière 
à l’origine de marées bleues spectaculaires observables de nuit à Porto Rico ou Bali (malheureusement, 
ces mêmes organismes sont également à l’origine de marées rouges dues à l’eutrophisation).35-36 Certains 
animaux marins (des calamars ou les « poissons lanternes », par exemple) sont également capables 
d’émettre de la lumière sans pouvoir la produire ; ils hébergent pour cela des colonies symbiotiques de 
bactéries bioluminescentes dans des organes dédiés.37-38 Les travaux relatifs à ces organismes et leur 
luminescence ne seront toutefois pas exposés plus avant dans ce manuscrit. 

L’extrême majorité des cnidaires pélagiques (c’est-à-dire principalement les méduses « matures » qui 
nagent dans la colonne d’eau – en opposition à leur forme polype ou aux coraux et anémones de mer – 
et les siphonophores) sont capables de générer leur propre lumière, ainsi que les membres du proche 
embranchement des cténophores et un certain nombre de crustacés. Seuls les systèmes bioluminescents 
d’une infime portion de ces espèces ont déjà été caractérisés, ce qui présage de nombreuses découvertes 
futures dans ce domaine. Nous détaillerons ci-après quelques-uns d’entre eux ayant trouvé une utilité 
en dehors des fonds marins, comme outils de biologie moléculaire. Il convient néanmoins auparavant 
de souligner une particularité étonnante : les systèmes bioluminescents marins isolés depuis des 
cnidaires, des cténophores ou des crustacés (familles représentant tout de même 50 % des observations 
dans l’étude de Martini et al.34 et rassemblant près de 50 000 espèces) se partagent deux substrats 
présentant un noyau imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one commun (en vert, Figure 2), la cœlentérazine 
(4) couvrant à elle seule présente dans au moins neuf embranchements taxonomiques. 

 
Figure 2 : structure de la cœlentérazine (4) et de la varguline (5) avec le noyau imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one commun 

La varguline (5) a été cristallisée pour la première fois par Osamu Shimomura en 1957,39 mais sa 
structure ne sera élucidée que près d’une décennie plus tard, en 1965.40 Dans les années 1960, les groupes 
de recherche de Frank Johnson et de Milton Cormier ont travaillé respectivement à l’élucidation de la 
structure du chromophore d’une protéine luminescente trouvée chez Aequorea, l’aéquorine, et du 
substrat de la luciférase de Renilla reniformis, sans savoir qu’ils étudiaient la même molécule, identifiée 
finalement comme la cœlentérazine (4) en 1977.41-42 



Partie I : Introduction 

8 

I.D.1. Photoprotéines utilisant la cœlentérazine, cas de l’aéquorine 

La méduse Aequorea (également nommée A. victoria) est un hydrozoaire (classe de cnidaires) mesurant 
à sa maturité entre 7 et 10 centimètres et présentant sur le pourtour de l’ombrelle des organes 
bioluminescents émettant une lumière verte. L’étude de la luminescence de cette espèce a été initiée par 
Harvey dans les années 20, avant d’être reprise par Frank Johnson à l’université Stanford, en compagnie 
d’Osamu Shimomura, à la fin des années 50. 

Les études préliminaires de Harvey et Johnson cherchant à isoler les deux composants a priori 
nécessaires à la bioluminescence, luciférine et luciférase, ont été infructueuses. Johnson décida donc de 
chercher à isoler avec Shimomura l’entité luminescente de cette méduse, alors présente en grande 
quantité dans Friday Harbor (île de San Juan, près de l’extrémité nord de la côte Est des États-Unis), 
quelle qu’elle soit.12, 43 La purification de cette « substance luminescente » a nécessité la pêche de 
quantités gargantuesques de méduses, entre 50 000 et 80 000 spécimens par an durant 14 années, 
méduses dont le pourtour était découpé à l’aide d’un montage spécial pour isoler les organes 
bioluminescents. 

 
Schéma 2 : aéquorine, émission de lumière et régénération de l’apoaéquorine par ajout de cœlentérazine (4)  

(adapté de Bioluminescence: Chemical Principles and Methodes, Shimomura) 

Leurs recherches mèneront à l’identification d’une protéine d’environ 21 kDa (plusieurs isoformes 
existent) émettant une lumière bleue (λmax 465 nm) en présence d’ions Ca2+, même en milieu anaérobie 
et qui sera nommée « aéquorine ».44-45 La bioluminescence des organismes étant le plus souvent soumise 
à la présence d’oxygène, ainsi que cela avait été démontré par Boyle,5 l’aéquorine n’a pas été considérée 
comme une luciférase (oxygène-dépendante) mais comme une photoprotéine (calcium-dépendante). 
L’identification du chromophore de l’aéquorine comme étant la cœlentérazine (4) au milieu des années 
70,46-48 cependant, tend à remettre en question cette classification : après sa luminescence (cf. mécanisme 
en Partie I : III.B), l’apoaéquorine peut être « rechargée » en quelques heures par ajout de 
cœlentérazine (4) en absence de calcium mais cette fois en présence d’oxygène, ce que l’on pourrait 
considérer comme un comportement catalytique (certes extrêmement inefficace) proche de celui des 
luciférases (Schéma 2). 
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Des photoprotéines ont été isolées chez d’autres organismes, par exemple chez Obelia longissima 
(obéline), Beroe ovata (bérovine) ou Mnemiopsis sp. (mnémiopsine). La dépendance au calcium des 
photoprotéines a permis leur étude structurale en présence de leur substrat/cofacteur, ce qui a confirmé 
le « stockage » de la cœlentérazine (4) sous une forme peroxydée mais a également apporté de 
nombreuses informations sur le mécanisme de bioluminescence ou les paramètres importants pour 
l’élaboration de photoprotéines améliorées.49-58 

Incidemment, c’est en étudiant la luminescence d’Aequorea aequorea qu’Osamu Shimomura a 
découvert en combinaison avec l’aéquorine, émettant dans le bleu, une protéine fluorescente absorbant 
cette lumière bleue et réémettant dans le vert : la protéine fluorescente verte (Aequorea GFP), dont la 
découverte lui vaudra l’attribution du prix Nobel de chimie en 2008.43 

I.D.2. Luciférases marines utilisant la cœlentérazine ou des analogues 

a. Renilla 

Les pensées de mer du genre Renilla sont des cnidaires vivant en colonies, mesurant de quelques 
centimètres à quelques dizaines de centimètres et possédant un pied permettant leur accroche aux fonds 
marins, sortes de coraux mous se nourrissant principalement de plancton. Elles peuvent parfois être 
trouvées sur des plages si elles se sont décrochées, mais vivent le plus souvent à quelques dizaines de 
mètres de profondeur et certains spécimens ont pu être décelées aux alentours de 2 000 m de fond. 

Certaines espèces de Renilla, telles Renilla reniformis, Renilla mülleri ou Renilla kollikeri peuvent émettre 
une lumière verte (λmax 509 nm) intense suite à un stress. Cette luminescence a été étudiée par l’équipe 
de Milton Cormier à l’Université de Géorgie dès les années 1950.  

 
Schéma 3 : stockage de la cœlentérazine (4) sous sa forme sulfatée 6 

Il a d’abord été cru que cette réaction de luminescence nécessitait la présence d’adénosine mono-, di- ou 
triphospate,59 avant que la même équipe ne prouve qu’elle nécessitait en fait la présence de 
3’,5’-diphosphoadénosine (DPA).60 Il a par la suite été montré que Renilla peut conserver son substrat 
sous la forme sulfatée 6 (Schéma 3), qui peut être convertie en cœlentérazine (4) par l’action d’une 
sulfotransférase42, 61-62 ; cette enzyme permet le transfert (réversible) d’un sulfate entre 6 et la DPA pour 
fournir 4 et la 3’-phosphoadénosine 5’-phosphosulfate (PAPS). Il est possible que ce mécanisme de 
stockage des luciférines sous forme sulfatée soit assez courant dans la nature, les sources de 
cœlentérazine (sulfatée ou non) pouvant parfois être échangées entre espèces marines63 ; une publication 
récente rapportant même l’occurrence de D-luciférine sulfatée chez les lucioles et vers luisants.64 

Le système bioluminescent complet est composé de trois éléments supplémentaires : une luciférase 
(RLuc), une protéine sensible aux ions calcium65 liant la cœlentérazine (n’étant pas à proprement parler 
une photoprotéine mais un moyen de stocker le substrat avant son transfert vers la luciférase)66 et une 
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protéine fluorescente verte (Renilla GFP), propre à cette famille, à l’origine de la lumière verte observée 
in vivo.67-68 

i. Luciférase sauvage RLuc 
La luciférase sauvage de Renilla reniformis RLuc a été purifiée et caractérisée dans les années 1970 par 
Cormier et al.,69-70 avant d’être étudiée comme protéine recombinante dans les années 1990.65, 71 Elle a 
été décrite comme une séquence de 314 résidus, pour une masse d’environ 35 kDa. L’émission de 
lumière catalysée par RLuc est possible avec de la cœlentérazine (4) synthétique et en l’absence de GFP 
comme de protéine Ca2+-sensible, avec une longueur d’onde maximale d’émission λmax de 480 nm. 

Cette luciférase a toutefois été décrite comme s’agrégeant assez aisément lorsqu’elle est conservée à trop 
forte concentration70 et comme étant rapidement inactivée dans du sérum murin, avec un temps de 
demi-vie entre 30 et 60 minutes.72 L’intérêt suscité par cette luciférase non ATP-dépendante et presque 
deux fois plus petite que la luciférase de luciole (FLuc) a néanmoins mené à la conception de plusieurs 
mutants, décrits ci-après. 

ii. Variants de RLuc 
Une unique mutation d’une cystéine par une alanine (RLuc-C124A) a été rapportée par Liu et Escher73 
comme apportant une meilleure stabilité à l’enzyme, avec une multiplication par six du temps de demi-
vie en présence de sérum murin. 

D’autres mutants dotés de propriétés bioluminescentes améliorées ont par la suite été découverts par 
Loening, Gambhir et al. à l’université Stanford. En étudiant les séquences similaires de protéines, ils ont 
ainsi exprimé des mutants de RLuc où les acides aminés divergeant clairement de la séquence consensus 
ont été restaurés.72 Un mutant comportant huit substitutions d’acides aminés – A55T, C124A, S130A, 
K136R, A143M, M185V, M253L et S287L –, dénommé RLuc8, a ainsi montré une stabilité dans le sérum 
murin 200 fois plus importante que la luciférase sauvage et une intensité de bioluminescence 4 fois plus 
grande, avec une longueur d’onde d’émission maximale λmax de 487 nm. 

Par la suite, Loening, Gambhir et al. ont de nouveau muté RLuc8 afin d’obtenir de nouvelles luciférases 
avec une longueur d’onde d’émission décalée vers le rouge, plus adaptée pour un usage in vivo chez les 
mammifères.74 Ils ont pour cela tout d’abord effectué des mutations dirigées dans le site actif supposé de 
la luciférase, permettant l’identification de huit mutations avec un effet bathochrome, au détriment 
toutefois de l’intensité lumineuse. Une seconde étape de mutagénèse aléatoire a ensuite été menée afin 
de restaurer l’activité catalytique de la luciférase, pour aboutir finalement à l’identification de trois 
variants prometteurs, dont le plus connu RLuc8.6-535 possède six mutations supplémentaires par 
rapport à RLuc8 – A123S, D154K, E155N, D162E, I163L et F261W –, un temps de demi-vie aussi 
important que RLuc8 et une longueur d’onde d’émission maximale λmax de 535 nm. Cette longueur 
d’onde de 535 nm est plus importante que celle obtenue en présence de RLuc et de sa GFP (λmax 502 nm) ; 
il est toutefois important de noter que cette première valeur est la longueur d’onde maximale d’un 
spectre d’émission dont la largeur à mi-hauteur est d’environ 100 nm, quand la distribution d’émission 
de la GFP présente une largeur à mi-hauteur inférieure à 25 nm. 

Ironiquement, RLuc8.6-535 s’est avérée trop stable pour étudier in vivo des variations éphémères de 
l’expression de gènes, amenant la même équipe de recherche à développer un nouveau mutant de RLuc, 
RLuc7-521, décalé vers le rouge mais conservant une faible stabilité.75 
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b. Copépodes, plus particulièrement Gaussia princeps et Metridia longa 

La sous-classe des copépodes (Copepoda) rassemble un grand nombre de petits crustacés, de taille 
généralement inférieure à 15 mm. Les copépodes de l’ordre Calanoida peuvent représenter jusqu’à 60 % 
du plancton océanique (devant le krill) dans les zones épipélagique et mésopélagique (entre 0 et 1 000 
mètres de profondeur), dont une grande partie présente des facultés de bioluminescence.76-77 

À notre connaissance, et contrairement aux autres espèces plus « massives », les luciférases de copépodes 
n’ont jamais été directement purifiées depuis leurs organismes respectifs, probablement à cause de la 
difficulté à obtenir puis trier des quantités importantes d’une unique espèce. Il est toutefois désormais 
possible à partir de quelques spécimens isolés de procéder à un criblage fonctionnel du protéome pour 
identifier d’éventuelles enzymes bioluminescentes. Ainsi, les luciférases recombinantes des copépodes 
Gaussia princeps (GLuc)78-79 et Metridia longa (MLuc, parfois MetLuc)80-82 ont pu être exprimées et 
caractérisées, parfois sous plusieurs isoformes. 

Ces luciférases sont sécrétées dans le milieu extracellulaire lorsqu’elles sont exprimées par des cellules 
eucaryotes et ont de faibles masses moléculaires – 19 kDa pour GLuc, 24 kDa pour MLuc164 et 16,5 kDa 
pour MLuc7 –, deux propriétés très intéressantes pour leur utilisation comme systèmes rapporteurs. 
Elles utilisent toutes la cœlentérazine (4) comme substrat et la luciférase sauvage GLuc a été rapportée 
comme étant, à quantité égale, plus de 10 fois plus lumineuse que RLuc.83 Les séquences protéiques de 
ces luciférases (Figure 3) montrent une homologie importante entre ces luciférases, avec la conservation 
de dix cystéines pouvant former des ponts disulfure, ce qui rend l’expression de luciférases 
fonctionnelles plus difficile en bactéries. 

 
Figure 3 : alignement des séquences protéiques‡ des luciférases clonées de Gaussia princeps (GenBank AAG54095.1) et 

des isoformes MLuc164 (AAR17541.1) et MLuc7 (AJC98141.1) de Metridia longa. Les 17 premiers acides aminés 
correspondent à la séquence signal de sécrétion. 

                                                           
‡ Les « * » correspondent aux positions parfaitement conservées (également surlignés en gris), les « : » 
correspondent aux positions où l’acide aminé a été remplacé par un autre très similaire (score > 0,5 sur la matrice 
de similarité Gonnet PAM 250), les « . » correspondent aux positions où l’acide aminé a été remplacé par un autre 
ayant une plus faible similarité (score < 0,5). 

        SS               1 
GLuc    MGVKVLFALICIAVAEAKPTENNEDFNIVAVASN-------------------------- 
MLuc164 MDIKVVFTLVFSALVQAKSTEFDPNIDIVGLEGKFGITNLETDLFTIWETMEVMIKADIA 
MLuc7   MDIKFIFALVCIALVQANPTVNN------------------------------------- 
        *.:*.:*:*:  *:.:*:.*  :                                      
 
GLuc    -------FATTDLDADRGKLPGKKLPLEVLKEMEANARKAGCTRGCLICLSHIKCTPKMK 
MLuc164 DTDRASNFVATETDANRGKMPGKKLPLAVIMEMEANAFKAGCTRGCLICLSKIKCTAKMK 
MLuc7   -------------DVNRGKMPGKKLPLEVLIEMEANAFKAGCTRGCLICLSKIKCTAKMK 
                     *.:***:******* *: ****** *************:****.*** 
 
GLuc    KFIPGRCHTYEGDKESAQGGIGEAIVDIPEIPGFKDLEPMEQFIAQVDLCVDCTTGCLKG 
MLuc164 VYIPGRCHDYGGDKKTGQAGIVGAIVDIPEISGFKEMAPMEQFIAQVDRCASCTTGCLKG 
MLuc7   QYIPGRCHDYGGDKKTGQAGIVGAIVDIPEISGFKEMEPMEQFIAQVDLCADCTTGCLKG 
         :****** * ***::.*.**  ********.***:: ********** *..******** 
 
GLuc    LANVQCSDLLKKWLPQRCATFASKIQGQVDKIKGAGGD- 
MLuc164 LANVKCSELLKKWLPDRCASFADKIQKEVHNIKGMAGDR 
MLuc7   LANVKCSELLKKWLPDRCASFADKIQKEAHNIKGLAGDR 
        ****:**:*******:***:**.*** :..:*** .** 
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Le clonage relativement récent de ces luciférases explique peut-être le nombre restreint de mutants 
développés, avec GLuc-M43I possédant une meilleure stabilité du signal lumineux en présence de 
tensioactif84 et un triple-mutant GLuc4 (L30S, L40P, M43V) montrant une luminosité moins importante 
mais plus stable dans le temps.85 L’homologie très importante entre les espèces de copépodes (décelable 
dans la Figure 3, mais étendue à 25 luciférases)86 a toutefois été mise à profit pour définir une séquence 
consensus à partir de laquelle des luciférases artificielles (nommées ALuc) ont été créées.87-90 

c. Oplophorus gracilirostris 

Oplophorus gracilirostris est une crevette décapode marine, présente dans la zone mésopélagique (entre 
200 et 1 000 mètres de profondeur) ou bathypélagique (1 000 – 4 000 m), qui est capable de sécréter un 
nuage bioluminescent depuis la base de ses antennes et possède également des organes luminescents sur 
ses pattes.91 

i. Luciférase sauvage OLuc 
La luciférase d’Oplophorus gracilirostris, OLuc, a été partiellement purifiée en 1966 par Johnson et al. 
qui ont pu montrer qu’elle utilise la cœlentérazine (4) comme substrat,92 puis a été réétudiée en 1978 
lorsque l’équipe put obtenir des quantités importantes de cœlentérazine synthétique permettant une 
caractérisation plus approfondie de ses capacités de bioluminescence.93 Une première estimation avait 
permis de déterminer une masse autour de 130 kDa, valeur corrigée par la suite à 108 kDa,94 une 
température optimale de bioluminescence aux alentours de 40 °C (ce qui est remarquable pour une 
enzyme provenant des fonds marins) et une longueur d’onde d’émission maximale λmax entre 454 et 
460 nm. 

L’évaluation d’une vingtaine de substrats artificiels en combinaison avec OLuc par Nakamura, Inouye 
et Shimomura95-96 a également mis en évidence une grande permissivité de cette luciférase sur les 
substitutions de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one, et donc la possibilité d’utiliser cette enzyme avec 
un substrat moins « fragile » que la cœlentérazine (voir Partie I : III.C). 

Ces avantages ont mené à une caractérisation plus précise de cette luciférase en 2000 par Inouye et al.94 
Ils ont alors démontré qu’OLuc était un ensemble tétramérique composé de deux couples de sous-unités 
de 35 kDa et 19 kDa, et que l’activité bioluminescente n’était le fait que de cette dernière (nommée dans 
la littérature 19kOLase, OLuc-19 ou KAZ) qui contient le domaine catalytique de la luciférase. La 
séquence primaire de KAZ, longue de 169 acides aminés, a été publiée en 2007 avec une méthode 
permettant sa surexpression, mais il a été montré en même temps que la sous-unité KAZ recombinante 
n’était pas aussi stable en l’absence de son partenaire de 35 kDa et était majoritairement exprimée sous 
forme de corps d’inclusion (agrégats de protéines dénaturées dans le milieu intracellulaire).97 

ii. Variants de la sous-unité catalytique d’OLuc, KAZ 
Les excellentes propriétés d’OLuc sauvage comparées à l’expression décevante et aux conditions plus 
restreintes d’utilisation de KAZ ont menées à la recherche de mutants de cette dernière, dans l’espoir de 
restaurer l’intensité lumineuse et la stabilité de ce domaine catalytique et, à terme, de l’utiliser comme 
système rapporteur (voir ci-après « La lumière comme système rapporteur »). 
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Figure 4 : alignement des séquences protéiques du composant catalytique d’OLuc (KAZ) et des mutants développés par 

Hall et al.98-99 et Inouye et al.100. Les mutations successives sont indiquées en rouge 

(a) nanoKAZ 
Promega Corporation a breveté en 201098, 101 et divulgué en 201299 leurs travaux sur la mutation du 
domaine catalytique de la luciférase d’Oplophorus gracilirostris, KAZ. La séquence protéique de KAZ 
(UniProt Q9GV45, Figure 4) s’est avérée n’avoir que peu de similarité avec des protéines connues, mais 
la prédiction des repliements à partir de la séquence a permis d’identifier des similarités avec certaines 
protéines liant des acides gras (FABPs, Fatty-Acids Binding Proteins).99 Une première optimisation a été 
de restaurer dans KAZ une interaction entre un tryptophane et une arginine hautement conservée dans 
cette famille de FABPs, en remplaçant l’asparagine-166 par une arginine (mutant N166R, nommé Oluc-
N166R dans Hall et al., 2012).99 Cette « simple » mutation avait dès lors permis une stabilisation 
supplémentaire de 50 % du mutant à 37 °C et une luminescence triplée avec la cœlentérazine (4) comme 
substrat. Une campagne de mutagénèse aléatoire a ensuite mené à une combinaison de huit mutations 
bénéfiques supplémentaires permettant une stabilisation du mutant résultant C1A4E, ce dernier étant 
par ailleurs exprimé beaucoup plus efficacement que KAZ ou KAZ-N166R, mais ayant toutefois 
tendance à former des agrégats. 

 
Figure 5 : structures du substrat naturel d’OLuc, la cœlentérazine (4), et du substrat artificiel furimazine (7) 

Hall et al. ont ensuite criblé leur bibliothèque de mutants avec une dizaine de substrats potentiels, puis 
ont conservé les mutations augmentant la stabilité de l’enzyme tout en conservant un signal de 
bioluminescence intense, pour fournir le mutant C1A4E*, dix fois plus stable que C1A4E et possédant 

        1       10        20        30        40        50        60 
KAZ     FTLADFVGDWQQTAGYNQDQVLEQGGLSSLFQALGVSVTPIQKVVLSGENGLKADIHVII 
N166R   FTLADFVGDWQQTAGYNQDQVLEQGGLSSLFQALGVSVTPIQKVVLSGENGLKADIHVII 
C1A4E   FTLEDFVGDWRQTAGYNQDQVLEQGGLSSLFQKLGVSVTPIQKIVLSGENGLKFDIHVII 
C1A4E*  FTLEDFVGDWRQTAGYNQDQVLEQGGLSSLFQKLGVSVTPIQKIVLSGENGLKFDIHVII 
NLuc    FTLEDFVGDWRQTAGYNLDQVLEQGGVSSLFQNLGVSVTPIQRIVLSGENGLKIDIHVII 
eKAZ    FTLADFVGDWQQTAGYNQDQVLEQGGLSSLFQALGVSVTPIQKIVLSGENGLKIDIHVII 
 
       61       70        80        90       100       110       120 
KAZ     PYEGLSGFQMGLIEMIFKVVYPVDDHHFKIILHYGTLVIDGVTPNMIDYFGRPYPGIAVF 
N166R   PYEGLSGFQMGLIEMIFKVVYPVDDHHFKIILHYGTLVIDGVTPNMIDYFGRPYPGIAVF 
C1A4E   PYEGLSGFQMGLIEMIFKVVYPVDDHHFKIILHYGTLVIDGVTPNMIDYFGRPYEGIAVF 
C1A4E*  PYEGLSGYQMGQIEKIFKVVYPVDDHHFKVILHYGTLVIDGVTPNMIDYFGRPYEGIAVF 
NLuc    PYEGLSGDQMGQIEKIFKVVYPVDDHHFKVILHYGTLVIDGVTPNMIDYFGRPYEGIAVF 
eKAZ    PYEGLSGFQMGLIEMIFKVVYPVDDHHFKIILHYGTLVIDGVTPNMIDYFGRPYPGIAVF 
 
      121      130       140       150       160      169  
KAZ     DGKQITVTGTLWNGNKIYDERLINPDGSLLFRVTINGVTGWRLCENILA 
N166R   DGKQITVTGTLWNGNKIYDERLINPDGSLLFRVTINGVTGWRLCERILA 
C1A4E   DGKKITVTGTLWNGNKIIDERLINPDGSLLFRVTINGVTGWRLCERILA 
C1A4E*  DGKKITVTGTLWNGNKIIDERLINPDGSLLFRVTINGVTGWRLCERILA 
NLuc    DGKKITVTGTLWNGNKIIDERLINPDGSLLFRVTINGVTGWRLCERILA 
eKAZ    DGKQITVTGTLWNGNKIIDERLINPDGSLLFRVTINGVTGWRLCENILA 
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une affinité particulière pour un substrat artificiel, la furimazine (7, Figure 5). Enfin, six nouvelles 
mutations ont été introduites afin de maximiser le signal lumineux obtenu avec la furimazine (7), pour 
aboutir finalement à la luciférase NLuc, possédant 16 mutations (presque 10 % de la séquence) par 
rapport à KAZ. Une certaine confusion concernant le nom de cette luciférase peut émerger : elle a ainsi 
été nommée par Hall et al. NanoLuc et abrégée en NLuc, NanoLuc® étant aujourd’hui une marque 
déposée de Promega Corporation. Par ailleurs, Inouye et al.102 ont publié en 2013 la séquence d’un gène 
codon-optimisé codant pour NanoLuc, qu’ils ont nommé nanoKAZ et dont la protéine exprimée est 
référencée comme nanoKAZ bien qu’identique à NanoLuc. Nous avons néanmoins choisi dans la suite 
de ce manuscrit d’utiliser le nom « nanoKAZ » pour cette enzyme afin d’éviter l’emploi d’une marque 
déposée, bien que cette appellation perde malheureusement la référence « Luc » propre aux luciférases. 

Cette luciférase possède d’après Hall et al.99 des caractéristiques extrêmement intéressantes, avec une 
bonne expression en cellules et sans agrégation, une bioluminescence avec la furimazine (7) 
extrêmement intense (30 fois plus que nanoKAZ/4 et 145 fois que RLuc/4) et prolongée dans le temps, 
une stabilité sur une vaste gamme de pH (6–9) et de température (4–55 °C), ainsi qu’en présence de 
quantités importantes d’urée ou d’ions chlorures. 

Les intensités relatives de bioluminescence sensationnelles rapportées par Hall et al. en 2012 sont 
toutefois à considérer avec précaution : il a ainsi été décrit que le couple nanoKAZ/furimazine (7) émet 
un signal bioluminescent 2,5 millions de fois plus intense que KAZ/cœlentérazine (4) et que nanoKAZ/4 
est déjà 80 000 fois plus intense que KAZ/4. Il est important de souligner que ces valeurs ont été obtenues 
à partir de lysats de cellules humaines (HEK293) exprimant nanoKAZ ou KAZ de manière transitoire et 
que ces valeurs relatives sont potentiellement « normalisées » par rapport à l’enzyme KAZ très peu ou 
très mal exprimée et potentiellement insoluble.94 Ces valeurs traduisent donc la stabilité et/ou la 
solubilité accrue de nanoKAZ par rapport à la KAZ recombinante, ainsi que sa capacité à être exprimée 
sous forme soluble, sans pouvoir présumer a priori de différences d’activités spécifiques.  

Ces dernières ont par la suite été déterminées par Inouye et al.102 sur les enzymes exprimées sous une 
forme soluble103-104 puis purifiées, montrant alors une activité spécifique « seulement » 100 fois plus 
importante pour nanoKAZ que pour KAZ avec la cœlentérazine. De même, ils rapportent dans leurs 
conditions (différentes de celles de Hall et al.) une intensité maximale de luminescence avec nanoKAZ 
5 à 6 fois plus importante pour la furimazine (7) que pour la cœlentérazine (4), à comparer au facteur 
30 évoqué ci-dessus. 

(b) eKAZ 
Les seize mutations de nanoKAZ ont été étudiées plus avant par Inouye et al.,100 avec l’expression des 
seize « monovariants » de KAZ. Ils ont ainsi pu montrer que les mutations individuelles V44I, A54I et 
Y138I permettaient chacune une augmentation d’un facteur 6 à 9 de la luminescence en présence de 
cœlentérazine (4), mais aussi que ces mutations étaient en synergie dans le triple-mutant avec une 
luminescence près de 70 fois plus importante que KAZ/4. Cette augmentation est alors similaire à celle 
mesurée entre nanoKAZ/furimazine (7) et KAZ/4 dans leurs conditions. Le variant 
KAZ-V44I/A54I/Y138I a été nommé eKAZ par ses inventeurs et ses vecteurs d’expression sont 
commercialisés par JNC Corporation (jPhoton®). 
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À la différence de nanoKAZ, toutefois, l’adjonction d’un peptide signal de sécrétion GLsp provenant de 
la luciférase de Gaussia princeps ne permet pas la sécrétion efficace de ces mutants (eKAZ compris) dans 
des cellules de hamster (CHO-K1). De plus, ces mutants nécessitent l’utilisation d’un système de 
transfection particulier103-105 pour permettre leur expression sous une forme fonctionnelle. 

Les nombreux travaux publiés depuis 2010 sur les luciférases dérivées d’OLuc montrent l’intérêt des 
chercheurs pour des luciférases de petite taille, stables et lumineuses, permettant leur utilisation dans 
des constructions de plus en plus complexes comme systèmes rapporteurs (voir la partie suivante). La 
concurrence sur ce sujet de deux sociétés, Promega Corporation (Hall et al.) et JNC Corporation (Inouye 
et al.), ayant chacune protégé par des brevets tout ou partie des travaux, ne rend toutefois pas toujours 
aisée la comparaison des données publiées dans la littérature, avec une mise en exergue ciblée des 
avantages de chaque système, quitte parfois à omettre les conditions fondamentalement différentes dans 
lesquelles les différentes études ont pu être menées. 

Plus généralement, il est intéressant de mettre en perspective les très nombreux travaux ayant découlé 
de l’identification d’une poignée de systèmes bioluminescents (et fluorescents) et le nombre gigantesque 
d’espèces bioluminescentes présentes dans la nature qui n’ont jamais été étudiée et qui pourraient mener 
à la découverte de systèmes originaux. Nous avons ainsi vu qu’un certain nombre de variants protéiques 
des luciférases ont pour but de changer la longueur d’onde de bioluminescence vers le rouge, quand il 
existe des animaux marins capables d’émettre directement dans le jaune et dont les luciférases (si tant 
est que ces systèmes soient basés sur des luciférases) n’ont pas été à ce jour identifiées.106 
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II - LA LUMIÈRE COMME SYSTÈME RAPPORTEUR 

Les techniques de génie génétique, et plus particulièrement les recombinaisons génétiques provoquées 
artificiellement, ont permis sur les cinquante dernières années des avancées technologiques majeures, 
avec par exemple la production d’insulines humaines par des bactéries Escherichia coli génétiquement 
modifiées ou la production de végétaux résistants à certains insectes ou champignons. Parallèlement à 
ces applications commerciales, le génie génétique a été (et est toujours) un outil extraordinaire pour les 
biologistes du monde entier, permettant l’étude facilitée de l’influence de l’ajout ou de la suppression 
d’un gène, la production par des organismes hôtes de protéines exogènes (c’est-à-dire ne faisant pas 
partie du protéome de l’hôte dans la nature) etc. 

Toutefois, il a été nécessaire de développer dans le même temps des outils permettant de visualiser à 
notre échelle macroscopique des changements induits à l’échelle microscopique n’ayant pas forcément 
d’influence sur le phénotype de l’organisme étudié. Dans le cas d’une transfection dont l’efficacité est 
relativement faible, il est également nécessaire de pouvoir trier les organismes ayant intégré le nouveau 
matériel génétique de ceux dont la transfection a échoué. Pour cela, il est possible d’adjoindre à la 
séquence voulue un gène codant pour une protéine (souvent une enzyme) qui permettra de différencier 
les organismes ayant intégré le vecteur, appelé gène rapporteur. Le gène lacZ107 d’Escherichia coli codant 
pour la β-galactosidase fait probablement partie des plus connus, en utilisant conjointement le substrat 
chromogénique X-gal (8) qui colore en bleu les cellules lorsqu’il est hydrolysé par l’enzyme (Schéma 4).‡ 
D’autres systèmes rapporteurs peuvent également consister en l’introduction d’un gène de résistance à 
un antibiotique permettant la survie en présence de ce dernier des cellules transfectées avec succès. 

 
Schéma 4 : coupure de la liaison glycosidique de X-gal (8) par la β-galactosidase, menant à la formation d’indigo (9) 

L’existence dans la nature de protéines fluorescentes et de systèmes bioluminescents a ainsi suscité 
l’intérêt des chercheurs, qui ont rapidement envisagé leur utilisation comme systèmes rapporteurs ne 
nécessitant pas dans le premier cas l’adjonction de substrats ou cofacteurs supplémentaires, mais 
permettant également la surveillance « en direct » de la production ou de la localisation de protéines 
d’intérêt, voire même leurs interactions. 

  

                                                           
‡ Les travaux sur l’opéron lactose dont lacZ est l’un des trois constituants vaudront d’ailleurs à trois chercheurs de 
l’Institut Pasteur, François Jacob, André Lwoff et Jacques Monod le prix Nobel de physiologie ou médecine en 
1965 « pour leurs découvertes concernant le contrôle génétique des synthèse enzymatiques et virales ». 
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II.A. Fluorescence 

L’utilisation de la fluorescence comme système rapporteur est étroitement liée à la découverte des 
protéines fluorescentes vertes (Green Fluorescent Protein, GFP) par l’équipe d’Osamu Shimomura 
conjointement à l’étude de la bioluminescence d’Aequorea.44 Après avoir observé que la lumière émise 
par la méduse (508 nm) ne correspondait pas à la longueur d’onde de la lumière émise par l’aéquorine 
(470 nm), ils ont pu prouver que l’aéquorine transmet in vivo l’énergie à la GFP de manière non 
radiative108 (c’est-à-dire sans émission de photon), mécanisme qui est également à l’œuvre avec le 
cœlentéré Obelia et le cnidaire Renilla reniformis (pensée de mer).109-110 Toutefois, l’intérêt majeur de 
cette protéine fluorescente est apparu de manière plus tardive, quand il a été démontré que la GFP 
recombinante (c’est-à-dire qui a été exprimé par un autre organisme) était toujours fluorescente et, par 
conséquent, que la formation de son chromophore par oxydations successives était spontanée à partir 
de la séquence protéique, sans nécessiter de modifications post-traductionnelles.111-112 

De nombreux mutants de la GFP ont par la suite été développés, avec le remplacement de certains acides 
aminés permettant l’ajustement des propriétés acido-basiques du chromophore ou des interactions de 
ce dernier, ce qui influence la longueur d’onde d’excitation ou la longueur d’onde de la fluorescence 
(aboutissant par exemple à l’YFP, Yellow Fluorescent Protein, ou la CFP, Cyan Fluorescent Protein). 
D’autres mutations ont pu être introduites afin d’accélérer la formation du chromophore après 
l’expression de la protéine ou encore pour stabiliser la GFP à plus haute température ou dans une gamme 
de pH plus étendue. Ces influences diverses ont été étudiées de près par Roger Tsien,113 corécipiendaire 
avec Osamu Shimomura et Martin Chalfie du prix Nobel de chimie en 2008 « pour la découverte et le 
développement de la GFP ». 

L’utilisation de la GFP comme système rapporteur du niveau d’expression de gènes (par exemple pour 
mesurer l’efficacité d’une transfection avec un plasmide) a été l’une des premières applications 
rapportées de la GFP,111 mais a été plus décevante que prévu. En effet, la GFP nécessite l’utilisation de 
promoteurs d’expression très efficaces et n’est généralement pas assez exprimée pour pouvoir observer 
une fluorescence conséquente (chaque protéine produite ne possédant au mieux qu’un chromophore) 
significativement supérieure à l’autofluorescence des cellules.114 Une fluorescence importante est 
cependant atteignable si la GFP est concentrée dans des sous-structures particulières de la cellule, ce qui 
en a fait un outil important pour la localisation de protéines : au lieu d’exprimer la GFP en parallèle 
d’une protéine d’intérêt pour vérifier son expression, ces deux protéines sont rassemblées en une 
chimère (protéine de fusion) conservant la fonction de la protéine d’intérêt mais qui sera détectable par 
fluorescence. Depuis sa caractérisation dans les années 90, la GFP a ainsi pu être utilisée dans des études 
de localisation dans les plantes,115 les bactéries,116 les champignons,117 et même in vivo118 ; ou encore pour 
l’étude de voies de communication119 ou l’étude des récepteurs cellulaires.120 

L’une des plus importantes limitations de la GFP, cependant, est commune à la majorité des techniques 
utilisant des sondes fluorescentes : le photoblanchiment (photobleaching). Les chromophores 
fluorescents peuvent se désexciter non pas en émettant un photon (comportement attendu) mais en 
réagissant avec l’oxygène de l’air ou des résidus environnants, perdant alors leur caractère fluorescent. 
Si cela a peu d’influence dans un organisme où la GFP est exprimée en permanence, cela empêche son 
utilisation lorsque le pool de marqueurs est en quantité limitée et sera désactivé très rapidement. De 
même, l’utilisation prolongée de sources lumineuses pour exciter le chromophore est susceptible de 
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générer dans les organismes des radicaux pouvant être délétères.121 La nécessité d’éclairer les rapporteurs 
fluorescents pour obtenir une réponse nécessite également l’utilisation de matériel coûteux permettant 
une excitation monochromatique (laser) mais aussi la lecture du signal fluorescent à des longueurs 
d’ondes précises (monochromateur ou filtres), ce qui est susceptible d’être un frein dans certaines études. 
Enfin, la formation du chromophore au sein de la GFP ne nécessite certes pas l’intervention d’autres 
protéines, mais n’est néanmoins pas immédiate et nécessite un temps de maturation variable selon les 
mutants ; ceci peut également freiner l’adoption de ces systèmes si les phénomènes à observer sont 
susceptibles d’advenir peu de temps après l’expression. 
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II.B. Bioluminescence 

Au contraire des systèmes rapporteurs basés sur la fluorescence où l’énergie nécessaire à l’émission de 
lumière est apportée par une source extérieure, les systèmes bioluminescents génèrent l’énergie grâce à 
l’oxydation par la luciférase de son substrat, la luciférine. Cette faculté est à la fois l’avantage et 
l’inconvénient des systèmes rapporteurs bioluminescents : les luciférases ne sont pas sujettes au 
photoblanchiment et peuvent être employées dans des situations où la phototoxicité due à l’illumination 
répétée d’un échantillon est importante, mais elles nécessitent l’ajout au milieu réactionnel de leur 
substrat et d’éventuels cofacteurs. Les systèmes bioluminescents d’origine marine, et plus 
particulièrement ceux utilisant la cœlentérazine (4) ou des analogues — tels GLuc, RLuc ou nanoKAZ —
, peuvent être plus intéressants que la luciférase de luciole FLuc car ils ne nécessitent pas l’adjonction 
d’ATP en plus du substrat. 

II.B.1.  Caractéristiques du signal bioluminescent 

Comme nous avons déjà pu l’évoquer brièvement dans notre description des luciférases marines 
(Partie I : I.D), plusieurs paramètres doivent être pris en compte lors de la conception de tests se basant 
sur la bioluminescence. 

Un des paramètres évidents est le spectre d’émission du système considéré et plus particulièrement sa 
longueur d’onde maximale d’émission λmax. Ce paramètre va déterminer d’une part le matériel à utiliser 
pour la détection du signal (capteurs à utiliser, besoin ou non d’utiliser des filtres) mais également le 
domaine d’application : il sera ainsi presque impossible de détecter in vivo chez les mammifères les 
lumières bleues, qui sont absorbées par l’hémoglobine ; il pourra cependant être possible d’observer la 
portion des longueurs d’ondes plus longues du spectre d’émission si celui est suffisamment large et 
l’intensité lumineuse assez élevée. 

Un second paramètre est la durée de vie de la luciférase considérée, qui peut varier considérablement 
selon l’espèce ou les conditions des tests (pH, température, tampons etc.). Ainsi, l’étude d’évènements 
transitoires nécessitera une durée de vie pas trop importante afin de ne pas saturer le milieu de luciférase, 
empêchant un suivi cinétique précis, quand une utilisation in vitro dans des criblages à haut-débit (HTS, 
high-throughput screening) nécessitera un signal le plus stable possible dans le temps. De même, 
l’intensité lumineuse du système bioluminescent est cruciale, pouvant faire la différence entre 
l’utilisation pour l’observation de photomultiplicateurs extrêmement coûteux ou d’un simple 
microscope couplé à une caméra vidéo. 

Les variations importantes observées selon les luciférases ont amené à la classification (parfois abusive) 
des systèmes bioluminescents en deux catégories flash et glow, les premières émettant une lumière 
intense mais s’atténuant rapidement (quelques secondes à quelques minutes), les secondes pouvant 
émettre un signal lumineux quasi-constant durant des périodes prolongées (quelques dizaines de 
minutes). Il est à noter que ces comportements dépendent de l’enzyme mais également de son substrat, 
des améliorations des systèmes bioluminescents pouvant par conséquent provenir de l’un comme de 
l’autre. 
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II.B.2. Utilisations 

Les systèmes bioluminescents peuvent être utilisés à la détection de divers analytes avec une grande 
sensibilité. Ainsi, la photoprotéine calcium-dépendante aéquorine a été employée122-123 pour la mesure 
de la concentration en ions Ca2+ et la luciférase de luciole FLuc, ATP-dépendante, est couramment 
utilisée pour la détection et la quantification des micro-organismes dans l’industrie alimentaire,124 via la 
détection de l’ATP qu’ils contiennent. En couplant l’utilisation de luciférase de luciole à des techniques 
d’amplification de l’adénosine triphosphate, Satoh et al. ont ainsi pu détecter des concentrations 
attomolaires d’ATP.125 

La possibilité d’effectuer des protéines de fusion avec une luciférase a permis l’observation non-invasive 
de processus biologiques in cellulo comme in vivo. Ainsi, il a été par exemple possible de suivre 
l’évolution de cellules T dans un organisme,126 d’observer l’efficacité d’antibiotiques sur une infection 
par S. aureus chez le rat127 ou même de suivre en temps réel l’infection de furets par le virus de la grippe.128  

 
Figure 6 : étude de la physiologie des cellules grâce à un gène rapporteur bioluminescent 

 (adapté de Wood, 1998)129 

La bioluminescence a également permis l’étude de nombreux mécanismes cellulaires, en conditionnant 
l’expression de la luciférase à une grande diversité de stimuli différents (par exemple, l’infection de 
l’organisme par un virus ou l’activation de récepteurs particuliers) (Figure 6).129 De même, il est possible 
comme avec la fluorescence d’évaluer l’efficacité de la transfection d’un organisme par quantification de 
sa bioluminescence. 

Les criblages à haut-débit ont également profité de l’essor de la bioluminescence.33, 130 Par exemple, des 
virus ont été génétiquement modifiés pour faire exprimer une luciférase par l’hôte infecté, la 
quantification de la lumière après lyse des hôtes étant en relation directe avec le nombre d’organismes 
infectés ; cela permet de tester de manière simple l’efficacité de molécules comme antiviraux.131  
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De même, l’étude à grande échelle des interactions protéine-protéine a beaucoup profité de 
l’introduction de luciférases « coupées » (split luciferase) : la séquence de la luciférase est séparée en deux 
parties et exprimée à l’extrémité d’un grand nombre de protéines différentes ; seules les protéines 
interagissant entre elles permettant la reconstitution de l’activité luciférase et l’émission subséquente de 
lumière (Figure 7).132-135 

 
Figure 7 : reconstitution d’une activité luciférase par interaction protéine-protéine 

Enfin, le mécanisme de fluorescence induite par la « bioluminescence » qui peut être observée dans la 
nature avec les systèmes luciférase–GFP (chez Renilla ou Aequorea, par exemple) a été reproduit et 
utilisé dans bien des constructions biochimiques,136-140 sous le nom de systèmes BRET (Bioluminescence 
Resonance Energy Transfer) : une luciférase peut transmettre l’énergie de son chromophore excité 
(théoriquement de manière non radiative) à un fluorochrome s’il est à proximité immédiate (moins de 
10 nanomètres). Ce système peut ici encore être utilisé pour l’étude d’interactions protéine-protéine 
(Figure 8).141-142 

 
Figure 8 : détection d’une interaction protéine-protéine par BRET 

Cette stratégie est particulièrement adaptée pour une utilisation chez les mammifères de luciférases 
marines, qui émettent pour leur grande majorité une lumière bleue incompatible avec la présence 
d’hémoglobine. L’adjonction à la luciférase d’un fluorochrome (qui peut être protéique ou non) permet 
d’effectuer un décalage de longueur d’onde important. Cette stratégie a récemment été appliquée avec 
succès avec la luciférase nanoKAZ (NanoLuc®) et de nombreux fluorochromes, permettant le 
déplacement « à l’envie » de la longueur d’onde observée.143 

Bien d’autres constructions ont été développées par les biochimistes et biologistes afin d’étudier in vitro, 
in cellulo et in vivo le vivant et il est difficile de résumer ici l’entendue des possibles.144-147 Il est certain 
toutefois que les systèmes rapporteurs ont par le passé permis une avancée sans précédent de la biologie 
à l’échelle moléculaire et il est probable que la généralisation de techniques aussi simples que la 
bioluminescence combinée aux améliorations apportées par les chercheurs à ces systèmes permettra de 
nombreuses nouvelles découvertes. 
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III - IMIDAZO[1,2-A]PYRAZIN-3(7H)-ONES : SYNTHÈSES ET RÉACTIVITÉS 

III.A. Généralités 

Les luciférases d’origine marines sauvages (GLuc, RLuc, OLuc) ou mutées (nanoKAZ, eKAZ, 
RLuc8.6-535) utilisent toutes des substrats possédant un noyau imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one 
diversement substitué. Le substrat naturel commun à Gaussia, Renilla et Oplophorus est la 
cœlentérazine (4), présentant deux radicaux hydroxyles sur les groupes en position 2 et 6 (Figure 9). 
D’autres luciférases que nous n’avons pas détaillées dans cette introduction utilisent également des 
luciférines comportant ce noyau imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one. Par exemple, la luciférine de 
Vargula (autrefois Cypridina), la varguline (5), affiche des substituants radicalement différents de la 
cœlentérazine (4), avec un indole et une guanidine. 

 
Figure 9 : substrats naturels de luciférases marines 

III.A.1. Biosynthèse des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones  

Des études chez plusieurs espèces de Vargula148-150 ont montré que la biosynthèse de la varguline (5) est 
effectuée à partir de trois acides aminés dont les radicaux sont facilement identifiables sur la structure 
du substrat : la L-arginine (guanidine), le L-tryptophane (indole) et la L-isoleucine (sec-butyle). Le 
mécanisme de formation de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one est à ce jour toujours inconnu, mais 
provient vraisemblablement de la cyclisation du tripeptide Arg-Trp-Ile, suivie d’une décarboxylation ou 
de l’assemblage non ribosomal d’acides aminés libres. De même, il a été montré que la cœlentérazine (4) 
est synthétisée chez Metridia pacifica à partir de L-phénylalanine et de deux L-tyrosines, mais toujours 
sans que le mécanisme exact ne soit connu.151  

De manière assez étonnante, il a été prouvé très tardivement que la méduse luminescente Aequorea 
victoria n’était pas capable de produire la cœlentérazine‡ et devait l’acquérir dans son alimentation.152 
Des travaux plus récents montrent qu’un certain nombre de cténophores‡ (qui sont des proies des 
cnidaires) possèdent des gènes encodant pour des oxydases à fer non héminique se terminant par les 
trois résidus Phe-Tyr-Tyr potentiellement nécessaires à la synthèse de cœlentérazine ; de plus, cette 
catégorie d’enzyme est similaire à d’autres (telle l’isopénicilline N synthase) capables de générer des 
hétérocycles complexes à partir de peptides.153 Il est encore trop tôt pour dire avec certitude si tous les 
organismes bioluminescents d’origine marine produisant la cœlentérazine (4) partagent cette enzyme 

                                                           
‡ Les espèces du genre Aequorea sont membres de l’embranchement des cnidaires (Cnidaria). Une ancienne 
classification regroupait dans les cœlentérés (Coelentera) les cnidaires mais aussi les cténophores (Ctenophora) 
voisins. La découverte d’un substrat bioluminescent commun chez Aequorea et Renilla mènera à son appellation 
« cœlentérazine », appellation qui pourrait s’avérer trompeuse si l’impossibilité des cnidaires à la produire venait 
à être généralisée. 
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ou si tous les cnidaires obtiennent leur cœlentérazine de la consommation de cténophores, mais la 
détermination de la biosynthèse de ces substrats et le clonage des enzymes correspondantes seraient une 
avancée majeure dans le développement de systèmes rapporteurs bioluminescents ne nécessitant pas 
l’adjonction de substrat synthétisé par d’autres moyens. 

III.A.2. Substrats artificiels 

L’utilisation de la bioluminescence comme système rapporteur a stimulé d’une part le développement 
de luciférases mutantes possédant des propriétés de bioluminescence variées (plus intenses, plus stables, 
avec une longueur d’onde décalée vers le rouge…), mais aussi l’étude de l’influence du substrat utilisé 
sur le signal émis. 

 
Figure 10 : sélection de substrats artificiels de luciférases marines développés par Shimomura et Inouye 

Les premiers analogues synthétiques ont été développés par Shimomura et al., originalement dans le 
laboratoire du Dr Johnson à Princeton University, pour l’étude de la luminescence de la photoprotéine 
aéquorine et l’influence du substrat sur la sensibilité de celle-ci à la présence d’ions calcium.154 Parmi 
eux, la e-cœlentérazine (e-CTZ) et la v-cœlentérazine (v-CTZ) possèdent un pont entre la position 5 de 
l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one et le noyau en position 6 qui rigidifie la structure de ces substrats, 
augmentant la vitesse de réaction lors de l’ajout de calcium pour l’aéquorine,154 mais modifiant 
également leur chimioluminescence comme rapporté par un autre groupe.155 La plupart de ces substrats 
(Figure 10) ont été par la suite testés en combinaison avec RLuc, OLuc ou l’aéquorine, sans montrer 
toutefois d’avantage évident par rapport au substrat naturel.95 

 
Figure 11 : sélection de substrats artificiels présentant un phényle en position 6 

Un autre substrat dérivé de cœlentérazine, la bisdésoxycœlentérazine (bis-CTZ, commercialisé 
également sous le nom DeepBlueC ou 400a), a été synthétisé dans le groupe concurrent du Dr Cormier 
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à l’université de Géorgie, travaillant majoritairement sur la luminescence de Renilla.41, 156 Si ce substrat 
était moins intéressant sur Renilla que la cœlentérazine, son utilisation a été décuplée avec l’arrivée des 
tests BRET2, la longueur d’onde légèrement plus courte (400 nm) émise par ce substrat avec RLuc 
n’interférant pas avec l’émission de la GFP et permettant une déconvolution aisée des signaux dûs à la 
luminescence ou à la fluorescence.136-137 Les luminescences de la bis-CTZ et de la 6h-f-CTZ ont 
également été étudiées par Inouye et al. sur nanoKAZ et rapportées comme glow, ce sur quoi nous 
reviendrons dans la troisième partie de ce manuscrit.102 

Le nombre de substrats artificiels est resté assez limité jusqu’il y a peu, de par la difficulté d’accès à ces 
composés. L’utilisation accrue des systèmes rapporteurs bioluminescents a toutefois entraîné depuis le 
début de la décennie une augmentation nette du nombre d’analogues de cœlentérazine (Figure 12). 

 
Figure 12 : sélection d’analogues de cœlentérazine publiés depuis 2010 

Ainsi, Giuliani et al. ont divulgué en 2011 et 2012157-158 des composés 10 présentant un soufre à la place 
du pont méthylène en position 8 afin de provoquer un décalage vers le rouge de la longueur d’onde 
d’émission, idée reprise depuis par deux autres groupes avec l’oxygène159 ou le sélénium.160 Des 
chercheurs de l’institut de technologie de Tokyo associés à JNC Corporation ont pour leur part 
développé à partir de 2012 des substrats 11 conservant en position 6 un groupe para-hydroxyphényle, 
mais étant modifiés en position 2.161-162 Parallèlement, les chercheurs de Promega Corporation ont 
synthétisé la furimazine (7), qui faisait partie du panel d’analogues testés comme substrats des mutants 
de KAZ lors du développement de nanoKAZ/NanoLuc®.99, 163-164 Ce substrat est plus stable dans les 
tampons de tests que la cœlentérazine ou les analogues hydroxylés et montre avec nanoKAZ une 
luminescence trente fois supérieure à celle de la cœlentérazine. Plus récemment, en 2016 et 2017, 
Promega Corporation a publié de nouvelles voies de synthèse, que nous exposerons ci-après, permettant 
un accès à près d’une centaine de nouvelles molécules originales, dans l’espoir d’améliorer la solubilité 
du substrat, l’intensité de luminescence ou la longueur d’onde d’émission.165-168 

Malgré les nombreuses imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones synthétisées (et publiées) à ce jour, seule une 
petite portion est à notre connaissance réellement utilisée par les biologistes, soit car elles ne sont pas 
commercialement disponibles, soit car elles sont extrêmement coûteuses ou tout simplement peu 
intéressantes. Ainsi, GLuc est utilisée exclusivement avec la cœlentérazine (4) car elle n’accepte presque 
aucun analogue comme substrat,83 RLuc avec la cœlentérazine (4) ou la bis-cœlentérazine (bis-CTZ) 
dans ses applications BRET2 et nanoKAZ avec la furimazine (7). 
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III.B. Mécanisme de luminescence des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones 

Le mécanisme de bioluminescence des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones a été séparément établi à la 
fin des années 1970 par les groupes de Cormier, travaillant sur Renilla reniformis,169 et Johnson, 
travaillant sur les aéquorines.47-48, 93 

 
Schéma 5 : mécanisme de bioluminescence des enzymes utilisant la cœlentérazine (4) 

Nous avons représenté ce mécanisme dans le cas de la cœlentérazine et d’une luciférase dans le Schéma 5. 
Après être entrée dans le site actif de la luciférase, une cascade électronique permet l’attaque d’une 
molécule de dioxygène et la formation subséquente d’un peroxyde I (nous avons représenté en rouge les 
atomes du dioxygène afin de suivre le cheminement de ceux-ci, comme cela avait été réalisé dans les 
expériences originales à l’aide de 17O2). Une nouvelle cascade électronique permet le réarrangement du 
peroxyde I en un endoperoxyde « dioxétanone » II, puis ce dernier peut éliminer une molécule de 
dioxyde de carbone pour former l’anion cœlentéramide excité III, qui peut finalement se désexciter. 
Cette désexcitation peut se produire de manière radiative (en émettant un photon), par transfert 
d’énergie non-radiatif156 (par exemple en transmettant son énergie à une protéine fluorescente verte) ou 
par d’autres moyens. L’efficacité de la bioluminescence d’un couple luciférine/luciférase est déterminée 
notamment par son rendement quantique,170-172 correspondant à la probabilité que la désexcitation se 
fasse par émission de photon plutôt que d’une autre manière. Il est toutefois à noter qu’à notre 
connaissance l’ensemble des rendements quantiques publiés dans la littérature sont établis par 
comparaisons aux mesures originales effectuées en 1962 par Shimomura et Johnson170 et mériteraient 
peut-être d’être réexplorés, raison pour laquelle ils n’ont pas été mentionnés dans ce manuscrit. 

Le mécanisme de bioluminescence décrit ci-dessus est désormais communément admis, grâce 
notamment à l’observation de la formation de dioxyde de carbone contenant en moyenne un atome de 
17O. Par ailleurs, le peroxyde I a été observé à plusieurs reprises en cristallographie par diffraction des 
rayons X dans le cas des photoprotéines, où la transformation du peroxyde en endoperoxyde ne peut 
s’effectuer qu’en présence de calcium.49-50, 55, 173 
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Des questions subsistent néanmoins sur la nature de l’émetteur, qui a pu être identifié selon les cas 
comme l’anion cœlentéramide excité III174 (dont la durée de vie doit être très courte) ou son homologue 
reprotoné 12, ou encore, dans le cas de la cœlentérazine, comme l’anion phénolate IV175-177 ou encore 
l’anion pyrazine V (Schéma 6).174, 178  

 
Schéma 6 : émetteurs potentiels et sous-produits des réactions de bioluminescence  

(R = p-hydroxyphényle pour la cœlentérazine (4)) 

Une grande partie des travaux sur ce sujet a consisté à synthétiser puis évaluer les spectres de 
fluorescence des intermédiaires potentiels, qui « se doivent » d’être comparables au spectre de 
luminescence du système luciférine/luciférase étudié. Toutefois, il a été prouvé par ailleurs que les 
conditions dans lesquelles ces mesures sont effectuées (principalement les propriétés électroniques du 
solvant ou le pH) ont une influence considérable sur le résultat,174, 179 et il reste encore aujourd’hui 
difficile de prévoir ou mesurer les caractéristiques réelles de la poche enzymatique dans laquelle a lieu la 
réaction. Les techniques évoluant, de nouveaux horizons s’ouvrent avec la modélisation du 
comportement énergétique des dioxétanones qui pourra peut-être un jour déterminer l’émetteur naturel 
véritable.180-184 
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III.C. Réactivité et autoluminescence 

La capacité des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones à émettre de la lumière sans avoir recours à une 
enzyme a été décrite très tôt par Johnson et al. dans le diméthylsulfoxyde pur (DMSO)185, puis par Goto 
dans le diglyme186-187 (di(2-méthoxyéthyl)éther) et McCapra dans le diméthylsulfoxyde avec l’adjonction 
d’une base.188 La chimioluminescence a longtemps été la technique privilégiée pour la détermination de 
la structure des substrats, en comparant les spectres des luciférines traitées en milieu basique avec ceux 
d’analogues synthétisés.178, 189 Le mécanisme de chimioluminescence des imidazo[1,2-a]pyrazin-
3(7H)-ones en milieu basique est supposé être très proche du mécanisme de bioluminescence, même si 
la nature de l’émetteur lumineux et que le mécanisme exact de son excitation est toujours sujet à 
controverses.182, 190-193 

La luminescence non catalysée par une luciférase de ces composés, que nous appellerons 
« autoluminescence » (en opposition à une chimioluminescence volontairement provoquée par l’action 
d’un réactif),194-195 est un des inconvénients majeurs de ces molécules. En effet, les précautions à prendre 
pour la conservation de ces composés sont importantes : sous forme solide (généralement lyophilisées), 
elles doivent être stockées sous argon à −20 °C ou à −80 °C à l’abri de la lumière, et les solutions doivent 
être gelées après avoir été dégazées, si possible en présence d’un antioxydant ou de petites quantités 
d’acide chlorhydrique.‡ Ces conditions restreintes de conservation est d’ailleurs probablement à l’origine 
du coût extrêmement élevé de ces substrats et un frein à leur utilisation à (très) grande échelle. 

Par ailleurs, ce signal d’autoluminescence (bruit de fond, non spécifique) est important à prendre en 
compte lors de l’élaboration d’un test biochimique utilisant un système luciférine/luciférase. Il a ainsi 
été montré que le sérum de veau fœtal entraîne une augmentation significative du bruit de fond,196 ce 
qui pourrait s’expliquer par la présence importante d’albumine qui a montré par ailleurs des capacités 
de catalyse de l’oxydation de la cœlentérazine.197 Nous avons également montré au laboratoire que le pH 
de la solution tampon avait une influence considérable sur le bruit de fond mesuré, avec une 
augmentation d’un facteur 50 entre pH 6 et 8,5. Toutes ces données doivent donc être prises en 
considération afin de pouvoir élaborer des tests significatifs.130, 196, 198 

  

                                                           
‡ Précautions préconisées par le fournisseur de cœlentérazine (et d’analogues) NanoLight™ Technology. 
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III.D. Synthèses d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones 

La synthèse des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones a été initialement étudiée afin de confirmer la 
structure des luciférines découvertes, ainsi que pour déterminer les émetteurs de bio- ou 
chimioluminescences. Par la suite, l’utilisation de plus en plus commune des luciférases d’origine marine 
ou de mutants assimilés comme systèmes rapporteurs a stimulé la recherche de nouvelles voies d’accès 
permettant la synthèse de nouveaux analogues de luciférines, potentiels substrats de ces enzymes 
bioluminescentes, possédant de meilleures propriétés (intensité, longueur d’onde d’émission, solubilité, 
capacité de pénétration dans les organismes…) que les substrats naturels. 

C’est dans cette optique d’amélioration des propriétés des systèmes rapporteurs bioluminescents par la 
découverte de nouveaux substrats que ce projet de thèse a été mené, ce qui nécessitait la maîtrise au 
laboratoire de leur synthèse. Nous avons publié en 2015 une revue des voies d’accès aux 
imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones,199 jointe en Annexe I de ce manuscrit. Nous détaillerons ci-après les 
stratégies les plus utilisées, ainsi que les voies d’accès originales publiées après l’écriture de cette revue. 

III.D.1. Synthèses par cyclisation d’un pseudo-polypeptide 

McCapra et al. ont étudié dans les années 1970 la possibilité de synthétiser des analogues de luciférines 
de manière « biomimétique » à partir de pseudo-tripeptides,189, 200 en se basant sur les hypothèses initiales 
de formation de la varguline (5) à partir d’un tripeptide Arg-Trp-Ile (cf. Partie I : III.A.1).40 

 
Schéma 7 : synthèse d’un analogue de luciférines par formation et cyclisation d’un pseudo-tripeptide 

Le couplage peptidique de l’ester méthylique de déshydrovaline (14) avec la 
N-(tert-butoxycarbonyle)alanine (15, Boc-Ala-OH) permet dans un premier temps l’obtention du 
pseudo-dipeptide 16 (Schéma 7). L’hydrolyse de l’ester méthylique est suivie d’un nouveau couplage 
peptidique avec l’ω-aminoacétophénone, puis de la déprotection du tripeptide 17 par élimination du 
tert-butoxycarbonyle pour fournir le trifluoroacétate du pseudo-tripeptide 18. Enfin, la cyclisation sous 
atmosphère inerte en milieu basique (à 135 °C) permet, après acidification et purification sur alumine 
l’obtention de l’analogue 19a avec un rendement de 15 %.200 McCapra et Manning ont par la suite utilisé 
cette méthode pour synthétiser de nouveaux analogues dans le but de déterminer le cofacteur de la 
photoprotéine aéquorine (la cœlentérazine).189 
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Cette voie de synthèse a été réexplorée plus récemment dans le cadre de recherches où 
l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one joue le rôle d’antioxydant,201 mais a été considérée par les auteurs 
comme décevante, la dernière étape de cyclisation ne permettant pas d’obtenir les analogues souhaités 
avec de bons rendements. La publication ne mentionne cependant aucune indication quant à la 
réalisation de cette étape sous atmosphère inerte ; ceci pouvant le cas échéant expliquer sans mal de 
mauvais rendements, avec une chimioluminescence de ces molécules très importante en milieu basique 
en présence de dioxygène. 

III.D.2. Synthèses par amination d’une halogénopyrazine 

McCapra et Chang ont effectué dès 1967188 la synthèse d’un composé modèle 19b pour étudier la 
chimioluminescence de la varguline (5). Cette synthèse a malheureusement été rapportée dans une 
communication avec un minimum d’information. 

 
Schéma 8 : N-arylation thermique de l’alaninate d’éthyle 

L’étape clé de cette synthèse (Schéma 8) est l’amination thermique de la bromopyrazine 20 par 
l’alaninate d’éthyle (21) dans le diméthylsulfoxyde bouillant. La cyclisation de 22a en 19b est ensuite 
effectuée dans l’acide chlorhydrique concentré chaud, sans toutefois que les auteurs ne précisent de 
rendement. 

III.D.3. Synthèses par condensation sur une aminopyrazine 

 
Schéma 9 : synthèse originale de varguline (5) par Kishi et al. 

La plupart des autres synthèses d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones reposent sur l’approche utilisée 
pour la synthèse originale de varguline (5) par Kishi et al.202-203 à la fin des années 60 (Schéma 9). Le 
noyau pyrazine est formé par la condensation entre un dérivé d’α-cétoaldéhyde 23 et une 
α-aminoguanidine 24 convenablement protégée, dont les synthèses sont loin d’être triviales, pour 



Imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones : synthèses et réactivités 

31 

former l’étioluciférine (25a) en trois étapes. La condensation de l’α-cétoacide 26a suivie d’une réduction 
de la base de Schiff permet l’obtention de l’intermédiaire 22b qui est activé à l’aide de 
dicyclohexylcarbodiimide (DCC) pour permettre la cyclisation en varguline (5). 

 
Schéma 10 : synthèse des 2-aminopyrazines 25 via la formation d’un pyrazine N-oxyde 29 

Cet enchainement d’étape a par la suite été raffiné, en formant l’aminopyrazine d’intérêt 25 par 
condensation d’un α-cétoaldoxime 27 sur l’α-aminonitrile 25 au moyen de tétrachlorure de titane dans 
la pyridine, permettant la synthèse de la 2-aminopyrazine N-oxyde 29,204 qui est ensuite réduite à l’aide 
d’hydrogène (Schéma 10). Cette synthèse des 2-aminopyrazines 25 a été utilisée à de nombreuses 
reprises pour obtenir des intermédiaires vers de nouveaux analogues de cœlentérazine,99, 154-155, 164, 205 mais 
les voies d’accès aux α-aminonitriles 28 limitent de facto les substituants possibles en R2 (une 
interrogation de la base de données Reaxys montre ainsi moins d’une centaine d’α-aminonitriles 
benzyliques (R2 = CH2-Aryle) synthétisés à ce jour, à comparer aux plus de 4 000 α-aminoacides 
recensés). 

 
Schéma 11 : condensation des α-cétoaldéhydes 30 ou de leurs acétals 31 sur les 2-aminopyrazines 25 

Une autre amélioration découle de la substitution des α-cétoacides par des α-cétoaldéhydes 30 ou des 
α-cétoacétaldéhydes 31 (Schéma 11), qui condensent en milieu acide chaud sur les 2-aminopyrazines 25 
pour aboutir aux imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones 19, ce qui a été appliqué aussi bien à des synthèses 
de cœlentérazine (4) que de varguline (5).206-209 Ici encore, cependant, les glyoxals et dérivés ne sont pas 
d’un accès facile et peuvent nécessiter de nombreuses étapes de synthèse, facteurs limitants pour 
l’exploration des substituants sur cette position. 

Ainsi, une approche relativement complexe a été développée par Hall et al. (Promega) pour 
l’introduction du noyau furane dans la synthèse de la furimazine (Schéma 12).99 Le 
2-hydroxyacrylate 26b est formé par la condensation du furfural (32a) sur le 2-isocyanoacétate 
d’éthyle (33), suivie d’une hydrolyse acide, puis est condensé thermiquement sur la 
2-aminopyrazine 25b. L’iminoacide 36 est ensuite activé via la formation d’un anhydride mixte et cyclisé 
en 37, réduit au moyen de tétrahydruroborate de sodium pour aboutir à la furimazine (7). 
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Schéma 12 : synthèse de la furimazine (7) par Hall et al.99 

III.D.4. Synthèses à diversifications tardives 

La synthèse originale de la furimazine (7) par Promega Corporation99 s’est appuyée sur les voies 
préalablement évoquées, par la condensation d’un hydroxyacrylate sur une aminopyrazine (voir ci-
avant). De nouvelles voies de synthèses ont cependant été développées par les chercheurs de cette société 
afin de permettre la synthèse de nombreux analogues et la détermination de leurs propriétés de 
bioluminescence avec nanoKAZ. Les objectifs étaient donc assez similaires à ceux développés dans ce 
projet de thèse, mais ces résultats n’ont été publiés qu’après le début de notre projet et présentent une 
chimie assez différente et seuls quelques analogues en communs. 

 
Schéma 13 : synthèse d’analogues de furimazine (7) diversifiés en position 2 

La première synthèse dévoilée en juin 2016165, 167 (Schéma 13) utilise toujours comme réactif une 
2-aminopyrazine 25b, sur laquelle une insertion de carbène dans une liaison N–H catalysée au rhodium 
est effectuée pour aboutir à l’aminophosphonate 39a. Ce dernier peut ensuite être mis à réagir avec une 
grande variété d’aldéhydes aromatiques 32 selon une réaction d’oléfination de Horner–Wadsworth–
Emmons (HWE) en utilisant la 1,1,3,3-tétraméthylguanidine (TMG) comme base pour aboutir aux 
composés 40a. Ceux-ci sont en équilibre dans ces conditions avec les déshydroluciférines 41, qui 
peuvent être réduites au moyen de tétrahydruroborate de sodium pour aboutir à une quarantaine de 
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luciférines originales 19c présentant des noyaux aromatiques variés en R2. Deux variantes de cette voie 
de synthèse utilisant toujours une réaction de HWE comme élément central ont été divulguées dans le 
même article afin d’éviter la formation non contrôlée de 41, instable, et augmenter les rendements. 

 
Schéma 14 : synthèse d’analogues de furimazine (7) modifiés en positions 6 et 8 

Une seconde synthèse publiée en octobre 2017 et s’appuyant sur ces premiers travaux permet la 
diversification tardive des positions 6 et 8 de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one (Schéma 14),167-168 en 
procédant aux réactions évoquées précédemment sur des 2-aminopyrazines mono- ou 
dihalogénées 25c. L’insertion du carbène dans la liaison N–H et la réaction de HWE sont effectués 
comme précédemment, puis la double liaison de 40b est réduite au moyen de dihydrogène sous pression 
en présence de catalyseur de Wilkinson pour fournir le N-(halogénopyrazin-2-yl)furylalaninate de 
tert-butyle (22c). Enfin, un ou deux couplages de Suzuki permettent l’obtention d’intermédiaires 
biarylés, dont les esters sont hydrolysés en milieu acide, puis qui sont soumis à une cyclisation induite 
par le N,N’-diimidazolecarbonyle (CDI) pour fournir une trentaine de nouveaux analogues de 
furimazine 19d. 

Ces synthèses récentes d’analogues comportant un noyau imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one sont 
indéniablement un pas en avant conséquent pour la préparation de nouveaux substrats de luciférases. 
Cette dernière synthèse ne permet cependant pas en l’état de variation en position 8 conservant un pont 
benzylique, ce qui peut s’avérer problématique pour la reconnaissance du substrat par l’enzyme. Il sera 
intéressant de suivre l’évolution de ces recherches afin de voir si des couplages de Negishi au moyen de 
« benzylzinciques »210 en position 8 seront accomplis dans le futur.
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Partie II : Synthèse d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-
ones potentiellement bioluminescentes 
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La synthèse de composés potentiellement bioluminescents développée au laboratoire conserve 
l’approche en deux temps majoritairement utilisée dans la littérature, avec la construction du noyau 
pyrazine convenablement substitué suivie de la formation du second cycle aboutissant au noyau 
imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one Q‡ souhaité (Schéma 15).  

Toutefois, nous souhaitions éviter de passer par l’étape clé de condensation entre des 
2-aminopyrazines 25 et des composés α,β-dicarbonylés 26,30, la synthèse de ces derniers ne nous 
semblant pas suffisamment flexible pour envisager la préparation d’analogues originaux. Nous nous 
sommes par conséquent dirigés vers une synthèse utilisant un couplage entre une chloropyrazine 42 et 
un α-aminoester 21, suivi d’une cyclisation–protection menant à des acétates d’imidazo[1,2-a]pyrazin-
3-yles Z‡ stables, précurseurs des analogues de luciférine Q voulus. 

 
Schéma 15 : comparaison de notre approche et des précédents pour la synthèse des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones 

Les α-aminoesters 21 se sont ainsi avérés être des intermédiaires cruciaux à deux stades de notre 
synthèse : pour l’amination des chloropyrazines 42 mais également pour la préparation de ces dernières, 
comme nous le détaillerons plus loin. L’absence de centre asymétrique sur les analogues visés a conduit 
le laboratoire à explorer plusieurs synthèses racémiques d’α-aminoesters que nous exposerons en 
premier. Nous présenterons ensuite les deux synthèses utilisées au laboratoire pour construire le cycle 
pyrazine, puis le travail d’optimisation effectué pour coupler efficacement les α-aminoesters 21 sur ce 
noyau. Enfin, nous exposerons les méthodes permettant la fermeture du produit de N-arylation 22 et 
l’obtention de nouvelles imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones Q ou de leurs précurseurs Z. 

Il est à noter que plusieurs voies présentées ci-après ont été développées ou utilisées avec comme seul 
objectif l’obtention rapide d’un ou plusieurs intermédiaires nécessaires aux études de relations 
« structure–luminescence ». Il est évident que de nombreuses réactions ont pu souffrir d’un manque 
d’optimisation, soit car la voie a été abandonnée suite au développement d’une alternative, soit car les 

                                                           
‡ Les numérotations en Q et en Z ont été utilisées dans l’intégralité de nos bases de données et lors des tests 
biochimiques (y compris avec nos collaborateurs), nous avons par conséquent décidé de la conserver dans ce 
manuscrit afin d’en simplifier la lecture aux futurs membres du groupe d’Yves Janin. Nous prions le lecteur de bien 
vouloir excuser cet écart aux usages de numérotation des molécules. 
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produits étaient obtenus en quantités suffisantes pour terminer la synthèse mais les analogues 
synthétisés n’étaient pas assez intéressants pour justifier l’optimisation de leurs préparations. 

Enfin, je tiens à attirer l’attention du lecteur sur le fait que le développement de ce projet, commençant 
par la production « aisée » de furimazine (7) et aboutissant à la synthèse de plus de 110 analogues 
originaux de luciférines, a été hautement collaboratif. Ceci est en grande partie dû à la décision de 
l’Institut Pasteur de protéger ces découvertes et aux échéances découlant naturellement du processus 
d’examen et de dépôt du brevet. J’ai essayé de signaler au fil du manuscrit les manipulations, expériences 
préliminaires ou idées qui n’étaient pas directement le fruit de mon travail mais nécessaires à l’exposé 
des résultats par une dague « † ». Je tiens cependant à m’excuser auprès de Glwadys Gagnot, Vincent 
Hervin, Yves Janin et du lecteur si la paternité d’un résultat a malencontreusement échappé à ma 
vigilance.
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I - SYNTHÈSES D’α-AMINOESTERS 

Les α-aminoesters ont été les pierres angulaires de notre voie de synthèse d’analogues de luciférines, 
intervenant à deux reprises comme réactifs, et de nombreux accès synthétiques à ceux-ci ont été explorés 
au laboratoire pour produire le plus possible d’analogues de phénylalaninate ou de furylalaninate 
d’éthyle. 

L’absence de centre chiral dans la structure des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones visées ne justifiait pas 
l’usage de synthèses asymétriques et nous avons par conséquent exploré les préparations racémiques 
d’α-aminoesters 21. Ces derniers sont majoritairement synthétisés à partir de malonate de diéthyle 43 
ou de nitroacétate d’éthyle 44, soit via la condensation d’un aldéhyde sur le carbone acide, soit par 
alkylation sur ce dernier. Des synthèses d’α-aminoesters ont également été effectuées grâce à des 
réactions de cycloadditions [2+3] ou [2+4] (Schéma 16). 
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Schéma 16 : synthèse d’α-aminoesters 21 

Le lecteur intéressé par une étude approfondie de la littérature sur ce sujet pourra se rapporter à la 
revue211 rédigée par les membres du laboratoire, dont une copie est jointe en Annexe II de ce manuscrit. 

Afin de faciliter la lecture de ce chapitre, les intermédiaires réactionnels ont été numérotés dans l’ordre 
d’apparition dans le manuscrit, mais succédés d’une lettre décrivant le noyau aromatique et ses éventuels 
substituants. Ces informations ont été rassemblées dans le Tableau 1, au verso. 
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Tableau 1 : nomenclature des intermédiaires dans ce chapitre 

a Furan-2-yle z m-Fluorophényle 
b Furan-3-yle aa p-Fluorophényle 
c 5-Méthylfuran-2-yle ab o,o-Difluorophényle 
d 5-Éthylfuran-2-yle ac o,m-Difluorophényle (2,3) 
e 4,5-Diméthylfuran-2-yle ad o,m-Difluorophényle (2,5) 
f 5-Cyclopropylfuran-2-yle ae m,m-Difluorophényle 
g 5-Propylfuran-2-yle af o,p-Difluorophényle 
h 5-Trifluorométhylfuran-2-yle ag o-Chlorophényle 
i Phényle ah m-Chlorophényle 
j p-Benzyloxyphényle ai p-Chlorophényle 
k o-Tolyle aj m-Bromophényle 
l m-Tolyle ak p-Bromophényle 

m p-Tolyl al Cyclopentyle 
n p-Isopropylphényle am Cyclohexyle 
o m-Propylphényle an Tétrahydrofuran-2-yle 
p p-Propylphényle ao 5-Éthylthiophèn-2-yle 
q m-Cyclopropylphényle ap 3-Méthylthiophèn-2-yle 
r p-Cyclopropylphényle aq 4,5-Diméthylthiophèn-2-yle 
s o-Méthoxyphényle ar 2-Pyridyle 
t m-Méthoxyphényle as 3-Pyridyle 
u p-Méthoxyphényle at 1,3-Dioxolane 
v o-Trifluorométhylphényle au 5-Bromofuran-2-yle 
w m-Trifluorométhylphényle av Thiophèn-2-yle 
x p-Trifluorométhylphényle aw 3-Méthylisoxazol-5-yle 
y o-Fluorophényle ax 3-Éthylisoxazol-5-yle 
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I.A. Synthèse d’α-aminoesters par alkylation… 

I.A.1. …du formamidomalonate 

L’objectif premier au début du projet étant le développement d’une synthèse de la furimazine (7) ou de 
proches analogues, nous avons tout d’abord cherché à synthétiser des α-aminoesters comportant un 
noyau furane. La voie de synthèse du 2-amino-3-(furan-2-yl)propanoate d’éthyle (ou furylalaninate 
d’éthyle, 21a) par alkylation du 2-formamidomalonate de diéthyle (47) suivie d’une décarboxylation et 
d’une déformylation a ainsi été envisagée. 

En ce qui concerne la transformation de l’alcool furfurylique (45) en 2-(bromométhyl)furane (46), un 
premier essai naïf au moyen d’une solution aqueuse à 45 % d’acide bromhydrique s’est probablement 
soldée par la polymérisation212 totale du réactif en poly(alcool furfurylique) (Schéma 17), de manière 
totalement incontrôlée.  

 
Schéma 17 : formation de poly(alcool furfurylique) 

La synthèse du produit d’alkylation 48 a été décrite par Kitagawa213 en utilisant le tribromure de 
phosphore pour obtenir à partir de l’alcool furfurylique (45) l’intermédiaire 
2-(bromométhyl)furane (46). Ce dernier a ensuite été mis à réagir avec le formamidomalonate de 
diéthyle (47) en présence d’éthanolate de sodium pour fournir le produit souhaité avec un excellent 
rendement (91 %, non purifié toutefois). Dans notre cas, l’étape d’alkylation a cependant été plus 
problématique : la déprotonation du formamidomalonate de diéthyle (47) par l’éthanolate de sodium 
ne nous a pas permis d’obtenir le produit voulu. En revanche, l’utilisation d’hydrure de sodium a conduit 
au composé 48 souhaité, mais avec de faibles rendements (entre 9 % et 20 % selon qu’une 
recristallisation soit entreprise ou non après chromatographie, Schéma 18). 

 
Schéma 18 : synthèse du 2-formamido-2-(furan-2-ylméthyl)malonate de diéthyle (48) 

Le composé 48 est ensuite facilement déformylé au moyen d’une solution éthanolique d’acide 
chlorhydrique en chauffant une demi-heure à 100 °C au four à micro-ondes ou en tube scellé, pour 
conduire directement après évaporation des solvants et lyophilisation au chlorhydrate 
d’aminodiester 49 avec un rendement de 95 % ou, après extraction, l’amine libre entre 78 % et 91 %. 
Nous avons ensuite adapté le mode opératoire décrit par Watanabe214 en limitant la quantité 
d’hydroxyde de potassium à 2,2 équivalents pour saponifier une seule des fonctions ester. Après 
acidification à l’acide chlorhydrique et lyophilisation, le composé 50 a ensuite été décarboxylé en 
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10 minutes au reflux du chlorobenzène, pour conduire au furylalaninate d’éthyle (21a) avec un 
rendement de 65 % (Schéma 19). 

 
Schéma 19 : obtention du furylalaninate d’éthyle (21a) et intermédiaires 

I.A.2. …du malonate 

Nous avons également voulu préparer l’aminoester 21at comportant un 1,3-dioxolane à la place du 
noyau furane de 21a. Dans un premier temps des essais d’alkylation du nitroacétate d’éthyle (44) par du 
2-bromométhyl-1,3-dioxolane (51) commercial ont été peu fructueuses, que ce soit en déprotonant au 
moyen d’hydrure de sodium dans le N,N-diméthylformamide (DMF)215 ou en utilisant de 
l’hydrogénocarbonate de potassium et des catalyseurs de transfert de phase (chlorure de 
benzyltriéthylammonium ou de tétraéthylammonium).216-217. 

 
Schéma 20 : préparation du 2-amino-3-(1,3-dioxolan-2-yl)propanoate d’éthyle (21at) 

En revanche, l’alkylation du malonate de diéthyle (43) par le 2-bromométhyl-1,3-dioxolane (51) a 
conduit dans des conditions classiques (hydrure de sodium dans le DMF) à la formation de 52as avec 
un rendement de 50 %.218  

Il a été alors possible d’effectuer comme précédemment une hydrolyse basique d’un seul des deux 
esters,219 avec un rendement de 56 %. Ce faible rendement peut ici s’expliquer par une conversion 
incomplète de 52as en 53, ce qui nous a contraint à effectuer des extractions en milieu basique puis acide 
afin d’éliminer le malonate alkylé non saponifié, durant lesquelles une partie substantielle du produit 
souhaité a pu rester en phase aqueuse.  

La transformation de l’acide 53 en amine 21at a été effectuée grâce à sa conversion en azoture d’acyle à 
l’aide d’azoture de diphénylphosphoryle (DPPA), suivi d’un réarrangement de Curtius pour offrir 
l’isocyanate 54.220 L’hydrolyse acide de ce dernier, sans purification préalable, permet finalement 
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l’obtention de l’α-aminoester souhaité 21at avec un rendement de 12 % depuis l’acide et seulement 3 % 
depuis le 2-bromométhyl-1,3-dioxolane (51) (Schéma 20). 

Au vu des difficultés rencontrées et de la longueur de voies de synthèses présentées ci-dessus, nous avons 
alors développé d’autres approches notamment celles ne comportant pas d’étape d’alkylation. 
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I.B. Synthèse d’α-aminoesters via la formation d’un α-nitroester 

Nous avons décidé d’explorer les limites d’une voie d’accès plus générale basée sur une réaction de 
Knoevenagel entre le nitroacétate d’éthyle (44) et des aldéhydes aromatiques 32 pour conduire aux 
3-aryl-2-nitroacrylates 56 après déshydratation de l’intermédiaire 55. Les réductions de la double liaison 
et du groupement nitro de ces 2-nitroacrylates 56 offrent ainsi un accès relativement plus simple à ces 
α-aminoesters 21 (Schéma 21). 

 
Schéma 21 : synthèse d’α-aminoesters 21 via une condensation de Knoevenagel sur le nitroacétate d’éthyle (44) 

Comme explicité en détail dans notre revue sur le sujet,211 de nombreuses conditions ont été rapportées 
dans la littérature pour effectuer cette condensation, notamment le chauffage du nitroacétate 
d’éthyle (44) et d’aldéhydes aromatiques 32 : en présence de chlorure de diméthylammonium, avec ou 
sans fluorure de potassium221-224 ; en utilisant un appareil de Dean-Stark en présence d’acide acétique225-

226 ; en présence d’acides de Lewis métalliques227-230 tels que les tétrachlorures de titane ou de zirconium. 

I.B.1. Condensation d’un aldéhyde sur le nitroacétate d’éthyle 

Nous nous sommes tout d’abord intéressé à une approche publiée en 2011 par Fioravanti 
et al.,230 rapportant notamment la synthèse des 3-(furan-2-yl)- et 3-(5-méthylfuran-3-yl)-2-nitroacétates 
d’éthyle (32a et 32c) avec d’excellents rendements (respectivement 95 et 97 %), en présence de tamis 
moléculaire 4 Å et de 0,1 équivalent de pipéridine au reflux du toluène ; le gros avantage de ces 
conditions étant d’éviter l’utilisation d’excès de tétrachlorures de titane ou de zirconium, plutôt onéreux 
et polluants. 

 
Schéma 22 : préparation des 2-amino-3-(furan-2-yl)propanoate (21a) et  

2-amino-3-(5-méthylfuran-2-yl)propanoate d’éthyle (21c) 

Nous avons donc effectué la condensation du furfural (32a) et du nitroacétate d’éthyle (44) dans les 
conditions décrites par Fioravanti puis entrepris une hydrogénation directe de l’α-nitroacrylate 56a 
résultant en utilisant du zinc et de l’acide chlorhydrique concentré. Notre premier essai nous a ainsi 
permis d’obtenir plus de cinq grammes de l’α-aminoester 21a souhaité avec un rendement de 48 %, 
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après purification par extractions successives en milieux acide puis basique (Schéma 22). Il est apparu 
toutefois que cet accès rapide était peu reproductible, un second essai de réduction dans des conditions 
apparemment identiques n’ayant mené qu’à des quantités faibles de produit peu propre. De même, la 
réduction directe de 56c, obtenu à partir du 5-méthylfurfural (32c), en 21c n’a pas permis d’isoler le 
produit avec une pureté satisfaisante. 

Nous avons par conséquent exploré la réduction des α-nitroacrylates 56 en α-nitroesters 57 
préalablement à la réduction de leur fonction nitro en amine. Les hydrogénations catalysées au 
palladium peuvent selon la littérature conduire à une réduction partielle ou complète du groupe nitro 
avant la double liaison.231 Nos essais utilisant le système d’hydrogénation Thalès H-Cube sous 40 à 
60 bars de dihydrogène avec du palladium supporté sur charbon ou du nickel de Raney se sont également 
montrés infructueux.  

Une brève analyse de la littérature permet de constater l’utilisation récurrente de tétrahydruroborate de 
sodium.221, 227, 232-233 Nous avons par conséquent procédé tout d’abord à la réduction de 56a et 56c en 
utilisant un équivalent de ce réactif dans l’éthanol glacé. Toutefois, l’évaporation de l’éthanol avant 
extraction sans traitement préalable du milieu réactionnel conduit à la décarboxylation partielle des 
α-nitroesters pour donner les 2-(2-nitroéthyl)furanes correspondants dans des proportions non 
négligeables. De plus, ces produits co-éluent en chromatographie sur gel de silice quel que soit les 
conditions utilisés (Schéma 23). 

 
Schéma 23 : réduction des α-nitroacrylates 56a,c en α-nitroesters 57a,c puis en α-aminoesters 21a,c 

Nous avons par la suite procédé à l’acidification du milieu préalablement au traitement ce qui permet 
de limiter voire supprimer l’occurrence des produits de décarboxylation. L’utilisation d’isopropanol est 
également possible, à 0 °C pour quelques heures ou en chauffant brièvement jusqu’à ébullition et en 
laissant refroidir. Enfin, l’évaporation du toluène à la fin de la condensation de Knoevenagel n’est pas 
forcément utile et une simple dilution dans un solvant plus polaire (ici le tétrahydrofurane) permet 
également la réduction de la double liaison. Toutes ces conditions ont abouti à des rendements plutôt 
modestes en α-nitroesters depuis les aldéhydes correspondants : entre 31 et 39 % pour 57a et entre 29 et 
34 % pour 57c. Il est à noter qu’un essai de réduction au moyen de triacétoxyborohydrure de sodium n’a 
pas permis d’obtenir les α-nitroesters souhaités. 

Il est important de souligner que des expériences supplémentaires effectuées lors de l’écriture de ce 
manuscrit ont mis en évidence des rendements en α-nitroacrylate 56a après purification par 
chromatographie sur gel de silice assez éloignés de ceux revendiqués par la littérature (35-50 % contre 
95 %), ceci expliquant sans doute en partie les rendements moyens post-réduction. Fioravanti et al. 



Partie II : Synthèse d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones 

46 

insistent sur le fait qu’une « haute température, une atmosphère inerte et l’utilisation de tamis 
moléculaire 4 Å sont des conditions absolument nécessaires pour obtenir une conversion complète et 
une déshydratation totale des intermédiaires [de Henry 55] ».230 En dépit de toutes ces informations, il 
nous a cependant été impossible de déterminer l’origine des faibles rendements spécifiques à cette étape 
observés au laboratoire. Dans l’absolu, la réduction finale de ces composés nitrés 57a,c nous a permis 
d’obtenir les α-aminoesters souhaités 21a et 21c avec des rendements respectifs de 76 et 95 %. 

Cette voie a également permis d’obtenir un analogue de furylalaninate d’éthyle 21b en partant du 
3-furfural (32b) (Schéma 24). Après condensation dans les conditions de Fioravanti, réductions au 
tétrahydruroborate de sodium puis au zinc, nous avons pu isoler le 2-amino-3-(furan-3-yl)propanoate 
d’éthyle (21b) avec un rendement de 31 % en trois étapes et deux purifications (chromatographie sur gel 
de silice de 57b et extractions en milieux acide puis basique de 21b). 

 
Schéma 24 : synthèse du 2-amino-3-(furan-3-yl)propanoate d’éthyle (21b) 

Si cette approche par condensation d’un aldéhyde sur le nitroacétate d’éthyle (44) nous a permis 
d’obtenir nos premiers α-aminoesters 21a-c en quantités suffisantes pour pouvoir synthétiser des 
imidazopyrazinones originales, des limitations sont apparues dès lors que les réactifs ne comportaient 
pas de noyau furane. Par exemple, la condensation du p-benzyloxybenzaldéhyde (32j) sur le nitroacétate 
d’éthyle (44) s’est avérée impossible dans les conditions décrites ci-dessus, ce qui nous a amenés à étudier 
les éventuelles limites d’une alternative décrite ci-dessous. 

I.B.2. Réaction d’un acétal sur le nitroacétate d’éthyle 

Dans le cadre d’un stage de première année de Master, Sarah Desmons a ainsi travaillé au laboratoire 
sur une réaction entre des acétals diméthyliques d’aldéhydes aromatiques 58 et le nitroacétate 
d’éthyle (44) décrite par Kochetkov et al.234-235 (probablement inspirés par Klein et Bergmann236 qui 
avaient appliqué cette méthode 20 ans auparavant avec l’acide malonique, mais sans succès avec le 
malonate de diéthyle) afin de synthétiser des dérivés de phénylalaninate d’éthyle (Schéma 25). 

 
Schéma 25 : synthèse des α-nitroacrylates selon Kochetkov et al. 
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Le mécanisme de cette réaction a été décrit par Kochetkov235 (Schéma 26), avec en premier lieu la 
formation de l’acylal I qui, à 150 °C, forme probablement un carbocation qui peut réagir avec le 
nitroacétate d’éthyle (44) pour former le produit de C-alkylation II. L’élimination d’éthanol permet 
alors la formation du nitroacrylate 56. Lorsque le noyau benzène est substitué par des groupes 
électroattracteurs, cependant, des quantités importantes (entre 30 et 50 %) des benzoates d’éthyle IV 
correspondants ont été isolés, ce qui s’explique par la formation de l’intermédiaire O-alkylé III. 

 
Schéma 26 : mécanisme de la formation des α-nitroacrylates selon Kochetkov et al. 

Nous avons utilisé dans notre cas non pas les dérivés éthyliques décrits dans la littérature mais les acétals 
méthyliques d’aldéhydes aromatiques 59 (Schéma 27). Leur synthèse s’est effectuée dans le méthanol 
anhydre avec de l’orthoformiate de triméthyle et une très petite quantité de résine présentant des 
groupements acides sulfoniques (DOWEX™ 50WX8-100) comme catalyseur. Les acétals 58 se forment 
quasi-quantitativement en une nuit à température ambiante, sous garde à chlorure de calcium, et sont 
utilisés tels quels après évaporation du méthanol. 

 
Schéma 27 : synthèse d’α-aminoesters 21 via la condensation d’acétals 59 sur le nitroacétate d’éthyle (44) 

La réaction du nitroacétate d’éthyle (44) et des acétals 59 s’effectue sans solvant avec un léger excès 
d’anhydride acétique et à haute température. L’efficacité de la condensation est fortement dépendante 
des substituants présents sur le noyau aromatique, se traduisant par des rendements après réduction en 
α-nitroesters 57 moyens lorsque des groupes électrodonneurs sont présents (57a,j,s,t,u) et mauvais dans 
le cas contraire (57y,z,aa) (Tableau 2). Nous avons également essayé cette synthèse en partant du 
furfural (32a) et des alkylfurfurals 32c et 32d, mais pour obtenir finalement des rendements similaires 
voire moins bons que ceux décrits précédemment. 
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Tableau 2 : α-aminoesters 21 obtenus via la synthèse d’α-nitroesters 57 selon Kochetkov et al. 

 Aldéhyde 32 
Conditions de 
condensation 

Rdt 57 Rdt 21 
Rdt depuis 
l’aldéhyde 

a† Furfural 2 h à 140 °C 24 %a 93 % 19 % 
c 5-Méthylfurfural 2 h à 140 °C 60 % 95 % 57 % 

d† 5-Éthylfurfural 2 h à 140 °C 39 %a 57 % 22 % 
j p-Benzyloxybenzaldéhyde 6,5 h à 150 °C 51 % 93 % 47 % 
s o-Méthoxybenzaldéhyde 9 h à 150 °C 53 % 90 % 48 % 
t m-Méthoxybenzaldéhyde 9 h à 150 °C 21 % 92 % 19 % 
u p-Méthoxybenzaldéhyde 9 h à 150 °C 55 % 95 % 52 % 
y o-Fluorobenzaldéhyde 4 h à 190 °C 6 % 92 % 5 % 
z m-Fluorobenzaldéhyde 8 h à 160 °C + 3 h à 190 °C 5 % n.i. – 

aa p-Fluorobenzaldéhyde 9 h à 150 °C 13 % 95 % 12 % 
a Deux purifications  

La réduction des α-nitroesters 57 à l’aide de zinc en poudre et d’acide chlorhydrique procède quant à 
elle avec d’excellents rendements et permet un accès aux α-aminoesters 21. Ainsi nous obtenons ces 
composés avec des rendements globaux entre 5 et 48 %. Toutefois, notre volonté d’avoir aussi des 
α-aminoesters comportant des groupes électrodonneurs sur le noyau aromatique nous a incités, une fois 
encore, à explorer d’autres voies de synthèse ne comportant pas cette limitation. 

I.B.3. α-Méthylation de 3-aryl-2-nitropropanoates d’éthyle 

En dépit de ses limites, l’obtention des α-nitroesters décrite ci-dessus offre un accès synthétique très 
simple aux α-alkylaminoesters par C-alkylation, le groupe nitro jouant un rôle d’activation qui n’a 
nullement besoin d’être protégée pour une telle alkylation. 

 
Schéma 28 : synthèse des 2-amino-3-aryl-2-méthylpropanoates d’éthyle 61a et 61i 

Ainsi, nous avons pu obtenir après déprotonation de 57a et 57i à l’aide d’hydrure de sodium puis 
alkylation par l’iodure de méthyle les α-alkylaminoesters 60a et 60i avec des rendements de 43 % et 45 %. 
De nouveau, il est très probable que nous ayons affaire à une réaction secondaire d’O-alkylation pouvant 
expliquer les rendements modestes. La réduction des groupes nitro permet d’obtenir les α-aminoesters 
correspondants 61a et 61i (sous forme de chlorhydrate pour ce dernier) avec des rendements respectifs 
de 75 % et 90 %. Contrairement aux réductions effectuées régulièrement au laboratoire qui ne 
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nécessitent que quelques heures au plus, il a ici été impératif de laisser le mélange réagir toute une nuit 
pour obtenir une conversion totale des réactifs.  
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I.C. Synthèse d’α-aminoesters via la formation d’un α-hydroxyiminoester 

Comme mentionné auparavant, les synthèses d’α-aminoesters décrites ci-dessus (I.B) se sont heurtées à 
une limitation importante de la première étape de condensation entre le nitroacétate d’éthyle (44) et des 
aldéhydes aromatiques. Nous avons donc alors exploré deux autres alternatives décrites ci-dessous. 

I.C.1. Condensation d’un aldéhyde sur le malonate de diéthyle suivie d’une oximation 

Nous avons choisi pour cette voie de synthèse de nous reposer sur la réaction de condensation centenaire 
de Knoevenagel237 conduisant après une première étape de réduction aux α-diesters 63 eux-mêmes étant 
transformables en α-hydroxyiminoester 64 par action d’un nitrite d’alkyle avant d’être enfin réduit en 
α-aminoesters 21 (Schéma 29).238-239 Il est à noter que cet enchaînement de réactions a été utilisé dès 1902 
par Emil Fischer et Fritz Weigert240 pour synthétiser la lysine racémique. 

 
Schéma 29 : synthèse d’α-aminoesters 21 via la formation d’α-hydroxyiminoesters 64 

Les réactions décrites ci-après ont la plupart du temps été enchainées sans purification particulière des 
produits intermédiaires jusqu’au stade de l’oxime. Par conséquent, les informations relatives aux 
rendements ont été rassemblées dans le Tableau 3 (Partie II : I.C.1.e., p. 56). 

a. Condensation de Knoevenagel 

Contrairement à la condensation des aldéhydes aromatiques avec le nitroacétate d’éthyle (44), leur 
condensation sur le malonate de diéthyle (43) s’est avérée très robuste en présence de quantités 
catalytiques (entre 0,05 et 0,10 équivalent) d’acide acétique glacial et de pipéridine, ainsi que de tamis 
moléculaire 4 Å dans l’éthanol anhydre à 60 °C pendant 10 heures (Schéma 30). De précédents résultats 
du laboratoire avaient montré l’importance d’effectuer cette réaction dans un minimum de solvant, avec 
dans notre cas environ 2 mL d’éthanol pour chaque gramme d’aldéhyde (soit des concentrations de 
réactifs entre 3,5 et 5 mol·L-1 selon leur masse molaire). 

 
Schéma 30 : synthèse des arylidènemalonates de diéthyle 62 

Des échantillons dilués sans traitement dans un solvant deutéré permettent de s’assurer facilement par 
RMN de la conversion totale des réactifs en 2-arylidènemalonates de diéthyle 62 dans l’extrême majorité 
des cas, avec une pureté suffisante pour permettre directement leur réduction, après filtration du tamis, 
sans autre traitement. 



Synthèses d’α-aminoesters 

51 

Il a également été possible de suppléer à l’absence de certains aldéhydes commerciaux en condensant les 
bromoarylaldéhydes 32aj,ak,au sur le malonate de diéthyle (43), puis en couplant les produits 
correspondants avec l’acide cyclopropylboronique grâce à une réaction de Suzuki-Miyaura dans des 
conditions241-242 souvent utilisées au laboratoire (Schéma 31). 

 
Schéma 31 : synthèse des cyclopropylarylidènemalonates de diéthyle 62f,q,r 

Nous avons ainsi pu obtenir les cyclopropylarylidènemalonates de diéthyle 62f et 62q,r avec des 
rendements entre 60 et 65 % avant leur réduction. 

b. Réduction des 2-arylidènemalonates 62 

La réduction des arylidènemalonates 62 en 2-(arylméthyl)malonates 63 a, lorsque cela était possible, été 
effectuée par hydrogénation catalytique au moyen de palladium adsorbé sur charbon. Comme cette 
réaction peut avoir lieu dans l’éthanol, nous avons le plus souvent engagé le mélange réactionnel 
contenant 62 après une simple filtration du tamis moléculaire et un lavage de celui-ci avec ce solvant. 
Après complétion de la réduction (surveillée grâce à la disparition des protons vinyliques en RMN après 
12 à 24 heures) et filtration, le brut peut lui-aussi être « oximé » sans purification supplémentaire 
(cf. Partie II : I.C.1.c). 

Cette méthode de réduction a cependant par deux fois conduit à des produits inattendus mais 
néanmoins intéressants pour nos études de relations « structure-luminescence ». Tout d’abord, 
l’hydrogénation des cyclopropylbenzylidènemalonates 62q et 62r a conduit à l’ouverture des 
cyclopropyles, aboutissant uniquement aux propylbenzylidènemalonates correspondants 63o et 63p 
(non purifiés, Schéma 32). 

 
Schéma 32 : réactions inattendues lors de l’hydrogénation catalytique des arylidènemalonates 62a,q,r 
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Par ailleurs, le noyau furane du 2-(furan-2-ylméthylène)malonate de diéthyle (62a) est réduit de manière 
concurrente à la double liaison dans les conditions décrites ci-dessus. Nous avons donc laissé la réaction 
se poursuivre jusqu’à l’hydrogénation complète des carbones, ce qui a offert un accès aisé au 
composé 63an (non isolé) que nous n’avions pas réussi à obtenir par alkylation du malonate de 
diéthyle (43) par le 2-(bromométhyl)tétrahydrofurane dans les mêmes conditions qu’exposées dans le 
Schéma 20 (p. 42). 

L’impossibilité de réduire sélectivement la double liaison formée par la condensation lorsqu’un noyau 
furane est présent et l’incompatibilité de l’hydrogénation catalytique avec des molécules portant des 
atomes de chlore ou de brome nous a conduits à effectuer des réductions au tétrahydruroborate de 
sodium (Schéma 33), déjà abordées dans le cas des α-nitroacrylates (Partie II : I.B.2), mais dans le cas 
présent à basse température et le plus souvent durant une nuit. 

 
Schéma 33 : réduction des arylidènemalonates 62 incompatibles avec l’hydrogénation catalytique 

Nous avons pu remarquer la formation en quantités non-négligeables de sous-produits, peut-être trop 
longtemps négligés à cause de l’enchainement sans purification des réactions et la surveillance des 
réactions par la simple disparition des signaux vinyliques en RMN. Des essais à diverses températures 
(-15 °C, 0 °C et température ambiante) de réduction du furfurylidènemalonate de diéthyle (62a), en 
présence ou non d’eau selon Lehnert,243 n’ont pas réellement permis d’éviter la formation de sous-
produits même si leur quantité augmente très nettement avec la température. Une étude plus exhaustive 
des mélanges réactionnels issus de ces différents essais de réduction a toutefois permis d’identifier les 
sous-produits 65 et 66 (Schéma 34) issus d’une réduction partielle ou totale des esters maloniques en 
alcools. 

 
Schéma 34 : produits secondaires issus de la réduction de 62a au tétrahydruroborate de sodium 

Une recherche dans la littérature a posteriori montre cependant que ces réactions ne sont pas si insolites, 
mais sont quasi-exclusivement décrites à partir des 2-(arylméthyl)malonates 63 et avaient échappé à 
notre vigilance. Si ces réductions d’esters en alcools sont attendues avec du tétrahydruroaluminate de 
sodium (LiAlH4),244 elles sont toutefois moins courantes avec le tétrahydruroborate de sodium (NaBH4) 
et nécessitent généralement l’addition de chlorure de lithium (LiCl)245 ou procèdent à haute 
température246 ou avec de larges excès de NaBH4.247-248 
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Des travaux plus récents au laboratoire† semblent montrer qu’il est possible dans certain cas d’éviter de 
telles sur-réductions en utilisant du tétrahydruroborate de tétraméthylammonium en 2 heures à 
température ambiante. Par ailleurs, Kazancioglu et al. décrivent l’hydrogénation catalytique de la double 
liaison du 5-méthylfurfurylidènemalonate de diméthyle (62c) avec un rendement de 78 %, à l’aide de 
palladium adsorbé sur charbon mais en limitant le temps de réaction,244 ce qui laisse penser que des 
optimisations sont possibles si l’on était amené à devoir appliquer ce procédé pour une production 
d’α-aminoesters de ce type à plus grosse échelle. 

c. Oximation des α-diesters 

La transformation des 2-(arylméthyl)malonates 63 en α-hydroxyiminoesters 64 à l’aide d’alkylnitrites a 
été décrite au début du XXe siècle par Dieckmann,238 probablement d’après des observations préalables249 
de Victor Meyer (qui était incidemment le directeur de thèse d’Emil Knoevenagel). 

Les conditions réactionnelles décrites dans la littérature varient assez peu, avec une première étape de 
déprotonation des 2-(arylméthyl)malonates 63 à l’aide d’un alcoolate de sodium, suivie de l’addition de 
nitrites d’alkyles250-251 tels que le nitrite d’isopentyle (communément appelé nitrite d’isoamyle)252-254 ou 
le nitrite d’éthyle,255-257 un gaz qui peut être aisément généré à partir d’éthanol, de nitrite de sodium et 
d’acide mais qui présente le désavantage majeur de former un mélange explosif avec l’air (Schéma 35).258 

 
Schéma 35 : mécanisme d’oximation des 2-(arylméthyl)malonates 63 

À notre connaissance, aucune étude mécanistique n’a été effectuée sur cette réaction. Le mécanisme 
décrit ci-dessus s’appuie sur l’observation rapportée par Shivers et Hauser255 en 1947 de la formation de 
carbonate de diéthyle au cours de la réaction et par analogie avec la réaction de Japp-Klingemann 
(Schéma 36).259-260 
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Schéma 36 : réaction de Japp-Klingemann 

Dans notre cas, les réactions ont été effectuées en deux heures à 0 °C avec de l’éthanolate de sodium et 
du nitrite d’isopentyle, avant acidification à l’acide chlorhydrique dilué (1 M). Une chromatographie sur 
gel de silice était ensuite souvent primordiale pour obtenir les α-hydroxyiminoesters avec une pureté 
suffisante pour que leurs réductions subséquentes (Partie II : I.C.1.d) offrent les α-aminoesters 21 
correspondants sans autre purification qu’une extraction. Si cette réaction ne conduit pas forcément à 
des rendements faramineux (présentés dans le Tableau 3, p. 56), elle a le plus souvent permis d’obtenir 
les produits souhaités en quantité suffisante pour permettre la suite de la synthèse.  

Nous avons cependant rencontré une limitation inattendue de cette transformation lorsque nous avons 
été amenés à tenter l’oximation des composés β-méthylés 67a,i (Schéma 37). En effet, si la 
transformation du benzylmalonate de diéthyle (63i) en l’α-hydroxyiminoester correspondant 64i 
s’effectue totalement en 2 heures à 0 °C avec un rendement de 73 %, l’oximation de 67i nécessite un 
temps de réaction plus long et à plus haute température (résultat obtenu par Yves Janin), très 
probablement à cause de l’encombrement stérique introduit par le groupe méthyle. Il est probable que 
des réactions secondaires aient également lieu étant donné le très modeste rendement obtenu (25 % de 
68i) malgré la disparition d’une très grande partie du réactif 67i. 

 
Schéma 37 : variations de réactivité lors de l’oximation des β-méthyl-β-arylmalonates 67 
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Toutefois, lorsque nous avons essayé forts de ces résultats l’oximation de 67a (non isolé, obtenu par 
alkylation du furfurylidènemalonate de diéthyle (62a) à l’aide de chlorure de méthylmagnésium), nous 
avons constaté l’absence totale de réaction en une journée à température ambiante. Cette différence de 
réactivité entre les composés exhibant un noyau benzène et furane semble ici difficile à expliquer par de 
simples différences d’encombrements et demeure une des énigmes du laboratoire.  

Une alternative pour la formation de l’α-aminoester 70 a depuis été utilisée au laboratoire, via une 
réaction d’addition–1,4 de méthylzincique (généré par l’action du méthyllithium sur le chlorure de zinc) 
sur le nitroacrylate d’éthyle (44), décrite par Fornicola et al.227 La réduction de l’adduit 69 au moyen de 
zinc et d’acide chlorhydrique conduit alors à l’α-aminoester 70 (Schéma 38).† 

 
Schéma 38 : voie d’accès alternative au β-méthylfurylalaninate d’éthyle 70 selon Fornicola et al. 

d. Réduction des α-hydroxyiminoesters 

La réduction des α-hydroxyiminoesters 64 en α-aminoesters 21 a été effectuée de manière similaire à la 
réduction des α-nitroesters 57, à l’aide de poussière de zinc (< 10 μm) et d’acide chlorhydrique concentré 
dans l’éthanol (Schéma 39). 

 
Schéma 39 : réduction des α-hydroxyiminoesters 64 en α-aminoesters 21 

À partir d’α-hydroxyiminoesters purifiés, ces conditions permettent d’obtenir les composés souhaités 
sans purification autre que le traitement final de la réaction avec des rendements généralement 
supérieurs à 80 %. Il est toutefois primordial de traiter le mélange réactionnel avec un excès 
d’ammoniaque avant extraction afin de casser les complexes de sels de zinc présents en solution. 

e.  Champ d’application de la réaction 

Il convient de souligner que les rendements présentés ci-dessous sont susceptibles de refléter des 
problèmes aussi bien à l’étape de réduction de la double liaison des arylidènemalonates (tout 
particulièrement lors de l’utilisation de tétrahydruroborate de sodium) qu’à l’étape d’oximation. 

Par ailleurs, nous présentons ci-après les résultats obtenus par l’ensemble du laboratoire afin de montrer 
la portée de cette voie de synthèse. Les produits marqués d’une dague « † » ont ainsi été synthétisés par 
Yves Janin ou Glwadys Gagnot, sans aucune manipulation de l’auteur, et ne sont donc pas décrits en 
partie expérimentale. 
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Tableau 3 : rendements relatifs à la formation des α-aminoesters 21 via la formation d’α-hydroxyiminoesters 64 

 R 64 depuis 32 21 Rdt global 
a Furan-2-yle 33 %† 89 % 29 % 
c 5-Méthylfuran-2-yle 33 %† 81 % 27 % 

d† 5-Éthylfuran-2-yle 34 % 94 % 32 % 
e† 4,5-Diméthylfuran-2-yle 10 % 90 % 9 % 
f 5-Cyclopropylfuran-2-yle 29 % 88 % 25 % 
h 5-Trifluorométhylfuran-2-yle 36 % 95 % 34 % 
i† Phényle 61 % – – 
k o-Tolyle 61 % 85 % 52 % 
l† m-Tolyle 63 % 85 % 54 % 
m p-Tolyle 60 % 87 % 52 % 
n p-Isopropylphényle 48 % 78 % 37 % 
o m-Propylphényle 22 %a 90 % 20 % 
p p-Propylphényle 40 %a 85 % 34 % 
q m-Cyclopropylphényle 27 %b 89 % 24 % 
r p-Cyclopropylphényle 26 %b 80 % 21 % 
s o-Méthoxyphényle 60 % 83 % 50 % 

t† m-Méthoxyphényle – – 75 % 
v† o-Trifluorométhylphényle – – 61 % 
w† m-Trifluorométhylphényle – – 76 % 
x† p-Trifluorométhylphényle 62 % 91 % 56 % 
y o-Fluorophényle 57 % 88 % 50 % 

z† m-Fluorophényle 65 % 89 % 58 % 
aa† p-Fluorophényle – – 81 % 
ab o,o-Difluorophényle 54 % 94 % 51 % 
ac o,m-Difluorophényle (2,3) 51 % 92 % 47 % 
ad o,m-Difluorophényle (2,5) 50 % 95 % 48 % 
ae m,m-Difluorophényle 46 % 84 % 39 % 
af† o,p-Difluorophényle 50 % 85 % 43 % 
ag o-Chlorophényle 23 % 96 % 22 % 
ah m-Chlorophényle 26 % 92 % 24 % 
ai p-Chlorophényle 37 % 73 % 27 % 
ak p-Bromophényle 42 % 76 % 32 % 
al† Cyclopentyle 35 % 85 % 30 % 

am† Cyclohexyle 50 % 92 % 46 % 
an† Tétrahydrofuran-2-yle – – 36 % 
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 R 64 depuis 32 21 Rdt global 
ao† 5-Éthylthiophèn-2-yle 29 % 92 % 27 % 
ap† 3-Méthylthiophèn-2-yle 32 % 89 % 28 % 
aq† 4,5-Diméthylthiophèn-2-yle 31 % 87 % 27 % 
ar† 2-Pyridyle 49 % 56 % 27 % 
as† 3-Pyridyle 43 % 63 % 27 % 

† Synthèse par Yves Janin ou Glwadys Gagnot 
a Via cyclopropylation et réduction/ouverture par hydrogénation catalytique (Schéma 32) 
b Via cyclopropylation et réduction par NaBH4 de l’arylidènemalonate (Schéma 33) 

I.C.2. Via cycloaddition [4+2] 

Une dernière voie d’accès décrite par Thomas Gilchrist261-262 a été étudiée avec comme objectif la maitrise 
d’une préparation rapide, moins coûteuse et plus générale d’α-aminoesters comprenant un noyau furane 
substitué. 

Celle-ci consiste en une cycloaddition [4+2] à demande inverse d’électrons entre un furane qui peut être 
substitué (par exemple par des alkyles) et le 2-nitrosoacrylate d’éthyle (73). Celui-ci est généré in situ 
par la réaction entre le 3-bromo-2-hydroxyiminopropanoate d’éthyle (72) et une base. Gilchrist 
rapporte ainsi en 1979261 la synthèse de 75a en utilisant un excès de furane (74a) avec un rendement de 
46 % et en 1987263 celle de 75c partant du 2-méthylfurane (74c) avec un rendement de 50 %. Il décrit 
également dans ce dernier article l’ouverture quantitative en solution des cycloadduits intermédiaires 
dihydro-4H-furo[2,3-e]oxazines 75a,c en α-hydroxyiminoesters correspondants 64a,c. 

 
Schéma 40 : synthèse d’α-hydroxyiminoesters 64a,c selon Gilchrist261, 263 

Cette synthèse permet un accès en deux étapes à partir du bromopyruvate d’éthyle (71) commercial (ou 
en trois étapes à partir du pyruvate d’éthyle, encore moins coûteux) à des α-hydroxyiminoesters 
comportant un noyau furane avec des rendements qui restent modestes, mais qui sont à mettre en 
perspective avec les 30-35 % obtenus via les condensations sur le malonate de diéthyle (43) et les 
réductions parfois hasardeuses avec le tétrahydruroborate de sodium (cf. Partie II : I.C.1.b). Enfin, il est 
probablement pertinent de mentionner ici les prix passablement élevés des aldéhydes 32d 
(5-éthylfurfural, 35 €/g), 32e (4,5-diméthylfurfural, 32 €/g) ou 32g (5–propylfurfural, 1460 €/g) en 
comparaison avec les alkylfuranes correspondants 74d (3 €/g), 74e (18 €/g) ou 74g (7 €/g). 
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Une première modification apportée aux conditions originales par Yves Janin a été l’utilisation de 
0,01 équivalent de bromure de tétrabutylammonium (NBu4Br, TBAB) comme catalyseur de transfert de 
phase. Il a ainsi pu être préparé avec des temps de réactions courts une sélection d’α-hydroxyiminoesters 
(Tableau 4, entrées 1 à 4) avec des rendements plus importants que précédemment (38 % à comparer à 
10 % pour 64e).  

Étant donné sa facilité d’exécution et son potentiel pour fournir en un temps record des grosses quantités 
de produit, nous avons essayé d’optimiser les rendements de cette réaction. Nous avons ainsi montré 
dans un premier temps qu’un changement de solvant n’était pas délétère en utilisant l’acétate d’éthyle 
(solvant que nous utilisons en routine pour les extractions) en lieu et place du toluène (Tableau 4, entrées 
5 et 6), entrainant une augmentation marginale des rendements. De même, l’ajout d’eau à la réaction 
permet toujours d’obtenir 64e avec un rendement de 50 %. 

Nous avons également essayé d’étudier l’éventuelle influence du contre-ion du carbonate sur la réaction 
de cycloaddition. Ainsi, dans l’acétate d’éthyle, aucune conversion n’est observée en deux heures avec le 
carbonate de lithium (entrée 8) lorsque les mêmes réactifs fournissent 46 % de 64c avec le carbonate de 
sodium (entrée 5) ; l’ajout d’eau au mélange réactionnel permet toutefois de restaurer la réactivité de la 
base (entrée 9). De manière inexpliquée, nous avons observé par RMN avant purification que l’utilisation 
de carbonate de césium (entrée 10) mène majoritairement au cycloadduit 75c (représenté Schéma 40), 
qui ne s’ouvre que lors de son adsorption sur silice avant chromatographie pour finalement fournir 33 % 
de 64c. 

Enfin, nous avons observé qu’un dégagement gazeux, probablement du dioxyde de carbone, avait lieu 
durant la réaction – ce qui permet d’ailleurs de « surveiller » l’avancement des réactions à l’aide d’un 
bulleur. Aussi, l’hydrogénocarbonate issu de la déprotonation de 72 par le carbonate doit lui aussi 
participer activement à la réaction. Toutefois, le premier essai utilisant l’hydrogénocarbonate de sodium 
comme base dans le toluène n’a montré aucune conversion (entrée 12). Ici encore, l’ajout d’eau au milieu 
réactionnel a en revanche permis de restaurer des rendements autour de 50 % (entrées 13 et 14). 

Toutes ces données convergent vers des différences de disponibilité de la base en phase organique malgré 
ou grâce au catalyseur de transfert de phase, avec le carbonate de sodium permettant la réaction dans 
divers solvants, mais le carbonate de lithium ou l’hydrogénocarbonate de sodium nécessitant leur 
dissolution en phase aqueuse avant de pouvoir participer à la réaction. Un essai tardif a également 
montré que la présence d’eau permettait de se passer du catalyseur de transfert de phase, soulignant 
l’importance de celui-ci à l’interface solide–liquide.  

Ces essais ont permis de reproduire les rendements obtenus par Gilchrist avec des quantités 
stœchiométriques de furanes 74 et de 3-bromo-2-hydroxyiminopropanoate d’éthyle (72), mais les 
tentatives d’amélioration de ceux-ci sont restées vaines et les limitations observées pourraient être 
dépendantes des propriétés électroniques intrinsèques de nos réactifs, très importantes dans les réactions 
de cycloaddition. 
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Tableau 4 : conditions modifiées pour la synthèse d’α-hydroxyiminoesters 64 via une cycloaddition [4+2] 

 
  R1 R2 Base Solvant Temps Rdt 64 

1† c Me H Na2CO3 Toluène 2,5 h 42 % 
2† d Et H Na2CO3 Toluène 30 min. 43 % 
3† g Pr H Na2CO3 Toluène 30 min. 40 % 
4† e Me Me Na2CO3 Toluène 30 min. 38 % 
5 c Me H Na2CO3 AcOEt 40 min. 46 % 
6 e Me Me Na2CO3 AcOEt 2,0 h 48 % 
7 e Me Me Na2CO3 AcOEt/H2O 2:1 45 min. 50 % 
8 c Me H Li2CO3 AcOEt 2,0 h n.i.a 

9 c Me H Li2CO3 AcOEt/H2O 2:1 2,0 h 50 % 

10 c Me H Cs2CO3 AcOEt/H2O 5:1 1,0 h 32 % 

11 c Me H K2CO3 AcOEt/H2O 5:1 1,0 h 44 % 

12† c Me H NaHCO3 Toluène 1,5 h n.i.a 

13 c Me H NaHCO3 AcOEt/H2O 1:1 2,0 h 44 % 

14† c Me H NH4HCO3 AcOEt/H2O 5:1 30 min. 53 % 

† Synthèse par Yves Janin ; a Conversion nulle 

Une autre explication pourrait être l’existence d’un équilibre trop lent entre les isomères cis et trans du 
2-nitrosoacrylate d’éthyle (73) issu du traitement de l’oxime 72 par une base, l’isomère trans comportant 
une géométrie moléculaire non favorable à la cycloaddition. Ce serait alors le ralentissement (voire le 
blocage) de la libre rotation de la liaison C–N due à une conjugaison264 qui limiterait nos rendements en 
cycloadduit 75 à un maximum proche de 50 % quelles que soient les conditions réactionnelles essayées. 
Le devenir de l’isomère trans reste incertain, mais nous avons pu constater en CL/SM la formation dans 
le milieu réactionnel de composés résultant de la réaction entre 72 et 73 sans pour autant pouvoir les 
caractériser complètement. 

 
Schéma 41 : formations d’isomères cis et trans du 2-nitrosoacrylate d’éthyle (73) 
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I.D. De la stabilité des α-aminoesters 

Relativement tardivement et à notre grand désarroi, nous avons redécouvert que les α-aminoesters 
conservés sous forme de base libre peuvent réagir sur eux-mêmes pour donner les piperazine-2,5-diones 
correspondantes (Schéma 42), ceci se traduisant le plus souvent par l’apparition d’un insoluble dans les 
flacons après quelques mois, aussi bien à température ambiante qu’à -20 °C. 

 
Schéma 42 : auto-réaction des α-aminoesters sous forme de base libre 

Une première solution lorsque de grosses quantités devaient être faites était de conserver des stocks des 
α-hydroxyiminoesters précurseurs et de ne procéder à la réduction de l’oxime en amine (qui ne nécessite 
le plus souvent comme purification qu’une extraction) qu’au dernier moment. 

Une seconde solution était bien évidemment la conservation des α-aminoesters sous forme de 
chlorhydrate. Ceux-ci peuvent s’obtenir de manière quasi-quantitative en faisant buller du chlorure 
d’hydrogène (formé par ajout d’acide sulfurique concentré sur du chlorure de sodium265 ou d’acide 
chlorhydrique concentré sur du chlorure de calcium266) dans une solution d’α-aminoesters dans l’éther 
diéthylique.  

Toutefois, cette méthode induit une polymérisation au point d’entrée du gaz lorsque le produit contient 
un noyau furane, ce qui était forcément problématique pour des précurseurs d’analogues de la 
furimazine (7), et nous a longtemps laissé penser que les chlorhydrates de furylalaninates d’éthyle étaient 
impossibles à isoler. 

 
Schéma 43 : synthèse du chlorhydrate de furylalaninate d’éthyle (77a) et analogues 

Une recherche plus tardive dans la littérature technique nous montrera cependant que l’estérification de 
la furylalanine (76) dans l’éthanol avec du chlorure de thionyle est possible et conduit à 95 % de 
chlorhydrate de furylalaninate d’éthyle (77a) (Schéma 43).267 Dans notre cas, la dilution des 
α-aminoesters 21 dans un solvant protique préalablement à l’addition de chlorure d’hydrogène en 
solution dans le 1,4-dioxane a conduit de manière quantitative après évaporation des solvants aux 
chlorhydrates d’α-aminoesters souhaités 77. Aucune dégradation n’est observable par RMN après deux 
mois de conservation sans précaution particulière à température ambiante. 
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II - CONSTRUCTION DU NOYAU PYRAZINE 

Deux stratégies de construction du noyau pyrazine ont été utilisées au laboratoire (Schéma 44). La 
première approche est basée sur une réaction connue permettant d’obtenir les 2-hydroxyprazines 79 en 
une étape à partir d’arylglyoxals 30 et d’α-aminoamides 78 (voie 1) ; la seconde est complètement 
originale et permet d’obtenir les pyrazines désirées en 4 ou 5 étapes à partir d’α-aminoesters 21 et de 
β-nitrostyrènes 80 (voie 2). 

 
Schéma 44 : construction des 2-hydroxypyrazines 79 

II.A. Voie 1 

La première approche utilisée pour la synthèse des 2-hydroxypyrazines 79 a été découverte par Jones en 
1949268-269 et légèrement simplifiée par Karmas270 trois ans plus tard. Elle met en jeu la condensation de 
composés α,β-dicarbonylés, tels que les cétoaldéhydes 30, sur des α-aminoamides 78 en présence 
d’hydroxyde de sodium concentré (12,5 N) dans l’eau ou le méthanol refroidi au moins à -10 °C 
(Schéma 45). 

 
Schéma 45 : synthèse des 2-hydroxypyrazines selon Jones268-269 

L’intérêt majeur de cette voie de synthèse est qu’elle permet la formation du cycle pyrazine en une unique 
étape de condensation. Dans notre cas, les très nombreux α-aminoesters préparés ci-avant pouvaient 
facilement être transformés en α-aminoamides 78 et cette approche nous paraissait donc toute indiquée, 
a minima au départ de phénylglyoxal (30i, R1 = Ph), pour accéder à de nombreuses 
2-hydroxypyrazines 79 diversement substituées en position 3. 

II.A.1. Synthèse des α-aminoamides 

Les α-aminoesters 21 sont facilement convertis en α-aminoamides 78 par chauffage dans une solution 
d’ammoniac. Quelques expériences menées avec de l’éthanol ammoniacal 2 N préparé au laboratoire 
ont montré des temps de réaction beaucoup trop importants (plusieurs jours, entrées 2 et 3), ce qui nous 
a laissé penser que le titre en ammoniac dissous était insuffisant. 

L’utilisation d’une solution ammoniacale 7 N commerciale et d’un réacteur autoclave en acier a toutefois 
permis d’obtenir la phénylalaninamide (78i) à partir de l’ester éthylique de phénylalanine (21i) avec des 
rendements de l’ordre de 80 % (entrée 3). Il est apparu lors d’autres essais que l’agitation du milieu dans 
le réacteur est cruciale, une mauvaise agitation entraînant une chute significative du rendement et 
l’apparition de solides non identifiés dans le milieu réactionnel (entrée 4, 62 % contre 87 %).  
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Nous avons ainsi pu synthétiser au laboratoire les α-aminoamides 78 avec de bons rendements, 
excepté 78a dont la synthèse n’a toutefois jamais été répétée pour identifier la source du problème 
(Tableau 5). 

Tableau 5 : conversion des α-aminoesters 21 en α-aminoamides 78 

  R Source NH3 Température Temps Rdt 78 
1 i Phényle NH3/EtOH 4 N 55 °C 15 j. 70 % 
2 i Phényle NH3/EtOH 2 N 100 °C 4 j. 61 % 
3 i Phényle NH3/MeOH 7 N 70 °C 24 h 78-83 % 

4† i Phényle NH3/MeOH 7 N 90 °C 20 h 62-87 % 
5† a Fur-2-yle NH3/MeOH 3,5 N 70 °C 20 h 37 % 
6† an Tétrahydrofur-2-yle NH3/MeOH 7 N 70 °C 20 h 99 % 
7† ar Pyrid-2-yle NH3/MeOH 7 N 70 °C 20 h 90 % 
8† as Pyrid-3-yle NH3/MeOH 7 N 70 °C 22 h 98 % 

II.A.2. Synthèse des arylglyoxals 

Les premiers analogues de furimazine (7) synthétisés au laboratoire ne nécessitaient pas la préparation 
d’arylglyoxals 30 particuliers, le phénylglyoxal (2-oxo-2-phénylacetaldehyde, 30i) étant 
commercialement disponible. Toutefois, notre volonté d’étudier l’influence de substituants sur tous les 
noyaux aromatiques des analogues de luciférines nécessitait la synthèse d’une pluralité d’intermédiaires. 

Une revue détaillée de la synthèse des arylglyoxals et de leur utilisation en synthèse organique a été 
publiée par Eftekhari-Sis et al. en 2013.271 Leur préparation a principalement été effectuée par oxydation 
au dioxyde de sélénium(IV) des acétophénones en quelques heures dans le 1,4-dioxane bouillant.272-275  

Il est également possible de procéder à l’oxydation du méthyle grâce à l’action conjuguée d’acide 
bromhydrique concentré et de diméthylsulfoxyde (DMSO),276-279 solution adoptée au laboratoire afin 
d’éviter l’utilisation de dérivés de sélénium (Schéma 46). 

Un mécanisme pour cette oxydation d’acétophénone a été proposé par Floyd et al.,276 s’appuyant sur une 
communication originale de Kornblum280 rapportant la conversion de la 2-bromoacétophénone (I) en 
phénylglyoxal (30i) par simple agitation dans le DMSO à température ambiante.  

Des essais préliminaires par Floyd et al. ont cependant montré que cette conversion est médiocre dans 
le DMSO anhydre et nécessite l’ajout d’une faible quantité d’eau pour aboutir au phénylglyoxal 30i, 
supposant par conséquent une solvolyse de la 2-bromoacétophénone (I) pour former le cétoalcool 
intermédiaire II. Dans le cas des oxydations d’acétophénones en présence d’acide bromhydrique 
concentré, de faibles quantités de dibrome seraient créés par réaction de l’acide sur le diméthylsulfoxyde 
et permettrait la bromation initiale de l’acétophénone formant I, puis celle du cétoalcool II. La solvolyse 
de III aboutirait ainsi au phénylglyoxal hydraté souhaité. 
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Schéma 46 : synthèse d’hydrates d’arylglyoxals 30 à partir d’acétophénones 81 

Nous avons ainsi pu synthétiser jusqu’à 15 grammes de p-benzyloxyphénylglyoxal (30j, R = p-OBn) avec 
des rendements entre 91 et 93 %.277 Cet excellent résultat n’a toutefois pas pu être reproduit au départ 
d’autres acétophénones (81i,s,z, R = H, o-OMe ou m-F) malgré leur description dans la littérature : la 
réaction aboutit alors dans le meilleur des cas à un mélange de produits dont seule une partie réagit à 
l’étape suivante, soit à de nombreux produits non identifiés et présentant en RMN des signaux mal 
définis (peut-être des polymères). Cette difficulté a ainsi constitué le premier goulot d’étranglement de 
cette voie de synthèse des 2-hydroxypyrazines 79. 

II.A.3. Formations de la pyrazinone 

Comme montré dans le Schéma 45, la condensation d’un α-aminoamide 78 et d’un arylglyoxal 30 peut 
entraîner la formation de deux isomères, avec le substituant R1 (différent de H) pouvant aboutir en 
position 5 ou 6 de la pyrazine, avec d’importantes variations dans les proportions selon les substrats. 
Cette régiosélectivité n’a à notre connaissance jamais été rationnalisée et l’étude ultérieure de l’influence 
de la vitesse d’addition de la base et de la température par Konakahara et Takagi281 a malheureusement 
été effectuée avec le glyoxal (30, R1 = H), symétrique, et n’a donc pu fournir aucune indication à ce 
propos. Ici réside probablement l’un des plus gros inconvénients de cette réaction avec des « problèmes 
de régiochimie [qui] gangrènent cette voie de synthèse dès lors que des composés 1,2-dicarbonylés 
asymétriques sont utilisés ».282,‡ 

Nous avons tout de même exploré au laboratoire l’applicabilité de cette réaction partant de réactifs non 
symétriques pour obtenir des 3-benzyl-5-arylpyrazin-2-ols 79 (Schéma 47). À -78 °C dans le méthanol, 
un mélange de chlorhydrate de phénylalaninamide (82i), de phénylglyoxal (30i) et de soude 3,5 M en 
excès (A) permet d’obtenir environ 60 % de produits, avec un ratio 79a/83 90:10. Dans les mêmes 
conditions, l’utilisation de triéthylamine à la place de la soude conduit à une quantité similaire de 

                                                           
‡ « Regiochemical issues plague the latter route when unsymmetrical 1,2-dicarbonyl compounds are used. » 
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produit, mais avec un ratio 79a/83 inversé (5:95, B), ce que nous avons également observé lorsque la 
solution de soude était trop diluée (0,7 M, C). 

 
Schéma 47 : réaction d’arylglyoxals 30 et de la phénylalaninamide (82i) 

Nous avons par conséquent décidé de nous rapprocher des conditions originales de Jones, ce qui nous a 
permis de synthétiser 79c (partant de l’arylglyoxal 30s non purifié) et 79b avec des rendements 
médiocres (respectivement 14 et 28 %). Un essai utilisant un excès de chlorhydrate de 
phénylalaninamide (82i) a permis d’améliorer le rendement de 79b jusqu’à 35 %. 

Il est toutefois important de noter que l’obtention d’un mélange de régioisomères est d’autant plus 
problématique que leur séparation est extrêmement difficile. Il est possible de recristalliser les isomères 
« 3,5 » dans le toluène, mais généralement avec de mauvais rendements, et nous n’avons pas réussi à les 
séparer convenablement par chromatographie sur gel de silice. Nous avons également essayé de les 
séparer après chloration (cf. II.C), mais sans grand succès. 

II.A.4. Conclusion 

La synthèse des 2-hydroxypyrazines 79 selon Jones permet en théorie d’obtenir très rapidement les 
molécules cibles, ce qui lui procure un intérêt indéniable dans les cas simples. Toutefois, nos difficultés 
de préparation d’arylglyoxals 30 diversement substitués et le comportement erratique de l’étape de 
condensation ont considérablement limité le champ d’application de cette réaction. Ayant besoin pour 
nos études de relations « structure-luminescence » de varier la nature des substituants sur toute position 
de la molécule, nous avons privilégié de facto la seconde voie d’accès qui s’est avérée offrir une bien plus 
grande souplesse d’utilisation. 

La compréhension du mécanisme de cette réaction et des paramètres permettant d’influer efficacement 
sur la régiosélectivité ou les rendements reste cependant un sujet d’étude de notre équipe de recherche 
tant cette approche serait intéressante pour la synthèse à grosse échelle (100 g à 1 kg) de certains de nos 
substrats.  
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II.B. Voie 2 

La seconde voie d’accès aux 2-hydroxypyrazines 79, dont l’analyse rétrosynthétique est présentée dans 
le Schéma 48, exploite pleinement les α-aminoesters 21 (ou leurs chlorhydrates 77) synthétisés 
précédemment et met en jeu des β-nitrostyrènes 84 très facilement préparables à partir de 
nitrométhane (88) et d’aldéhydes aromatiques (32). 

 
Schéma 48 : analyse rétrosynthétique de la formation des 2-hydroxypyrazines 79 (voie 2) 

Cette voie 2 comporte donc quatre étapes (sans compter la synthèse préalable des composés 21/77 et 84) 
et nécessite un ajustement à deux reprises des degrés d’oxydation, ce qui ne joue pas d’emblée en sa 
faveur. Toutefois, sa grande versatilité en a fait une alternative alléchante à la difficile préparation des 
2-hydroxypyrazines selon Jones (voie 1). 

II.B.1. Synthèse des β-nitrostyrènes 

 
Schéma 49 : synthèse des β-nitrostyrènes 84 

La condensation du nitrométhane 99 sur les aldéhydes a été décrite en 1895 par Louis Henry283 pour 
fournir les nitroalcools 89 correspondants. Dans les cas favorables, une déshydratation des nitroalcools 
est possible, pour fournir les β-nitrostyrènes 84 d’intérêt. Diverses conditions réactionnelles ont été 
décrites dans la littérature : dans le nitrométhane pur en présence d’acétate d’ammonium,284 dans le 
méthanol en milieu acide,285 dans le méthanol avec basification au méthanolate de sodium suivi d’un 
traitement acide286 ou encore dans l’acide acétique en présence d’acétate d’ammonium.287-289 

Malheureusement, toutes ces conditions ont mené la plupart du temps à la formation du nitroalcool 89, 
avec des quantités assez variables de nitrostyrènes 84 et nous n’avons jamais réussi à obtenir l’un sans 
l’autre. Une amélioration tangible a été obtenue dans le cas de la condensation du benzaldéhyde (32i) 
en utilisant une faible quantité d’acétate d’ammonium et l’acide acétique comme solvant (Tableau 6, 
entrées 3 et 4),287 avec un rendement après recristallisation de 52 % (50 g). Les bons rendements obtenus 
sur une échelle d’environ 20 grammes avec le p-benzyloxybenzaldéhyde (32j, entrée 8) sont 
probablement dus au chauffage prolongé dans l’acide acétique après réaction : le nitroalcool 89j est alors 
acétylé ce qui permet après élimination lors de la recristallisation dans l’éthanol l’obtention du 
nitrostyrène 84j correspondant. 
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Tableau 6 : conditions de synthèse et rendements des β-nitrostyrènes 

  Ar MeNO2 Conditions Purification Rdt 84 
1† ai p-Chlorophényle Excès 0,3 éq. AcOH·NH3, 100 °C m.o., 2 h C.L. 30 % 
2 ab o,o-Difluorophényle Excès 0,3 éq. AcOH·NH3, 90 °C m.o., 2,5 h C.L. 37 % 
3 i Phényle Excès 0,3 éq. AcOH·NH3, 90 °C m.o., 1 h χ MeOH 30 % 

4† i Phényle 2,0 éq. 0,5 éq. AcOH·NH3, AcOH, reflux, 2 h χ EtOH 52 % 
5 j p-Benzyloxyphényle 1,0 éq. HCl 5 N, MeOH, 1 h – n.i.a 
6 j p-Benzyloxyphényle 0,3 éq. 0,3 éq. AcOH·NH3, 90 °C m.o., 1 h – n.i.b 

7 j p-Benzyloxyphényle 1,0 éq. 
1,2 éq. MeONa, 15 min, t.a. ; puis 2 éq. 
HCl 37%, H2O 

χ EtOH 35 % 

8 j p-Benzyloxyphényle 1,3 éq. 
1,2 éq. MeONa, 15 min, t.a. ; puis 2 éq. 
HCl 37%, H2O ; puis AcOH, reflux, 24 h 

χ EtOH 70-75 % 

9† k o-Tolyle 1,5 éq. 1,1 éq. AcOH·NH3, AcOH, reflux, 8 h C.L. 41 % 
10† l m-Tolyle 1,5 éq. 1,1 éq. AcOH·NH3, AcOH, reflux, 8 h C.L. 41 % 
11† m p-Tolyle 1,5 éq. 1,1 éq. AcOH·NH3, AcOH, reflux, 8 h χ EtOH 33 % 
12† z m-Fluorophényle 1,5 éq. 1,1 éq. AcOH·NH3, AcOH, reflux, 8 h C.L. 35 % 

a Conversion nulle ; b Dégradation ; χ : recristallisation ; C.L. : chromatographie liquide (sur gel de silice) 

Ici encore, plusieurs conditions ont été testées jusqu’à obtenir les produits voulus en quantités suffisantes 
pour poursuivre la synthèse. Dans l’absolu, une optimisation du processus pour obtenir une élimination 
complète de l’hydroxyle du nitroalcool serait souhaitable si le laboratoire devait être amené à synthétiser 
un de ces composés (non commercialement disponible) en plus grande quantité. 
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II.B.2. Formation des pipérazin-2-ones 

La synthèse des pipérazin-2-ones 87 a été effectuée en trois étapes à partir des β-nitrostyrènes 84 et des 
α-aminoesters 21, via une addition-1,4 suivie d’une réduction du groupement nitro et d’une 
amidification thermique intramoléculaire. 

 
Schéma 50 : formation des pipérazin-2-ones 87 

Cet enchaînement de réactions menant à une pipérazin-2-one était à notre connaissance totalement 
original lors de sa découverte au laboratoire. Nous détaillerons ci-dessous les essais menés pour chaque 
étape de notre voie de synthèse, mais les expériences ayant été menées sans purification des 
intermédiaires, nous avons présenté les rendements rassemblés dans le Tableau 7 (p. 72). 

a. Additions-1,4 et stabilité de l’adduit formé 

Des essais d’additions-1,4 de l’ester éthylique de phénylalanine (21i) sur le β-nitrostyrène (84i) ont été 
effectués dans un premier temps en solution dans le tétrahydrofurane, l’acétonitrile, le dichlorométhane 
ou l’éthanol. Toutefois, le suivi de ces réactions par RMN 1H (par mesure de la disparition des protons 
vinyliques du β-nitrostyrène (84i)) s’est rapidement montré totalement décorrélé des résultats obtenus 
après réduction du groupe nitro en amine et cyclisation. Ainsi, des essais dont l’avancement au niveau 
de l’étape d’addition semblaient médiocres conduisaient à la pipérazinone souhaitée avec de bons 
rendements et inversement. 

Nous en sommes venus à penser qu’en solution l’adduit-1,4 85 est en équilibre avec ses précurseurs. Les 
conversions mesurées en RMN 1H lors de nos premiers essais ne correspondraient alors pas à 
l’avancement dans le milieu réactionnel, mais à celui de l’échantillon après l’évaporation nécessaire des 
solvants… pour pouvoir effectuer l’analyse RMN 1H. 

Nous avons par conséquent effectué les essais d’addition sans solvant ou, lorsque les deux réactifs étaient 
solides, en les diluant dans le dichlorométhane ou l’acétate d’éthyle puis en concentrant le mélange sous 
pression réduite pour homogénéiser le mélange et obtenir l’adduit 85 (Schéma 51). Par ailleurs, afin 
d’homogénéiser les mélanges d’huiles et ne possédant pas au laboratoire d’agitateur magnétique 
suffisamment puissant, ces réactions ont parfois été effectuées dans des ballons directement connectés à 
un évaporateur rotatif (« bétonnière »), dont le bain pouvait être utilisé pour chauffer et fluidifier le 
mélange réactionnel. 

 
Schéma 51 : addition-1,4 des α-aminoesters 21 sur les β-nitrostyrènes 84 

Nous avons alors pu vérifier en RMN 1H la validité de notre hypothèse avec la réversion quasi-totale en 
une nuit de cette addition lors de la dissolution d’échantillons dans du méthanol deutéré. La Figure 13a 
montre que cette réversion se traduit par la réapparition des protons vinyliques du β-nitrostyrène 84i 
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autour de 8 ppm et un retour à un seul système de protons éthyliques autour de 1,5 ppm et 4 ppm 
(l’adduit 85 possédant deux centres asymétriques, les diastéréoisomères résultants affichent deux 
systèmes éthyliques en RMN 1H). A contrario, l’adduit 85 est beaucoup plus stable en solution dans le 
chloroforme deutéré (Figure 13b). 

 
Figure 13 : suivi par RMN 1H de l’adduit 85 en solution dans a) MeOD, b) CDCl3 ; à t = 0 (rouge) et t = 24 h (bleu)  

Une étude a posteriori de la littérature concernant les additions-1,4 d’amines sur le nitrostyrène ou des 
nitrovinyles a montré une grande variabilité de cet équilibre selon les substrats (Schéma 52). Ainsi, Chen 
et al.290 ont décrit la synthèse d’une pipéridine substituée 92 via la formation d’un adduit-1,4 du 
nitrostyrène (84i) sur l’ester méthylique de phénylalanine (90), mais qui est directement piégé par une 
seconde addition sur la butènone (91). Gabrielli et al.291 quant à eux ont rapporté l’addition aisée de 
chlorhydrates d’α-aminoesters 94 sur un β-nitroacrylate 93, le protocole expérimental ne permettant 
cependant pas de conclure sur l’occurrence des adduits 95 avant l’évaporation des solvants ; la réduction 
du groupe nitro permet ensuite une cyclisation en pipérazin-2-ones 96 selon un schéma assez semblable 
à ce que nous avons développé au laboratoire. 
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Schéma 52 : précédents d’additions-1,4 d’amines sur un nitrostyrène ou un nitrovinyle 

Nous avons rapidement souhaité nous assurer de la stabilité de l’adduit-1,4 85 dans les conditions de 
réduction au zinc des groupements nitro en amine déjà exposées en Partie II : I.B.2 et Partie II : I.C.1.d. 
En effet, la réaction s’effectue dans un mélange d’éthanol et d’acide chlorhydrique et les résultats exposés 
ci-dessus ne nous incitaient pas à être optimistes quant à l’utilisation de ces solvants et réactifs. Toutefois, 
le suivi en RMN 1H de la stabilité de l’adduit a montré que s’il était défait en 24 heures dans l’éthanol 
deutéré (Figure 14a), il était relativement stabilisé par la présence d’acide chlorhydrique deutéré (DCl) 
avec une évolution assez limitée après une journée (Figure 14b). Il était par conséquent possible de 
procéder à la réduction de l’adduit dans les conditions habituelles, ce qui a d’ailleurs été effectué de 
manière systématique directement après l’addition-1,4, sans purification aucune. 

Enfin, d’autres suivis (non montrés) ont montré que cette stabilisation en milieu acide n’était pas altérée 
en ajoutant un co-solvant à l’éthanol, ce qui nous a permis d’utiliser si besoin du 1,4-dioxane lors des 
réductions pour aider à la solubilisation des adduits 85, et qu’elle était également efficace en présence de 
chlorure d’ammonium (même si cela n’a jamais été mis à profit durant ces travaux). Il est également 
possible partant d’un chlorhydrate d’α-aminoester 77 de dessaler ce dernier in situ à l’aide de 
triéthylamine et de procéder à l’addition–1,4 et à la réduction. 
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Figure 14 : suivi par RMN 1H de l’adduit 85 en solution a) dans EtOD, b) dans EtOD + DCl ;  

à t = 0 h, 3 h et 24 h (de haut en bas) 

b. Réduction de l’adduit-1,4 

Plusieurs conditions de réduction des adduits-1,4 85 ont été utilisées au commencement du projet, 
malheureusement sans que nous soyons à l’époque conscients de la réversibilité de la réaction d’addition 
dans les solvants alcooliques. Ainsi, après formation majoritaire de l’adduit-1,4 dans l’acétonitrile (dans 
lequel l’équilibre est plutôt déplacé vers l’adduit), une réduction catalytique au palladium292 dans 
l’éthanol a conduit à la réduction totale du β-nitrostyrène (84i) au fur et à mesure de la réversion de la 
réaction. D’autres tentatives de réductions en utilisant le Thalès H-Cube avec du nickel de Raney291 ou 
du palladium sur charbon dans l’éthanol se sont également soldés par des échecs. 
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EtOH ou 1,4-dioxane
0 °C à t.a., 2 h

H2N

N
H

R1

O OEt

R2

85 86  
Schéma 53 : réduction des adduits-1,4 85 (conditions finales) 

Finalement, l’emploi de poussière de zinc en présence d’acide chlorhydrique dans l’éthanol à 0 °C, 
décrite à plusieurs occasions dans la littérature,290, 293-295 s’est avéré une fois encore gagnant, avec la 
stabilisation inattendue de l’adduit par l’acide décrite plus haut. Lorsque les adduits-1,4 85 sont peu 
solubles dans l’éthanol, il est également possible de procéder à cette réaction dans le 1,4-dioxane de 
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manière satisfaisante, en faisant attention toutefois à ne pas geler la solution dans le bain de glace 
(Schéma 53). Enfin, nous n’avons jamais cherché à isoler les diamines résultantes de cette étape et 
systématiquement procédé à leur cyclisation comme décrit ci-après. 

c. Cyclisation 

L’amidification intramoléculaire a été réalisée en chauffant à haute température les adduits-1,4 
réduits 86 afin de forcer la substitution de l’ester par l’amine primaire libre sans aucune activation 
(Schéma 54). 

 
Schéma 54 : formation des pipérazin-2-ones 87 par amidification intramoléculaire 

Lors des premiers essais sur de petites quantités de 86a (R1 = R2 = Ph), il a été possible de procéder à sa 
cyclisation en le chauffant une heure dans le toluène à 130 °C au four à micro-ondes. Nous avons 
également procédé à des cyclisations dans le toluène au reflux durant une nuit, et même dans le 
chlorobenzène au reflux (132 °C). Sur grosse échelle (> 50 g), et après avoir observé durant quelques 
expériences des cyclisations précoces lors de l’évaporation de solvants dans des bains d’eau un peu trop 
chauds, nous avons finalement décidé de simplement chauffer l’adduit réduit 86 sans solvant à 140 °C 
au bain d’huile durant 3 heures pour obtenir la pipérazin-2-one correspondante. 

Comme nous l’avons vu précédemment, l’addition-1,4 étant un équilibre, les mélanges réactionnels 
peuvent contenir l’α-aminoester de départ si la réduction n’est pas assez rapide, ce qui oblige à une 
purification après cyclisation. Nous avons profité lorsque cela était possible de la différence de solubilité 
dans le cyclohexane des α-aminoesters 21 (très solubles) et des pipérazin-2-ones 87 (peu solubles) en 
dispersant le brut réactionnel dans celui-ci, ce qui a permis sur grosse échelle d’éviter une purification 
laborieuse par chromatographie sur gel de silice. Dans le cas de la pipérazin–2–one 87b (R1 = p-BnO-Ph, 
R2 = Ph), le produit souhaité s’est avéré trop soluble dans le cyclohexane ; nous avons alors procédé à 
l’évaporation sous vide (4 mbar) à 170-180 °C de l’ester éthylique de phénylalanine, ce qui a permis dans 
le même temps la cyclisation du produit. 

Lorsque des purifications des pipérazin-2-ones 87 par chromatographie sur gel de silice ont été 
effectuées, il était le plus souvent possible de séparer les paires de diastéréoisomères cis et trans formés. 
Afin de permettre leur description, nous avons procédé à l’identification des isomères dans le cas de 87a, 
obtenus avec le (S)-phénylalaninate d’éthyle ((S)-21i) commercial énantiomériquement pur. Pour cela, 
nous avons identifiés en RMN grâce à une séquence DEPT-135 les carbones 3 et 5 de 87a (seuls carbones 
tertiaires non aromatiques), puis les protons qu’ils portaient grâce à une expérience HSQC. Enfin, des 
expériences NOESY 1D296-298 permettent d’observer les effets Overhauser nucléaires entre les H3 et H5 
dans le cas de l’isomère cis (Figure 15, gauche) et l’absence totale d’interaction entre ces protons dans le 
cas de l’isomère trans où ils sont de part et d’autre du cycle (Figure 15, droite). Les stéréoisomères des 
autres pipérazin-2-ones 87 ont par la suite été identifiées par comparaison des massifs aliphatiques de 
leurs RMN 1H avec les isomères étudiés ci-dessus et des déplacements chimiques caractéristiques du C5. 
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Figure 15 : discernement des diastéréoisomères des pipérazin-2-ones 84 par effet Overhauser nucléaire  

(seuls les diastéréoisomères formés par l’addition d’un (S)-α-aminoester sont dessinés) 

Tableau 7 : rendements relatifs à la formation des pipérazin-2-ones 84 (voie 2) 

  R1 R2 (21) Cyclisation Rdt 87a 
(cis/trans) 

Échelle 
(87) 

1 87a Phényle Phényle (21a) Tol. 130 °C (m.o.), 1 h 43 % (1,3:1) 0,50 g 
2 87a Phényle Phényle (21a) Tol. 150 °C (m.o.), 1 h 55 % (1,1:1) 0,64 g 
3 87a Phényle Phényle (21a) Tol. 130 °C (m.o.), 4 h 56 % 6,0 g 
4 87a Phényle Phényle (21a) Chlorobenzène, Δ, 16 h 58 % (1,1:1) 6,1 g 
5 87a Phényle Phényle (21a) Chlorobenzène, Δ, 15 h 72 % (2:1) 14 g 
6 87a Phényle Phényle (21a) Pur, 80 °C, 11h ; Tol., Δ, 3 h 64 % 40 g 
7 87b p-Benzyloxyphényle Phényle (21a) Pur, 180 °C, 4 mbar (cf. 42b)  
8 87d Phényle o-Chlorophényle (21ag) Pur, 140 °C, 3 h 45 % 2,2 g 
9 87i o,o-Difluorophényle Phényle (21a) Pur, 140 °C, 3 h 62 % 2,0 g 

10 87e Phényle o,o-Difluorophényle (21ab) Pur, 140 °C, 3 h 61 % (1,7:1) 2,8 g 
11 87f Phényle o,m-Difluorophényle (2,3 ; 21ac) Pur, 140 °C, 3 h 63 % (1,3:1) 2,8 g 
12 87g Phényle o,m-Difluorophényle (2,5 ; 21ad) Pur, 140 °C, 3 h 61 % (1,3:1) 2,8 g 
13 87h Phényle m,m-Difluorophényle (21ae) Pur, 140 °C, 5 h 61 % (1,5:1) 2,7 g 

a Rendement calculé depuis l’α-aminoester 21, après trois étapes 
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Cette voie de synthèse a permis au laboratoire d’obtenir plus d’une cinquantaine de pipérazin-2-ones 87 
différentes, avec R1 et R2 le plus souvent des phényles mono- ou disubstitués par des halogènes ou des 
groupes alkyles, méthoxyle et trifluorométhyle (le Tableau 7 ne comporte que les analogues entièrement 
synthétisés par l’auteur). 

II.B.3. Aromatisation 

De nombreux oxydants ont été employés pour accomplir l’aromatisation de 
dihydroquinoxalin-2-ones 97 et fournir les 2-hydroxyquinoxalines 98 : le dioxyde de manganèse à 
chaud299 ou à froid,300 l’iode en milieu basique,301 le peroxyde d’hydrogène concentré en milieu basique302 
ou encore avec la 2,3-dichloro-5,6-dicyano-1,4-benzoquinone (DDQ)303-306 (Schéma 55). 

 
Schéma 55 : aromatisation des dihydroquinoxalin-2-ones 

Toutefois, à notre connaissance, la double déshydrogénation menant aux pipérazin-2-ones 79 
aromatiques qui nous concernait n’a jamais été décrite et nous avons par conséquent essayé plusieurs 
méthodes, notamment certaines décrites ci-dessus ou d’autres inspirées de l’aromatisation de 
dihydropyridines en pyridines.307 

a. Essais non concluants 

Un essai d’aromatisation de 87a à l’aide de N-bromosuccinimide (NBS) dans l’éthanol, suivi en 
spectrométrie de masse, a montré l’aromatisation rapide d’une partie du réactif, mais avec une 
bromation tout aussi rapide du produit et, dans l’éthanol, la substitution du produit par des éthoxyles. 
De manière similaire, l’utilisation de N-chlorosuccinimide (NCS) dans l’acétonitrile a également 
provoqué des chlorations tous azimuts, l’étude des spectres RMN n’ayant malheureusement pas permis 
de déterminer exactement les positions réactives. Toutefois, nous avons pu observer des masses 
compatibles avec le produit aromatisé 79a (M-4H) étant monosubstitué par un hydroxyle (M-5H+OH) 
ou un atome de chlore (M-5H+Cl) (Figure 16). 

 
Figure 16 : analyse par CL/SM des produits de réaction entre 87a et le N-chlorosuccinimide 

Par ailleurs, des tentatives d’aromatisation de la 3-benzyl-5-phénylpipérazin-2-one (87a) en la 
2-hydroxypyrazine correspondante 79a à l’air libre grâce à des quantités catalytiques de diiode en 
présence d’urée (originellement décrite pour l’aromatisation des dihydropyridines)307 se sont 
systématiquement soldées par l’obtention d’un mélange de réactif, de produit souhaité et de produits 
suroxydés. Nous n’avons pas réussi ici non plus à déterminer précisément la ou les positions suroxydées 
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(position benzylique, N-oxydation, position 6 de la 2-hydroxypyrazine ou de la pipérazin-2-one), les 
purifications par chromatographie sur silice ou par recristallisation ne permettant pas d’isoler les sous-
produits avec une pureté suffisante. 

b. Aromatisation au soufre (voie 2a) 

Les premiers essais d’aromatisation des pipérazin-2-ones 87 à l’aide d’agents halogénés ne semblant pas 
aboutir, nous avons finalement eu recours à des aromatisations au soufre à haute température comme 
cela avait pu être fait avec des pyridines.308, 309 , 310 

Tableau 8 : aromatisation de la 3-benzyl-5-phénylpipérazin-2-one (87a) 

 
 S Solvant Température Temps Rdt 79a 

1 15 éq. Toluène 111 °C (reflux) 3 h 0 % (pas de conversion) 
2 12 éq. 1,3-Dichlorobenzène 172 °C (reflux) 24 h 40 % 
3 3,3 éq. 1,3-Dichlorobenzène 172 °C (reflux) 16 h 55 % 
4 2,1 éq. 1,3-Dichlorobenzène 172 °C (reflux) 10 h 83 % 

Cette réaction de déshydrogénation au soufre n’a pas lieu au reflux du toluène (Tableau 8, entrée 1) et a 
nécessité l’utilisation d’une température bien plus élevée (à 172 °C, au reflux du m-dichlorobenzène) 
pour obtenir une conversion complète de la pipérazin-2-one 87a. Des manipulations ultérieures au 
laboratoire (non décrites) ont montré qu’il était également possible d’utiliser la décaline 
(décahydronaphtalène) pour effectuer cette réaction, avec un point d’ébullition autour de 190 °C ; la 
littérature mentionne également l’usage de tétraline (tétrahydronaphtalène, 208 °C)308 ou de xylène 
(138-145 °C)311 sur d’autres composés. 

Les expériences avec un excès de soufre (entrées 2 et 3) ont 
également montré la sensibilité du 3-benzyl-
5-phénylpyrazin-2-ol (79a) aux oxydants, avec des 
rendements se réduisant avec l’augmentation de la quantité 
de soufre au-delà des deux équivalents requis. Parmi la 
myriade de sous-produits, il a notamment été possible 
d’identifier le « dimère » 99 (Figure 17 ci-contre), 
traduisant la sensibilité importante de la position 
benzylique de ces molécules et pouvant peut-être expliquer 
les sur-halogénations observées précédemment. 

Finalement, cette méthode d’aromatisation a été utilisée au laboratoire avec un très léger excès de soufre 
(2,10 voire 2,05 équivalents), en enchainant le plus souvent avec l’activation de la position 2 du noyau 
pyrazine (voir le Tableau 9 pour les rendements relatifs aux manipulations enchainées), et a permis 
d’obtenir les composés 79 et 42 souhaités avec de bonnes conversions sur des lots de toute taille (du 
gramme à la trentaine de grammes). 

 
Figure 17 : sous-produit de l’aromatisation 

de 87a 
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c. Aromatisation via la formation d’un N-oxyde (voie 2b) 

La synthèse de N-oxydes aromatiques est connue de longue date312 et leur utilité en synthèse n’est plus à 
démontrer.313-321 De même, les synthèses de pipéridine- ou pipérazine-N-oxydes à l’aide de peracides tels 
que l’acide peracétique ou l’acide m-chloroperbenzoïque (m-CPBA) ont précédemment été décrites 
dans la littérature,322-325 mais sans être des intermédiaires pour l’aromatisation des hétérocycles. 

Yves Janin a cependant découvert au laboratoire que les pipérazine-N-oxydes 100 peuvent être aisément 
convertis en 2-hydroxypyrazines 79 non seulement thermiquement mais aussi grâce à l’action d’une 
base diluée. Ainsi, la N-oxydation d’une pipérazin-2-one 79 suivie d’un traitement à la soude dans 
l’éthanol quelques heures au reflux ou une nuit à température ambiante permet après acidification 
d’obtenir les 2-hydroxypyrazines 79 correspondantes (Schéma 56). À notre connaissance, cet 
enchainement de réaction n’a jamais été décrit précédemment dans la littérature. 

 
Schéma 56 : aromatisation des pipérazin-2-ones 79 via la formation d’un N-oxyde 100 

Afin d’obtenir les 2-hydroxypyrazines 79 pures, plusieurs stratégies ont pu être appliquées (Tableau 9). 
Si les pipérazin-2-ones 87 avaient été purifiées, la N-oxydation et le traitement basique ont été enchainés 
pour fournir après acidification les produits 79 souhaités (qui peuvent être filtrés si insolubles dans une 
solution aqueuse d’acide chlorhydrique ou extraits à l’aide d’un solvant organique). A contrario, nous 
avons parfois directement procédé au traitement de bruts contenant les pipérazin-2-ones 87 au moyen 
d’acide peracétique avant de purifier les N-oxydes 100 par chromatographie sur gel de silice, puis de 
terminer l’aromatisation. 
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II.C. Activation de la position 2 de la pyrazine 

L’activation de la position 2 du noyau pyrazine grâce à la substitution de l’hydroxyle par un meilleur 
groupe partant s’est rapidement imposée afin de permettre la N-arylation des α-aminoesters. 

Nous avons tout d’abord choisi de substituer l’hydroxyle par un chlorure. Karmas et Spoerri ont 
décrit270, 326 dès les années 50 la chloration d’hydroxypyrazines à l’aide de trichlorure de phosphoryle au 
reflux (106 °C), conditions utilisées également par Ohta315 ou Sato317 plus récemment. Nous avons donc 
commencé par essayer ces conditions pour convertir 79a en 3-benzyl-2-chloro-5-phénylpyrazine (42a). 
Toutefois, cette méthode ne montrait après 30 minutes qu’une conversion minime, avec l’observation 
en spectrométrie de masse de composés polyphosphorylés,† et la même réaction laissée 17 heures a 
montré une conversion de l’ordre de seulement 10 % (Schéma 57). L’acidification des phases aqueuses 
(basiques) issues du traitement de la réaction a permis la récupération de l’hydroxypyrazine 79a de 
départ. Cette mauvaise conversion laisse présager la formation de composés N-phosphorylés ne pouvant 
pas subir l’attaque nucléophile des ions chlorures pour conduire au dérivé chloré voulu. 

 
Schéma 57 : synthèse de la 3-benzyl-2-chloro-5-phénylpyrazine (42a) et analogues 

Nous avons par la suite utilisé un agent chlorant proche, le dichlorure de phénylphosphoryle (PhPOCl2), 
qui avait été utilisé avec succès par Schneller et May327 sur la 2,3-dihydroxypyrazine pour conduire à la 
2,3-dichloropyrazine. Au moyen de ce réactif, nous avons pu convertir l’hydroxypyrazine 79a en 
chloropyrazine 42a souhaitée après 3 heures à 120 °C, avec des rendements entre 53 %† et 57 % à 
l’échelle du gramme. Une amélioration majeure a été rendue possible en portant une attention 
particulière au traitement de la réaction : nous avons ainsi observé qu’une dilution dans l’acétate d’éthyle 
préalablement au versement du mélange réactionnel sur de la glace pilée permet jusqu’à 30 % 
d’augmentation du rendement de cette réaction. Comme nous avons observé par ailleurs une possible 
hydrolyse des chloropyrazines 42 en milieu acide, cette dilution préalable permet probablement de 
limiter cette réaction secondaire lors du traitement. Nous avons par la suite adopté une température de 
réaction de chloration autour de 100 °C et un temps de réaction plus long (Schéma 57) pour fournir les 
2-chloropyrazines 42 avec des rendements allant de 59 à 90 %. 

Cette méthode de chloration est compatible avec des composés substitués par des fluors, des éthers ou 
des alkyles et nous a permis d’obtenir au laboratoire une quarantaine de 2-chloropyrazines différentes, 
dont une petite sélection est énumérée dans le Tableau 9. La voie 1 permet d’obtenir les 
2-chloropyrazines en trois étapes depuis l’α-aminoester mais souffre des très mauvais rendements au 
stade de la formation du noyau pyrazine. A contrario, la voie 2 comprend cinq étapes et implique par 
conséquent plus de traitements ; il est toutefois possible d’enchaîner les réactions avec un minimum de 
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purifications par chromatographie, ce qui est évidemment intéressant dès que des quantités importantes 
de 2-chloropyrazines doivent être produites (cf. première entrée du tableau). 

Tableau 9 : tableau relatif à la formation des 2-chloropyrazines 42* 

 R1 R2 (21) Voie 87 100 79 42 Rdt depuis 21 
a Phényle Phényle (21i) 2a – – – 63 % (20,0 g) 
b p-Benzyloxyphényle Phényle (21i) 1 –   22 % 62 % 14 % (0,9 g) 
b p-Benzyloxyphényle Phényle (21i) 2a –  – – 32 % (7,6 g) 
c o-Méthoxyphényle Phényle (21i) 1 –  10 % 81 % 8 % (1,8 g) 
d Phényle o-Chlorophényle (21ag) 2a –  42 % 73 % 31 % (1,6 g) 
e Phényle o,o-Difluorophényle (21ab) 2a 61 % 80 % 71 % 34 % (1,5 g) 
e Phényle o,o-Difluorophényle (21ab) 2b – 39 % 90 % 90 % 31 % (7,5 g) 
f Phényle o,m-Difluorophényle (2,3 ; 21ac) 2b – – 43 % 80 % 35 % (1,9 g) 
g Phényle o,m-Difluorophényle (2,5 ; 21ad) 2a 61 % 30 % 59 % 11 % (0,5 g) 
g Phényle o,m-Difluorophényle (2,5 ; 21ad) 2b – – 39 % 69 % 27 % (1,2 g) 
h Phényle m,m-Difluorophényle (21ae) 2a 61 % 68 % 43 %a 18 % (0,73 g) 
h Phényle m,m-Difluorophényle (21ae) 2b – 26% 86 % 90 % 20 % (3,5 g) 

* Les premiers rendements de chaque ligne sont exprimés par rapport à l’α-aminoester 21 correspondant 
a Purification par recristallisation (MeOH) 

D’autres méthodes d’activation de la position 2 de la pyrazine ont été utilisées au laboratoire, soit lors 
des essais préliminaires de N-arylation, soit lorsque sa chloration était problématique.  

Ainsi, la réaction du dichlorure de phénylphosphoryle sur l’hydroxypyrazine 79j, présentant un cycle 
tétrahydrofurane en R2, a entrainé l’ouverture et la polychloration de ce dernier. Une alternative a été 
trouvée en procédant en premier lieu à une triflation de l’hydroxypyrazine 79j avec un rendement de 
41 %, puis en substituant thermiquement le triflate par un bromure,328 pour obtenir la 
2-bromopyrazine 20j avec un rendement de 63 % (Schéma 58). 

 
Schéma 58 : formation des 2-bromopyrazines 20a,j,k via les esters trifliques 101a,j,k 
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Le 3-benzyl-5-phénylpyrazin-2-ol 79a a également été converti en la 2-bromopyrazine 
correspondante 20a, avec toutefois une baisse du rendement de la seconde étape due à une conversion 
incomplète. Enfin, le composé 79k présentant un noyau furane a pu être converti en 20k† avec un 
rendement global équivalent à 20a, mais en ne traitant l’ester triflique 101k qu’avec une extraction 
liquide/liquide préalablement à la seconde étape. 

Même si ces réactions mériteraient d’être optimisées, l’activation des 2-hydroxypyrazines 79 en 
2-bromopyrazines 20 a permis au laboratoire de produire des partenaires de N-arylation sans avoir 
recours à des conditions acides, aboutissant à des analogues de luciférines qui n’auraient sinon pas pu 
être synthétisés.
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III - N-ARYLATIONS ET CYCLISATIONS EN IMIDAZO[1,2-A]PYRAZIN-
3(7H)-ONES 

III.A. N-arylations 

Ainsi que nous l’avons exposé précédemment, nous avons choisi au laboratoire d’éviter la synthèse de 
2-aminopyrazines et de composés α,β-dicarbonylés pour accéder aux imidazo[1,2-a]pyrazin-
3(7H)-ones Q, comme cela avait pu être largement rapporté dans la littérature.  

McCapra et Chang avaient toutefois effectué en 1967 la synthèse d’un composé modèle 19a pour étudier 
la chimiluminescence de la varguline (5), avec comme étape clé une amination thermique de la 
bromopyrazine 20 par l’alaninate d’éthyle (21) dans le diméthylsulfoxyde bouillant (Schéma 8), sans 
toutefois préciser de rendement.188 

 
Schéma 59 : N-arylation thermique de l’alaninate d’éthyle selon McCapra et Chang188 

Au laboratoire, des essais infructueux de substitution nucléophile aromatique sans catalyseur de 
2-chloro- et 2-iodopyrazines par le phénylalaninate d’éthyle 21i nous ont rapidement incités à explorer 
les possibilités offertes par les couplages au palladium de Buchwald-Hartwig pour l’étape de N-arylation. 

III.A.1. Mécanisme(s) de l’amination de Buchwald-Hartwig 

Le couplage palladié entre un halogénoaryle et une amine libre (décrite dans deux articles différents en 
1995 par Stephen Buchwald329 et John Hartwig,330 en opposition à la littérature antérieure nécessitant 
des complexes stanniques) pour former une liaison carbone-azote est supposé suivre un mécanisme 
proche de ceux établis pour les couplages carbone-carbone. Après réduction éventuelle du palladium(II) 
(non dessinée, dépendant du sel utilisé) et dissociation d’un ligand, le palladium(0) s’insère dans la 
liaison halogène-carbone de l’halogénoaryle, puis forme un complexe de coordination avec l’amine. La 
réaction nécessite alors l’action d’une base pour déprotoner l’amine dont l’acidité est exacerbée par le 
métal, avant de procéder à une élimination réductrice aboutissant au produit de couplage souhaité ainsi 
qu’au renouvellement du palladium(0) (Schéma 60). 
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Schéma 60 : mécanisme de l’amination au palladium et BINAP selon Buchwald et Hartwig331 

La détermination du cycle catalytique de la réaction a été délicate, notamment dans le cas des ligands 
diphosphines (comme le 2,2’-bis(diphénylphosphino)-1,1’-binaphtyle 102, cf. Figure 18), avec une 
première étude par Singh et al. rapportant que l’ordre des deux premières étapes pourrait être inversé 
en fonction de l’avancement de la réaction332 pendant que Alcazar-Roman et al. expliquaient la cinétique 
des réactions en faisant intervenir un palladium(0) totalement ligandé au cœur du cycle catalytique.333  

Finalement, une étude commune aux équipes de recherche de Buchwald et Hartwig a déterminé en 
2006331 que des erreurs s’étaient glissées dans les deux études précédentes, proposant le mécanisme final 
exposé dans le Schéma 60 lorsque du BINAP est utilisé, ce mécanisme n’étant à notre connaissance plus 
remis en question aujourd’hui. La cinétique de la réaction a été déterminée d’ordre zéro par rapport à la 
concentration d’amine, du premier ordre par rapport à la concentration d’halogénoaryle et inversement 
proportionnelle à la quantité de ligand dans le milieu. Cependant, ces pérégrinations mécanistiques ont 
souligné la multiplicité des espèces catalytiques pouvant être générées dans le milieu (par dissociation 
ou échange de ligands, oxydation des phosphines, chélation d’amines etc.), chaque espèce pouvant être 
efficace mais avec des cinétiques différentes. 

Aussi, de nombreux facteurs334 peuvent influer cette réaction : 

- la nature de l’halogène de l’halogénoaryle peut avoir un rôle critique sur la cinétique de 
l’insertion oxydante ; 

- lorsque l’aryle est un hétérocycle, des chélations du palladium peuvent inhiber la réaction ; 
- les substituants de l’amine peuvent avoir des effets électroniques et des encombrements 

stériques modifiant significativement sa coordination, son acidité, ainsi que la cinétique de 
l’élimination réductrice ; 

- la source de palladium ainsi que le ligand utilisé peuvent impacter la cinétique de formation 
d’espèce catalytique active ; 

- la base utilisée doit être compatible avec tous les groupes fonctionnels ; 
- le solvant et la température peuvent influer sur tous les paramètres précédents. 

Pour répondre à ces problématiques, de nombreuses conditions différentes ont été utilisées. Les bases 
fortes telles que le tert-butanolate de sodium (t-BuONa)329 ou le bis(triméthylsilyl)amidure de lithium 



N-Arylations et cyclisations en imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones 

81 

(LiHDMS)330 peuvent être remplacées par les carbonates de césium (Cs2CO3) et de potassium (K2CO3) 
ou le phosphate de potassium (K3PO4) afin d’augmenter la tolérance de la réaction envers les 
groupements sensibles aux bases.335 Les réactions sont typiquement conduites dans le toluène, le 
tétrahydrofurane, le 1,4-dioxane ou le tert-butanol avec des températures comprises entre 80 et 120 °C. 

De nombreux ligands et précatalyseurs ont également été développés (Figure 18),336 avec des propriétés 
de chélation (et des stœchiométries relativement au palladium) différentes selon la présence d’une 
(seconde ligne) ou deux phosphines (première ligne).337 Les substituants des ligands permettent aussi 
d’ajuster leurs propriétés stériques338 et électroniques,339 pouvant ainsi favoriser les étapes d’insertion 
oxydante ou d’élimination réductrice du cycle catalytique et d’accorder les ligands aux substrats. 

 
Figure 18 : ligands et précatalyseurs palladiés pour les aminations de Buchwald-Hartwig 

Les myriades de conditions envisageables pour les réactions d’aminations de Buchwald et Hartwig ont 
conduit à la publication de nombreuses revues, qui restent probablement pour le scientifique le meilleur 
moyen d’espérer trouver des exemples de couplages suffisamment proches du cas d’intérêt pour 
identifier rapidement les systèmes catalytiques valant la peine d’être explorés.334, 336, 340-343 

III.A.2. Choix des conditions de couplage des α-aminoesters avec les 2-chloropyrazines 

La multiplicité des facteurs évoqués ci-dessus implique une grande variété de conditions envisageables 
pour effectuer la N-arylation des α-aminoesters 21 par les chloropyrazines 42 ou les bromopyrazines 20. 
Les contributions électroniques ou stériques inhérentes à la nature des substrats sont en effet très 
importantes et nous avons par conséquent au cours de notre travail cherché à varier la source de 
palladium, la nature du ligand et de la base, le solvant et la température de réaction. 

Quelques exemples d’amination d’halogénopyrazines avaient été auparavant décrits dans la littérature 
(Schéma 61). Ainsi, Corbett et al.344 ont pu effectuer le couplage de la 2-chloro-3,6-diéthylpyrazine avec 
le 2-amino-2-phénylacétate de méthyle (sans préciser de rendement toutefois) en utilisant comme ligand 
du palladium le JohnPhos (d’après John P. Wolfe), un des premiers catalyseurs « biphénylphosphine » 
de Buchwald.345 Plus récemment, Falcone et al. 346 ont rapporté le couplage entre la bromopyrazine et 
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l’ester méthylique de glycine N-substitué par un tert-butoxycarbonyle (Boc) avec un rendement de 69 % 
dans le dioxane en utilisant comme ligand le Xantphos. Enfin, Sharif et al. ont publié en 2016, après les 
premiers essais de N-arylation au laboratoire, des conditions d’amination de la chloropyrazine par le 
phénylalaninate de tert-butyle avec un très bon rendement de 87 %, en utilisant un précatalyseur assez 
récent347 permettant d’après les auteurs d’éviter la diarylation des amines primaires sans racémisation.  

 
Schéma 61 : précédents d’amination d’halogénopyrazines 

Notre point de départ en 2015 a cependant été une étude publiée par Hammoud, Schmitt et al. en 2013348 
qui décrit justement le couplage au palladium d’α-aminoesters énantiopurs, notamment le 
L-phénylalaninate d’éthyle (L-21i), sur des halogéno(di)azines avec de bons rendements, en utilisant un 
système acétate de palladium(II)/BINAP et du carbonate de césium dans le 1,4-dioxane (Schéma 62). La 
publication n’incluait toutefois pas d’exemple partant de 2-chloropyrazines et il s’est avéré que malgré 
l’extrême similarité des substrats utilisés, des optimisations ont été nécessaires. 

 
Schéma 62 : N-hétéroarylation d’α-aminoesters selon Hammoud et al.348 
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Ainsi, la tentative de couplage de la 3-benzyl-2-chloro-5-phénylpyrazine 42a avec le chlorhydrate du 
phénylalaninate d’éthyle 77i dans les conditions décrites ci-dessus s’est soldée par une conversion quasi-
nulle après 3 heures de réaction.‡ 

Finalement, les premières conditions permettant l’obtention du produit souhaité ont été trouvées suite 
à l’utilisation par inadvertance de la mauvaise bouteille de solvant : il s’est alors avéré que la réaction 
était totale après une heure à 130 °C (au four à micro-ondes) dans l’acétonitrile anhydre (Schéma 63), 
alors que ce même solvant n’avait offert que de faibles conversions à Hammoud et al. Toutefois, cette 
conversion complète de la 2-chloropyrazine 42a n’a permis d’isoler 22a qu’avec 55 % de rendement. 

 
Schéma 63 : conditions initiales de N-arylation au laboratoire 

Étant donné la température très élevée utilisée pour ce premier essai, nous avons suspecté une 
dégradation thermique des réactifs et/ou des produits et essayé de diminuer la température de réaction.  

a. Premières optimisations 

Nous avons ainsi répété cette réaction dans le N,N-diméthylformamide (DMF) à 80 °C (Tableau 10, 
entrée 2) puis 60 °C (entrée 3), ainsi que dans l’acétonitrile à 60 °C (entrée 4). Le rendement médiocre à 
température plus faible dans l’acétonitrile n’était probablement pas dû au solvant mais à une agitation 
pas assez rapide, comme nous l’exposerons plus loin ; cependant, cette réalisation a été tardive et nous 
avons donc longuement essayé d’optimiser la réaction dans le DMF. Les essais avec le ligand XPhos 
(entrées 5 et 6) n’ont pas permis la N-arylation efficace de l’α-aminoester et l’utilisation de Xantphos 
(entrée 7) ou de chlorure de palladium(II)/dppf (entrée 8) ont abouti à des conversions minimes à faible 
température. L’utilisation de tris(dibenzylidèneacétone)dipalladium(0) (Pd2(dba)3) comme source de 
palladium(0) (entrée 9) a permis d’observer une conversion non-négligeable de 66 % en 12 heures 
(malgré la quantité moindre de BINAP, en ratio 1:1 avec le palladium contrairement aux expériences 
précédentes) ; la durée de réaction pourrait ici être allongée, l’activation du catalyseur pouvant être 
réduite par le déplacement lent de la dibenzylidèneacétone par le BINAP.332 Enfin, les tentatives de 
remplacement de base (entrées 10 à 13) n’ont pas été concluantes, l’utilisation de carbonate de potassium 
permettant une conversion de 42a moindre que son analogue au césium, probablement à cause de sa 
plus faible solubilité dans les solvants organiques. 

                                                           
‡ Il est à noter qu’Hammoud et al. n'utilisent pas les amines chlorhydratées ; néanmoins la quantité de base présente 
dans le milieu permet théoriquement de dessaler l’amine et procéder à sa déprotonation après complexation au 
palladium en étant toujours en excès. 
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Tableau 10 : premières optimisations de N-arylation 

 Pd (éq.) L (éq.) Base Solvant Temp. Durée Conv. Rdt 
1 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (10 %) Cs2CO3 CH3CN 130 °C 1 h 100 % 55 % 
2 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (10 %) Cs2CO3 DMF 80 °C 1,5 h 64 % 40 % 
3 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (10 %) Cs2CO3 DMF 60 °C 10 h 96 % 57 % 
4 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (10 %) Cs2CO3 CH3CN 60 °C 16 h 55 %a 32 % 
5 Pd(OAc)2 (5 %) XPhos (10 %) Cs2CO3 DMF 60 °C 16 h 0 % – 
6 Pd(OAc)2 (5 %) XPhos (10 %) t-BuONa Toluène 60-120 °Cb 3 h 0 % – 
7 Pd(OAc)2 (5 %) Xantphos (10 %) Cs2CO3 DMF 60 °C 12 h 16 % n.i. 
8 PdCl2 (5 %) dppf (10 %) Cs2CO3 DMF 60 °C 12 h 14 % n.i. 
9 Pd2(dba)3 (2,5 %) BINAP (5%) Cs2CO3 DMF 60 °C 12 h 66 % n.i. 

10 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (10 %) K3PO4 DMF 60 °C 10 h 0 % – 
11 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (10 %) t-BuONa DMF 60 °C 16 h 0 % – 
12 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (10 %) K2CO3 DMF 60 °C 16 h 25 % n.i. 
13 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (10 %) NEt3 DMF 60 °C 12 h 0 % – 
14 Pd(OAc)2 (5 %) BINAP (7,5 %) Cs2CO3 DMF 60 °C 12 h 100 % 77 % 
a Agitation moyenne (environ 500 rpm) 
b Conversion nulle à 60 °C, dégradation des produits au-delà 110 °C. 

Finalement, une étude349 de 2015 portant sur les ligands diphosphines (tels BINAP ou Xantphos) a émis 
l’hypothèse que l’espèce catalytique active lors de leur utilisation avec du palladium(II) serait un 
complexe Pd–ligand mono-oxyde, réaffirmant la nécessité de limiter au maximum la quantité de ligand 
par rapport au palladium lors de la réaction. Ainsi, nous avons émis l’hypothèse qu’abaisser à 
0,075 équivalent la quantité de BINAP (entrée 14) pourrait être bénéfique, ce qui a permis la conversion 
totale de 42a en aminopyrazine 22a, avec un rendement final de 77 %. 

b. Optimisations à l’aide d’un standard interne en RMN 

Les expériences présentées ci-dessus ont permis d’aboutir à des conditions satisfaisantes pour le 
couplage de 42a et du phénylalaninate d’éthyle 77i. Cependant, ces expériences avaient été effectuées 
sans excès de base (i. e. juste suffisamment pour dessaler l’amine et déprotoner un équivalent de 
complexes [PdCl(amine)(aryle)]), contrairement à la majorité des réactions de couplage publiées dans 
la littérature, et nous souhaitions éviter autant que faire se peut le DMF afin de faciliter le traitement de 
la réaction. 

Des contrôles qualitatifs de stabilité de la 2-chloropyrazine 42a dans le DMF à 60 °C, en présence ou 
non de palladium, ont montré des hydroxylation et réduction partielles de la position 2, traduisant 
l’existence potentielle de mécanismes de dégradation de l’halogénoaryle parallèlement à la N-arylation. 
Par ailleurs, nous avons émis l’hypothèse – confirmée ultérieurement en observant une 
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chimioluminescence des produits de couplage en milieu basique fort – que 22a pouvait également être 
dégradé en milieu basique. 

 
Schéma 64 : influence de la température et de l’excès de base sur la réaction d’amination 

Nous avons utilisé l’imidazole comme standard interne en RMN pour déterminer quantitativement 
l’importance des dégradations pouvant potentiellement expliquer les différences entre conversion 
observée et rendement isolé. Nous avons alors observé une conversion autour de 90 % à 40 °C (A) et une 
conversion quasi-complète à 60 °C (B), sans dégradation particulière des produits et quel que soit l’excès 
de base. Environ 10 % de dégradation du produit de couplage était observé à 100 °C (C), ici encore sans 
influence de l’excès de base, avec des conversions entre 80 et 90 % en 2 heures. 

c. Disponibilité de la base 

Les purifications par chromatographie sur gel de silice du produit des réactions B avec 2,4 ou 
3,5 équivalents de carbonate de césium ont fourni respectivement 77 % (purification ratée) et 86 % du 
produit de couplage souhaité, en contradiction avec les résultats précédents (entrée 4 du Tableau 10). 
Nous nous sommes cependant rendu compte en essayant ces nouvelles conditions que ces dernières 
semblaient beaucoup plus adaptées à petite échelle (0,2 g de 2-chloropyrazine 42a) qu’à plus grosse 
échelle (2,0 g de 42a), avec des conversions variant du simple au double. 

Heureusement, une réaction durant laquelle l’agitation a été interrompue par erreur (mais pas le 
chauffage) nous a permis de réaliser l’importance de celle-ci pour la disponibilité de la base en solution. 
Nous avons par la suite pris soin de réaliser les réactions dans des récipients cylindriques étroits (comme 
les réacteurs micro-ondes Biotage ou des tubes en verre munis d’un bouchon SVL) dans lesquels une 
gangue de bases minérales ne peut se former sous forte agitation (entre 800 et 1 000 rpm avec un barreau 
magnétique), permettant enfin une reproductibilité des expériences. Nous avons également montré au 
laboratoire la possibilité d’effectuer cette réaction en 12 heures dans un bain à ultrasons à 60 °C, avec 
des rendements similaires à ceux obtenus en effectuant les manipulations dans un bain d’huile. 

Cet effet de la disponibilité de la base dans le solvant organique a été étudié attentivement par Meyers et 
al. en 2004350 pour des réactions de couplage effectuées dans le toluène. Ils montrent ainsi l’influence 
drastique de la structure et de l’aspect de surface du carbonate de césium avec des conversions passant 
de 15 % à 60 % en 4 heures selon le fournisseur de la base et supposent la déprotonation du complexe 
[Pd(amine)(aryle)] à l’interface du solide. Ils rapportent également une accélération de la réaction (51 % 
contre 85 % de conversion en 3 h) lorsque le carbonate de césium est préalablement broyé au mortier. 
Cette publication n’a été portée à notre connaissance que durant la rédaction de ce rapport, mais nous 
ne manquerons pas d’étudier dans le futur l’influence de la mouture de la base sur la cinétique de notre 
réaction d’amination. 
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III.A.3. Couplage des α-aminoesters avec les pyrazines 

Les réactions d’optimisation décrites ci-dessus avec le chlorhydrate de phénylalaninate d’éthyle 77i 
commercial ont été menées en parallèle du développement des voies d’accès aux α-aminoesters. 
Aussi, les tentatives initiales de couplage permettant la synthèse d’éventuels précurseurs de furimazine 7 
ont été effectuées sur les intermédiaires décrits dans le Schéma 19 (Partie II : I.A.1). 

 
Schéma 65 : essais préliminaires d’amination de la 2-chloropyrazine 42a 

Un premier essai de couplage de la 2-chloropyrazine 42a avec le produit d’alkylation du 
formamidomalonate 48 n’a montré aucune conversion (Schéma 65). Toutefois, l’analyse en 
spectrométrie de masse d’un essai avec l’α-aminodiester 49 a permis d’observer la formation du produit 
souhaité 22b ayant subi une mono-décarboxylation, la purification du produit ayant toutefois été 
impossible. Cela a redirigé les efforts du laboratoire vers la synthèse directe d’α-aminoesters et le premier 
essai de N-arylation du furylalaninate d’éthyle 21a (dans des conditions loin d’être optimisées) a permis 
d’obtenir le précurseur de furimazine 22b avec un rendement de 26 %. 

Les conditions optimisées décrites précédemment ont ensuite été appliquées à un large panel de 
2-chloropyrazines et d’α-aminoesters, permettant la synthèse au laboratoire de plus d’une centaine de 
produits de N-arylation originaux, tous chimistes confondus (les couplages réalisés par l’auteur sont 
présentés dans le Tableau 11, ainsi que la synthèse sur grosse échelle de 22b et 22c, par Vincent Hervin). 
La conversion des 2-chloropyrazines est généralement excellente, avec des rendements entre 64 et 91 % ; 
nous avons toutefois observé une baisse conséquente de la conversion lorsque deux fluors substituent le 
noyau aryle en R2. 
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Tableau 11 : rendements relatifs à la formation des N-(pyrazin-2-yl)aminoesters 22a-ag 

 
R1 R2 42 R3 (21 ou 77) Conv. Rdt 

Phényle Phényle 42a 

Phényle (77i) 98 % 86 % (22a) 
Furan-2-yle (21a) 100 % 75-89† % (22b)
5-Méthylfuran-2-yle (21c) 100 % 75-80† % (22c) 
5-Éthylfuran-2-yle (21d) 100 % 74 % (22d) 
4,5-Diméthylfuran-2-yle (21e)a 70 % 49 % (22e) 
5-Cyclopropylfuran-2-yle (21f)a 100 % 67 % (22f) 
5-Trifluorométhylfuran-2-yle (21h) 70 % 44 % (22g) 
Thiophèn-2-yle (21av) 100 % 80 % (22h) 
p-Benzyloxyphényle (77j) 90 % 70 % (22i) 
p-Isopropylphényle (77n)b 100 % 73 % (22j) 
p-Propylphényle (77p) 100 % 73 % (22k) 
m-Tolyle (21l) 80 % 61 % (22l) 
p-Tolyle (77m) 100 % 87 % (22m) 
o-Fluorophényle (77y) 100 % 76 % (22n) 
p-Fluorophényle (77aa) 90 % 69 % (22o) 
o-Méthoxyphényle (77s) 100 % 77 % (22p) 
3-Méthylisoxazol-5-yle (77aw) 80 % 48 % (22q) 
3-Éthylisoxazol-5-yle (77ax) 90 % 50 % (22r) 

p-Benzyloxyphényle Phényle 42b 
p-Benzyloxyphényle (77j)b 100 % 86-91 % (22s)b 
m-Propylphényle (77o) 100 % 85 % (22t) 

o-Méthoxyphényle Phényle 42c 
Phényle (77i) 100 % 72 % (22u) 
Furan-2-yle (21a) 100 % 64 % (22v) 
Furan-3-yle (21b) 100 % 84 % (22w) 

Phényle o-Chlorophényle 42d 
Phényle (77i) 93 % 67 % (22x) 
Furan-2-yle (21a) 73 % 65 % (22y) 

Phényle m-Chlorophényle 42ia Furan-2-yle (77a) 71 % 36 % (22z) 
o-Fluorophényle m-Fluorophényle 42j 5-Méthylfuran-2-yle (77c) 100 % 80 % (22aa) 
Phényle o,o-Difluorophényle 42e Furan-2-yle (77a) 100 % 91 % (22ab) 

Phényle o,m-Difluorophényle (2,3) 42f 
Furan-2-yle (77a) 30 % 18 % (22ac) 
5-Méthylfuran-2-yle (77c) 48 % 20 % (22ad) 

Phényle o,m-Difluorophényle (2,5) 
42g

 
Furan-2-yle (77a) 30 % 7 % (22ae) 
5-Méthylfuran-2-yle (77c) 35 % 22 % (22af) 

Phényle m,m-Difluorophényle 42h Furan-2-yle (77a) 30 % 18 % (22ag) 
* Excès calculé par rapport à la quantité minimale nécessaire pour déprotoner un équivalent de complexe [Pd(amine)(aryle)] et, le 
cas échéant, dessaler l’α-aminoester ; a Réactif peu pur ; b Ester méthylique 
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Ces résultats médiocres avec les 2-chloropyrazines polyfluorées nous ont amenés à essayer une fois 
encore d’autres conditions pour la N-arylation. Glwadys Gagnot avait réussi au laboratoire à procéder à 
l’amination du bromonaphtalène par le phénylalaninate d’éthyle (77i) dans le toluène et nous avons par 
conséquent essayé d’accomplir nos couplages dans un mélange acétonitrile/toluène (Tableau 12, 
méthode A). Nous avons alors observé une amélioration des conversions, avec un temps de réaction 
minimale de 24 heures. Finalement, il a été possible dans les cas où la réaction était toujours trop lente 
de l’effectuer dans le toluène seul et en augmentant la température à 90 °C (méthode B), permettant 
d’obtenir à nouveau des rendements supérieurs à 70 %. 

Tableau 12 : rendements relatifs à la formation des N-(pyrazin-2-yl)aminoesters 22,ad,af,ah-at 

R2 (42) R3 (77) Conv. Rdt (22) 
Phényle (42a) 5-Propylfuran-2-yle (77g) (B) 71 % (22ah) 
o-Fluorophényle (42k) 4,5-Diméthylfuran-2-yle (77e) (B) 81 % (22ai) 
m-Fluorophényle (42j) 4,5-Diméthylfuran-2-yle (77e) (B) 88 % (22aj) 

o,o-Difluorophényle (42e) 
5-Méthylfuran-2-yle (77c) 100 % (A) 84 % (22ak) 
4,5-Diméthylfuran-2-yle (77e) (B) 85 % (22al) 
5-Éthylfuran-2-yle (77c) (B) 72 % (22am) 

o,m-Difluorophényle (2,3 ; 42f) 
5-Méthylfuran-2-yle (77c) 95 % (A) 80 % (22ad) 
4,5-Diméthylfuran-2-yle (77e) 70 % (A) 46 % (22an) 
5-Éthylfuran-2-yle (77d) (B) 80 % (22ao) 

o,m-Difluorophényle (2,5 ; 42g) 
5-Méthylfuran-2-yle (77c) 60 % (A) 47 % (22af) 
4,5-Diméthylfuran-2-yle (77e) 80 % (A) 64 % (22ap) 
5-Éthylfuran-2-yle (77d) 75 % (A) 37 % (22aq) 

m,m-Difluorophényle (42h) 
5-Méthylfuran-2-yle (77c) 89 % (A) 68 % (22ar) 
4,5-Diméthylfuran-2-yle (77e) 90 % (A) 73 % (22as) 
5-Éthylfuran-2-yle (77d) (B) 80 % (22at) 
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III.B. Formation des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones 

Deux accès aux imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones Q‡ potentiellement bioluminescentes sont 
envisageables, soit par cyclisation directe des N-(pyrazin-2-yl)aminoesters 22, soit en formant tout 
d’abord les acétates d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yles Z,‡ l’acétyle pouvant ensuite être hydrolysé en milieu 
acide (Schéma 66). Cette seconde méthode a été fortement privilégiée au laboratoire grâce aux facilités 
de purification et de stockage qu’elle offre. 

 
Schéma 66 : rétrosynthèse des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones Q 

III.B.1. Cyclisation thermique 

La cyclisation à chaud en milieu acide pour obtenir les imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones Q a d’abord 
été décrite pour procéder à la double condensation d’α,β-dicarbonyles sur des 2-aminopyrazines dans 
les synthèses de varguline 5206, 209, 351-352 ou de cœlentérazine 4.208. Cette réaction a également été effectuée 
par McCapra et Chang188 à l’aide d’acide chlorhydrique concentré pour cycliser le 
N-(pyrazin-2-yl)aminoester déjà décrit dans le Schéma 8 (p. 30). 

Nous avons choisi de procéder à la cyclisation de 22b selon une méthode décrite par Levi et al.353 en 
chauffant à 90 °C dans l’éthanol acidifié à l’acide chlorhydrique 37 % dans un tube scellé sous argon 
durant 24 heures, pour fournir la furimazine avec un rendement d’environ 28 % après précipitation 
(Schéma 67). 

Cette méthode a néanmoins plusieurs inconvénients : le rendement de la réaction est faible malgré la 
durée importante de chauffage et il est connu que les imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones ne sont pas 
stables à température ambiante en solution (ce que nous avons pu vérifier en RMN) et ne peuvent pas 

                                                           
‡ Les numérotations en Q et en Z ont été utilisées dans l’intégralité de nos bases de données et lors des tests 
biochimiques (y compris avec nos collaborateurs), nous avons par conséquent décidé de la conserver dans ce 
manuscrit afin d’en simplifier la lecture aux futurs membres du groupe d’Yves Janin. Nous prions le lecteur de bien 
vouloir excuser cet écart aux usages de numérotation des molécules. 
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être facilement purifiés par chromatographie.‡ Des analyses en spectrométrie de masse montrent par 
ailleurs la formation simultanée de produit oxydé 41b malgré les précautions prises pour éviter la 
présence d’oxygène. 

 
Schéma 67 : cyclisation en imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one selon Levi et al.353 

Si nous avons ainsi pu produire pour la première fois au laboratoire la furimazine, la somme des 
désavantages explicités ci-dessus nous a rapidement conduits à envisager une voie alternative 
d’obtention des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones Q, compatible avec l’utilisation des luciférines faite 
par nos collègues biologistes et biochimistes. 

III.B.2. Cyclisation via rupture de l’ester, acétylation et déprotection « à la demande » 

Des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones O-protégées ont été décrites de nombreuses fois dans la 
littérature : sous forme de sulfate comme précurseur naturel supposé de cœlentérazine par Inoue et al.,42 
sous forme d’esters,353-355 de carbamate d’énol356 ou sous forme d’éthers de galactosyle.357 Ces composés 
ont cependant été quasi-exclusivement envisagés comme des précurseurs de luciférines in cellulo ou 
in vivo, avec une déprotection in situ par des enzymes (p. ex. estérases ou galactosidases), et pas comme 
des précurseurs synthétiques d’intérêt. Plus étrange encore, les quelques désacétylations chimiques 
envisagées dans la littérature n’ont été effectuées qu’en milieu basique bien que les luciférines 
chimioluminescent aisément dans ces conditions, obligeant à procéder à la réaction sous atmosphère 
inerte. 

S’étant brièvement confronté à la difficulté d’obtention de la furimazine, nous avons décidé de 
synthétiser des précurseurs O-acétylés Z, faisant le pari qu’il serait possible de les déprotéger 
efficacement et sans formation excessive de produits secondaires. 

a. Cas général 

Le N-(pyrazin-2-yl)aminoester 22b a ainsi été cyclisé en présence d’éthanolate de sodium dans le 
tétrahydrofurane sous atmosphère inerte, puis mis à réagir avec un excès d’anhydride acétique pour 
former l’O-acétylfurimazine Z1, avec un rendement cumulé par recristallisation successives dans le 
cyclohexane de 59 % (Schéma 71). Ce composé (comme tous ses analogues) exhibe une excellente 

                                                           
‡ Plusieurs groupes rapportent la purification d’analogues de luciférines par chromatographie, mais nous n’avons 
jamais pu au laboratoire obtenir les produits après colonne de silice avec une pureté satisfaisante et/ou sans 
dégrader la majorité du produit. Il reste possible que l’adsorption du mélange réactionnel sur silice par évaporation 
sous pression réduite des solvants, méthode utilisée au laboratoire pour « charger » la colonne, soit fatale pour ces 
espèces. 
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stabilité, avec des échantillons conservés plus de deux années à température ambiante sans précaution 
particulière conservant toute leur intégrité. 

 
Schéma 68 : formation de l’O-acétylfurimazine Z1 

Il est probable que cette réaction procède via la formation de l’énolate 103, après déprotonation de 
l’amine et une cascade électronique aboutissant à la formation de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3-olate, avant 
de réagir avec l’anhydride acétique. Le traitement de la réaction partant de 22a au chlorure d’ammonium 
dilué plutôt qu’à l’anhydride acétique (Schéma 69) a permis d’observer des quantités importantes de 
bisdésoxycœlentérazine (Q2), ainsi que l’amide 104, produit de chimioluminescence de Q2, et les acides 
carboxyliques 105 et 106 résultants probablement de la réouverture de l’énolate ; ces résultats étant en 
faveur de l’hypothèse mécanistique exposée ci-dessus. 
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Schéma 69 : produits du traitement de 103 au chlorure d’ammonium 

La cyclisation à l’éthanolate de sodium n’a cependant pas toujours permis une cyclisation totale à partir 
des N-(pyrazin-2-yl)aminoesters 22 et la présence d’éthanol non-participant oblige à utiliser un plus 
grand excès d’anhydride acétique. Nous avons par la suite procédé à la cyclisation–protection à l’aide 
d’hydroxyde de sodium pilé dans le tétrahydrofurane anhydre, puis au moyen d’un excès « raisonnable » 
d’anhydride acétique (Schéma 70). 

 
Schéma 70 : formation des acétates d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yles Z 

Nous suspectons ici un mécanisme de cyclisation différent, probablement dû à la basicité moindre de 
l’hydroxyde, avec en premier lieu une saponification de l’ester pour donner le carboxylate 107 suivie 
d’une activation de la fonction acide par l’anhydride acétique via la formation d’un anhydride mixte. 
Enfin, une addition de la pyrazine suivie de l’élimination d’un acétate et une seconde réaction avec 
l’anhydride acétique pourrait fournir le composé Z souhaité. Nous n’avons pas mené d’étude 
mécanistique particulière sur la seconde étape de cette voie d’accès aux acétates 
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d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yles (Z), mais la neutralisation du milieu réactionnel après saponification 
nous a permis d’obtenir lorsque nécessaire les acides carboxyliques correspondants (cf. Schéma 71, 
p. 95). 

Cette méthode nous a permis de synthétiser au laboratoire plus d’une centaine d’O-acétylluciférines Z, 
avec généralement des réactions totales et de bons rendements. Ces précurseurs étant destinés à être 
utilisé pour des tests biologiques ou biochimiques, un soin particulier a été apporté à leur purification 
en procédant lorsque cela était possible à leur recristallisation dans le cyclohexane ou le n-heptane. Si les 
composés étaient obtenus en faible quantité, une purification préalable par chromatographie sur gel de 
silice pouvait être nécessaire afin d’éliminer des impuretés pouvant empêcher leur recristallisation, mais 
pouvait conduire à des pertes tangibles de produit. Pour ces raisons, certains rendements exposés dans 
le Tableau 13 (pages suivantes) peuvent ne pas refléter fidèlement la robustesse de cette étape. 
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Tableau 13 : rendements relatifs à la formation des acétates d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yles Z 

22 R1 R2 R3
 Rdt Z 

22b 

Phényle Phényle 

Furan-2-yle 59-82a % (Z1) 
22c 5-Méthylfuran-2-yle 60-82a % (Z3) 
22d 5-Éthylfuran-2-yle 57 % (Z12) 
22e 4,5-Diméthylfuran-2-yle 45 % (Z16) 
22g 5-Trifluorométhylfuran-2-yle 44 % (Z28) 
22h Thiophèn-2-yle 73 % (Z13) 
22q 3-Méthylisoxazol-5-yle 60 % (Z114) 
22r 3-Éthylisoxazol-5-yle 73 % (Z115) 

22ah 5-Propylfuran-2-yle 54 % (Z133) 
22f 5-Cyclopropylfuran-2-yle 42 % (Z36) 
22j p-Isopropylphényle 70 % (Z38) 
22l m-Tolyle 61 % (Z14) 

22m p-Tolyle 87 %† (Z55) 
22n o-Fluorophényle 71 %† (Z56) 
22o p-Fluorophényle 70 % (Z15) 
22p o-Méthoxyphényle 72 %† (Z57) 

† m-Méthoxyphényle 56 % (Z18) 
† Tétrahydrofur-2-yle 81 % (Z19) 

22u 
o-Méthoxyphényle Phényle 

Phényle 53 % (Z11) 
22v Furan-2-yle 68 % (Z9) 
22w Furan-3-yle 29 % (Z10) 
22aa o-Fluorophényle m-Fluorophényle 5-Méthylfuran-2-yle 70 % (Z105) 
22x 

Phényle o-Chlorophényle 
Phényle 67 % (Z88) 

22y Furan-2-yle 70 % (Z87) 
22z Phényle m-Chlorophényle Furan-2-yle 32 % (Z104) 

22ah Phényle o-Fluorophényle 4,5-Diméthylfuran-2-yle 64 % (Z131) 
22aj Phényle m-Fluorophényle 4,5-Diméthylfuran-2-yle 55 % (Z132) 
22ab 

Phényle o,o-Difluorophényle 

Furan-2-yle 69 % (Z102) 
22ak 5-Méthylfuran-2-yle 83 % (Z121) 
22am 5-Éthylfuran-2-yle 70 % (Z129) 
22al 4,5-Diméthylfuran-2-yle 75 % (Z130) 
22ac 

Phényle o,m-Difluorophényle (2,3) 
Furan-2-yle 73 % (Z107) 

22ad 5-Méthylfuran-2-yle 73 % (Z108) 
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22 R1 R2 R3
 Rdt Z 

22ao 
Phényle o,m-Difluorophényle (2,3) 

5-Éthylfuran-2-yle 75 % (Z127) 
22an 4,5-Diméthylfuran-2-yle 74 % (Z124) 
22ae 

Phényle o,m-Difluorophényle (2,5) 

Furan-2-yle 54 % (Z109) 
22af 5-Méthylfuran-2-yle 77 % (Z110) 
22aq 5-Éthylfuran-2-yle 58 % (Z123) 
22ap 4,5-Diméthylfuran-2-yle 71 % (Z122) 
22ag 

Phényle m,m-Difluorophényle 

Furan-2-yle 61 % (Z103) 
22ar 5-Méthylfuran-2-yle 81 % (Z113) 
22at 5-Éthylfuran-2-yle 45 % (Z128) 
22as 4,5-Diméthylfuran-2-yle 72 % (Z125) 

a Meilleur rendement obtenu par Vincent Hervin sur « grosse échelle » (4,5 g), un milligramme de furimazine (ou d’analogue 
plus efficace) permettant d’observer des signaux dans 500 à 50 000 puits, selon la dilution du substrat, dans des plaques 96 
puits. 
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b. Cas des analogues de cœlentérazine 

La méthode exposée ci-dessus a dû être adaptée lorsque nous avons souhaité synthétiser les précurseurs 
de la cœlentérazine 4 ou d’analogues proches présentant un ou plusieurs hydroxyles libres dans la 
structure finale. Les conditions utilisées tout au long de la synthèse imposant d’importantes variations 
de pH et de température, nous avons choisi de protéger les groupements hydroxyles sous forme d’éthers 
de benzyle. L’ordre des étapes de déprotection et de cyclisation s’est néanmoins avéré cruciale pour 
obtenir les précurseurs O-protégés recherchés, la saponification–cyclisation–protection monotope étant 
rendue impossible si des hydroxyles libres sont déjà présents. 

Par conséquent, nous avons tout d’abord procédé à la saponification de l’ester 22 dans des conditions 
similaires à celles décrites précédemment. L’acide 108 correspondant a alors été isolé, puis les éthers de 
benzyle ont été hydrogénolysés à l’aide de palladium sur charbon en utilisant du formiate d’ammonium 
comme source d’hydrogène. Enfin, l’ajout d’anhydride acétique permet la cyclisation et l’acétylation de 
109 pour fournir le précurseur acétylé souhaité Z (Schéma 71). 

 
Schéma 71 : formation d’acétates d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yles présentant un hydroxyle libre 

Malheureusement, nous n’avons en pratique pas réussi à contrôler très efficacement la mono-
acétylation, que ce soit en influant sur le nombre d’équivalents d’anhydride acétique, la température, le 
solvant ou l’ajout d’une base ; nous avons donc été contraints de procéder à l’ajout successif de portions 
d’anhydride acétique, jusqu’à observer par RMN des rapports 109:Z:110 « satisfaisants », puis d’isoler Z 
par chromatographie sur gel de silice. Cette approche a permis de synthétiser les précurseurs de 
nouveaux analogues (Tableau 14), avec des rendements globaux assez faibles avec le plus souvent une 
légère pollution (< 5 %) des produits Z par son équivalent polyacétylé. 

Tableau 14 : rendements relatifs à la formation de composés Z possédant un ou des hydroxyle(s) libre(s) 

R3 (22) Rdt 108 Rdt 109 Rdt Z Rdt depuis 22 
p-Benzyloxyphényle (22s) 68 % (108a) 54 % (109a)a 68 % (Z86)a 25 % 
m-Propylphényle (22t) 82 % (108b) 71 % (109b)† 8 % (Z76)b 5 % 
5-Éthylfuran-2-yle (†) 98 % (108c) 22 % (109c)† 43 % (Z78) 9 % 
4,5-Diméthylfuran-2-yle (†) n.i. 42 % (109d)† 20 % (Z79) 8 % 

a R3’ = p-hydroxyphényle ; b 57 % de produit diacétylé 
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Nous avons réessayé lors de l’écriture de ce manuscrit une méthode envisagée au tout début du projet 
puis tombée dans l’oubli, consistant à hydrogénolyser les benzyles en dernière étape, après cyclisation et 
acétylation (Schéma 72). 

 
Schéma 72 : synthèse de Z86 par hydrogénolyse tardive des benzyles 

La première étape de clivage de l’ester puis d’acétylation a permis d’obtenir le produit O-acétylé 112 avec 
un rendement de 76 % (nous avons effectué cette réaction en partant de l’ester isopropylique plutôt 
qu’éthylique pour des simples questions de disponibilité des réactifs au moment de cet essai). L’étape 
d’hydrogénolyse des benzyles a d’abord été tentée dans l’éthanol mais aucune conversion n’a été 
observée en 14 heures, probablement à cause de l’insolubilité de 112. L’ajout d’acétate d’éthyle a permis 
la solubilisation des réactifs, mais l’avancement était toujours faible après 24 heures de réaction 
supplémentaire. L’ajout de quelques pourcents en volume d’acide acétique a finalement permis la 
débenzylation quasi-totale de 112 en 24 heures et une chromatographie sur silice a permis d’obtenir la 
cœlentérazine mono-acétylée Z86 pure avec un rendement de 38 % (soit 29 % en deux étapes contre 
25 % en trois étapes précédemment). 

L’étape d’hydrogénolyse doit bien entendu être optimisée, mais cet essai a montré une facilité 
d’exécution incomparable à la mono-acétylation par ajout successifs d’anhydride acétique exposée plus 
haut et nous sommes confiants dans le fait de pouvoir fournir si besoin est des précurseurs O-acétylés 
de luciférines présentant des hydroxyles libres avec une pureté suffisante à nos collaborateurs. 
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c. Déprotection des proluciférines 

La protection des imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones Q par O-acétylation a permis de conserver ces 
molécules hautement réactives sous une forme stable à température ambiante,‡ même en présence de 
dioxygène. Il fallait toutefois que les proluciférines Z puissent être déprotégées de manière simple, 
efficace et rapide par nos collègues biologistes afin de générer les potentiels substrats de luciférase(s), 
dans des conditions compatibles avec la plupart des expériences pouvant être entreprises in vitro, in 
cellulo ou in vivo. 

Ces prérequis nous ont amené à abandonner d’entrée les désacétylations évoquées dans la littérature 
utilisant du méthanol ammoniacal42, 354, 357-358 (sous atmosphère inerte afin d’éviter la 
chimioluminescence de Q en milieu basique), le réactif comme les gaz inertes étant beaucoup plus rares 
chez nos collègues que dans un laboratoire de chimie. 

Étonnamment, la désacétylation de Z en milieu acide n’avait à notre connaissance jamais été 
revendiquée, quand bien même cette réaction semble évidente d’un point de vue purement chimique et 
que l’acide résiduel en solution après déprotection permet de limiter la chimioluminescence en milieu 
basique des luciférines. Par ailleurs, il était essentiel de s’assurer de la solubilité du réactif Z comme du 
produit Q lors de la réaction ; nous avons par conséquent privilégié l’utilisation d’un mélange de 
diméthylsulfoxyde (DMSO) et d’éthanol comme solvants (Schéma 73). 

 
Schéma 73 : déprotection des proluciférines Z en imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones Q 

Nous avons pu vérifier par spectrométrie de masse (Figure 19) que les composés O-acétylés Z étaient 
effectivement désacétylés en 2 heures à 50 °C (en étuve ou en bain d’eau thermostaté, typiquement 
présent dans un laboratoire de biologistes) pour fournir des solutions mères de Q à diluer dans le tampon 
choisi pour les expériences de bioluminescence. Dans le cadre des études présentées dans la prochaine 
partie, nous avons ajusté les volumes de DMSO et d’éthanol acide de manière à obtenir une 
concentration finale arbitraire de 4.5 mM. 

  

                                                           
‡ Des lots conservés à température ambiante, sans aucune précaution particulière, n’ont montré aucune évolution 
en CL/SM et en RMN après deux années. 
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Figure 19 : observation en CL/SM de la déprotection en 2 h à 50 °C de Z1 en Q1 (observation en spectrométrie de masse 
des [M+H]+, élution en chromatographie en phase inverse eau-acétonitrile 95:5–5:95 en 3 min ; le pic à 0,5 min est le pic 

d’injection) 
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IV - EXPERIMENTAL SECTION 

A Biotage Initiator 2 microwave oven was used for reactions mentioning such heating method.  

1H NMR and 13C NMR spectra were recorded on a Bruker Avance 400 spectrometer at 400 MHz and 
100 MHz, respectively. Shifts (δ) are given in ppm with respect to the TMS signal and cross–coupling 
constants (J) are given in Hertz.  

Column chromatography were performed either on Merck silica gel 60 (0.035–0.070 mm) or neutral 
alumina using a Gilson solvent pump and a Gilson automated collecting system driven by a UV detector 
set to 254 nm (or 280 nm if the elution mixture contains ethyl acetate). Sample deposition was always 
carried out by absorption of the mixture to be purified on a small amount of the solid phase followed by 
its deposition on the top of the column. 

The low resolution mass spectra were obtained on an Agilent 1200 series LC/MS system using an Agilent 
JetStream atmospheric electrospray ionization system. The high resolution mass spectra (HRMS) were 
obtained using a Waters Micromass Q-TOF with an electrospray ion source. 

The reagents were bought from Merck–Sigma Aldrich, ThermoFisher (Alfa Aesar, Acros), TCI 
chemicals, or Fluorochem and were used without further purification. If needed, methanol was dried by 
storage over 3 Å molecular sieves, ethanol and toluene were dried by storage over 4 Å molecular sieves.359 
Anhydrous N,N-dimethylformamide, acetonitrile, and tetrahydrofuran were bought and directly 
syringed from the bottle under an argon balloon. 

Experiments needing to be under inert atmosphere were purged with a stream of dry argon then carried 
out with an argon balloon to keep a positive pressure of inert gas. 
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IV.A. Preparations of molecules described in I.A 

Diethyl 2-formamido-2-(furan-2-ylmethyl)malonate (48) 

Phosphorus tribromide (2.9 g, 0.37 eq) was added dropwise to an ice–cold solution of 
furfuryl alcohol (2.8 g, 1 eq) in tetrahydrofuran (15 mL). After 1.5 h, the reaction was quenched with 
water and extracted with 2x50 mL diethyl ether. The combined organic phases were washed with 
saturated sodium hydrogen carbonate, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to the 
tenth of the initial diethyl ether volume. 

The resulting solution of furfuryl bromide (46) was added over a mixture prepared beforehand of diethyl 
formamidomalonate (47, 4.6 g, 0.8 eq) and sodium hydride (60% in mineral oil, 1.0 g, 0.9 eq) in 
N,N-dimethylformamide (100 mL), then heated at 70 °C for 1.5 h. This was then concentrated under 
vacuum, diluted in hydrochloric acid 1M, and extracted with ethyl acetate. The organic phase was 
washed six times with water, dried over magnesium sulfate, and concentrated to dryness. Purification 
with a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 3:1 to 2:1) and recrystallizations in 
cyclohexane gave the desired product as fluffy white crystals (48, 1.8 g, 22%). 

1H NMR (CDCl3): 8.17 (d, J = 1.2 Hz, 1H), 6.83 (s, 1H), 6.28 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.09 (dd, J = 3.2, 
0.6 Hz, 1H), 4.31 (q, J = 7.1 Hz, 1H), 4.31 (q, J = 7.1 Hz, 1H), 3.77 (s, 2H), 1.31 (t, J = 7.1 Hz, 6H). 
13C NMR (CDCl3): 166.9, 159.7, 149.4, 142.2, 110.3, 108.9, 65.2, 63.0, 31.5, 13.9. HRMS (m/z): [M+Na]+ 
calcd for C13H17NO6Na: 306.0954. Found: 306.1088. 

Diethyl 2-amino-2-(furan-2-ylmethyl)malonate (49) 

Diethyl 2-formamido-2-(furan-2-ylmethyl)malonate (48, 0.20 g) was heated 0.5 h at 
100 °C with microwave irradiation in an excess of 10:1 ethanol-37% hydrochloric acid mixture (13 mL). 
This was concentrated to dryness, diluted in ethyl acetate, washed with saturated sodium hydrogen 
carbonate, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to dryness. The desired product was 
obtained with as an oil (49, 0.16 g, 89%). 

1H NMR (CDCl3): 7.34 (dd, J = 1.9, 0.8 Hz, 1H), 6.31 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.24 (dd, J = 3.2, 0.8 Hz, 
1H), 4.28 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 4.27 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.94 (bs, 2H), 3.48 (s, 2H), 1.30 (t, J = 7.1 Hz, 6H). 
13C NMR (CDCl3): 169.4 (2C), 149.0, 142.5, 110.4, 109.4, 65.3, 62.5 (2C), 33.7, 14.0 (2C). HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C12H18NO5: 256.1185. Found: 256.1145. 

It is also possible after heating to lyophilize the resulting mixture to give the hydrochloride salt of 49 as 
an off–white solid with a quantitative yield. 
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Ethyl 2-amino-3-(furan-2-yl)propanoate (21a) from 49 

Diethyl 2-amino-2-(furan-2-ylmethyl)malonate (49, 0.70 g, 1.0 eq) and potassium 
hydroxide (0.34 g, 2.2 eq) were stirred at room temperature in 1:1 ethanol–water (80 mL) during 20 h. 
After evaporation of ethanol under vacuum and acidification with diluted hydrochloric acid, the 
aqueous phase was lyophilized during 48 h. The resulting mixture was heated to reflux of chlorobenzene 
for 10 min, then concentrated to dryness, diluted in ethyl acetate, and washed with saturated sodium 
hydrogen carbonate and brine. Removal of solvents under vacuum gave the desired product as a 
yellowish oil (21a, 0.33 g, 65%). 1H NMR (CDCl3): 7.35 (dd, J = 1.9, 0.7 Hz, 1H), 6.31 (dd, J = 3.1, 1.9 Hz, 
1H), 6.13 (dd, J = 3.1, 0.7 Hz, 1H), 4.30–4.10 (m, 2H), 3.77 (dd, J = 7.2, 5.2 Hz, 1H), 3.11 (dd, J = 14.9, 
5.2 Hz, 1H), 3.00 (dd, J = 14.9, 7.2 Hz, 1H), 1.61 (s, 2H), 1.29 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.7, 
151.5, 141.9, 110.3, 107.5, 61.0, 53.8, 33.5, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C9H14NO3: 184.0974. 
Found: 184.0934. 

Diethyl 2-((1,3-dioxolan-2-yl)methyl)malonate (52at) 

Sodium hydride (60% in mineral oil, 3.2 g, 1.2 eq) was added portion–wise to an ice–
cold solution of diethyl malonate (43, 21.1 g, 2.0 eq) in DMF (150 mL). After 10 min stirring at 0 °C, 
2-(bromomethyl)-1,3-dioxolane (51, 11.0 g, 1.0 eq) was added and the mixture was heated under argon 
atmosphere at 80 °C for 17 h. After evaporation of solvents, the crude was dissolved in saturated 
ammonium chloride and extracted with diethyl ether. The organic phase was washed thrice with water, 
brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to dryness. Purification by chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 10:1 to 1:1) gave the desired product as a colorless oil (52at, 7.9 g, 
50%). 1H NMR (CDCl3): 5.03 (t, J = 3.9 Hz, 1H), 4.28–4.14 (m, 4H), 4.03–3.90 (m, 2H), 3.94–3.80 (m, 
2H), 3.59 (t, J = 7.2 Hz, 1H), 2.36 (dd, J = 7.2, 3.9 Hz, 2H), 1.28 (t, J = 7.1 Hz, 6H). 13C NMR (CDCl3): 
169.2, 102.0, 65.1 (2C), 61.4 (2C), 46.9, 32.5, 26.9, 14.0 (2C). HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for 
C11H18O6Na: 269.1001. Found: 269.0999. 

Ethyl 2-amino-3-(1,3-dioxolan-2-yl)propanoate (21at) 

A solution of potassium hydroxide (1.8 g, 1.0 eq.) in ethanol (60 mL) was added 
dropwise to diethyl 2-((1,3-dioxolan-2-yl)methyl)malonate (52at, 7.8 g, 1.0 eq) in ethanol (40 mL) and 
stirred overnight at room temperature. Unreacted 52at was extracted with dichloromethane, then the 
aqueous phase was made acidic with 37% hydrochloric acid and extracted with ethyl acetate. The 
resulting organic phase was washed twice with brine, dried over magnesium sulfate and concentrated to 
dryness to give 2-((1,3-dioxolan-2-yl)methyl)-3-ethoxy-3-oxopropanoic acid (53, 3.9 g, 56%). 53 (3.9 g, 
1.0 eq) was dissolved without further purification along with triethylamine (2.1 g, 1.2 eq) in dry toluene 
(50 mL) degassed by bubbling argon and kept under inert atmosphere. Diphenylphosphoryl azide (5.3 g, 
1.1 eq) was added dropwise with a syringe and the mixture was stirred 15 min at room temperature then 
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1.5 h at 80 °C. Toluene was evaporated under reduced pressure and the crude green oil was triturated 
twenty times with cyclohexane. Combined organic phases were concentrated to dryness to afford 3.0 g 
of unpurified ethyl 3-(1,3-dioxolan-2-yl)-2-isocyanatopropanoate 54. This was then stirred over the 
week–end in water (50 mL) with 37% hydrochloric acid (1.1 mL, 1.0 eq), diluted with 1 M hydrochloric 
acid and washed with ethyl acetate. The aqueous phase was made basic with 28% ammonium hydroxide 
and extracted thrice with ethyl acetate. These organic phases were washed with water, brine, dried over 
magnesium sulfate and concentrated to dryness to give ethyl 2-amino-3-(1,3-dioxolan-2-yl)propanoate 
as a colorless oil (21at, 0.41 g, 12%). 1H NMR (CDCl3): 5.05 (dd, J = 5.1, 4.2 Hz, 1H), 4.19 (q, J = 7.1 Hz, 
2H), 4.04–3.92 (m, 2H), 3.92–3.80 (m, 2H), 3.66 (dd, J = 8.2, 4.5 Hz, 1H), 2.15 (ddd, J = 14.1, 5.1, 4.5 Hz, 
1H), 1.95 (ddd, J = 14.1, 8.2, 4.2 Hz, 1H), 1.28 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 175.3, 102.6, 64.9, 
64.8, 61.0, 51.2, 38.3, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C8H16NO4: 190.1079. Found: 190.1061. 
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IV.B. Preparations of molecules described in I.B.1 

Ethyl 3-(furan-2-yl)-2-nitropropanoate (57a) via ethyl 3-(furan-2-yl)-2-nitroacrylate (56a) 

A solution of ethyl nitroacetate (44, 3.0 g, 1.0 eq) and furfural (32a, 2.2 g, 1.0 eq) in 
toluene with 4 Å molecular sieve (50 g) was degassed by bubbling argon. Piperidine (0.20 g, 0.1 eq) was 
added and the mixture was heated at reflux for two hours, then concentrated to dryness. Purification by 
chromatography over silica gel (cyclohexane–dichloromethane 1:1) gave a 2:3 mixture of nitroacrylate 
isomers (56a, 2.3 g, 48%). The acrylate (56a, 0.50 g, 1 eq) was dispersed in isopropanol (10 mL, dried 
over 4 Å molecular sieve). To this was added portion–wise sodium borohydride (0.09 g, 1 eq) and the 
suspension was heated at reflux before allowing it to cool back to room temperature. Acetic acid was 
then cautiously added (0.5 mL, 3 eq). The crude was dispersed in water, extracted with ethyl acetate, 
then the organic layer was washed with 1 N hydrochloric acid, water, brine, dried over magnesium 
sulfate, and concentrated to dryness to give 95% pure ethyl 3-(furan-2-yl)-2-nitropropanoate (57a, 
0.41 g, 77%). 1H NMR (CDCl3): 7.37–7.36 (m, 1H), 6.33–6.31 (m, 1H), 6.20–6.18 (m, 1H), 5.44 (dd, 
J = 9.3, 5.5 Hz, 1H), 4.32 (q, J = 7.2 Hz, 2H), 3.67 (dd, J = 15.8, 9.3 Hz, 1H), 3.54 (dd, J = 15.8, 5.5 Hz, 
1H), 1.32 (t, J = 7.2 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.7, 147.8, 142.6, 110.4, 86.3, 63.3, 29.2, 13.8. HRMS 
(m/z): [M+Na]+ calcd for C9H11NO5Na: 236.0535; found, 236.0522. 

Ethyl 3-(5-methylfuran-2-yl)-2-nitropropanoate (57c) via ethyl 3-(5-methylfuran-2-yl)-
2-nitroacrylate (56c) 

A solution of ethyl nitroacetate (44, 4.20 g, 1.1 eq) and 5-methylfurfural (32c, 3.33 g, 
1.0 eq) in toluene (100 mL) with 4 Å molecular sieve (20 g) was degassed by bubbling argon. Piperidine 
(0.26 g, 0.1 eq) was added and the mixture was heated at reflux for three hours, then concentrated to 
dryness to give the crude nitroacrylate 56c (6.37 g). A portion of the crude (1.19 g, 1.0 eq) was diluted in 
ice–cold isopropanol (100 mL). Sodium borohydride (0.24 g, 1.2 eq) was added portion–wise at 0 °C, 
then the mixture was stirred 1 h at room temperature. Acetic acid was then cautiously added. The crude 
was dispersed in water, extracted with ethyl acetate, then the organic layer was washed with water, brine, 
dried over magnesium sulfate, and concentrated to dryness to give 98% pure ethyl 3-(5-methylfuran-2-
yl)-2-nitropropanoate (57c, 0.97 g, 76%). 1H NMR (CDCl3): 6.02 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.89–5.83 (m, 1H), 
5.40 (dd, J = 9.3, 5.5 Hz, 1H), 4.30 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.58 (dd, J = 15.7, 9.3 Hz, 1H), 3.45 (dd, J = 15.7, 
5.5 Hz, 1H), 2.23 (s, 3H), 1.30 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.9, 152.4, 145.9, 109.3, 106.6, 
86.7, 63.4, 29.5, 14.0, 13.6. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C10H13NO5Na: 250.0691; found, 250.0682. 
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Ethyl 3-(furan-3-yl)-2-nitropropanoate (57b) 

Obtained as an oil (0.74 g, 34% from furan-3-carbaldehyde 32b) from ethyl 3-(furan-3-
yl)-2-nitroacrylate prepared as described for 56a, after a chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 95:5 to 90:10). 1H NMR (CDCl3): 7.40–7.38 (m, 1H), 7.35–7.33 (m, 1H), 6.31–6.30 (m, 1H), 
5.26 (dd, J = 9.4, 5.5 Hz, 1H), 4.32 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.45 (dd, J = 15.3, 9.4 Hz, 1H), 3.32 (dd, J = 15.3, 
5.5 Hz, 1H), 1.32 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.9, 143.6, 140.8, 117.7, 110.4, 88.3, 63.2, 26.1, 
13.8. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C9H11NO5Na, 236.0559; found, 236.0567. 

Ethyl 2-amino-3-(furan-3-yl)propanoate (21b) 

Ethyl 3-(furan-3-yl)-2-nitropropanoate (57b, 0.74 g, 1.0 eq) and 37% hydrochloric 
acid (4.3 mL, 15 eq) were dissolved in ethanol (10 mL) at 0 °C. Zinc dust (1.36 g, 6 eq) was added 
portion–wise (waiting for the zinc cloud to disappear between each portion), then the mixture was 
stirred 2 h at room temperature. The reaction was diluted in water, made basic with 28% ammonium 
hydroxide (until disappearance of white zinc complexes), and extracted twice with ethyl acetate. The 
organic phase was washed with water, brine, dried over sodium carbonate, and concentrated to dryness 
to afford ethyl 2-amino-3-(furan-3-yl)propanoate (0.59 g, 92%). 1H NMR (CDCl3): 7.40–7.38 (m, 1H), 
7.35–7.33 (m, 1H), 6.31–6.30 (m, 1H), 5.26 (dd, J = 9.4, 5.5 Hz, 1H), 4.32 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.45 (dd, 
J = 15.3, 9.4 Hz, 1H), 3.32 (dd, J = 15.3, 5.5 Hz, 1H), 1.32 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 175.0, 
143.1, 140.4, 120.0, 111.1, 60.9, 54.7, 30.2, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C9H14NO3, 184.0974; 
found, 184.0951. 
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IV.C. Preparations of α-aminoesters from aldehyde acetals and ethyl 
nitroacetate (I.B.2) 

IV.C.1. General procedure 

 
Step 1: preparation of dimethylacetals 59 

The corresponding aldehyde 32 (1.0 eq) and trimethylorthoformate (1.2 eq) were dissolved in methanol 
(5 eq, dried over 3 Å molecular sieve). To this was added the DOWEX 50WX8-100 ion–exchange 
resin (0.1 g) and the solution was stirred overnight under a calcium chloride–protected atmosphere. The 
resin was then removed by filtration, the filter washed with dry methanol and the filtrate concentrated 
to dryness (at 30 mbar) to yield the corresponding volatile acetal (usually not fully stable in CDCl3). 

Step 2: condensation with ethyl nitroacetate (44), preparation of the nitroacrylates 56 

In order to remove some eventual traces of water, prior to this reaction, under a calcium chloride–
protected atmosphere, the nitroacetate (44, 1.0 eq) was stirred in acetic anhydride (1.2 eq) for 15 
minutes. To this solution was added the crude acetal described above dissolved in acetic anhydride 
(1.2 eq) and the solution was heated at the temperature and time described in each cases below while 
allowing the resulting low boiling methyl acetate to distil off. This was then thoroughly concentrated to 
dryness to yield the crude 3-aryl-2-nitroacrylates 56.  

Step 3: reduction with sodium borohydride, preparation of the α-nitroesters 57 

The crude acrylate 56 was dispersed/dissolved in isopropanol (100 mL, dried over 4 Å molecular sieve). 
To this was added portion–wise sodium borohydride (1 eq) and the suspension was heated up to reflux 
before allowing it to cool back to room temperature. Acetic acid was then cautiously added (1 eq) and 
the isopropanol was removed under vacuum. The crude residue was dispersed in water and 10% 
hydrochloric acid (1.1 eq) was added to help the hydrolysis of unreacted boron hydrides. The resulting 
solution was extracted with ethyl acetate, the organic layer was washed with water, brine, dried over 
magnesium sulfate and concentrated to dryness. The residue was then purified as described in each case 
below to yield the corresponding substituted nitroester 57. 

Step 4: reduction with zinc and hydrochloric acid, preparation of the α-aminoesters 21 

The nitroester 57 (1 eq) and 37% hydrochloric acid (15 eq) were dissolved in ethanol (three times the 
volume of HCl 37%) at 0 °C. Zinc dust (6 eq) was added portion–wise (waiting for the zinc cloud to 
disappear between each portion), then the mixture was stirred 2 h at room temperature. The reaction 
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was diluted in water and ethyl acetate, made basic with 28% ammonium hydroxide (until disappearance 
of white zinc complexes), and extracted twice with ethyl acetate. The organic phase was washed with 
water, brine, dried over sodium carbonate, and concentrated to dryness to afford the corresponding 
α-aminoesters 21. 

IV.C.2. α-Nitroesters 

Ethyl 3-(4-(benzyloxy)phenyl)-2-nitropropanoate (57j) 

Obtained as an yellow solid (4.08 g, 51% from 4-benzyloxybenzaldehyde 
32j) after heating at 150 °C for 9 h in the course of the condensation step and a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 92:8 to 9:1). 1H NMR (CDCl3): 7.47–7.39 (m, 4H), 7.38–7.32 (m, 
1H), 7.18–7.13 (m, 2H), 6.98–6.92 (m, 2H), 5.36–5.28 (m, 1H), 5.07 (s, 2H), 4.30 (qd, J = 7.1, 1.4 Hz, 
2H), 3.58–3.40 (m, 2H), 1.30 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 164.1, 158.4, 136.8, 130.0, 128.6, 
128.4, 128.0, 127.4, 126.3, 115.3, 89.4, 70.1, 63.1, 35.5, 13.9. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for 
C18H19NO5Na: 352.1161; found, 352.1150. 

Ethyl 3-(2-methoxyphenyl)-2-nitropropanoate (57s) 

Obtained as an oil (6.12 g, 53% from 2-methoxybenzaldehyde 32s) after heating at 
150 °C for 9 h in the course of the condensation step and a chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 95:5 to 9:1). 1H NMR (CDCl3): 7.31–7.26 (m, 1H), 7.14 (dd, J = 7.2, 1.7 Hz, 1H), 6.93–6.86 
(m, 2H), 5.57 (dd, J = 8.9, 6.2 Hz, 1H), 4.28 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.88 (s, 3H), 3.55 (dd, J = 14.1, 6.2 Hz, 
1H), 3.49 (dd, J = 14.1, 8.9 Hz, 1H), 1.28 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 164.5, 157.4, 131.3, 129.3, 
122.2, 120.8, 110.3, 87.1, 62.8, 55.3, 32.3, 13.8. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C12H15NO5Na: 276.0848; 
found, 276.0831. 

Ethyl 3-(3-methoxyphenyl)-2-nitropropanoate (57t) 

Obtained as an oil (2.34 g, 21% from 3-methoxybenzaldehyde 32t) after heating at 
150 °C for 9 h in the course of the condensation step and a chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 95:5 to 9:1). 1H NMR (CDCl3): 7.28–7.22 (m, 1H), 6.85–6.79 (m, 2H), 6.78–6.75 (m, 1H), 
5.35 (dd, J = 9.4, 5.9 Hz, 1H), 4.31 (qd, J = 7.1, 1.0 Hz, 2H), 3.81 (s, 3H), 3.56 (dd, J = 14.6, 9.4 Hz, 1H), 
3.47 (dd, J = 14.6, 5.9 Hz, 1H), 1.31 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 164.5, 157.4, 131.3, 129.3, 
122.2, 120.8, 110.3, 87.1, 62.8, 55.3, 32.3, 13.8. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C12H15NO5Na: 276.0848; 
found, 276.0831. 
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Ethyl 3-(4-methoxyphenyl)-2-nitropropanoate (57u) 

O

O
N+
O

-O

O Obtained as an oil (6.95 g, 55% from 4-methoxybenzaldehyde 32u) after heating at 
150 °C for 9 h in the course of the condensation step and a chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 95:5 to 9:1). 1H NMR (CDCl3): 7.19–7.11 (m, 2H), 6.91–6.82 (m, 2H), 5.30 (dd, J = 9.4, 
6.0 Hz, 1H), 4.30 (qd, J = 7.1, 1.6 Hz, 2H), 3.81 (s, 3H), 3.52 (dd, J = 14.6, 9.4 Hz, 1H), 3.44 (dd, J = 14.6, 
6.0 Hz, 1H), 1.30 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 164.1, 159.2, 130.0, 126.0, 114.4, 89.4, 63.1, 55.2, 
35.5, 13.9. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C12H15NO5Na: 276.0848; found, 276.0840. 

Ethyl 3-(2-fluorophenyl)-2-nitropropanoate (57y) 

Obtained as an oil (0.73 g, 6% from 2-fluorobenzaldehyde 32y) after heating at 190 °C 
for 4 h in the course of the condensation step and two chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 9:1) and (cyclohexane–dichloromethane 2:1). 1H NMR (CDCl3): 7.34–7.27 (m, 1H), 7.25–
7.18 (m, 1H), 7.14–7.05 (m, 2H), 5.45 (dd, J = 8.8, 6.6 Hz, 1H), 4.30 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.65–3.51 (m, 
2H), 1.29 (t, J = 7.2 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.9, 161.2 (d, J = 246 Hz), 131.5 (d, J = 4 Hz), 129.9 
(d, J = 8 Hz), 124.6 (d, J = 4 Hz), 121.1 (d, J = 15 Hz), 115.6 (d, J = 21 Hz), 87.3, 63.2, 30.4 (d, J = 2 Hz), 
13.8. HRMS (m/z): [M-H]- calcd for C11H11FNO4: 240.0672; found, 240.0675. 

Ethyl 3-(3-fluorophenyl)-2-nitropropanoate (57z) 

Obtained as an oil (0.59 g, 5% from 3-fluorobenzaldehyde 32z) after heating at 
160 °C for 8 h then at 190 °C for 4 h in the course of the condensation step and two chromatography 
over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5) and (cyclohexane–dichloromethane 2:1).1H NMR 
(CDCl3): 7.36–7.28 (m, 1H), 7.04–6.99 (m, 2H), 6.99–6.93 (m, 1H), 5.34 (dd, J = 9.4, 5.8 Hz, 1H), 4.32 
(qd, J = 7.2, 0.9 Hz, 2H), 3.58 (dd, J = 14.7, 9.4 Hz, 1H), 3.50 (dd, J = 14.7, 5.8 Hz, 1H), 1.31 (t, J = 7.2 Hz, 
3H). 13C NMR (CDCl3): 163.8, 162.9 (d, J = 248 Hz), 136.5 (d, J = 7 Hz), 130.6 (d, J = 9 Hz), 124.6 (d, 
J = 3 Hz), 116.0 (d, J = 22 Hz), 114.9 (d, J = 21 Hz), 88.8, 63.3, 35.9 (d, J = 2 Hz), 13.8. HRMS (m/z): [M-
H]- calcd for C11H11FNO4: 240.0672; found, 240.0675. 

Ethyl 3-(4-fluorophenyl)-2-nitropropanoate (57aa) 

Obtained as an oil (2.72 g, 23% from 4-fluorobenzaldehyde 32aa) after heating at 
190 °C for 4 h in the course of the condensation step and two chromatography over silica gel 
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(cyclohexane–ethyl acetate 9:1) and (cyclohexane–dichloromethane 2:1). 1H NMR (CDCl3): 7.26–7.15 
(m, 2H), 7.08–6.97 (m, 2H), 5.32 (dd, J = 9.4, 5.8 Hz, 1H), 4.30 (qt, J = 7.1, 1.2 Hz, 2H), 3.56 (dd, J = 14.7, 
9.4 Hz, 1H), 3.47 (dd, J = 14.7, 5.8 Hz, 1H), 1.30 (td, J = 7.1, 1.2 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.8, 162.3 
(d, J = 247 Hz), 130.6 (d, J = 8 Hz), 129.8 (d, J = 3 Hz), 115.9 (d, J = 22 Hz), 89.1, 63.2, 35.5, 13.8. HRMS 
(m/z): [M-H]- calcd for C11H11FNO4: 240.0672; found, 240.0645. 

Ethyl 3-(furan-2-yl)-2-nitropropanoate (57a) 

Obtained as an oil (3.82 g, 24% from furfural 32a) after heating at 140 °C for 2 h in the 
course of the condensation step and two chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 9:1) 
and (cyclohexane–dichloromethane 3:2). 1H NMR (CDCl3): 7.37–7.36 (m, 1H), 6.33–6.31 (m, 1H), 6.20–
6.18 (m, 1H), 5.44 (dd, J = 9.3, 5.5 Hz, 1H), 4.32 (q, J = 7.2 Hz, 2H), 3.67 (dd, J = 15.8, 9.3 Hz, 1H), 3.54 
(dd, J = 15.8, 5.5 Hz, 1H), 1.32 (t, J = 7.2 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.7, 147.8, 142.6, 110.4, 86.3, 
63.3, 29.2, 13.8. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C9H11NO5Na: 236.0535; found, 236.0522. 

Ethyl 3-(5-methylfuran-2-yl)-2-nitropropanoate (57c) 

Obtained as an oil (3.44 g, 60% from 5-methylfurfural 32c) after heating at 140 °C 
for 2 h in the course of the condensation step and a chromatography over silica gel (cyclohexane–
dichloromethane 3:2). 1H NMR (CDCl3): 6.02 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.89–5.83 (m, 1H), 5.40 (dd, J = 9.3, 
5.5 Hz, 1H), 4.30 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.58 (dd, J = 15.7, 9.3 Hz, 1H), 3.45 (dd, J = 15.7, 5.5 Hz, 1H), 2.23 
(s, 3H), 1.30 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.9, 152.4, 145.9, 109.3, 106.6, 86.7, 63.4, 29.5, 14.0, 
13.6. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C10H13NO5Na: 250.0691; found, 250.0682. 

Ethyl 3-(5-ethylfuran-2-yl)-2-nitropropanoate (57d) 

Obtained as an oil (3.68 g, 39% from 5-ethylfurfural 32d) after heating at 140 °C for 
2 h in the course of the condensation step and two chromatography over silica gel (cyclohexane–
dichloromethane 2:1 to 1:6) and (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 6.06 (d, J = 3.1 Hz, 
1H), 5.91–5.86 (m, 1H), 5.43 (dd, J = 9.3, 5.6 Hz, 1H), 4.32 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.61 (dd, J = 15.7, 9.3 Hz, 
1H), 3.49 (dd, J = 15.7, 5.6 Hz, 1H), 2.61 (q, J = 7.5 Hz, 3H), 1.32 (t, J = 7.1 Hz, 3H), 1.22 (t, J = 7.5 Hz, 
3H). 13C NMR (CDCl3): 163.8, 157.9, 145.7, 108.9, 104.8, 86.5, 63.2, 29.3, 21.3, 13.8, 12.0. HRMS (m/z): 
[M-H]- calcd for C11H14NO5: 240.0872; found, 240.0857. 
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IV.C.3. α-Aminoesters 

Ethyl 2-amino-3-(4-(benzyloxy)phenyl)propanoate (21j) 

Obtained as an oil (6.44 g, 93% from 57j). 1H NMR (CDCl3): 7.49–7.31 
(m, 6H), 7.18–7.10 (m, 2H), 6.98–6.90 (m, 2H), 5.07 (s, 2H), 4.19 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.69 (dd, J = 7.7, 
5.3 Hz, 1H), 3.04 (dd, J = 13.7, 5.4 Hz, 1H), 2.84 (dd, J = 13.7, 7.7 Hz, 1H), 1.48 (bs, 2H), 1.27 (t, 
J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 175.1, 157.8, 133.1, 130.3, 130.0, 129.6, 128.6, 127.9, 127.4, 114.9, 
70.0, 60.8, 56.0, 40.3, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C18H22NO3: 300.1600; found, 300.1591. 

Ethyl 2-amino-3-(2-methoxyphenyl)propanoate (21s) 

Obtained as an oil (5.16 g, 90% from 57s). 1H NMR (CDCl3): 7.26–7.20 (m, 1H), 
7.17–7.12 (m, 1H), 6.96–6.84 (m, 2H), 4.15 (qd, J = 7.1, 2.3 Hz, 2H), 3.84 (s, 3H), 3.81 (dd, J = 8.1, 5.8 Hz, 
1H), 3.11 (dd, J = 13.3, 5.8 Hz, 1H), 2.88 (dd, J = 13.3, 8.1 Hz, 1H), 1.51 (bs, 2H), 1.24 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 
13C NMR (CDCl3): 175.4, 157.8, 131.2, 128.1, 125.9, 120.4, 110.4, 60.7, 55.2, 54.5, 36.3, 14.1. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C12H18NO3: 224.1287; found, 224.1218. 

Ethyl 2-amino-3-(3-methoxyphenyl)propanoate (21t) 

Obtained as an oil (0.81 g, 92% from 57t). 1H NMR (CDCl3): 7.23 (t, J = 7.8 Hz, 
1H), 6.84–6.74 (m, 3H), 4.19 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.81 (s, 3H), 3.74 (dd, J = 7.9, 5.2 Hz, 1H), 3.08 (dd, 
J = 13.5, 5.2 Hz, 1H), 2.85 (dd, J = 13.5, 7.9 Hz, 1H), 1.52 (bs, 2H), 1.27 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 174.9, 159.7, 138.9, 129.5, 121.6, 115.0, 112.2, 60.9, 55.8, 55.1, 41.2, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ 
calcd for C12H18NO3: 224.1287; found, 224.1260. 

Ethyl 2-amino-3-(4-methoxyphenyl)propanoate (21u) 

Obtained as an oil (4.2 g, 95% from 57u). 1H NMR (CDCl3): 7.17–7.09 (m, 2H), 
6.90–6.82 (m, 2H), 4.18 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.80 (s, 3H), 3.68 (dd, J = 7.7, 5.3 Hz, 1H), 3.03 (dd, J = 13.6, 
5.3 Hz, 1H), 2.83 (dd, J = 13.6, 7.7 Hz, 1H), 1.48 (bs, 2H), 1.27 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 
175.1, 158.5, 130.3, 129.3, 114.0, 60.8, 56.0, 55.2, 40.2, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C12H18NO3: 
224.1287; found, 224.1238. 
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Ethyl 2-amino-3-(2-fluorophenyl)propanoate (21y) 

Obtained as an oil (0.34 g, 92% from 57y). 1H NMR (CDCl3): 7.28–7.20 (m, 2H), 
7.12–7.02 (m, 2H), 4.17 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.77 (dd, J = 7.9, 5.8 Hz, 1H), 3.11 (dd, J = 13.7, 5.8 Hz, 1H), 
2.94 (dd, J = 13.7, 7.9 Hz, 1H), 1.64 (s, 2H), 1.27 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.9, 161.4 (d, 
J = 246 Hz), 131.7 (d, J = 5 Hz), 128.6 (d, J = 8 Hz), 124.4 (d, J = 16 Hz), 124.0 (d, J = 4 Hz), 115.4 (d, 
J = 22 Hz), 61.0, 54.8, 34.8, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H15FNO2: 212.1087; found, 212.1045. 

Ethyl 2-amino-3-(4-fluorophenyl)propanoate (21aa) 

Obtained as an oil (1.95 g, 94% from 57aa). 1H NMR (CDCl3): 7.22–7.14 (m, 2H), 
7.04–6.96 (m, 2H), 4.17 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.69 (dd, J = 7.7, 5.5 Hz, 1H), 3.05 (dd, J = 13.7, 5.5 Hz, 1H), 
2.87 (dd, J = 13.7, 7.7 Hz, 1H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 175.0, 161.9 (d, J = 245 Hz), 
133.0 (d, J = 4 Hz), 130.8 (d, J = 8 Hz, 2C), 115.3 (d, J = 22 Hz, 2C), 61.0, 55.9, 40.3, 14.2. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C11H15FNO2: 212.1087; found, 212.1069. 

Ethyl 2-amino-3-(furan-2-yl)propanoate (21a) 

Obtained as an oil (4.84 g, 94% from 57a). Analytical data similar to what was 
described above. 

Ethyl 2-amino-3-(5-methylfuran-2-yl)propanoate (21c) 

Obtained as an oil (1.26 g, 95% from 57c). 1H NMR (CDCl3): 5.97 (d, J = 2.9 Hz, 
1H), 5.88–5.82 (m, 1H), 4.24–4.14 (m, 2H), 3.72 (dd, J = 7.3, 5.0 Hz, 1H), 3.03 (dd, J = 14.9, 5.0 Hz, 1H), 
2.91 (dd, J = 14.9, 7.3 Hz, 1H), 2.24 (s, 3H), 1.57 (s, 2H), 1.27 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.9, 
151.5, 149.6, 108.5, 106.2, 61.1, 54.0, 33.8, 14.3, 13.6. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C10H16NO3, 
198.1130; found, 198.1089. 

Ethyl 2-amino-3-(5-ethylfuran-2-yl)propanoate (21d) 

Obtained as an oil (1.83 g, 56% from 57d) after a chromatography over silica gel 
(dichloromethane–ethanol 98:2 to 97:3). 1H NMR (CDCl3): 6.01 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.91–5.85 (m, 1H), 
4.25–4.16 (m, 2H), 3.75 (dd, J = 7.2, 5.0 Hz, 1H), 3.06 (dd, J = 14.8, 5.0 Hz, 1H), 2.95 (dd, J = 14.8, 7.2 Hz, 
1H), 2.61 (q, J = 7.6 Hz, 2H), 1.29 (t, J = 7.2 Hz, 3H), 1.22 (t, J = 7.6 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.7, 
157.1, 149.3, 108.1, 104.4, 60.9, 53.8, 33.7, 21.3, 14.2, 12.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H18NO3, 
212.1287; found, 212.1261. 
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IV.D. Preparations of α-methylaminoesters (I.B.3) 

Ethyl 3-(furan-2-yl)-2-methyl-2-nitropropanoate (60a) 

Ethyl 3-(furan-2-yl)-2-nitropropanoate (1.30 g, 1.00 eq) was dissolved in ice–cold 
anhydrous DMF (10 mL) under inert atmosphere. Sodium hydride (60% in mineral oil, 0.25 g, 1.05 eq) 
was added and the solution was stirred 1.5 h at 0 °C. Methyl iodide (0.76 mL, 2.00 eq) was added and the 
solution was stirred at room temperature over week–end. The crude was diluted in water and extracted 
with ethyl acetate. The organic phase was then washed thrice with brine and dried over magnesium 
sulfate to afford the desired product (60a, 0.60 g, 43%) after a chromatography over silica gel 
(cyclohexane–dichloromethane 2:1 to 1:1). 1H NMR (CDCl3): 7.33 (dd, J = 1.9, 0.8 Hz, 1H), 6.30 (dd, 
J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.15 (dd, J = 3.2, 0.8 Hz, 1H), 4.28 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.67 (d, J = 15.2 Hz, 1H), 3.53 
(d, J = 15.2 Hz, 1H), 1.74 (s, 3H), 1.29 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 166.9, 147.8, 142.9, 110.8, 
109.9, 92.0, 63.2, 35.3, 21.3, 13.9. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C10H13NO5Na: 250.0691. Found: 
250.0702. 

Ethyl 2-amino-3-(furan-2-yl)-2-methylpropanoate (61a) 

60a (0.60 g, 1 eq) and 37% hydrochloric acid (3.3 mL, 15 eq) were dissolved in ethanol 
(26 mL) at 0 °C. Zinc dust (1.04 g, 6 eq) was added portion–wise (waiting for the zinc cloud to disappear 
between each portion), then the mixture was stirred 16 h at room temperature. The reaction was diluted 
in water, made basic with 28% ammonium hydroxide (until disappearance of white zinc complexes), 
and extracted twice with ethyl acetate. The organic phase was washed with water, brine, dried over 
sodium carbonate, and concentrated to dryness to afford the desired product (0.39 g, 75%). 1H NMR 
(CDCl3): 7.30 (dd, J = 1.9, 0.8 Hz, 1H), 6.28 (dd, J = 3.1, 1.9 Hz, 1H), 6.09 (dd, J = 3.1, 0.8 Hz, 1H), 4.16 
(q, J = 7.2 Hz, 2H), 3.13 (d, J = 14.6 Hz, 1H), 2.87 (d, J = 14.6 Hz, 1H), 1.76 (s, 2H), 1.37 (s, 3H), 1.26 (t, 
J = 7.2 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 176.8, 151.6, 142.0, 110.3, 108.2, 61.3, 58.0, 39.5, 26.6, 14.2. HRMS 
(m/z): [M+H]+ calcd for C10H16NO3: 198.1130. Found: 198.1075. 

Ethyl 2-methyl-2-nitro-3-phenylpropanoate (60i) 

Ethyl 2-nitro-3-phenylpropanoate (3.84 g, 1.00 eq) was dissolved in ice–cold 
anhydrous DMF (50 mL) under inert atmosphere. Sodium hydride (60% in mineral oil, 0.70 g, 1.02 eq) 
was added and the solution was stirred 30 min at 0 °C. Methyl iodide (1.60 mL, 1.50 eq) was added and 
the solution was stirred at room temperature overnight. The crude was diluted in water and extracted 
with ethyl acetate. The organic phase was then washed twice with water, brine and dried over magnesium 
sulfate to afford the desired product (60i, 1.89 g, 45%) after a chromatography over silica gel 
(cyclohexane–dichloromethane 2:1). Analytical data was similar to literature.216 
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Ethyl 2-amino-2-methyl-3-phenylpropanoate hydrochloride (61i) 

60i (1.89 g, 1 eq) and 37% hydrochloric acid (9.9 mL, 15 eq) were dissolved in 
ethanol (75 mL) at 0 °C. Zinc dust (3.12 g, 6 eq) was added portion–wise (waiting for the zinc cloud to 
disappear between each portion), then the mixture was stirred overnight at room temperature. The 
reaction was diluted in water, made basic with 28% ammonium hydroxide (until disappearance of white 
zinc complexes), and extracted twice with ethyl acetate. The organic phase was washed with water, brine, 
and dried over sodium carbonate. 4 M hydrochloric acid in 1,4-dioxane (3 mL, 1.5 eq) was added and 
the solution was concentrated to dryness to afford the desired product as an off–white solid (1.66 g, 
90%). Analytical data was similar to literature.360 
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IV.E. Preparations of α-aminoesters from aldehydes and diethyl malonate 
(1.C.1) 

IV.E.1. General method 

Step 1: Knœvenagel condensation of diethyl malonate and aldehyde, preparation of diethyl 
2-arylidenenemalonates 

 
Under an inert atmosphere, the considered aldehyde (32, 1.0 eq), diethyl malonate (43, 1.0 eq), acetic 
acid (5% eq), piperidine (5% eq) and 4 Å molecular sieve (16x mass of water generated by the 
condensation) were heated in dry ethanol (q.s. 2.5 M, dried over 4 Å molecular sieve) without stirring 
at 60 °C for 10 h. 1H NMR spectra of a crude sample usually pointed out the complete disappearance of 
the starting aldehydes. 

Step 2: reduction of the substituted diethyl 2-arylidenemalonate, preparation of the 
substituted malonate 

 
The crude arylidenemalonate prepared in Step 1 was filtered, the 4 Å molecular sieve was washed with 
dry ethanol. To the resulting ethanol solution, 10% palladium over charcoal (2.5% eq) was added and 
this was stirred overnight under a hydrogen atmosphere (1 atm). The resulting suspension was filtered, 
the filtrate concentrated to dryness to give fairly pure diethyl 2-(arylmethyl)malonates 63.  

 
Alternatively, as specified in some of the following examples, this hydrogenation was achieved using 
sodium borohydride (1.1 eq) added at 4 °C and stirring overnight at this temperature. Acetic acid 
(1.2 eq) was then added, the mixture diluted in an excess of water and extracted with ethyl acetate. The 
organic layer was then washed with water, brine, dried over magnesium sulfate and concentrated to 
dryness to yield the crude substituted diethyl 2-(arylmethyl)malonates 63. 

Step 3: preparation of -hydroxyiminoesters from diethyl 2-(arylmethyl)malonates  

 
The crude substituted malonate (1.0 eq) was dissolved in ethanol (q.s. 0.75 M, dried over 4 Å molecular 
sieve) and cooled to 0 °C. A 21% solution of sodium ethoxide in ethanol was added (1.2 eq) followed by 
a slow addition of isoamyl nitrite (1.1 eq). This was stirred at 0 °C for two hours, made slightly acid by 
the addition of 1 N hydrochloric acid and diluted in water. The solution was extracted with ethyl acetate, 
the organic layer was washed with water, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to 
dryness to yield the crude -hydroxyiminoesters 64 further purified as described below. 
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Step 4: reduction with zinc and hydrochloric acid, preparation of the α-aminoesters 21/77 

 
The nitroester (1 eq) and 37% hydrochloric acid (10 eq) were dissolved in ethanol at 0 °C. Zinc dust 
(4 eq) was added portion–wise (waiting for the zinc cloud to disappear between each portion), then the 
mixture was stirred 2 h at room temperature. The reaction was diluted in water and ethyl acetate, made 
basic with 28% ammonium hydroxide (until disappearance of white zinc complexes), and extracted 
twice with ethyl acetate. The organic phase was washed with water, brine, dried over sodium carbonate, 
and concentrated to dryness to afford the corresponding α-aminoesters 21. 

IV.E.2. Preparations of bromo- and cyclopropyl–arylidemalonates 

Diethyl 2-((5-bromofuran-2-yl)methylene)malonate (62au) 

Obtained following Step 1 of the general procedure as an orange solid (62au, 4.72 g, 
87% from 5-bromofurfural (32au)) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 
9:1). 1H NMR (CDCl3): 7.35 (s, 1H), 6.71 (d, 1H, J = 3.5 Hz), 6.44 (d, 1H, J = 3.5 Hz), 4.41 (q, 2H, 
J = 7.1 Hz), 4.29 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 1.41 (t, 3H, J = 7.1 Hz), 1.33 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 
165.8, 163.9, 150.9, 127.1, 126.2, 126.6, 119.7, 114.5, 61.8, 61.6, 14.1, 14.0. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd 
for C12H13BrO5Na, 338.9844; found, 338.9868. 

Diethyl 2-((5-cyclopropylfuran-2-yl)methylene)malonate (62f) 

62au (4.36 g, 1.0 eq), cyclopropylboronic acid (1.53 g, 1.3 eq) and cesium carbonate 
(17 g, 3.9 eq) were dispersed in a 95:5 mixture of toluene and water (60 mL). This was degassed by 
blowing a gentle stream of argon into the suspension, [1,1’-bis(diphenylphosphino)ferrocene] 
dichloropalladium complexed with dichloromethane (0.28 g, 2.5% eq) was added and this was heated to 
reflux under argon for 50 minutes. The resulting dark solution was diluted in ethyl acetate, washed with 
water, brine, dried over magnesium sulfate and concentrated to dryness. The residue was purified by a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 8:1) to give the cyclopropyl–bearing 
derivative as an oil (2.88 g, 75%). 1H NMR (CDCl3): 7.32 (s, 1H), 6.65 (d, 1H, J = 3.4 Hz), 6.09 (d, 1H, 
J = 3.4 Hz), 4.37 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 4.25 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 1.89 (tt, 1H, J = 8.4, 5.0 Hz), 1.37 (t, 3H, 
J = 7.1 Hz), 1.30 (t, 3H, J = 7.1 Hz), 1.01–0.93 (m, 2H), 0.88–0.79 (m, 2H). 13C NMR (CDCl3): 166.8, 
164.7, 162.5, 147.0, 127.4, 120.1, 119.9, 107.3, 61.5, 61.4, 14.3, 14.2, 9.7, 8.3, (one signal missing). HRMS 
(m/z): [M+Na]+ calcd for C15H18O5Na, 301.1052; found, 301.1034. 
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Diethyl 2-(3-bromobenzylidene)malonate (62aj) 

Obtained following Step 1 of the general procedure as an orange solid from 
3-bromobenzaldehyde (32aj, 5.00 g) and the crude was used without further purification. 

Diethyl 2-(3-cyclopropylbenzylidene)malonate (62q) 

The crude 62ak (6.44 g, considered pure) was engaged in Suzuki cross–coupling 
as described for 62f, to yield after chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5) the 
desired product (62q, 4.68 g, 60% from 32aj). 1H NMR (CDCl3): 7.72 (s, 1H), 7.27 (m, 2H), 7.17 (m, 
1H), 7.11 (m, 1H), 4.36 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 4.32 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 1.90 (m, 1H), 1.35 (t, 3H, J = 7.1 Hz), 
1.32 (t, 3H, J = 7.1 Hz), 0.99 (m, 2H), 0.69 (m, 2H). 13C NMR (CDCl3): 166.7, 164.2, 144.6, 142.3, 132.9, 
128.6, 128.1, 126.8, 128.5, 126.2, 61.6, 61.5, 15.2, 14.1, 13.9, 9.2. 

Diethyl 2-(4-bromobenzylidene)malonate (62ak) 

Obtained following Step 1 of the general procedure as an orange solid from 
4-bromobenzaldehyde (32ak, 5.00 g) and the crude was used without further purification (13.27 g). 

Diethyl 2-(4-cyclopropylbenzylidene)malonate (62r) 

The crude arylidenemalonate 62ak (13.27 g, considered pure) was engaged in 
Suzuki cross–coupling as described for 62f, to yield after chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 95:5) the desired product (62r, 4.89 g, 62% from 32ak). 1H NMR (CDCl3): 7.70 (s, 1H), 7.41 
– 7.33 (m, 2H), 7.11 – 7.01 (m, 2H), 4.37 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 4.32 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 1.92 (tt, J = 8.3, 5.0 
Hz, 1H), 1.35 (t, J = 7.1 Hz, 3H), 1.33 (t, J = 7.1 Hz, 3H), 1.08 – 1.00 (m, 2H), 0.80 – 0.72 (m, 2H). HRMS 
(m/z): [M+Na]+ calcd for C17H20O4Na, 311.1259; found, 311.1259. 
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IV.E.3. Preparations of α-hydroxyiminoesters 

Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(furan-2-yl)propanoate (64a) 

Obtained as a solid (5.98 g, 33% from furfural 32a), using sodium borohydride at 4 °C 
overnight, after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 1H NMR (CDCl3): 9.73 
(s, 1H), 7.32 (dd, J = 1.9, 0.8 Hz, 1H), 6.30 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.16–6.10 (m, 1H), 4.34 (q, J = 7.1 Hz, 
2H), 4.05 (s, 2H), 1.35 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 162.9, 148.7, 148.4, 141.5, 110.4, 107.0, 62.0, 
23.6, 14.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C9H12NO4: 198.0766; found: 198.0775. 

Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(5-methylfuran-2-yl)propanoate (64c) 

Obtained as a solid (5.99 g, 33% from 5–methylfurfural 32c), using sodium 
borohydride at 4 °C overnight, after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 
1H NMR (CDCl3): 9.42 (s, 1H), 5.99 (d, J = 3.1 Hz, 1H), 5.91–5.84 (m, 1H), 4.33 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.99 
(s, 2H), 2.26 (s, 3H), 1.36 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 162.9, 151.1, 148.8, 146.7, 107.7, 106.3, 
61.9, 23.6, 14.0, 13.5. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C10H13NO4Na: 234.0742; found: 234.0744. 

Ethyl 3-(5-cyclopropylfuran-2-yl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64f) 

Obtained as a white solid (1.09 g, 44% from 62f), using sodium borohydride at 
4 °C overnight, after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 1H NMR (CDCl3): 
1H NMR (CDCl3): 9.42 (bs, 1H), 5.97 (m, 1H), 5.84 (d, 1H, J = 8.1 Hz), 4.33 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 3.97 (s, 
2H), 1.84 (m, 1H), 1.36 (t, 3H, J = 7.1 Hz), 0.84 (m, 2H), 0.73 (m, 2H). 13C NMR (CDCl3): 163.0, 156.5, 
148.8, 146.3, 107.5, 104.2, 61.9, 23.7, 14.0, 8.7, 6.5. HRMS (m/z): HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for 
C12H15NO4Na, 260.0899; found, 260.0892. 

Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(5-(trifluoromethyl)furan-2-yl)propanoate (64h) 

Obtained as a white solid (0.62 g, 36% from 5-trifluoromethylfuran-
2-carbaldehyde 32h), using sodium borohydride at 0 °C, after two chromatographies over silica gel 
(dichloromethane–ethanol 99:1) and (cyclohexane–ethyl acetate 5:1). 1H NMR (CDCl3): 9.70 (s, 1H), 
6.72–6.64 (m, 1H), 6.21–6.15 (m, 1H), 4.33 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 4.05 (s, 2H), 1.34 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 
13C NMR (CDCl3): 162.7, 152.0, 147.6, 141.0 (q, J = 42.7 Hz), 119.2 (q, J = 266.7 Hz), 112.7 (q, 
J = 2.8 Hz), 108.18 (s), 62.4, 23.7, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C10H11F3NO4: 266.0640; found, 
266.0584. 
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Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(o–tolyl)propanoate (64k) 

Obtained as a white solid (3.38 g, 61% from 2-methylbenzaldehyde 32k) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 1H NMR (CDCl3): 10.09 (s, 1H), 7.16 
(m, 4H), 4.28 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 4.00 (s, 2H), 2.41 (s, 3H), 1.31 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 
163.4, 151.2, 136.5, 133.9, 130.3, 128.6, 126.7, 126.0, 61.9, 27.9, 19.7, 14.0. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd 
for C12H15NO3Na: 244.0950; found, 244.0942. 

Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(p–tolyl)propanoate (64m) 

Obtained as a white solid (3.31 g, 60% from 4-methylbenzaldehyde 32m) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 1H NMR (CDCl3): 10.07 (s, 1H), 7.24 
(m, 2H), 7.11 (m, 2H), 4.31 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 3.97 (s, 2H), 2.35 (s, 3H), 1.35 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 
13C NMR (CDCl3): 163.3, 151.1, 136.2, 132.7, 129.2, 129.1, 61.9, 30.1, 21.0, 14.0. HRMS (m/z): [M+Na]+ 
calcd for C12H15NO3Na: 244.0950; found, 244.0944. 

Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(4-isopropylphenyl)propanoate (64n) 

Obtained as a solid (2.04 g, 48% from 4-isopropylbenzaldehyde 32n) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1). 1H NMR (CDCl3): 9.74 (s, 1H), 7.26–
7.22 (m, 2H), 7.16–7.11 (m, 2H), 4.29 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 3.95 (s, 2H), 2.87 (hept, 1H, J = 6.9 Hz), 1.32 
(t, 3H, J = 7.1 Hz), 1.23 (d, 6H, J = 6.9 Hz). 13C NMR (CDCl3): 163.3, 151.2, 147.2, 133.0, 129.1, 126.6, 
61.8, 33.7, 30.1, 24.0, 14.0. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C14H19NO3Na, 272.1263; found, 272.1258. 

Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(3-propylphenyl)propanoate (64o) 

A two days–long catalytic hydrogenation of diethyl 2-(3-
cyclopropylbenzylidene)malonate (62q, 4.68 g) with 10% palladium over charcoal (0.52 g, 2.5% eq) 
followed by oximation of the crude diethyl 2-(3-propylbenzyl)malonate 62o using the general condition 
described above gave this compound (1.40 g, 35% from 62q) as a white solid after a chromatography 
over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1). 1H NMR (CDCl3): 9.74 (bs, 1H), 7.19 (m, 3H), 7.05 (m, 
1H), 4.31 (q, 2H, J = 7.2 Hz), 3.99 (s, 2H), 2.58 (m, 2H), 1.65 (m, 2H), 1.34 (t, 3H, J = 7.2 Hz), 0.96 (t, 
3H, J = 7.3 Hz). 13C NMR (CDCl3): 163.3, 151.6, 143.0, 135.5, 129.3, 128.3, 126.8, 126.4, 61.9, 38.0, 30.5, 
24.5, 14.0, 13.8. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C14H19NO3Na, 272.1263; found, 272.1250. 
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Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(4-propylphenyl)propanoate (64p) 

A two days–long catalytic hydrogenation of diethyl 
2-(4-cyclopropylbenzylidene)malonate (62r, 4.89 g) with 10% palladium over charcoal (0.55 g, 2.5% eq) 
followed by oximation of the crude diethyl 2-(4-propylbenzyl)malonate 62p using the general condition 
described above gave this compound (2.64 g, 62% from 62r) as a white solid after a chromatography 
over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1). 1H NMR (CDCl3): 9.64 (s, 1H), 7.26 (m, 2H), 7.11 (m, 
2H), 4.31 (q, 2H, J = 7.2 Hz), 3.98 (s, 2H), 2.57 (m, 2H), 1.64 (m, 2H), 1.34 (t, 3H, J = 7.2 Hz), 0.95 (t, 
3H, J =7.3 Hz). 13C NMR (CDCl3): 163.3, 151.2, 141.0, 132.8, 129.0, 128.6, 61.8, 37.7, 30.1, 24.5, 14.0, 
13.8. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C14H19NO3Na, 272.1263; found, 272.1276. 

Ethyl 3-(3-cyclopropylphenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64q) 

By using the general preparation of oxime esters described above, using sodium 
borohydride overnight at 4 °C for the reduction step, this compound was obtained as a colorless oil 
(1.72 g, 27% from 3-bromobenzaldehyde 32aj) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 6:1). 1H NMR (CDCl3): 9.99 (bs, 1H), 7.20 (m, 3H), 6.91 (m, 1H), 4.31 (q, J = 7.2 Hz, 2H), 
3.97 (s, 2H), 2.58 (m, 2H), 1.88 (m, 1H), 1.34 (t, 3H, J = 7.2 Hz), 0.96 (m, 2H), 0.69 (m, 2H). 13C NMR 
(CDCl3): 163.3, 151.0, 144.2, 135.6, 128.4, 126.8, 126.2, 123.8, 61.9, 30.4, 15.3, 14.0, 9.1. HRMS (m/z): 
[M+Na]+ calcd for C14H17NO3Na, 270.1106; found, 270.1112. 

Ethyl 3-(4-cyclopropylphenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64r) 

By using the general preparation of oxime esters described above, using sodium 
borohydride overnight at 4 °C for the reduction step, this compound was obtained as a pale yellow solid 
(1.03 g, 26% from 4-bromobenzaldehyde 32ak) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 6:1). 1H NMR (CDCl3): 9.31 (s, 1H), 7.22 (m, 2H), 6.99 (m, 2H), 4.29 (q, J = 7.2 Hz, 2H), 
3.95 (s, 2H), 1.86 (m, 1H), 1.33 (t, J = 7.2 Hz, 3H), 0.93 (m, 2H), 0.67 (m, 2H). 13C NMR (CDCl3): 163.3, 
151.2, 142.3, 132.6, 129.1, 125.8, 61.8, 30.0, 15.0, 14.0, 9.0. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for 
C14H17NO3Na, 270.1106; found, 270.1109. 

Ethyl 2-(hydroxyimino)-3-(2-methoxyphenyl)propanoate (64s) 

Obtained as a white solid (3.15 g, 60% from 2-methoxybenzaldehyde 32s) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 1H NMR (CDCl3): 9.65 (s, 1H), 7.22 (m, 
1H), 7.14 (m, 1H), 6.88 (m, 2H), 4.29 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 3.99 (s, 2H), 3.83 (s, 3H), 1.31 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 
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13C NMR (CDCl3): 163.5, 157.2, 151.6, 129.7, 127.8, 124.3, 120.5, 110.4, 61.7, 55.4, 25.7, 14.0. HRMS 
(m/z): [M+Na]+ calcd for C12H15NO4Na: 260.0899; found, 260.0904. 

Ethyl 3-(2-fluorophenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64y) 

Obtained as a white solid (3.11 g, 57% from 2-fluorobenzaldehyde 32y), using 
sodium borohydride at 4 °C overnight, after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 
4:1). 1H NMR (CDCl3): 10.20 (s, 1H), 7.22 (m, 2H), 7.05 (m, 2H), 4.30 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 4.04 (s, 2H), 
1.31 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 163.1, 160.9 (247 Hz), 150.1, 130.6 (4 Hz), 128.3 (8 Hz), 124.0 
(4 Hz), 122.8 (16 Hz), 115.3 (23 Hz), 62.0, 23.7 (4 Hz), 13.9. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for 
C11H12FNO3Na: 248.0699; found, 248.0704. 

Ethyl 3-(2,6-difluorophenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64ab) 

Obtained as a white solid (4.66 g, 54% from 2,6-difluorobenzaldehyde 32ab) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 1H NMR (CDCl3): 9.81 (s, 1H), 7.18 (tt, 
J = 8.3, 6.3 Hz, 1H), 6.92–6.79 (m, 2H), 4.29 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 4.01 (s, 2H), 1.31 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 

13C NMR (CDCl3): 162.7, 161.4 (dd, J = 249, 8 Hz, 2C), 148.8, 128.1 (t, J = 10 Hz), 112.2 (t, J = 19 Hz), 
111.0 (m, 2C), 61.9, 18.5 (t, J = 4 Hz), 13.8. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C11H11F2NO3Na: 266.0605; 
found, 266.0613. 

Ethyl 3-(2,3-difluorophenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64ac) 

Obtained as a white solid (3.86 g, 51% from 2,2-difluorobenzaldehyde 32ac) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 1H NMR (CDCl3): 9.83 (s, 1H), 7.09–
6.95 (m, 3H), 4.32 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 4.06 (s, 2H), 1.33 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 162.8, 
150.7 (dd, J = 248, 13 Hz), 149.5, 149.0 (dd, J = 248, 13 Hz), 125.2 (d, J = 7 Hz), 125.1 (d, J = 2 Hz), 123.8 
(dd, J = 7, 5 Hz), 115.6 (d, J = 17 Hz), 62.1, 23.4 (dd, J = 4, 3 Hz), 13.9. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for 
C11H11F2NO3Na: 266.0604; found, 266.0603. 

Ethyl 3-(2,5-difluorophenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64ad) 

Obtained as a white solid (4.80 g, 50% from 2,5-difluorobenzaldehyde 32ad) after 
a recrystallization in toluene. 1H NMR (CDCl3): 9.66 (s, 1H), 7.05–6.86 (m, 3H), 4.32 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 
4.01 (s, 2H), 1.34 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 162.8, 158.6 (dd, J = 242, 2 Hz), 156.8 (dd, 
J = 242, 3 Hz), 149.6, 124.3 (dd, J = 19, 8 Hz), 117.0 (dd, J = 25, 4 Hz), 116.2 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.7 (dd, 
J = 24, 8 Hz), 62.1, 23.7 (dd, J = 3, 1 Hz), 13.9. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C11H11F2NO3Na: 
266.0605; found, 266.0615. 
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Ethyl 3-(3,5-difluorophenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64ae) 

Obtained as a white solid (4.18 g, 46% from 3,5-difluorobenzaldehyde 32ae) after 
a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1). 1H NMR (CDCl3): 9.91 (s, 1H), 6.98–
6.78 (m, 2H), 6.73–6.63 (m, 1H), 4.34 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.97 (s, 2H), 1.36 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 163.0 (dd, J = 248, 13 Hz, 2C), 162.9, 149.7, 139.2 (t, J = 10 Hz), 112.2 (2C), 102.3 (t, J = 25 Hz), 
62.2, 30.2, 14.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H12F2NO3: 244.0785; found, 244.0788. 

Ethyl 3-(2-chlorophenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64ag) 

Obtained as a white solid (2.41 g, 23% from 2-chlorobenzaldehyde 32ag), using 
sodium borohydride at 4 °C overnight, after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 
4:1). 1H NMR (CDCl3): 9.88 (s, 1H), 7.38 (m, 1H), 7.18 (m, 3H), 4.29 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 4.14 (s, 2H), 
1.30 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.1, 150.2, 134.0, 133.6, 129.7, 129.5, 128.0, 126.8, 62.0, 28.5, 
13.9. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C11H12ClNO3Na: 264.0403; found, 264.0408. 

Ethyl 3-(3-chlorophenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64ah) 

Obtained as a white solid (2.67 g, 26% from 3-chlorobenzaldehyde 32ah), using 
sodium borohydride at 4 °C overnight, after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 
4:1). 1H NMR (CDCl3): 9.60 (bs, 1H), 7.34 (m, 1H), 7.22 (m, 3H), 4.33 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.97 (s, 2H), 
1.36 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.0, 150.4, 137.6, 134.3, 129.7, 129.4, 127.4, 126.9, 62.1, 
30.1, 14.0. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C11H12ClNO3Na: 264.0403; found, 264.0406. 

Ethyl 3-(4-chlorophenyl)-2-(hydroxyimino)propanoate (64ai) 

Obtained as a white solid (2.31 g, 37% from 4-chlorobenzaldehyde 32ai), using 
sodium borohydride at 4 °C overnight, after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 
4:1). 1H NMR (CDCl3): 9.91 (s, 1H), 6.98–6.78 (m, 2H), 6.73–6.63 (m, 1H), 4.34 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.97 
(s, 2H), 1.36 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 163.0, 150.6, 134.1, 132.6, 130.6, 128.6, 62.0, 29.9, 
14.0. HRMS (m/z): [M+Na]+ calcd for C11H14ClNO2Na, 264.0403; found, 264.0437. 
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IV.E.4. Preparations of α-aminoesters 

All following molecules have been reduced using zinc dust and hydrochloric acid, as described above in 
Step 4 of the general method. 

Ethyl 2-amino-3-(furan-2-yl)propanoate (21a) 

Obtained as an oil (2.55 g, 89%). Analytical data similar to what was described above. 

Ethyl 2-amino-3-(5-methylfuran-2-yl)propanoate (21c) 

 

Obtained as an oil (1.46 g, 81%). Analytical data similar to what was described above. 

Ethyl 2-amino-3-(5-cyclopropylfuran-2-yl)propanoate (21f) 

Obtained as an oil (0.70 g, 88%). 1H NMR (CDCl3): 5.99 (d, J = 3.1 Hz, 1H), 5.85 
(d, J = 3.1 Hz, 1H), 4.20 (q, 2H, J = 7.2 Hz), 3.74 (dd, 1H, J = 7.1, 5.1 Hz), 3.03 (dd, 1H, J = 14.8, 5.1 Hz), 
2.93 (dd, 1H, J = 14.8, 7.1 Hz), 1.84 (m, 1H), 1.36 (t, 3H, J = 7.2 Hz), 0.84 (m, 2H), 0.73 (m, 2H). 13C NMR 
(CDCl3): 174.7, 156.7, 149.0, 108.2, 104.0, 60.9, 53.7, 33.3, 14.1, 8.7, 6.4. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C12H17NO3, 224.1287; found, 224.1282. 

Ethyl 2-amino-3-(5-(trifluoromethyl)furan-2-yl)propanoate (21h) 

Obtained as a 95% pure oil (0.53 g, 93%). 1H NMR (CDCl3): 6.66 (dd, 1H, J = 3.3, 
1.2 Hz), 6.20–6.15 (m, 1H), 4.20–4.10 (m, 2H), 3.79–3.73 (m, 1H), 3.08 (dd, 1H, J = 15.0, 5.4 Hz), 2.99 
(dd, 1H, J = 15.0, 7.1 Hz), 1.60 (bs, 2H), 1.22 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 174.2, 154.7, 141.0 
(q, J = 42.6 Hz), 119.0 (q, J = 266.6 Hz), 112.4 (q, J = 2.8 Hz), 108.5, 61.3, 53.3, 33.4, 14.0. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C10H13F3NO3, 252.0847; found, 252.0852. 

Ethyl 2-amino-3-(o–tolyl)propanoate (21k) 

Obtained as an oil (2.69 g, 85%). 1H NMR (CDCl3): 7.16 (m, 4H), 4.17 (q, 2H, 
J = 7.2 Hz), 3.71 (dd, 1H, J = 8.7, 5.6 Hz), 3.14 (dd, 1H, J = 13.8, 5.6 Hz), 2.84 (dd, 1H, J = 13.8, 8.7 Hz), 
2.82 (s, 3H), 1.24 (t, 3H, J = 7.2 Hz). 13C NMR (CDCl3): 175.3, 136.5, 135.9, 130.5, 130.0, 126.8, 125.9, 
60.9, 55.0, 38.9, 19.5, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C12H18NO2: 208.1338; found, 208.1332. 
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Ethyl 2-amino-3-(p–tolyl)propanoate (21m) 

 

Obtained as an oil (2.70 g, 87%). 1H NMR (CDCl3): 7.11 (m, 4H), 4.19 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 3.70 (dd, 1H, 
J = 7.9, 5.3 Hz), 3.07 (dd, 1H, J = 13.6, 5.3 Hz), 2.84 (dd, 1H, J = 13.6, 7.9 Hz), 2.34 (s, 3H), 1.28 (t, 3H, 
J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 175.1, 136.3, 134.2, 129.4, 129.2 (two signals), 129.1, 60.9, 55.9, 40.7, 21.0, 
14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C12H18NO2: 208.1338; found, 208.1333. 

Ethyl 2-amino-3-(4-isopropylphenyl)propanoate hydrochloride (77n) via 21n 

Obtained as an oil which was immediately treated with a solution of hydrogen 
chloride in dioxane and concentrated to dryness to give the hydrochloride salt as a white powder (1.9 g, 
78%, 91% pure). 1H NMR (DMSO-d6): 8.23 (s, 3H), 7.22–7.12 (m, 4H), 4.16–4.02 (m, 3H), 3.16 (dd, 1H, 
J = 13.9, 5.8 Hz), 3.01 (dd, 1H, J = 13.9, 7.8 Hz), 2.86 (hept, 1H, J = 6.9 Hz), 1.18 (d, 6H, J = 6.9 Hz), 1.06 
(t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (DMSO-d6): 169.3, 147.2, 132.2, 129.3, 126.3, 61.3, 53.4, 35.9, 33.0, 23.8, 
13.7. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C14H22NO2: 236.1651; found, 236.1651. 

Ethyl 2-amino-3-(3-propylphenyl)propanoate hydrochloride (77o) via 21o 

Obtained as an oil which was immediately treated with a solution of hydrogen 
chloride in dioxane and concentrated to dryness to give the hydrochloride salt as a white powder (1.89 g, 
90%). 1H NMR (DMSO-d6): 8.72 (bs, 3H), 7.24 (m, 1H), 7.08 (m, 3H), 4.18 (dd, J = 7.9, 5.6 Hz, 1H), 
4.08 (q, J = 7.2 Hz, 2H), 3.21 (dd, J = 13.9, 5.6 Hz, 1H), 3.03 (dd, J = 13.9, 7.9 Hz, 1H), 2.53 (m, 2H), 1.58 
(m, 2H), 1.08 (t, J = 7.2 Hz, 3H), 0.89 (t, J = 7.3 Hz, 3H). 13C NMR (DMSO-d6): 169.4, 142.8, 135.0, 
129.9, 128.9, 127.7, 127.2, 62.0, 53.7, 37.6, 36.5, 24.4, 14.2, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C14H22NO2: 236.1651; found, 236.1637. 

Ethyl 2-amino-3-(4-propylphenyl)propanoate hydrochloride (77p) via 21p 

Obtained as an oil which was immediately treated with a solution of hydrogen 
chloride in dioxane and concentrated to dryness to give the hydrochloride salt as a white powder (2.46 g, 
85%). 1H NMR (DMSO-d6): 8.59 (bs, 3H), 7.15 (s, 4H), 4.20 (dd, J = 7.5, 5.9 Hz, 1H), 4.10 (m, 2H), 3.16 
(dd, J = 7.9, 5.9 Hz, 1H), 3.02 (dd, J = 14.2, 7.9 Hz, 1H), 2.54 (m, 2H), 1.58 (m, 2H), 1.09 (t, J = 7.2 Hz, 
3H), 0.89 (t, J = 7.3 Hz, 3H). 13C NMR (DMSO-d6): 169.5, 142.6, 132.3, 129.8, 129.0, 62.0, 53.7, 37.3, 
36.2, 24.5, 14.2, 14.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C14H22NO2: 236.1651; found, 236.1659. 
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Ethyl 2-amino-3-(3-cyclopropylphenyl)propanoate (21q) 

Obtained as an oil (1.66 g, 89%). 1H NMR (CDCl3): 7.19 (m, 1H), 6.95 (m, 3H), 
4.19 (q, 2H, J = 7.0 Hz), 3.71 (dd, 1H, J = 7.9, 5.2 Hz), 3.05 (dd, 1H, J = 13.5, 5.2 Hz), 2.83 (dd, 1H, 
J = 13.5, 7.9 Hz), 1.88 (m, 1H), 1.53 (s, 2H), 1.28 (t, 3H, J = 7.0 Hz), 0.95 (m, 2H), 0.68 (m, 2H). 13C NMR 
(CDCl3): 175.0, 144.3, 137.2, 128.4, 126.8, 126.3, 124.0, 60.9, 55.8, 41.2, 15.3, 14.2, 9.2, 9.1. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C14H20NO2: 234.1494; found, 234.1496. 

Ethyl 2-amino-3-(4-cyclopropylphenyl)propanoate (21r) 

Obtained as an oil (0.71 g, 80%). 1H NMR (CDCl3): 7.09 (m, 2H), 7.01 (m, 2H), 
4.18 (q, 2H, J = 7.0 Hz), 3.70 (dd, 1H, J = 7.9, 5.2 Hz), 3.06 (dd, 1H, J = 13.7, 5.2 Hz), 2.83 (dd, 1H, 
J = 13.7, 7.9 Hz), 1.87 (m, 1H), 1.54 (s, 2H), 1.28 (t, 3H, J = 7.0 Hz), 0.95 (m, 2H), 0.68 (m, 2H). 13C NMR 
(CDCl3): 175.0, 142.4, 134.2, 129.2, 125.9, 60.9, 55.9, 40.6, 15.0, 14.2, 9.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C14H20NO2: 234.1494; found, 234.1490. 

Ethyl 2-amino-3-(2-methoxyphenyl)propanoate (21s) 

Obtained as an oil (2.47 g, 83%). 1H NMR (CDCl3): 7.24 (m, 1H), 7.14 (m, 1H), 6.90 
(m, 2H), 4.15 (qd, 2H, J = 7.2, 2.3 Hz), 3.84 (s, 3H), 3.80 (dd, 1H, J = 8.1, 5.9 Hz), 3.11 (dd, 1H, J = 13.3, 
5.9 Hz), 2.88 (dd, 1H, J = 13.3, 8.1 Hz), 1.24 (t, 3H, J = 7.2 Hz). 13C NMR (CDCl3): 175.5, 157.8, 131.2, 
128.1, 125.9, 120.4, 110.4, 60.7, 55.2, 54.5, 36.3, 14.1.HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C12H18NO3: 
224.1287; found, 224.1283. 

Ethyl 2-amino-3-(2-fluorophenyl)propanoate (21y) 

Obtained as an oil (2.57 g, 88%). 1H NMR (CDCl3): 7.23 (m, 2H), 7.06 (m, 2H), 4.17 
(q, 2H, J = 7.1 Hz), 3.76 (dd, 1H, J = 7.9, 5.9 Hz), 3.11 (dd, 1H, J = 13.6, 5.9 Hz), 2.93 (dd, 1H, J = 13.6, 
7.9 Hz), 1.24 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 174.9, 161.4 (245 Hz), 131.6 (5 Hz), 128.6 (8 Hz), 
124.5 (16 Hz), 124.0, (4 Hz), 115.3 (22 Hz), 61.0, 54.8, 34.8, 13.9. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C11H15FNO2, 212.1087; found, 212.1089. 

Ethyl 2-amino-3-(2,6-difluorophenyl)propanoate (21ab) 

Obtained as an oil (3.46 g, 94%). 1H NMR (CDCl3): 7.21 (m, 1H), 6.89 (m, 2H), 4.18 
(q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.75 (dd, J = 8.1, 6.2 Hz, 1H), 3.14 (dd, J = 13.7, 6.1 Hz, 1H), 2.97 (dd, J = 13.7, 8.1 Hz, 



Experimental section 

125 

1H), 1.54 (s, 2H), 1.25 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.8, 161.8 (dd, J = 247, 8 Hz, 2C), 128.4 
(t, J = 10 Hz), 113.5 (t, J = 20 Hz), 111.1 (2C), 61.1, 54.2, 28.3, 14.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C11H14F2NO2: 230.0993; found, 230.0995. 

Ethyl 2-amino-3-(2,3-difluorophenyl)propanoate (21ac) 

Obtained as an oil (3.36 g, 92%). 1H NMR (CDCl3): 7.03 (m, 3H), 4.18 (q, J = 7.1 Hz, 
2H), 3.76 (dd, J = 7.9, 5.9 Hz, 1H), 3.13 (ddd, J = 13.7, 5.9, 1.5 Hz, 1H), 2.97 (ddd, J = 13.7, 7.9, 1.3 Hz, 
1H), 1.53 (s, 2H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.7, 150.6 (dd, J = 248, 13 Hz), 149.4 (dd, 
J = 247, 13 Hz), 127.1 (d, J = 13 Hz), 126.2 (t, J = 3 Hz), 123.8 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.8 (d, J = 17 Hz), 61.1, 
54.7, 34.5, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H14F2NO2: 230.0993; found, 230.1004. 

Ethyl 2-amino-3-(2,5-difluorophenyl)propanoate (21ad) 

Obtained as an oil (3.44 g, 95%). 1H NMR (CDCl3): 6.96 (m, 3H), 4.19 (d, 
J = 7.1 Hz, 2H), 3.75 (dd, J = 7.9, 5.9 Hz, 1H), 3.08 (ddd, J = 13.7, 5.8, 1.2 Hz, 1H), 2.91 (ddd, J = 13.8, 
7.9, 0.9 Hz, 1H), 1.52 (s, 2H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.7, 158.5 (dd, J = 242, 2 Hz), 
157.4 (dd, J = 241, 3 Hz), 126.3 (dd, J = 19, 8 Hz), 117.9 (dd, J = 24, 5 Hz), 116.2 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.8 
(dd, J = 24, 9 Hz), 61.1, 54.7, 34.6, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H14F2NO2: 230.0993; found, 
230.1000. 

Ethyl 2-amino-3-(3,5-difluorophenyl)propanoate (21ae) 

Obtained as an oil (3.33 g, 84%). 1H NMR (CDCl3): 6.73 (m, 3H), 4.20 (q, 
J = 7.1 Hz, 2H), 3.71 (s, 1H), 3.06 (dd, J = 13.6, 5.4 Hz, 1H), 2.87 (dd, J = 13.6, 7.7 Hz, 1H), 1.49 (s, 2H), 
1.28 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.5, 163.0 (dd, J = 248, 13 Hz, 2C), 141.4 (t, J = 9 Hz), 112.1 
(2C), 102.3 (t, J = 25 Hz), 61.1, 55.5, 40.7, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H14F2NO2: 230.0993; 
found, 230.0995. 

Ethyl 2-amino-3-(2-chlorophenyl)propanoate (21ag) 

Obtained as an oil (2.53 g, 96%). 1H NMR (CDCl3): 7.38 (m, 1H), 7.22 (m, 3H), 4.16 
(m, 2H), 3.84 (dd, J = 8.5, 5.8 Hz, 1H), 3.24 (dd, J = 13.5, 5.8 Hz, 1H), 3.96 (dd, J = 13.5, 8.5 Hz, 1H), 
1.23 (t, J = 7.2 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 175.0, 135.5, 134.4, 131.6, 129.6, 128.2, 126.7, 61.0, 54.4, 39.2, 
14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H15ClNO2: 228.0791; found, 228.0791. 
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Ethyl 2-amino-3-(3-chlorophenyl)propanoate (21ah) 

Obtained as an oil (2.31 g, 92%). 1H NMR (CDCl3): 7.23 (td, J = 4.3, 2.5 Hz, 3H), 
7.14–7.08 (m, 1H), 4.18 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.71 (dd, J = 7.8, 5.5 Hz, 1H), 3.06 (dd, J = 13.6, 5.5 Hz, 1H), 
2.86 (dd, J = 13.6, 7.8 Hz, 1H), 1.57 (s, 2H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.7, 139.5, 
134.3, 129.7, 129.4, 127.5, 127.0, 61.0, 55.7, 40.7, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H15ClNO2: 
228.0791; found, 228.0726. 

Ethyl 2-amino-3-(4-chlorophenyl)propanoate (21ai) 

Obtained as an oil (1.48 g, 73%). 1H NMR (CDCl3): 7.29 (m, 2H), 7.16 (m, 2H), 
4.18 (q, 2H, J = 7.3 Hz), 3.69 (dd, 1H, J = 7.5, 5.6 Hz), 3.05 (dd, 1H, J = 13.7, 5.6 Hz), 2.84 (dd, 1H, 
J = 13.7, 7.5 Hz), 1.47 (s(l), 2H), 1.26 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 174.8, 135.9, 132.7, 130.6, 
128.6, 61.0, 55.7, 40.5, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H15ClNO2, 228.0791; found, 228.0806. 

Ethyl 2-amino-3-(4-bromophenyl)propanoate (21ak) 

Obtained as an oil (0.61 g, 76%). 1H NMR (CDCl3): 7.44 (m, 2H), 7.10 (m, 2H), 
4.18 (q, 2H, J = 7.3 Hz), 3.69 (dd, 1H, J = 7.7, 5.3 Hz), 3.04 (dd, 1H, J = 13.7, 5.3 Hz), 2.84 dd, 1H, 
J = 13.7, 7.7 Hz), 1.47 (s(l), 2H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 174.8, 136.4, 131.6, 131.0, 
120.7, 61.0, 55.7, 40.5, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C11H15BrNO2, 272.0286; found, 272.0296. 
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IV.F. Preparations of α-aminoesters via [4+2] cycloaddition with furanes 
(I.C.2) 

Preparation of ethyl bromopyruvate (71) from inexpensive ethyl pyruvate has been described in the 
literature.361-363 In the laboratory, synthesis of a close analogue (methyl 3-bromo-2-oxobutanoate from 
methyl 2-oxobutanoate, not described in the manuscript) using slow addition of 1 eq bromine over a 
solution of reagent in dichloromethane at room temperature gave satisfactory results. 

Conversion of ethyl bromopyruvate (71) in ethyl 3-bromo-2-(hydroxyimino)propanoate (72) was 
described by Gilchrist et al.,261-262 Ottehnheijm et al.,364 and in a recent patent365 in quantitative yields. 

General method for the [4+2] cycloaddition of 72 on furanes 

 
A solution of ethyl 3-bromo-2-(hydroxyimino)propanoate (71, 1.0 eq), the desired furane (1.0 eq), and 
tetrabutylammonium bromide (1% eq) in toluene was stirred with sodium carbonate (1.1 eq) for 2 hours 
at room temperature. This was diluted in water and extracted with ethyl acetate. The organic phase was 
washed with water, brine, dried over magnesium sulfate and concentrated to dryness. The residue was 
then purified by chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1 to 4:1). 

Alternatively, one can use ethyl acetate or a 5:1 ethyl acetate–water mixture to carry out the reaction. In 
the latter case, tetrabutylammonium bromide is not mandatory. 
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IV.G. Preparations of 2-hydroxypyrazines, Path 1 (II.A) 

Phenylalaninamide hydrochloride (78i, 2-amino-3-phenylpropanamide hydrochloride) 

Phenylalanine ethyl ester hydrochloride (77i, 15.0 g) was dispersed in a 7 M ammonia 
solution in methanol (50 mL, more than 5 eq of ammonia) in a sealed stainless steel reactor and heated 
at 70 °C for 24 h. The mixture was then concentrated to dryness, dispersed in isopropyl alcohol 
overnight and filtered, to give the desired product as an off–white solid (10.9 g, 83%). 

p-Benzyloxyphenylglyoxal hydrate (30j, 1-(4-(benzyloxy)phenyl)-2,2-dihydroxyethan-1-one) 

Procedure adapted from patent application EP2650293.277 

4-Benzyloxyacetophenone (81j, R = p-OBn, 5.00 g, 1.0 eq) was dissolved in dimethyl sulfoxide (DMSO, 
50 mL), and 48% hydrobromic acid (7.56 mL, 3.0 eq) was added dropwise at room temperature under 
stirring. After the addition was complete, the mixture was heated to 70 °C for 8 h, then cooled and ice–
cold water (50 mL) was poured. After filtration, the cake was washed with water and dried to give the 
desired product (30j, 4.94 g) with a purity greater than 90%. 

o-Methoxyphenylglyoxal hydrate (30s, 2,2-dihydroxy-1-(2-methoxyphenyl)ethan-1-one) 

The same procedure was used than for the synthesis of 30j, starting from 2-
methoxyacetophenone (81s, 15.33 g). However, addition of water did not lead to a filterable solid; the 
mixture was thus extracted with ethyl acetate, washed 6 times with water, brine, dried over magnesium 
sulfate, and concentrated to dryness to yield 9.27 g of a yellow oil containing the target glyoxal along 
with many unidentified compounds, which was used in the next step without purification. 

3-Benzyl-5-(4-benzyloxyphenyl)pyrazin-2-ol (79b) 

A solution of p–benzyloxyphenylglyoxal hydrate (30j, 2.00 g, 1.0 eq) 
and phenylalaninamide hydrochloride (82i, 1.55 g, 1.0 eq) in methanol was cooled to -78 °C with an 
ethanol/dry ice bath. Sodium hydroxide (12 N, 0.72 g in 1.4 mL water, 2.3 eq) was added dropwise, then 
the mixture was stirred 30 min at -76 °C and 1 h at 0 °C. This was allowed to go back at room 
temperature, then was made acidic with 37% hydrochloric acid (1.92 mL, 3.0 eq) and stirred 2 h at room 
temperature. The precipitate was filtered and the cake recrystallized in toluene to give the desired 
product as a pale yellow solid (0.81 g, 28%). 1H NMR (CDCl3) 12.31 (s, 1H), 7.78 (m, 2H), 7.40 (m, 4H), 
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7.37 (m, 9H), 7.19 (m, 1H), 7.03 (m, 2H), 5.13 (s, 2H), 4.06 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 157.8, 156.5, 
154.8, 137.9, 137.0, 131.2, 129.0, 128.8, 128.4, 128.2, 127.7, 127.6, 126.1, 125.8, 121.5, 114.9, 69.2, 38.8. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C24H22N2O2: 369.1603; found, 369.1603. 

3-Benzyl-5-(2-methoxyphenyl)pyrazin-2-ol (79c) 

The same procedure was used than for the synthesis of 79b, starting from the crude 
o-methoxyphenylglyoxal hydrate (30s, 9.27 g, considered as pure), to yield after recrystallization in 
toluene the desired product (2.14 g, 14%). 1H NMR (CDCl3): 13.33 (bs, 1H), 8.05 (s, 1H), 8.02 (dd, 
J = 7.7, 1.7 Hz, 1H), 7.51–7.42 (m, 2H), 7.37–7.28 (m, 3H), 7.25–7.19 (m, 1H), 7.08 (td, J = 7.7, 1.0 Hz, 
1H), 7.02–6.94 (m, 1H), 4.27 (s, 2H), 3.92 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 157.1, 156.8, 156.5, 137.8, 131.2, 
129.6 (2 signals), 129.1, 128.4, 126.5, 125.2, 124.6, 121.2, 111.3, 55.6, 39.5. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C18H17N2O2: 293.1290. Found: 293.1253. 

  



Experimental section 

130 

IV.H. Preparations of 2-hydroxypyrazines, Path 2 (II.B) 

IV.H.1. Preparations of β-nitrostyrenes (II.B.1) 

p-Benzyloxynitrostyrene (84j,1-(benzyloxy)-4-(2-nitrovinyl)benzene) 

4-Benzyloxybenzaldehyde (32j, 10.0 g, 1.0 eq) and nitromethane (88, 
3.3 mL, 1.3 eq) were dispersed in methanol (80 mL). Sodium methanolate (25% in methanol, 12.9 mL, 
1.2 eq) was added dropwise over 10 min, and the mixture was then stirred overnight at room 
temperature. This was then diluted in water (400 mL), acidified with 37% hydrochloric acid (5.0 mL), 
and extracted with water. The organic phase was washed twice with brine, dried over magnesium sulfate, 
and concentrated to dryness. The residue was heated 24 h in glacial acetic acid, concentrated to dryness, 
and recrystallized in ethanol, to yield, in three crops, the product as yellow crystals (8.9 g, 74%). 

Analytical data similar to published information.366 

o,o-Difluoronitrostyrene (84ab,1,3-difluoro-2-(2-nitrovinyl)benzene) 

2,6-Difluorobenzaldehyde (32ab, 4.0 g, 1.0 eq), nitromethane (88, 8.1 g, 4.7 eq) and 
ammonium acetate (0.7 g, 0.3 eq) were heated at 90 °C for 2,5 h using microwave irradiation. The 
mixture was diluted in ethyl acetate, washed with water, brine, dried over magnesium sulfate, and 
concentrated to dryness. Chromatography over silica gel (cyclohexane–dichloromethane 4:1) led to the 
isolation of the desired product (1.9 g, 37%). 

Analytical data similar to published information.367 
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IV.H.2. Preparations of piperazin-2-ones (II.B.2) 

General procedure 

 
Possibly substituted β-nitrostyrene (84, 1 eq) was added to the freshly extracted free base of 
α-aminoester (21, 1 eq). Upon stirring on a rotatory evaporator at room temperature the suspension 
homogenized in about 10 minutes to give the 1,4-adduct 85. If both starting materials were solid, they 
were dissolved in dichloromethane or ethyl acetate, and the mixture was concentrated to dryness. The 
resulting oil was dispersed in a cold 4:1 solution of dioxane and 37% hydrochloric acid (12 eq). Zinc dust 
(< 10 μm, 4 eq) was added portion–wise in the course of 10 minutes. The temperature was then allowed 
to rise to room temperature and the suspension was stirred for 2 hours. This was diluted in water, made 
basic with an excess of 22% ammonia and extracted with ethyl acetate. The organic layer was washed 
with brine, dried over sodium carbonate, and concentrated to dryness to give the crude compound 86 
as an oil. Finally, this oil was heated at 140 °C for 3 h under an argon atmosphere. The ethanol arising 
from the cyclization was removed under vacuum and the resulting solid was subjected to purification 
procedures as described below for each pairs of diastereoisomers. 

3-Benzyl-5-phenylpiperazin-2-one (87a) 

The crude mixture of diastereoisomers was dispersed in boiling cyclohexane to 
remove unreacted phenylalanine ester and the resulting solid purified by a chromatography over silica 
gel (dichloromethane–ethanol 96:4 to 95:5) to yield the cis (2.05 g, 35%) and the trans (1.29 g, 22%) 
compounds as white solids. 

cis isomers: 1H NMR (CDCl3): 7.42–7.29 (m, 9H), 7.26–7.20 (m, 1H), 6.27 (s, 1H), 4.06 (dd, 1H, J = 9.7, 
4.7 Hz), 3.84 (dt, 1H, J = 10.1, 3.4 Hz), 3.60 (dd, 1H, J = 13.6, 3.1 Hz), 3.41–3.25 (m, 2H), 2.91 (dd, 1H, 
J = 13.6, 10.1 Hz), 1.78 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 171.0, 140.2, 138.4, 129.4, 128.7, 128.7, 128.2, 126.8, 
126.6, 60.9, 57.8, 50.0, 38.4. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H19N2O, 267.1497; found: 267.1459. 

trans isomers: 1H NMR (CDCl3): 7.46–7.18 (m, 10H), 6.44 (s, 1H), 4.27 (dd, 1H, J = 9.6, 4.0 Hz), 3.89 
(dd, 1H, J = 10.7, 3.6 Hz), 3.54–3.44 (m, 1H), 3.41 (dt, 1H, J = 11.5, 4.0 Hz), 3.32 (dd, 1H, J = 13.8, 
3.6 Hz), 3.18 (dd, 1H, J = 13.8, 10.7 Hz), 1.79 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 171.8, 139.8, 138.0, 129.3, 128.9, 
128.8, 128.2, 126.9, 126.8, 59.4, 51.7, 49.3, 37.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H19N2O, 267.1497; 
found: 267.1435. 
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3-(2-Chlorobenzyl)-5-phenylpiperazin-2-one (87d) 

This compound was obtained as a white powder containing a mixture of the two 
diastereoisomers after a recrystallization in cyclohexane (2.21 g, 45%).  

1H NMR (CDCl3): 7.42-7.29 (m, 7H), 7.25-7.14 (m, 2H), 6.85 (bs, 0.4H), 6.69 (bs, 0.6H), 4.37 (dd, J = 9.8, 
4.2 Hz, 0.4H), 4.10-3.98 (m, 1.4H), 3.83 (dd, J = 13.8, 3.4 Hz, 0.6H), 3.51-3.30 (m, 3H), 3.02 (dd, J = 13.8, 
9.8 Hz, 0.6H). 13C NMR (CDCl3): 171.6, 171.0, 140.3, 134.7, 131.8, 131.4, 129.8, 129.8, 128.7, 128.2, 128.2, 
128.1, 127.2, 127.1, 126.9, 126.8, 59.1, 58.7, 57.8, 52.2, 50.0, 49.4, 36.3, 35.3. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C17H18ClN2O: 301.1108; found, 301.1117. 

3-(2,6-Difluorobenzyl)-5-phenylpiperazin-2-one (87e) 

The crude mixture of diastereoisomers was purified by a chromatography over silica 
gel (dichloromethane–ethanol 98:2 to 96:4) to yield the cis (1.73 g, 38%) and the trans (1.05 g, 23%) 
compounds as white solids. 

cis isomer: 1H NMR (CDCl3): 7.35 (m, 5H), 7.18 (m, 1H), 6.89 (m, 2H), 6.55 (s, 1H), 4.09 (dd, J = 9.4, 
5.1 Hz, 1H), 3.95 (m, 1H), 3.64 (m, 1H), 3.38 (m, 2H), 3.09 (dd, J = 13.9, 10.3 Hz, 1H), 1.73 (s, 1H). 
13C NMR (CDCl3): 170.7, 162.0 (dd, J = 248, 9 Hz, 2C), 140.2, 128.7, 128.3 (t, J = 10 Hz), 128.2, 126.7, 
114.2 (t, J = 20 Hz), 111.2 (2C), 58.8, 57.6, 50.0, 25.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H17F2N2O: 
303.1309; found, 303.1301. 

trans isomer: 1H NMR (CDCl3): 7.35 (m, 5H), 7.18 (m, 1H), 6.87 (m, 2H), 6.58 (s, 1H), 4.41 (dd, J = 10.1, 
4.0 Hz, 1H), 3.96 (dd, J = 9.8, 5.4 Hz, 1H), 3.44 (m, 4H), 1.63 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 171.3, 162.0 (dd, 
J = 247, 9 Hz, 2C), 128.7, 128.5 (t, J = 10 Hz), 128.2, 127.0, 113.8 (t, J = 20 Hz), 111.3 (2C), 57.6, 51.5, 
49.3, 25.3. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H17F2N2O: 303.1309; found, 303.1306. 

3-(2,3-Difluorobenzyl)-5-phenylpiperazin-2-one (87f) 

The crude mixture of diastereoisomers was purified by a chromatography over 
silica gel (dichloromethane–ethanol 98:2 to 96:4) to yield the cis (1.57 g, 36%) and the trans (1.21 g, 27%) 
compounds as white solids. 

cis isomer: 1H NMR (CDCl3): 7.34 (m, 5H), 7.06 (m, 3H), 6.66 (s, 1H), 4.10 (t, J = 7.2 Hz, 1H), 3.94 (dd, 
J = 9.1, 3.2 Hz, 1H), 3.62 (ddd, J = 13.9, 3.4, 1.4 Hz, 1H), 3.33 (d, J = 8.5 Hz, 2H), 3.04 (dd, J = 14.0, 
9.3 Hz, 1H), 1.77 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 170.6, 150.7 (dd, J = 248, 13 Hz), 149.6 (dd, J = 247, 13 Hz), 
140.1, 128.8, 128.3, 127.9 (d, J = 12 Hz), 126.8, 126.3 (t, J = 3 Hz), 123.9 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.6 (d, 
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J = 17 Hz), 59.5, 57.7, 49.9, 31.7. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H17F2N2O: 303.1309; found, 
303.1308. 

trans isomer: 1H NMR (CDCl3): 7.36 (m, 5H), 7.05 (m, 3H), 6.58 (s, 1H), 4.32 (dd, J = 9.7, 4.0 Hz, 1H), 
3.92 (dd, J = 10.2, 4.2 Hz, 1H), 3.38 (m, 4H), 1.70 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 171.2, 150.7 (dd, J = 248, 
13 Hz), 149.7 (dd, J = 247, 13 Hz), 139.7, 128.8, 128.2, 127.7 (d, J = 12 Hz), 127.0, 125.9 (t, J = 3 Hz), 
124.3 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.8 (d, J = 17 Hz), 58.6, 51.8, 49.2, 31.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C17H17F2N2O: 303.1309; found, 303.1304. 

3-(2,5-Difluorobenzyl)-5-phenylpiperazin-2-one (87g) 

The crude mixture of diastereoisomers was purified by a chromatography over 
silica gel (dichloromethane–ethanol 98:2 to 96:4) to yield the cis (1.58 g, 35%) and the trans (1.17 g, 26%) 
compounds as white solids. 

cis isomer: 1H NMR (CDCl3): 7.34 (m, 5H), 7.05 (m, 2H), 6.89 (m, 1H), 6.66 (s, 1H), 4.10 (m, 1H), 3.93 
(m, 1H), 3.57 (dd, J = 14.0, 2.4 Hz, 1H), 3.33 (dd, J = 6.8, 2.5 Hz, 2H), 2.99 (ddd, J = 14.0, 9.1, 0.8 Hz, 
1H), 1.77 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 170.6, 158.5 (dd, J = 242, 2 Hz), 157.6 (dd, J = 241, 2 Hz), 140.1, 
128.8, 128.3, 127.1 (dd, J = 18, 8 Hz), 126.8, 118.0 (dd, J = 24, 5 Hz), 116.2 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.6 (dd, 
J = 24, 9 Hz), 59.5, 57.7, 49.9, 31.9. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H17F2N2O: 303.1309; found, 
303.1304. 

trans isomer: 1H NMR (CDCl3): 7.35 (m, 5H), 6.96 (m, 3H), 6.26 (s, 1H), 4.31 (dd, J = 9.7, 4.1 Hz, 1H), 
3.91 (dd, J = 10.3, 4.1 Hz, 1H), 3.35 (m, 4H), 1.70 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 171.0, 158.7 (dd, J = 240, 
2 Hz), 157.6 (dd, J = 241, 2 Hz), 139.7, 128.8, 128.2, 127.0, 126.8 (dd, J = 18, 8 Hz), 117.6 (dd, J = 24, 
5 Hz), 116.5 (dd, J = 26, 9 Hz), 114.9 (dd, J = 24, 9 Hz), 58.6, 51.8, 49.2, 31.3. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C17H17F2N2O: 303.1309; found, 303.1306. 

3-(3,5-Difluorobenzyl)-5-phenylpiperazin-2-one (87h) 

The crude mixture of diastereoisomers was purified by a chromatography over 
silica gel (dichloromethane–ethanol 98:2 to 96:4) to yield the cis (1.52 g, 36%) and the trans (1.05 g, 25%) 
compounds as white solids. 

cis isomer: 1H NMR (CDCl3): 7.36 (m, 5H), 6.87 (m, 3H), 6.68 (tt, J = 9.0, 2.3 Hz, 1H), 4.09 (dd, J = 8.4, 
6.0 Hz, 1H), 3.87 (dd, J = 9.4, 3.0 Hz, 1H), 3.50 (dd, J = 13.8, 3.2 Hz, 1H), 3.35 (m, 2H), 2.94 (dd, J = 13.8, 
9.5 Hz, 1H), 1.74 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 170.6, 164.3 (d, J = 13 Hz), 161.8 (d, J = 13 Hz), 142.3 (t, 
J = 9 Hz), 139.9, 128.8, 128.3, 126.8, 112.3, 102.2, 60.3, 57.7, 49.7, 38.4. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C17H17F2N2O: 303.1309; found, 303.1302. 
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trans isomer: 1H NMR (CDCl3): 7.35 (m, 5H), 7.02 (s, 1H), 6.80 (m, 2H), 6.69 (tt, J = 9.0, 2.3 Hz, 1H), 
4.19 (dd, J = 8.3, 4.6 Hz, 1H), 3.85 (dd, J = 10.1, 3.7 Hz, 1H), 3.49 (m, 2H), 3.27 (dd, J = 13.9, 3.6 Hz, 1H), 
3.15 (dd, J = 13.9, 10.1 Hz, 1H), 1.76 (s, 1H). 13C NMR (CDCl3): 171.4, 164.4 (d, J = 13 Hz), 161.9 (d, 
J = 13 Hz), 142.2 (t, J = 9 Hz), 139.5, 128.9, 128.3, 126.8, 112.2, 102.3 (t, J = 25 Hz), 58.6, 51.9, 48.9, 37.8. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H17F2N2O: 303.1309; found, 303.1306. 

3-Benzyl-5-(2,6-difluorophenyl)piperazin-2-one (87i) 

This compound was obtained as a mixture of diastereoisomers after a 
recrystallization in cyclohexane (1.97 g, 62%).  

1H NMR (CDCl3): 7.36–7.18 (m, 7H), 6.95–6.84 (m, 2H), 6.81 (bs, 0.6H), 6.70 (bs, 0.4H), 4.71 (dd, 
J = 10.5, 4.2 Hz, 0.6H), 4.61–4.53 (m, 0.4H), 3.93–3.79 (m, 1.4H), 3.54 (t, J = 11.6 Hz, 0.4H), 3.40 (dt, 
J = 11.6, 4.2 Hz, 0.6H), 3.36–3.22 (m, 3H), 3.17 (dd, J = 13.8, 10.5 Hz, 0.6H). HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C17H17F2N2O: 303.1309, found: 303.1323. 

IV.H.3. Preparations of 2-hydroxypyrazines (II.B.3) 

a. Route 2a 

General procedure 

 
The considered piperazin-2-one 87 (1.00 eq) and sulfur (2.05 eq) were heated to reflux in 
1,3-dichlorobenzene for 10 h. This was concentrated to dryness and the residue was purified as described 
below. 

3-(2-Chlorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-ol (79d) 

Obtained as a powder (2.06 g, 42% from 21ag) after a chromatography over silica 
gel (dichloromethane–ethanol 98:2) and a dispersion in a boiling mixture of toluene and cyclohexane. 
1H NMR (DMSO): 12.47 (bs, 1H), 7.90 (s, 1H), 7.70 (m, 2H), 7.46 (m, 1H), 7.32 (m, 5H), 7.25 (m, 1H), 
4.22 (s, 2H). 13C NMR (DMSO): 156.1, 155.3, 136.4, 136.3, 134.1, 132.2, 131.2, 129.5, 129.0, 128.7, 127.6, 
127.4, 124.8, 122.7, 36.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H14ClN2O: 297.0795; found, 297.0795. 



Experimental section 

135 

3-(2,6-Difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-ol (79e) 

Obtained as a reddish solid (2.22 g, 80%) after chromatography over silica gel 
(dichloromethane–ethanol 98:2). 1H NMR (DMSO): 12.51 (s, 1H), 7.90 (s, 1H), 7.63 (m, 2H), 7.40 (m, 
1H), 7.31 (m, 2H), 7.17 (m, 4H), 4.14 (s, 2H). 13C NMR (DMSO): 161.7 (dd, J = 246, 9 Hz), 155.2, 154.8, 
136.3, 131.0, 129.3 (t, J = 10 Hz), 129.0, 127.7, 124.6, 122.8, 113.7 (t, J = 20 Hz), 111.5, 26.4. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C17H13F2N2O: 299.0996; found, 299.0999. 

3-(2,5-Difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-ol (79g) 

Poor conversion. Obtained as a solid (0.80 g, 30%) after two chromatography over 
silica gel (dichloromethane–ethanol 98:2 then cyclohexane–ethyl acetate 2:1) and a recrystallization in 
toluene. 1H NMR (DMSO): 12.53 (s, 1H), 7.91 (s, 1H), 7.73 (m, 2H), 7.36 (m, 2H), 7.25 (m, 3H), 7.14 
(td, J = 8.3, 4.5 Hz, 1H), 4.12 (s, 2H). 13C NMR (DMSO): 158.3 (dd, J = 239, 2 Hz), 157.4 (dd, J = 240, 
2 Hz), 155.6, 155.3, 136.3, 131.2, 129.0, 127.7, 127.2 (dd, J = 19, 8 Hz), 124.7, 123.0, 118.4 (dd, J = 24, 
5 Hz), 116.7 (dd, J = 25, 9 Hz), 115.1 (dd, J = 24, 9 Hz), 32.6. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C17H13F2N2O: 299.0996; found, 299.1001. 

3-(3,5-Difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-ol (79h) 

Decaline (decahydronaphtalene) was used instead of 1,3-dichlorobenzene. 
Obtained as yellow needles (1.59 g, 68%) after chromatography over silica gel (dichloromethane–
ethanol 98:2) and recrystallization in a n–heptane/toluene mixture. 1H NMR (DMSO): 12.50 (s, 1H), 
7.91 (s, 1H), 7.81 (m, 2H), 7.39 (m, 2H), 7.28 (m, 1H), 7.07 (m, 3H), 4.11 (s, 2H). 13C NMR (DMSO): 
162.6 (dd, J = 245, 13 Hz), 156.2, 155.4, 142.8 (t, J = 10 Hz), 136.3, 131.4, 129.1, 127.7, 124.9, 123.3, 112.8, 
102.2 (t, J = 26 Hz), 38.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H13F2N2O: 299.0996; found, 299.1010. 

b. Route 2b 

General procedure 

 
The considered piperazin-2-one 87 (1.0 eq) was dissolved in acetic acid (q.s. 0.3 M) and a 36% solution 
of peracetic acid in acetic acid (2.2 eq) was added. This was stirred overnight, diluted in ethyl acetate, 
washed with water, brine, dried over magnesium sulfate and concentrated to dryness. The residue could 
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be further purified by a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 1:1 to 1:2) to yield the 
N-oxide 100 as a white powder.  

The considered N-oxide 100 (1.0 eq) and powdered sodium hydroxide (4.0 eq) were then diluted in 
ethanol (q.s. 0.3 M) and stirred overnight at room temperature. The solution was made acidic with 1 N 
hydrochloric acid and the subsequent precipitate was filtered, washed with water, and dried under 
vacuum to yield the desired piperazin-2-ol 79. 

6-(2,6-Difluorobenzyl)-5-oxo-2-phenyl-2,3,4,5-tetrahydropyrazine 1-oxide (100e) 

Obtained as a white solid (8.58 g, 39% from 21ab) after chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 1:1). 1H NMR (DMSO): 8.32 (d, J = 4.4 Hz, 1H), 7.38 (m, 3H), 7.28 
(m, 3H), 7.03 (m, 2H), 5.24 (t, J = 4.1 Hz, 1H), 4.03 (s, 2H), 3.90 (ddd, J = 13.9, 4.8, 1.6 Hz, 1H), 3.55 
(ddd, J = 13.9, 4.7, 3.4 Hz, 1H). 13C NMR (DMSO): 161.5 (dd, J = 247, 8 Hz), 160.1, 139.3, 135.7, 129.0, 
128.9, 128.8, 127.1, 112.8 (t, J = 19 Hz), 111.7 (m), 71.8, 42.8, 18.9 (t, J = 3 Hz). HRMS (m/z): [M+H]+ 
calcd for C17H15F2N2O2: 317.1102; found, 317.1105. 

3-(2,6-Difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-ol (42e) 

 

Obtained as a white solid (8.27 g, 90%). Analytical data identical to description above. 

3-(2,3-Difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-ol (42f) 

Obtained as a white solid (0.26 g, 43% from 21ac). 1H NMR (DMSO): 12.50 (s, 
1H), 7.91 (s, 1H), 7.73 (m, 2H), 7.24 (m, 6H), 4.17 (s, 2H). 13C NMR (DMSO): 155.5, 155.2, 150.2 (dd, 
J = 245, 13 Hz), 148.9 (dd, J = 245, 13 Hz), 136.3, 131.3, 129.0, 127.8 (d, J = 13 Hz), 127.7, 127.2 (t, 
J = 3 Hz), 124.7 (2 signals), 123.0, 115.9 (d, J = 17 Hz), 32.4. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C17H13F2N2O: 299.0996; found, 299.1006. 

3-(2,5-Difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-ol (42g) 

 

Obtained as a white solid (1.33 g, 39% from 21ad). Analytical data identical to description above. 
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6-(3,5-Difluorobenzyl)-5-oxo-2-phenyl-2,3,4,5-tetrahydropyrazine 1-oxide (100h) 

Obtained as a white solid (4.82 g, 26% from 21ae) after chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 1:1 to 1:2). 1H NMR (DMSO): 8.39 (d, J = 4.3 Hz, 1H), 7.35 (m, 3H), 
7.20 (m, 2H), 7.07 (tt, J = 9.5, 2.4 Hz, 1H), 6.99 (m, 2H), 5.29 (t, J = 4.2 Hz, 1H), 4.00 (m, 3H), 3.60 (ddd, 
J = 13.9, 4.6, 3.7 Hz, 1H). 13C NMR (DMSO): 162.6 (dd, J = 246, 13 Hz), 160.5, 141.5 (t, J = 10 Hz), 140.0, 
135.8, 128.9, 128.9, 127.1, 112.5 (m), 102.4 (t, J = 26 Hz), 71.5, 42.6, 30.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C17H15F2N2O2: 317.1102; found, 317.1100. 

3-(3,5-Difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-ol (79h) 

 

Obtained as a white solid (3.91 g, 86%). Analytical data identical to description above. 
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IV.I. Preparations of 2-chloropyrazines (II.C) 

General procedure 

 
Under a calcium–protected atmosphere, the considered 2-hydroxypyrazine 79 was dispersed in an 
excess of phenylphosphonic dichloride and the suspension was heated at 100 °C for the indicated time. 
The resulting solution was diluted in ethyl acetate, poured onto an excess of crushed ice, and stirred for 
15 min. This was made basic with 22% ammonia and extracted with ethyl acetate. The organic layer was 
washed with water, brine, dried over magnesium sulfate and concentrated to dryness. The resulting 
residue was purified as described below. 

3-Benzyl-2-chloro-5-phenylpyrazine (42a) 

Obtained from crude 3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-ol (79a, via route 2a without any 
intermediate chromatography) after heating with phenylphosphonic dichloride for 24 h. Purified with 
a final chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3 to 96:4) to give a yellowish solid 
(20.04 g, 62% from phenylalanine ethyl ester). 1H NMR (CDCl3): 8.68 (s, 1H), 8.08–8.00 (m, 2H), 7.58–
7.47 (m, 3H), 7.44–7.40 (m, 2H), 7.37–7.32 (m, 2H), 7.30–7.25 (m, 1H), 4.41 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 
153.6, 150.4, 146.9, 138.6, 137.1, 135.4, 130.0, 129.2, 129.1, 128.5, 126.9, 126.8, 41.2. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C17H14ClN2, 281.0846; found, 281.0730. 

3-Benzyl-5-(4-benzyloxyphenyl)-2-chloropyrazine (42b) 

Obtained from crude 3-benzyl-5-(4-benzyloxyphenyl)pyrazin-2-
ol (79b, via route 2a without any intermediate chromatography) after heating with phenylphosphonic 
dichloride for 24 h.  Purified with a final chromatography over silica gel (cyclohexane–dichloromethane 
1:1) followed by a recrystallization in ethanol to give a yellowish solid (7.61 g, 32% from phenylalanine 
methyl ester). 1H NMR (CDCl3): 8.61 (s, 1H), 8.0 (m, 2H), 7.47-7.20 (m, 10H), 7.11 (m, 2H), 5.17 (s, 2H), 
4.38 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 161.5, 153.3, 150.1, 145.9, 138.0, 137.2, 136.6, 129.2, 128.7, 128.5, 128.3, 
128.1, 127.9, 127.4, 126.7, 115.4, 70.1, 41.2 (one signal missing). HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C24H20ClN2O, 387.1264; found, 387.1266. 

3-Benzyl-5-(2-methoxyphenyl)-2-chloropyrazine (42c) 

Obtained as a yellow solid (1.82 g, 81%) after heating for 18 hours and a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–dichloromethane 3:2). 1H NMR (CDCl3): 8.86 (s, 1H), 7.91 
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(dd, 1H, J = 7.6, 1.8 Hz), 7.48–7.36 (m, 3H), 7.34–7.28 (m, 2H), 7.26–7.18 (m, 1H), 7.11 (td, 1H, J = 7.6, 
0.8 Hz), 7.03 (d, 1H, J = 8.3 Hz), 4.37 (s, 2H), 3.90 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 157.4, 153.4, 149.4, 146.2, 
143.3, 137.5, 131.3 (two signals), 129.3, 128.6, 126.8, 124.9, 121.4, 111.6, 55.7, 41.4. HRMS (m/z): [M+H]+ 
calcd for C18H16ClN2O, 311.0951; found, 311.0965. 

2-Chloro-3-(2-chlorobenzyl)-5-phenylpyrazine (42d) 

Obtained as a white solid (1.58 g, 73%) after a recrystallization in ethanol. 1H NMR 
(CDCl3): 8.70 (s, 1H), 7.93 (m, 2H), 7.46 (m, 4H), 7.22 (m, 3H), 4.52 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 152.4, 
150.2, 147.0, 138.5, 135.2, 134.6, 131.0, 130.0, 129.5, 129.0, 128.2, 126.8, 126.7, 38.6. (one signal missing) 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H13Cl2N2: 315.0456; found, 315.0466. 

2-Chloro-3-(2,6-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazine (42e) 

Obtained as a solid (7.5 g, 90%) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–
ethyl acetate 98:2). 1H NMR (CDCl3): 8.67 (m, 1H), 7.85 (m, 2H), 7.43 (m, 3H), 7.28 (m, 1H), 6.95 (m, 
2H), 4.43 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 161.8 (dd, J = 248, 8 Hz), 151.2, 150.0, 146.4, 138.3, 135.2, 129.9, 
128.9, 128.6 (t, J = 10 Hz), 126.7, 113.0 (t, J = 20 Hz), 111.0, 28.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C17H12ClF2N2: 317.0657; found, 317.0650. 

2-Chloro-3-(2,3-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazine (42f) 

Obtained as a white solid (1.91 g, 80%) after a chromatography over silica gel 
(cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.71 (s, 1H), 7.96 (m, 2H), 7.50 (m, 3H), 7.07 (m, 
3H), 4.45 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 151.8, 150.7 (dd, J = 248, 13 Hz), 150.3, 149.2 (dd, J = 248, 13 Hz), 
146.7, 138.8, 135.1, 130.1, 129.1, 126.8, 126.6 (d, J = 13 Hz), 125.8 (t, J = 3 Hz), 123.8 (dd, J = 7, 5 Hz), 
115.9 (d, J = 17 Hz), 34.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H12ClF2N2: 317.0657; found, 317.0651. 

2-Chloro-3-(2,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazine (42g) 

Obtained as a white solid (1.16 g, 69%) after a chromatography over silica gel 
(cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.72 (s, 1H), 7.96 (m, 2H), 7.50 (m, 3H), 7.07 (m, 
1H), 6.97 (m, 2H), 4.40 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 158.5 (dd, J = 242, 2 Hz), 157.1 (dd, J = 242, 2 Hz), 
151.7, 150.4, 146.7, 138.9, 135.1, 130.1, 129.1, 126.8, 125.7 (dd, J = 19, 8 Hz), 117.5 (dd, J = 24, 4 Hz), 
116.2 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.9 (dd, J = 24, 9 Hz), 34.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H12ClF2N2: 
317.0657; found, 317.0658. 
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2-Chloro-3-(3,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazine (42h) 

Obtained as a white solid (3.5 g, 90%) after a chromatography over silica gel 
(cyclohexane–ethyl acetate 98:2). 1H NMR (CDCl3): 8.72 (s, 1H), 8.02 (m, 2H), 7.52 (m, 3H), 6.91 (m, 
2H), 6.2 (tt, J = 9.0, 2.3 Hz, 1H), 4.36 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 163.0 (dd, J = 248, 13 Hz), 152.2, 150.6, 
146.8, 140.7 (t, J = 9 Hz), 139.1, 135.0, 130.2, 129.1, 126.9, 112.1, 102.4 (t, J = 25 Hz), 40.8. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C17H12ClF2N2: 317.0657; found, 317.0651. 
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IV.J. Preparations of 2-bromopyrazines (II.C) 

 
3-Benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl trifluoromethanesulfonate (101a) 

At room temperature, 3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-ol (79a, 0.74 g, 1.0 eq) was 
dissolved in dry dichloromethane (20 mL, stabilized by amylene, dried over 4 Å molecular sieve). 
Triethylamine (0.42 mL, 1.1 eq) was then added, followed by a dropwise addition of triflic anhydride 
(0.48 mL, 1.0 eq). The resulting solution was stirred for 40 minutes then diluted in ethyl acetate. The 
organic phase was washed with water, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to dryness. 
The resulting residue was purified by chromatography over silica gel (cyclohexane–dichloromethane 4:1 
to 2:1) to yield the desired product (0.34 g, 31%) as a white solid. 1H NMR (CDCl3): 8.60 (s, 1H), 8.05–
7.97 (m, 2H), 7.57–7.49 (m, 3H), 7.39–7.30 (m, 4H), 7.29–7.23 (m, 1H), 4.32 (s, 2H). 13C NMR (CDCl3): 
152.5, 150.7, 147.6, 137.1, 136.3, 135.0, 130.6, 129.3 (2 signals), 128.9, 127.3 (2 signals), 118.7 (q, 
J = 320.9 Hz), 39.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C18H14F3N2O3S, 395.0677; found, 395.0695. 

3-Benzyl-2-bromo-5-phenylpyrazine (20a) 

In a tube featuring a Teflon–coated screw cap, 101a (0.08 g, 1.0 eq) and dry sodium 
bromide (0.04 g, 2.1 eq) were dispersed in dry N,N-dimethylformamide (3 mL). Triflic acid (16 μL, 
0.9 eq) was added, the tube was sealed and heated at 120 °C overnight. The resulting solution was diluted 
in ethyl acetate, washed with water, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to dryness. 
The resulting residue was then purified by chromatography over silica gel (cyclohexane–
dichloromethane 3:1) to yield the desired product (0.02 g, 30%). 1H NMR (CDCl3): 8.63 (s, 1H), 8.05–
7.97 (m, 2H), 7.56–7.47 (m, 3H), 7.43–7.37 (m, 2H), 7.35–7.29 (m, 2H), 7.28–7.21 (m, 1H), 4.41 (s, 2H). 
13C NMR (CDCl3): 155.6, 150.7, 139.8, 139.2, 137.3, 135.4, 130.3, 129.4, 129.2, 128.6, 127.0, 126.9, 42.6. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C17H14BrN2, 325.0340; found, 325.0319. 

5-Phenyl-3-((tetrahydrofuran-2-yl)methyl)pyrazin-2-yl trifluoromethanesulfonate (101j) 

In an ice bath, 5-phenyl-3-((tetrahydrofuran-2-yl)methyl)pyrazin-2-ol (79j, 1.09 g, 
1.00 eq) was dissolved in dry dichloromethane (40 mL, stabilized by amylene, dried over 4 Å molecular 
sieve). Triethylamine (0.61 mL, 1.05 eq) was then added, followed by a dropwise addition of triflic 
anhydride (0.73 mL, 1.02 eq). The resulting solution was stirred overnight at room temperature, then 
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diluted in dichloromethane. The organic phase was washed twice with water, brine, dried over 
magnesium sulfate, and concentrated to dryness. The resulting residue was purified by chromatography 
over silica gel (cyclohexane–dichloromethane 1:4) to yield the desired product (0.68 g, 41%) as a white 
solid. 1H NMR (CDCl3): 8.60 (s, 1H), 8.01 (m, 2H), 7.53 (m, 3H), 4.51 (m, 1H), 3.95 (m, 1H), 3.77 (m, 
1H), 3.27 (dd, J = 14.1, 7.8 Hz, 1H), 3.10 (dd, J = 14.1, 5.4 Hz, 1H), 2.17 (m, 1H), 1.96 (m, 2H), 1.76 (m, 
1H). 13C NMR (CDCl3): 153.3, 151.1, 146.5, 136.7, 135.0, 130.3, 129.1, 127.1, 118.6 (321 Hz), 77.3, 67.9, 
38.2, 26.9, 25.6. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C16H16F3N2O4S, 389.0783; found, 389.0808. 

2-Bromo-5-phenyl-3-((tetrahydrofuran-2-yl)methyl)pyrazine (20j) 

In a tube featuring a Teflon–coated screw cap, 101j (0.66 g, 1.0 eq) and dry sodium 
bromide (0.44 g, 2.5 eq) were dispersed in dry N,N-dimethylformamide (15 mL). Triflic acid (0.14 mL, 
0.9 eq) was added, the tube was sealed and heated at 110 °C for 23 h. The resulting solution was diluted 
in ethyl acetate, washed twice with water, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to 
dryness. The resulting residue was then purified by chromatography over silica gel (dichloromethane–
ethanol 99.5:0.5) to yield the desired product (0.35 g, 63%). 1H NMR (CDCl3): 8.62 (s, 1H), 8.02 (m, 2H), 
7.50 (m, 3H), 4.57 (p, J = 6.7 Hz, 1H), 3.99 (m, 1H), 3.80 (m, 1H), 3.42 (dd, J = 14.6, 6.7 Hz, 1H), 3.14 
(dd, J = 14.6, 6.7 Hz, 1H), 2.12 (m, 1H), 1.99 (m, 2H), 1.76 (m, 1H). 13C NMR (CDCl3): 154.3, 150.5, 
140.2, 138.9, 135.4, 130.0, 129.0, 126.9, 77.4, 67.9, 42.1, 31.2, 25.6. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C15H16BrN2O, 319.0446; found, 319.0464. 
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IV.K. Preparations of N-(pyrazin-2-yl)aminoesters (III.A.3) 

General procedure for the Buchwald-Hartwig coupling of 2-chloropyrazines 42 with 
α-aminoesters 21/77 

 
In a 20 mL sealable vial, the considered 2-chloropyrazine (42, 1.00 eq), the considered α-aminoester 
(1.05 eq, either as a free base 21 or as a hydrochloride salt 77), cesium carbonate (2.05 eq or 3.05 eq), 
palladium acetate (5% eq) and racemic 2,2’-bis(diphenylphosphino)-1,1’-binaphthyl ((±)-BINAP, 
7.5% eq) were weighted. The air was replaced by argon, then a dry solvent was injected (acetonitrile 
unless mentioned otherwise, q.s. 0.2 M). This was heated at 60 °C for 12 to 24 h (unless mentioned 
otherwise) using either an oil bath with vigorous stirring (> 900 rpm) or a heated ultrasonic bath. The 
resulting suspension was dispersed in ethyl acetate, filtered and rinsed, then the filtrate was concentrated 
to dryness prior to further purification as described below. 

Ethyl (3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)phenylalaninate (22a) 

Obtained from 42a and the hydrochloride salt of phenylalanine ethyl ester 
(77i) as an oil (0.27 g, 86%) after a chromatography over silica gel (neat dichloromethane). 1H NMR 
(CDCl3): 8.43 (s, 1H), 7.96 (m, 2H), 7.53–7.43 (m, 1H), 7.41–7.34 (m, 1H), 7.33–7.20 (m, 8H), 7.05–6.95 
(m, 2H), 4.97 (m, 2H), 4.14 (s, 2H), 4.13 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.18 (dd, J = 13.8, 5.4 Hz, 1H), 3.09 (dd, 
J = 13.8, 5.9 Hz, 1H), 1.20 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.4, 150.4, 141.2, 141.1, 137.5, 136.9, 
136.5, 136.3, 129.3, 128.8, 128.7, 128.6, 128.4, 127.8, 126.9, 126.9, 125.7, 61.2, 54.9, 40.9, 37.8, 14.1. HRMS 
(m/z): [M+H]+ calcd for C28H28N3O2, 438.2182; found, 438.2185. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(furan-2-yl)propanoate (22b) 

Obtained from 42a and 21a (free base) as an oil (5.61 g, 89%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.42 (s, 1H), 7.99–
7.92 (m, 2H), 7.52–7.42 (m, 2H), 7.39–7.28 (m, 5H), 7.28–7.24 (m, 2H), 6.22 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 
5.85 (dd, J = 3.2, 0.7 Hz, 1H), 5.13 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.95 (dt, J = 7.5, 5.3 Hz, 1H), 4.23–4.11 (m, 4H), 
3.24–3.18 (m, 2H), 1.22 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.0, 150.6, 150.3, 141.9, 141.2, 141.1, 
137.5, 136.8, 136.6, 128.8, 128.7, 128.7, 127.8, 126.8, 125.7, 110.3, 107.7, 61.3, 53.2, 40.9, 30.4, 14.1. HRMS 
(m/z): [M+H]+ calcd for C26H26N3O3, 428.1974; found: 428.1965. 
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Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(5-methylfuran-2-yl)propanoate (22c) 

Obtained from 42a and 21c (free base) as a yellow oil (5.85 g, 80%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.38 (s, 1H), 7.96–
7.89 (m, 2H), 7.48–7.40 (m, 2H), 7.38–7.26 (m, 5H), 7.25–7.19 (m, 1H), 5.83–5.77 (m, 1H), 5.72 (d, 
J = 3.0 Hz, 1H), 5.11 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.89 (dt, J = 7.5, 5.3 Hz, 1H), 4.21–4.08 (m, 4H), 3.12 (d, 
J = 5.3 Hz, 2H), 2.20 (s, 3H), 1.21 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.2, 151.6, 150.5, 148.7, 141.3, 
141.2, 137.7, 136.9, 136.8, 128.9, 128.9, 128.9, 127.9, 127.0, 125.8, 108.7, 106.3, 61.4, 53.4, 40.9, 30.7, 14.3, 
13.6. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H28N3O3, 442.2131; found, 442.2121. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(5-ethylfuran-2-yl)propanoate (22d) 

Obtained from 42a and 21d (free base) as a yellow solid (0.48 g, 74%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.39 (s, 1H), 7.96–
7.89 (m, 2H), 7.50–7.40 (m, 2H), 7.37–7.26 (m, 4H), 7.26–7.20 (m, 2H), 5.80 (dd, J = 2.0, 1.0 Hz, 1H), 
5.74 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.09 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.91 (dt, J = 7.5, 5.4 Hz, 1H), 4.22–4.08 (m, 4H), 3.14 
(d, J = 5.3 Hz, 2H), 2.56 (qd, J = 7.5, 0.6 Hz, 2H), 1.21 (t, J = 7.3 Hz, 3H), 1.19 (t, J = 7.3 Hz, 3H). 
13C NMR (CDCl3): 172.3, 157.3, 150.5, 148.6, 141.3, 141.2, 137.7, 137.0, 136.8, 128.9 (three signals), 127.9, 
127.0, 125.8, 108.5, 104.7, 61.4, 53.3, 40.9, 30.8, 21.5, 14.3, 12.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C28H30N3O3, 457.2319; found, 457.2314. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(4,5-dimethylfuran-2-yl)propanoate (22e) 

Obtained from 42a and 21e (free base) as an oil (0.20 g, 49%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.39 (s, 1H), 7.97–
7.90 (m, 2H), 7.50–7.40 (m, 2H), 7.39–7.19 (m, 6H), 5.65 (s, 1H), 5.11 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.88 (dt, J = 7.5, 
5.4 Hz, 1H), 4.19–4.12 (m, 4H), 3.09 (d, J = 5.4 Hz, 2H), 2.12 (s, 3H), 1.87 (s, 3H), 1.21 (t, J = 7.1 Hz, 
3H). 13C NMR (CDCl3): 172.3, 150.6, 147.4, 146.8, 141.3, 141.2, 137.7, 137.0, 136.8, 128.9, 128.8, 127.9, 
126.9, 125.8, 114.5, 111.2 (two signals), 61.3, 53.4, 40.8, 30.7, 14.2, 11.4, 10.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C28H30N3O3, 456.2287; found, 456.2337. 
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Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(5-cyclopropylfuran-2-yl)propanoate (22f) 

Obtained from 42a and 21f (free base) as an oil (0.31 g, 67%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.39 (s, 1H), 7.97–
7.90 (m, 2H), 7.48–7.41 (m, 2H), 7.38–7.20 (m, 6H), 5.78 (dd, J = 3.1, 0.5 Hz, 1H), 5.72 (d, J = 3.1 Hz, 
1H), 5.08 (d, 1H, J = 7.6 Hz), 4.90 (dt, 1H, J = 7.6, 5.3 Hz), 4.20–4.11 (m, 4H), 3.12 (d, 2H, J = 5.3 Hz), 
1.81 (tt, 1H, J = 8.5, 5.1 Hz), 1.22 (t, 3H, J = 7.1 Hz), 0.88–0.80 (m, 2H), 0.73–0.65 (m, 2H). 13C NMR 
(CDCl3): 172.2, 156.9, 150.5, 148.3, 141.3, 141.2, 137.7, 136.9, 136.7, 128.9 (three signals, two 
superimposed), 127.9, 127.0, 125.8, 108.7, 104.3, 61.4, 53.2, 40.9, 30.8, 14.3, 8.9, 6.6.HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C29H30N3O3, 468.2287; found, 468.2291. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(5-trifluoromethylfuran-2-yl)propanoate 
(22g) 

Obtained from 42a and 21h (free base) as an oil (0.17 g, 44%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 93:7). 1H NMR (CDCl3): 8.40 (s, 1H), 7.99–
7.92 (m, 2H), 7.50–7.42 (m, 2H), 7.40–7.33 (m, 1H), 7.33–7.20 (m, 5H), 6.55 (dd, J = 3.3, 1.2 Hz, 1H), 
5.74 (dd, J = 3.3, 0.6 Hz, 1H), 5.12 (d, J = 7.1 Hz, 1H), 4.98 (dt, J = 7.1, 5.2 Hz, 1H), 4.26–4.09 (m, 4H), 
3.29 (dd, J = 15.2, 5.2 Hz, 1H), 3.19 (dd, J = 15.2, 5.2 Hz, 1H), 1.24 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 
171.6, 154.0, 150.0, 141.5 (23 Hz), 141.4 (15 Hz), 141.1 (43 Hz), 137.6, 136.9, 136.7, 129.0, 128.9, 128.8, 
128.0, 127.1, 125.8, 119.2 (267 Hz), 112.5 (3 Hz), 108.8, 61.9, 52.9, 41.1, 30.6, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ 
calcd for C27H25F3N3O3, 496.1848; found, 496.1847. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(thiophen-2-yl)propanoate (22h) 

Obtained from 42a and 21av (free base) as an oil (0.51 g, 80%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.42 (s, 1H), 8.00–
7.89 (m, 2H), 7.50–7.42 (m, 2H), 7.40–7.32 (m, 1H), 7.32–7.26 (m, 3H), 7.26–7.21 (m, 2H), 7.14–7.08 
(m, 1H), 6.85 (dd, J = 5.2, 3.4 Hz, 1H), 6.58–6.50 (m, 1H), 5.12 (d, J = 7.1 Hz, 1H), 4.99 (dt, J = 7.1, 
5.0 Hz, 1H), 4.17 (s, 2H), 4.14 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.44 (dd, J = 14.6, 4.7 Hz, 1H), 3.37 (dd, J = 14.9, 
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4.9 Hz, 1H), 1.22 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 171.9, 150.3, 141.5, 141.3, 137.8, 137.6, 137.0, 
136.7, 129.0, 128.9, 128.9, 128.0, 127.0, 127.0, 126.7, 125.8, 124.7, 61.6, 54.7, 41.1, 32.0, 14.3. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C26H26N3O2S, 444.1746; found, 444.1766. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(4-benzyloxyphenyl)propanoate (22i) 

Obtained from 42a and 77j (hydrochloride salt) as an oil (0.68 g, 
70%) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.41 (s, 
1H), 8.00–7.86 (m, 2H), 7.50–7.16 (m, 13H), 6.90–6.84 (m, 2H), 6.84–6.79 (m, 2H), 5.05 (s, 2H), 4.99–
4.84 (m, 2H), 4.12 (qd, 2H, J = 7.1, 0.6 Hz), 4.12 (s, 2H), 3.11 (dd, 1H, J = 13.9, 5.0 Hz), 3.01 (dd, 1H, 
J = 13.9, 5.5 Hz), 1.19 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 172.6, 157.9, 150.5, 141.2 (two signals), 
137.7, 137.2, 137.0, 136.7, 130.4, 128.9 (two signals), 128.8, 128.7, 128.6, 128.1, 127.9, 127.6, 127.0, 125.8, 
115.0, 70.2, 61.3, 55.1, 41.0, 37.1, 14.3. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C35H33N3O3, 544.2600; found, 
544.2654. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(4-isopropylphenyl)propanoate (22j) 

Obtained from 42a and 77n (hydrochloride salt) as an oil (0.25 g, 73%) after 
a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.40 (s, 1H), 7.97–
7.90 (m, 2H), 7.49–7.40 (m, 2H), 7.38–7.32 (m, 1H), 7.32–7.23 (m, 3H), 7.23–7.17 (m, 2H), 7.12–7.05 
(m, 2H), 6.94–6.88 (m, 2H), 4.99–4.84 (m, 2H), 4.18–4.06 (m, 4H), 3.08 (qd, 2H, J = 13.8, 5.7 Hz), 2.96–
2.84 (m, 1H), 1.25 (d, 6H, J = 6.9 Hz), 1.16 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 172.7, 150.6, 147.5, 
141.3, 141.2, 137.7, 137.0, 136.7, 133.6, 129.3, 128.9, 128.9, 128.8, 127.9, 127.0, 126.6, 125.8, 61.2, 55.0, 
41.0, 37.6, 33.9, 24.2, 24.1, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C31H34N3O2, 480.2683; found, 480.2690. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(4-propylphenyl)propanoate (22k) 

Obtained from 42a and 77p (hydrochloride salt) as an oil (0.25 g, 73%) 
after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.42 (s, 1H), 
7.96 (m, 2H), 7.47 (m, 2H), 7.37 (m, 1H), 7.26 (m, 5H), 7.05 (m, 2H), 6.91 (m, 2H), 4.93, (m, 2H), 4.13 
(m, 4H), 3.14 (dd, 1H, J = 13.9, 5.5 Hz), 3.06 (dd, 1H, J = 13.9, 6.0 Hz), 2.59 (m, 2H), 1.65 (m, 2H), 1.19 
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(t, 3H, J = 7.2 Hz), 0.97 (t, 3H, J = 7.3 Hz). 13C NMR (CDCl3): 172.5, 150.4, 141.2, 141.1, 141.0, 137.5, 
136.9, 136.6, 133.3, 129.1, 128.8, 128.7, 128.6, 128.5, 127.8, 126.9, 125.6, 61.1, 54.9, 40.8, 37.7, 37.5, 24.5, 
14.1, 13.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C31H34N3O2, 480.2651; found, 480.2671. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(m–tolyl)propanoate (22l) 

Obtained from 42a and 21l (free base) as an oil (0.28 g, 61%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.41 (s, 1H), 8.07–
7.90 (m, 2H), 7.48–7.42 (m, 2H), 7.38–7.32 (m, 1H), 7.30–7.26 (m, 1H), 7.26–7.23 (m, 1H), 7.21–7.16 
(m, 2H), 7.15–7.08 (m, 1H), 7.07–7.01 (m, 1H), 6.88 (s, 1H), 6.78 (d, 1H, J = 7.5 Hz), 4.93 (t, 1H, 
J = 5.9 Hz), 4.92 (t, 1H, J = 6.5 Hz), 4.88–4.79 (m, 2H), 4.11 (q, 2H, J = 7.1 Hz), 4.11 (q, 2H, J = 15.4 Hz), 
3.11 (dd, 1H, J = 13.8, 5.5 Hz), 3.03 (dd, 1H, J = 13.8, 6.1 Hz), 2.30 (s, 3H), 1.17 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 
13C NMR (CDCl3): 172.7, 150.6, 141.3, 141.3, 138.1, 137.7, 137.0, 136.7, 136.3, 130.2, 128.9, 128.9, 128.8, 
128.5, 127.9, 127.8, 127.0, 126.4, 125.8, 61.2, 55.1, 40.9, 38.0, 21.5, 14.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C29H29N3O2, 452.2338; found, 452.2408. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(p–tolyl)propanoate (22m) 

Obtained from 42a and 77m (hydrochloride salt) as an oil (0.35 g, 87%) after 
a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 94:6). 1H NMR (CDCl3): 8.43 (s, 1H), 7.97 
(m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.37 (m, 1H), 7.28 (m, 3H), 7.22 (m, 2H), 7.04 (m, 2H), 6.89 (m, 2H), 4.93 (m, 
2H), 4.15 (m, 4H), 3.15 (dd, 1H, J = 13.8, 5.2 Hz), 3.06 (dd, 1H, J = 13.8, 5.8 Hz), 2.35 (s, 3H), 1.21 (t, 
3H, J = 7.2 Hz). 13C NMR (CDCl3): 172.5, 150.4, 141.2, 141.1, 137.5, 136.8, 135.5, 135.4, 133.1, 129.2, 
129.1, 128.8, 128.7, 128.6, 127.8, 126.8, 125.7, 61.1, 54.9, 40.8, 37.4, 21.1, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ 
calcd for C29H29N3O2, 452.2338; found, 452.2325. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(2-fluorophenyl)propanoate (22n) 

Obtained from 42a and 77y (hydrochloride salt) as an oil (0.31 g, 76%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.42 (s, 1H), 7.96 
(m, 2H), 7.47 (m, 2H), 7.37 (m, 1H), 7.27 (m, 6H), 6.98 (m, 3H), 4.99 (m, 2H), 4.15 (m, 4H), 3.22 (dd, 
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1H, J = 13.9, 5.5 Hz), 3.16 (dd, 1H, J = 13.9, 6.3 Hz), 1.20 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 172.4, 
161.3 (246 Hz), 150.4, 141.2, 141.1, 137.5, 136.7 (25 Hz), 131.5 (5 Hz), 128.8, 128.7, 128.6, 128.6 (8 Hz), 
127.8, 126.9, 125.7, 124.1, 124.0, 123.5 (16 Hz), 115.2 (22 Hz), 61.3, 54.3, 40.8, 31.2, 14.0. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C28H27FN3O2, 456.2087; found, 456.2084. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(4-fluorophenyl)propanoate (22o) 

Obtained from 42a and 77aa (hydrochloride salt) as an oil (0.45 g, 69%) after 
a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.41 (s, 1H), 7.99–
7.91 (m, 2H), 7.51–7.41 (m, 2H), 7.40–7.32 (m, 1H), 7.31–7.25 (m, 3H), 7.23–7.17 (m, 2H), 6.91–6.79 
(m, 4H), 4.99–4.84 (m, 2H), 4.21–4.06 (m, 4H), 3.15 (dd, J = 13.9, 5.1 Hz, 1H), 3.03 (dd, J = 13.9, 5.5 Hz, 
1H), 1.20 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.4, 162.0 (245 Hz), 150.4, 141.3, 141.3, 137.6, 137.0, 
136.6, 132.1 (3 Hz), 130.8 (8 Hz), 129.0, 128.9, 128.7, 128.0, 127.1, 125.8, 115.4 (21 Hz), 61.4, 55.0, 41.1, 
37.0, 14.3. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H27FN3O2, 456.2087; found, 456.2110. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(2-methoxyphenyl)propanoate (22p) 

Obtained from 42a and 77s (hydrochloride salt) as a yellow solid (0.32 g, 77%) 
after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 95:5). 1H NMR (CDCl3): 8.38 (s, 1H), 
7.90 (m, 2H), 7.44 (m, 2H), 7.34 (m, 1H), 7.26 (m, 3H), 7.22 (m, 6H), 7.04 (dd, 1H, J = 7.4, 1.7 Hz), 6.88 
(td, 1H, J = 7.4, 1.0 Hz), 6.83 (m, 1H), 5.30 (d, 1H, J = 7.0 Hz), 4.85 (m, 1H), 4.11 (m, 4H), 3.75 (s, 3H), 
3.20 (dd, 1H, J = 13.6, 5.6 Hz), 3.15 (dd, 1H, J = 13.6, 7.6 Hz), 1.20 (t, 3H, J = 7.1 Hz). 13C NMR (CDCl3): 
173.0, 157.6, 150.7, 140.9, 140.8, 137.6, 136.8, 136.7, 131.0, 128.7 (two signals), 128.4, 127.6, 126.7, 125.6, 
125.2, 120.8, 110.6, 60.9, 55.4, 55.2, 40.2, 32.4, 14.2, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C29H30N3O3, 
468.2287; found, 468.2281. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(3-methylisoxazol-5-yl)propanoate (22q) 

Obtained from 42a and 77aw (hydrochloride salt) as a yellow oil (0.17 g, 97% 
purity, 48%) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1). 1H NMR (CDCl3): 
8.43 (s, 1H), 7.97 (m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.33 (m, 6H), 5.48 (s, 1H), 5.20 (d, J = 6.9 Hz, 1H), 5.01 (dt, 



Experimental section 

149 

J = 6.9, 5.2 Hz, 1H), 4.19 (m, 4H), 3.41 (dd, J = 15.4, 5.1 Hz, 1H), 3.28 (dd, J = 15.4, 5.3 Hz, 1H), 2.22 (s, 
3H), 1.25 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 171.2, 167.9, 159.6, 149.9, 141.5, 141.4, 137.3, 136.7, 
136.5, 128.9, 128.8, 128.7, 127.9, 126.9, 125.7, 103.2, 61.8, 52.4, 41.0, 29.0, 14.1, 11.4. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C26H27N4O3: 443.2083; found, 443.2092. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(3-ethylisoxazol-5-yl)propanoate (22r) 

Obtained from 42a and 77ax (hydrochloride salt) as a yellow oil (0.29 g, 90% 
purity, 50%) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1). 1H NMR (CDCl3): 
8.42 (s, 1H), 7.96 (m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.33 (m, 6H), 5.57 (s, 1H), 5.20 (d, J = 7.0 Hz, 1H), 5.02 (dt, 
J = 7.0, 5.3 Hz, 1H), 4.17 (m, 4H), 3.40 (dd, J = 15.3, 5.1 Hz, 1H), 3.28 (dd, J = 15.3, 5.4 Hz, 1H), 2.62 
(qd, J = 7.6, 1.7 Hz, 2H), 1.23 (m, 6H). 13C NMR (CDCl3): 171.3, 167.8, 165.0, 149.9, 141.5, 141.4, 137.3, 
136.7, 136.5, 128.8, 128.8, 128.7, 127.9, 126.9, 125.7, 101.9, 61.8, 52.5, 40.9, 29.2, 19.5, 14.1, 12.5. HRMS 
(m/z): [M+H]+ calcd for C27H29N4O3: 457.2240; found, 457.2244. 

Methyl 2-((3-benzyl-5-(4-benzyloxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-
3-(4-benzyloxyphenyl)propanoate (22s) 

Obtained from 42b and 77j (hydrochloride salt) as a 
yellow oil (2.07 g, 91%) after a chromatography over silica gel (dichloromethane–ethanol 99.5:0.5). 
1H NMR (CDCl3): 8.39 (s, 1H), 7.98–7.87 (m, 2H), 7.53–7.47 (m, 4H), 7.47–7.41 (m, 4H), 7.41–7.35 (m, 
2H), 7.34–7.27 (m, 3H), 7.25–7.21 (m, 2H), 7.15–7.07 (m, 2H), 6.94–6.82 (m, 4H), 5.17 (s, 2H), 5.09 (s, 
2H), 5.03–4.94 (m, 1H), 4.86 (d, J = 7.4 Hz, 1H), 4.15 (s, 2H), 3.70 (s, 3H), 3.15 (dd, J = 13.9, 5.3 Hz, 1H), 
3.05 (dd, J = 13.9, 6.0 Hz, 1H). 13C NMR (CDCl3): 173.1, 158.9, 157.8, 150.0, 141.1, 141.0, 137.1 (2C), 
136.6, 136.3, 130.5, 130.2, 128.8, 128.7, 128.6 (2C), 128.5, 128.0 (2C), 127.5, 127.0, 126.9, 115.3, 115.0, 
70.1 (2C), 54.9, 52.1, 40.9, 37.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C41H38N3O4: 636.2863. Found: 636.2897. 
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Ethyl 2-((3-benzyl-5-(4-benzyloxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-
3-(3-propylphenyl)propanoate (22t) 

O

O

NHN

N

O

Obtained from 42b and 77o (hydrochloride salt) as a yellow 
oil (0.97 g, 85%) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 92:8). 1H NMR 
(CDCl3): 8.36 (s, 1H), 7.89 (m, 2H), 7.32 (m, 11H), 7.07 (m, 3H), 6.92 (m, 1H), 6.82 (m, 1H), 5.15 (s, 
2H), 4.95 (m, 1H), 4.84 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.12 (m, 4H), 3.14 (dd, J = 13.7, 5.7 Hz, 1H), 3.07 (dd, J = 13.7, 
6.2 Hz, 1H), 2.56 (m, 2H), 1.64 (m, 2H), 1.18 (t, J = 7.1 Hz, 3H), 0.96 (t, J = 7.3 Hz, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 172.6, 158.8, 150.0, 142.8, 141.1, 141.0, 137.0, 136.6, 136.2, 136.1, 130.5, 129.5, 128.8, 128.6, 
128.6, 128.4, 128.0, 127.5, 127.1, 126.9, 126.8, 126.6, 115.2, 70.1, 61.0, 55.0, 40.7, 38.0 (two superimposed 
signals), 24.5, 14.1, 13.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C38H40N3O3: 586.3069; found, 586.3096. 

Ethyl (3-benzyl-5-(2-methoxyphenyl)pyrazin-2-yl)phenylalaninate (22u) 

Obtained from 42c and the 77i (hydrochloride salt) as an oil (0.42 g, 72%) 
after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 9:1). 1H NMR (CDCl3): 8.59 (s, 1H), 
7.87 (m, 1H), 7.37–7.26 (m, 2H), 7.26–7.17 (m, 7H), 7.08 (m, 1H), 7.03–6.92 (m, 3H), 5.01–4.93 (m, 1H), 
4.86 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.11 (s, 2H), 4.10 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.89 (s, 3H), 3.15 (dd, J = 13.8, 5.5 Hz, 1H), 
3.06 (dd, J = 13.8, 6.0 Hz, 1H), 1.16 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.5, 157.0, 149.9, 143.0, 
141.3, 141.1, 140.4, 139.4, 136.9, 130.5, 129.2, 129.0, 128.8, 127.0, 126.9, 121.3, 119.3, 111.5, 111.3, 61.4, 
55.7, 54.0, 41.2, 27.4, 14.3. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C29H30N3O3, 468.2287; found, 468.2282. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-(2-methoxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-3-(furan-2-yl)propanoate (22v) 

Obtained from 42c and 21a (free base) as an oil (0.40 g, 64%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 9:1). 1H NMR (CDCl3): 8.58 (s, 1H), 7.87 (dd, 
J = 7.7, 1.8 Hz, 1H), 7.37–7.27 (m, 5H), 7.25–7.19 (m, 2H), 7.08 (td, J = 7.5, 1.0 Hz, 1H), 7.00 (dd, J = 8.3, 
0.6 Hz, 1H), 6.20 (dd, J = 3.1, 1.8 Hz, 1H), 5.82 (dd, J = 3.1, 0.5 Hz, 1H), 5.07 (d, J = 7.6 Hz, 1H), 5.00–
4.91 (m, 1H), 4.15 (s, 2H), 4.13 (qd, J = 7.1, 1.4 Hz, 2H), 3.89 (s, 3H), 3.19 (d, J = 5.3 Hz, 2H), 1.19 (t, 
J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.2, 157.0, 150.8, 149.9, 142.0, 141.2, 141.1, 139.5, 137.0, 130.5, 
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129.1, 128.9 (two signals), 126.9, 121.3, 111.5, 110.4, 107.8, 61.4, 55.7, 41.0, 30.6, 27.1, 14.2. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C27H28N3O4, 458.2080; found, 458.2083. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-(2-methoxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-3-(furan-3-yl)propanoate (22w) 

Obtained from 42c and 21b (free base) as an oil (0.53 g, 84%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 9:1). 1H NMR (CDCl3): 8.60 (s, 1H), 7.89 (dd, 
J = 7.6, 1.7 Hz, 1H), 7.38–7.19 (m, 7H), 7.13–7.04 (m, 1H), 7.00 (d, J = 8.3 Hz, 1H), 6.94 (s, 1H), 5.97–
5.91 (m, 1H), 5.02–4.87 (m, 2H), 4.24–4.07 (m, 4H), 3.89 (s, 3H), 2.97 (qd, J = 14.7, 4.8 Hz, 2H), 1.21 (t, 
J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.5, 157.0, 149.9, 143.0, 141.3, 141.1, 140.4, 139.4, 136.9, 130.5, 
129.2, 129.0, 128.8, 127.0, 126.9, 121.3, 119.3, 111.5, 111.3, 61.4, 55.7, 54.0, 41.2, 27.4, 14.3. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C27H28N3O4, 458.2080; found, 458.2095. 

Ethyl (3-(2-chlorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)phenylalaninate (22x) 

Obtained from42d and 77i (hydrochloride salt) as an oil (0.19 g, 67%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.44 (s, 1H), 7.91 
(m, 2H), 7.44 (m, 3H), 7.35 (m, 1H), 7.26-7.16 (m, 6H), 7.05 (m, 2H), 5.00 (m, 2H), 4.24 (m, 2H), 4.16 
(dq, J = 7.2, 1.0 Hz, 2H), 3.22 (dd, J = 13.7, 5.4 Hz, 1H), 3.13 (dd, J = 13.7, 6.3 Hz, 1H), 1.22 (t, J = 7.2 Hz, 
3H). 13C NMR (CDCl3): 172.4, 150.3, 141.2, 140.0, 137.4, 136.9, 136.3, 134.5, 134.0, 130.4, 129.5, 129.2, 
128.7, 128.5, 128.2, 127.8, 127.0, 126.9, 125.6, 61.2, 55.0, 38.0, 37.1, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C28H27ClN3O2: 472.1792; found, 472.1784. 

Ethyl 2-((3-(2-chlorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(furan-2-yl)propanoate (22y) 

Obtained from 42d and 21a (free base) as an oil (0.44 g, 65%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.44 (s, 1H), 7.91 
(m, 2H), 7.45 (m, 3H), 7.35 (m, 1H), 7.25-7.15 (m, 4H), 6.22 (m, 1H), 5.92 (m, 1H), 5.18 (m, 1H), 5.00 
(m, 1H), 4.28 (m, 2H), 4.19 (q, J = 7.1 Hz, 2H), 3.24 (d, J = 5.5 Hz, 2H), 1.24 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 171.9, 150.6, 150.2, 142.0, 141.2, 140.0, 137.4, 136.9, 134.5, 134.1, 130.4, 129.5, 128.7, 128.2, 
127.8, 127.0, 125.6, 110.3, 107.7, 61.3, 53.3, 37.1, 30.5, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C26H25ClN3O3: 462.1584; found, 462.1576. 
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Ethyl 2-((3-(3-chlorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(furan-2-yl)propanoate (22z) 

Obtained from 42i and 77a (hydrochloride salt) as a yellow oil (0.16 g, 36%) after 
a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.44 (s, 1H), 7.94 
(m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.38 (m, 1H), 7.27 (m, 2H), 7.24 (m, 2H), 7.16 (m, 1H), 6.25 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 
1H), 5.89 (dd, J = 3.2, 0.7 Hz, 1H), 5.06 (d, J = 7.6 Hz, 1H), 4.95 (m, 1H), 4.19 (m, 2H), 4.14 (d, J = 3.4 Hz, 
2H), 3.24 (d, J = 5.2 Hz, 2H), 1.23 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 171.9, 150.5, 150.2, 142.0, 141.3, 
140.2, 138.7, 137.3, 137.2, 134.6, 130.0, 128.8, 128.8, 127.9, 127.2, 126.9, 125.7, 110.3, 107.8, 61.4, 53.2, 
40.3, 30.4, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H25ClN3O3: 462.1584; found, 462.1597. 

Ethyl 2-((3-(3-fluorobenzyl)-5-(2-fluorophenyl)pyrazin-2-yl)amino)-3-(5-methylfuran-2-
yl)propanoate (22aa) 

Obtained from 42j and 77c (hydrochloride salt) as a yellow oil (0.53 g, 80%) 
after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.53 (d, 
J = 2.3 Hz, 1H), 8.00 (td, J = 7.8, 1.9 Hz, 1H), 7.33 (m, 1H), 7.26 (m, 2H), 7.16 (m, 1H), 7.06 (dd, J = 7.6, 
0.6 Hz, 1H), 6.96 (m, 2H), 5.82 (m, 1H), 5.77 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.11 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.95 (dt, J = 7.5, 
5.3 Hz, 1H), 4.20 (m, 2H), 4.15 (s, J = 2.3 Hz, 2H), 3.18 (d, J = 5.3 Hz, 2H), 2.22 (d, J = 0.7 Hz, 3H), 1.25 
(t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.0, 163.1 (d, J = 246 Hz), 160.2 (d, J = 249 Hz), 151.5, 150.2, 
148.4, 140.8 (d, J = 13 Hz), 140.6, 139.1 (d, J = 7 Hz), 136.9 (d, J = 3 Hz), 130.2 (d, J = 8 Hz), 130.0 (d, 
J = 3 Hz), 129.2 (d, J = 8 Hz), 125.2 (d, J = 12 Hz), 124.5 (d, J = 3 Hz), 124.3 (d, J = 3 Hz), 116.1 (d, 
J = 23 Hz), 115.6 (d, J = 22 Hz), 113.9 (d, J = 21 Hz), 108.7, 106.2, 61.3, 53.1, 40.2, 30.5, 14.1, 13.4. HRMS 
(m/z): [M+H]+ calcd for C27H26F2N3O3: 478.1942; found, 478.1935. 

Ethyl 2-((3-(2,6-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(furan-2-yl)propanoate (22ab) 

Obtained from 42e and 77a (hydrochloride salt) as a white solid (0.40 g, 91%) 
after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.40 (s, 1H), 
7.80 (m, 2H), 7.39 (m, 2H), 7.35 (dd, J = 1.9, 0.8 Hz, 1H), 7.28 (m, 2H), 6.94 (m, 2H), 6.30 (dd, J = 3.2, 
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1.9 Hz, 1H), 6.07 (dd, J = 3.2, 0.6 Hz, 1H), 5.34 (d, J = 7.4 Hz, 1H), 5.08 (dt, J = 7.5, 5.5 Hz, 1H), 4.25 (m, 
2H), 4.12 (s, 2H), 3.34 (m, 2H), 1.29 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.1, 161.8 (dd, J = 248, 
8 Hz), 150.8, 149.7, 142.0, 140.9, 138.6, 137.3, 136.4, 128.6, 128.4 (t, J = 10 Hz), 127.7, 125.4, 112.8 (t, 
J = 20 Hz), 111.1, 110.3, 107.8, 61.4, 53.4, 30.6, 26.6, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H24F2N3O3: 
464.1786; found, 464.1798. 

Ethyl 2-((3-(2,3-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(furan-2-yl)propanoate (22ac) 

Obtained from 42f and 77a (hydrochloride salt) as a white solid (0.08 g, 18%) 
after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.44 (s, 1H), 
7.91 (m, 2H), 7.45 (m, 2H), 7.37 (m, 1H), 7.29 (dd, J = 1.9, 0.8 Hz, 1H), 7.08 (m, 1H), 7.00 (m, 2H), 6.26 
(dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 5.98 (dd, J = 3.2, 0.8 Hz, 1H), 5.18 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 5.01 (dt, J = 7.6, 5.4 Hz, 
1H), 4.20 (m, 4H), 3.28 (d, J = 5.4 Hz, 2H), 1.25 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 171.9, 150.6 (dd, 
J = 248, 13 Hz), 150.5, 150.1, 148.9 (dd, J = 246, 13 Hz), 142.1, 141.3, 139.2 (d, J = 1 Hz), 137.2, 137.1, 
128.7, 127.9, 126.2 (d, J = 13 Hz), 125.6, 125.4 (t, J = 3 Hz), 124.1 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.7 (d, J = 17 Hz), 
110.3, 107.8, 61.4, 53.3, 32.4 (t, J = 3 Hz), 30.4, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H24F2N3O3: 
464.1786; found, 464.1780. 

Ethyl 2-((3-(2,3-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(5-methylfuran-2-yl)propanoate (22ad) 

The general procedure above was used, but using 1:3 acetonitrile–toluene at 
60 °C. Obtained from 42f and 77c (hydrochloride salt) as a solid (0.31 g, 80%) after a chromatography 
over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.43 (s, 1H), 7.90 (m, 2H), 7.45 (dd, 
J = 8.3, 6.9 Hz, 2H), 7.36 (m, 1H), 7.07 (m, 1H), 7.00 (m, 2H), 5.87 (d, J = 3.1 Hz, 1H), 5.83 (dd, J = 3.2, 
1.2 Hz, 1H), 5.17 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.97 (dt, J = 7.6, 5.4 Hz, 1H), 4.19 (m, 4H), 3.22 (d, J = 5.4 Hz, 2H), 
2.23 (s, 3H), 1.27 (t, J = 7.2 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.0, 151.6, 150.6 (dd, J = 248, 13 Hz), 150.1, 
148.9 (dd, J = 246, 13 Hz), 148.4, 141.2, 139.2, 137.2, 137.0, 128.7, 127.9, 126.2 (d, J = 12 Hz), 125.5, 125.4 
(t, J = 3 Hz), 124.0 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.7 (d, J = 17 Hz), 108.6, 106.1, 61.3, 53.3, 32.3, 30.6, 14.1, 13.4. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H26F2N3O3: 478.1942; found, 478.1946. 
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Ethyl 2-((3-(2,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(furan-2-yl)propanoate (22ae) 

Obtained from 42g and 77a (hydrochloride salt) as an oil (0.03 g, 7%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.45 (s, 1H), 7.91 
(m, 2H), 7.46 (m, 2H), 7.37 (m, 1H), 7.28 (m, 1H), 7.06 (m, 1H), 6.94 (m, 2H), 6.25 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 
1H), 5.98 (dd, J = 3.2, 0.8 Hz, 1H), 5.22 (m, 1H), 5.01 (dt, J = 7.5, 5.4 Hz, 1H), 4.21 (qd, J = 7.1, 1.1 Hz, 
2H), 4.14 (m, 2H), 3.28 (m, 2H), 1.25 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.0, 158.7 (dd, J = 242, 
2 Hz), 156.8 (dd, J = 240, 2 Hz), 150.6, 150.0, 142.0, 141.3, 139.2, 137.2, 137.2, 128.8, 127.9, 125.6, 125.4 
(dd, J = 10, 8 Hz), 117.1 (dd, J = 24, 4 Hz), 116.2 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.9 (dd, J = 24, 9 Hz), 110.3, 107.8, 
61.4, 53.3, 32.5, 30.5, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H24F2N3O3: 464.1786; found, 464.1783. 

Ethyl 2-((3-(2,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(5-methylfuran-2-yl)propanoate (22af) 

The general procedure above was used, but using 1:3 acetonitrile–toluene at 
60 °C. Obtained from 42g and 77c (hydrochloride salt) as a solid (0.18 g, 47%) after a chromatography 
over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.44 (s, 1H), 7.90 (m, 2H), 7.45 (m, 
2H), 7.36 (m, 1H), 7.05 (td, J = 8.9, 4.5 Hz, 1H), 6.94 (m, 2H), 5.86 (m, 1H), 5.82 (m, 1H), 5.21 (d, 
J = 7.5 Hz, 1H), 4.97 (dt, J = 7.5, 5.5 Hz, 1H), 4.21 (m, 2H), 4.13 (d, J = 1.5 Hz, 2H), 3.22 (d, J = 5.4 Hz, 
2H), 2.23 (s, 3H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.1, 158.7 (dd, J = 242, 2 Hz), 156.7 (dd, 
J = 240, 3 Hz), 151.6, 150.1, 148.5, 141.2, 139.1, 137.2, 137.1, 128.7, 127.9, 125.5, 125.5 (dd, J = 19, 8 Hz), 
117.1 (dd, J = 24, 4 Hz), 116.2 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.9 (dd, J = 24, 9 Hz), 108.6, 106.1, 61.3, 53.4, 32.4, 
30.6, 14.1, 13.4. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H26F2N3O3: 478.1942; found, 478.1940. 
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Ethyl 2-((3-(3,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(furan-2-yl)propanoate (22ag) 

Obtained from 42h and 77a (hydrochloride salt) as a solid (0.08 g, 18%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.46 (s, 1H), 7.95 
(m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.39 (m, 1H), 7.29 (m, 1H), 6.81 (m, 2H), 6.71 (m, 1H), 6.26 (dd, J = 3.1, 1.9 Hz, 
1H), 5.93 (d, J = 3.2 Hz, 1H), 5.04 (d, J = 7.6 Hz, 1H), 4.97 (dt, J = 7.5, 5.0 Hz, 1H), 4.20 (q, J = 7.2 Hz, 
2H), 4.14 (s, 2H), 3.27 (d, J = 5.0 Hz, 2H), 1.25 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 171.9, 163.2 (dd, 
J = 249, 13 Hz), 150.5, 150.2, 142.1, 141.4, 140.6 (t, J = 9 Hz), 139.6, 137.4, 137.2, 128.8, 128.0, 125.7, 
111.6, 110.3, 107.9, 102.5 (t, J = 25 Hz), 61.5, 53.2, 40.2, 30.3, 14.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C26H24F2N3O3: 464.1786; found, 464.1788. 

Ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-3-(5-propylfuran-2-yl)propanoate (22ah) 

The general procedure above was used, but using toluene at 90 °C. 
Obtained from 42a and 77g (hydrochloride salt) as an oil (0.30 g, 71%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.42 (s, 1H), 7.95 (m, 2H), 7.47 (m, 2H), 
7.31 (m, 6H), 5.83 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.76 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.12 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.94 (dt, J = 7.5, 
5.3 Hz, 1H), 4.18 (m, 4H), 3.16 (d, J = 5.3 Hz, 2H), 2.53 (t, J = 7.6 Hz, 2H), 1.65 (h, J = 7.4 Hz, 2H), 1.24 
(t, J = 7.1 Hz, 3H), 0.97 (t, J = 7.4 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.1, 155.7, 150.3, 148.4, 141.1, 141.0, 
137.5, 136.8, 136.6, 128.8, 128.7, 127.7, 126.8, 125.6, 108.3, 105.5, 61.2, 53.2, 40.7, 30.6, 30.0, 21.3, 14.1, 
13.7. (One missing signal) HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C29H32N3O3: 470.2444; found, 470.2445. 

Ethyl 3-(4,5-dimethylfuran-2-yl)-2-((3-(2-fluorobenzyl)-
5-phenylpyrazin-2-yl)amino)propanoate (22ai) 

The general procedure above was used, but using toluene at 90 °C for 11 h. 
Obtained from 42k and 77e (hydrochloride salt) as an oil (0.32 g, 81%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.41 (s, 1H), 7.91 (dd, J = 7.2, 1.6 Hz, 2H), 
7.44 (m, 2H), 7.35 (m, 1H), 7.25 (m, 2H), 7.08 (m, 2H), 5.74 (s, 1H), 5.26 (d, J = 7.4 Hz, 1H), 4.94 (dt, 
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J = 7.7, 5.5 Hz, 1H), 4.20 (m, 4H), 3.15 (d, J = 5.5 Hz, 2H), 2.13 (s, 3H), 1.88 (s, 3H), 1.25 (t, J = 7.1 Hz, 
3H). 13C NMR (CDCl3): 172.1, 160.8 (d, J = 244 Hz), 150.2, 147.2, 146.7, 141.1, 139.9, 137.4, 136.9, 130.8 
(d, J = 4 Hz), 128.7, 128.4 (d, J = 8 Hz), 127.7, 125.5, 124.2 (d, J = 4 Hz), 123.7 (d, J = 16 Hz), 115.2 (d, 
J = 22 Hz), 114.4, 111.0, 61.2, 53.4, 32.5 (d, J = 3 Hz), 30.6, 14.1, 11.2, 9.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C28H29FN3O3: 474.2193; found, 474.2194. 

Ethyl 3-(4,5-dimethylfuran-2-yl)-2-((3-(3-fluorobenzyl)-
5-phenylpyrazin-2-yl)amino)propanoate (22aj) 

The general procedure above was used, but using toluene at 90 °C for 20 h. 
Obtained from 42j and 77e (hydrochloride salt) as an oil (0.35 g, 88%) after a chromatography over silica 
gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.43 (s, 1H), 7.94 (m, 2H), 7.47 (m, 2H), 7.37 
(m, 1H), 7.27 (m, 1H), 7.07 (m, 1H), 6.97 (m, 2H), 5.70 (s, 1H), 5.08 (d, J = 7.6 Hz, 1H), 4.91 (dt, J = 7.6, 
5.3 Hz, 1H), 4.19 (m, 4H), 3.14 (m, 2H), 2.13 (s, 2H), 1.89 (s, 2H), 1.24 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 172.1, 163.0 (d, J = 246 Hz), 150.4, 147.1, 146.7, 141.2, 140.3, 139.2 (d, J = 7 Hz), 137.4, 137.1, 
130.1 (d, J = 8 Hz), 128.7, 127.8, 125.6, 124.3 (d, J = 3 Hz), 115.6 (d, J = 22 Hz), 114.4, 113.7 (d, 
J = 21 Hz), 111.1, 61.2, 53.2, 40.2 (d, J = 2 Hz), 30.5, 14.1, 11.2, 9.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C28H29FN3O3: 474.2193; found, 474.2187. 

Ethyl 2-((3-(2,6-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(5-methylfuran-2-yl)propanoate (22ak) 

The general procedure above was used, but using 1:3 acetonitrile–toluene at 
60 °C for 24 h. Obtained from 42e and 77c (hydrochloride salt) as a solid (0.38 g, 84%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 94:6). 1H NMR (CDCl3): 8.40 (s, 1H), 7.80 
(m, 2H), 7.38 (m, 2H), 7.29 (m, 2H), 6.95 (m, 2H), 5.96 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.88 (dd, J = 3.0, 1.0 Hz, 1H), 
5.36 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 5.04 (dt, J = 7.5, 5.5 Hz, 1H), 4.25 (m, 2H), 4.12 (s, 2H), 3.27 (m, 2H), 2.27 (d, 
J = 1.0 Hz, 3H), 1.30 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.2, 161.8 (dd, J = 247, 8 Hz), 151.6, 149.8, 
148.8, 140.8, 138.5, 137.3, 136.4, 128.6, 128.4 (t, J = 10 Hz), 127.7, 125.4, 112.8 (t, J = 20 Hz), 111.1 (m), 
108.6, 106.2, 61.3, 53.5, 30.7, 26.5 (t, J = 2 Hz), 14.1, 13.5. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H26F2N3O3: 
478.1942; found, 478.1951. 
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Ethyl 2-((3-(2,6-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(4,5-dimethylfuran-2-yl)propanoate (22al) 

The general procedure above was used, but using toluene at 90 °C for 11 h. 
Obtained from 42e and 77e (hydrochloride salt) as an oil (0.33 g, 85%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.39 (s, 1H), 7.79 (d, J = 7.1 Hz, 1H), 7.38 
(m, 2H), 7.29 (m, 3H), 6.94 (m, 2H), 5.86 (s, 1H), 5.37 (d, J = 7.4 Hz, 1H), 5.01 (dt, J = 7.4, 5.5 Hz, 1H), 
4.25 (qd, J = 7.1, 4.6 Hz, 2H), 4.12 (s, 2H), 3.23 (m, 2H), 2.17 (s, 3H), 1.91 (s, 3H), 1.30 (t, J = 7.1 Hz, 
3H). 13C NMR (CDCl3): 172.3, 161.8 (dd, J = 248, 8 Hz), 149.8, 147.4, 146.8, 140.8, 138.5, 137.3, 136.4, 
128.6, 128.4 (t, J = 10 Hz), 127.6, 125.4, 114.5, 112.8 (t, J = 20 Hz), 111.1, 111.0 (m), 61.3, 53.6, 30.6, 26.5 
(m), 14.1, 11.2, 9.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H28F2N3O3: 492.2099; found, 492.2105. 

Ethyl 2-((3-(2,6-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(5-ethylfuran-2-yl)propanoate (22am) 

The general procedure above was used, but using toluene at 90 °C for 11 h. 
Obtained from 42e and 77c (hydrochloride salt) as an oil (0.28 g, 72%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.40 (s, 1H), 7.79 (m, 2H), 7.39 (m, 2H), 
7.28 (m, 2H), 6.95 (m, 2H), 5.97 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.88 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.36 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 
5.05 (dt, J = 7.5, 5.5 Hz, 1H), 4.26 (m, 2H), 4.12 (s, 2H), 3.28 (m, 2H), 2.62 (qd, J = 7.6, 1.0 Hz, 2H), 1.30 
(t, J = 7.1 Hz, 3H), 1.23 (t, J = 7.6 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.3, 161.8 (dd, J = 248, 8 Hz), 157.4, 
149.8, 148.7, 140.8, 138.5, 137.3, 136.4, 128.6, 128.4 (t, J = 10 Hz), 127.7, 125.4, 112.8 (t, J = 20 Hz), 111.1 
(m), 108.4, 104.6, 61.3, 53.5, 30.7, 26.5, 21.4, 14.1, 12.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H28F2N3O3: 
492.2099; found, 492.2103. 

Ethyl 2-((3-(2,3-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(4,5-dimethylfuran-2yyl)propanoate (22an) 

The general procedure above was used, but using 1:3 acetonitrile–toluene at 
60 °C for 24 h. Obtained from 42f and 77e (hydrochloride salt) as an oil (0.21 g, 46%) after a 
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chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3 to 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.43 (s, 1H), 
7.89 (m, 2H), 7.44 (m, 2H), 7.36 (m, 1H), 7.08 (m, 1H), 7.00 (m, 2H), 5.77 (s, 1H), 5.20 (d, J = 7.6 Hz, 
1H), 4.95 (dt, J = 7.6, 5.4 Hz, 1H), 4.21 (m, 4H), 3.18 (d, J = 5.4 Hz, 2H), 2.13 (s, 3H), 1.88 (s, 3H), 1.27 
(t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.0, 150.6 (dd, J = 248, 13 Hz), 150.1, 148.9 (dd, J = 246, 13 Hz), 
147.1, 146.8, 141.2, 139.2, 137.2, 136.9, 128.7, 127.9, 126.2 (d, J = 12 Hz), 125.5, 125.4 (t, J = 3 Hz), 124.0 
(dd, J = 7, 5 Hz), 115.7 (d, J = 17 Hz), 114.4, 111.1, 61.3, 53.4, 32.3 (t, J = 3 Hz), 30.5, 14.1, 11.2, 9.7. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H28F2N3O3: 492.2099; found, 492.2111. 

Ethyl 2-((3-(2,3-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(5-ethylfuran-2-yl)propanoate (22ao) 

The general procedure above was used, but using toluene at 90 °C for 11 h. 
Obtained from 42f and 77d (hydrochloride salt) as an oil (0.45 g, 74%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3 to 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.43 (s, 1H), 7.89 (m, 2H), 7.44 (m, 
2H), 7.36 (m, 1H), 7.07 (m, 1H), 7.00 (m, 2H), 5.86 (m, 2H), 5.17 (d, J = 7.6 Hz, 1H), 4.98 (dt, J = 7.6, 
5.4 Hz, 1H), 4.20 (m, 4H), 3.23 (d, J = 5.4 Hz, 2H), 2.57 (qd, J = 7.6, 1.0 Hz, 2H), 1.27 (t, J = 7.1 Hz, 3H), 
1.21 (t, J = 7.6 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.0, 157.4, 150.6 (dd, J = 248, 13 Hz), 150.0, 148.5 (dd, 
J = 246, 13 Hz), 148.3, 141.2, 139.2, 137.2, 137.0, 128.7, 127.9, 126.2 (d, J = 13 Hz), 125.5, 125.4 (t, 
J = 3 Hz), 124.0 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.7 (d, J = 17 Hz), 108.4, 104.5, 61.3, 53.3, 32.3, 30.6, 21.3, 14.1, 12.0. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H28F2N3O3: 492.2099; found, 492.2090. 

Ethyl 2-((3-(2,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(4,5-dimethylfuran-2-yl)propanoate (22ap) 

The general procedure above was used, but using 1:3 acetonitrile–toluene at 
60 °C for 24 h. Obtained from 42g and 77e (hydrochloride salt) as an oil (0.25 g, 64%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 94:6). 1H NMR (CDCl3): 8.43 (s, 1H), 7.90 
(m, 2H), 7.45 (m, 2H), 7.36 (m, 1H), 7.05 (m, 1H), 6.94 (m, 2H), 5.77 (s, 1H), 5.22 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 
4.95 (dt, J = 7.5, 5.5 Hz, 1H), 4.21 (m, 2H), 4.14 (d, J = 2.7 Hz, 2H), 3.17 (d, J = 5.5 Hz, 2H), 2.13 (s, 3H), 
1.88 (s, 3H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.1, 158.7 (dd, J = 241, 2 Hz), 156.8 (dd, 
J = 241, 2 Hz), 150.2, 147.2, 146.8, 141.2, 139.0, 137.2, 137.1, 128.7, 127.9, 125.5, 125.5 (dd, J = 19, 8 Hz), 
117.1 (dd, J = 24, 4 Hz), 116.1 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.8 (dd, J = 24, 9 Hz), 114.4, 61.3, 53.4, 32.4 (m), 30.5, 
14.1, 11.2, 9.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H28F2N3O3: 492.2099; found, 492.2083. 
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Ethyl 2-((3-(2,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(5-ethylfuran-2-yl)propanoate (22aq) 

The general procedure above was used, but using 1:3 acetonitrile–toluene at 
60 °C for 24 h. Obtained from 42g and 77d (hydrochloride salt) as an oil (0.15 g, 37%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 94:6). 1H NMR (CDCl3): 8.44 (s, 1H), 7.90 
(m, 2H), 7.45 (m, 2H), 7.36 (m, 1H), 7.04 (m, 1H), 6.94 (m, 2H), 5.88 (d, J = 3.1 Hz, 1H), 5.83 (dt, J = 2.9, 
0.9 Hz, 1H), 5.21 (m, 1H), 4.98 (dt, J = 7.6, 5.5 Hz, 1H), 4.21 (m, 2H), 4.13 (d, J = 2.2 Hz, 2H), 3.23 (d, 
J = 5.4 Hz, 2H), 2.58 (qd, J = 7.6, 0.9 Hz, 2H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H), 1.21 (t, J = 7.6 Hz, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 172.1, 158.7 (dd, J = 242, 2 Hz), 157.3, 156.8 (dd, J = 240, 2 Hz), 150.1, 148.4, 141.2, 139.1, 
137.2, 137.1, 128.7, 127.9, 125.5, 125.4 (dd, J = 18, 8 Hz), 117.1 (dd, J = 24, 4 Hz), 116.2 (dd, J = 25, 9 Hz), 
114.9 (dd, J = 24, 9 Hz), 108.4, 104.5, 61.3, 53.3, 32.4 (m), 30.6, 21.3, 14.1, 12.0. HRMS (m/z): [M+H]+ 
calcd for C28H28F2N3O3: 492.2099; found, 492.2104. 

Ethyl 2-((3-(3,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(5-methylfuran-2-yl)propanoate (22ar) 

The general procedure above was used, but using 1:3 acetonitrile–toluene at 
60 °C for 24 h. Obtained from 42h and 77c (hydrochloride salt) as an oil (0.31 g, 68%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.45 (s, 1H), 7.93 
(m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.38 (m, 1H), 6.79 (m, 2H), 6.70 (tt, J = 8.9, 2.3 Hz, 1H), 5.83 (m, 1H), 5.81 (m, 
1H), 5.01 (d, J = 7.5 Hz, 1H), 4.93 (dt, J = 7.5, 5.1 Hz, 1H), 4.21 (m, 2H), 4.13 (s, 2H), 3.19 (m, 2H), 2.22 
(d, J = 0.9 Hz, 3H), 1.26 (t, J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.0, 163.1 (dd, J = 249, 13 Hz), 151.7, 
150.2, 148.3, 141.3, 140.6 (t, J = 9 Hz), 139.5, 137.3, 137.2, 128.8, 128.0, 125.6, 111.6 (m), 108.7, 106.2, 
102.4 (t, J = 25 Hz), 61.4, 53.1, 40.1 (t, J = 2 Hz), 30.5, 14.1, 13.4. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C27H26F2N3O3: 478.1942; found, 478.1945. 
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Ethyl 2-((3-(3,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(4,5-dimethylfuran-2-yl)propanoate (22as) 

The general procedure above was used, but using 1:3 acetonitrile–toluene at 
60 °C for 24 h. Obtained from 42h and 77e (hydrochloride salt) as an oil (0.24 g, 73%) after a 
chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 94:6). 1H NMR (CDCl3): 8.45 (s, 1H), 7.93 
(m, 2H), 7.46 (m, 2H), 7.38 (m, 1H), 6.80 (m, 2H), 6.70 (m, 1H), 5.74 (s, 1H), 5.04 (d, J = 7.6 Hz, 1H), 
4.92 (dt, J = 7.5, 5.2 Hz, 1H), 4.21 (m, 2H), 4.13 (s, 2H), 3.17 (m, 2H), 2.14 (s, 3H), 1.89 (s, 3H), 1.26 (t, 
J = 7.1 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.1, 163.1 (dd, J = 249, 13 Hz), 150.3, 147.1, 146.9, 141.4, 140.7 (t, 
J = 9 Hz), 139.5, 137.3, 137.2, 128.8, 127.9, 125.6, 114.5, 111.6 (m), 111.2, 102.3 (t, J = 25 Hz), 61.3, 53.2, 
40.0 (m), 30.4, 14.1, 11.2, 9.7. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H28F2N3O3: 492.2099; found, 492.2087. 

Ethyl 2-((3-(3,5-difluorobenzyl)-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(5-ethylfuran-2-yl)propanoate (22at) 

The general procedure above was used, but using toluene at 90 °C for 11 h. 
Obtained from 42h and 77d (hydrochloride salt) as an oil (0.31 g, 80%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3 to 96:4). 1H NMR (CDCl3): 8.45 (s, 1H), 7.93 (m, 2H), 7.47 (m, 
2H), 7.38 (m, 1H), 6.79 (m, 2H), 6.70 (m, 1H), 5.83 (m, 2H), 5.01 (d, J = 7.6 Hz, 1H), 4.95 (dt, J = 7.5, 
5.1 Hz, 1H), 4.21 (m, 2H), 4.12 (s, 2H), 3.22 (m, 2H), 2.57 (qd, J = 7.5, 0.9 Hz, 2H), 1.27 (t, J = 7.1 Hz, 
3H), 1.21 (t, J = 7.5 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 172.0, 163.1 (dd, J = 249, 13 Hz), 157.4, 150.2, 148.2, 
141.4, 140.6 (t, J = 9 Hz), 139.5, 137.3, 137.2, 128.8, 127.9, 125.6, 111.6 (m), 108.5, 104.5, 102.4 (t, 
J = 25 Hz), 61.4, 53.1, 40.0 (t, J = 2 Hz), 30.5, 21.3, 14.1, 12.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C28H28F2N3O3: 492.2099; found, 492.2103. 
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IV.L. Preparations of imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetates (III.B.2.a) 

General procedure for the synthesis of imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetates (Z) 

 
The considered N-(pyrazin-2-yl)aminoesters (22, 1 eq) and powdered sodium hydroxide (4 eq) were 
introduced in a flask that was then purged with a stream of argon. Anhydrous tetrahydrofuran was 
injected and the resulting solution was stirred at room temperature overnight. An excess of acetic 
anhydride (15 eq) was injected, then the solution was stirred at room temperature for 2 h. This was 
diluted with water and extracted twice with ethyl acetate. The combined organic phases were washed 
with water, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to dryness. The residue was then 
diluted in cyclohexane and concentrated again to dryness to co–evaporate remaining acetic acid and 
acetic anhydride (this might be repeated if needed). The residue was then purified as indicated below. 

8-Benzyl-2-(furan-2-ylmethyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z1) 

Obtained from 22b as off–white crystals (4.55 g, 82%) after recrystallization 
from cyclohexane. 1H NMR (CDCl3): 7.92 (m, 2H), 7.83 (s, 1H), 7.63 (m, 2H), 7.47 (m, 2H), 7.42-7.30 
(m, 4H), 7.23 (m, 1H), 6.35 (m, 1H), 6.16 (m, 1H), 4.64 (s, 2H), 4.24 (s, 2H), 2.36 (s, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 167.0, 153.0, 151.5, 141.5, 139.2, 137.8, 136.7, 133.5, 132.5, 129.7, 128.9, 128.8, 128.6, 128.3, 
126.5, 126.4, 110.5, 108.9, 106.8, 39.3, 27.2, 20.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H22N3O3, 424.1661; 
found, 424.1607. 

8-Benzyl-2-((5-methylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z3) 

Obtained from 22c as off–white crystals (4.80 g, 82%) after a recrystallization 
from cyclohexane. 1H NMR (CDCl3): 7.93–7.86 (m, 2H), 7.82 (s, 1H), 7.64–7.57 (m, 2H), 7.49–7.41 (m, 
2H), 7.41–7.35 (m, 1H), 7.35–7.27 (m, 2H), 7.25–7.16 (m, 1H), 6.03–5.97 (m, 1H), 5.93–5.86 (m, 1H), 
4.62 (s, 2H), 4.17 (s, 2H), 2.34 (s, 3H), 2.26 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 153.1, 151.3, 149.7, 139.3, 
138.0, 137.0, 133.7, 133.0, 129.9, 129.1, 128.9, 128.7, 128.4, 126.6 (two signals), 109.0, 107.6, 106.3, 39.5, 
27.5, 20.2, 13.7. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H24N3O3, 438.1818; found, 438.1828. 
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8-Benzyl-2-(furan-2-ylmethyl)-6-(2-methoxyphenyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z9) 

Obtained from 22v as crystals (0.27 g, 68%) after a recrystallization from n–
heptane. 1H NMR (CDCl3): 8.21 (s, 1H), 8.05 (dd, J = 7.7, 1.8 Hz, 1H), 7.59 (dd, J = 7.9, 0.9 Hz, 2H), 
7.39–7.27 (m, 4H), 7.23–7.18 (m, 1H), 7.09 (td, J = 7.6, 1.1 Hz, 1H), 6.99 (dd, J = 8.3, 0.9 Hz, 1H), 6.33 
(dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.16–6.10 (m, 1H), 4.60 (s, 2H), 4.22 (s, 2H), 3.87 (s, 3H), 2.32 (s, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 167.2, 156.9, 152.5, 151.9, 141.7, 138.1, 135.6, 133.5, 132.4, 131.1, 129.9, 129.7, 128.8, 128.4, 
126.5, 125.7, 121.4, 113.5, 111.7, 110.6, 106.9, 55.9, 39.5, 27.4, 20.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C27H24N3O4: 454.1767. Found: 454.1785. 

8-Benzyl-2-(furan-3-ylmethyl)-6-(2-methoxyphenyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z10) 

Obtained from 22w as a beige solid (0.15 g, 29%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 8.21 (s, 1H), 8.07 (dd, J = 7.7, 1.8 Hz, 1H), 7.61 (d, J = 7.4 Hz, 2H), 7.41–
7.27 (m, 5H), 7.22 (d, J = 7.4 Hz, 1H), 7.15–7.06 (m, 1H), 6.99 (d, J = 8.2 Hz, 1H), 6.40–6.34 (m, 1H), 
4.61 (s, 2H), 3.98 (s, 2H), 3.88 (s, 3H), 2.30 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 156.9, 152.4, 143.0, 140.1, 
138.2, 135.6, 134.3, 133.5, 131.1, 129.8, 129.6, 128.5, 128.4, 126.5, 125.7, 121.5, 121.4, 113.4, 111.6 (two 
signals), 55.8, 39.6, 23.8, 20.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H24N3O4, 454.1767; found, 454.1786. 

2,8-Dibenzyl-6-(2-methoxyphenyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z11) 

Obtained from 22u as a beige solid (0.22 g, 53%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 8.17 (s, 1H), 8.05 (dd, J = 7.7, 1.8 Hz, 1H), 7.65–7.58 (m, 2H), 7.38–7.27 
(m, 7H), 7.26–7.16 (m, 2H), 7.09 (td, J = 7.6, 1.0 Hz, 1H), 6.98 (dd, J = 8.3, 0.7 Hz, 1H), 4.62 (s, 2H), 4.21 
(s, 2H), 3.86 (s, 3H), 2.15 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 156.9, 152.4, 138.3, 138.2, 135.5, 135.1, 133.6, 
131.1, 129.9, 129.6, 129.2, 128.8, 128.6, 128.4, 126.6, 126.5, 125.8, 121.4, 113.4, 111.7, 55.8, 39.5, 34.4, 
19.9. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C29H26N3O3, 464.1974; found, 464.1979. 
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8-Benzyl-2-((5-ethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z12) 

Obtained from 22d as white solid (0.27 g, 57%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.93–7.86 (m, 2H), 7.81 (s, 1H), 7.64–7.57 (m, 2H), 7.49–7.41 (m, 2H), 
7.41–7.35 (m, 1H), 7.33–7.27 (m, 2H), 7.24–7.18 (m, 1H), 6.01 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.93–5.87 (m, 1H), 
4.62 (s, 2H), 4.17 (s, 2H), 2.61 (q, J = 7.5 Hz, 2H), 2.33 (s, 3H), 1.22 (t, J = 7.5 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 
167.2, 157.2, 153.1, 149.5, 139.3, 138.0, 137.0, 133.7, 133.1, 129.9, 129.1, 128.9, 128.7, 128.4, 126.6 (two 
signals), 109.0, 107.4, 104.7, 39.5, 27.5, 21.5, 20.2, 12.4. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H26N3O3, 
452.1974; found, 452.2014. 

8-Benzyl-6-phenyl-2-(thiophen-2-ylmethyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z13) 

Obtained from 22h as a white solid (0.37 g, 73%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.92–7.87 (m, 2H), 7.80 (s, 1H), 7.65–7.58 (m, 2H), 7.49–7.42 (m, 2H), 
7.42–7.34 (m, 1H), 7.34–7.27 (m, 2H), 7.25–7.20 (m, 1H), 7.19 (dd, J = 5.1, 1.3 Hz, 1H), 6.95 (dd, J = 5.1, 
3.5 Hz, 1H), 6.93–6.88 (m, 1H), 4.62 (s, 2H), 4.38 (d, J = 0.8 Hz, 2H), 2.30 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 
167.0, 153.1, 140.3, 139.2, 137.8, 136.8, 134.4, 133.5, 129.8, 128.8, 128.6 (two signals), 128.3, 126.8, 126.5, 
126.4, 125.9, 124.3, 108.9, 39.4, 28.5, 20.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H22N3O2S, 440.1433; found, 
440.1486. 

8-Benzyl-2-(3-methylbenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z14) 

Obtained from 22q as a beige solid (0.17 g, 61%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.92–7.85 (m, 2H), 7.77 (s, 1H), 7.66–7.58 (m, 2H), 7.49–7.35 (m, 3H), 
7.35–7.27 (m, 2H), 7.24–7.16 (m, 2H), 7.15–7.01 (m, 3H), 4.62 (s, 2H), 4.16 (s, 2H), 2.33 (s, 3H), 2.17 (s, 
3H). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 153.0, 139.2, 138.2, 138.1, 137.0, 135.5, 133.8, 130.0, 129.9, 129.0, 128.9, 
128.7, 128.5, 128.4, 127.3, 126.6 (two signals), 126.2, 109.0, 39.6, 34.3, 21.5, 20.0 (one signal missing). 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C29H26N3O2, 448.2025; found, 448.2053. 
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8-Benzyl-2-(4-fluorobenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z15) 

Obtained from 22o as a beige solid (0.31 g, 70%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.94–7.86 (m, 2H), 7.79 (s, 1H), 7.65–7.58 (m, 2H), 7.50–7.36 (m, 3H), 
7.35–7.17 (m, 5H), 7.00 (dd, J = 9.8, 7.7 Hz, 2H), 4.62 (s, 2H), 4.15 (s, 2H), 2.25 (s, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 167.2, 161.8 (d, J = 244.6 Hz), 153.1, 139.3, 138.0, 136.9, 135.1, 133.9 (d, J = 3.3 Hz), 133.8, 
130.6 (d, J = 7.9 Hz), 129.9, 128.9, 128.7, 128.4, 126.6, 126.6, 115.3 (d, J = 21.3 Hz), 109.0, 39.6, 33.4, 20.1 
(one signal missing). HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H23FN3O2, 452.1774; found, 452.1776. 

8-Benzyl-2-((4,5-dimethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate 
(Z16) 

Obtained from 22e as a beige solid (0.09 g, 45%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.94–7.86 (m, 2H), 7.82 (s, 1H), 7.65–7.58 (m, 2H), 7.50–7.41 (m, 2H), 
7.41–7.35 (m, 1H), 7.34–7.27 (m, 2H), 7.25–7.16 (m, 1H), 5.90 (s, 1H), 4.62 (s, 2H), 4.13 (s, 2H), 2.34 (s, 
3H), 2.17 (s, 3H), 1.91 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 153.1, 148.4, 146.4, 139.2, 138.0, 137.0, 133.7, 
133.2, 129.9, 129.0, 128.9, 128.7, 128.4, 126.6, 126.5, 114.7, 110.2, 109.0, 39.5, 27.4, 20.2, 11.4, 10.0. HRMS 
(m/z): [M+H]+ calcd for C28H26N3O3, 452.1974; found, 452.1990. 

8-Benzyl-2-(3-methoxybenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z18) 

Obtained from ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(3-methoxyphenyl)propanoate as a white solid (0.20 g, 56%) after a recrystallization from n–heptane. 
1H NMR (CDCl3): 7.92–7.86 (m, 2H), 7.78 (s, 1H), 7.65–7.58 (m, 2H), 7.49–7.41 (m, 2H), 7.41–7.34 (m, 
1H), 7.33–7.27 (m, 2H), 7.25–7.18 (m, 2H), 6.91–6.86 (m, 1H), 6.86–6.83 (m, 1H), 6.81–6.75 (m, 1H), 
4.63 (s, 2H), 4.17 (s, 2H), 3.77 (s, 3H), 2.21 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 159.9, 153.1, 139.7, 139.2, 
138.0, 137.0, 135.2, 133.8, 129.9, 129.6, 129.0, 128.9, 128.7, 128.4, 126.6 (two signals), 121.6, 114.7, 112.3, 
109.0, 55.3, 39.5, 34.4, 20.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C29H26N3O3, 464.1974; found, 464.1982. 
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8-Benzyl-6-phenyl-2-((tetrahydrofuran-2-yl)methyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z19) 

Obtained from ethyl 2-((3-benzyl-5-phenylpyrazin-2-yl)amino)-
3-(tetrahydrofuran-2-yl)propanoate  as an oil (0.36 g, 81%) which was evaluated without further 
purification. 1H NMR (CDCl3): 7.93–7.87 (m, 2H), 7.82 (s, 1H), 7.62–7.57 (m, 2H), 7.48–7.41 (m, 2H), 
7.40–7.34 (m, 1H), 7.32–7.27 (m, 2H), 7.23–7.17 (m, 1H), 4.66–4.55 (m, 2H), 4.32–4.23 (m, 1H), 3.89–
3.69 (m, 2H), 3.10–2.95 (m, 2H), 2.46 (s, 3H), 2.09–1.98 (m, 1H), 1.92–1.82 (m, 2H), 1.77–1.66 (m, 1H). 
13C NMR (CDCl3): 167.5, 153.0, 139.1, 138.1, 137.1, 133.9, 133.8, 129.9, 129.7, 128.9, 128.6, 128.4, 126.6 
(two signals), 109.2, 78.3, 68.2, 39.5, 33.5, 31.0, 25.8, 20.5. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H26N3O3, 
428.1974; found, 428.1956. 

8-Benzyl-6-phenyl-2-((5-trifluoromethylfuran-2-yl)methyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate 
(Z28) 

Obtained from 22g as a white solid (0.07 g, 43%) after a recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.94–7.87 (m, 2H), 7.83 (s, 1H), 7.63–7.57 (m, 2H), 7.49–7.42 (m, 
2H), 7.42–7.35 (m, 1H), 7.33–7.27 (m, 2H), 7.24–7.17 (m, 1H), 6.73 (dd, 1H, J = 3.3, 1.2 Hz), 6.21 (dd, 
1H, J = 3.4, 0.7 Hz), 4.61 (s, 2H), 4.23 (s, 2H), 2.40 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 166.9, 154.9, 153.2, 140.9 
(43 Hz), 139.4, 137.7, 136.7, 133.7, 131.2, 129.7, 129.0, 128.8, 128.7, 128.3, 126.5, 126.4, 119.2 (267 Hz), 
112.6 (3 Hz), 109.0, 107.9, 39.5, 27.0, 20.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H21F3N3O3, 492.1535; 
found, 492.1566. 

8-Benzyl-2-((5-cyclopropylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate 
(Z36) 

Obtained from 22f as a white solid (0.13 g, 42%) after a recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.93–7.86 (m, 2H), 7.81 (s, 1H), 7.64–7.57 (m, 2H), 7.48–7.41 (m, 
2H), 7.41–7.35 (m, 1H), 7.34–7.27 (m, 2H), 7.24–7.17 (m, 1H), 5.98 (d, 1H, J = 3.1 Hz), 5.86 (d, 1H, 
J = 3.1 Hz), 4.61 (s, 2H), 4.15 (s, 2H), 2.34 (s, 3H), 1.84 (tt, 1H, J = 8.4, 5.1 Hz), 0.89–0.80 (m, 2H), 0.76–
0.69 (m, 2H). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 156.8, 153.1, 149.3, 139.3, 138.0, 137.0, 133.7, 133.0, 129.9, 129.1, 
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128.9, 128.7, 128.4, 126.6, 126.6, 109.0, 107.6, 104.3, 39.5, 27.6, 20.2, 8.9, 6.6. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C29H26N3O3, 464.1974; found, 464.1990. 

8-Benzyl-2-(4-isopropylbenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z38) 

Obtained from 22j as a white solid (0.16 g, 70%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.93–7.84 (m, 2H), 7.77 (s, 1H), 7.65–7.59 (m, 2H), 7.49–7.41 (m, 2H), 
7.41–7.33 (m, 1H), 7.33–7.28 (m, 2H), 7.24–7.14 (m, 5H), 4.62 (s, 2H), 4.17 (s, 2H), 2.90 (hept, 1H, 
J = 6.9 Hz), 2.13 (s, 3H), 1.25 (d, 6H, J = 6.9 Hz). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 153.0, 147.2, 139.2, 138.0, 
137.0, 135.6, 135.4, 133.8, 129.9, 129.2, 129.0, 128.9, 128.7, 128.4, 126.7, 126.6, 126.6, 109.0, 39.5, 34.1, 
33.9, 24.2, 20.0. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C31H30N3O2, 476.2338; found, 476.2337. 

8-Benzyl-2-(4-methylbenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z55) 

Obtained from 22m as a white solid (0.21 g, 60%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.91 (m, 2H), 7.80 (s, 1H), 7.64 (m, 2H), 7.49 –7.13 (m, 10H), 4.65 (s, 2H), 
4.18 (s, 2H), 2.36 (s, 3H), 2.20 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.1, 152.9, 139.0, 137.9, 136.9, 135.9, 135.5, 
134.9, 133.6, 129.8, 129.1, 128.9, 128.8, 128.7, 128.5, 128.3, 126.5, 126.4, 108.8, 39.4, 33.8, 21.0, 19.9. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C29H26N3O2, 448.2025; found, 448.2034. 

8-Benzyl-2-(2-fluorobenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z56) 

Obtained from 22n as a white solid (0.22 g, 71%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.90 (m, 2H), 7.81 (s, 1H), 7.63 (m, 2H), 7.48–7.21 (m, 8H), 7.10 (m, 2H), 
4.63 (s, 2H), 4.23 (s, 2H), 2.29 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.1, 160.9 (244 Hz), 153.0, 139.1, 137.9, 
136.8, 133.9 (32 Hz), 131.3 (4 Hz), 129.7 (two signals), 128.7, 128.5, 128.4, 128.3, 128.2, 126.5, 126.4, 
125.1 (16 Hz), 124.1 (4 Hz), 115.1 (21 Hz), 108.9, 39.5, 26.8 (4 Hz), 19.9. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C28H23FN3O2, 452.1774; found, 452.1769. 
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8-Benzyl-2-(2-methoxybenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z57) 

Obtained from 22p as a white solid (0.23 g, 72%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.90 (m, 2H), 7.78 (s, 1H), 7.64 (m, 2H), 7.46 (m, 2H), 7.39 (m, 1H), 7.32 
(m, 2H), 7.24 (m, 3H), 6.92 (m, 2H), 4.63 (s, 2H), 4.22 (s, 2H), 3.82 (s, 3H), 2.16 (s, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 167.2, 157.6, 152.8, 138.9, 138.0, 137.0, 135.1, 133.6, 130.6, 129.8, 128.8, 128.7, 128.4, 128.2, 
127.9, 126.4 (two signals), 126.3, 120.5, 110.4, 108.9, 55.4, 39.4, 28.5, 19.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C29H26N3O3, 464.1974; found, 464.1978. 

8-(2-Chlorobenzyl)-2-(furan-2-ylmethyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z87) 

Obtained from 22y as a white solid (0.27 g, 70%) after a recrystallization from n–
heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 1H), 7.83 (m, 2H), 7.46-7.34 (m, 6H), 7.23 (m, 2H), 6.36 (m, 1H), 
6.18 (m, 1H), 4.81 (s, 2H), 4.25 (s, 2H), 2.38 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.1, 151.7, 151.5, 141.7, 138.9, 
136.6, 135.6, 134.9, 133.7, 132.4, 131.8, 129.3, 128.9, 128.7, 128.6, 127.9, 126.5, 126.2, 110.5, 108.8, 106.9, 
36.6, 27.3, 20.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H20ClN3O3: 458.1271; found, 458.1266. 

2-Benzyl-8-(2-chlorobenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z88) 

Obtained from 22x as a white solid (0.12 g, 67%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.84 (s, 1H), 7.83 (m, 2H), 7.50-7.20 (m, 12H), 4.82 (s, 2H), 4.23 (s, 2H), 
2.20 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.1, 151.5, 138.8, 138.0, 136.6, 135.7, 135.1, 134.9, 133.7, 131.8, 129.3, 
129.1, 128.8, 128.7, 128.5 (two signals), 127.9, 126.5 (two signals), 126.2, 108.8, 36.6, 34.3, 19.9. HRMS 
(m/z): [M+H]+ calcd for C28H23ClN3O2: 468.1479; found, 468.1489. 



Experimental section 

168 

8-(2,6-Difluorobenzyl)-2-(furan-2-ylmethyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate 
(Z102) 

Obtained from 22ab as a white solid (0.26 g, 69%) after a recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 1H), 7.75 (m, 2H), 7.35 (m, 5H), 6.96 (m, 2H), 6.36 (dd, J = 3.2, 
1.9 Hz, 1H), 6.19 (m, 1H), 4.75 (s, 2H), 4.26 (s, 2H), 2.38 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.2, 162.1 (dd, 
J = 248, 8 Hz), 151.4, 150.3, 141.7, 138.6, 136.4, 133.4, 132.3, 128.9, 128.7, 128.5, 128.3 (t, J = 10 Hz), 
126.1, 113.1 (t, J = 20 Hz), 110.9, 110.5, 108.8, 106.9, 27.3, 26.1, 20.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C26H20F2N3O3: 460.1473; found, 460.1469. 

8-(3,5-Difluorobenzyl)-2-(furan-2-ylmethyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate 
(Z103) 

Obtained from 22ag as an off–white solid (0.29 g, 61%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.90 (m, 2H), 7.87 (s, 1H), 7.48 (m, 2H), 7.43 (m, 1H), 7.38 (dd, 
J = 1.9, 0.9 Hz, 1H), 7.14 (m, 2H), 6.68 (tt, J = 9.1, 2.4 Hz, 1H), 6.36 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.17 (m, 
1H), 4.59 (s, 2H), 4.24 (s, 2H), 2.38 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.1, 162.8 (dd, J = 248, 13 Hz), 151.6, 
151.3, 141.7, 141.4 (t, J = 9 Hz), 139.2, 136.5, 133.4, 132.9, 129.0, 128.9, 128.8, 126.4, 112.5 (m), 110.5, 
109.2, 106.9, 102.0 (t, J = 25 Hz), 38.9 (t, J = 2 Hz), 27.2, 20.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C26H20F2N3O3: 460.1473; found, 460.1473. 

8-(3-Chlorobenzyl)-2-(furan-2-ylmethyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z104) 

Obtained from 22z as a white solid (0.05 g, 32%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 6:1) followed by a recrystallization from n–heptane. 1H NMR 
(CDCl3): 7.91 (m, 2H), 7.85 (s, 1H), 7.62 (m, 1H), 7.48 (m, 3H), 7.40 (m, 2H), 7.24 (m, 2H), 6.36 (dd, 
J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.17 (m, 1H), 4.60 (s, 2H), 4.24 (s, 2H), 2.37 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 152.2, 
151.4, 141.7, 139.7, 139.2, 136.6, 134.0, 133.5, 132.7, 129.8, 129.5, 129.0, 128.8, 128.7, 127.9, 126.7, 126.4, 
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110.5, 109.1, 106.9, 38.9, 27.2, 20.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H21ClN3O3: 458.1271; found, 
458.1270. 

8-(3-Fluorobenzyl)-6-(2-fluorophenyl)-2-((5-methylfuran-2-yl)methyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-
3-yl acetate (Z105) 

Obtained from 22aa as a red solid (0.35 g, 70%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 97:3). 1H NMR (CDCl3): 8.17 (m, 2H), 7.32 (m, 5H), 7.16 (ddd, 
J = 11.9, 8.1, 1.2 Hz, 1H), 6.94 (m, 1H), 6.03 (d, J = 2.8 Hz, 1H), 5.92 (m, 1H), 4.62 (s, 2H), 4.19 (s, 2H), 
2.36 (s, 3H), 2.28 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 162.8 (d, J = 245 Hz), 160.1 (d, J = 248 Hz), 152.3, 
151.2, 149.4, 140.1 (d, J = 8 Hz), 133.4 (d, J = 3 Hz), 133.3 (d, J = 3 Hz), 130.7 (d, J = 3 Hz), 129.9 (d, 
J = 9 Hz), 129.6 (d, J = 8 Hz), 129.0, 125.4 (d, J = 3 Hz), 124.7 (d, J = 3 Hz), 124.2 (d, J = 11 Hz), 116.6 (d, 
J = 22 Hz), 116.0 (d, J = 23 Hz), 113.4 (d, J = 21 Hz), 113.2, 113.0, 107.5, 106.2, 38.9 (d, J = 2 Hz), 27.3, 
20.0, 13.5. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H22F2N3O3: 474.1629; found, 474.1620. 

8-(2,3-Difluorobenzyl)-2-(furan-2-ylmethyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate 
(Z107) 

Obtained from 22ac as an off–white solid (0.24 g, 63%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 1H), 7.85 (m, 2H), 7.41 (m, 4H), 7.22 (tt, J = 6.1, 1.7 Hz, 1H), 
7.05 (m, 2H), 6.36 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.18 (m, 1H), 4.72 (s, 2H), 4.25 (s, 2H), 2.38 (s, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 167.1, 151.4, 151.1, 150.7 (dd, J = 247, 13 Hz), 149.4 (dd, J = 248, 12 Hz), 141.7, 139.0, 136.4, 
133.5, 132.6, 129.0, 128.8, 128.7, 127.1 (d, J = 13 Hz), 126.5 (t, J = 3 Hz), 126.2, 123.5 (dd, J = 7, 5 Hz), 
115.5 (d, J = 17 Hz), 110.5, 109.0, 106.9, 32.0 (t, J = 2 Hz), 27.2, 20.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C26H20F2N3O3: 460.1473; found, 460.1473. 
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8-(2,3-Difluorobenzyl)-2-((5-methylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z108) 

Obtained from 22ad as an off–white solid (0.22 g, 73%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 1H), 7.85 (m, 2H), 7.43 (m, 2H), 7.38 (m, 1H), 7.23 (tt, 
J = 6.1, 1.7 Hz, 1H), 7.05 (m, 2H), 6.04 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.92 (m, 1H), 4.72 (s, 2H), 4.19 (s, 2H), 2.38 
(s, 3H), 2.28 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 151.2, 151.1 (dd, J = 247, 13 Hz), 151.0, 149.4 (dd, J = 248, 
13 Hz), 149.4, 138.9, 136.5, 133.4, 133.0, 129.0, 128.8, 128.6, 127.1 (d, J = 13 Hz), 126.5 (t, J = 3 Hz), 
126.2, 123.5 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.5 (d, J = 17 Hz), 109.0, 107.5, 106.2, 32.0 (t, J = 2 Hz), 27.3, 20.1, 13.5. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H22F2N3O3: 474.1629; found, 474.1629. 

8-(2,5-Difluorobenzyl)-2-(furan-2-ylmethyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate 
(Z109) 

Obtained from 22ae as an pinkish solid (0.15 g, 54%) after recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.89 (s, 1H), 7.86 (m, 2H), 7.41 (m, 4H), 7.21 (ddd, J = 8.9, 5.7, 3.2 Hz, 
1H), 7.05 (td, J = 8.9, 4.5 Hz, 1H), 6.93 (m, 1H), 6.36 (dd, J = 3.2, 1.9 Hz, 1H), 6.18 (dd, J = 3.2, 1.0 Hz, 
1H), 4.67 (s, 2H), 4.24 (s, 2H), 2.38 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.1, 158.4 (dd, J = 241, 2 Hz), 157.3 (dd, 
J = 242, 2 Hz), 151.4, 151.0, 141.7, 139.0, 136.4, 133.5, 132.7, 129.0, 128.8, 128.7, 126.3 (dd, J = 19, 8 Hz), 
126.3, 118.2 (dd, J = 24, 5 Hz), 116.0 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.5 (dd, J = 24, 8 Hz), 110.5, 109.0, 106.9, 32.1, 
27.2, 20.1. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H20F2N3O3: 460.1473; found, 460.1473. 

8-(2,5-Difluorobenzyl)-2-((5-methylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z110) 

  

Obtained from 22af as an off–white solid (0.13 g, 77%) after recrystallization from n–heptane. 1H NMR 
(CDCl3): 7.89 (s, 1H), 7.85 (m, 2H), 7.44 (m, 2H), 7.39 (m, 1H), 7.21 (ddd, J = 8.9, 5.7, 3.2 Hz, 1H), 7.05 
(td, J = 8.9, 4.6 Hz, 1H), 6.93 (m, 1H), 6.04 (d, J = 3.1 Hz, 1H), 5.92 (m, 1H), 4.67 (s, 2H), 4.19 (s, 2H), 
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2.38 (s, 3H), 2.28 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 158.4 (dd, J = 241, 2 Hz), 157.3 (dd, J = 242, 2 Hz), 
151.2, 151.0, 149.4, 139.0, 136.5, 133.4, 133.0, 129.0, 128.8, 128.6, 126.3 (dd, J = 19, 8 Hz), 126.2, 118.2 
(dd, J = 24, 5 Hz), 116.0 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.5 (dd, J = 24, 8 Hz), 109.0, 107.5, 106.2, 32.1 (m), 27.3, 
20.1, 13.5. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H22F2N3O3: 474.1629; found, 474.1630. 

8-(3,5-Difluorobenzyl)-2-((5-methylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z113) 

Obtained from 22ar as an off–white solid (0.24 g, 81%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.90 (m, 2H), 7.87 (s, 1H), 7.48 (m, 2H), 7.42 (m, 1H), 7.14 (m, 2H), 
6.68 (tt, J = 9.1, 2.3 Hz, 1H), 6.03 (d, J = 3.1 Hz, 1H), 5.92 (m, 1H), 4.59 (s, 2H), 4.18 (s, 2H), 2.38 (s, 3H), 
2.28 (d, J = 1.0 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 162.8 (dd, J = 248, 13 Hz), 151.5, 151.3, 149.3, 141.4 
(t, J = 9 Hz), 139.2, 136.5, 133.3, 133.2, 129.0, 128.9, 128.7, 126.4, 112.6 (m), 109.2, 107.5, 106.2, 102.0 (t, 
J = 25 Hz), 38.9, 27.3, 20.1, 13.5. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H22F2N3O3: 474.1629; found, 
474.1631. 

8-Benzyl-2-((3-methylisoxazol-5-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate 
(Z114) 

Obtained from 22q as a white solid (0.10 g, 59%) after recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.93 (m, 2H), 7.86 (s, 1H), 7.61 (m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.42 (m, 1H), 7.32 
(m, 2H), 7.25 (m, 1H), 5.94 (s, 1H), 4.63 (s, 2H), 4.27 (d, J = 0.9 Hz, 2H), 2.46 (s, 3H), 2.29 (s, 3H). 
13C NMR (CDCl3): 168.9, 167.0, 160.0, 153.2, 139.4, 137.7, 136.6, 133.7, 130.6, 129.7, 129.0, 128.8, 128.7, 
128.3, 126.5, 126.4, 109.0, 103.1, 39.5, 25.7, 20.1, 11.4. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H23N4O3: 
439.1770; found, 439.1778. 

8-Benzyl-2-((3-ethylisoxazol-5-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z115) 

Obtained from 22r as a white solid (0.21 g, 73%) after recrystallization from 
n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.93 (m, 2H), 7.86 (s, 1H), 7.61 (m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.42 (m, 1H), 7.32 
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(m, 2H), 7.25 (m, 1H), 5.97 (s, 1H), 4.63 (s, 2H), 4.28 (d, J = 0.9 Hz, 2H), 2.68 (q, J = 7.6 Hz, 2H), 2.45 
(s, 3H), 1.27 (t, J = 7.6 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 168.8, 167.0, 165.4, 153.2, 139.4, 137.7, 136.6, 133.7, 
130.6, 129.7, 129.0, 128.8, 128.7, 128.3, 126.5, 126.4, 109.0, 101.8, 39.5, 25.7, 20.1, 19.6, 12.6. HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C27H25N4O3: 453.1927; found, 453.1938. 

8-(2,6-Difluorobenzyl)-2-((5-methylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z121) 

Obtained from 22ak as an off–white solid (0.29 g, 83%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 1H), 7.75 (m, 2H), 7.34 (m, 4H), 6.96 (m, 2H), 6.05 (d, 
J = 3.0 Hz, 1H), 5.92 (dd, J = 3.0, 1.1 Hz, 1H), 4.75 (s, 2H), 4.21 (s, 2H), 2.38 (s, 3H), 2.29 (s, 3H). 
13C NMR (CDCl3): 167.0, 162.1 (dd, J = 248, 8 Hz), 151.2, 150.2, 149.3, 138.7, 136.4, 133.1, 132.5, 128.9, 
128.6, 128.5, 128.3 (t, J = 10 Hz), 126.1, 113.1 (t, J = 20 Hz), 110.8 (m), 108.8, 107.5, 106.2, 27.3, 26.2 (t, 
J = 2 Hz), 20.1, 13.5. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C27H22F2N3O3: 474.1629; found, 474.1620. 

8-(2,5-Difluorobenzyl)-2-((4,5-dimethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-
yl acetate (Z122) 

Obtained from 22ap as a solid (0.17 g, 71%) after a chromatography over silica 
gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1) and a recrystallization from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.89 (s, 
1H), 7.85 (m, 2H), 7.42 (m, 3H), 7.21 (m, 1H), 7.05 (m, 1H), 6.93 (m, 1H), 5.94 (s, 1H), 4.67 (s, 3H), 4.14 
(s, 2H), 2.39 (s, 3H), 2.19 (s, 3H), 1.92 (s, 4H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 158.4 (dd, J = 241, 2 Hz), 157.3 
(dd, J = 242, 2 Hz), 150.9, 148.0, 146.3, 139.0, 136.4, 133.3, 133.0, 129.0, 128.8, 128.7, 126.3 (dd, J = 19, 
8 Hz), 126.3, 118.2 (dd, J = 24, 5 Hz), 116.0 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.6, 114.5 (dd, J = 24, 8 Hz), 110.1, 109.0, 
32.2, 27.1, 20.0, 11.2, 9.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H24F2N3O3: 488.1786; found, 488.1785. 
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8-(2,5-Difluorobenzyl)-2-((5-ethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z123) 

Obtained from 22aq as a solid (0.08 g, 58%) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1) and a recrystallization from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.89 
(s, 1H), 7.85 (m, 2H), 7.43 (m, 3H), 7.21 (ddd, J = 8.9, 5.7, 3.2 Hz, 1H), 7.05 (td, J = 8.9, 4.5 Hz, 1H), 6.93 
(m, 1H), 6.05 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.92 (d, J = 2.9 Hz, 1H), 4.67 (s, 2H), 4.20 (s, 2H), 2.63 (q, J = 7.5 Hz, 
2H), 2.37 (s, 3H), 1.24 (t, J = 7.5 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 158.4 (dd, J = 241, 2 Hz), 157.3 (dd, 
J = 243, 3 Hz), 157.1, 150.9, 149.1, 139.1, 136.4, 133.3, 132.9, 129.0, 128.8, 128.7, 126.3, 126.2 (dd, J = 19, 
8 Hz), 118.2 (dd, J = 24, 4 Hz), 116.0 (dd, J = 25, 9 Hz), 114.5 (dd, J = 24, 8 Hz), 109.0, 107.4, 104.6, 32.2, 
27.3, 21.3, 20.1, 12.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H24F2N3O3: 488.1786; found, 488.1786. 

8-(2,3-Difluorobenzyl)-2-((4,5-dimethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-
yl acetate (Z124) 

Obtained from 22an as a solid (0.14 g, 74%) after a chromatography over silica 
gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1) and a recrystallization from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 
1H), 7.85 (m, 2H), 7.41 (m, 3H), 7.22 (m, 1H), 7.05 (m, 2H), 5.94 (s, 1H), 4.72 (s, 2H), 4.15 (s, 2H), 2.39 
(s, 3H), 2.19 (s, 3H), 1.93 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 150.9, 150.7 (dd, J = 247, 13 Hz), 149.4 (dd, 
J = 248, 13 Hz), 148.0, 146.3, 139.0, 136.4, 133.3, 133.0, 128.9, 128.8, 128.7, 127.1 (d, J = 13 Hz), 126.5 (t, 
J = 3 Hz), 126.2, 123.5 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.5 (d, J = 17 Hz), 114.6, 110.1, 109.0, 32.1 (t, J = 2 Hz), 27.1, 
20.0, 11.2, 9.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H24F2N3O3: 488.1786; found, 488.1784. 

8-(3,5-Difluorobenzyl)-2-((4,5-dimethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-
yl acetate (Z125) 

Obtained from 22as as a solid (0.15 g, 72%) after a chromatography over silica 
gel (cyclohexane–ethyl acetate 5:1) and a recrystallization from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.91 (m, 
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2H), 7.87 (s, 1H), 7.46 (m, 3H), 7.15 (m, 2H), 6.68 (tt, J = 9.1, 2.4 Hz, 1H), 5.93 (s, 1H), 4.60 (s, 2H), 4.14 
(s, 2H), 2.39 (s, 3H), 2.19 (s, 3H), 1.93 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 162.8 (dd, J = 247, 13 Hz), 151.4, 
148.0, 146.4, 141.4 (t, J = 9 Hz), 139.3, 136.5, 133.3, 129.0, 128.8, 128.7, 126.4, 114.6, 112.5 (m), 110.1, 
109.2, 102.0 (t, J = 25 Hz), 38.9, 27.1, 20.0, 11.2, 9.8. (One signal missing) HRMS (m/z): [M+H]+ calcd 
for C28H24F2N3O3: 488.1786; found, 488.1781. 

8-(2,3-Difluorobenzyl)-2-((5-ethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z127) 

Obtained from 22ao as an off–white solid (0.32 g, 75%) after 
recrystallization from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 1H), 7.85 (m, 2H), 7.44 (m, 2H), 7.39 (m, 
1H), 7.23 (m, 1H), 7.05 (m, 2H), 6.05 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.93 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 4.72 (s, 2H), 4.20 (s, 
2H), 2.63 (q, J = 7.5 Hz, 2H), 2.37 (s, 3H), 1.24 (t, J = 7.6 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 157.1, 151.0, 
150.7 (dd, J = 247, 13 Hz), 149.4 (dd, J = 248, 13 Hz), 149.2, 138.9, 136.5, 133.4, 133.0, 129.0, 128.8, 128.6, 
127.1 (d, J = 13 Hz), 126.5 (t, J = 3 Hz), 126.2, 123.5 (dd, J = 7, 5 Hz), 115.5 (d, J = 17 Hz), 109.0, 107.3, 
104.6, 32.0 (m), 27.4, 21.4, 20.1, 12.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H24F2N3O3: 488.1786; found, 
488.1783. 

8-(3,5-Difluorobenzyl)-2-((5-ethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z128) 

Obtained from 22at as an off–white solid (0.13 g, 45%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.91 (m, 2H), 7.87 (s, 1H), 7.48 (m, 2H), 7.42 (m, 1H), 7.14 (m, 2H), 
6.68 (tt, J = 9.1, 2.4 Hz, 1H), 6.04 (d, J = 3.2 Hz, 1H), 5.93 (dt, J = 3.2, 1.0 Hz, 1H), 4.60 (s, 2H), 4.19 (s, 
2H), 2.63 (qd, J = 7.6, 1.0 Hz, 2H), 2.37 (s, 3H), 1.24 (t, J = 7.6 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 162.8 
(dd, J = 248, 13 Hz), 157.1, 151.5, 149.2, 141.4 (t, J = 10 Hz), 139.2, 136.5, 133.4, 133.3, 129.0, 128.8, 
128.7, 126.4, 112.6 (m), 109.2, 107.3, 104.6, 102.0 (t, J = 25 Hz), 38.9 (t, J = 2 Hz), 27.3, 21.3, 20.1, 12.2. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H24F2N3O3: 488.1786; found, 488.1776. 
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8-(2,6-Difluorobenzyl)-2-((5-ethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z129) 

Obtained from 22am as an off–white solid (0.18 g, 70%) after 
recrystallization from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 1H), 7.75 (m, 2H), 7.33 (m, 4H), 6.97 (m, 
2H), 6.06 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.93 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 4.75 (s, 2H), 4.21 (s, 2H), 2.64 (q, J = 7.5 Hz, 2H), 
2.37 (s, 3H), 1.24 (t, J = 7.5 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 162.1 (dd, J = 248, 9 Hz), 157.0, 150.3, 
149.3, 138.5, 136.5, 133.3, 132.6, 128.9, 128.6, 128.5, 128.3 (t, J = 10 Hz), 126.1, 113.2 (t, J = 20 Hz), 110.8 
(m), 108.8, 107.3, 104.6, 27.4, 26.1 (m), 21.4, 20.1, 12.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H24F2N3O3: 
488.1786; found, 488.1785. 

8-(2,6-Difluorobenzyl)-2-((4,5-dimethylfuran-2-yl)methyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-
yl acetate (Z130) 

Obtained from 22al as an off–white solid (0.23 g, 75%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.88 (s, 1H), 7.75 (m, 2H), 7.34 (m, 4H), 6.96 (m, 2H), 5.95 (s, 1H), 
4.75 (s, 2H), 4.16 (s, 2H), 2.38 (s, 3H), 2.19 (s, 3H), 1.93 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 162.1 (dd, 
J = 248, 9 Hz), 150.3, 148.2, 146.3, 138.5, 136.5, 133.3, 132.7, 128.9, 128.6, 128.5, 128.2 (t, J = 10 Hz), 
126.1, 114.6, 113.2 (t, J = 20 Hz), 110.8 (m), 110.1, 108.8, 27.2, 26.1 (t, J = 2 Hz), 20.0, 11.3, 9.8. HRMS 
(m/z): [M+H]+ calcd for C28H24F2N3O3: 488.1786; found, 488.1787. 

2-((4,5-Dimethylfuran-2-yl)methyl)-8-(2-fluorobenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z131) 

Obtained from 22ah as an off–white solid (0.19 g, 64%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.87 (s, 1H), 7.85 (m, 2H), 7.43 (m, 4H), 7.25 (m, 1H), 7.10 (m, 2H), 
5.93 (s, 1H), 4.70 (s, 2H), 4.15 (s, 2H), 2.38 (s, 3H), 2.19 (s, 3H), 1.93 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.0, 
161.4 (d, J = 246 Hz), 151.7, 148.2, 146.3, 138.9, 136.6, 133.5, 132.9, 131.9 (d, J = 4 Hz), 128.9, 128.7, 
128.5, 128.2 (d, J = 8 Hz), 126.2, 124.7 (d, J = 16 Hz), 123.7 (d, J = 4 Hz), 115.2 (d, J = 22 Hz), 114.6, 
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110.1, 108.8, 32.2 (d, J = 3 Hz), 27.2, 20.0, 11.2, 9.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H25FN3O3: 
470.1880; found, 470.1870. 

2-((4,5-Dimethylfuran-2-yl)methyl)-8-(3-fluorobenzyl)-6-phenylimidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z132) 

Obtained from 22aj as an off–white solid (0.18 g, 55%) after recrystallization 
from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.91 (m, 2H), 7.85 (s, 1H), 7.47 (m, 2H), 7.38 (m, 3H), 7.27 (m, 1H), 
6.93 (m, 1H), 5.92 (s, 1H), 4.62 (s, 2H), 4.14 (s, 2H), 2.38 (s, 3H), 2.19 (s, 3H), 1.93 (s, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 167.0, 162.7 (d, J = 245 Hz), 152.2, 148.2, 146.3, 140.2 (d, J = 8 Hz), 139.1, 136.7, 133.4, 133.2, 
129.6 (d, J = 8 Hz), 128.9, 128.8, 128.6, 126.4, 125.4 (d, J = 3 Hz), 116.6 (d, J = 22 Hz), 114.6, 113.4 (d, 
J = 21 Hz), 110.1, 109.0, 39.0 (d, J = 2 Hz), 27.2, 20.0, 11.2, 9.8. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C28H25FN3O3: 470.1880; found, 470.1880. 

8-Benzyl-6-phenyl-2-((5-propylfuran-2-yl)methyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z133) 

Obtained from 22ah as an off–white solid (0.15 g, 54%) after 
recrystallization from n–heptane. 1H NMR (CDCl3): 7.92 (m, 2H), 7.84 (s, 1H), 7.63 (m, 2H), 7.47 (m, 
2H), 7.41 (m, 1H), 7.29 (m, 3H), 6.03 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 5.93 (d, J = 3.0 Hz, 1H), 4.64 (s, 2H), 4.20 (s, 
2H), 2.58 (t, J = 7.4 Hz, 2H), 2.35 (s, 3H), 1.67 (h, J = 7.4 Hz, 2H), 0.99 (t, J = 7.4 Hz, 3H). 13C NMR 
(CDCl3): 167.0, 155.6, 153.0, 149.3, 139.1, 137.8, 136.8, 133.5, 132.9, 129.7, 128.9, 128.7, 128.5, 128.3, 
126.4, 126.4, 108.8, 107.2, 105.4, 39.3, 30.1, 27.4, 21.4, 20.1, 13.7. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C29H28N3O3: 466.2131; found, 466.2141. 
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IV.M. Preparations of imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetates bearing free 
hydroxyls (III.B.2.b) 

Representative synthesis of imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yle acetates bearing a free hydroxyl 

 

Step 1–Saponification of ethyl ester: 2-((3-Benzyl-5-(4-benzyloxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-
3-(4-benzyloxyphenyl)propanoic acid (108a) 

Under an argon atmosphere, 22s (1.48 g, 1 eq) and 
powdered sodium hydroxide (0.27 g, 3 eq) were dissolved in dry tetrahydrofurane (20 mL) and stirred 
overnight at room temperature. This was diluted in ethyl acetate and made acidic with 1 N hydrochloric 
acid. The organic phase was washed with water, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated 
to dryness to yield the desired product as a solid (0.97 g, 68%). 1H NMR (CDCl3): 8.31 (s, 1H), 7.88–7.81 
(m, 2H), 7.49–7.29 (m, 11H), 7.24–7.16 (m, 3H), 7.13–7.08 (m, 2H), 7.08–7.01 (m, 2H), 6.95–6.87 (m, 
2H), 6.86–6.79 (m, 2H), 5.11 (s, 2H), 5.03 (s, 2H), 4.86–4.76 (m, 1H), 4.71 (d, J = 6.3 Hz, 1H), 4.06 (d, 
J = 15.4 Hz, 1H), 4.00 (d, J = 15.5 Hz, 1H), 3.19 (dd, J = 14.2, 5.2 Hz, 1H), 3.01 (dd, J = 14.2, 6.9 Hz, 1H). 
13C NMR (CDCl3): 175.9, 159.1, 158.0, 150.0, 141.7 (2 signals), 137.1 (2 signals), 136.4, 135.5, 130.4, 
130.2, 129.0, 128.7 (3 signals), 128.4, 128.1 (2 signals), 127.6, 127.2, 127.1, 115.4, 115.2, 70.2, 60.6, 55.5, 
40.8, 36.5, 14.3. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C40H36N3O4, 622.2706; found, 622.2753. 
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Step 2–Deprotection of hydroxyl moiety:  
(3-Benzyl-5-(4-hydroxyphenyl)pyrazin-2-yl)tyrosine (109a) 

108a (0.97 g, 1 eq) and ammonium formate (1.97 g, 20 eq) were 
dissolved in propan-2-ol (40 mL) in a stainless steel reactor. Palladium adsorbed over carbon (10%, 
0.16 g, 10% eq) was added, the reactor was sealed and heated 1 h at 100 °C. The palladium over carbon 
was filtered out, then the filtrate was dispersed in water. The consequent precipitate was filtered, washed 
with water, and dried under vacuum to yield the desired product as a yellow solid (0.37 g, 54%). 1H NMR 
(DMSO): 8.31 (s, 1H), 7.72 (m, 2H), 7.22 (m, 5H), 7.02 (m, 2H), 6.82 (m, 2H), 6.61 (m, 2H), 6.54 (bs, 
1H), 4.54 (m, 1H), 4.28 (d, J = 14.6 Hz, 1H), 4.02 (d, J = 14.6 Hz, 1H), 3.06 (m, 2H). 13C NMR (DMSO): 
174.6, 157.8, 156.3, 150.7, 141.6, 140.0, 138.5, 135.4, 130.5, 129.3, 128.7, 128.7, 128.4, 126.8, 126.6, 116.0, 
115.4, 56.6, 38.8, 36.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C26H24N3O4: 442.1767; found, 442.1773. 

Step 3-Cyclization and O-acetylation:  
8-Benzyl-2-(4-hydroxybenzyl)-6-(4-hydroxyphenyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z86) 

109a (0.13 g, 1 eq) was dissolved in ethyl acetate (15 mL) and heated at 
reflux. The evolution of the reaction after successive additions of 1 equivalent of acetic anhydride (28 μL) 
and 30 min heating periods was monitored by 1H NMR, and eventually led to a satisfying conversion 
after 7 eq of acetic anhydride and 3.5 h. The desired product was obtained as a solid (0.10 g, purity 93%, 
68%) after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 2:1). 1H NMR (DMSO): 9.65 (s, 
1H), 9.20 (s, 1H), 8.53 (s, 1H), 7.89 (m, 2H), 7.48 (m, 2H), 7.24 (m, 3H), 7.07 (m, 2H), 6.87 (m, 2H), 6.69 
(m, 2H), 4.46 (s, 2H), 3.96 (s, 2H), 2.37 (s, 3H). 13C NMR (DMSO): 168.5, 158.4, 156.2, 151.8, 138.5, 
138.2, 136.0, 133.2, 130.2, 129.7, 129.1, 128.9, 128.7, 127.9, 127.6, 126.8, 115.9, 115.5, 109.3, 39.2, 32.3, 
20.7. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H24N3O4: 466.1767; found, 466.1758. 

2-((3-Benzyl-5-(4-(benzyloxy)phenyl)pyrazin-2-yl)amino)-3-(3-propylphenyl)propanoic 
acid (108b) 

Prepared as described above (step 1). Obtained as a yellow 
solid (0.76 g, 82%). 1H NMR (CDCl3): 8.33 (s, 1H), 7.86 (m, 2H), 7.34 (m, 11H), 7.09 (m, 5H), 6.96 (s, 
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1H), 6.87 (m, 1H), 4.81 (m, 1H), 4.69 (m, 1H), 4.07 (d, J = 15.4 Hz, 1H), 3.93 (d, J = 15.4 Hz, 1H), 3.27 
(dd, J = 14.2, 5.2 Hz, 1H), 3.05 (dd, J = 14.2, 7.6 Hz, 1H), 2.56 (m, 2H), 1.62 (m, 2H), 0.93 (t, J = 7.3 Hz, 
3H). 13C NMR (CDCl3): 175.2, 159.1, 149.8, 143.2, 141.8 (two signals), 136.9, 136.1, 135.9, 135.0, 130.0, 
129.4, 128.9, 128.7, 128.6, 128.5, 128.0, 127.5, 127.3, 127.0, 126.5, 115.3, 70.1, 55.6, 40.6, 37.9, 37.2, 24.5, 
13.8. (One signal missing). HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C36H36N3O3: 558.2757; found, 558.2746. 

2-((3-Benzyl-5-(4-hydroxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-3-(3-propylphenyl)propanoic 
acid (109b)† 

Prepared as described above (step 2). Obtained as a glass (0.50 g, 
71%) still containing a small amount of ethyl acetate. 1H NMR (DMSO-d6): 9.56 (s(br), 1H), 8.38 (s, 1H), 
7.70 (m, 2H), 7.20 (m, 6H), 7.04 (m, 5H), 6.80 (m, 2H), 6.52 (m, 1H), 4.61 (m, 1H), 4.20 (d, 1H, 
J = 14.9 Hz), 3.98 (d, 1H, J = 14.9 Hz), 3.14 (m, 2H), 2.44 (m, 2H), 1.50 (m, 2H), 0.83 (t, 3H, J = 7.3 Hz). 
13C NMR (DMSO-d6): 174.9, 157.7, 150.8, 142.1, 141.4, 139.7, 138.9, 138.4, 135.5, 129.6, 129.3, 128.6, 
128.5, 128.3, 127.0, 126.7, 126.5, 115.9, 56.5, 38.9, 37.7, 37.2, 24.4, 14.1 (one signal missing). HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C29H30N3O3: 468.2287; found, 468.2286. 

8-Benzyl-6-(4-hydroxyphenyl)-2-(3-propylbenzyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z76) 

 

109b (0.20 g) was dissolved in neat acetic anhydride (5 mL) and stirred at room temperature for 30 min. 
The desired product was obtained as a solid (0.02 g, purity 90%, 8%) after a chromatography over silica 
gel (cyclohexane–ethyl acetate 4:1), along with di–acetylated compound (0.13 g, 57%). 1H NMR (CDCl3): 
7.76 (m, 2H), 7.70 (s, 1H), 7.61 (m, 2H), 7.30 (m, 2H), 7.22 (m, 2H), 7.07 (m, 3H), 6.90 (m, 2H), 4.62 (s, 
2H), 4.19 (s, 2H), 2.56 (m, 2H), 2.16 (s, 3H), 1.65 (m, 2H), 0.96 (t, J = 7.3 Hz, 3H). 13C NMR (CDCl3): 
167.1, 156.7, 152.6, 143.0, 139.2, 137.8, 137.6, 135.1, 133.3, 129.7, 129.3, 129.1, 128., 128.3, 128.3, 127.9, 
126.6, 126.5, 126.4, 115.8, 107.8, 39.3, 38.0, 34.1, 24.5, 19.8, 13.9. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C31H30N3O3: 492.2287; found, 492.2260. 
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2-((3-Benzyl-5-(4-benzyloxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-3-(5-ethylfuran-2-yl)propanoic 
acid (108c)† 

Prepared as described above (step 1). Obtained as a yellow solid 
(0.59 g, 98%). 1H NMR (CDCl3): 9.16 (s(br), 1H), 8.32 (s, 1H), 7.87 (m, 2H), 7.47 (m, 2H), 7.41 (m, 2H), 
7.37– 7.22 (m, 9H), 7.08 (m, 2H), 5.89 (m, 2H), 5.14 (s, 2H), 4.96 (d(br), 1H, J = 6.4 Hz), 4.80 (m, 1H), 
4.12 (m, 2H), 3.23 (dd, 1H, J = 4.9, 15.2 Hz), 3.14 (dd, 1H, J = 7.1, 15.2 Hz), 2.57 (q, 2H, J = 7.6 Hz), 1.19 
(t, 3H, J = 7.6 Hz). 13C NMR (CDCl3): 175.2, 159.0, 157.4, 149.9, 148.2, 141.7, 136.9, 136.3, 135.2, 130.1, 
128.8, 128.7, 128.6, 128.0, 127.4, 127.0, 126.9, 115.2, 108.7, 104.7, 70.1, 53.9, 40.5, 30.1, 21.0, 12.0 (one 
signal missing). HRMS (m/z): [M+H]+

 calcd for C33H32N3O4, 534.2393; found, 534.2405. 

2-((3-Benzyl-5-(4-hydroxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-3-(5-ethylfuran-2-yl)propanoic 
acid (109c)† 

Prepared as described above (step 2). Obtained as a yellow solid (0.11 g, 
22%). 1H NMR (DMSO-d6): 9.54 (s(br), 1H), 8.29 (s, 1H), 7.75 (m, 2H), 7.41-7.16 (m, 6H), 6.80 (m, 2H), 
5.79 (s(br), 2H), 4.37 (m, 1H), 4.08 (d, 1H, J = 14.5 Hz), 3.98 (d, 1H, J = 14.5 Hz), 3.24 (dd, 1H, J = 4.6, 
15.2 Hz), 3.07 (dd, 1H, J = 6.6, 15.2 Hz), 2.45 (q, 2H, J = 7.6 Hz), 1.06 (t, 3H, J = 7.6 Hz). HRMS (m/z): 
[M+H]+ calcd for C26H26N3O4: 444.1923; found, 444.1930. 

8-Benzyl-2-((5-ethylfuran-2-yl)methyl)-6-(4-hydroxyphenyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z78) 

Prepared as described above (step 3). Obtained as a solid (0.05 g, 43%) 
after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 3:1). 1H NMR (CDCl3): 7.76 (m, 2H), 
7.74 (s, 1H), 7.59 (m, 2H), 7.26 (m, 4H (including OH at high concentration)), 6.91 (m, 2H), 6.01 (m, 
1H), 5.90 (m, 1H), 4.61 (s, 2H), 4.19 (s, 2H), 2.61 (q, J = 7.6 Hz, 2H), 2.35 (s, 3H), 1.22 (t, J = 7.6 Hz, 3H). 
13C NMR (CDCl3): 167.1, 157.1, 157.0, 152.7, 149.1, 139.4, 137.7, 133.2, 132.7, 129.7, 128.9 (two signals), 
128.3, 127.9, 126.5, 115.9, 107.8, 107.4, 104.6, 39.2, 27.1, 21.3, 20.1, 12.2. HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for 
C28H26N3O4: 468.1923; found, 468.1929. 
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2-((3-Benzyl-5-(4-hydroxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-3-(4,5-dimethylfuran-2-yl)propanoic 
acid (109d)† 

Prepared as described above (steps 2 and 3) after a chromatography over 
silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 1:1 to 0:1) to give the compound as a glass (0.21 g, 42% from the 
corresponding ester). 1H NMR (DMSO-d6): 12.4 (s, 1H), 9.49 (s(br), 1H), 8.33 (s, 1H), 7.75 (m, 2H), 
7.32-7.16 (m, 6H), 6.80 (m, 2H), 6.54 (d, 1H, J = 8.0 Hz), 5.82 (s, 1H), 4.60 (m, 1H), 4.23 (d, 1H, 
J = 14.8 Hz), 4.04 (d, 1H, J = 14.8 Hz), 3.10 (m, 2H), 2.07 (s, 3H), 1.81 (s, 3H). HRMS (m/z): [M+H]+ 
calcd for C26H26N3O4: 444.1923; found, 444.1937. 

8-Benzyl-2-((4,5-dimethylfuran-2-yl)methyl)-6-(4-hydroxyphenyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl 
acetate (Z79) 

Prepared as described above (step 3). Obtained as a solid (0.05 g, 20%) 
after a chromatography over silica gel (cyclohexane–ethyl acetate 3:1). 1H NMR (CDCl3): 7.75 (m, 2H), 
7.74 (s, 1H), 7.58 (m, 2H), 7.26 (m, 4H), 6.91 (m, 2H), 5.89 (s, 1H), 4.61 (s, 2H), 4.13 (s, 2H), 2.36 (s, 
3H), 2.17 (s, 3H), 1.90 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3): 167.1, 157.0, 152.6, 148.0, 146.3, 139.4, 137.7, 133.2, 
132.8, 129.7, 128.8, 128.3, 127.9, 126.5, 115.9, 114.6, 110.2 (two signals) 107.8, 39.2, 27.0, 20.0, 11.2, 9.8. 
HRMS (m/z): [M+H]+ calcd for C28H26N3O4: 468.1923; found, 468.1922. 
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Unoptimized alternative synthesis of  
8-benzyl-2-(4-hydroxybenzyl)-6-(4-hydroxyphenyl)imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yl acetate (Z86) 

Isopropyl 2-((3-benzyl-5-(4-benzyloxyphenyl)pyrazin-2-yl)amino)-
3-(4-benzyloxyphenyl)propanoate (111, 5.16 g, 1.0 eq) and powdered sodium hydroxide (1.24 g, 4.0 eq) 
were introduced in a flask that was then purged with a stream of argon. Anhydrous tetrahydrofuran 
(50 mL) was injected and the resulting solution was stirred at room temperature overnight. An excess of 
acetic anhydride (8.8 mL, 12 eq) was injected, then the solution was stirred at room temperature for 2 h. 
This was diluted with water and extracted twice with ethyl acetate. The combined organic phases were 
washed with water, brine, dried over magnesium sulfate, and concentrated to dryness. The residue was 
then diluted in cyclohexane and concentrated again to dryness to co–evaporate remaining acetic acid 
and acetic anhydride. The solid was then recrystallized in cyclohexane to yield 8-benzyl-
2-(4-benzyloxybenzyl)-6-(4-benzyloxyphenyl)imidazo[1,2-a]-pyrazin-3-yl acetate 112 as a pinkish 
solid (3.87 g, 99% pure, 76% yield). 

This product (0.90 g, 1.0 eq) was then diluted in anhydrous ethanol (50 mL) with palladium over 
activated carbon (0.08 g, 5% eq) and stirred under a hydrogen atmosphere for 8 hours. Monitoring by 
NMR of an aliquote showed minute conversion. Ethyl acetate was added (100 mL) and the resulting 
mixture was stirred under hydrogen for 36 hours. Monitoring by NMR of an aliquote showed again a 
limited conversion. Glacial acetic acid (4 mL) and an extra amount of palladium over activated carbon 
(0.08 eq, 5% eq) were added and the solution was stirred once again for 24 hours under hydrogen. 

The mixture was then filtered and concentrated to dryness, then purified by chromatography over silica 
gel (cyclohexane–ethyl acetate 2:1) to yield the desired product as a pinkish solid (Z86, 0.25 g, 38%). 
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Les imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones Q, dont les précurseurs O-acétylés Z ont été synthétisés selon les 
méthodes présentées dans la partie précédente, ont été évaluées pour leur signal en bioluminescence et 
en chimioluminescence (bruit de fond) par l’auteur, après une formation précieuse par notre 
collaborateur à l’Institut Pasteur Yves Jacob. Quarante-et-un substrats potentiels synthétisés par l’auteur 
ont été décrits dans la partie précédente, mais les tests ont été effectués avec l’intégralité des molécules 
faites au laboratoire à ce jour, et une sélection des exemples pertinents est présentée ci-après. 

Nous décrirons tout d’abord la méthode utilisée au laboratoire pour comparer nos substrats potentiels 
et les limitations identifiées des analyses effectuées. Enfin, nous exposerons les relations 
« structure – luminescence » obtenues avec l’enzyme nanoKAZ. 

I - MÉTHODES 

De nombreux groupes académiques et industriels ont travaillé (et travaillent encore) à la synthèse de 
nouveaux substrats potentiels pour les luciférases marines (GLuc, RLuc, NanoLuc®/nanoKAZ) et ont 
rapporté leurs résultats dans la littérature. Comme nous l’avons mentionné dans la première partie de 
ce manuscrit, la meilleure combinaison commerciale existante à l’heure actuelle pour des études en 
bioluminescence en l’absence d’ATP est à notre connaissance la luciférase nanoKAZ100 (commercialisée 
sous le nom NanoLuc® par Promega Corporation) associée au substrat artificiel furimazine (7/Q1).99  

Ce couple furimazine/nanoKAZ présente des propriétés extraordinairement améliorées relativement à 
la luciférase naturelle d’Oplophorus gracilirostris couplée à la cœlentérazine (4), avec une intensité 
beaucoup plus importante (cf. Partie I : I.D.2.c.ii(a), p. 13) et un temps de demi-vie du signal revendiqué 
à deux heures (dans un tampon assez particulier). L’utilisation de cœlentérazine (4) avec nanoKAZ est 
également possible, avec toutefois une intensité maximale environ 30 fois moins importante.99 C’est 
pourquoi nous nous étonnons que certains auteurs d’article ou brevet,165, 368 y compris par les 
découvreurs de la furimazine, comparent toujours les nouveaux substrats synthétisés à l’étalon du plus 
mauvais des deux substrats, en affichant parfois de surcroit des graphiques représentant l’évolution du 
signal bioluminescent sur quelques (milli)secondes… 

Nous avons au cours des tests de luminescence essayé de transcrire une utilisation réaliste de nos 
substrats potentiels Q, aussi bien concernant le choix du milieu que dans les délais de lecture des plaques. 

I.A. Enzyme  

Nous avons utilisé pour nos tests une solution d’enzyme nanoKAZ de concentration inconnue fournie 
par Yves Jacob à l’Institut Pasteur, générée en utilisant un kit commercial permettant l’expression in 
vitro d’une protéine. Cette solution a été diluée 400 fois dans un tampon Gibco® DPBS 1X (pH 7,0–7,2) 
contenant 0,1 % v/v Tween® 20, puis divisée en aliquotes conservées à -80 °C et décongelées au besoin. 

Nous attirons l’attention du lecteur sur le fait que l’enzyme utilisée pour comparer nos substrats n’a pas 
été purifiée, cette purification s’étant avérée plus ardue qu’espérée par nos collaborateurs et nous-même. 
Par conséquent, le milieu comportait lors des évaluations des quantités inconnues de lysat cellulaire, 
protéines, acides nucléiques et acides aminés présents dans le kit d’expression in vitro, tout de même 
dilués au final près de 16 000 fois dans la solution tampon. Il n’est cependant pas à exclure que ceci ait 
pu avoir une influence sur les résultats observés. 
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Nous avons observé sur le long terme (plusieurs mois à -80 °C) que la luciférase pouvait produire avec 
la furimazine Q1 des niveaux variables de luminescence. Cela nous a incités à inclure de la furimazine 
Q1 fraîchement générée par désacétylation de Z1 dans chaque test afin de servir de standard interne. 
Cela explique cependant les variations d’intensité observées dans les résultats présentés ci-après, même 
avec des dilutions d’enzyme et de substrats constantes. 

I.B. Substrats 

Les solutions mères de substrats potentiels Q ont été générées par hydrolyse acide des composés 
O-acétylés Z, tel que décrit page 97. La concentration de 4,5 mM de la solution mère a été choisie de 
manière arbitraire, étant proche de la dilution de 1 mg de Z1 (437,50 g·mol-1) dans 500 μL du mélange 
DMSO–éthanol–acide chlorhydrique utilisé pour la déprotection. 

Ces solutions mères ont été autant que possible préparées peu de temps avant les évaluations des 
substrats potentiels afin de limiter au maximum leur dégradation. Toutefois, les substrats étaient 
relativement stabilisés par la présence d’acide dans la solution mère et pouvaient être stockés si besoin 
quelques semaines dans un congélateur à -80 °C tout en conservant de bonnes propriétés de 
bioluminescence. A contrario, la dilution de la solution mère dans une solution tamponnée à un pH 
neutre ou basique ne permet plus la stabilisation du substrat, qui doit alors être utilisé dans l’heure qui 
suit. 

Afin d’évaluer les substrats potentiels Q avec une activité enzymatique maximale, nous avons souhaité 
nous placer à une concentration saturante de substrat, une dizaine de fois supérieure à leurs constantes 
de Michaëlis Km (inconnues). Nous avons supposé que les substrats possédaient des propriétés proches 
de la furimazine Q1 dont le Km a été rapporté par Hall et al.99 être aux alentours de 10 μM et mesuré par 
des collaborateurs entre 2 et 4 μM, et avons choisi d’effectuer nos évaluations à une concentration finale 
de substrats dans le milieu de 45 μM (correspondant à une dilution au 1/100ème de la solution mère). 

Toutefois, un récent brevet de Promega Corporation167 décrivant de nouvelles imidazo[1,2-a]pyrazin-
3(7H)-ones rapporte des constantes de Michaëlis pour ces molécules comprises entre 1 et 15 fois celle 
de la furimazine Q1, soit entre 10 et 150 μM. Il est par conséquent possible que certains de nos 
substrats Q moins affins pour nanoKAZ que la furimazine n’aient pas été évalués à leur véritable 
potentiel. Nous proposons donc dans les résultats une comparaison à conditions égales entre nos 
molécules, sans prétendre toutefois que les conditions utilisées soient optimales. 

I.C. Choix de la solution tampon 

La furimazine Q1 est proposée commercialement en combinaison avec une solution tampon optimisée 
pour des tests in vitro (Promega Nano-Glo® Luciferase Assay System) permettant d’observer un signal 
lumineux soutenu pendant près de deux heures, avec une décroissance quasi-linéaire, et un bruit de fond 
réduit. Cette solution est tamponnée avec 100 mM de MES (acide 2-(N-morpholino)-éthanesulfonique) 
à pH 6 et contient notamment un chélatant de métaux (1 mM CDTA), un agent réducteur (1 mM DTT, 
dithiothréitol) et un antioxydant (35 mM thiourée), ainsi qu’un tensioactif (0.5 % v/v Tergitol®).99, 166 

Nous avons considéré que la composition de cette solution était malheureusement fort éloignée de 
conditions courantes d’essais biochimiques : le pH acide empêche d’emblée son utilisation avec des 
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cellules vivantes, de même que l’utilisation de Tergitol® qui est souvent utilisé pour lyser les cellules. Par 
ailleurs, l’utilisation de thiourée et de dithiothréitol limite aussi le champ d’application de ces conditions. 

Nous avons par conséquent essayé de déterminer des conditions de tests moins restrictives. Pour cela, 
nous avons procédé à l’évaluation de la luminescence de la furimazine Q1 dans divers tampons plus ou 
moins élaborés. Les données rassemblées dans la Figure 20 ont immédiatement montré deux 
comportements distincts selon la présence ou non de tensioactifs (Tergitol® ou Tween® 20). 

 
Figure 20 : comparaison du signal–bruit moyen (gauche) et de l’intensité maximale et du bruit moyen (droite) de 

nanoKAZ/furimazine Q1 (80 μM) dans les tampons 1) Gibco® DPBS 1X ; 2) Gibco® DPBS 1X + CaCl2 (0.9 mM) + MgCl2 
(0,5 mM) ; 3) Gibco® DPBS 1X + 0,1 % v/v Tween® 20 ; 4) Gibco® DPBS 1X + 1 % v/v FBS ; 5) 100 mM MES pH 6 + 0,5 % v/v 
Tergitol® ; 6) 100 mM MES pH 6 + 150 mM KCl + 1 mM DTT ; 7) 100 mM MES pH 6 + 150 mM KCl + 1 mM DTT + 0,5 % v/v 

Tergitol®  

Ainsi, dans le DPBS 1X (tampon phosphate à environ 10 mM, pH 7,0–7,2, confectionné par Gibco®), 
avec ou sans supplément d’ions calcium et magnésium (respectivement tampons 1 et 2), ou dans le 
tampon 6, le signal initial est intense mais faiblit assez rapidement, avec des temps de demi-vie inférieurs 
à 10 minutes. Cette décroissance rapide en l’absence de tout tensioactif suggère une désactivation de 
l’activité enzymatique par agrégation. Nous pouvons également observer l’effet très modeste des ions 
divalents Ca2+ et Mg2+ sur la luminescence (tampons 1 et 2), contrairement à ce qui a été décrit pour le 
composant catalytique KAZ sauvage,97 ce qui nous a amené à abandonner l’utilisation de CDTA ou 
d’EDTA dans les tampons. 

Les autres signaux présentent des décroissances plus lentes, quasi-linéaires. Les tests effectués dans les 
tampons 5 et 7 ont montré l’influence minimale de la salinité ou de l’ajout de dithiothréitol dans le 
tampon commercial, avec des résultats similaires dès lors que le milieu réactionnel est acide (grâce au 
MES pH 6). Par ailleurs, l’utilisation de 1 % en volume de sérum de veau fœtal (FBS, fetal bovine serum, 
tampon 4) à la place des tensioactifs rend le système compatible avec des cellules vivantes, mais génère 
un important bruit de fond grevant le rapport signal–bruit moyen. 

Enfin, l’utilisation de DPBS 1X comportant du Tween® 20 (tampon 3) a semblé un bon compromis, avec 
un bon rapport signal–bruit et une décroissance « raisonnable », pour une quantité relativement faible 
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de tensioactif et aucune modification à la formulation commerciale du DPBS. Nous avons par 
conséquent adopté ces conditions pour l’évaluation et la comparaison in vitro de nos analogues. 

I.D. Protocole de comparaison des analogues de luciférines synthétisés au 
laboratoire 

Notre protocole d’évaluation des substrats potentiels Q devait prendre en compte les comportements 
parfois très différents des signaux lumineux émis par le système luciférine/luciférase (avec des vitesses 
de décroissance très variables). Il devait également être suffisamment robuste pour pouvoir être répété 
à plusieurs semaines d’intervalle, afin d’évaluer l’impact des modifications structurales effectuées sur les 
substrats au fur et à mesure de leurs synthèses. 

Les mesures de luminescence ont par conséquent été effectuées en plaques 96 puits (Greiner 
LUMITRAC™ 200, en polystyrène blanc) par un luminomètre Berthold Centro XS3. Les solutions mères 
de luciférines Q diluées au 1/50ème dans le tampon (Gibco® DPBS 1X + 0,1 % v/v Tween® 20) étaient 
ajoutées manuellement dans les puits à raison de 50 μL/puit. Les puits permettant l’évaluation de 
l’autoluminescence du substrat recevaient 50 μL supplémentaires de tampon. 

Une solution au 1/20ème dans le tampon d’une aliquote d’enzyme décongelée étaient ensuite injectée par 
le luminomètre à raison de 50 μL/puit. Afin de pouvoir observer l’intensité maximale des signaux même 
s’ils présentaient une décroissance rapide, l’injection de l’enzyme et la première lecture par le 
luminomètre n’était séparés que par une seconde d’agitation de la plaque. 

Comme expliqué précédemment, la furimazine Q1 a été utilisée dans tous nos tests afin de permettre 
une certaine normalisation entre analyses, mais aussi pour pouvoir détecter d’éventuelles variabilités 
entre nos lots d’enzyme. Le signal de bioluminescence a été évalué dans trois puits par substrat et le 
signal d’autoluminescence (bruit de fond) a été mesuré dans deux puits par substrat. Sur les conseils de 
nos collègues, un soin particulier a été apporté au plan de plaque pour éviter les pollutions lumineuses 
inter-puits, limitant à dix le nombre de substrats évaluables sur une plaque (Q1 inclus). 

L’évolution du signal lumineux était mesurée toutes les trois minutes durant deux heures grâce au 
logiciel de contrôle des luminomètres MikroWin 2000. Les données brutes exportées par le logiciel 
étaient alors exploitées grâce à un module Python 3 développé par l’auteur (950 lignes) permettant 
l’analyse rapide des propriétés des substrats (intensité maximale, temps de demi-vie, rapport signal–
bruit ; voir « Critères de quantification » ci-après) et l’export des graphiques correspondants. 

Il est important de noter que malgré l’attention portée aux facteurs susceptibles d’influencer les résultats, 
des variations de comportement ont parfois été observées même pour la furimazine entre plaques, 
traduisant le vieillissement des aliquotes d’enzyme. Nous avons par conséquent essayé de comparer avec 
précaution les résultats obtenus lors de tests utilisant des lots d’enzyme différents. 

I.E. Critères de quantification 

La comparaison des résultats pour les nombreux substrats synthétisés en s’appuyant uniquement sur les 
courbes de décroissance du signal de bioluminescence s’est avérée délicate et nous avons donc déterminé 
des critères quantitatifs permettant de « trier » nos molécules. 
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Comme nous avons pu l’observer dans la littérature ainsi que dans nos premiers résultats, les courbes 
de décroissance du signal lumineux sont le plus souvent similaires à des fonctions exponentielles ou 
affines décroissantes, selon le substrat et le tampon utilisé (voir par exemple la Figure 20). Des critères 
évidents étaient donc l’intensité maximale de bioluminescence (Imax) et le temps de demi-vie (t½), ce 
dernier correspondant à la durée durant laquelle la bioluminescence est supérieure à la moitié d’Imax. Ces 
deux valeurs permettent d’avoir des indications sur le signal lumineux spécifique à l’activité enzymatique 
pour un substrat. 

Étant donné les nombreuses utilisations des systèmes luciférine/luciférase en imagerie, il nous a 
également semblé pertinent d’étudier l’aire sous les courbes de bioluminescence, qui est proportionnelle 
à la quantité totale de photons émis. Plus particulièrement, l’aire sous la courbe entre le temps 0 
(injection de l’enzyme) et le temps de demi-vie est aisément calculable à partir de Imax et t½ avec des 
résultats très proches pour les deux types de courbes.‡ L’aire sous la courbe dans les 10 premières minutes 
peut quant à elle donner une bonne idée du signal exploitable dans des conditions classiques 
d’utilisation. 

Enfin, l’intensité du signal d’autoluminescence mesuré pour chaque substrat, sans enzyme, nous a 
semblé être un indicateur important de sa stabilité chimique. À de rares exceptions près que nous 
préciserons dans les résultats, le bruit s’est avéré être quasi-constant sur les deux heures de mesure pour 
la plupart de nos substrats. 

Les données mesurées ou calculées ont ensuite été normalisées par rapport à la furimazine Q1 présente 
dans chaque plaque afin de pouvoir comparer les essais entre eux (avec les précautions évoquées plus 
tôt).

                                                           
‡ Pour une décroissance exponentielle, ׬ ௧భݐ௠௔௫݁ିఒ௧dܫ మ⁄଴ = 	 ூ೘ೌೣ·௧భ మ⁄ଶ·୪୬	(ଶ) 	≈ 0.72 × ௠௔௫ܫ · ଵݐ ଶ⁄  avec ݐଵ ଶ⁄ = ୪୬	(ଶ)ఒ 	;  
pour une décroissance linéaire, ׬ ௠௔௫ܫ ൬1 − ௧ଶ·௧భ మ⁄ ൰ dݐ௧భ మ⁄଴ = 	 ଷସ ௠௔௫ܫ · ଵݐ ଶ⁄ = 0.75 × ௠௔௫ܫ · ଵݐ ଶ⁄  
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II - RÉSULTATS 

Nous avons essayé lors des études de relations « structure – luminescence » d’effectuer des modifications 
sur les trois noyaux aromatiques pour former des analogues de furimazine Q1 (« séries furanes ») ou de 
bisdésoxycœlentérazine Q2 (« séries phényles ») (figure ci-dessous). Nous détaillerons tout d’abord les 
modifications apportées au noyau aromatique « en α » de la position 2 de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-
3(7H)-one, suivi de celles effectuées en position 6 puis celles « en α » de la position 8. 

 

 
Figure 21 : furimazine (Q1), bisdésoxycœlentérazine (Q2) et analogues en séries furane et phényle 

 

Nous présenterons en vis-à-vis une description qualitative des modifications structurales introduites sur 
le noyau imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one et les données expérimentales obtenues lors de l’évaluation 
des analogues Q.  

Ces dernières sont exposées sous plusieurs formes : 

 un graphique montrant l’évolution du rapport signal – bruit moyen durant 120 minutes ; 

 un diagramme en barres rassemblant pour les substrats d’une même plaque ou de plaques 
comparables l’intensité lumineuse maximale mesurée et le bruit de fond moyen sur 120 minutes. 
Ces deux valeurs sont exprimées dans une même unité arbitraire (u.a.) et n’ont pas été 
normalisées, permettant le cas échéant de détecter des bioluminescences ou autoluminescences 
aberrantes ; 

 un tableau récapitulant les critères de quantification exposés p. 188 (intensité lumineuse 
maximale Imax, temps de demi-vie t½, bruit moyen, aire sous la courbe de bioluminescence à 
10 min et au temps de demi-vie). Les valeurs des tableaux ont été normalisées par rapport à la 
furimazine Q1 afin de pouvoir comparer les substrats entre séries d’analogues et en fonction de 
l’usage envisagé. 
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II.A. Modifications en α de la position 2 de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one 

II.A.1. Alkylphényles 

La bisdésoxycœlentérazine (Q2) a été décrite dans la littérature par l’équipe d’Osamu Shimomura 
comme étant relativement efficace avec la luciférase sauvage d’Oplophorus,96 avec une intensité 
maximale de bioluminescence aux alentours de 60 % de celle obtenue avec la cœlentérazine (4). Dans le 
cas de nanoKAZ, nous avons pu observer pour Q2 un signal près de 25 % plus lumineux que la 
furimazine dans les premiers instants, mais avec une décroissance rapide et un temps de demi-vie trois 
fois plus court. 

Relativement à Q2, la substitution du noyau benzène par des alkyles linéaires ou cycliques a entraîné 
une chute de plus de 50 % de l’intensité maximale et d’au moins 30 % des temps de demi-vie, à 
l’exception des substitutions en position méta qui conservent les meilleurs temps de demi-vie de la série 
(Q39, Q50) et, dans le cas du m-méthyle (Q14), permet une augmentation importante du signal 
lumineux initial (mais aussi du bruit de fond). Un cyclopropyle (Q50) semble marginalement mieux 
toléré qu’un propyle linéaire (Q39), tendance observable également entre Q49 et Q44.  

La présence d’un radical méthyle en ortho (Q62) est délétère envers la production de lumière catalysée 
par l’enzyme, ainsi que celle d’un alkyle en para et ce d’autant plus que le radical est encombrant. 
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Figure 22 : structures et signaux des composés présentant des alkylphényles en α de la position 2 

Tableau 15 : valeurs caractéristiques pour les substrats possédant des alkylphényles en α de la position 2  

 Imax t1/2 
Bruit 

moyen 
Aire à t1/2 Aire à 10 min 

Q1 1,0 1,0 (60 min) 1,0 1,0 1,0 
Q2 1,2 0,3 1,0 0,4 1,0 

Q62 0,1 0,2 0,7 0,0* 0,0* 
Q14 1,8 0,3 1,4 0,6 1,7 
Q55 1,0 0,0* 1,6 0,0* 0,5 
Q39 0,6 0,7 1,2 0,4 0,6 
Q44 0,3 0,1 1,0 0,0* 0,2 
Q50 0,8 0,5 1,3 0,4 0,8 
Q49 0,4 0,2 1,3 0,1 0,3 
Q38 0,5 0,1 1,9 0,0* 0,4 

* Valeur inférieure à 5 % de celle de Q1 
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II.A.2. Halogénophényles, trifluorométhylphényles et méthoxyphényles 

La substitution du noyau benzène en α de la position 2 par un atome de fluor est plutôt bénéfique à 
l’intensité maximale observée (Q56, Q41 et Q15) mais entraîne à l’exception de Q56 (substitué en ortho) 
une augmentation de l’autoluminescence des substrats, ainsi qu’une baisse du temps de demi-vie (même 
relativement à Q2).  

Similairement à ce qui a été décrit pour Q62 et Q14 avec un radical méthyle, la présence d’un groupe 
trifluorométhyle en ortho (Q30) inhibe quasi-complétement la production catalysée de lumière, alors 
qu’il est mieux toléré en méta (Q31). De manière étonnante, un méthoxyle placé en ortho (Q57) n’a pas 
entraîné la chute drastique de bioluminescence « attendue » malgré un encombrement nettement plus 
conséquent que les autres groupements exposés. C’est toutefois le seul exemple sur cette position de 
groupe possédant un effet mésomère donneur ou capable de participer à des liaisons hydrogènes, ce qui 
pourrait expliquer une telle différence de comportement. 

Les substitutions en position para ont de manière générale augmenté le bruit moyen et diminué de 
manière conséquente le temps de demi-vie des substrats. La substitution en para du fluor de Q15 par un 
atome de chlore (Q47) n’a pas fondamentalement modifié la stabilité du substrat avec une 
autoluminescence similaire, mais a entraîné une chute de 60 % du signal lumineux. 

Nous pouvons également observer une tendance à l’augmentation du signal d’autoluminescence entre 
les positions ortho, méta et para, particulièrement marquée avec les groupements méthyles et 
trifluorométhyles. 

Les analogues Q2 et Q15 avaient déjà été décrits dans la littérature par Inouye et al.368 et testés sur une 
enzyme nanoKAZ excrétée dans le milieu de culture cellulaire. Les résultats publiés sont partiellement 
compatibles avec nos expériences, avec des intensités maximales plus importantes que la furimazine, 
mais sans observer toutefois de différence entre celles de Q2 et Q15. Cela peut cependant s’expliquer par 
un délai différent entre la mise en contact des substrats et de l’enzyme et la première lecture de 
bioluminescence. Les auteurs de ce brevet revendiquent cependant une stabilité exceptionnelle du 
substrat, ce qui peut s’avérer exact sur une minute, mais semble tout de même une vision très restrictive 
de la stabilité temporelle. 

Le meilleur représentant de cette série est probablement Q18, qui comporte un méthoxyle en méta, avec 
un bruit de fond seulement légèrement supérieur à la furimazine Q1 et émettant 30 % de lumière en plus 
durant les 10 premières minutes mais seulement 10 % de moins sur deux heures (pour comparaison, la 
bisdésoxycœlentérazine Q2 émet la même quantité de photons dans les 10 premières minutes mais 35 % 
de moins que Q1 en deux heures). 
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Figure 23 : structures et signaux des composés présentant des halogéno-, trifluorométhyl- ou méthoxyphényles en α de 

la position 2 

Tableau 16 : valeurs caractéristiques des substrats possédant des halogéno-, trifluorométhyl- ou méthoxyphényles en α 
de la position 2  

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q1 1,0 1,0 (60 min) 1,0 1,0 1,0 
Q2 1,2 0,3 1,0 0,4 1,0 

Q56 1,8 0,2 0,8 0,4 1,5 
Q41 1,5 0,3 1,5 0,4 1,3 
Q15 2,3 0,1 1,4 0,2 1,7 
Q30 0,1 0,4 0,9 0,1 0,1 
Q31 1,0 0,3 1,7 0,3 0,9 
Q32 0,6 0,1 2,1 0,1 0,4 
Q57 0,6 0,3 1,1 0,2 0,6 
Q18 1,4 0,5 1,1 0,7 1,3 
Q42 1,0 0,2 1,1 0,2 0,8 
Q47 0,8 0,1 1,3 0,1 0,6 
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II.A.3. Alkylfuranes et trifluorométhylfurane 

Nous avons préparé de proches analogues de la furimazine Q1 pour tenter d’observer des différences de 
luminescence en combinaison avec nanoKAZ, sachant que cette dernière a été optimisée pour ce 
substrat en particulier.99 

Une « rotation » de la position de l’oxygène du noyau furane, en remplaçant le substituant fur-2-yle (Q1) 
par un fur-3-yle (Q4), a entraîné une diminution de près de 40 % de l’intensité maximale observée ainsi 
que le triplement du bruit moyen d’autoluminescence. Ce signal d’autoluminescence a d’ailleurs montré 
un comportement assez inédit, avec un bruit entre 6 et 8 fois celui de Q1 dans les dix premières minutes 
de l’analyse, avant de baisser progressivement durant les cent-dix minutes suivantes pour atteindre 
finalement à peu près le même que celui des autres analogues de cette série. Si un certain nombre de 
substrats ont un bruit de fond qui augmente durant leur évaluation, il s’agit de la seule occasion où nous 
avons pu observer un signal d’autoluminescence qui décroissait ; cette mesure non répétée est par 
conséquent à considérer avec une certaine circonspection.  

La présence d’alkyle(s) sur le noyau furane s’est quant à elle avérée avoir un effet dramatique sur le signal 
lumineux, avec des intensités maximales mesurées lors d’une première évaluation entre 2,7 et 2,1 fois 
plus importantes pour Q3, Q12 et Q16 qu’avec la furimazine et un bruit moyen similaire ou moindre. 
Ici encore, cependant, l’amélioration de la bioluminescence s’accompagne d’une baisse de sa stabilité, 
avec des temps de demi-vie de l’ordre de 20 à 30 minutes.  

Comme nous pourrons l’observer plus loin, les intensités maximales mesurées ont été évaluées 
différemment avec un autre lot d’enzyme, avec des luminescences entre 2,1 et 1,5 fois celle de la 
furimazine Q1 (respectant toutefois le même ordre Q3 > Q12 > Q16). Nous n’avons malheureusement 
pas pour le moment d’autre explication à fournir pour ces variations qu’une différence d’efficacité de 
l’enzyme entre les deux lots utilisés, dont l’origine reste à déterminer. 

La présence en position 5 d’un cyclopropyle (Q36) ou d’un groupement trifluorométhyle (Q28) permet 
également une amélioration de l’intensité maximale, mais ici au détriment d’une augmentation du bruit 
de fond. La difficulté synthétique supplémentaire introduite par le cyclopropyle ou le coût du précurseur 
trifluorométhylé ne nous ont pas incités à conserver ces motifs pour la suite de nos études 
« structure – bioluminescence ». 
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Figure 24 : structures et signaux des composés présentant des furanes substitués en α de la position 2 

Tableau 17 : valeurs caractéristiques des substrats possédant des furanes substitués en α de la position 2  

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q1 1,0 1,0 (60 min) 1,0 1,0 1,0 
Q4 0,6 0,9 3,5 0,6 0,6 
Q3 2,7 0,4 1,0 0,9 2,4 

Q12 2,3 0,4 0,8 1,0 2,2 
Q16 2,1 0,3 0,7 0,5 1,8 
Q36 1,8 0,3 1,1 0,6 1,7 
Q28 1,3 0,2 1,6 0,3 1,1 
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II.A.4. Thiophène et alkylthiophènes 

Nous avons également tenté de remplacer le noyau furane par un thiophène (Q13). Ce composé a 
montré une intensité maximale 70 % plus importante que la furimazine (Q1), mais avec encore une 
décroissance du signal plus rapide.  

L’analogue Q58 s’est avéré beaucoup moins intéressant que son homologue furane Q12, avec un bruit 
de fond plus important et une intensité maximale moindre (l’évaluation de cette série a été effectuée avec 
le même lot d’enzyme que les tests initiaux des composés de la série « alkylfuranes » et est donc comparée 
à l’aune de ceux-ci). 

Enfin, l’analogue Q60 présentant un méthyle en position 3 du noyau thiophène a été le premier analogue 
synthétisé possédant une stabilité du signal dans le temps similaire à la furimazine Q1 avec un temps de 
demi-vie légèrement supérieur, malheureusement au prix d’une intensité maximale (et moyenne) 
moindre. Il aurait été extrêmement intéressant de pouvoir comparer ce substrat à son pendant furane, 
mais nous n’avons jamais pu le synthétiser à cause du prix prohibitif du 3-méthyl-2-furfuraldéhyde 
précurseur. 
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Figure 25 : structures et signaux des composés présentant des thiophènes substitués en α de la position 2 

Tableau 18 : valeurs caractéristiques des substrats possédant des thiophènes substitués en α de la position 2 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q1 1,0 1,0 (60 min) 1,0 1,0 1,0 

Q13 1,7 0,2 0,9 0,3 1,3 
Q58 1,7 0,3 1,4 0,5 1,6 
Q60 0,5 1,1 0,8 0,4 0,4 
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II.B. Modifications sur la position 6 de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one 

Les modifications en α de la position 2 de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)one ont montré une 
augmentation possible du signal de bioluminescence, souvent néanmoins au détriment de sa stabilité 
temporelle, notamment en alkylant le noyau furane (en position 4 et/ou 5) ou le noyau benzène (en 
méta). Ces changements ont donc par la suite été testés en cumulant ces modifications avec les nouvelles, 
afin de pouvoir observer d’éventuelles synergies. 

II.B.1. Fluorophényles 

Nous avons tout d’abord observé l’influence d’un atome de fluor en position ortho sur le phényle de la 
position 6. Pour la série « phényles » en α de la position 2, nous avons pu observer une augmentation de 
l’intensité maximale accompagnée d’une augmentation du bruit entre Q2 et Q20, avec une décroissance 
plus rapide pour ce dernier, mais avec une conservation du rapport signal–bruit moyen. Le même 
constat a été fait passant de Q15 à Q53 (non montré sur le graphique). 

Dans la série « furanes », la fluoration du phényle en position 6 a permis une augmentation de 40 % de 
l’intensité maximale de Q21, mais avec un doublement en parallèle du bruit de fond par rapport à la 
furimazine Q1. Il est toutefois à souligner que cette augmentation de bioluminescence ne s’est pas ici 
traduite par la chute importante du temps de demi-vie habituellement observé. La fluoration des deux 
positions ortho (Q27, non montré) du phényle en position 6 a quant à elle entraînée un triplement du 
bruit de fond sans impacter significativement ni la bioluminescence ni le temps de demi-vie, traduisant 
peut-être une instabilité exacerbée du substrat mais une affinité pour l’enzyme intouchée. 

L’intensité maximale des analogues présentant des furanes alkylés (Q34, Q51 et Q61) est toujours plus 
importante que la furimazine Q1, mais l’augmentation du bruit de fond moyen par rapport à Q3, Q12 
et Q16 n’a pas entraîné une amélioration importante du ratio signal–bruit. 

Nous avons également étudié l’effet de la fluoration sur les autres positions du phényle, avec un noyau 
5-méthylfurane en α de la position 2. La fluoration en méta (Q54) n’a pas d’influence particulière sur le 
signal observé par rapport à Q3, mais celle en para inhibe quasi-totalement la production de lumière. 

Tableau 19 : valeurs caractéristiques pour les substrats possédant un fluorophényle en position 6 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q1 1,0 1,0 (60 min) 1,0 1,0 1,0 
Q2 1,2 0,3 0,7 0,4 1,0 

Q20 2,0 0,2 1,1 0,4 1,6 
Q21 1,4 0,7 2,2 0,9 1,3 
Q34 2,2 0,4 1,4 0,8 1,9 
Q51 2,6 0,3 1,0 0,9 2,3 
Q53* 2,2 0,1 1,1 0,2 1,5 
Q16* 2,1 0,3 0,7 0,6 2,0 
Q54 2,7 0,3 0,9 0,7 2,3 
Q35 0,1 2,0 0,9 0,2 0,1 

* Substrats testés sur une autre plaque et comparés à leur référence Q1 propre  
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Figure 26 : structures et signaux des composés présentant un fluorophényle en position 6 
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II.B.2. Alkylphényles, méthoxyphényles et hydroxyphényles 

Un nombre plus restreint de modifications ont été faites sur le phényle de la position 6 qu’en position 2, 
notamment car les quelques essais effectués ont tous eu un impact dramatique sur l’allure de la 
bioluminescence. Ainsi, l’introduction d’un méthoxyle en ortho (Q09) ou en para (Q37) a entraîné une 
réduction de plus de 90 % de la bioluminescence par rapport à leurs contreparties non substituées 
(respectivement Q1 et Q3), avec une instabilité particulièrement accrue (presque dix fois supérieure) 
pour Q37.  

De même, la substitution en para par un groupement méthyle (Q45) annihile quasiment la production 
de lumière catalysée par l’enzyme, en ne montrant toutefois pas le même accroissement du bruit de fond 
qu’observé avec Q37. Étonnamment, la présence d’un méthyle en méta s’est traduite de manière assez 
différente en série « furane » (Q52) et « 5-méthylfurane » (Q48), avec un bruit de fond légèrement plus 
important pour le premier mais une bioluminescence quasi-nulle, alors que le second conserve une 
intensité maximale certes plus faible que Q1 (et a fortiori que Q3) mais avec toujours un temps de demi-
vie de près de 40 minutes et un bruit faible. 

Enfin, nous avons synthétisé au laboratoire la cœlentérazine Q86, le substrat naturel de la luciférase 
d’Oplophorus gracilirostris sauvage, ainsi que des analogues conservant le p-hydroxyphényle en 
position 6, la h-cœlentérazine Q75154 et l’homologue de furimazine Q80. La cœlentérazine Q86 a émis à 
son apex quinze fois moins de lumière que la furimazine Q1 (un facteur 30 avait été rapporté par Hall 
et al.),99 mais a aussi montré un bruit moyen douze fois supérieur. Cette explosion du signal 
d’autoluminescence a également été observée pour Q75 et Q80, ces derniers ayant présenté une intensité 
maximale entre deux et trois fois celle de la furimazine, mais avec une décroissance du signal parmi les 
plus rapides mesurées. 

La présence d’un groupement mésomère donneur en para du phényle en position 6 (méthoxyle pour 
Q37 ou hydroxyle pour Q75, Q80 et Q86) semble être le point commun entre tous les substrats ayant 
montré une instabilité chimique exacerbée. 

Tableau 20 : valeurs caractéristiques pour les substrats possédant un phényle en position 6 substitué par Me, MeO, OH 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q1 1,0 1,0 (60 min) 1,0 1,0 1,0 
Q9 0,1 1,3 2,9 0,1 0,1 

Q52 0,0 2,1 1,1 0,1 0,0 
Q37 0,0 2,1 9,4 0,0 0,0 
Q48 0,7 0,7 0,8 0,4 0,6 
Q45 0,0 0,1 1,0 0,0 0,0 
Q1* 1,0 1,0 (69 min) 1,0 1,0 1,0 

Q75* 1,9 0,0 9,5 0,0 0,4 
Q86* 0,1 0,6 12,3 0,0 0,1 
Q80* 2,7 0,0 10,6 0,0 0,7 

* Substrats testés sur une autre plaque et comparés à leur référence Q1* propre  
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Figure 27 : structures et signaux des composés présentant un phényle en position 6 substitué par un méthyle, un 

méthoxyle ou un hydroxyle 
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II.C. Modifications en position 8 de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one 

Les modifications apportées en position 6 ne se sont pas traduites positivement en termes 
d’augmentation de l’intensité de bioluminescence ou du temps de demi-vie. Elles ont également montré 
l’influence importante de la position para. 

Nous avons finalement souhaité étudier l’impact de la substitution du noyau aromatique en α de la 
position 8 de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one. Si plusieurs groupes de recherche se sont récemment 
intéressés au remplacement du pont méthylène par un hétéroatome,159-160 voire à sa suppression,166, 168 
notamment pour influer la longueur d’onde émise, nous avons fait le choix de le conserver dans la 
structure de nos analogues. 

II.C.1. Alkylbenzyles 

Nous avons en premier lieu testé l’ajout de méthyles en ortho et en méta sur le noyau benzène, en série 
« furane » et en série « phényle ». 

La présence d’un groupe méthyle en méta a entraîné une réduction importante de la bioluminescence 
de Q93 par rapport à son homologue furimazine Q1 et de Q95 par rapport à son homologue Q2 (non 
montré ci-contre), avec des autoluminescences toutefois légèrement réduites. 

La substitution en ortho a également entraîné une baisse de luminescence de presque 80 % de Q93 et 
Q92 par rapport à Q1 et Q2, avec toutefois une stabilisation remarquable de leurs signaux, qui ont 
montré une décroissance quasi-linéaire. 

Les données obtenues lors de cette évaluation sont cependant sujets à caution, notamment concernant 
les temps de demi-vie relatifs, notre standard interne Q1 ayant affiché une « allure de courbe » du signal 
de bioluminescence tout à fait étonnante. L’intensité maximale pour Q1 est par contre dans la fourchette 
de ce qui a pu être observée lors d’autres évaluations effectuées à la même période. Cette variation des 
signaux observés pour Q1 sera discutée plus loin dans ce chapitre. 
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Figure 28 : structures et signaux des composés présentant un méthylbenzyle en position 8 

Tableau 21 : valeurs caractéristiques des substrats possédant un méthylbenzyle en position 8 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q1 1,0 1,0 (35 min) 1,0 1,0 1,0 

Q93 0,2 2,8 0,6 0,6 0,2 
Q95 0,0* 3,6 0,6 0,1 0,0* 
Q92 0,2 2,6 0,8 0,7 0,3 
Q94 0,1 0,5 0,7 0,1 0,1 

* Valeur inférieure à 5 % de celle de Q1 
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II.C.2. Halogénobenzyles 

Nous avons également étudié l’influence de l’ajout d’un halogène sur le benzyle en position 8. Un 
premier essai en série phényle de substitution en para (Q74, non montré) a montré une chute drastique 
de l’intensité lumineuse qui nous a conduit à ne plus introduire de modifications sur cette position. 

En série furane, l’introduction d’un atome de chlore en position ortho (Q87) a entraîné une baisse de 
40 % du signal lumineux et de 30 % du bruit moyen, permettant de conserver un rapport signal–bruit 
intéressant, mais a également permis une augmentation de 20 % du temps de demi-vie (66 min). La 
substitution en méta (Q104) plutôt qu’en ortho, cependant, a entraîné une suppression presque totale 
de la bioluminescence. Une même chute dans l’intensité du signal lumineux a déjà été décrite pour 
l’homologue méthylé Q95, laissant supposer que la présence d’un groupe encombrant à cette position 
est rédhibitoire pour l’enzyme. 

La préparation d’analogues comportant des benzyles en position 8 fluorés en ortho ou en méta a 
toutefois conduit à des résultats très intéressants, avec une bioluminescence de Q84 et Q81 abaissée de 
20 à 25 %, mais un temps de demi-vie dépassant les 90 minutes et une décroissance quasi-linéaire. 

Enfin, deux substrats arborant un 5-méthylfurane en α de la position 2 ont également éveillé notre 
intérêt. Une substitution en ortho sur le benzyle par un atome de chlore (Q98) a ainsi permis d’obtenir 
un substrat ayant une bioluminescence aussi intense que la furimazine Q1, mais avec un bruit de fond 
presque deux fois moindre. De même, un atome de fluor en ortho sur le benzyle (Q85) a entraîné une 
légère baisse de luminosité par rapport aux précédentes évaluations de Q3, mais avec un temps de demi-
vie presque doublée. L’analogue méta-fluoré Q97 a également été synthétisé mais n’a pas été évalué sur 
la même plaque que ceux présentés ci-avant ; il est par conséquent décrit page 210. 

Ces bons résultats obtenus grâce à la présence d’un atome de fluor sur le benzyle en position 8 (par 
ailleurs totalement originaux) nous ont incités à explorer un peu plus d’éventuels effets cumulatifs avec 
plusieurs atomes de fluor.  
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Figure 29 : structures et signaux des composés présentant un halogénobenzyle en position 8 

Tableau 22 : valeurs caractéristiques des substrats possédant un halogénobenzyle en position 8 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q1 1,0 1,0 (57 min) 1,0 1,0 1,0 

Q87 0,6 1,2 0,7 0,7 0,6 
Q104 0,0* 0,1 0,1 0,0* 0,0* 
Q84 0,7 1,6 0,9 1,2 0,7 
Q81 0,8 1,7 0,8 1,5 0,8 
Q98 1,0 0,8 0,5 0,9 1,0 
Q85 2,0 0,6 0,6 1,2 1,9 

* Valeur inférieure à 5 % de celle de Q1 
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II.C.3. Fluorobenzyles et difluorobenzyles 

a. en série furane 

Comme nous l’avons déjà évoqué précédemment, la substitution en méta du benzyle en position 8 avec 
un atome de fluor (Q81) a permis une augmentation de 60 à 70 % du temps de demi-vie du signal au 
détriment d’une baisse modérée de la bioluminescence ainsi que du bruit de fond de l’ordre de 20 %. 
Une amélioration similaire a été observée en substituant en ortho avec un fluor (Q81) et nous avons 
essayé de déterminer si des effets cumulatifs étaient observables en disubstituant le noyau benzène. 

La fluoration des deux positions ortho (Q102) a entraîné une baisse de 30 % de la bioluminescence, sans 
amélioration particulière du temps de demi-vie ou du bruit de fond par rapport à la furimazine Q1. 

La disubstitution en positions 2 et 3 (Q107), par contre, a permis d’observer une intensité maximale de 
bioluminescence similaire à Q1, mais avec un bruit moyen 20 % moindre et un temps de demi-vie 
allongé de 60 % (environ 90 minutes). A contrario, une disubstitution en 2,5 (Q109) ou en 3,5 (Q103) a 
entraîné une chute de 70 à 80 % de l’intensité maximale observée, mais également une stabilité du signal 
dans le temps remarquable, avec des temps de demi-vie calculés supérieurs à deux heures et demie ! Les 
variations du signal de bioluminescence observées entre ces différents substrats laissent supposer 
l’existence d’interactions particulières avec la poche enzymatique, en supplément de « simples » effets 
électroniques. 

Plus généralement, une substitution en méta par un atome de fluor a permis d’obtenir des substrats 
possédant un temps de demi-vie plus important. 
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Figure 30 : structures et signaux des composés en série furane présentant un (di)fluorobenzyle en position 8 

Tableau 23 : valeurs caractéristiques des substrats en série furane présentant un (di)fluorobenzyle en position 8 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q01 1,0 1,0 (57 min) 1,0 1,0 1,0 
Q81 0,8 1,8 0,9 1,6 0,8 

Q102 0,7 0,9 1,0 0,7 0,7 
Q107 1,0 1,6 0,8 1,8 1,0 
Q109 0,2 2,1 (180 min)‡ 0,8 0,4 0,2 
Q103 0,3 2,1 (160 min)‡ 1,0 0,7 0,3 

 
  

                                                           
‡ Les temps de demi-vie relatifs présentés dans le tableau correspondent au dernier instant où l’intensité de 
bioluminescence était supérieure ou égale à son intensité maximale, d’où une même valeur relative de 2,1 pour les 
substrats très stables dans le temps (120 minutes, durée de l’expérience, comparées à 57 min pour Q1). Les valeurs 
entre parenthèses ont été calculées pour chaque substrat à partir de l’équation de leurs courbes de régressions 
linéaires respectives (R2 = 0,99). 
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b. en série 5-méthylfurane 

 

 
Figure 31 : structures et signaux des composés en série 5-méthylfurane présentant un (di)fluorobenzyle en position 8 

Tableau 24 : valeurs caractéristiques des substrats en série 5-méthylfurane présentant un (di)fluorobenzyle en position 8 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q01 1,0 1,0 (51 min) 1,0 1,0 1,0 
Q03 2,0 0,6 0,6 1,4 2,0 
Q85 2,3 0,6 0,6 1,6 2,3 
Q97 1,9 0,9 0,7 1,9 1,9 

Q121 1,4 0,9 0,7 1,4 1,4 
Q108 3,2 0,5 0,6 1,8 3,1 
Q110 0,7 1,8 0,6 1,2 0,7 
Q113 0,5 2,1 (108 min) 0,9 1,1 0,5 

 

Comme nous l’avions mentionné en II.A.3, l’analogue méthylé Q3 a ici été évalué avec une intensité 
maximale de bioluminescence plus faible qu’initialement, avec un signal « seulement » deux fois celui 
de la furimazine Q1. 

Les relations structure–bioluminescence observées précédemment en série furane (Partie III : II.C.3.a) 
ont été confirmées dans cette série « 5-méthylfurane », avec des intensités de bioluminescence 
comparables entre Q3, Q85 et Q97, et une augmentation sensible du temps de demi-vie pour le composé 
fluoré en méta (Q97). De même, les composés difluorés en 2,5 (Q110) et 3,5 (Q113) ont également 
montré des niveaux de bioluminescence réduits de 70 % relativement à leur homologue Q3 avec des 
allongements du temps de demi-vie importants. 
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Enfin, l’analogue difluoré en 2,3 (Q108) a montré une intensité maximale en bioluminescence plus de 
trois fois supérieure à celle de la furimazine Q1, pour un rapport signal–bruit dans les premières minutes 
cinq fois plus important. 

c. en série 5-éthylfurane 

 

 
Figure 32 : structures et signaux des composés en série 5-éthylfurane présentant un (di)fluorobenzyle en position 8 

Tableau 25 : valeurs caractéristiques des substrats en série 5-éthylfurane présentant un (di)fluorobenzyle en position 8 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q01 1,0 1,0 (42 min) 1,0 1,0 1,0 
Q12 1,9 0,8 0,5 1,6 1,9 
Q96 2,5 0,7 0,5 1,9 2,5 
Q99 2,0 1,0 0,4 2,1 2,0 

Q129 1,4 1,0 0,6 1,4 1,4 
Q127 2,8 0,5 0,5 1,5 2,7 
Q123 0,8 1,3 0,4 1,0 0,8 
Q128 0,8 1,3 0,8 1,0 0,8 

 
Les relations structure–bioluminescence décrits ci-avant ont également été confirmées en série 
« 5-éthylfurane », avec néanmoins un gain nettement moins important en termes de durée du signal 
lumineux pour Q123 et Q128. La courbe de Q99 présente un point aberrant en bioluminescence 
entraînant une augmentation drastique de l’erreur sur la mesure à 10 minutes, qui ne devrait toutefois 
influer que modérément les valeurs caractéristiques de ce substrat (principalement les aires mesurées). 
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d. en série 4,5-diméthylfurane 

 

 
Figure 33 : structures et signaux des composés en série 4,5-diméthylfurane présentant un (di)fluorobenzyle en position 8 

Tableau 26 : valeurs caractéristiques des substrats en série 4,5-diméthylfurane présentant un (di)fluorobenzyle en 
position 8 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q01 1,0 1,0 (54 min) 1,0 1,0 1,0 
Q16 1,5 0,4 0,4 0,6 1,4 

Q131 2,0 0,4 0,4 0,9 1,9 
Q132 1,5 0,6 0,3 0,9 1,4 
Q130 0,9 0,8 0,3 0,7 0,9 
Q124 2,4 0,3 0,3 0,9 2,3 
Q122 0,6 1,0 0,2 0,6 0,6 
Q125 0,4 1,8 0,2 0,8 0,4 

 

Le même profil que ce que nous avons décrits en série « 5-méthylfurane » et « 5-éthylfurane » a été 
retrouvé dans cette série « 4,5-diméthylfurane ». 

Les intensités maximales observées sont légèrement plus faibles que les séries précédentes, ce qui a été 
néanmoins compensé par un bruit moyen remarquablement plus faible (entre 60 et 80 %) pour ces 
substrats.  
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II.C.4. Fluorobenzyles et trifluorométhylbenzyles en série phényle 

 

 
Figure 34 : structures et signaux des composés en série phényle présentant des benzyles en position 8 substitués 

Tableau 27 : valeurs caractéristiques des substrats en série phényle présentant des benzyles en position 8 substitués 

 Imax t1/2 Bruit moyen Aire à t1/2 Aire à 10 min 
Q01 1,0 1,0 1,0 1,0 1,0 
Q02 1,6 0,4 0,8 0,7 1,5 

Q118 0,0 1,4 0,7 0,0 0,0 
Q119 0,0 2,4 0,8 0,0 0,0 
Q117 2,3 0,2 1,0 0,5 1,9 
Q120 0,1 0,2 2,6 0,0 0,1 

L’amélioration de l’intensité maximale observée en séries « furane » grâce à un 2,3-difluorobenzène en 
α de la position 8 a été également mesurée en série phényle. Ainsi, Q117 permet une augmentation de 
30 % du signal relativement à Q2, avec toutefois une décroissance relativement rapide du signal. 

Nous avons également essayé un composé trifluoré Q120 avec l’espoir de combiner l’intensité des 
composés 2,3 difluorés et la stabilité des analogues 3,5 difluorés. Malheureusement, ce substrat n’a 
montré qu’une très faible bioluminescence, avec par contre un triplement du bruit de fond non observé 
dans le reste de ces séries fluorées. 

Enfin, la trifluorométhylation du noyau aromatique en ortho (Q118) comme en méta (Q119) a entraîné 
une chute quasi-totale de la bioluminescence. Si cela était prévisible pour la position méta où la gêne 
stérique semble être un facteur crucial (voir par exemple Q94, Q95 et Q104), il semble plus difficile de 
tirer des conclusions pour l’analogue Q118.
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III - DISCUSSION 

De nombreux substrats ont pu être testés au laboratoire grâce à une voie de synthèse permettant un accès 
à une très grande variété d’analogues, comportant des modifications sur tous les cycles aromatiques 
substituant le noyau imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one. La possibilité de tester les substrats par lots (dix 
par dix, au maximum), l’automatisation de l’injection d’enzyme juste avant la première lecture et le suivi 
de la décroissance de la bioluminescence sur deux heures ont permis de définir le comportement de nos 
substrats de façon plus précise que ce que l’on peut habituellement trouver dans la littérature. 

Nous regrettons en effet que les auteurs de publications scientifiques n’indiquent que rarement le signal 
d’autoluminescence (bruit de fond) observé dans les conditions des tests rapportés, préférant plutôt 
(dans les meilleurs des cas) « corriger » la bioluminescence en soustrayant ce bruit de fond du signal 
mesuré. Il est dans ces conditions impossible de choisir sciemment entre deux substrats ayant une même 
intensité décrite (par exemple 200 u.a.), mais pouvant avoir des ratios bioluminescence–
autoluminescence très différents (201:1 ou 400:200, par exemple). C’est pourtant cette dernière valeur 
qui majore la probabilité durant un test biochimique d’observer un signal bioluminescent 
statistiquement différent du bruit de fond.‡ 

Il convient toutefois pour commencer cette discussion d’aborder quelques problèmes rencontrés avec 
notre protocole d’évaluation des substrats après l’expression in vitro d’un nouveau lot de nanoKAZ au 
beau milieu du projet. Nous avons en effet obtenu avec les aliquotes de ce nouveau lot des signaux de 
bioluminescence pour notre standard interne Q1 présentant des allures inhabituelles (p. ex. Figure 28), 
sur un ou plusieurs puits, entraînant parfois des écarts types très importants sur la valeur de 
bioluminescence observée et rendant la comparaison des autres substrats au standard extrêmement 
délicate. Il nous a été possible connaissant l’allure habituelle du signal de bioluminescence de la 
furimazine d’écarter des données certains puits manifestement aberrants afin de réussir à évaluer nos 
substrats originaux et d’orienter la synthèse de nouveaux composés, ce qui n’est toutefois pas acceptable 
pour la publication de résultats sans étude supplémentaire. 

La résolution de ces problèmes de reproductibilité est bien évidemment une des priorités du laboratoire 
avec plusieurs pistes en cours d’exploration. Nous avons tout d’abord supposé une possible 
accumulation d’enzyme en tête du dispositif d’injection du luminomètre entraînant l’injection dans les 
premiers puits des plaques (contenant habituellement la furimazine Q1) de quantités variables d’enzyme 
selon les puits et, par conséquent, des variations conséquentes de luminosité. Malheureusement, des 
changements sur le plan de plaque n’ont pas supprimé les variations, réfutant cette hypothèse. Une 
seconde hypothèse en cours d’examen est que la concentration de substrat utilisée ne soit pas saturante 
(comme brièvement évoqué en Partie III : I.B) et que de faibles variations dans les volumes de substrats 
prélevés entraînent des changements importants de bioluminescence. Cette hypothèse n’est cependant 
pas privilégiée actuellement, car impliquerait probablement d’observer ces comportements pour d’autre 
substrats que Q1. Enfin, il est possible que des problèmes d’agrégations aient lieu, ce qui pourrait 

                                                           
‡ Si l’on considère par exemple un test d’interactions protéine–protéine (voir Partie I : II.B.2, p. 20) où la 
reconstitution d’une activité luciférase ne s’effectue qu’une fois sur dix, le substrat à 201:1 permettra au mieux 
d’observer un signal vingt fois plus important que le bruit de fond, quand le second à 400:200 ne permettra 
probablement jamais de conclure. 
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expliquer les courbes à l’allure parfois « chaotiques », mais ne traduit pas non plus pourquoi ce problème 
n’apparaît quasi-exclusivement qu’avec la furimazine. 

La synthèse de nombreux analogues a néanmoins permis de faire ressortir des tendances, exposées dans 
la Figure 35, relatives aux intensités maximales de bioluminescence, aux bruits moyens mesurés ou à 
l’évolution du signal lumineux dans le temps. Ces tendances ont été confirmées par ailleurs par Sophie 
Goyard et Thierry Rose, à l’Institut Pasteur, qui ont effectué des évaluations de ces mêmes substrats sur 
une chimère contenant la luciférase nanoKAZ produite in cellulo et excrétée dans le milieu, ainsi que 
pour quelques substrats sur cellule entière. 

Nous avons ainsi découvert que l’alkylation du noyau furane de la furimazine Q1 permettait une 
augmentation conséquente de l’intensité maximale de bioluminescence, avec en contrepartie une baisse 
du temps de demi-vie. Étonnamment, ces substitutions n’avaient jamais été explorées par Promega lors 
du développement de la furimazine, ni revendiqués dans les brevets originaux.99, 163, 369 Un brevet plus 
récent par Shakhmin et al.167 revendique désormais la « méthylfurimazine » Q3, sans toutefois fournir 
de données de bioluminescence pour ce substrat. 

 
Figure 35 : récapitulatif des relations structure–luminescence observées 

La substitution en ortho du phényle en α de la position 2 s’est avérée délétère pour le signal lumineux 
dans certains cas (méthyle, trifluorométhyle) mais tolérée avec des substituants mésomères donneurs 
(fluor, méthoxyle), ce qui pourrait traduire l’établissement de liaisons hydrogène ou d’interactions π 
dans le site actif de l’enzyme. Un article récent370 rapportant une augmentation de la propension de 
l’oxygène du furane à établir des liaisons hydrogène lorsqu’il est alkylé et le fait que le noyau aromatique 
en α de la position 2 de l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one soit forcément proche des résidus protéiques 



Discussion 

217 

permettant la réaction du substrat avec le dioxygène peuvent être un faisceau d’indices soutenant cette 
hypothèse. 

Les modifications que nous avons apportées sur le benzyle en position 8 se sont également montrées 
intéressantes, avec des relations structure–bioluminescence reproductibles sur plusieurs séries de 
substrats. Ainsi, la présence d’un atome (chlore) ou groupe d’atomes (méthyle, trifluorométhyle) 
volumineux en méta sur le benzyle a systématiquement entraîné une chute importante de la 
bioluminescence, probablement causée par une gêne stérique dans le site actif de l’enzyme, et un 
comportement similaire a pu être observé en substituant en para. 

Nous avons été très agréablement surpris par l’influence nette d’un fluor positionné en méta ou en ortho 
du benzyle en position 8, qui permet un allongement significatif du temps de demi-vie en série furane. 
Ceci a également été observé en séries alkylfuranes, dont les substrats perdent en demi-vie ce qu’ils 
gagnent en luminescence, mais où une synergie avec ce m-fluorobenzyle a permis d’observer une 
luminescence soutenue plus longtemps qu’avec un simple benzyle. 

La substitution par deux atomes de fluor du benzyle a également permis d’observer sur une même série 
des comportements radicalement différents, avec une très forte intensité et un temps de demi-vie réduit 
(substitutions 2,3) ou des intensités faibles à moyennes mais avec des temps de demi-vies importants 
(substitutions 2,5 ou 3,5). La synergie avec les modifications en position 2 a ainsi permis l’obtention 
substrats originaux affichant des rapports signal–bruit moyen entre 5 à 10 fois celui de la furimazine, et 
d’autres entre 20 à 60 % moins intenses mais avec des temps de demi-vie doublés voire triplés. 

Enfin, l’enzyme s’est montrée assez restrictive envers les modifications apportées au noyau aromatique 
en position 6, la plupart des substitutions inhibant la bioluminescence. Il est toutefois intéressant de 
remarquer l’influence drastique d’un groupement méthoxyle ou hydroxyle en para, qui entraîne un 
décuplement de l’autoluminescence du substrat, traduisant une stabilité moindre dans le milieu en 
présence d’oxygène. De même, la simple présence d’un hydroxyle transforme la furimazine Q1 en Q80, 
passant d’un composé avec un temps de demi-vie de près d’une heure à un trois fois plus lumineux mais 
dont la bioluminescence chute de moitié en moins de trois minutes. 

Cette différence nous amène à une considération plus générale portant sur l’ensemble des analogues 
synthétisés : plus le signal de bioluminescence est intense à son maximum, plus le temps de demi-vie 
semble court. Nous avions tout d’abord pensé que le déclin de la bioluminescence correspondait à la 
consommation du substrat qui finissait par se trouver en quantité trop peu suffisante pour soutenir la 
luminescence. Cependant, nos collègues nous ont soulignés que si un rajout de luciférase entraîne de 
nouveau une luminescence soutenue, l’ajout de substrat supplémentaire ne le permet pas, ce qui traduit 
une perte de l’activité luciférase par une dégradation de l’enzyme. Dès lors, si l’intensité maximale de 
bioluminescence observée est probablement fonction de l’affinité du substrat pour la luciférase, la demi-
vie du signal est sans doute influencée par bien d’autres paramètres dont la détermination exacte nous 
semble être un enjeu crucial pour l’évolution des tests in vitro utilisant la bioluminescence comme 
système rapporteur, et que nous détaillerons plus avant dans les perspectives ouvertes par ce projet de 
thèse.
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La multiplication des criblages à haut débit ou de l’imagerie sur cellule unique, par exemple, a été rendue 
possibles par l’essor à partir de 1972371 de la recombinaison génétique permettant l’expression par des 
organismes vivants de protéines ne faisant pas initialement partie de leur patrimoine génétique. Il était 
dès lors possible de faire exprimer par un organisme (et désormais in vitro) des chimères protéiques ou 
encore d’inhiber certaines fonctions fondamentales de lignées cellulaires, et il devenait indispensable de 
pouvoir observer à l’échelle macroscopique les modifications effectuées à l’échelle cellulaire, même si 
l’organisme ne présentait pas de changement phénotypique majeur. Cela a mené au développement de 
nombreux systèmes rapporteurs permettant la mesure du niveau d’expression, notamment par 
radioactivité, fluorescence ou bioluminescence. La découverte de la protéine fluorescente verte (GFP, 
Green Fluorescent Protein) par Osamu Shimomura en 196244, 170 permettra ainsi 30 années plus tard 
l’observation directe de l’expression de la β-tubuline dans les larves du ver C. elegans111 à divers stades 
de son développement. Les avantages innombrables de cette protéine par rapport à d’autres techniques 
mèneront au développement de nombreux mutants de la GFP,113 aboutissant en 2008 à l’attribution du 
Prix Nobel de Chimie à Osamu Shimomura, Martin Chalfie et Roger Y. Tsien. 

Parallèlement, les recherches sur la faune marine bioluminescente mèneront à l’identification et à la 
purification d’enzymes, appelées luciférases, capables de catalyser l’oxydation de substrats et aboutissant 
à l’émission de lumière. Des luciférases structuralement différentes ont ainsi pu être isolées de Gaussia 
princeps (GLuc), Vargula hilgendorfii (VLuc), Renilla reniformis (RLuc) ou encore Oplophorus 
gracilirostris (OLuc), et ont chacune été utilisées comme système rapporteur, par exemple pour visualiser 
l’expression de gènes.95, 372-373 Toutes ces luciférases se sont avérées posséder des substrats partageant un 
noyau commun imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one.40, 42, 155, 178, 199 L’engouement pour les systèmes 
rapporteurs bioluminescents d’origine marine, ne nécessitant pas d’ATP comme cofacteur, a amené à la 
création de mutants plus stables, plus lumineux ou émettant à des longueurs d’ondes différentes ; parmi 
eux, nanoKAZ/NanoLuc®, un mutant du cœur catalytique de la luciférase d’Oplophorus gracilirostris, a 
été décrit en 2012 par Hall et al.99 et se caractérise par sa petite taille (19 kDa), une intensité lumineuse 
et un temps de luminescence importants, une stabilité thermique accrue et une utilisation possible sur 
une large gamme de pH. 

Il est intéressant de noter que les caractéristiques améliorées de nanoKAZ ne sont pas que le fruit des 
mutations apportées à l’enzyme mais également de l’élaboration d’un nouveau substrat, la furimazine, 
plus stable que le substrat d’OLuc sauvage, la cœlentérazine. C’est cette amélioration conséquente du 
signal lumineux « simplement » en modifiant le substrat qui a amené notre groupe, à l’initiative d’un 
collègue biologiste de l’Institut Pasteur, à entreprendre la synthèse de nouvelles imidazo[1,2-a]pyrazin-
3(7H)-ones dont le potentiel en bioluminescence serait ensuite évalué sur nanoKAZ, permettant 
l’établissement de relations structure–bioluminescence ; ce qui a fait l’objet de ce travail de thèse. 

 

Nous avons développé au laboratoire une synthèse de ces luciférines potentielles dans laquelle les 
α-aminoesters ont occupé une place prépondérante, que ce soit comme partenaires de couplage des 
2-chloropyrazines, mais aussi dans la synthèse de ces dernières, et nous avons par conséquent cherché à 
explorer les limites de plusieurs voies d’accès à ces α-aminoesters. 

Les synthèses utilisant le nitroacétate d’éthyle, via la condensation d’un aldéhyde ou la réaction d’un 
acétal en présence d’anhydride acétique, se sont confrontées aux réactivités du groupement nitro ou du 
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furfural et la nécessité pour cette dernière méthode d’avoir des aldéhydes enrichis en électrons. Nous 
avons néanmoins pu synthétiser grâce à ces méthodes une dizaine d’α-aminoesters avec des rendements 
entre 5 et 57 % en trois ou quatre étapes. 

Une autre voie d’accès aux α-aminoesters commençant par la réaction canonique de Knoevenagel entre 
des aldéhydes aromatiques et le malonate de diéthyle s’est montrée beaucoup plus permissive, avec cette 
première étape de condensation quantitative dans la plupart des cas. La réduction subséquente par 
hydrogénation catalytique de l’arylidènemalonate s’est également montrée robuste, alors que son 
alternative au tétrahydruroborate de sodium pour les réactifs incompatibles avec une hydrogénation au 
palladium s’est avérée les sur-réduire partiellement. Il semble néanmoins qu’il soit possible de limiter les 
réactions secondaires en employant d’autres sources d’hydrures (le tétrahydruroborate de 
tétraméthylammonium, par exemple), ce qui laisse penser qu’on pourra optimiser cette étape dans le 
futur. La transformation des 2-(arylméthyl)malonates en α-hydroxyiminoesters à l’aide d’alkylnitrites a 
également été précieuse, permettant d’éviter une mono-saponification suivie d’une réaction de Curtius, 
mais reste probablement l’étape limitante de cet accès synthétique aux α-aminoesters ; la réduction de 
l’oxime en amine procédant généralement avec d’excellents rendements. Nous avons ainsi pu synthétiser 
au laboratoire une quarantaine d’α-aminoesters (dont la moitié par l’auteur) avec des rendements depuis 
l’aldéhyde aromatique entre 22 et 81 % (avec un « accident » à 9 %). 

Enfin, une dernière voie d’accès permettant d’obtenir des alkylfurylalaninates d’éthyle à partir 
d’alkylfuranes et de 3-bromo-2-hydroxyiminopropanoate d’éthyle a été explorée. Cette réaction de 
cycloaddition [4+2] a malheureusement résisté à nos tentatives d’optimisation, avec des rendements 
plafonnant autour de 50 %. Si cette limite découle d’une isomérie cis/trans du 2-nitrosoacrylate d’éthyle 
formé in situ par élimination de bromure d’hydrogène (dont seul l’isomère cis est susceptible de procéder 
à une cycloaddition), il est envisageable que le rendement de cette réaction puisse être amélioré par son 
chauffage ; la réactivité du furane en présence d’acide nous ayant pour l’instant découragé d’essayer. 
Cette réaction est cependant, même avec 50 % de rendement, l’accès le plus aisé aux alkylfurylalaninates 
d’éthyle et les coûts plus modérés des alkylfuranes comparés aux alkylfurfurals renforcent encore son 
attractivité. 

Les α-aminoesters ont ensuite été utilisés comme réactifs dans la synthèse des 2-hydroxypyrazines, soit 
après conversion en α-aminoamides pour procéder à une condensation sur un arylglyoxal, soit par une 
route originale que nous avons développée. Ce premier accès s’est révélé peu performant à cause des 
problèmes de régiosélectivité inhérents à cette double condensation, mais aussi car nous n’avons pas 
réussi à reproduire certaines synthèses d’arylglyoxals décrites dans la littérature. Le second accès a quant 
à lui permis d’accéder en quatre étapes aux 2-hydroxypyrazines, avec une succession de réussites non 
triviales : l’addition–1,4 réversible des α-aminoesters sur les β-nitrostyrènes rendue possible en l’absence 
de solvant, l’adduit–1,4 résultant qui est remis en solution mais néanmoins suffisamment stabilisé par 
l’acide chlorhydrique pour permettre la réduction du groupement nitro, et enfin le développement de 
deux méthodes d’aromatisation des pipérazin-2-ones, jamais décrites précédemment, pour obtenir au 
laboratoire une quarantaine de 2-hydroxypyrazines (dont sept par l’auteur) avec des rendements à partir 
des α-aminoesters correspondant compris entre 20 et 50 %. 

L’étape d’activation des 2-hydroxypyrazines préalable au couplage de Buchwald–Hartwig a été rendue 
possible grâce à la différence de réactivité entre le trichlorure de phosphoryle, qui n’a donné que de 
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médiocres conversions, et le dichlorure de phénylphosphoryle, qui a abouti à des conversions complètes 
dans l’extrême majorité des cas, avec des rendements compris entre 43 % (purification par 
recristallisation) et 90 % (purification par chromatographie) de 2-chloropyrazines. 

L’amination de Buchwald–Hartwig, cruciale dans le cadre de notre synthèse, a nécessité de nombreuses 
optimisations malgré la publication de précédents assez proches dans la littérature. Nous avons 
déterminé des conditions de couplage compatibles avec la fonction ester des α-aminoesters et la 
sensibilité thermique du produit de la réaction, en utilisant le carbonate de césium comme base à faible 
température dans l’acétonitrile. Nous avons par la suite dû effectuer à nouveau un changement de 
solvant afin de pouvoir procéder à l’amination des 2-chloropyrazines avec des rendements satisfaisants 
lorsque les réactifs étaient très lipophiles (polyfluorés, par exemple). Ces conditions ne nous ont 
toutefois pas permis la N-arylation d’amines possédant un carbone quaternaire (et non tertiaire) en α. 

La détermination des conditions optimales pour effectuer ces réactions de couplage a été très 
chronophage, avec près de 130 réactions par l’auteur (240 au laboratoire), pour finalement obtenir une 
quarantaine de produits originaux (130 au laboratoire) avec des rendements non corrigés par rapport à 
la conversion entre 37 et 91 %. Comme la majorité des réactions de couplage au palladium, les 
rendements semblent proportionnels au temps que l’on peut consacrer à l’optimisation ; par conséquent, 
si de nombreuses conditions ont dû être évaluées pour obtenir nos cibles synthétiques, parfois avec des 
rendements faibles, il sera certainement possible pour des substrats particuliers d’obtenir d’excellents 
rendements si une montée en échelle devait être effectuée.  

La dernière étape de notre voie de synthèse est la cyclisation des N-(pyrazin-2-yl)aminoesters en acétates 
d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yles, ces derniers pouvant aisément être déprotégés afin d’obtenir les 
imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones souhaitées. Cette dérivatisation a déjà été évoquée dans la littérature 
comme un moyen de libérer au fil du temps le substrat in vivo, l’acétyle pouvant être clivé en milieu 
biologique par des estérases. Cependant, nous avons découvert que les substrats O-acétylés possédaient 
de nombreux avantages en comparaison avec leurs homologues déprotégés. Ils sont en effet stables à 
température ambiante pendant plusieurs années et inertes en présence d’oxygène quand les 
imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones doivent être conservées à -20 ou -80 °C et s’oxydent spontanément à 
l’air. De plus, ils sont pour la plupart solides et peuvent être purifiés par recristallisation ou par 
chromatographie sur gel de silice, pour obtenir finalement les substrats O-protégés avec des rendements 
entre 29 et 82 % (ces rendements sont hautement dépendants de la technique de purification utilisée et 
de l’échelle de la réaction). La déprotection « à la demande » des acétates d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3-yles 
en milieu légèrement acide permet ainsi d’effectuer des tests biochimiques avec une solution mère dont 
le titre est parfaitement connu et reproductible. 

 

De nombreuses améliorations de notre voie de synthèse restent possibles, notamment une optimisation 
globale des rendements qui sont acceptables pour la génération rapide de nombreux analogues mais très 
limités dans une optique de production à plus grosse échelle d’une ou de quelques luciférine(s) pour nos 
collègues biologistes. Fort heureusement, de nombreuses pistes peuvent être explorées à cette fin. La 
synthèse des 2-hydroxypyrazines selon Jones, par condensation entre des α-aminoamides et des 
glyoxals, mérite à notre avis d’être étudiée en détail tant elle simplifierait et accélèrerait l’accès à cette 
classe de molécules (ce qui reste d’ailleurs vrai hors du cadre restreint de la synthèse des 
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imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones). L’étape de chloration des 2-hydroxypyrazines a pu présenter des 
rendements assez variables et il est raisonnable de penser qu’il est possible de résoudre cela avec une 
étude plus précise des temps et températures de réaction. De même, la synthèse de certains 
α-aminoesters mérite d’être optimisée plus avant, notamment la réduction des arylidènemalonates et 
l’oximation subséquente. La réduction par des sources d’hydrures différentes, voire avec des catalyseurs 
métalliques compatibles avec la présence d’halogènes, serait intéressante pour la synthèse 
d’α-aminoesters fluorés. Enfin, il conviendrait de réexplorer l’étape finale d’hydrogénolyse des éthers 
benzyliques dans le cas où nous souhaitons obtenir des composés hydroxylés. En effet, si ces substrats 
ont une tendance à ne pas être optimaux pour nanoKAZ, d’autres enzymes tolèrent bien ces 
substitutions présentes dans les substrats naturels (GLuc ou RLuc, par exemple). 

 

Nous avons synthétisé au laboratoire plus de 130 nouvelles luciférines potentielles (dont 43 par l’auteur) 
qui ont été évaluées sur l’enzyme nanoKAZ ; l’utilisation des α-aminoesters comme intermédiaires 
réactionnels ayant permis d’accéder à une variété importante de substitutions sur les positions 2 et 8 de 
l’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one qui était plus difficilement accessibles avec les synthèses publiées 
jusqu’ici. Parmi ces luciférines originales, plusieurs séries se sont avérées dignes d’intérêt. Ainsi, les 
composés présentant « en α » de la position 2 un alkylfurane ont montré une bioluminescence de 2 à 3 
fois plus importante que la furimazine, souvent avec un bruit de fond réduit. Par ailleurs, la substitution 
du benzyle en position 8 par un ou des atomes de fluor (en ortho et/ou en méta) a fait émerger des profils 
de luminescence opposés, avec une stabilisation remarquable du signal lumineux au détriment de 
l’intensité, ou l’inverse. Ces modifications en 2 et en 8 peuvent rentrer en synergie pour obtenir avec les 
substrats correspondants des rapports signal–bruit moyen entre cinq et dix fois supérieurs à celui de la 
furimazine, ou bien moins intenses mais avec des temps de demi-vie doublés ou triplés (c’est-à-dire 
entre 2 et 3 heures !). Ce travail d’étude des relations structure–bioluminescence et les découvertes 
effectuées dans ce cadre ont d’ailleurs fait l’objet d’une demande de protection auprès de l’Office 
Européen des Brevets, en cours d’examen. 

Les propriétés de bioluminescence de nouveaux substrats sont assez complémentaires et permettent de 
répondre aux différentes problématiques rencontrées par les biologistes et biochimistes. En effet, des 
criblages effectués en plaques 96 ou 384 puits nécessiteront autant que faire se peut un signal 
(quasi-)constant lors de la lecture des plaques, sur plusieurs dizaines de minutes. Au contraire, 
l’utilisation d’une luciférase comme système rapporteur en imagerie optique (in cellulo ou in vivo) 
bénéficiera d’une intensité maximale de bioluminescence élevée avec un bruit de fond minimal, mais ne 
nécessitera probablement pas un signal lumineux soutenu longtemps. 

Il serait bien évidemment optimal de combiner ces caractéristiques, peu d’applications pouvant souffrir 
a priori d’un excès de lumière ou de stabilité. Des résultats obtenus avec nanoKAZ par Sophie Goyard 
et Thierry Rose, cependant, montrent que la principale cause de diminution de l’intensité lumineuse au 
cours du temps n’est pas la consommation du substrat mais une désactivation de la luciférase. L’origine 
de cette désactivation reste à déterminer précisément, mais quelques hypothèses peuvent 
raisonnablement être envisagées.  

Tout d’abord, les luciférases sont des enzymes capables de créer des entités peroxydées extrêmement 
réactives, et il n’est pas déraisonné d’imaginer que le peroxyde 113 créé lors du cycle catalytique puisse, 
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au lieu de cycliser et conduire à la bioluminescence, subir une élimination et créer in situ un accepteur 
de Michael 114 (Schéma 74). Alternativement, un tel hydroperoxyde peut parfaitement réagir avec des 
résidus protéiques et désactiver par là même la luciférase. 

 
Schéma 74 : désactivation d’une luciférase par la formation d’une liaison covalente 

De même, il est édifiant de comparer les bioluminescences des substrats présentant un 
p-hydroxyphényle en position 6, qui affichent des intensités maximales élevées mais conduisent à la 
désactivation totale de l’enzyme en quelques minutes, et celles de leurs homologues déshydroxylés qui 
montrent un signal soutenu pendant plus longtemps. Il est possible que ces substrats hydroxylés ou les 
cœlentéramides correspondantes sont suroxydés en un système conjugué « quinoïde » 115 pouvant 
également réagir avec de proches résidus et potentiellement bloquer le site actif de l’enzyme 
(Schéma 75). 

 
Schéma 75 : désactivation d’une luciférase via la formation d’un système « quinoïde » 115 

Nous pensons que la prochaine évolution majeure des systèmes luciférine(s)/luciférase(s) découlera de 
la compréhension de ce ou ces mécanismes de désactivation de l’enzyme et ne proviendra donc pas 
uniquement d’une modification des substrats mais de modifications combinées sur les deux éléments 
du couple. Nous souhaitons par conséquent mettre en place à l’Institut Pasteur des collaborations 
permettant des études structurales poussées. Ainsi, l’étude en spectrométrie de masse de solutions 
épuisées de luciférase pourrait permettre de déceler des enzymes ayant lié de manière covalente une 
molécule de substrat, voire même d’identifier le ou les résidus coupables ; ceci pourrait par la suite 
permettre de muter spécifiquement nanoKAZ afin d’éviter cette désactivation. De même, nous 
développons actuellement au laboratoire des inhibiteurs compétitifs des luciférines que nous espérons 
dans le futur pouvoir co-cristalliser avec nanoKAZ. En effet, si une structure cristallographique de cette 
enzyme a été publiée dans la Protein Data Bank, la co-cristallisation avec le substrat est évidemment 
impossible (ou impliquerait d’effectuer un criblage des conditions de cristallisation sous atmosphère 
inerte…) et ne permet pas de guider le développement de nouvelles luciférines. Toutes ces stratégies 
d’études structurales nécessitent cependant l’expression et la purification de quantités conséquentes de 
nanoKAZ, ce qui reste pour l’instant l’étape limitante de tous ces projets. 
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Enfin, il est important de noter que les nombreux analogues originaux de luciférines développés au 
laboratoire n’ont pour l’instant été évalués que sur une unique enzyme, nanoKAZ, dans des conditions 
in vitro relativement « clémentes ». Il sera intéressant dans le futur de développer des criblages croisés 
avec différentes enzymes (ou différents variants d’une enzyme) permettant d’identifier dans des 
conditions données le meilleur substrat à utiliser pour les analyses souhaitées. 

 

D’ores et déjà, nous avons apporté à nos collaborateurs biologistes de nouveaux outils qui ont pu 
démontrer leur supériorité in vitro, en imagerie sur cellules entières ou avec des criblages à grande 
échelle sur des levures, et qui permettront, nous l’espérons, de nombreuses découvertes futures.
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Annexe I : 
Synthetic Routes to Coelenterazine and Other 

Imidazo[1,2-a]pyrazin-3-one Luciferins: Essential 
Tools for Bioluminescence-Based Investigations 
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Annexe II : 
Synthesis of α-Amino Esters via α-Nitro  

or α-Oxime Esters: A Review 
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Synthèse d’imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones originales et 
leurs évaluations comme substrats de la luciférase mutée 

d’Oplophorus gracilirostris nanoKAZ 

Eloi COUTANT-FLEXER 
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L'utilisation massive des luciférases d'origine marine comme systèmes rapporteurs reste très limitée par 
le coût prohibitif de leurs substrats. Ces derniers sont constitués d'un noyau 
imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-one, dont les synthèses publiées sont difficiles et dont le stockage et 
l'utilisation nécessitent des précautions importantes. Nous avons découvert dans le cadre de ce projet 
une synthèse alternative originale d'imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones en 5 à 10 étapes ayant permis 
l'obtention au laboratoire de plus d'une centaine de nouveaux substrats potentiels, ainsi qu'une 
dérivatisation permettant le stockage de ces composés sans précaution particulière, à température 
ambiante, pour de longues périodes de temps. 

Ces luciférines originales ont ensuite été évaluées sur un variant de la luciférase d'Oplophorus 
gracilirostris, nanoKAZ, afin d'étudier les relations structure-luminescence de ces substrats. Nous avons 
ainsi obtenu des substrats originaux avec des temps de demi-vie du signal bioluminescent largement 
accrus (plus de deux heures) ou des rapports signal/bruit cinq à dix fois supérieurs au couple commercial 
furimazine/nanoKAZ. 

 

The large-scale use of marine luciferases as reporter systems is still very impeded by the prohibitive costs 
of their substrates. These imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones are difficult to synthesize, and their 
unstability make their storage and use cumbersome. In the course of this project, we have discovered a 
new synthesis of imidazo[1,2-a]pyrazin-3(7H)-ones in 5 to 10 steps, which allowed us to synthesize more 
than one hundred original potential substrates of these luciferases, alongside a derivatization method 
providing shelf-stable precursors of these molecules. The structure-luminescence relationships of these 
original substrates have been assessed with nanoKAZ, a mutated luciferase of the shrimp Oplophorus 
gracilirostris. This led us to identify original substrates endowed with greatly improved half-life (more 
than two hours) or with signal-over-noise ratios enhanced five to ten times versus the commercial 
furimazine/nanoKAZ system. 


