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Introduction générale

Au cours du vingtieme siécle, I'industrie chimigsiest considérablement développée,
au point de devenir de nos jours incontournables dafabrication de la majorité des produits
utilisés quotidiennement par 'homme. Depuis quetgdécennies, les molécules synthétisées
d’'usage ou modifiées par voie chimique sont pr&seatissi bien dans notre nourriture que
dans notre environnement domestique, en passantopar les produits cosmétiques et
pharmaceutiques. Cependant, il existe une demanrtke ét croissante des consommateurs
pour des produits a caractere naturel issus deuess renouvelables. En effet, a I'heure
actuelle, les consommateurs, soucieux de sécuride deur santé, ont de plus en plus
tendance a rejeter les produits comprenant deseéksmartificiels tels que la tartrazine

employée comme colorant jaune (Du&al, 1996)

Ces dernieres années, une partie des procédésgaksnhistoriques a été convertise
vers ce que I'on appelle aujourd’hui la chimie gerCette derniere propose des solutions
alternatives adossées a des procédés plus « dasant a réduire I'impact environnemental
pour catalyser les réactions. Dans ce cadre, ainrédiuire le niveau de pollution de
I'environnement par les polluants chimiques (dds, stes eaux et de I'air, dus, notamment, a
I'agriculture intensive et aux industries), I'usidition d’enzymes comme biocatalyseurs est
une voie prometteuse et reconnue pour produire alevatles molécules ou apporter de
nouvelles fonctionnalités a des molécules d’intdré&tustriellement, nous sommes alors dans

ce qu’'on appelle les biotechnologies blanches.

Les enzymes sont naturellement produites par desoarganismes. Elles sont
biodégradables et sont capables de catalyser ubreamportant de réactions a la fagon des
catalyseurs chimiques. Les réactions enzymatiqeesent étre utilisées pour produire de
nouvelles molécules (Adelakwet al, 2012). De plus, elles sont actives en milieu agust
dans des conditions expérimentales douces. Réceimpemi ces enzymes, les enzymes
oxydatives ont montré leur intérét pour la synthésemolécules bioactives présentant des
propriétés intéressantes telles que l'activité cmytiante. Ces enzymes, les oxydases, se
trouvent dans la nature, particulierement dans diesites, et sont responsables de la

bioconversion naturelle de composés phénoliqugsgenents colores.
1
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Ces oxydases, le plus souvent des catéchol oxydasekes laccases, catalysent, en
présence de I'oxygéne de I'air, co-substrat indispble a la réaction, I'oxydation de mono
ou d'ortho-diphénols respectivement en semiquinones ou qgaBolCes composés tres
réactifs peuvent oxyder d’autres phénols ou réags rapidement avec eux-mémes ou avec
des composés nucléophiles présents dans leur eneiment comme des amines, des thiols,
etc.... Au cours de ces réactions de condensationtapée, il se forme temporairement des
intermédiaires présentant des couleurs pouvant dligaune au bleu noir en passant par le
rose, le rouge ou le vert selon les substrats mjswe En contrdlant cette bioconversion et en
stabilisant les intermédiaires colorés, on peupg@rér une large gamme de colorants avec un
label naturel qui peuvent trouver des applicatialams les domaines agroalimentaires,
pharmaceutiques et cosmeétiques. Ainsi, cette bimasion enzymatique s’est largement
développée en milieu organique ou hydro-organidurede produire de nouvelles molécules
aux propriétés variées. L'oxydation de substrate@nphques sélectionnés conduit a la
synthese de molécules bioactives aux propriétésramties (Mustafaet al, 2005) ou
antioxydantes (Adelakuet al, 2012).

Dans les dernieres années, plusieurs travaux émtéerits sur le greffage de molécules
provenant de I'oxydation enzymatique de substraénpliques sur des macromolécules telles
gue la pectine, la cellulose, I'hémicellulose ethétosane (Craveat al, 1981 ; Kim S. Yet
al., 2007 ; Norskeet al, 2000 ; Taylor et Clydesdale, 1987 ; Wual, 2002). Ce procédé
permet d’accroitre ou d’améliorer les propriétéxds biopolymeres par I'apport des activités
des produits d’oxydation des phénols greffés ssirbiepolyméres telles que les propriétés
antioxydantes ou optique...

Dans ce contexte, I'objectif global de ce travai, @’une part, la maitrise du greffage
des produits d’oxydation de l'acide férulique et tirulate d'éthyle par la laccase de
Myceliophtora thermophilasur le chitosane en milieu aqueux et dans des tonsli
réactionnelles douces, et, dautre part, I'études deropriétés des biopolyméres
fonctionnalisés. Ainsi, I'attention portera sur legcanismes du greffage (type de liaison,
position du greffage et structure chimique des pitsdgreffés) et les propriétés des
chitosanes fonctionnalisés telles que les promié@gtioxydantes, physico-chimiques et

biologiques qui seront évaluées.
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A cette fin et pour débuter, une étude bibliogrgpkiva permettre de montrer l'intérét
des laccases, leur mécanisme et leurs conditicadioénelles. Le potentiel du chitosane
comme biopolymere et ses propriétés fonctionnedbrent décrits. Enfin, le mécanisme du
greffage des produits d’oxydation des phénols swhitosane, les méthodes du greffage et

les enzymes utilisées dans ce greffage seronttdscu
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Chapitre | : Etude bibliographique
|. Laccases f-diphénols : oxygene oxydoréductases; E.C.1.10.3.2)

l.1. Introduction générale

Les oxydases ou oxydoréductases sont des enzymesatplysent le transfert
d’électrons d’'une molécule (un oxydant, un acceptéuydrogéne ou accepteur d’électron) a
une autre (un réducteur, un donneur d’hydrogendamneur d’électron) (Burton, 2003 b).
Les principales enzymes qui appartiennent aux eegynoxydatives, sont les
polyphénoloxydases (PPO) (EC 1.10.3.1) qui utilisis 'oxygene moléculaire comme co-
substrat et les peroxydases (POD) (EC 1.11.1.7)tijisent de I'eau oxygénée.

Les polyphénoloxydases (PPO) (1,2- benzenedioygémxe oxydoréductase) font partie
des métalloprotéines parce gu’elles contiennentnu&tmux dans leur site actif ; dans le cas
des PPO, c’est le cuivre. Elles sont capables tlysar I'oxydation de certains composés
phénoliques en polymeéres bruns avec la réducti@a eh eau (Xu, 2001). Les PPO peuvent
étre divisées en monophénoloxydase ou crésolase.1(E4.18.1) lorsqu'’il s’agit d’'une
hydroxylation en positionrtho d'un substrat monophénolique et en diphénoloxydasgue
il s’agit d’'une oxydation d’un diphénol en benzaguie (Walker et Ferrar, 1998) (Figure 1).
La classe de diphénoloxydase est divisée, d’améasomenclature internationale, en deux
sous-groupes : les catécholoxydases (CO) (E.C3L1)0et les laccases (E.C. 1.10.3.2)
(Nicolaset al, 1994 ; Walker et Ferrar, 1998) .

OH

OH o
OH o)
1% 0, %0, o
2

R Monophénoloxydase R O-diphénoloxydase R
(EC 1.14.18.1) (EC.1.10.3.1)

Figure 1: schéma des différentes réactions catalyséegpaolyphénoloxydases
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[.2. Définition

Ces enzymes appartiennent a un groupe d’enzymes@cnoxydases bleues » car elles
possedent quatre atomes de cuivre dans leur dife(ldoegger et al, 2006). Elles sont
capables d'oxyder des- ou p- diphénols en quinones correspondantes et oxyaent |
monophénols en semiquinones, sans hydroxylatioalgiske. En plus, elles sont capables
d’oxyder les aminophénols, les méthoxyphénols et enomeéres de lignine. Le schéma

(Figure 2) résume les différentes réactions catalypar les laccases.

OH o]
OH o]
Laccase
> + H,O
02
R R
o-diphénol o-quinone
OH o
Laccase A
R o, > + H,O » Polymeres
R
OH o
p-diphénol p-quinone
OH O
Laccase
> + H,O
o2
R R
Mono-phénol Semi-quinone

Figure 2 : réactions catalysées par les laccases (E.C.1.10.3.2

|.3. Distribution des laccases

Les laccases sont normalement distribuées daremdld des eucaryotes tels que les
plantes supérieures et les champignons ainsi que ldafamille des procaryotes tels que les
bactéries (Mayer et Staples, 2002). Chez les eat=myles laccases se trouvent dans le
cytoplasme des cellules (Harvey et Walker, 1999)ezLles procaryotes, ces enzymes se
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trouvent en évidence chez quelques bactéries comheeomonas sp et Azospirillum
lipoferum (Alexandreet al, 1996). De plus, ces enzymes ont été identifiéez quelques
insectes commeDrosophila melanogaste(Kramer et al, 2001) et aussi dans le sol
(Gianfredaet al, 1999).

La présence de laccases dans les plantes supéragmparait moins importante que chez
les champignons. D’une part, I'extraction des laesaest compliquée parce qu’elles sont
fortement liées a la paroi cellulaire. D’autre péatcaractérisation de I'activité laccasique est
rendue délicate dans I'extrait brut par la préseinéquente d’autres activités oxydasiques

comme la catéchol oxydase et la peroxydase (May@taples, 2002).
|.4. Caractéristiques biologiques et fonctions physlogiques

Les laccases sont des glycoprotéines avec un tasgsvariant de 10 a 45 %. Le poids
moléculaire varie de 50 a 100 kDa (Solonstral, 1996). Le poids moléculaire des laccases
fongiques est moins élevé que celui des laccasgdades (Burton, 2003 a). Le pH optimal
des laccases fongiques varie de 3 a 8 comme ladeaateMyceliophthora thermophilaont
I'activité optimale est a pH 7,5 (Mustaé al, 2005) bien que, certaines laccases de plantes

peuvent étre actives a pH 9 (Gianfredal, 1999).

Les laccases peuvent participer a la biosynthesersdanines (chez les bactéries). De
plus, les laccases des champignons pouvent partigifa dégradation des lignines (Kimex.
al., 2002). Par contre, les laccases de plantes suliguées dans la synthése des lignines
dans les parois de certaines cellules végétalasdBal, 1993).

[.5. Structure des laccases

La structure de laccases comme cellesBdeillus subtilis(Enguitaet al, 2004), ou
Trametes versicolofPionteket al, 2002) ont été étudiées par différentes technigoesme
la différence des rayons X, la spectroscopie UVidible ou la RPE (résonance

paramagnétique électronique).
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Dans la Figure 3, la structure tridimensionnelldadlccase dé@rametes versicoloest
représentéelLes détails de la position des atomes du cuivresithi actif de I'enzyme, la
position du substrat, 'ABTS (2,2 -azinobis-(3-dtignzothiazoline-6-sulfonate) liées aux

protéines sont aussi représentés sur cette figure.

Figure 3 : représentation de la structure 3D de la lacda§eametes versicoloobtenue par
cristallographie aux rayons X (Piontekal, 2002)

(Les atomes de cuivre sont représentés par leseggaieres bleues)

En général, elles sont des glycoprotéines monomesiqdimériques ou tétramériques
contenant au niveau de leur site actif quatre asomeecuivre qui sont différents par la nature
de leurs ligands (Riva, 2006). On distingue trdtisssappelés T1, T2 et T3 (Figure 4) d'apres
leurs propriétés spectroscopiques (Witayakran gaRskas, 2009) :

- Le site T1 contient un atome de cuivre (Cul)hketoabe a 610 nm. Il est coordinné a
une cystéine et c’est celui qui est responsablia deuleur bleue de I'enzyme (Claus, 2004 ;

Witayakran et Ragauskas, 2009).

- Le site T2 contient le cuivre qui na pas de b&awkabsorption dans le visible (non

bleu) (Cu2) et il forme avec I'azote des histidie¢sivec I'oxygéne un complexe tétraédrique.
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- Le site T3 absorbe a 330 nm. Chaque ion cuivréées trois histidines. Le cuivre de
type2 forme avec les autres ions cuivre de typa & aluster » trinucleaire ou les atomes de

cuivre sont au sommet d’un triangle (Riva, 2006).

Dans le site actif, un groupe de 3 atomes de ci{@tR de T2 et Cu3a et Cu3b de T3)
est responsable de l'activation de I'oxygéne, atpre un atome de cuivre (Cul de T1) est
responsable de I'oxydation des phénols (Claus, 200ihussiet al, 2002).

/His111

s

His452,

His 400

H,O
Cys453

ﬂ His 395\\0

Cu u

N on
His 398 H'364His454// / His458/ \Phe 463

Cu
Hisss/ His 109
T2 T

AN
3 T1

Figure 4 : environnement des 4 atomes du cuivre du sitedecta laccase dBacillus
subtilis (Witayakran et Ragauskas, 2009)

[.6. Mécanisme réactionnel

Plusieurs études réalisées sur différentes laccasespermis d’expliquer le cycle
catalytigue des laccases (Baldrian, 2006 ; Clad94R Il met en jeu la réduction d'une
molécule d'oxygene en deux molécules d'eau etdatign concomitante de quatre molécules
de substrats produisant quatre radicaux libres.r@gisaux instables et tres réactifs peuvent
réagir pour produire ensuite des dimeres, des roges et des polymeres. Le mécanisme
catalytique de la laccase est de type «donneuptaoe® (Messerschmidt, 1997 ; Mough
al., 2003), comprenant 3 étapes (Figure 5) :

1) 'oxydation du substrat par la laccase : le salbperd un électron (donneur), et la laccase
gagne un électron (accepteur) au niveau du siteegant le cuivre (Cul) de type T1. Donc,
11
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I'oxydation du substrat et la réduction du cuiv@i) de type T1 de Ctia Cu™ ont lieu lors

de cette étape.

2) le transfert interne d’électrons du Cul de Tl«aluster tri nucléaire » qui contient trois
atomes de cuivre (Cu2 T2 et Cu3a et Cu3b de T3). Ainsi, 'oxydation'deome Cul (Cir
a Cu?) de T1 et la réduction des atomes Cu2 et Cu3au8b QCu?a Cu™) de T2 et T3 se

passent lors de cette étape

3) Apres la réduction compléte du centre tri nucdégour activer I'oxygéne moléculaire, les
atomes du cuivre de type (2 et 3) réduisent I'oxygeC’est—a—dire, les atomes du cuivre
perdent des électrons (donneur) et 'oxygene médé#eugagne des électrons (accepteur).
Donc, I'oxydation des atomes Cu2 et Cu3a et Cu3B & Cu?) de T2 et T3 et la réduction

d’'O,a HO se déroulent en cette étape.

On laccase, .,
H e 4SUB,, e 0,
o R T1-Cu (I) * T2/T3-Cu(0)
R
OH
% 4 SUB cq = _ 2H;0
“?{j/ R T1-Cu (II) *— T2/T3-Cu (II)
R o
laccase,,

Figure 5 : cycle catalytique de laccase (Polak et Jarosz-Wih@, 2012)
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L’oxydation des substrats phénoliques par la laccasmmence par la formation de

radicaux phénoxy « semiquinones » (Figure 6).

OH O

-e, -H*
O,+ 4 > 4 +2H,0
Laccase

OH O-

O O O
-e_ -H+ ij . é .é
Laccase

Produits d’oxydation

Figure 6 : produits d’'oxydation formés par les laccases

Ces radicaux, de natures instables et tres réastilsssent soit un deuxiéme arrachement
d’électrons pour donner les quinones correspondargeit subissent des réactions non
enzymatiques comme des réactions de couplage jpowmed des dimeéres (Intet al, 2005)
puis, des oligomeres ou des polyméres peuventgémérés par combinaison des dimeéres
précédents (Aktast al, 2003).

Dans la littérature, il n'apparait que deux typlescouplage qui peuvent avoir lieu au
cours de I'oxydation par des laccases (Polak ets2awilkolazka, 2012). Les deux types de

couplage sont expliqués dans le schéma suivanir@-ig).

13



Etude bibliographigue

OH O-
laccase
7 Tl » R
R 0, Hz()
Substrat de laccase 4
OH Substrat oxydé
Substrat de laccase Non-Substrat de laccase

A A B | B |

Dimeres homogénes Diméres hétérogenes

Type 1 Type 2 Type 2
Type 3
R \
R
F‘Hvi) @ +
o phénol Amine (amination)
Couplage C-0 Couplage C-C i,
Ol|gomeres Oligomeéres
Polymeres

Figure 7 : schéma simple de formation des dimeres homoggrtestérogenes. R : plusieurs
substituants ou des systémes cycliques. A : Typéaldion = couplage oxydatif,
condensation oxydative ou par couplage oxydatihphgue. B : Type de réaction : couplage

oxydatif avec une amination nucléaire (Mikolasclsethauer, 2009)

1- Couplage pour produire de nouvelles moléculesdygnes : ces diméres homogénes
sont des produits de la dimérisation de radicaltnpRy qui sont formés lors de I'oxydation
d'un substrat unique par une laccase. Ces dim@&esuknt de la formation de nouvelles

liaisons entre un carbone et un oxygene (C-O) tne eleux atomes de carbone (C-C).

- Le couplage carbone-carbone (C-C) : ce couplagpasse préférentiellement en milieu

acide et I'élévation de la température de réadaworise ce couplage.
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- Le couplage carbone-oxygene (C-O) : ce couplagepasse en milieu basique et
'augmentation de la quantité de substrat favocisecouplage (Kobayashi et Higashimura,
2003). Par exemple, la polymérisation du 2,6-diiylétienol (2,6-MeP) a la suite de
I'oxydation par les laccases conduit soit au polyampoly (2,6-diméthyle-1,4-phényléne
oxyde) (P- 2,6-MgP) soit au 3,3',5,5-tetra-méthyl-diphénoxy quino(i@PQ) (Figure 8)
(Kobayashi et Higashimura, 2003). Dans ce caspigplage de type C-C a faible pH est

favorisé.

Me

Couplage de type C-O @
n

/
Me Me

P-2,6-Me2P
Laccase
HO — =

/
Me Me Me

00— H—x —,
Couplage de Type C-C ).

AN
Me DPQ Me

Figure 8 : couplages homogenes C-O et C-C pouvant avoir diesud’une oxydation du 2,6-

diméthylphénol catalysée par les laccases (Kobagastigashimura, 2003)

2- Couplage pour produire de nouvelles moléculeterbgénes : les laccases sont
également capables de coupler un substrat spéeifigua laccase avec un autre substrat non-
spécifique afin de produire de nouvelles moléchie®rogénes (Polak et Jarosz-Wilkolazka,
2012). Mikolasch et Schauer ont distingué six typeslimeres synthétisés par des laccases a
partir de substrats avec des structures difféeremteis diméres homogenes et trois dimeres
hétérogenes (Mikolasch et Schauer, 2009). Dansgeunie molécule acceptrice réagit avec
le radical synthétisé par la laccase et forme deemux produits avec des liaisons C-C, C-O,
C-N et C-S dans une étape non-enzymatique (MikblasSchauer, 2009). Par exemple, la
réaction du couplage entre le catéchol et l'acidedlamino-benzene sulfurique (précurseur

de colorant) peut générer I'obtention d’'un prodwiorée (Figure 9) (Tzanost al, 2003).
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OH
SO;H
OH
NH,
OH
OH (0] N
Laccase HoN
> »
SOH

NH,

Figure 9 : couplage hétérogene C-N pouvant avoir lieu der$oxydation du catéchol par la
laccase ddrametes villosavec I'acide 2,5-diamino-benzéne sulfurique (Tzeetoal, 2003)

Concernant I'oxydation de I'acide férulique (AF)) aouplage C-O est suggéré avec la
formation de deux radicaux phénoxy au niveau deyfjeéne, et au niveau du groupement
carboxyle, avec la formation de diméres comme ptedfinaux issus de la catalyse
enzymatique (Ralplet al, 1994). Donc, au cours de I'oxydation enzymatides,molécules
d’AF subissent une oxydation catalysée par la Begour former probablement des diméres
via des couplages C-O. Cependant, le couplage C-@risefentre deux radicaux phénoxy de

I’AF, ce type de couplage pouvant avoir lieu enignilacide et a température élevée.
|.7. Spécificité de substrat

[.7.1. Composés phénoliques

Les laccases sont capables d’oxyder directemerdolegposés phénoliques notamment
des monoméresy-, p- diphénols et leurs dérivés substitués sur diffia® positions par —
OCHg, -CHg, - SQ,, NH, ou —COOH (Polak et Jarosz-Wilkolazka, 2012). Desphiles sont
capables de polymériser ou dépolymériser des péhgilk comme la lignine (Kim Yet al,
2002).

L’activité des laccases envers les substrats plygres dépend de I'origine de I'enzyme,
de la nature, et /ou de la position des substitupat rapport a la fonction phénol (Gianfreda

et al, 1998). Les substrats dont les substituants odesrsubstituants se trouvent en position
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para sur le phénol sont les meilleurs substrats telslguibstituant de -OGHen position
para dans le substrgi-méthoxylphénol, et ce quelle que soit I'enzymdisdéte (Toscanat
al., 2003). Par ailleurs, la présence d’'un groupemeithyle ou méthoxyle en positigrara
sur le cycle aromatiqgue augmente la vitesse detdation et I'affinité enzymatique qui
s’accroit avec le nombre de substituant méthoxytdesnoyau aromatique (D'Annibade al,
1996).

Plusieurs études sur I'oxydation des phénols onmtréoqu’il existe une corrélation
entre la réactivité enzymatique et la différence petentiels redoxAE°) entre le cuivre T1

du site actif de I'enzyme et les phénols (@al, 2000).

AE° = E°Cu de typel (T1) des laccases — E° substratEquation 1

La force de transfert d’'un électron entre I'enzyetde substrat est proportionnelle a la
différence des potentiels redoxE°). Ainsi, la vitesse de transfert d’électrons idine pour

les substrats ayant un potentiel redox élevé et thoréactivité enzymatique diminue.

L’effet électronique des substituants joue égaldmenréle important. Généralement,
I'affinité et l'efficacité catalytique (Ma/Km) S’accélérent lorsque le substituant du cycle
aromatique cede facilement un électron comme -9©&HCH; (Decet al, 2003). Par contre,
les phénols substitués entho ou para par des groupements attracteurs d’électrons tads qu
NO, et COCH sont plus difficiles a oxyder. Il est montré queffet électronique des
substituants est plus important que l'effet st&itprsque les phénols sont substitués par des
groupements de petite taille (H, OH, O£ BHs, CHs) (Xu, 1996).

[.7.2. Composés non phénoliques

En ce cas, les laccases peuvent oxyder ces sgbstdatectement en présence d'un
substrat intermédiaire appelé « médiateur chimiguees médiateurs les plus frequemment
utilisés sont le (HBT) 1-hydroxy benzotriazole ci@e violurique (V10O), (2,6,6-tétra méthyl
pipéridinel-oxyl) (TEMPO), 2,2"-azino bis-(3-ethyl benzo thiime-6-sulfonate (ABTS),
hydroxy-acétanilide (NHA) et hydroxy-phtalimide (HPPolak et Jarosz-Wilkolazka, 2012).
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De plus, les médiateurs chimiques sont utilisésnduias substrats ne peuvent pas
pénétrer jusqu’au site actif de I'enzyme (encomiaeinstérique du substrat) ou possédent un
potentiel redox trop élevé (Kudangd al, 2011). En effet, le médiateur transporte les
électrons entre le substrat et I'enzyme. Ainsiatacase oxyde le médiateur en radical, qui a
son tour, oxyde le substrat (Figure 10) (BurtorQ28;, 2003 b).

H,O Laccase (,,, Mediateur (.4 Substrat

O, Laccase () Médiateur ,, Substrat (g

Figure 10: cycle catalytiqgue de systeme (médiateur / lagcas

L’activité du systeme médiateur/laccase envers debstrats dépend du potentiel
d’oxydoréduction de I'enzyme, de la stabilité, deréactivité du radical formé au cours de
I'oxydation du médiateur et de la taille molécuta@tu substrat (Polak et Jarosz-Wilkolazka,
2012).

[.8. Inhibiteurs

Ces molécules peuvent se lier aux cuivres de typedu site actif de la laccase. Par
conséquent, ces liaisons bloquent le transfertrietde I'électron entre les différents types du
cuivre comme les thiocyanates, I'azoture; Hdp fluorure (Johannes et Majcherczyk, 2000).
D’autres molécules comme les détergents cationiguledent I'activité enzymatique en

modifiant les acides aminés ou la conformationvaatie I'enzyme (Gianfredet al, 1999).
1.9. Caractérisation des produits d’oxydation (quirones)

Leso-/ p-quinones sont les produits primaires de I'oxydagamymatique des phénols.
Ces produits se caractérisent par leur réactivit@lépend de la structure des quinones, du pH

du milieu et la nature du solvant.
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Au vu des propriétés physiques, les quinones sapalides d’absorber dans le visible
avec des teintes allant du jaune brillant (catéshau rose (acide caféique) en passant par le
jaune orangé (acide chlorogénique) jusqu’au bruarrfiashaet al, 2002). Cette propriété
dépend du pH et de la nature du solvant utilisér{Ra et al, 1999).

Au vu des propriétés chimigues, ledp- quinones formées par voie enzymatique ou
non enzymatique sont des espéces tres instablesmémnt électrophiles et tres réactives.
C’est pour cette raison qu’elles sont rapidemenpliomées dans d’autres réactions, qui

conduisent a la formation des nouveaux composéscaotains sont colorés.
1.9.1. Réactions d’oxydoréduction couplées et addins nucléophiles
1.9.1.1. Réactivité avec 'acide ascorbique

L'acide ascorbique et ses dérivés sont bien comous réduire leo-quinones et les
ramener a B-diphénol dont elles sont issues d’origine (Nicaasl, 1994). Il en résulte que
la formation des produits colorés sera bloquéefdilde colt de I'acide ascorbique et ses
propriétés antioxydantes et antiradicalaires ert fom traitement alternatif de choix aux
sulfites. Le couplage entre la réduction des quesoet I'oxydation de l'acide ascorbique
(AH2) (un agent réducteur) se traduit en fait par lgraéation de ce dernier en acide
déhydroascorbique (DHA) et la reconstitution dediphénol d’origine (Figure 11) (Rouet-
Mayeret al, 1993).

O AH, DHA OH

v

0-quinone o-diphénol

Figure 11: réaction entre une quinone et I'acide ascorbique
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1.9.1.2. Réactivité avec les sulfites et leurs aéd

Les sulfites sont capables d’agir simultanémentlssiPPOs et sur les produits de la
réaction d’oxydation catalysée par ces enzymesK&vat Ferrar, 1998). Les formes solubles
des sulfites, & savoir les ions sulfite ¢3Det bisulfites (HS@?), sont capables d'inactiver de
maniere irréversible les PPO de végétaux supérmuborigine fongique (Golan-Goldhirsh
et Whitaker, 1984). Par contre, les laccases stug pesistantes et moins sensibles a
l'inhibition par les sulfites que les autres PPQCe kecond effet des sulfites est leur
complexation avec les-quinones conduisant a la formation de produits diteah stables et
incolores avec la régénération du phénol initiadjffe 12) (Nicolaset al, 1994 ; Walker et
Ferrar, 1998).

0] OH OH

&3'2_7

et/ou

A\ 4

Py
py
Pyl

SO,
O- quinone O- diphénol Sulfones incolores

Figure 12: réaction entre une quinone et un sulfite
1.9.1.3. Réactivité avec I'eau

En milieu aqueux, les quinones sont instables mdwsent a la formation de polymeéres
colorés. Par contre, les réactions de polymérisalies quinones diminuent quand on passe
d’'un milieu aqueux a un milieu organique (Mustafaal, 2005). En effet, les quinones
réagissent avec I'eau en donnant des trihydroxyde®; ceux-ci réagissent ensuite avec
d’autres quinones pour former des hydroxyquinongsi sont enfin le siege d'une

condensation oxydative pour donner des polymeres.
1.9.1.4. Réactivité avec les amines et leurs déxi{@mination)

En présence de nucléophiles (les amines et leurgedg dans le milieu réactionnel, les

quinones peuvent réagir par des liaisons covalestiisles (C-N) avec les groupements
20



Etude bibliographigue

amines terminaux pour donner de nouveaux prodaitsinoquinines). Ces réactions sont
favorables lorsque les quinones sont en excést tanu que les quinones peuvent subir au
moins deux types différents de réactions aveclegpgments amines donnant soit des bases
de Schiff soit des adduits de type michaélien (FEdLB).

O (0] (0] H (e H
(6] N -R' N "R’ N-R'
+H2N =R’ , Réduction H
R R R R

Base de Schiff

0 o}
o o
+H2N-R ———
RN
R H R

Adduit de type michaélien

Figure 13: deux réactions quinone-amine donnant des bas8shiff et des adduits de type

michaélien (Kumaet al, 1999)

Les quinones peuvent réagir avec les groupementiseand’acides aminés libres
comme la lysine, la tyrosine (Mikolaseh al, 2010), la phénylalanine, le tryptophane (Hahn
et al, 2009a;, 2009b ; Mandgt al, 2006), la méthionine, I'histidine, la cystéineofReroet
al., 1998) conduisant a des produits colorés. Lesomg@s peuvent aussi réagir avec les acides
aminés liés soit dans les peptides comme le pejpligeosine-Lysine) (Mikolasclet al,
2010) ou dans les protéines comme-l#ictalbumine et Ig3-lactoglobuline (Thalmann et
Lotzbeyer, 2002). De plus, les quinones peuvengiréa/ec les groupements amines des
polyméres comme le chitosane (Bozic Mogpiaal, 2012a ; Bozic Met al, 2012b) ou le

polyamide/ n-Butylamine (Aceret al, 2012).

Les quinones peuvent réagir avec les acides ansiméfsés sous forme libre ou sous

forme liée dans les peptides ou les protéines aggénération du précurseur phénolique
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(Negishi et Ozawa, 2000). Les produits qui se farns®nt incolores et peuvent, de part leur
structure, étre ultérieurement oxydés, par unetisrad’oxydoréduction couplée en présence

d’un excés de quinone conduisant a la formatioprdduits fortement colorés.

De plus, les quinones sont capables de réagir dgscamines donnant des produits
complexes (Strauss et Gibson, 2004). Un mécanismeli§é d’associations entre les
produits d’oxydation des polyphénols et les groupets amine libres des chaines latérales de

certains acides aminés, comme la lysine, est pi@sians la Figure 14.

OH o NH OH
f HOOC
HOOC ‘ ‘ HOOC
OH o)
I\%H o
HoOC HOOC ‘ o‘
\ oH ~o~o~NHy ‘\_%:/§:o

Figure 14: mécanisme simplifié de la réaction des intermiées de la polymérisation des

phénols avec des groupements amine (Strauss eirGib304)

Les quinones peuvent réagir avec la protéine entiquea en formant des liaisons
covalentes avec le cuivre du site actif. Cela caralublocage du cuivre et a l'inactivation de

'enzyme (Toscanet al, 2003).
1.9.1.5. Réactivité avec les autres phénols

1- Les quinonesot ou p-) peuvent réagir avec une molécule de phénol (sécupseur)
pour former un dimére homogene (Oszmianski et 1880).
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2- Elles peuvent réagir avec une molécule de phdmolature différente pour conduire a
un dimere hétérogéene avec régénération du phéwoigiiie et formation d’une nouvelle
guinone (Sarni-Manchadet al, 1997).

En général, les quinones sont impliquées dans éastions de couplage de type
biphényle (C-C) mais aussi biphényle-éther (C-Ourptormer dimeéres, oligoméres ou

polyméres.
1.9.2. Additions radicalaires

Les semiquinones formées par oxydation peuventviemg dans plusieurs types de
mécanismes radicalaires qui sont susceptibles denifoun grand nombre de produits
d’additions. En effet, la structure conjuguée delyghénols et la délocalisation possible des
électrons permet d’avoir plusieurs isomeres et dmmultiplier et compliquer les réactions
de couplage (Trabelst al, 2004). Par exemple, I'acide férulique cede urtgrgendant
I'auto-oxydation ou I'oxydation par les laccase®léctron libre sur le radical formé peut se
délocaliser sur toute la molécule (Figure 15) fantreansi plusieurs isoméres radicalaires. Les
substituants alkyles esrtho et enpara changent la densité électronique et donc la gkl
radical et des produits (Rawet al, 2001).

H o 0 O Q O
OCHs OCH, OCHj3 OCH, OCHg OCH
OH/ 0,
—> “—> +—> +—> +—>
H*/ e
X X X X X .

COOR COOR COOR COOR COOR COOR

Figure 15: différents radicaux (semiquinones) formés paiation de I'acide férulique par

les laccases (Rawet al, 2001)
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1.10. Facteurs influencant I'activité des laccases

Les enzymes sont des catalyseurs biologiques gpéesf dont I'activité optimale varie
selon plusieurs parametres comme la source deyhemzla nature et la quantité de produits
formés, la nature des substrats, la qualité d'dae présente dans le milieu (ou activité de

I'eau), le pH du milieu, la température et 'oxygen
1.10.1. Influence du milieu réactionnel

L’influence du solvant est multiple sur la réactienzymatique. En effet, le solvant

affecte le catalyseur (les enzymes), les substtdés produits de la réaction.

Les réactions catalysées par des laccases en radigeux sont limitées a cause de la
forte réactivité des quinones. En conséquencee eettivité provoque une polymeérisation
rapide et spontanée des intermédiaires (quinorasgainones) conduisant a la formation de
polyméres insolubles. Par ailleurs, le rendementcaieversion des phénols diminue car
I'activité élevée des quinones dans ce milieu cdusactivation de I'enzyme (Colombo et
Carrea, 2002). Pour éviter cela, des agents rashscimeuvent étre utilisés comme l'acide

ascorbique afin de réduire lesjuinones em-dihydroxy phénols (Burton, 1994).

Par ailleurs, en milieu organique, le solvant pérd@augmenter la solubilité des
substrats. Il permet également de faciliter la s#mm (enzyme /produits) grace a
l'insolubilisation des enzymes en phase organigeequi diminue I'inhibition des enzymes
par les produits (Burtoet al, 1998). Par contre, ce milieu peut provoquer laatiération
et/ou linhibition des enzymes par certains solgamrganiques comme le méthanol
(Bogdanovskayeet al, 2002) ou la diminution de l'activité enzymatiqgpar un milieu
diphasique (Mustafat al, 2005).

Cependant, une faible quantité d’eau en milieu oyee est nécessaire pour conserver
I'activité enzymatique. En effet, 'eau permet dmserver la conformation tridimensionnelle
de I'enzyme sous sa forme active car I'eau pasicifoutes les liaisons non covalentes et aux
liaisons hydrogene dans la structure de la protédeeplus, I'eau entoure les zones chargées
et polaires a la surface de I'enzyme (Diaz-Garti¥aencia-Gonzalez, 1995). La quantité
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minimale d’eau nécessaire en milieu organique p@uriocatalyse enzymatique varie selon
'enzyme et les conditions de la réaction (VermuéTeamper, 1995). Généralement,
'augmentation de la quantité d’eau dans le milieganique accroit I'activité enzymatique
(Burton, 2003 a)

Le solvant influence également le nombre des pteddioxydation. Par exemple,
Mustafa et ses colleges (2005) ont utilisé la IsecdeMyceliophthora thermophilgour
oxyder l'acide férulique dans un milieu aqueux rtuilieu diphasique (acétate d’éthyle 80%
- tampon phosphate 20%). lls ont identifié dix pitgl d’'oxydation dans le milieu aqueux et

trois produits d’oxydations dans le milieu diphass{Mustafaet al, 2005).
1.10.2. Influence du pH

L’activité enzymatique dépend du pH en milieu aqude méme, en milieu organique,
l'activité dépendrait du pH de la solution aqueusidale dans laquelle 'enzyme a été
préparée (Mustafat al, 2005). Le pH d’activité enzymatique optimal dépe@néralement
du type d’enzyme (Xu, 1997). Dans la réaction gat par les laccases, le potentiel redox

des partenaires de la réaction devrait étre dandré suivant (2) (Xu, 1997):

E° (Substratk E° (Enzyme)< E° (O,/H,0) Equation 2

L’affinité des laccases envers leurs substratevgénéralement selon de pH du milieu,

et le changement de pH influence le potentiel redksctrois partenaires :

1- Enzyme :le potentiel redox des laccases change avec I®aiHexemple, le potentiel
redox de la laccase déyceliophthora thermophil@iminue quand la valeur de pH augmente
de 2,5 & 5. En ce cas, son activité diminue panedepotentiel du substrat est plus important
que celui de I'enzyme. Au contraire, le potentiedlax de cette enzyme augmente quand la

valeur de pH augmente de 7 a 11 et donc son a&csiéteve (Xu, 1997).

2- Substrat : a pH élevé, les phénols s’ionisent et perdent otoprce qui conduit a la
diminution de leur potentiel redox. Par contre filation des ions hydroxyles Oksur le

cuivre du site actif (type 2 ou 3) des laccasesHa gevé, pourrait inhiber I'activité
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enzymatique car il empéche le transfert internéedtéons du cuivre T1 au cuivre T2/T3 de
'enzyme (Xu, 1997).

3- Oxygene :quand la valeur de pH augmente jusqu'a 11, lengiete(O,/H,0)
diminue. Donc, |eAE® entre le couple (8H,0) et Cu (T2/T3) diminue. Cela conduit a la
diminution de la vitesse de transfert des électdnguivre dans le site actif de I'enzyme a
I'oxygeéne et donc, a une diminution de la vitesse@hction enzymatique (Xu, 1997).

1.10.3. Influence de la température

La température est un parametre essentiel pougsesions enzymatiques. En général,
'augmentation de la température devrait activemzyme, cependant des températures
élevées (plus de 50°C) peuvent provoquer une deéxtatn de la protéine enzymatique et
aussi diminuer la solubilité de I'oxygéne dans ldéieun réactionnel (Weiss, 1970). De plus,
laugmentation de la température peut entrainerdégradation de certains produits
d’oxydation ou la formation de produits secondairBs général, la thermostabilité de
I'enzyme dépend de plusieurs facteurs :

[EEN
1

la structure de I'enzymela thermostabilité dépend de la structure quaberred elle

augmente avec le nombre de ponts disulfures danwoi®ine enzymatique. Par
exemple, les laccases provenant de champignonsidpéiles (comme la laccase de
Myceliophthora thermophidasont plus stables que celles de champignons rhiéssp
(Xu, 1996).

2- La nature du milieu 'en milieu organique, la thermostabilité de I'eneymst plus

élevée que celle en milieu aqueux parce que legéaulgs d’eau libre participent a la
dénaturation thermique de I'enzyme (Xu, 1996).

3- La formulation de 'enzymeles enzymes immobilisées sont plus thermorésesant

que les enzymes libres (Duranhal, 2002).

4- Le pH du milieu :par exemple, la thermostabilité de la laccasevigeeliophthora

thermophilaest plus importante en milieu alcalin ou neutréegumilieu acide Ce
résultats n'a pas été observé pour la laccaseralmetes villosajui est stable a pH
compris entre 4,5 et 6,5 (Xu, 1996).
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[.10.4. Influence de I'oxygéne

Généralement, I'oxygene est consommé a la foisI’'pazyme et par les produits
d’oxydation durant les réactions non-enzymatiquesxygene joue le réle d'accepteur
d’électrons de cuivre ¢ITs). Donc, I'oxygéne est nécessaire pour I'oxydatiarcuivre (Cii*

a Cu?, lactivation et la régénération du site actif kenzyme (Burtonet al, 1993). La
vitesse de l'oxydation dépend de la teneur initidlexygene dans le milieu (Lacki et
Duvnjak, 1996). De plus, la méthode utilisée pdimtrbduction de I'Q dans le milieu
réactionnel peut causer une désactivation de limez\En effet, les forces interfaciales (gaz-
liquide) perturbent I'activité enzymatique. Poutteeaison, I'ajout d’'Qen limitant les bulles

de gaz dans le milieu réactionnel est préféraltlctivité enzymatique (Rissomt al, 1997).
1.11. Applications biotechnologiques des laccases

Grace a leur large spectre de réactivité, les sscant pu étre utilisées dans diverses
applications biotechnologiques (Rodraguez Couifboet Herrera, 2006 ; Wargg al, 2010).
En effet, en vue de développer des procédés éqoieg les industriels s’intéressent a
I'utilisation d’enzymes capables de catalyser @astions chimiques difficiles ou « colteuses

» d’un point de vue environnemental.
[.11.1. Industrie agro-alimentaire

Les laccases sont largement utilisées dans lindusimentaire, en grande partie en
raison de leur capacité a améliorer les produitseaitaires et les procédés de maniére

spécifique avec des effets secondaires minimes.

Plusieurs auteurs ont cherché a exploiter I'oxymaties composés phénoliques par les
laccases comme la laccase WNceliophtora thermophilapour produire des colorants
alimentaires et remplacer les colorants chimiquasroe la tartrazine, le rouge carmin, ou
encore I'amarante (Mustafat al, 2005). Les laccases ont été également utilisées p
éliminer des polyphénols a l'origine d’'une turbé&indésirable dans le jus de fruit ainsi que
ceux responsables du trouble de la biére et d¢Bamanet al, 2002 ; Jackson, 2008). Grace

aux laccases, en particulier la laccaséviyeeliophtora thermophilail est possible de fixer
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de facon covalente les phénols au liege du boudhorvin en leur faisant subir une

polycondensation spontanée qui neutralise le mawgait (Burton, 2003 b).

De plus, les laccases pourraient étre utilisées gatalyser la gélification oxydative des
arabinoxylanes de la farine et donc améliorer seprigtés rhéologiques (Figueroa-Espinoza
et al, 1998 ; Selinheimet al, 2006). La laccase ddyceliophtora thermophila pu conduire
a la formation d'un gel sans addition d’agents dhiras par I'oxydation enzymatique de
I'acide férulique dans la pectine de betterave @vticet Thibault, 1999).

[.11.2. Industrie pharmaceutique

Les laccases offrent une opportunité pour la sy&tke nouvelles molécules bioactives
pharmaceutique, ou la modification de celles ertst®, dans des conditions douces.

Les laccases ont été utilisées pour catalyseresions du couplage oxydatif pour la
synthése d’antibiotiques dimériques par exemplemme la dimérisation de I'ester
méthylique de la pénicilline X par la laccaseGiwiolus versicolorfAgematuet al, 1993) ou

encore le couplage oxydatif de I'hnydroquinone ebi@aramicine (Anyanwutaket al, 1994).

Plus récemment, Mikolasch et ses collegues orgsiréa synthétiser de nouveaux
antibiotiques dimeres actifs par I'amination duécabl avec I'amino-béta lactame en
présence de la laccase dleametes sppour améliorer linhibition de bactéries comme
Staphylococcus aureyMikolaschet al, 2008). En couplant I'acide 2,5-dihydroxy benzeiqu
a l'ampicilline ou Il'amoxicilline, ils ont synthéé& huit nouvelles pénicillines avec des
activités comparables a I'ampicilline et I'amoicé (Mikolaschet al, 2006). De méme,
seize nouvelles céphalosporines ont été synthétisée amination de l'acide 2,5-dihydroxy
benzoique avec le céfadroxil amino-céphalospotmegéfalexine, et le céfaclor en utilisant
les laccases (Mikolasadt al, 2007).

Par ailleurs, les laccases pourraient étre utsig@eir synthétiser des acides aminés avec
des propriétés biologiques tres importantes (Heahral, 2009b). Les acides aminés L-
tryptophane, L-tyrosine, L-lysine, la glycine etlecystéine ont été produits en utilisant les
difféerents formes de p-hydroguinone comme le 2tBdiioxy-N-(2-hydroxy éthyle)-
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benzamide, le 2,5-dihydroxy benzoique méthyle esterl'acide 3,4-dihydroxy phényle
propionique (Manda&t al, 2006).

[.11.3. Industrie cosmétique

Plusieurs brevets relatent ['utilisation des laesadans le monde cosmeétique, surtout
pour la synthese de nouveaux pigments dits "natupur colorer les cheveux (Lang et
Cotteret, 1999) qui sont moins irritants et plua@es d'utilisation que les produits courants,
car les laccases remplacent des produits chimiglesgue HO, en milieu alcalin. Ainsi, des
auteurs ont breveté leur procédé de synthése dasimes pour teindre les cheveux (Aaslyng
et al, 1999). Ils ont mis au point un mélange basé ¢isflement sur I'association de deux
composes : le premier est une laccase (commedadaadéviyceliophtora thermophilau de
Trametes villosp et le deuxieme est un précurseur phénolique (@narp-phénylene-
diamine, lepara et ortho amino phénol ou I'acidp-amino benzoique). Ces deux composés

sont conserves séparément et le mélange des dea@taié qu'’au moment de I'utilisation.

Plus récemment, des préparations cosmétiques ehattdogiques contenant des
protéines laccasiques pour le blanchiment de la peaaussi été développées (Golz-Berner
et al, 2005).

1.11.4. Industrie textile

Les laccases sont apparues dans l'industrie testileme des outils intéressants pour
enlever les teintures (Coutt al, 2005 ; Enayatzamiet al, 2009 ; Houet al, 2004) ou
blanchir du coton (Betchew al, 2003) en raison de leur potentiel pour dégradérdnts

colorants.

Les laccases pourraient étre utilisées pour fixes dholécules fonctionnelles sur les
fibres textiles. Par exemple, le greffage enzymatigatalyse par la laccase Tametes sp.
de gallate de lauryle sur la laine a produit urtiexmultifonctionnel avec des propriétés
antioxydantes, antibactériennes et hydrofuges @ost al, 2009). De plus, les laccases
peuvent teinter les fibres textiles comme le cotonmélangeant de I'acide 2,5-di amino
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benzene sulfonique, du catéchol et une laccase eoctrate de Trametes versicolor
(Hadzhiyskeet al, 2006)

[.11.5. Industrie papetiere

Dans l'industrie du papier, il est nécessaire dare la cellulose qui est protégée par
I’'hémicellulose et la lignine. L’'extraction de leellulose est normalement réalisée par
mécanique ou chimique. Aprés l'extraction, il redens la pate a papier environ 10 % de
lignine ce qui lui confére une couleur brune. Lacalération de cette pate se fait
habituellement en utilisant de I'eau de Javel (méthchimique), ce qui est préjudiciable pour

I'environnement, et/ou du peroxyde d’hydrogene, pose colteux.

Les laccases sont apparues comme des outils diterda la méthode chimique pour
réaliser la délignification et le blanchiment deplate a papiers (Widsten et Kandelbauer,
2008). Le bio-blanchiment de pate a papier ensatili la laccase permet de fournir une
stratégie plus douce et plus propre de déligniboatGamelat al, 2005). Le traitement des
laccases ne modifie pas la luminosité de la patamiéliore l'auto-adhérence des fibres et
augmente la résistance mécanique des feuilleséddride pate (Wong et Mansfield, 1999).
Plus récemment, la laccase fimmmetes spa été utilisée avec plusieurs médiateurs pour

décolorer la pate a papier provenant de I'euca/loldeset al, 2008).
[.11.6. Nanotechnologies

Les nanotechnologies sont I'ensemble des techredoge déroulant & I'échelle du
nanometre. Elles consistent a mettre en ceuvre dB®des miniaturisés permettant la

production ou I'analyse de divers produits.

Plusieurs auteurs ont utilisé les laccases comomapteurs afin de détecter du glucose,
des amines aromatiques et des composés phéno(iGoeseset al, 2004), de I'oxygene
(Barton et al, 2002 ; Szamockiet al, 2009) ou des flavonoides de plantes (Jarosz-
Wilkoa,azka et al, 2004). Une des utilisations intéressantes desas®ms en nano-
biotechnologie est le développement de cellulestr@ehimiques (mini cellule) pour la
production d’énergie (Chen H. &t al, 2001).
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1.11.7. Applications environnementales

- Bioremédiation des sols a cause de [l'utilisation intensive de pesticides et

d’insecticides en agriculture, une grande partie w®lécules répandues sur les cultures se
retrouve dans les sols. Pour cette raison, lesas@sc sont apparues comme des outils
écologiques pour dégrader les molécules d’isoxaButoxiqgues dans le sol comme des

chlorophénols qui sont utilisés en tant que pieltsc(Bollaget al, 2003).

- Traitement des eaux polluées : les laccase€at@lopsis gallicadégradent plusieurs

polyphénols responsables de la couleur brune des résiduelles des brasseries (Mayer et
Staples, 2002). Ainsi, la laccaseTiametes sppeut décolorer et dépolluer I'eau de distillerie
obtenue pendant la production d’éthanol par feratemt de la mélasse (Gonzalet al,
2000).

Des études ont montré la capacité de la laccas€éralmetes versicoloa décolorer et a
dégrader les tanins contenus dans les eaux usdabrdmtion de biére ou d’huile (Yages

al., 2000). De plus, les laccases ont aussi un rohs ¢tk bioremédiation des effluents des
huileries produisant de I'huile d’olive dont certaide ces composants sont des dérivés de
phénols et sont phytotoxiques. Or, il apparait cgeeffluents d’huilerie peuvent étre utilisés
en tant qu'agent fertilisant pour des culturesgoeconstituerait une maniere écologique de

traiter ces résidus (Quaratiebal, 2007).

Enfin, cette liste d'applications n'est pas exhaest De multiples autres emplois
scientifiques et technologiques pour les laccasasgnt étre envisagés et leur assurant un bel
avenir en biotechnologies blanches.

Il. Le chitosane

Le chitosane est un biopolymére de source pringipaht marine. En général, les
biopolymeres sont une classe de polyméres progaitdes organismes vivants : végétaux,
animaux et microorganismes. Ce sont des macromekchiologiques biodégradables
renouvelables qui sont formées par la polymérisatiie molécules plus simples ou

monomeres reliés entre eux par des liaisons ditesvalentes ». Les polysaccharides
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(celluloses et dérivés, amidons et dérives, chiéihehitosane, etc.), les protéines (gélatine,
gluten, etc.), les composés lipidiques (cires, exigras et dérivés, etc.), '’ADN et 'ARN sont
tous des exemples de biopolyméres, dans lesq@elmi®s monomeres, respectivement, sont

des sucres, des acides aminés, des acides gras agides nucléiques.

Les biopolymeres d'origine naturelle peuvent étassg&s en quatre classes comme le

montre la Figure 16 (Tharanathan, 2003).

Origine animale Déchets industriels des produits de la mer
- Collagéne/gélatine - Chitine/chitosane
BIOPOLYMERES
Issus (l'ag]]'O—l'ESSOIIl'(‘E‘s Produits par micro-organismes
- Pullulane, xanthane
l l - Poly (acide lactique) (PLA)
Lipides / graisses Hydrocolloides - Poly (hydroxy alcanoates) (PHA)

- Cire d'abeilles
- Cire de carnauba |

- Acides gras l l

Protéines Polysaccharides

- 2éine (protéine de mais) - Cellulose

- s0ja - Fibre (lignocellulosique)
- Lactosérum - Amidon

- gluten de blé - Pectines / gommes

Figure 16: biopolymeres biodégradables d'origine naturdlleranathan, 2003)
II.1. Sources du chitosane

En 1811, le Pr. Henri Braconnot, Directeur du jardiologique a Nancy (France) a
isolé une substance fibreuse d'un certain typehdenpignon, qu’il a appelée "fongine". De
plus, il a observé que cette substance n'est pasisaans les solutions aqueuses acides. Une
décennie plus tard, en 1823, la méme substanceé dr@ivée dans certains insectes
(coléoptére) et a été ensuite nommée chitine (pnbvdu mot grec "kitos" qui signifie
« enveloppe ». En 1859, le Pr. C. Rouget a soumishitine a un traitement alcalin et a
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observeé les différentes solubilités de la chitiree substance, résultat du traitement alcalin, a
pu étre dissoute dans les acides. Cependant,sgelment en 1894 que cette substance a été
nommeée chitosane par Hoppe-Seyler. La productionhitosane a débuté en 1920, mais sa
structure chimique n'a été identifiee que 50 ams pard grace a la cristallographie et la

spectroscopie infrarouge (Muzzarelli R.AeAal, 1986).

Depuis quelques années, les biotechnologies maoimesuscité un intérét croissant
qui s’est notamment centré sur la chitine et ses@® le chitosane étant le principal. Il s’agit
donc d’'une source renouvelable de matériau biodégia. Les récents progres réalisés dans
I'étude de la fabrication du chitosane et de sepnités ainsi que la découverte d’'un grand
nombre d’applications potentielles ont favoriséaggouement.

Le chitosane est une substance tres peu répandsedalaature (Desbrieres, 2002). Il
est rare et n'est présent que dans les paroislaiedlsl d'une classe particuliere de
champignons, les zygomyceteRh{zopus, Mucar.) de bactéries et de levures et chez
certains insectes comme dans la paroi abdominaediees termites, Il n'y a donc pas de
source primaire de chitosane exploitable. La soursejeure du chitosane vendu
commercialement provient de la désacétylation dehigne obtenue a partir de crustacés. La
production de la chitine (et du chitosane) proviem effet, des crevettes et des crabes qui
représentent les deux sources naturelles les pdoadantes. Ce sont donc des produits
d'origine animale. Néanmoins, de nouvelles voiesrr@tives sont apparues par exemple, la
production du chitosane a partir du champignonMilesor rouxii (Tayel et al., 201Q)en

raison notamment des inquiétudes sanitaires lidesnaladies animales.
II.2. Préparation du chitosane

Les déchets de l'industrie des crustacés sonsauece trés importante de chitine et de
chitosane. De nombreuses méthodes ont été dévem@bh@ de préparer la chitine a partir
des exosquelettes. De maniére générale, ces métlomsistent a éliminer les protéines
(déprotéinisation), les éléements minéraux (démlirs&i#on), la couleur (blanchiment) et les
groupements d’acétamides (désacétylation). La métstandard pour préparer la chitine et le

chitosane est expliquée dans la Figure 17 (Onsely8kaugrud, 1990).
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Bl Carapaces de crustacés et de mollusques

Collecte - entreposage
broyage

A 4

Etape 1: extraction de protéinep

NaOH
——

ringage

v

- o HCI
Etape 2: déminéralisation —

A 4

< . . oxydant
Etape 3: décoloration —
rincage
séchage
A 4
Chitine
- —— ) NaOH
Etape 4: désacétylation —

ringage - séchage
broyage

A

Chitosane |

Figure 17: procédé de la fabrication de chitine et chites@dnsoyen et Skaugrud, 1990)

i- Préparation des carapaces

La matiere premiéere est constituée de carapacesetiettes. La langouste ou le crabe
peuvent aussi étre utilisés. Des leur récupéral@sncarapaces sont lavées et conservées sur
de la glace (3 °C). Elles sont ensuite séchées darilsix d’air a 103 °C pendant 20 heures
puis broyées de facon a obtenir des particules ldotatille est de I'ordre du millimetre. Plus

les carapaces sont finement broyées, plus ledaaadatltérieures seront complétes.

ii- Déprotéinisation

Les protéines, associées a la chitine, sont extpat des solutions alcalines diluées a
chaud. Cette procédure consiste a faire bouilirdepeaux de carapaces dans une solution
alcaline (NaOH a 3 %) sous agitation pendant uneréheCette déprotéinisation peut
également étre accomplie par voie enzymatique axemd’une protéase pendant 6 heures a

60 °C sous agitation et dans un milieu maintentl & p
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iii- Déminéralisation

Les matieres minérales, surtout composées de catebde calcium, sont éliminées par
une solution d’acide chlorhydrique 1 N a tempémtambiante. La décalcification des

carapaces se produit selon la réaction suivante (3)

CaCQ+ 2 HCl— CaCh + CO, + H,O Equation 3

Le résidu est collecté par filtration et rincé @all déminéralisée. Il peut étre effectué un
traitement supplémentaire a I'éthanol afin d’élierines composés lipidiques. Il est ensuite
séchée a I'étuve a 65 °C pendant 16 heures. Uleedétalcification de la chitine permet
d’obtenir un produit final avec un pourcentage ddiénes minérales compris entre 0,6 et 0,7
%. Si cette étape de déminéralisation n’était patisee, le chitosane renfermerait entre 31 et

34 % de matiéres minérales.
iv- Blanchiment

A la fin des deux traitements (déprotéinisatiodémninéralisation), il peut subsister une
coloration due a des pigments résiduels (Rinaud@6R Ainsi, une étape de décoloration est
effectuée par un agent oxydant (KMnp®aOCI ou HO,) avec un risque de dépolymérisation

et/ou d’oxydation des unités situées aux extréndiges chaine polymérique.
v- Désacétylation

La désacétylation consiste en I'hydrolyse des geognts acétyles de la chitine. Le
produit est introduit dans un réacteur avec unetisol de NaOH a 50 % et chauffé a 145 °C-
150 °C pendant 5 a 15 minutes. La réaction estilaste (4) :

R-NH-CO-CH+ NaOH — R-NH; + CH;COONa Equation 4
Chitine Chitosane

La réaction a lieu sous atmosphere inertg @4 sous agitation. La quantité de soude a
50 % doit étre cinq fois supérieure en poids aulangté de chitine déterminée par mesure de
la matiere seche. Le mélange bouillant est ensgiteidi & I'eau froide. Le chitosane est

collecté par filtration, lavé a I'eau distillée gusa neutralité du mélange. Il est finalement
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séché dans un flux d’air chaud a 65 °C pendantelées. Le chitosane obtenu présente un
degré de désacétylation d’environ 90 % (No et Mgy2000).

L’agressivité et le peu de maitrise de la désaatityl de la chitine par voie chimique
ont motivé l'intérét d’explorer et de développeaudtes alternatives telle que I'utilisation
d'enzymes. Il a été possible d'atteindre des dedeesdésacétylation (DD) par voies
enzymatiques (en utilisant la chitine désacétytasd’acétyle xylane estérase) comparables
aux traitements basiques, soit prés de 75 % deégsation en 28 heures (A al, 2006).
Cette technique est intéressante mais ne permep@aslinstant de développements au
niveau industriel. En effet, l'utilisation d'enzysne'est pas viable car elle représente des
quantités et des codts trop éleves.

[1.3. Structure chimique

Le chitosane (Figure 18) est un copolymere compese-acétamido-2-désoxyb-
glucose et de 2-amino-2-désofyP-glucose en proportions variables. En fonctiondegré
de désacétylation, la molécule est appelée chitinehitosane. La chitine, a I'état naturel, est
elle-méme désacétylée a 5 ou 15 % (Muzzarelli R&t.Al, 1986). Il est généralement admis

gu’une quantité d’amine supérieure a 7 % permelistenguer le chitosane de la chitine.

OH
4 6

5
O 50
HO

3 NH

OF

(a)

- O [::_|3
Al = OH
HO = HO 2

NH21 \w r\“_|2 O
OH OH n

(b)

Figure 18 :structure chimique de la chitine (a), du chitos@n)gOlteanu et Enescu, 2007)
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I1.4. Propriétés physico-chimiques du chitosane

[1.4.1. Degré de désacétylation

Le traitement alcalin de la chitine conduit génémanta une désacétylation partielle.
Le degré de désacétylation (DD) du chitosane asémement important car il influence les
propriétés des chaines macromoléculaires des pobgned leur comportement en solution (Pa
et Yu, 2001) comme la solubilité du chitosane)daibilité des chaines macromoléculaires, la
conformation du polymere et par conséquent la gis€odes solutions. De nombreuses
méthodes ont été proposées pour déterminer le DDdes échantillons solides : la
spectroscopie IR (Brugnerot&t al, 2001a), I'analyse élémentaire (Kasanil, 1999), la
RMN du solide (Hewet al, 2000), ou sur des échantillons en solution : gesaV (Louet
al., 2011), RMN du liquide (Yun Yang et Montgomery 999.

I1.4.2. Masse moléculaire

Les chitosanes obtenus industriellement ont unesenamlaire (MM) de l'ordre de 100-
500 kDa.La détermination de la MM peut se faire par desuressviscosimétriques, par
chromatographie d'exclusion stérique (SEC) couplédifférentes techniques de détection
(MALLS) (réfractométrie, microviscosimétrie, diffios statique de la lumiere multi-angle)
(Nystrom et al, 1999). Les masses de chitosanes dépendent, temdaiype d'application

désirée.
11.4.3. Cristallinité

La cristallinité est un parameétre important care etontréle un certain nombre de
propriétés comme l'accessibilité des sites intedwss les chaines macromoléculaires, les
propriétés de gonflement dans I'eau ou encorertgwiptés diffusionnelles (Rinaudo, 2006).
La cristallinité est, en général, déterminée pas deesures de diffraction de rayons X
(Roberts, 1992). En fait, le chitosane est généraid une substance semi-cristalline. I
cristallise dans le systeme orthorhombique et dbges de produits sont connus: le
chitosane | (faible DD, sous forme de sel) est plésordonné que le chitosane Il (fort DD,

forme amine libre) (Kurita, 2006).
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[1.4.4. Comportement du chitosane en milieu acide

Le chitosane est I'un des rares polyélectrolytaarels cationiques et il est une base
faible présentant un pKa voisin de 6,3. Il se dissen milieu acide par protonation des
fonctions amine présentes sur la macromoléculdi€¢g@t al, 2001). En dessous de cepK
les groupements amines sont protonés et font diosaime un polyélectrolyte cationique,
soluble dans l'eau acidifiée (Shephest al, 1997). Au dessus du pKles groupements
amines sont déprotonés et le chitosane est insolddhs I'eau (Figure 19). Le pKa du
chitosane dépend du degré de neutralisation depgsdNH" et du DD. En général, la valeur
du pKa augmente quand le DD diminue (Sortieal, 2001).

CH,OH

CH>OH

- O Ky = 6.3 e
T~ +
Ho— | + nH
NH3 Ho—
o NH»
Polycationique Neutre
Soluble dans I'eau (A) Insoluble dans I'eau (B)

Figure 19: structures du chitosane en milieu acide (A)netndieu neutre (B) d’apres
(Vazquez-Duhalet al, 2001)

[1.4.5. Solubilité

En général, la solubilité du chitosane dépend delleur de DD, de la force ionique, du
pH, de la nature de I'acide utilisé et de la disitibn des groupes acétyles le long de la chaine
macromoléculaire (Rinaudo, 2006). En général, utosane avec un DD supérieur a 70 % est
utilisé pour augmenter sa solubilité. Le

Tableau 1 présente la corrélation entre les valdar®D et la solubilité du chitosane

(Thanou et Junginger, 2005). De plus, la solubditéchitosane augmente lorsque la masse
molaire diminue (Grabovaet al, 2005).
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Tableau 1: corrélation entre les valeurs DD et la solubiliteathitosane a pH 6 (Thanou et
Junginger, 2005)

DD (%) Solubilité du chitosane
>75 parfaite
=50 moyen
<40 faible

Le chitosane est soluble dans les acides diluésegrda protonation de ses fonctions

amines suivant lI'équilibre (5) :

-NH3" + H,0 — -NH, + H;O" Equation 5

Ka = [-Nf. [Hs0] / [[NH3']

Plus le milieu est acide, plus les groupements esnsont protonés, donc cela favorise la
solubilité de chitosane. Le chitosane est, en efifsbluble dans I'eau et dans les solutions
alcalines concentrées ou diluées. Il est égalemealuble dans les solvants purs et les acides
concentrés, en raison de l'impossibilité d'hydrégematériau (Kurita, 2006). L'acide le plus

utilisé pour préparer une solution de chitosand'aste acétique dilué (0,1-1 %).
[1.4.6. Viscosité

La viscosité est une caractéristique importante chitosane concernant son
comportement en solution. Cette caractéristique liést & la conformation des chaines
macromoléculaires en solution. La viscosité dépemah seulement du DD, du MM, mais
aussi du pH car ces deux parameétres déterminedenaité de charge sur la chaine de
polymére (Pa et Yu, 2001). Plus le pH est bas, lalugscosité est donc forte. La viscosité
augmente également avec le DD car plus le polyrastalésacétylé, plus la proportion de
groupements amine libres est importante et plusstl soluble. La viscosité augmente
€également avec la concentration et elle est fonateola MM des chaines macromoléculaires.

Comme pour les autres polysaccharides, la viscolitée lorsque la température augmente.
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[1.4.7. Flexibilite

Une caractéristique générale des polysaccharidela dexibilité limitée de la chaine
macromoléculaire due a I'empéchement stérique iéggsar les liaisons glycosidiques
(Rinaudo, 2006). De plus, pour les polysaccharigesques, l'apparition d'interactions
électrostatiques répulsives peut augmenter leiditég Le chitosane est souvent considéré
comme un copolymere cationique, linéaire et flexilhla flexibilité diminue avec le DD. En
effet, les chaines de chitosane dont le DD eseé&y@5 % sont flexibles seulement pour des

pH supérieurs a 3 (Pa et Yu, 2001).
[1.4.8. Autres propriétés physico-chimiques

Le chitosane est un matériau non-poreux, tresesblphase solide (seche) et il a une
conservation quasi infinie. En solution, il esttelement fragile et dégradable. Il posséde un
degré élevé de réactivité chimique di a son gra@upme primaire libre qui lui confere une
forte densité de charges positives (transformad@iNH en NH* en milieu acide). De plus,
la présence de la fonction amine permet de réalseréactions chimiques spécifiques telles

que la N-alkylation ou la Marboxylation (Rinaudo, 2006).

Une autre propriété intéressante du chitosane comcgon aptitude a interagir avec
d'autres substances chimiques (ions, moléculesyromatécules). Ce comportement est

essentiellement attribué :

- Aux propriétés hydrophiles des chaines macromtdées dues a la présence de nombreux

groupes hydroxyles des unités glucoses ;
- A la présence de groupes fonctionnels (hydroxg@tamide et amine) et a leur grande
réactivité ;
- A la structure flexible des chaines de polyméfasction du pH et de la température).
Le chitosane possede ainsi des propriétés de imtedeau, de chélation d'ions, de

complexation et d'adsorption de molécules ou dgnpétes. Le chitosane montre de plus des

propriétés d'adhésion a des surfaces chargéesivaeigant (Kurita, 2006). Son caractére
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cationique en milieu acide permet la fixation d@rs comme les colorants anioniques ou les

anions métalliques.

Comme la plupart des polysaccharides, le chitosameaison de la liaison glycosidique
B-(1~4), est un polymere semi-rigide et alors ilmegte fortement la viscosité de la solution.
En particulier, la possibilité de formation de phiydrogene inter-chaines augmente encore
ses performances. En plus de ces interactiongtlaendes liaisons glycosidiques confére au

chitosane d'excellentes propriétés filmogenes (€ual, 2000).
I1.5. Propriétés de biocompatibilité du chitosane

La biocompatibilité d’'un polymere est d’'une importa fondamentale pour une
utilisation thérapeutique (Uenret al, 2001). Le chitosane est biocompatible c'est-@-gue
sa présence dans un organisme entraine des réaictilmmmatoires et des réactions de rejet
tres limitées (propriétés immunologiques). Il eski@sorbable avec des cinétiques faibles et
controlées (Shét al, 2006). La biocompatibilité du chitosane est canaeée principalement

par trois propriétés : sa non toxicité, sa cytocatiliité et son hémocompatibilité.
[1.5.1. Biodégradabilité

La biodégradation et la biorésorption du chitosaoet assurées par des enzymes qui
I'nydrolysent en oligoméres. Chez I'Homme et les nmaferes, ce role est assumé
principalement par des lysozymes (Varwhal, 1997) qui dégradent les liaisof§l-4)
glycosidiques des unités N-acétylglucosamine en rdsglus N-acétylglucosamine et D-
glucosamine, métabolisés ensuite dans l'organiddme.chitosane de DD 50 % est ainsi
facilement dégradin vivo dans le sang et les tissus, sans accumulationleaasps (Onishi
et Machida, 1999).

La dégradation dépend de l'origine et des promiéeé polysaccharide (DD, masse
molaire...) (Ratajska et Boryniec, 1998). Une étulles mpprofondie a montré d’abord une
augmentation de la susceptibilit¢ enzymatique dearDD inférieure a 50 %, puis une
augmentation avec le DD, et finalement une absdaagradation pour un chitosane de DD
97 % (Kurita et al, 2000). Cette influence du DD est également codetan vitro
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(dégradation par des lysozymes)iretvivo (implantation sous cutanée) (Tomihata et Ikada,

1997). Un chitosane de DD 50 % semble donc perenette dégradation optimale.
[1.5.2. Toxicité systémique

L’innocuité du chitosane a été demontrée chez laisole rat et THomme pour des
applications diététiques et cosmétiques. Dansdal@ministration orale, la dose IétaledgL
dépasse les 16 g/kg/jour chez la souris, soit wse dupérieure a celle du saccharose (12
g/kg/jour). L'administration sous-cutanée de chatos conduit a une valeur de £L
supérieure a 10 g/kg/jour chez la souris. Ladapplications intrapéritonéales de chitosane
est de 5,2 g/kg/jour pour la souris. Globalemenyrpdes doses administrées adéquates, la

non-toxicité du chitosane est admise (Rao et Shatat¥).
[1.5.3. HéEmocompatibilité (Compatibilité sanguine)

Elle correspond a la mesure du degré et de la diedealtérations de I'hémostase
causée par un biomatériau. Tandis que le chitosaoetre une activité hémostatique
particulierement sous forme d’'un solide de hautssmales oligomeres de chitosane et le
chitosane hydrolysé de faible masse molaire soldaies I'eau ne présentent aucune activité
thrombogéne (Malette et Quigley, 1985). Le chitesanla capacité d’induire la formation
d’'un coagulat lorsqu’il est en contact avec deshéogytes, méme dans le cas du sang
hépariné (Klokkevoldet al, 1999). Cet effet hémostatique du chitosane dsbat a un
mécanisme indépendant de la cascade de coagutidesique. Il entraine I'agglutination des
érythrocytes de toutes les espéces, certainemergigan de ses propriétés polycationiques
qui interferent avec la surface chargée négativeérden cellules (Rao et Sharma, 1997).
L’activité du chitosane peut étre modulée en madifichimiquement le polymere. Un effet
anti-thrombogene est ainsi obtenu aprés N-acawlatvec de longues chaines carbonées
(Lee K. Y.et al, 1995).

[1.5.4. Cytocompatibilité (adhésion, viabilite, prdifération...)

La cytocompatibilité du chitosane vis-a-vis desrdlidastes, des kératinocytes, des
chondrocytes et des ostéoblastes a été démantréto. Lors de cultures cellulaires sur un
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film de chitosane, la croissance des cellules demas caractéristiques et de la source du
chitosane. Des travaux montrent que, quel quelsoi?A (2-50 %), la mise en contact
prolongée de films de chitosane avec les fibrobtagdt les kératinocytes n’induit ni la
destruction, ni la croissance anarchique de cellest qu'aucune substance cytotoxique n’est
relarguée dans le milieu (Chatetdtal, 2001). Le méme comportement est constaté dans le
cas de cultures de chondrocytes et de kératinosytesin film de chitosane de DA 2,5 %
(Denuziereet al, 1998) et de culture de chondrocytes et d'ostétédasur une surface
similaire de DA 10 % (Lahijet al, 2000).

11.6. Propriétés biologiques

Le chitosane présente 'avantage de réunir desriptép trés intéressantes. En effet, il
inhibe la croissance de nombreux parasites etllirée développement des infections : c'est
un bon agent antibactérien et antifongique (&hal, 2006). De plus, le chitosane a des
propriétés antitumorales, antivirales, ainsi que geopriétés cicatrisantes remarquables
(Bacon et al, 2000). Il augmente la vitesse de cicatrisatiols géaies ouvertes et la
reconstruction des tissus tout en prévenant lesctioins microbiennes. Enfin, le chitosane
non seulement stimule la croissance cellulaire,snilapeut également étre utilisé comme
substrat pour la culture cellulaire (les celluledherent au matériau et le colonisent)
(Muzzarelli R. A. A. et Muzzarelli, 2005).

[1.6.1. Propriétés antibactériennes

Le mécanisme d’action du chitosane contre les heasté&st jusqu’a aujourd’hui mal

connu. Cependant, il existe plusieurs élémentpguvent expliquer cette action :

» La formation de liaisons électrostatiques ené® ¢harges positives du chitosane et les
phospholipides de la membrane cellulaire qui orég dnarge négative, perturbant ainsi les
échanges entre la cellule microbienne et le migietérieur (Devliegheret al, 2004 ; Liu X.
F.etal, 2001 ; Peng Yet al, 2005c¢)

» La présence du chitosane peut aussi entrainedéfesmations morphologiques au niveau
de la paroi cellulaire (Helandet al, 2001 ; Laflammeet al, 1999 ; Roller et Covill, 1999).
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 L'inhibition peut aussi étre due a I'enrobage d@e#lules microbiennes par le chitosane,

éliminant ainsi tout échange avec le milieu extéri@luzzarelli R. A. Aet al, 2001).

» L’action du chitosane peut aussi se faire pam#iron de liaison avec les protéines et les

électrolytes présents dans le cytoplasme (€hal, 2001 ; Laflammest al, 1999).

* Formation des liaisons entre le chitosane et NADes bactéries et l'inhibition de la
synthese des ARN messager (Devliegletral, 2004 ; Liu X. Fet al, 2001).

* Le chitosane peut aussi agir de fagon indireatdes bactéries et les moisissures, et cela par

complexation des métaux nécessaires pour leursemaig (Roller et Covill, 1999).

Le chitosane a été étudié en termes de composdéribatatique/bactéricide pour
contréler la croissance d'un large spectre de bastéd Gram positif et a Gram négatif par
exemple : le Tableau 2 montre les concentratiomsnnailes inhibitrices de quelques bactéries
par le chitosane (Liu X. Fet al, 2001).

Tableau 2: concentrations minimales inhibitrices de quefgbactéries par le chitosane (Liu
X. F.etal, 2001)

Bactéries CMI (ppm)
Bacillus cereus 1000
Agrobacterium tumefaciens 100
Pseudomanas 500
Escherchia coli 20
Micrococcus luteus 20
Staphylococcus aureus 20

En générale, I'action du chitosane sur les bad&i&ram négatif est moins importante
que celle sur les bactéries a Gram positif. Celtadsest probablement di a des différences
dans la structure de I'enveloppe cellulaire (Liet.al, 2007 ; Zhonget al, 2008). La paroi
cellulaire des bactéries Gram-négatif est conditdiéne fine couche de peptidoglycane et

d'une membrane externe composée de lipopolysadelsaride lipoprotéines et de
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phospholipides. Cependant, la paroi cellulaire Hestéries Gram-positif est seulement
composée d’'une épaisse couche de peptidoglycamsensambrane externe (Figure 20). En
raison de cette structure, la membrane externdiéome comme une barriere imperméable
contre les macromolécules et les substances hydbeghElle pourrait étre responsable de la
prévention de la pénétration du chitosane dans dldule, expliquant ainsi l'activité
antibactérienne plus faible sur les bactéries Gnagatif que sur les bactéries Gram-positif
(Comaet al, 2003).

&ram” &ram

Polysaccharides capsulaires

/

Porine

Protéines capsulaires
Lipoprotéines

__ g OO

Bicouche lipidique

————— Peptidoglycane et —/———
————— Acides téchoiques ——
Peptidoglycane SScooooooooooooooooooooooos ————--—--

Espace périplasmigque

= L 1

lipidique

Chromosome

Figure 20: structures de la membrane et de la paroi dedogpycane chez les bactéries

Gram'/Grami d’aprés (Bisognano, 2000)

D'apres la littérature, [Iactivité antibactériennest influencée par quelques

facteurs (Konget al, 2010) :

- Des facteurs lies aux bactéries tels que la soumdctérienne, la phase de croissance

bactérienne...

- Des facteurs liés au chitosane tels que la cdrat@n en chitosane, son état (liquide ou

solide) le pH des solutions, le solvant, la MMDIA...
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- Des facteurs lies a I'environnement tels que dmgérature d’incubation, le temps de

contact, le milieu de culture...

L’influence du DA et de la masse molaire du chitesaur la floculation de suspension
d’Escherichiacoli a été étudié (Stranet al, 2001). Dans toutes les conditions utilisées, une
diminution du DA conduit a une meilleure efficacitétibactérienne (Straret al, 2001). De
plus, l'efficacité antibactérienne du chitosane raagte avec l'augmentation de sa masse

molaire, de son degré de désacétylation et derszentration (Liu Let al, 2000).

En ce qui concerne l'influence du pH, l'activité&ibactérienne du chitosane est plus
efficace a pH faible. En effet, le chitosane etd&svés n'ont pas d’effet bactéricide a pH 7,
dd a la présence d’'une proportion importante deggments amine non chargés et a la faible
solubilité du chitosane (Sudarshahal, 1992). L’activité antibactérienne du chitosane es
normalement évaluée en incorporant les culturegtbiannes a des solutions de chitosane a
pH 5,5.

[1.6.2. Propriétés antifongiques

Le chitosane a été étudié pour contrdler la crassal'un large spectre de souches
fongiques. Le Tableau 3 présente des concentratitingmales inhibitrices de quelques
souches fongiques par le chitosane (Liu Xetral, 2001).

Tableau 3: concentrations minimales inhibitrices de quetgm®isissures par le chitosane

Moisissures CMI (ppm)
Botrytis cinerca 10
Fusarium oxysporm 100
Piricularia oryzae 5000

Tichoplryton equinum 2500

Le mécanisme d'action du chitosane contre les ssictongiques est jusqu’a
aujourd’hui mal connu. Cependant, il existe pluse@léments qui peuvent expliquer cette

action :
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- Le chitosane peut interagir avec la membranecdisles pour altérer leur perméabilité. Par
exemple, la fermentation avec la levure boulanggse inhibée par certains cations, qui
agissent sur la surface des cellules de la levarengpéchant I'entrée du glucodrabeaet
al., 2003).

- Le chitosane agit aussi comme un agent chélagtarforme des complexes avec les traces
de métaux et inhibant ainsi la croissance des cligraps et la production des toxines (Cuero
et al, 1991). Il assure aussi certains processus défense a l'extérieur de la cellule par
exemple, il agit comme un agent absorbant d’eaunhébe I'activité des difféerents enzymes
(El Ghaouthet al, 1992). Il est trouvé que [lutilisation du chitosaa partir d’'une
concentration de 1 g/L réduit considérablementdéssance des souches fongiques suivante :
Cylindrocladium floridanumCylindrocarpon destructanst Fusarium oxysporurfLaflamme

et al, 1999) Les résultats obtenus dans cette étude sont pggsaans le Tableau 4.

Tableau 4: taux d’inhibition de quelques souches fongiquefoaction de la concentration
du chitosane (Laflammet al, 1999)

Souches fongiques chitosane a 0,5 g/L  chitosane g/lL chitosane a 2 g/L
Cylindrocladium floridanum 20 41 56
Cylinodrocarpon destructans 23 43 71
Fusarium oxysporum 25 53 55

D’aprés la littérature, le chitosane est utiliséipempécher la croissance de quelques
souches fongiques dans les aliments par exemple :

- L’effet antifongique du chitosane sur la croissam vitro des champignons pathogenes
dans les cerises a été examiné par (El Ghastugh, 1992). D’aprés cette étude, le chitosane
(avec DA< 7,2 %) peut diminuer la croissance radiale Bigrytis cinereaet Rhizopus

stolonifer

- L’effet de conservation du chitosane pour ledpits a base du sucre, comme le kumquat
confit a été étudié (Fangt al, 1994). La croissance Aspergillus nigerest inhibée par

I'addition de chitosane (0,1 mg/mL) a une valeur gt 5,4. Alors que pour inhiber la
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croissance déspergillus parasiticugt sa production d’aflatoxine, un minimum de 2 mig/m

de chitosane sont nécessaires.

- La concentration du chitosane de 1 g/L permedidenuer la vitesse de croissance de
Mucor racemosuset une solution 5 g/L empéche totalement le déysopent de trois
souches d8yssochlamysp., dans un milieu gélosé a 25 °C pendant 3 s@&main

- La présence du chitosane dans un jus de pomm8,@th des concentrations allant de 0,1 a
5 g/L inhibe la croissance de huit souches de e=/ar25 °C (Roller et Covill, 1999).

[1.6.3. Propriétés antivirales

Le chitosane peut inhiber les infections viraleasddifférents systémes biologiques. II
est également capable d'induire une résistancetaines infections virales chez les cellules
végeétales et animales. De plus, il permet de pigleméveloppement de l'infection par des
bactériophages dans des cultures microbiennestéefedChirkov, 2002). Cette activité
dépend du degré de polymérisation, le degré deddeddylation, la valeur de charge positive,

et le caractere des modifications chimiques dedkaule (Liu W. G. et De Yao, 2002).

Le mécanisme de cette activité est mal compriggéherale, le chitosane peut inhiber la
réplication des bactériophages par plusieurs mgoees: (a) diminuer la viabilité des cultures
de cellules bactériennes, (b) neutraliser le pauvdéctieux de particules de phage matures
dans l'inoculum et / ou des particules de phade, ft (c) bloquer la réplication du phage
virulent (Kochkina et Chirkov, 2000).

[1.6.4. Propriétés antitumorales

L’activité antitumorale du chitosane est issue astsucture chimique qui contient deux
groupements actifs (groupements amine au nivealC2iet groupements hydroxyles au
niveau du C3 et du C6). En fait, les interactiontree les charges positives du chitosane
(NH3") et des charges négatives sur les membranes lideseancéreuses et les jonctions
serrées augmentent la perméabilité et permettentredicaments adsorbés sur le chitosane

de pénétrer dans les cellules cancéreuses (Schappér1997). Pour l'activité antitumorale,
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le chitosane doit étre soluble dans I'eau au pHsjhggique avec des groupements amines
protonés. Pour cela, des études récentes se satisées sur amélioration de la solubilité du
chitosane dans l'eau aux pH physiologiqgues poue éitilisé comme support pour
l'administration de médicaments par voie oraleqgied le 4-N,N-diméthyl aminobenzyle

(Sajomsanget al, 2008).

L’activité antitumorale du chitosane augmente daediminution du poids moléculaire,
du degré désacétylation, de la viscosité et dorc Baugmentation de la solubilité dans I'eau
(Qin et al, 2002 ; Vinsova et Vavrikova, 2011). De plus, tégjomeres de chitosane ont
également un effet antitumorale en empéchant lissance des cellules tumorales par

stimulation du systéme immunitaire (Tokorcefal, 1988).
[1.6.5. Propriétés antioxydantes

En raison des atomes dhydrogene protique des gnoemts amines au niveau de
carbone C2 ou hydroxyles au niveau des carbonest C® du chitosane, ce biopolymére a
une activité antioxydante formant des radicaux oraciéculaires (Vinsova et Vavrikova,
2011).

Les degrés de polymérisation et de désacétylatizin) (sont les éléments clés de
I'activité antioxydante du chitosane. En effet,cldtosane a faible poids moléculaire a une
activité antioxydante tres importante en comparai@eec le chitosane a poids moléculaire
élevé dans lequel les atomes d'’hydrogene protigoiebdoqués (Pasanphat al, 2010). Par
exemple, un poids moléculaire allant de 1 a 3 kDanedegré de désacétylation de 90 % ont
été corrélés avec une haute capacité antioxydeinteS. K. et Rajapakse, 2005).

De plus, le chitosane peut étre utilisé pour reamu prévenir I'oxydation d'autres
composeés, principalement les graisses (lipidesjuc@vite le rancissment de certain aliment
(Kaminski et al, 2008 ; Wydroet al, 2007). Des exemples peuvent étre trouvés dans la
littérature sur la capacité du chitosane a rédlairgdation lipidique dans la chair de poisson;
des produits de la péche (Kim K. W. et Thomas, 2087 dans les viandes (Kanatt al,
2008).
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11.7. Principales applications du chitosane

Le chitosane est un biopolymere d'umg@ortance croissante pour l'industrie et qui a des
impacts significatifs sur la recherche et le déppment dans des domaines aussi variés que
la chimie, la biologie, la santé ou encore la mide de I'environnement. Ses propriétés
exceptionnelles expliquent lI'engouement pour cetiecromolécule naturelle, extraite de
carapaces derustaceés, considérée il y a encore peu couhesedéchets. Il s'est avéré que ce
coproduit d'originemarine, trés bon marché, peparticiper a I'élaboration de nombreux
produits commerciaux a haute valeur ajoutée. Rratiggnt, tous les domaines d’applications
industrielles, de la pharmacie a I'agroalimentaien passant par I'environnement,
I'agriculture, le textile, la papeterie et les c@digues, sont concernés. Parmi ces domaines, la
diététique et le biomédical sont en plein essorzidwelli R. A. A. et Muzzarelli, 2005). Nous

présentons ici les plus prometteuses.
[1.7.1. Domaine agroalimentaire

Dans les industries alimentaires, I'utilisationahitosane n'est pas encore généralisée, a
I'exception des pays asiatiques comme le Japom owmhbreux produits alimentaires enrichis
en chitosane (nouilles, pate de soja) sont trousés. Etats-Unis, le chitosane est utilisé
comme ingrédient fonctionnel et comme film comdstipour protéger les aliments. En
Europe, la réglementation sur l'utilisation du ab#ne dans le domaine alimentaire est encore
restrictive, il est utilisé comme un complémenimataire. Les applications du chitosane

dans le domaine agroalimentaire sont décrites ldahableau 5 (Crini, 2006).

Tableau 5: applications du chitosane dans le domaine aigneataire (Crini, 2006)

Additifs (liant, émulsifiant, stabilisant, épaissast, de conservation)

Clarification, désacidification et détoxificatiom des boissons et des liquides alimentaires
Activité antibactérienne (préservation des alimeatsobage alimentaire

Effet antioxydant (prévention de I'oxydation)

Ingrédient fonctionnel (agent fixateur, capacitéljpotique)

Formation de films (emballage)
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De nos jours, l'utilisation du chitosane comme dditif alimentaire la plus connue est
« Fat blocker » : le chitosane inhibe la métabtibsades graisses grace aux interactions entre
ses fonctions amines et les groupements carboxedidges lipides (Muzzareli R. A. A., 1996).
De plus, le chitosane est utilisée comme un agerntahservation de fruits ou de légumes
(Tripathi et Dubey, 2004). Le chitosane est égalgrglisé comme agent antimicrobien pour
éviter la détérioration des aliments et la proéifeon bactérienne, et pour éviter la mélanose

des crustacés et des mollusques (Rabad, 2003).

Dans l'industrie des boissons, grace aux propriétagyulantes du chitosane, il sert a
clarifier les jus de fruits ou a diminuer les core@® phénoliques dans les vins (Agwtaal,
2003). Le chitosane est également utilisé pourdidifi@r des boissons comme les bieres, les
jus de fruits et les vins (Oszmianski et Wojdyl@02), ou tout simplement pour purifier et

clarifier des eaux et des liquides alimentairesn@@lovaet al, 2004).

Le chitosane peut étre utilisé pour la stabilisattbemulsions dans la préparation de
gouttelettes formées lors de I'émulsion (Speicienal, 2007). Le chitosane peut étre utilisé
comme gélifiant dans des produits restructurésatede et de poisson (Mao et Wu, 2007).

Enfin, ce biopolymére est une alternative aux etaak d'origine pétrochimique
(polymeéres plastiques) en raison notamment de s@wigtés filmogénes (Agull@t al,
2003). Les emballages a base de chitosane songappemballages verts ». Méme si, ces
emballages verts ont un certain nombre d'avantagease la « comestibilité », (non-toxique,
non metabolisé, pas de golt et pas d'odeur), ilsguelques inconvénients tels que
I'adsorption d’eau (gonflement) et des propriétésstiques insuffisantes. Pour ces raisons,
plusieurs études se sont intéressées a la modificdu chitosane par voie chimique ou
enzymatique (Chen H. Tet al, 2000 ; Wuet al, 2002).

[1.7.2. Domaines biomédical et pharmaceutique

Les nombreuses propriétés biologiques du chito@neompatibilité, bioactivité...) en
font un candidat de choix pour les applicationsrplzeutiques, biomédicales et cliniques

(Tableau 6) : agent antimicrobien, hémostatiqu&sement cicatrisant... Il est également
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utilisé comme systeme de libération controlée diggethérapeutiques par voie orale,
transdermique, oculaire et nasale (Chaussard @2)201 présente en effet de bonnes
propriétés muco-adhésives et une absence de togugitle prédisposent a des utilisations en
thérapie génique et pour la vaccination. Le chitegaossede un caractere hémostatique ainsi

que des propriétés cicatrisantes remarquables (Bacet al, 2000).

Le chitosane est un agent important en médecingsiglae, notamment comme «
véhicule » de médicaments et d'autres substanéegptutiques, et en medecine régénérative
(chirurgie reconstructrice par exemple) (MuzzamlliA. A. et Muzzarelli, 2005). Il faut noter
gue le chitosane utilisé dans ces domaines eatpitr et présente par conséquent un codt trés

élevé.

Des études récentes tendent a montrer que le ahéasxerce un effet bénéfique sur le
renforcement du systeme immunitaire, le control@ideau de cholestérol et de sucre dans le
sang, et prévient le phénomene de vieillissemeavi(Rumar, 2000). Dans de nombreuses
applications, le chitosane est utilisé sous forrtgdiogels chargés pour immobiliser des
médicaments, des enzymes ou encore des substhgcapeutiques comme les vaccins, les

antigenes ou genes (Prabaharan et Mano, 2005).

Tableau 6: applications du chitosane dans les domainesdiaral et pharmaceutique

(Crini, 2006)
Champs d'application Applications
Médecine accélération de la cicatrisation et de la guért@mblessures.

Chirurgie plastique stimulation de la régénération des tissus (pratfén des cellules).
Biologie cellulaire agent hémostatique, agent anti-infectieux, agenti-tameur,

encapsulation de cellules et de facteur de crotgsan

Pharmacie relargage de médicaments

Ophtalmologie cremes de soin, lentilles de contacts

Alicaments complément alimentaire (produits amaigrissants).
Dentisterie gel dentaire.

Chirurgie dentaire implants dentaires.
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[1.7.3. Domaine cosmétique

Dans lindustrie des cosmétiques, les évolutions dglementations francaises et
européenne vis-a-vis de la santé publique et devilhnement et la pression des
consommateurs ont entrainé l'intégration de subssad'origine naturelle a la fois au niveau
des produits, des formulations et des procédéstabemnces ont poussé au développement
des recherches sur les macromolécules renouvelabegine végétale ou marine, dont les
polysaccharides. L'industrie cosmétique s'est égale intéressée au chitosane car il présente
diverses fonctions jouant ainsi plusieurs roles p@irmettant d'étre utilisés dans des
formulations cosmétiques contemporaines (Tablea(Cripi, 2006). En effet, le chitosane
peut étre utilisé a la fois comme agent hydratanbuillant, tensioactif, épaississant,

microencapsulant et/ou antimicrobien dans une nfémaulation cosmeétique.

Tableau 7: applications du chitosane dans le domaine dedanétique (Crini, 2006)

Rétention (humidité), agent hydratant (humidifiant)

Agent anti-€lectrostatique (propriétés de gainage)

Agent épaississant (gélifiant), agent stabilisamlsion), agent de liaison
Agent antiallergique

Agent fongicide et bactéricide (propriétés antimienne)

Relargage d'ingrédients, surfactant

Cremes de soins, hydratantes, cicatrisantes, gat{éiémes antirides)

Filtres solaires

Compte tenu de la structure chimique du chitosépeésente I'avantage, contrairement
a la majorité des produits classiques, de possé@tdearactére polycationique. De ce fait, les
molécules chargées négativement peuvent interagir la macromolécule de chitosane. C'est
le cas des protéines de la peau, des lipides edefotictifs, des détergents et des graisses du
cheveu (Rinaudo, 2006). De plus, comme la plupesg jpblysaccharides, le chitosane, en
raison de la liaison glycosidique, est un polymssmi-rigide et donc un bon épaississant. En
particulier, la possibilité de formation de pontglfogene inter-macromoléculaires augmente
encore ses performances allant jusqu'a un compentede type gel physigu@esbrieres,

2002).
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Le caractére cationique et I'aptitude a formeritm $ur les cheveux expliquent ainsi
son incorporation a de nombreuses préparationsn{siags, gel, fixant. lotions er produits
de rincage). De plus, I'adhérence au revétemeahéudu chitosane serait supérieaifacide
hyaluronique. Le chitosang se fixe sur les cheveysar un mécanisme électrostatiqiig,
forme un film élastique protecteur a la surfacectieveu,iii) donne a la chevelure de la
souplesse tout en augmentant ses propriétés méeatii permet le maintien de I'humidité
des cheveux a une faible valeurvget assure le maintien de la coiffure a forte hut@i(Ravi
Kumar, 2000).

[1.7.4. Domaine agricultural

Le chitosane peut également trouver des applicatttans le domaine agricole. Les
matériaux encapsulés a base de chitosane se rettotyalement dans des produits agricoles
(Bautista-Banogt al, 2006 ; Ravi Kumar, 2000) (Tableau 8).

Tableau 8: applications du chitosane dans le domaine agri¢®avi Kumar, 2000)

Enrobage de semences (encapsulation)
Immobilisation cellulaire (horticulture)

Fongicide (bio-pesticide)

Fertilisant

Protection des cultures

Traitement des sols

Contréle des métaux essentiels a la croissancplaetes

Alimentation animale et vaccination animale

La présence de chitosane comme fertilisant accdkreroissance des plantes et
ameéliore le rendement des cultures (Ravi Kumar,0R0Qe chitosane pourrait devenir
I'engrais naturel et le pesticide du futur en e «bio-pesticide». En effet, I'enrobage de
semences des céréales avec le chitosane leur pmmtnele résister aux attaques de
champignons et de bactéries pathogénes (Retleda 2003).
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De plus, le chitosane permet de conserver les atsrmour bétail et protege les animaux
contre des problemes bactériologiques ou virauxelimet également de lutter contre les
infections respiratoires qui affectent les troupeaovins. Il peut étre aussi appliqué sous
forme de spray oculaire (Rabetal, 2003)

11.7.5. Traitement des eaux

Les propriétés polyélectrolytes, chélatantes etptexantes du chitosane en font un bon
candidat pour des applications environnementales ¢& domaine du traitement des eaux
usées (Gerentet al, 2007) (Tableau 9).

Tableau 9: applications du chitosane dans le domaine awifennement (Gerentet al,
2007)

Champ d’application Application

_ ingénierie de l'eau (coagulation /floculation,
Traitement de I'eau potable o .
filtration, adsorption)
Traitement des eaux usées agent coagulant
Traitement des eaux de piscines agent chélatant de cations
Chélation de métaux lourds réduction des métaux toxigues et radio-isotopes

Récupération de métaux précieux récupération de métaux réutilisables

Décoloration des eaux enlevement du fer et du manganese des piscines
Filtration membranaire agent décolorant
Traitement des boues agent déshydratation des boues

Ces applications sont basées sur le caracteregimgmue du chitosane en milieu acide
et sur sa solubilité qui ouvre la porte a de nombee applications dans le domaine de la
coagulation-floculation, de la chélation, de l'agsion ou de l'ultrafiltration. En effet, ses
groupements amines protonés en milieu acide squabtes de fixer tous les métaux de
transition et les radionucléides (Domard A. et Rii.,, 2000 ; Piron Eet al, 1997). Le
chitosane peut étre utilisé comme agent coaguthgtatant ou adsorbant pour complexer une
large gamme de polluants comme les molécules aiquest et phénoliques, les colorants et
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organiques (effluents agroalimentaires, papetiersexiles) (Crini, 2006 ; No et Meyers,
2000).

Une autre application récente consiste a immobities microorganismes ou des boues
dans des matrices polyméres a base de chitosamdrpiber les eaux usées, toujours sur le
méme principe de I'encapsulation (Krajewska, 2005).

[1.7.6. Autres domaines d’applications

Le chitosane a trouvé des applications dans dadoeaines. En chimie, il est utilisé
en tant que super-absorbants (Dutkiewicz, 2002)as@h stationnaires pour la
chromatographie (Li Pet al, 2006) et I'osmose inverse (Struszczyk, 2002) ncowe
supports pour la catalyse (Guibal, 2005) (

Tableau 10) .

Tableau 10: autres domaines d’applications du chitosanen{C2D06)

Champ d’application Exemples d’application

Chimie Capteurs chimiques, films biodégradable (emballagyg)er absorbants

_ _ Immobilisation des cellules et des enzymes, mafraze culture et
Biotechnologie o ,
régénération cellulaire, membranes

Papeterie Rétention d’eau (filieres papetiere et textile)
Textile Additifs pour pates a papiers, agent antibactérien
(Enologie Clarification, désacidification et stabilisationsdéns
Photographie Films photographiques, extraction de I'argent

Le chitosane est utilisé dans les nouvelles fortraria de peintures non toxiques pour
protéger la coque des bateaux (Ravi Kumar, 2008)pduvoir cationique du chitosane est
utilisé dans l'industrie papetiére pour produire gapiers possédant une surface plus lisse et
résistant mieux a I'humidité (Struszczyk, 2002)quaeest tres apprécié dans le domaine de la
photographie.
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lll. Fonctionnalisation enzymatique du chitosane

Le chitosane est connu pour étre un biopolymérea dois naturel, non-toxique,
biodégradable et biocompatible. C'est aussi undbyopere trés réactif dont les modifications
au niveau des groupements fonctionnels sont dandgintérét car elles permettent d'élargir

ses domaines d'applications.

Parmi les méthodes de modification, le greffageyeraique apparait comme le plus
intéressant dans une démarche de chimie verte. r€ffage permet de lier, de facon
covalente, des dérivés fonctionnels, appelés grsffeur les chaines macromoléculaires du
chitosane. La plupart des études concernant la fioatibn enzymatique du chitosane
implique l'utilisation de composeés phénoliques.db#osane posséde, en effet, deux types de
groupements réactifs pouvant étre greffés: d'ume |gs fonctions amines libres des unités
désacétylées, et d'autre part, les groupement®xylds présents sur les carbones C-3, 6 des

unités acétylées et/ou désacétylées.
lll.1. Avantages de la voie enzymatique

L'utilisation des enzymes en synthése et pour ldifitation de polyméres possede de
nombreux avantages (Dordick, 1992). Etant non teedg les enzymes ne présentent aucun
danger contrairement aux catalyseurs chimiquesplDg, le fait qu'elles soient sélectives
limite la nécessité de recourir a des étapes sopgpitaires de protection ou de déprotection.
Enfin, la spécificité des enzymes permet de madifeerec précision la structure
macromoléculaire afin d'aboutir & la fonction dési(Kumaret al, 1999 ; Yamadat al,
2000).

De plus, les procédés enzymatiques jouent un ejié¢at dans les procédés de syntheses
propres, tendance actuelle forte de la biotechimldgn effet, les procédés enzymatiques,
comparés aux procédés chimiques, (i) sont menés dkm conditions beaucoup plus douces
de température et de pression, (i) sont trescsfie évitant les réactions secondaires
indésirables et (iii) permettent d’éviter I'utilidan de catalyseurs tres polluants, comme les

composés organométalliques (Dordick, 1992).

57



Etude bibliographigue

Finalement, de nombreuses études ont clairementtrénogue la modification

enzymatique des polymeres est une méthode altegréxtdlogique aux méthodes chimiques.
l11.2. Mécanisme de fonctionnalisation enzymatiquelu chitosane

Les modifications enzymatiques du chitosane casrsist oxyder par voie enzymatique
des composés phénoliques en des produits interired{guinones, semiquinones) (radicaux
libres) catalysés par des enzymes oxydatives colesngrosinases, les laccases (poly phénol
oxydases PPO) ou les peroxydases (POD). Les psomitiitrmédiaires sont électrophiles et
capables de réagir de fagcon non-enzymatique avec dgeupements nucléophiles
(groupements amines NHibres du chitosane). Ainsi, ces produits peuvariir au moins
deux types de réaction avec les groupements amimegprotonés en synthétisant soit des
bases de Schiff, soit des adduits de type michadkaimaret al, 1999) (Figure 21). Ces
réactions de couplage conduisent a un mélange eample monomeres ou oligomeres
greffés sur le chitosane. Par cette méthode, |¢osdme peut étre modifié par voie
enzymatique afin de créer des dérivés de chitopassédant des propriétés fonctionnelles

différentes de celles du chitosane initial.

OH
H /O 0
0~

o

base de schiff
O, > Chitosane
Tyrosinase
R R x

Phénol O- quinone
adduit de type michaélien

Figure 21: mécanisme réactionnel d'oxydation des compdsésglques par la tyrosinase
en présence de chitosane (Jayakuebal, 2005)
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Par ailleurs, il existe deux autres possibilitésésetion entre des groupements actifs du
chitosane et les produits d’oxydation. En effes, peoduits intermédiaires peuvent réagir soit
avec les groupements hydroxyles (OH) au niveawadaooe (C3, 6) de fagon covalente pour
former des liaisons ester soit avec les groupemamises protonés (N du chitosane de

facon non-covalente pour former des forces életttigsies (Bozic Met al, 2012b).
[11.3. Méthodes pour fonctionnaliser le chitosane pr voie enzymatique

En général, dans la littérature, deux méthodes rammtortées pour la fonctionnalisation

enzymatique du chitosane:
- Méthode hétérogene (chitosane sous forme solide)

La fonctionnalisation du chitosane par la méthoégtogéne se déroule a pH supérieur
a 6,3 (pKa du chitosane ~6,3). En effet, quandhitosane n’est pas soluble dans le milieu
réactionnel, les groupements amines ne sont pasn@® (sous forme N Dans ce cas, ces
groupements jouent un réle nucléophile qui est fabvle pour réagir avec les molécules
électrophiles (les produits d’oxydation - quinonasih de former des liaisons covalentes de
type bases de Schiff, ou adduits de type michadkégure 22). Grace a cette méthode, le

chitosane peut étre fonctionnalisé sous formelte fparticules) ou sous forme de film.

Par exemple, des études récentes ont montré doadaonnalisation enzymatique du
chitosane (sous forme de film) par la laccaseldanmetes versicoloa pH 6,5 a conduit a
former des liaisons covalentes entre les groupesranines (N libres (nucléophiles) et les
produits d’oxydation de I'acide galligue et de l@e& caféique (électrophiles) (figure 23)
(Bozic M. et al, 2012b) ou de 'acide tannique et de la quercgiarda méme enzyme (Bozic
Mojcaet al, 2012a). Par ailleurs, un film de chitosane &@tétionnalisé avec I'octyl gallate
et le dodecyl gallate (esters d'acide gallique) r{damen et al, 2008) ou avec
I'hexyloxyphénol en présence d'une tyrosinase a@bl De plus, cette tyrosinase a éte
utilisée pour la fonctionnalisation de films detokane en présence du 4-tetra-butylcatéchol a
pH 7,2 (Paynet al, 1996).
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De méme, d’autres études ont confirmé que la fonotlisation du chitosane (sous
forme de fibre ou de particule) avec certains ftaides (la quercétine et la fisétine) (Fras-
Zemljic et al, 2011) ou avec la catéchine, la rutine,... (Saitsa, 2009) par la tyrosinase a
pH 6,5 conduisait a former des liaisons covaleatdse les groupements amines @\kbres

du chitosane et les produits d’oxydation des flaidas.

X »
5] [ oH N
OH O HO
Quercétine )
67
/OH NHCOCH o nH Liaison adduits de
| HO—_ . L.
— ) -0 HO L P ) D —.—Type michaélien
O\ e LRI TOI oLy
HO~ N AN H NH OH
Liaison i A o
. _%._-OH
Base de Schiff e HO I \\‘?/
NN -0 A
HO 0 o |\’// | ‘|'I" ?’ N
e - 1
| ] K\\,-/\N_/-"\
T S | /] OH
]’ OH OH g
OH O

Figure 22: mécanisme proposé pour la fonctionnalisation dtoshne (méthode hétérogene)

avec la quercétine par la laccaseldametes versicolofBozic Mojcaet al, 2012a)
- Méthode homogeéne (chitosane sous forme liquide)

La fonctionnalisation du chitosane par la méthoo@dgéne se déroule a pH inférieur a
6,3 (le chitosane est alors soluble). En effet,nquie chitosane est soluble dans le milieu
réactionnel, les groupements amines sont protoagsfgrme NH'). Dans ce cas, ces
groupements ne peuvent pas jouer un role nucléopéil réagir avec les molécules
électrophiles (quinones) (Osman et Arof, 2003).sAirtette forme avec des groupements
amines protonés du chitosane est favorable poeraigir avec des substrats phénoliques ou
leurs produits d’oxydation par le biais d'interacis électrostatiques. De plus, la forme

soluble du chitosane conduit & former des liaisonsalentes de type ester entre les
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groupements hydroxyles au niveau C3, 6 du chitosates substrats phénoliques initiaux ou

leurs produits d’oxydation (Bozic Mt al, 2012b).

Par exemple, des études récentes ont montré doaedaonnalisation enzymatique du

chitosane (sous forme soluble) par la laccas@&rdeetes versicolora pH 4,5 permettait la

réaction de I'acide gallique ou de ses produitxytiation avec les groupements hydroxyles

(OH) du chitosane par des liaisons covalentes de agper. Par ailleurs, les groupements

amines protonés (Nf) du chitosane ont pu former des interactions gstitiques avec

I'acide gallique ou ses produits d’oxydation (Fig@3) (Bozic M.et al, 2012b).

OH
OHD

HO oH I I

Liaison ester C =0 C_O

NHGOCH NHCOCH
—5
HO

|
O=c Interactions =0

Electrostathue
HO OH

OoH

Figure 23: mécanisme proposée de la fonctionnalisation dwshite (méthode homogéne)

avec l'acide gallique par la laccaseTdametes versicoloiBozic M. et al, 2012b)

l11.4. Enzymes utilisées en fonctionnalisation enayatique

Les enzymes pour la fonctionnalisation du chitossorg sélectionnées sur la base de la

structure chimiqgue du chitosane (groupements fonogls). Ces enzymes sont

principalement des enzymes oxydatives comme degxydases, des tyrosinases et des

laccases. De facon secondaire, d’autres enzymesmeomes transglutaminases, des

phosphorylases et des lipases peuvent étre usilisée
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- Peroxydases (POD) (E.C. 1.11.1.7)

Les peroxydases peuvent oxyder des composés pideslen présence de donneurs
d’hydrogéne en réduisant des peroxydes, notammeat loxygénée; ils acceptent de
nombreux donneurs d’hydrogene parmi lesquels ldgppénols qui sont liés au cycle
aromatique par le couplage C-C et C-O des fragmghénoliques. Ces enzymes ont été
exploitées en tant que nouvelle voie efficace plaurfonctionnalisation de polyméres

industriels.

Une peroxydase a été directement utilisée poufagrah substrat phénolique comme le
dodécyle gallate (DDG) (ester de I'acide gallig(dachoudet al, 2001) ou des flavonoides
tels que la quercétine, la rutine... (Toregsal, 2012) sur du chitosane soluble dans le milieu
réactionnel. La peroxydase a oxydé le dodécylaga#n quinones a pH 4 qui ont été greffés
sur le chitosane. Récemment, une peroxydase diktéaipour former un hydrogel soluble a
pH neutre, biodégradable et injectable a base desame modifié par voie chimique. En
effet, dans un premier temps, le chitosane a étdifrld@ar voie chimique par conjugaison
avec des molécules par exemple, I'acide glycoligfughlorétique (Jiret al, 2009), I'acide 3-
(p-hydroxyphényl) propionique (Sakat al, 2009) et le polyéthylene glycol et la tyramine
(Lih et al, 2012) pour améliorer la solubilisation du chitesau pH physiologique de 7,4.
Dans un deuxiéme temps, des peroxydases en prédenkgD, ont été utilisées afin de
former des hydrogels par polymérisation du chitesamodifie comme présenté dans la Figure
24,
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Figure 24: schéma de la formation d’hydrogel du (chitospabrethylene glycol-tyramine)

conjugués en utilisant la peroxydds®seradi$ en présence de,8; (Lih et al, 2012)

- Tyrosinases (EC 1.14.18.1)

Le greffage de composés phénoliques sur le chigopanune tyrosinase a été rapporté
par plusieurs auteurs. La tyrosinase peut catalisgilroxylation des mono-phénols en
diphénols et des-diphénols ero-quinones correspondantes. Les produits issusédesions
catalysées sont électrophiles et capables de raagu les groupements nucléophiles. Ces
quinones peuvent subir au moins deux types deio@acavec les groupements amines en
donnant soit des bases de Schiff, soit des addeitgpe michaélien comme présenté dans la
figure 22. Ces composés phénoliques peuvent égeaddes phénoliques tels que I'acide
chlorogénique (Kumaet al, 1999), des esters phénoliques tels que l'octydatg et le
dodécyle galate (Vartiaineet al, 2008), et des flavonoides tels que I'hespéridiiae,
quercétine, la catéchine, I'épicatéchine, la rytiaefisétine, ... (Fras-Zemljiet al, 2011 ;
Souseet al, 2009 ; Wuet al, 2002).

De plus, ces enzymes peuvent catalyser le greffagemmposés d’origine protéique sur

le chitosane. En effet, la tyrosinase peut catalyseydation de la tyrosine présente dans le
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peptide ou la protéine en radicaux correspond&@ws.radicaux subissent un couplage avec
les groupements amines du chitosane par voie noyretique par des liaisons covalentes
comme présenté dans la Figure 25.

|
N
OH O
% Adduit de type michaéluien
Tyrosinase o
(@]

2 Chitosan
/ﬁ ]
~_
Résidus tyrosyle O - quinone N\

Base de schiff

Figure 25: mécanisme réactionnel d'oxydation de la tyrosindggrosinase en présence de
chitosane (Anghileret al, 2007)

Des auteurs (Abergt al, 2004) ont utilisé une tyrosinase pour greffer geptides
produits par I'hydrolyse chimique de la caséine lsuchitosane au niveau des groupements
amines par des liaisons covalentes a pH 6,5 ehpdéeature ambiante en 24h. De méme, une
autre étude a montré la possibilité de greffer pigsgtides de la séricine sur les groupements
amines du chitosane. Le greffage enzymatique d&siulé en présence de la tyrosinase a pH
6,5 et a température ambiante en 24h. Ce greffagenduit a renforcer les propriétés
antibactériennes du chitosane avec un apport deelles propriétés apportées par des
peptides séricine (antioxydant, anti-UV, hydratatisolubilité, etc.) (Anghileret al, 2007).

Par ailleurs, ces enzymes peuvent également catalgs greffage de polymeres
d’origine protéique sur le chitosane afin de créercopolymére (polysaccharide-protéine).
Par exemple, la tyrosinase a catalysé le couplatye & fibroinede lasoie du Bombyx du
mdrier et le chitosane pour introduire les progséantibactériennes du chitosane dans les
fibres de textile et renforcer la biocompatibildé la soie dans le domaine biologique. Ce
couplage s’est déroulé avec un rapport molaire:(l).6e chitosane avec la fibroine a pH 6,5
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et a température ambiante en 24h (Freddil, 2006 ; Sampaiet al, 2005). De méme, une
autre étude a montré que la tyrosinase pouvaiegugait catalyser le greffage de chaines de
gélatine sur le chitosane. Cet hydrogel a été praghdice a une tyrosinase qui catalyse
I'oxydation des résidus tyrosyles de la gélatiqaHa6 et 35 °C en une nuit (Chen H. &t al,
2002).

- Laccases (EC 1.10.3.2.)

Contrairement aux tyrosinases, les laccases squdbtes d'oxyder des composés
phénoliqueso- ou p- diphénolsvia une réaction radicalaire aboutissant a la formatie
semiquinones et/ou quinones correspondantes epnmesl’'oxygene moléculaire. De plus,
elles ne possedent pas I'activité monophénoladiaydroxylation) qui est considérée comme

la premiére étape dans le processus de mélanigaialysé par les tyrosinases.

Ces enzymes ont été récemment utilisées afin defisroes propriétés fonctionnelles
du chitosane telles que des propriétés antioxydasteantibactériennes par le greffage de
phénols comme l'acide caféique, l'acide galliquacite tannique et la quercétine sur le
chitosane (Bozic Mojcat al, 2012a ; Bozic Met al, 2012b).

- Transglutaminases (EC 2.3.2.13)

Les transglutaminases peuvent catalyser la formal® liaisons covalentes entre un
groupement amine primaire comme celui de la lyginée groupement amide (R-CO-MH
des glutamines. Récemment, la transgutaminase é aitdisée pour obtenir un hydrogel
produit par couplage entre le chitosane et la ip@at pH 6 (Chen H. Tet al, 2003). Méme
si le chitosane n'est pas nécessaire pour obtartitydrogel stable a partir de la gélatine, sa
présence a permis un processus de gélificationrppide et I'obtention d’'un hydrogel fort et

résistant.
- Phosphorylases (EC 2.7.7)

Les phosphorylases sont les enzymes responsablasptiesphorolyse. lls ajoutent un
ion phosphate P© (ou o-phosphag) & partir d'un ion hydrogénophosphate HP®ur une
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molécule organique lors d'une phosphorolyse. Cegnees ont été recemment utilisées afin
de synthétiser des dérivés de chitosane solublg ltkau par le greffage de chaines courtes
d’amylose comme présenté dans la Figure 26.
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Figure 26: synthese du chitosane-amylase dérivé a partthdasane-maltoheptaose

dérivé par une méthode chemo-enzymatique (Matstidh 2007)

D’abord, du maltoheptaose a été greffé sur le shite par voie chimique par
'amination réductrice en présence de sodium cydnairoborate (NaBBCN) dans un
mélange de 1 M d’acide acétique et de méthandl {1v) a température ambiante pendant 3
jours afin de produire un chitosane-maltoheptadsssuite, I'élongation des chaines
glucane du chitosane-maltoheptaose est réaliséeomrenzymatique par la polymérisation
catalyséevia la phosphorylase en présence @®-Glucose l1l-phosphate (G-1-P) afin
d’obtenir du chitosan-amylose. La polymérisatiorzyenatique s’est déroulée en milieu
tamponné d'acétate de sodium (pH 6,2) a une tetupérde 40-45°C en 7 h (Kaneko al,
2007 ; Matsudat al, 2007 ; Yanget al, 2011).
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- Lipases (EC 3.1.1)

Les lipases sont des enzymes hydrosolubles caga&flectuer I'hydrolyse de fonctions
esters et sont spécialisées dans la transformdédriglycéride en glycérol et en acides gras

(lipolyse). A ce titre, elles constituent une scissse des estérases.

Récemment, la lipase pancréatique porcine a digéatiafin de conjuguer le chitosane
avec l'acide polylactique (PLA) a 50°C. En conséue cette procédure a permis de
synthétiser un nouveau copolymere (polysaccharidgepter) présentant une bonne capacité
d’adhésion et de prolifération cellulaire (Zeegal, 2012). Ainsi, ce copolymére peut étre

appligué comme un matériau d'échafaudage poumie gjgsulaire.
[11.5. Application des chitosanes dérivés par voienzymatique

Des études récentes ont montré que la fonctiormt@isenzymatique du chitosane peut
améliorer des propriétés déja présentes ou crérouleelles propriétés avec la possibilité de
maintenir ses propriétés initiales telles que ledégradabilité, la biocompatibilité... . Ces
chitosanes fonctionnalisés ont pu trouver des egiplins tres importantes dans différents

domaines.
[11.5.1. Domaine médical et pharmaceutique

Le chitosane est normalement soluble en milieueaguKa< 6.3). C’est pour cette
raison que l'utilisation du chitosane est limiténdaertains domaines notamment le domaine
biologique ou il est nécessaire que le chitosané sauble a un pH physiologique.
Différentes études ont montré que le greffage ematigme de certains phénols sur les chaines
de chitosane permettait d'obtenir des matériaunbsed & pH physiologique, par exemple
avec l'acide chlorogénique (Kumaet al, 2000 ; Kumaret al, 1999) ou avec
I'hexyloxyphénol (Chen H. T.et al, 2000) a pH 6,5 en présence de tyrosinase. Cessgeér
de chitosane peuvent étre utilisés dans le domgl@@maceutique pour la fabrication de

médicaments.
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Difféerentes études ont rapporté la production dibgels par voie enzymatique a base
de chitosane modifié par voie chimique. Ces hydsogat été produits par une méthode
chimio-enzymatique afin d’améliorer la solubiligatidu chitosane a un pH physiologique
(7,4), permettant la prolifération cellulaire. Cesopriétés sont importantes pour des
applications médicales et pharmaceutiques telleslajuégenération du cartilage, I'ingénierie

tissulaire et la vectorisation de médicaments.

Le chitosane peut étre modifié par voie chimiquel@@onjugaison avec des différentes
molécules afin d’améliorer la solubilisation du tosane au pH physiologique. Puis, des
peroxydases en présence deOH sont utilisées afin de former des hydrogels par
polymérisation du chitosane modifi€ comme préselads la figure 25. Par exemple, des
hydrogels tels que le complexe [chitosane- polyétigy glycol- tyramine] peut étre utilisé
comme adhésif tissulaire (Lidt al, 2012), le complexe [chitosane-rutine-tyramineijnooe
pansement des plaies (Tram al, 2012), le complexe [chitosane-acide glycoliqueida
phlorétique] pour la régénération du cartilage @iral, 2009) et le complexe [chitosane-
acide 3-p-hydroxyphényl) propionique] en ingénierie tisstdaet pour la vectorisation de
médicaments (Sakat al, 2009).

Par alilleurs, le chitosane a été modifié par canpan enzymatique avec d’autres
polymeéres pour produire des biomatériaux intérésgaour des applications biomédicales, en
particulier pour l'ingénierie tissulaire. Par exdéepun copolymere [fibroinge la soie -
chitosane] est produit & pH 6,5 et a températurbiante pendant 24 h en présence de la
tyrosinase afin d’améliorer la biocompatibilité ldesoie (Freddet al, 2006 ; Sampaiet al,
2005). De plus, un copolymére [acide polylactiquhitosane] est produit en présence de la
lipase pancréatique porcine a 50 °C ; ce derngempt un accroissement de [|'adhésion
cellulaire et peut donc étre utilisé comme matédg&chafaudage en ingénierie tissulaire
(Zenget al, 2012).

[11.5.2. Domaine agroalimentaire

La fonctionnalisation enzymatique du chitosane alexcomposés phénoliques est une

voie pour introduire des gammes de couleurs dapreduits dérives du chitosane. Cette
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couleur dépend du type de phénol et du pH du mikagtionnel. Par exemple, une série de
dérivés du chitosane colorés ont été produits jpée enzymatique tels qu’'un chitosane
orange par réaction avec la catéchine et I'épibatéc un chitosane brun par réaction avec la
daidzeéine, I'hexyloxyphenol, I'ester de gallateleetd-tert-butylcatéchole I'épigallocatéchine
gallate et un chitosane jaune par réaction avgadacétine, la rutine et la fisétine (Chen H. T.
et al, 2000 ; Paynet al, 1996 ; Sousat al, 2009 ; Vachouet al, 2001). Cette couleur est
tres stable car les dérivés formés sont stabifigégles liaisons covalentes entre le chitosane
et les produits d’oxydation des phénols (color€gs dérivés colorés peuvent étre utilisés

comme agents colorants dans des applications ataines

La fonctionnalisation enzymatique du chitosane ades composés phénoliques a
également trouvé des applications variées dans omathe agroalimentaire grace a

I'amélioration de ses propriétés physico-chimigeeliologiques... .

Difféerentes études ont montré que la fonctionnabsaenzymatique du chitosane par la
catéchine (Wuwet al, 2002) ou I'hexyloxyphénol (Chen H. Tet al, 2000) en présence de
tyrosinase avait permis de d’accroitre leurs pé&ips rhéologigues notamment la viscosité.
Ces dérivés de chitosane présentant une viscdsitéeépeuvent étre utilisés comme agents

liants (stabilisant, épaississant, émulsionnarifjayg...)

La fonctionnalisation enzymatique du chitosane gdas composés phénoliques a
également permis d’améliorer les propriétés antlaryes de ses dérivés par l'introduction de
composeés phénoliques qui possedent des activitiéxygaantes élevées (Bozic Mojea al,
2012a ; Bozic Met al, 2012b ; Fras-Zemljiet al, 2011 ; Sousat al, 2009 ; Torrest al,
2012). Ces dérivés de chitosane avec une activitéxgdante améliorée peuvent étre utilisés
comme agents antioxydants dans des applicatiomeadaires.

De plus, ce procédé enzymatique a permis d’amélikaetivité antibactérienne des
dérivés de chitosane méme si le chitosane natifsques normalement une activité
antibactérienne liée a la présence de chargesvyessies groupements amines libres §NH
du chitosane (Shet al, 2006). Par exemple, la fonctionnalisation enzyaquat du chitosane

avec des acides phénolique (acide gallique etoqpad@ia amélioré son activité antibactérienne
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sous conditions homogenes (chitosane sous formeléyja pH 4,5 en présence de la laccase
de Trametes versicolo(Bozic M. et al, 2012b). De méme, & pH 3 en présence de la
chloropéroxidase deCaldaromydes fumagde chitosane a été fonctionnalisé avec des

flavonoides (quercétine et rutine) (Toregsal, 2012).

Par ailleurs, un film de chitosane a été fonctidisaavec I'octyl gallate et le dodecyl
gallate (esters d'acide gallique) en présence sityase a pH 6 (Vartiainet al, 2008) afin
d’améliorer les propriétés antibactériennes et mécas de ce film pour des applications
comme «emballage vert». Le chitosane sous fornfdndea été également modifié par voie
enzymatique avec la quercétine en présence dedxymase dealdaromyces fumagafin
d’améliorer ses propriétés antibactériennes, aydiantes et rhéologiques (plastique) (Torres
et al, 2012). Ce film modifié a présenté une activitdicwydante élevée permettant une

diminution des phénomeénes d’oxydation des fruitbaiés.

111.5.3. Domaine environnemental

Le chitosane a pu étre utilisé afin d’éliminer demposés phénoliques présents dans les
eaux usées industrielles grace a des enzymes oxgslaDans cette procédure, la tyrosinase
est utilisée comme catalyseur permettant d’'oxyderdomposés phénoliques en quinones
correspondantes qui réagissent avec le chitosamévaau des groupements amines libres
(Ikehata et Nicell, 2000 ; Kimuret al, 2012 ; Suzuket al, 2010 ; Wadat al, 1993).

De plus, le chitosane natif est utilisé pour élieminles colorants indésirables
(anioniques) qui sont considérés comme une graraldgmatique environnementale dans les
eaux useées. Puisque, ce polymeére est cationiquei mhanque la capacité d’adsorber les
colorants cationiques. Des études ont montré guiedduction de groupements carboxyles (-
COOH) par le couplage enzymatique entre le chisah des composés phénoliques
permettait de renforcer sa capacité a adsorbecdEsants cationiques comme le Cristal
Violet et le Bismarck Brun Y (Chaet al, 2004) avec le maintien de sa capacité d’adsarptio

des colorants anioniques.

Par ailleurs, le chitosane a également été utiisar la valorisation de produits

secondaires des industries. Ainsi, différentes eéduoht rapporté I'utilisation de tyrosinase
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pour catalyser le couplage entre le chitosane stnagtériaux d’origine protéique présents
dans des eaux usées industrielles. Cette straaguggemis d’obtenir des produits respectueux
de I'environnement. Par exemple, le couplage entzgoeaentre le chitosane et les peptides
produits par I'hydrolyse chimique de la caséinge¥sence de tyrosinase (Abargal, 2004)

a permis I'élimination de ces peptides contamiesieaux industriels... De méme, grace a la
méme enzyme, le couplage enzymatique entre lesamntet les peptides de la séricine ont
permis leur élimination des eaux usées industagleghileriet al, 2007).

[11.5.4. Domaine industriel

La fonctionnalisation enzymatique du chitosane ges composés phénoliques peut
permettre de renforcer son caractere adhésif entifon de la structure chimique des
composés phénoliques et de la viscosité des dée/éhitosane. Certains auteurs ont réussi a
coupler le chitosane avec des composés phénolitplesque l'acide sinapique, l'acide
coumarique et I'acide férulique en présence dadadse dérametes versicoloa pH 5 et ont
montré une amelioration des propriétés adhésiveshi@va et Li, 2003). Ces dérivés de

chitosane peuvent étre destinés a des applicatidostrielles comme adhésifs du bois.

La création de matieres textiles fonctionnellescades propriétés antioxydantes et
antibactériennes a également été envisagée palageugnzymatique entre le chitosane sous
forme de fibres et des flavonoides (Soeasal, 2009). Cette réaction a été mise en ceuvre en
présence de tyrosinase a pH 6,5 et 25°C pendaner2@hilieu aqueux. Par la méme enzyme
et dans les mémes conditions réactionnelles, utme atude a rapporté la possibilité de créer
des matiéres textiles bioactives par couplage eatdgoe entre le chitosane sous forme de

fibres et la quercétine ou la fisétine (Fras-Zerxdjial, 2011).
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Objectifs du travail

Comme le montre la revue bibliographique, les pofymloxydases sont capables de
catalyser l'oxydation de différents composés phéues en générant directement ou
indirectement un grand nombre de dérivés plus oinsngolymérisés ou polycondensés en
milieu aqueux. Ces intermédiaires présentent degrigtés intéressantes comme la couleur
ou l'activité antioxydante... laissant présager gupiburraient étre utilisés comme molécules
actives « naturelles ». Malheureusement, ces igtgiaires sont vite polymérisés et difficiles
a récupérer en raison de leur grande réactivitee &biution pourrait étre de bloquer ces
intermédiaires par immobilisation dés leur formatsur des macromolécules insolubles en
milieu aqueux. En effet, par cette procédure, i psssible de contréler le degré de
polymérisation lors de I'oxydation enzymatique gegnols et aussi d’obtenir directement du
polymere fonctionnel pour d’éventuelles applicasion

Dans des travaux précédents réalisés au laborai@ie par Mustafa en 2005 et Issa en
2009, il a été montré qu'une oxydase comme la tacade Myceliophtora thermophila
pouvait oxyder en milieu diphasique certains aciteeamiques tels que les acides férulique
et sinapique avec, initialement, formation éphéntiraliméres fortement colorés en rouge-
orangé afin de produire de nouveaux colorants. Wirpde ces travaux, nous avons envisagé

la possibilité de produire de nouvelles molécules/as ayant le label « identique-nature ».

L’objectif principal de ce travail était de greff@ar voie enzymatique des produits
d’oxydation de I'acide férulique et du férulate e sur le chitosane dans des conditions
douces en milieu aqueux afin d’obtenir de nouveltesnes de chitosanes fonctionnalisés.
Ainsi, les mécanismes du greffage (type de liaipmsjtion du greffage et structure chimique
des produits greffés) et les propriétés des chiwsdonctionnalisés telles que les propriétés

antioxydantes, physico-chimiques et biologiquesrsegvaluées.

Dans un premier temps, il s’agira d’étudier I'oxyda de I'acide férulique et de son
ester (le férulate d’éthyle) par la laccaseMigceliophtora thermophil&n milieu aqueux et

dans des conditions expérimentales douces (30 {1 €f,5). Utiliser un acide et son ester
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contribue a I'étude du mécanisme d’oxydation enzigna d’'un acide phénolique modele,
dont le groupement carboxyle est libre ou estépéiel'’éthanol. L'identification des produits
d’oxydation pourra ainsi permettre de formuler dgpothéses quant au réle du groupement
carboxyle dans la réactivité des molécules. D’apéné, les propriétés des molécules formées
seront évaluées comparativement aux moléculesnatgg comme la couleur, I'activité
antioxydante, antibactérienne et la cytotoxicité-a&ivis de cellules saines (HUVEC) et de

cellules cancéreuses (Caco?2).

Dans un deuxieme temps, les produits d’oxydatiomrgegreffés sur un polymeére
naturel : le chitosane. Plusieurs raisons nous@mduit a choisir le chitosane comme support
de greffage de ces produits d’oxydation: la souro@jeure du chitosane vendu
commercialement provient de la désacétylation dehitine obtenue a partir de carapaces de
crevettes et de crabes. De ce fait, il est peuecndet contribue a la valorisation de co-
produits marins. De plus, ce biopolymére est déminme possédant naturellement des
propriétés intéressantes telles qu’'une activitébaatérienne, une bonne biodégradabilité et
une faible toxicité. Il est également insolublenaifieu aqueux a pH 7,5 (le pH optimal de la
laccase), et est ainsi facile a récupérer par gniiiration. A pH acide (pH< 6), ce
biopolymere est chargé positivement par protonaties groupements amines et peut fixer
des composés phénoliques par liaisons électroséatidPar contre en milieu basique (pH>
7,5), les groupements amines sont nucléophileseevgmt réagir avec les quinones pour
donner des liaisons covalentes (bases de Schifidduits de type michaélien). Il faut noter
que du chitosane produit par voie biotechnologigugartir de levures est maintenant
disponible et ouvre des perspectives applicatioesgle les produits d’origine animale ne
sont pas souhaités. Le choix du biocatalyseur e sur la laccase ddyceliophtora

thermophilacar celle-ci posséden pH optimal d’activité voisin de la neutralité.

De la méme facon que sur les molécules libres,hgpstheses sur le mécanisme du
greffage (type de liaison, position du greffagejose proposées et les propriétés de ces
nouveaux chitosanes fonctionnalisés comme les igtéprantioxydantes, physico-chimiques
et biologiques seront évaluées pour en envisager &pplications éventuelles

(agroalimentaires, pharmaceutiques et cosmétiques).
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Plan de I'étude

Ce travail est divisé en deux grandes parties:

Une premiére partie consacrée a une étude de ilaisale 'oxydation enzymatique
de l'acide férulique et du férulate d'éthyle par laccase deMyceliophtora
thermophila en milieu aqueux: purification de I'enzyme par raifiltration,
caractérisation des produits d’oxydation, évaluatoles propriétés fonctionnelles
telles que antioxydantes, antibactériennes ettayiiwité vis-a-vis de cellules HUVEC
et Caco2.

Une deuxiéme partie portant sur I'oxydation enzyqueg des phénols étudiés en
présence du chitosane afin de mettre en place tmeeégure de fonctionnalisation du
chitosane par les produits d’oxydation des deux pms@s phénoliques étudiés. Ce
volet est divisé en trois sous-parties :

o Cinétique de I'oxydation enzymatique en présencehiwsane, mécanisme du
greffage (type de liaison, position du greffage)éealuation des propriétés
antioxydantes.

o Evaluation des propriétés physico-chimiques ebactériennes des chitosanes
natif et fonctionnalisé.

o Evaluation des propriétés biologiques en termedh#aion et de croissance
cellulaire des cellules HUVEC et Caco2 sur les adahes natif et

fonctionnalisés sous forme de films.
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Chapitre Il. Matériel et méthodes

|. Biocatalyseur et produits chimiques

l.1. Laccase deMyceliophtora thermophilaE.C. 1.10.3.2)

Cette enzyme, commercialisée sous le nom de "Ssf8rast produite par la société
Novozymes. Il s'agit d'une PPO du champigiyceliophtora thermophil@ui est produite
en trois étapes (Berlet al, 1997) :

1) isolement de la séquence de 'ADN génomique rbpaur la laccase extra-cellulaire

de ce champignon.

2) modification génétiqued'Aspergillus orizae (champignon Ascomycete) pour

recueillir le vecteur contenant la région de coddgeette laccase.
3) expression de I'enzyme chez ce dernier champigno

L'enzyme est excrétée dans le milieu de fermemtatib séparée des cellules par
filtration. La préparation enzymatique est ensodecentrée par ultrafiltration et évaporation.
Elle est alors préservée et stabilisée par addd®iNaCl et se présente sous la forme d'un
liquide brun dont la densité est de 1,15 g/ml. €pteparation est fournie avec une activité de
10500 U/mL (une unité enzymatique étant définie m@ma quantité d'enzyme qui catalyse
I'oxydation de 0,01iM de syringaldalzine (§H20N2Og) (Un substrat spécifique) par minute a
pH 7,5 et a 30°C) (Harkin et Obst, 1973). D’aprdi¢the technique, I'enzyme est stable a
25°C pendant trois mois et posséde une activiténajpe a pH 7,5 et a 30°C.

Cette enzyme est conforme aux spécifications destpurecommandées par la
FAO/WHO et le FCC (Food Chemicals Codex) pour lesymes utilisées dans les produits
alimentaires (WO 94/28728, 1994) (Brinch et Peder2602).
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|.2. Produits chimiques

Les différents produits chimiques utilisés sonerépriés dans le Tableau 11, le Tableau

12, le Tableau 13 et la Figure 27.

Tableau 11 produits chimiques utilisés

Désignation Fabriquant Référence
Chitosane Aldrich 448869
Hexacyanoferrate de potassium Prolabo 26810.232
Hydroxide de potassium Merck 100778
Chlorure ferrique hexahydrate Merck Art.3943
1,1-diphényl -2-picril hydrazil (DPPH) Sigma D9132
Bromure de potassium Prolabo 26 706.185
Peroxodisulfate de potassium Fluka 60487
2,2'-azino-bis (3-éthylbenzothiazoline-6-acide sulfar@) (ABTS) Sigma A1888
6-hydroxy-2,5,7,8-tetraméthylchromane- acide 2-caybque (Trolox) Fluka 56510
Rouge Neutre Sigma N-2880
Phosphate de sodium monosodique Prolabo 28.011
Phosphate de sodium disodique Prolabo 28026.292
Phosphate de potassium Sigma P-3786
Sérum albumine bovine Sigma P0914
Acide bicinchoninique Sigma B9643
Tampon phosphate Dulbecco (BPS) Sigma D5652
Sérum de veau fcetal (SVF) Eurobio CVFSVF00-01
Méthylthiazolyldiphényl-tétrazolium bromide, Thidgbblue (MTT) Sigma M5655
Milieu d’Eagle Modifié par Dulbecco (DMEM) Sigma 286
Milieu de croissance cellulaire endothéliale (ECGM) ECACC 6091509
Chlorure de sodium Prolabo 27810.295
Hydroxyde de sodium Fluka 71690
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Tableau 12: solvants utilisés

Désignation Fabriquant Référence
Acétonitrile Carlo - Erba 412412
Ethanol Prolabo MC310653
Isopropanol Sigma 1-09516
Méthanol Carlo - Erba 525102
Acide trifluoroacétique (TFA) Sigma T-6508
Acide acétique Prolabo 20104.334
Diméthyl sulfoxyde Fluka 41650

Tableau 13 :substrats phénoliques utilisés

Désignation Fabriquant Référence
Acide férulique Aldrich 12,870-8
Férulate d'éthyle Aldrich 60020
Syringaldazine EGA-Chemie 17,753-9
HO;/,/O CZHSO;/,/O
H,CO OCH,
N —N
HO 7 N OH
OCHs OCHj, P
OH OH HsCO OCH,

Acide férulique (AF), Férulate d'éthyle (FE)

Syringaldazine

Figure 27 structures chimiques des substrats phénoligtieses au cours de I'étude

83



Matériel et méthodes

ll. Oxydation enzymatique de composés phénoliques

[I.1. Purification partielle de la laccase devlyceliophtora thermophila

Afin d’éliminer les phénols simples et polymérisémtenus dans I'extrait enzymatique
qui lui conférent une coloration brune et les migsi et les protéines non enzymatique de
taille inférieure a 10 kDa, l'ultrafiltration so@gote a été utilisée a la température 4°C (Figure
28). Le systeme d'ultrafiltration utilisé est urellale Amicon-8200 de 20 mL équipée d’'une
membrane en acétate de cellulose de point de cewrurlO0 kDa (Sartorius-14539-63-G).
Avant de lancer la purification, la membrane estayee par immersion dans le mélange (eau

distillée, acétone 50/50) pendant 60 minutes.

Figure 28: systéme d'ultrafiltration Amicon-8200 pour élmer les phénols, les peptides et

les protéines de taille inférieure a 10 kDa présdans la solution brute de la laccase
I1.2. Caractérisation de la laccase purifiée

[1.2.1. Dosages protéiques par la méthode au ABC

Afin de déterminer la concentration en protéinemsdéiextrait enzymatique, la
méthode a I'acide bicinchoninique est utiliséeaédeé du Bio-Rad Protein Assay .kite choix
de cette méthode colorimétrique est di a sa graedsibilité (0,6 a 50 pg de protéines/mL).
Elle présente aussi I'avantage, contrairement aiteda méthodes, d’étre insensible a la
présence de composés phénoliques ou de polysabefiaBon principe se fonde sur le fait

que quatre résidus d’acides aminés (la cystéineydtine, le tryptophane et la tyrosine) sont
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capables de réagir avec les cationd"@n milieu basique en les réduisant ef.@es cations
monovalents, a leur tour, forment un complexe akaude bicinchoninique (ABC). Ce
complexe présente une coloration bleue pourpreaqume absorbance maximale a 562 nm
(Slocum et Deupree, 1991). Alors, plus la concdioinraen protéines dans I'échantillon
analysé est importante, plus les ions'Qeront réduits, plus de complexe sera formé et plu
grande sera l'absorbance dans la longueur d’ondiuée. La structure moléculaire de
I’ABC et la formation du complexe sont présentémssda Figure 29.

NaO,C CO,Na

N
a
.00C Q N N Q COO-
Protéine + gt ABC. cut
OH"; H,O
-00C Q N N Q COo-
b

Figure 29: structure de I'’ABC (a) et formation du compleXBC — Cu' (b)

Mode opératoire

A partir de la solution de sérum albumine bovinABfa 1 mg/mL, on prépare les
solutions a 0, 20, 40, 60, 80 et 10§ mL pour réaliser une gamme étalon. On prélevesalo
50 pl de chaque tube et on y ajoute 1 ml du réABIE. Ensuite, on procede a l'incubation
de ces mélanges en étuve a 37°C pendant 30 miés apioi la densité optique (DO) est
mesurée a la longueur d’'onde= 562 nm, pour enfin tracer la courbe Absorbancé =

(concentrations).
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Pour doser les protéines dans la solution enzyommtigute, on en prépare d’abord les
dilutions 1:50 et 1:100. Pour la dilution 1:50, mnéleve 20 uL de solution et on y ajoute 980
uL de tampon phosphate pH= 7,5. Pour la dilutid®Q; 10 pL sont prélevés et ajoutés a 990
puL de la méme solution tampon. Ensuite, on présvgL de chaque dilution et on y ajoute 1
mL du réactif BCA et on procéde a l'incubation panid 30 minutes en étuve a 37°C.
Finalement, on en mesure la densité optique (D®) &62 nm. La concentration protéique
est donc estimée & 'aide de la courbe d’étalonfaged,001 x, R= 0,9949).

[1.2.2. Mesure de I'activité enzymatique par speciophotométrie

Pour déterminer l'activité enzymatique, nous avoms en ceuvre la méthode basée
sur la détermination spectrophotométrique dansidible des produits de I'oxydation d’un
substrat phénolique (Mustafa et al,. 2005). Poutecexpérience, nous avons choisi la
syringaldazine (un substrat spécifique de la lagcésigure 30) (I) comme substrat donneur
d’électrons. Son oxydation par la laccase aboutiina tétraméthoxy-azo-bisméthylene-
quinone (I) dont I'absorbance maximale est a 58§le coefficient d'extinction molaire pour

le produit d’oxydatiores,s est de 65000 M crit). Le schéma de la réaction est le suivant :

HsCO OCHs
_-2H,-2¢
CH=N—N—CH—( % :\f T
%} Laccase CH=N=N CH:C%
OCHs

H3CO

Figure 30: oxydation de la syringaldazine par la laccase

Mode Opératoire

Dans une cuve de quartz, on place 2 mL du mélaasionnel qui se compose
- 400 pL de solution de syringaldazine 0,2 naidgoute dans I'éthanol)

- 1530 pL de solution tampon phosphate de sodid mM; 7,5).
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- La réaction est déclenchée par I'additionnailieu réactionnel de 70 pL de solution
enzymatique diluée au 1:50 dans du tampon phosphptés homogénéisation du milieu, la
cuve est aussitbt placée dans un spectrophotor8btneadzu UV-1605 et I'évolution de la

DO est enregistrée a 526 nm a 30°C par utilisation bain-marie pendant 15 min.

La vitesse initiale (v) est calculée par la mesigda pente initiale de la courbe donnant
I’évolution de I'absorbance (DO) en fonction du fmmEnsuite, elle est exprimée en uM de
produit d’oxydation /min/pg de protéine enzymatigureutilisant son coefficient d’extinction
molairees,e= 65000 M.crmi™. L'activité enzymatique spécifique est estiméemsdléquation

suivante (6) :

V (umol/min/u g de protéine) =
[V (DO/min) *10%/ [¢ 526 (65000)*quantité de protéine dans I'échamillpg)] Equation 6

Une unité enzymatique est définie comme la quadiddzyme nécessaire a I'oxydation de 1
UM de syringaldazine par minute (Mustataal, 2005).

[1.2.3. Electrophorése sur gel de polyacrylamide [8S-PAGE)

L’électrophorese utilise un gel de polyacrylamidgdment réticulé a travers lequel les
protéines dénaturées migrent selon leur poids rol@&e. Ce gel de polyacrylamide est
constitué d’'un meélange d'acrylamide (GHCH-CO-NH) qui polymérise en donnant des
chaines linéaires, et de bis-acrylamide $#&EH-CO-NH-CO-CH=CH) qui forme des ponts

entre les chaines.

Les protéines sont dénaturées en utilisant a k& doi détergent comme le dodécyl
sulfate de sodium (SDS : GHICH,)10-CH>-O-SQ;, Na') et un agent réducteur qui coupera
les ponts disulfures, comme flemercaptoéthanol. Le SDS, détergent anioniqueiesaux
régions hydrophobes de la molécule protéique praaog leur déroulement en chaines
polypeptidiques allongées. Chaque protéine fixgmamd nombre de molécules de détergent
chargées négativement qui masquent la charge gleti@ine et provoquent sa migration vers
I'électrode positive lorsqu’on appliqgue une tensibes protéines de méme taille tendent a se
comporter de facon identique tandis qu’un mélarayepiexe de protéines est donc fractionné
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en une série de bandes protéiques disposées par adedpoids moléculaire. Il existe une

relation linéaire entre le poids moléculaire edistance de migration relative des protéines.

Mode opératoire

Le gel d'électrophorése est constitué de deux gmartLaemmli, 1970) : un gel de
séparation a 10 % qui permet la migration des preséet un gel de concentration a 16%

acrylamide, permettant d’obtenir une migration hgeree des différentes protéines.

La création des puits de dépdt est réalisée ael'didn peigne, inséré dans le gel de

concentration avant la polymérisation de celui-ci.

La préparation des échantillons s’effectue de ¢arasuivante : a 10 uL d’échantillon
protéigue on ajoute 20 pL de solution dénaturab®e% SDS, 7,5 % béta-mercaptoéthanol,
0,25 M Tris HCI pH 6,8, 50 % d’eau, 50 % glycéral 1 % bromophénol bleu). Les
échantillons sont placés au bain marie a 96°C d&ramn avant d’effectuer des dépots de 10
uL dans chaque puits. L'électrophorése est réaksgs une intensité constante de 30 V
pendant 60 min et puis 180 V pendant 45 min. Aitade la migration, les fractions
protéiques sur les gels d’électrophorése sont@égéhu bleu de Coomassie R-250 (6 % dans
10 % d’acide acétique). Le marqueur utilisé, Marki12s’étend de 200 Da & 6 kDa.

[1.2.4. Mesure de la décoloration et élimination de phénols

Le suivi de la décoloration est effectué par mesigrdabsorbance a 420 nm contre un
témoin qui contient la solution enzymatique ingial.e pourcentage de décoloration est

calculé par rapport a la solution enzymatiqueaitgtselon I'’équation suivante (7).

% décoloration = 1 — [Dgo (laccase brute) / D (laccase purifiée)] * 100  Equation 7

Le choix de cette longueur d’onde est justifié lgaspectre d’absorption de la solution
enzymatique initiale de coloration brune. Ce ceitée suivi de la décoloration d’une solution

enzymatique a déja été utilisé par Smith (Smit@btgomery, 1985).
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11.3. Oxydation enzymatique de composés phénoliquesr la laccase

Cette expérience est effectuée dans le tampon patesple sodium au pH 7,5 et a la
température 30°C au volume de 50 mL dans un bétchenilieu réactionnel se compose de 5
mL de solution d’acide férulique ou d’éthyle fénald0 mM (de concentration finale 5 mM)
et 45 mL de tampon phosphate de sodium. La réaetiaymatique se déclenche quand la
laccase est ajoutée a 200 Ul pour 15 mL du mikactionnel (130 pL de laccase pour 50 mL
de milieu réactionnel). Un témoin sans enzyme perdee vérifier si les deux substrats

phénoliques subissent une oxydation chimique paydéne atmosphérique

La cinétique de la réaction est suivie pendantpahCLHP a différents intervalles par
prélevement d'échantillons de 1QQ de milieu réactionnel. La réaction est stoppée pa
addition de 90QuL de méthanol & 0,03 % de TFA (Lacki et Duvnjak9@p Les échantillons
sont filtrés avec soin avant d’étre analysés ad'ale membranes Ministar-CR (Cellulose

régénéree) (Sartorius, QJ& de porosité).
I1.4. Méthodes analytiques

[1.4.1. Chromatographie liquide haute performance CLHP) en phase inverse

Les différentes analyses au cours de ce travail réatisées sur une chaine de CLHP
de marque Shimadzu ; celle-ci est constituée damedits suivants : une colonne apolaire
(Lichrocart -Purospher RP 18, 250 x 4mmy§ (Merck), un injecteur automatique : SIL-10
ADvp, une pompe : LC-10 Ajk, un détecteur a barrettes de diodes UV/VIS : SPDAM vp
et un ordinateur avec logiciel d’acquisition ettcmtement des chromatogrammes : CLASS-
VP Ver.6, 1.

La phase mobile comporte deux solutions : la smuf\, eau ultra pure avec 0,03 %
de TFA et la solution B, mélange d’acétonitriledet solvant A / (80:20 ; v/v). La méthode
d’élution comporte un gradient de A et B avec ubitée 0,7 ml.mift; le volume d’injection
est de 50 uL et la détection est effectuée paralaybge entre 200 et 800 nm. Pour I'acide
férulique et I'éthyle férulate, les gradients di@ua sont précisés dans le

Tableau 14.
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Tableau 14: gradients d’élution pour I'analyse CLHP des salts phénoliques

L’acide férulique L’éthyle férulate
Temps (min) Solvant A Solvant B Temps (min) Solvant A Solvant B
0,01 95 5 0,01 95 5
15 60 40 10 20 80
20 40 60 20 20 80
35 20 80 25 0 100
50 95 5 35 95 5

Dosage du substrat mis en jeu

Les substrats étudiés ont été quantifies a leurimmar d’absorbation a l'aide de
gammes d’étalonnages obtenues dans les mémesiansdita courbe d’étalonnage pour
chaque substrat est réalisée avec des solutionsrentrations comprises entre 0 et 1 mM.
Les solutions sont préparées a partir de la solutiere de substrat phénolique (50 mM dans

du méthanol contenant 0,03 % de TFA).

Les coefficients de réponse (a) qui sont préseatdés le Tableau 15, sont calculés par
la mesure de la pente de la courbe donnant I'éeoluate I'aire du pic all maxen fonction de
la concentration. Généralement, I'aire des picsrarge linéairement avec la concentration
en substrat sur le domaine de concentrations ceegpmentre 0,1 et 0,5 mM. Toutes les

régressions linéaires ont un coefficient de coti@aR’ supérieur a 0,99.

Tableau 15: récapitulatif des étalonnages effectués au abeicette étude

Substrats phénoliques Amax (NM) a
Acide férulique 322 6,39E+07
Ethyle férulate 322 6,99E+07
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[1.4.2. Chromatographie liquide couplée a la spectsrmétrie de masse (CL-SM)

Les analyses SM sont réalisées a laide d'un speeiire de masse LTQ dont
I'analyseur est constitué d’'une trappe ioniquedired (ThermoElectron). L’acquisition et le

traitement des données sont obtenus grace audbdiekploitation Xcalibur version 2.0.

L’'analyse a été conduite en mode ESI positif daass donditions MS suivantes : le
voltage de spray est réglé a 6 kV, la températureagillaire est de 225°C, les débits de gaz
source (azote) pour le sheath gaz (nébulisatidadxilliary gas (focalisation), le sweep
(barriere) gas sont respectivement maintenus &48,(en unités arbitraires par minute) et
I'option sid (Source Induced Dissociation) de fragration dans la source est activée a une
valeur de 50 V.

Le systeme CLHP utilisé comporte une pompe gquaterigurveyor SM spécialement
concue pour les couplages CL-SM et un passeur atique d’échantillons Surveyor AS
(ThermoElectron). La colonne utilisée est une co®richroCART-Purospher RP18 de
dimension 250 mm * 4,6 mm et de granulométrie 5 (Mearck) dont la phase apolaire est
constituée de silice greffée par des chaines dlqpies de 18 atomes de carbone. La phase
mobile est composée des phases A (eau ultrapur®3 % de TFA) et B (phase A /
acétonitrile, 20 % / 80 %). Le débit est de 5 ui'mi le gradient binaire établi sur les 2 voies

est décrit dans le Tableau 16.

Tableau 16: gradient d’élution pour I'analyse CL-SM des pudd d’oxydation

Temps (min) Voie A Voie B
0 85 15
40 0 100
50 0 100
50.1 85 15
65 85 15
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I1.5. Parameétres Michaelis-Menton et spécificité disubstrat

Pour mieux comprendre linfluence des substrats npligues sur [Iactivité
enzymatique, les constantes cinétiques appardiatetyité maximale (\Vhay €t la constante
de Michaelis (k) ont été déterminées pour chaque substrat a jpiertia représentation de
Hanes-Woolf selon I'équation suivante (8):

[Slo/V = (1/Vmax) * [Sh + (Km/Vmax) Equation 8

[S]o: concentration initiale du substrat (1 a 5 mM),wtesse initiale de la réaction (UM
substrat consommé/min/ug de protéines). La vitesBale (v) est calculée par la mesure de
la pente initiale de la courbe donnant I'évolutia la concentration au substrat en fonction
du temps. La réaction enzymatique a lieu a 30°G tiatampon phosphate (50 mM, pH 7,5).
La spécificité du substrat (Vmax/Km) indique lagsénce catalytique de la laccase vis-a-vis
du substrat oxydé. La constante Km indique I'afinéenzymatique entre la laccase et le
substrat oxydé

[1.6. Extraction des produits d’oxydation

Apres 3h d’'oxydation enzymatique, le milieu réaatiel est évaporé par I'évaporateur
rotatif sous une pression base (Figure 31) afirssdieer I'oxydation compléte du substrat
phénolique et d’éviter 'augmentation du degré diymérisation.

Figure 31: évaporateur rotatif (Blichi R-205)
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Ensuite, pour éliminer le reste du milieu réactermvec les produits d’oxydation, nous
avons placé le milieu réactionnel dans le congéfapendant 24h ce qui est séché par le
lyophilisation pendant 48h. Enfin, les produits xd/dation sont stockés au dessiccateur

jusqu’a utilisation..
11.7. Mesure de la couleur des produits et du milia réactionnel

La mesure de couleur est effectuée en réflectavee la spectrocolorimétre Microflash
200D (Datacolor International, Montreuil) (Figur®)3 Le spectrocolorimétre Microflash
200D est équipé avec un systeme intégrée d’étalenriam calibrage de I'appareil est réalisé

avant chaque série d’analyses a 'aide de deuxiatdsa blanc et noir.

Figure 32: datacolor International Microflash 2078S

Les résultats sont exprimés dans I'espace couléticagd. Ce modele colorimétrique a
été introduit en 1976 par la Commission Internatiate I'Eclairage (CIE), il a pour but de
représenter la perception humaine de la couleurmdaiére précise. Dans ce modele
tridimensionnel, chaque couleur y est donc reptégempar trois parameétres L*, a*, et
b*(Lathasreeet al, 2004).

- L* (la clarté) : représente la quantité de lumidtanche réfléchie par le produit et
donc la variation d’'intensité lumineuse de la caul@lus ou moins sombre). Elle est
exprimée en pourcentage : de 0 % pour le noir &24@our le blanc.

- a* variant de 0 a +a*, et mesurant la variatioriadeouleur du gris au rouge ;

- a* variantde 0 a - a*, et mesurant la variatierlalcouleur du gris au vert ;
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- b* variant de 0 a +b*, et mesurant la variatioraleouleur du gris au jaune ;

- b*, variant de 0 a -b*, et mesurant la variationaleouleur du gris au bleu ;

Le systeme CIELab permet aussi de définir une coyar la saturation (Chroma, C¥*)
qui représente le degré de pureté et d’intensiti deinte. Selon le chroma, la couleur varie
entre opaque et transparente.

Mode opératoire

Pour suivre I'évolution de la couleur du milieu ¢céannel, 5 ml du milieu sont prélevés
et placés dans une boite de Pétri (diametre S5cm3uite les mesures sont effectuées
directement en placant le disque de l'appareil lauboite de Pétri. Trois mesures sont

réalisées par échantillon (1 flash par mesure).

Pour mesurer la couleur des produits d’oxydationdes chitosanes fonctionnalisés,
nous avons placé 100 mg dans un petit bécher etiréndss coordonnées L*, a*, et b*

directement a 'aide de I'appareil DataColor. Tmésures sont réalisées par échantillon.
lll. Fonctionnalisation enzymatique du chitosane

[11.1. Purification du chitosane natif

Afin d'éliminer les impuretés du chitosane brute usolution de concentration de
chitosane de 1 % (p/v@st préparée en dissolvant la poudre de chitosanmtedans une
solution d'acide chlorhydrique HCI (0,1 .NJa solution est filtrée sous vide. Le filtrat obden
est neutralisé par une solution de soude NaOH fUd¢ju'a un pH de 8. Le précipité obtenu
par neutralisation est lavé abondamment a I'edill@ispuis séché par lyophilisation. Enfin,
le chitosane sec est broyé, homogénéisé, stocke dkssacs plastiques a 4°C jusqu'a son

utilisation.
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l11.2. Greffage enzymatique des produits d’oxydatim sur le chitosane solide

Les expériences d’oxydation de l'acide féruliquedetl’éthyle férulate par la laccase
purifiée en présence de chitosane solide sonttaffes dans un bécher ouvert sans limitation
d’'oxygéne. D’abord, 1 g de chitosane, 5 ml d'unkitsan de composé phénolique 50 mM
(concentration finale = 5 mM) et 45 ml de tampongghate 50 mM pH 7,5 sont mis dans un
bécher de 100mL. Deux témoins sont effectués : ajmusg de laccase pour mesurer la quantité
du phénol greffé sur le chitosane en voie chimigass ajout de substrat phénolique pour
mesurer la quantité de laccase greffée sur lesdnit et sans ajout de chitosane pour comparer

la cinétique enzymatique de I'oxydation en présesian absence de chitosane.

Le milieu réactionnel est préalablement thermostiEtés un bain-marie a 30°C et
maintenu sous une agitation de 500rpm tout au lbed'expérience. Pour déclencher la
réaction, 130uL (200 UI/15 ml) de laccase purifiée sont ajoutéprés 4h de réaction, le
milieu réactionnel est filtré sous vide et les abénes ainsi fonctionnalisés sont récupéres.
Ensuite, les chitosanes fonctionnalisés sont lpaéd’'eau distillée, le méthanol, I'éthanol et
'acétone pour éliminer toutes traces de composésngliques adsorbés par liaisons
électrostatiques. Enfin, ces chitosanes séchésm@étature ambiante et conservés au

dessiccateur jusqu’a utilisation.
l11.3. Caractérisation structurale des chitosanes atif et fonctionnalisés

Analyse UV/visible

0,6 g de chitosane fonctionnalisé par les prodilidgydation enzymatique de I'acide
férulique et du férulate déthyle, ainsi que 0,6ugctitosane natif (témoin) sont dissous dans
100 mL d'une solution aqueuse acidifiée par HCI épR-3). Ces solutions sont maintenues
sous légere agitation et a température ambiantelapén24 heures pour assurer une
dissolution maximale. La solution visqueuse obtgmug chaque essai est ensuite filtrée sous
vide pour garantir l'absence de particules solideschitosane. Un balayage de spectre
d'absorbance entre 190 et 900 nm est alors effestudtilisant un spectrophotomeétre UV-
visible de marque Shimadzu UV-1605.
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Analyse FT-IR

Le chitosane natif et le chitosane modifié par pesduits d’oxydation de l'acide
férulique et de I'éthyle férulate sont analysés,tieis ayant été lavés a plusieurs reprises avec
du méthanol et de I'eau distillée, sont gardés dargessiccateur sous vide pendant 24 h pour
enlever toute trace d’humidité. Ensuite, pour #isétion de I'analyse par infra-rouge (FT-IR)
avec un appareil BRUKER (TENSOR 27, FTIR spectroe)ea la température de 20°C et
128 scann, 1 mg de chitosane est mélangé avec @j0@enbromure de potassium anhydre
(KBr) et le mélange est finement homogénéisé estommé en pastilles sous haute pression.

Le spectre est ensuite réalisé entre 0 et 4000 cm

Analyse RMN-°C

Le chitosane natif et le chitosane modifié par pesduits d’oxydation de l'acide
féruliqgue et de I'éthyle férulate sont analysés gpectroscopie de résonance magnétique
nucléaire (RMNYC). Au préalable, les échantillons de chitosané kwés a I'eau distillée et
a I'éthanol. lls sont ensuite séchés a I'étuve pah@4 h, puis sont stockés au dessiccateur.
Le spectre RMNsC de chaque chitosane est déterminé a l'aide dpgctBometre RMN
DRX AVIIl 400 MHz 400, un sonde 4mm CPMAS H/X avewme rotation 9KHz a la
température 293 K. La glycinéQO = 176.03 ppm) est utilisé comme une référenterex

pour calibrer I'appareil.

l11.4. Caractérisation des produits d’oxydation greffés sur les chitosanes
fonctionnalisés

Les chitosanes fonctionnalisés sont soumis a délyges chimiques et enzymatiques
afin de liberer les produits d’oxydation greffésnafle les identifier par CLHP et LCMS

(détermination de masse molaire).

Hydrolyse chimique

L’hydrolyse chimique des chitosanes fonctionnalisssrealisée de la facon suivante :

50 mg de chaque type de chitosane sont placésuanse a vis contenant 10 mL de HCI
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(3N). Afin d’éviter I'auto-oxydation par 'oxygend'air dans le tube est éliminé par I'azote
pendant 5 min. Ensuite, le tube est laissé damgvBéa 110°C pendant 1h, et puis ils sont
laissés a la température ambiante pour refroidixttaction des produits d’oxydation greffés
sur le chitosane est effectuée dans une ampoudeanttr de 500mL. Au début, les produits
d’oxydation sont extraits par 100 mL d'acétate lojdt. Ensuite, 'acétate d'éthyle est
récupéré et évaporé par I'évaporateur rotatif dfiotenir les produits d’oxydation en poudre.
Afin d'identifier les produits d’oxydation, ils sbrsolubilisés dans le méthanol et puis
analysés par CLHP et LCMS. Le chitosane natihgdtolysé en suivant le méme protocole

pour |'utiliser comme un témaoin.

Hydrolyse enzymatique

Méme si, I'hnydrolyse chimique est moins chére es trapide, elle n'est pas spécifique
pour I'hydrolyse des liaisons entre le chitosanketproduits d’'oxydation. En fait, il y a des
risques d’hydrolyse des produits d’oxydation euxyaé par la méthode chimique. Ainsi,
I'hydrolyse enzymatique du chitosane pour produes oligomeres est une alternative.
L’hydrolyse enzymatique est spécifique et offresptle possibilités comparée a I'hydrolyse
chimique (Haiet al, 2003). L'hydrolyse enzymatique est effectuée danséacteur, ou la
chitosanase est mélangée avec son substrat (ctedos@eci permet a la chitosanase
d'hydrolyser les liens glycosidiques du chitosanéeelibérer des oligomeres de différents

poids moléculaires (Dennhaat al, 2008).

L’hydrolyse enzymatique des chitosanes fonctios@ealiest realisée de la facon suivante
: d’abord, le chitosane fonctionnalisé est dissdarss une solution aqueuse acidifiee a 0,1 %
d’acide acétique puis une dilution est appliquée dfobtenir une solution de chitosane de
concentration finale de 0,06 %. Aprés ajustemenpldientre 4 et 5, le polymére est ensuite
hydrolysé enzymatiquement, pendant une nuit, a éempre ambiante, par action de la
chitosanase d&treptomyces griseu®,1 U/mL). Un hydrolysat du chitosane natif comme
témoin a également été préparé par action de faseimase en suivant le méme protocole que

pour le chitosane fonctionnalisé.
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l11.5. Propriétés physico-chimiques des chitosanasatif et fonctionnalisés

[11.5.1. Taille des particules

La distribution de taille des particules est déiagua par diffusion statique de la lumiere
grace a un granulométre Malvern Mastersizer S (BfalMnstruments Ltd, UK). L'appareil
est équipé d'un laser de type He/Ne d’'une puissaec& mW et opérant a une longueur
d’'onde de 632,8 nm. L'optique est composée d'utieleade mesure de 0,5 mm sur laquelle
est montée une lentille de type 300RF possédantiistence focale de 0,45 mm. L'intensité
lumineuse diffusée par I'échantillon est réecupgrae 42 photodiodes localisées a différents
angles. L’acquisition est réalisée a I'aide du dagjide traitement Malvern (Sizer Sv2.17) qui

permet la récupération et 'analyse des donnédssru

La distribution de taille des particules est sutkés de I'eau distillée filtrée (Millipore,
membrane diametre 0,3dm). 0,25 g de poudre du chitosane sont mis dansmlO@’eau
distillée pour obtenir une solution en suspensiBette concentration permet I'obtention
d’'une obscuration satisfaisante. La répartition tdile est mesurée en fonction de la

distribution volumique des particules (%).
[11.5.2. Degreé d’acétylation (DA)

Le degré d’acétylation (DA) est I'expression dungeantage moyen des groupements
amines acétylés dans le chitosane. Plusieurs methmat été rapportées pour déterminer ce
DA, telles que I'UV, I'IR, la RMN, la CPG, la titteon ou le dosage de I'acide acétique.

Dans notre travail, nous avons utilisé deux méthquaur confirmer les valeurs DA
des échantillons des chitosanes. La premiere métlest le dosage spectrophotométrique
proposé par Liu et ses colleges (Liu & al, 2006), basé sur la constatation que les
absorptions maximales de la glucosamine (GlcN)J atgétylglucosamine (GIcNAc) et du
chitosane sont identiques et égaux a 201 nm. Raite expérience, 122 mg de chitosane est
dissout dans 9,8 ml d'une solution d’HCI a 37 %egssant sous agitation pendant 1h45 min a
la température de 60°C. La solution obtenue estptétée a 1 L avec de I'eau distillée, de

fagcon a ce que I'on ait une solution de chitosaneothcentration 0,1M. L'absorbance de cette
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solution est mesurée a 201 nm. Donc, le degré latén est calculé par I'équation

suivante (9) :

DA (%) = (161,1 * A*V —0,0218 * m) / (3,3615 * m 42,1 * A * V) Equation 9

161,1 = MM GlcN; 42,1 = MM GIcNAc (203,2) — MM GIciL61,1); A = absorbance a

201 nm; m = masse du chitosane en mg; V = voluria delution en litre.

La deuxieme méthode est I'IR (Brugneroétibal, 2001b), basé sur la proposition entre
deux absorptions a 1320 et 1420 “tnSelon les résultats d’'IR des chitosane natif et

fonctionnalisés, le degré d’acétylation est cal@pael’équation suivante (10):

DA% = 31,92 * A1320/ A1a20— 12.20 Equation 10

[11.5.3. Masse molaire (MM)

Une chromatographie d’exclusion stérique coupldg diffusion de la lumiéere laser a
multiples angles (SEC-MALLS) est utilisée afin détefminer la masse molaire des
chitosanes natif et fonctionnalisés, selon la nu¢hdécrite par Nguyen et ses colleges
(Nguyenet al, 2009).

La chromatographie d’exclusion stérique (SEC) est technique analytique fondée sur
la rétention sélective des macromolécules en swmluén fonction de leur taille. Cette
technique permet d’estimer la masse molaire moyenie polydispersité des polymeres par
comparaison avec des polymeres étalons. L'assogiatdes deux techniques
(chromatographie d’exclusion stérique couplée diffasion de la lumiére laser a multiples
angles (SEC-MALLS)) permet d’évaluer précisémbht (une masse molaire moyenne en

masse)Mn (une masse molaire moyenne en nombré) (et indice de polydispersité).

Afin de préparer une solution de concentration ipgédes échantillons de chitosane
sont mis 24 h a I'étuve a 60°C et le poids secahantillon est déterminé. Les solutions de
chitosane (1mg/ml) sont préparées dans une sol(dicide acétique 1 % - méthanol 100 %
(3:1)) a température ambiante. Les échantillomg &tirés avec un filtre stérile de 0,2 um
(Acrodis¢® Seringue Supor PALL Membrafje La solution de solubilisation des échantillons
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est méme utilisée comme phase mobile de SEC. Lsephabile est filtrée avant I'utilisation

par une membrane Durap8rieydrophile & 0,45 um (47 mm de diamétre, Milligore

Les analyses sont réalisées a température amtaaateun debit de 0,7 mL/min et un
volume d'injection de I'échantillon de 100 uL eiiggnt une colonne de gel TSK, 7,8 mm de
diamétre et 30 cm de longueur. Les chitosanes dsenanoléculaires différentes sont utilisés
comme standard afin de déterminer les masses nhail@su des chitosane natif et

fonctionnalisés.
[11.5.4. Quantité des composés phénoliques greffésir le chitosane fonctionnalisé

Le dosage des phénols est réalisé selon la métlémtige par Singleton et ses colléges
(Singletonet al, 1998) avec des modifications mineures. Aprés élnédction enzymatique,
les chitosanes fonctionnalisés sont récupérés #isant un filtre 0,2 um (Ministar-RC
membranes, Sartorius) sous vide. Ces chitosandsessuite lavés par I'eau distillée, le
méthanol, I'éthanol et 'acétone afin d’élimineutes les traces des phénols adsorbés par les
liaisons électrostatiques. Enfin, la solution reldiee (milieu réactionnel initial avec les

solvants de lavage) est utilisée afin de quanti@isemphénols non-greffés.

En bref, 1 ml de solution recueillie est mélangécat ml de carbonate de sodium a 10
% (NaCQs) et puis ce mélange est laissé pendant 10 min°&€38lus tard, 1 mL de réactif
de Folin-Ciocalteau (1/3) est ajouté a ce mélangriis ce mélange est agité pendant 15 min
a I'abri de la lumiere a température ambiante. 4dabance est mesurée a 660 nm en utilisant
un spectrophotométre UV-visible (Shimadzu UV-1605jcide gallique (40 pg/mL) et I'eau
distillée sont utilisés comme standard et blanspeetivement. La teneur en composés
phénoliques est calculée par I'équation suivamtdutte de I'acide gallique comme standard
(11):

y = 0,009 x (R0,9997) Equation 11

Ou, y est la valeur de I'absorbance a 660 nm e xdncentration du phénol non-greffé
(mg/mL).
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[11.5.5. Concentration des groupements amines libre

Basé sur les résultats d’'IR des chitosane nafibrattionnalisés, nous avons calculé la

concentration des groupements amines libres pgudton suivante (12) :

[-NH2] mol/L = Cp* DDA/ (100. M) Equation 12

Ou, M est la masse molaire d’'un motif moyen (g/mbIDA est le degré de désacétylation du

chitosane (%), Cp (1 %, p/p) est la concentrat®cldtosane utilisé dans la méthode IR

La masse molaire d’un motif moyen (M) de chitosaxmnpte tenu du degré de
désacétylation est calculé par I'équation suivéhdd :

M = Md * DDA + Ma * DA = 168 g/mol Equation 13

Avec la masse molaire d’'un motif déacétylé (Md)64 I/mol, la masse molaire d’un motif

acétylé (Ma) = 203 g/mol.
[11.5.6. Mobilité électrophorétique

La mobilité électrophorétique (UM cm/Vs) est mesumén de déterminer l'efficacité du
greffage. Pour la mesure, les échantillons de saite sont dissous a une concentration de 2
mg/mL dans l'acide acétique (1 % v/v), a pH 3 @t fiilirés soigneusement en utilisant un
filtre 0,2 pm (Ministar-RC membranes, Sartoriusysovide avant l'analyse. Toutes les
mesures sont réalisés a 25 + 0,1°C en utilisamippareil de type Malvern Zetasizer Nano ZS
(Malvern Instruments, Angleterre) équipé d'un lasat (532 nm Type : doublé en fréquence
DPSS). Chaque mesure est répétée trois fois ebjeme des mobilités électrophorétiques

est enregistrée.
[11.5.7. Viscosité

Les chitosanes natif et fonctionnalisés par ledyite d’oxydation enzymatique de
'acide férulique et de l'éthyle férulate, a diféétes concentrations (2-10 mg/mL) sont

dissous dans 'eau a 1 % d'acide acétique (pHE&aYiscosité de ces solutions est mesuréee a
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température ambiante en utilisant le viscometresStech de marque Reologica (taux de
rotation fixé & 0,15°Y.

[11.5.8. Stabilisation thermique

Afin de vérifier la stabilité thermique des chitosa fonctionnalisés, une solution de
chitosane fonctionnalisé (5 mg/ml dans 1 % d’acidétique) est incubée aux températures de
50 et 100°C en conditions aérobies pendant 60 msnsgelon la méthode décrite par
Pasanphan (Pasanphanal, 2010). Puis, le test antioxydant DPPH est réaleéajout de
200 pL de solution de chitosane & 1800 pL de swiutiéthanolique DPPH (6.20M). Ce
mélange est homogénéisé pendant 15s et puis ircldbeempérature ambiante a 'abri de la
lumiére 30 min. Enfin, I'absorbance de ce mélangeneesurée a 517 nm en utilisant un
spectrophotometre UV-visible de marque Shimadzul8U5. Le pourcentage d’inhibition de
la formation des radicaux DPPIlires est calculé selon la formule suivante (14):

(%) d'inhibition DPPH = 1-(Ab$holecules 2 testdh ADS 100 % ppe)) * 100 Equation 14

AbS moiecules a tester absorbance de la solution des molécules a testerésence du DPPH,

Abs 1009 pppH @bsorbance de la solution contenant uniquemestligion de DPPH
[11.5.9. Morphologie de la surface

La microscopie électronique a balayage (Hitachi SER500) a 10 kV est utilisée afin
d’étudier la surface des films et des particules deitosanes natif et fonctionnalisés. Les
particules de chitosane fonctionnalisé sont biehé&au préalable et stockés au dessiccateur.
Ensuite, ces particules sont placées sur la suplastique fixée au support (Bio-Rad type SC
502). La mesure est réalisée pour différentes niagtions (150x, 300x, 1000x et 2500x).

IV. Propriétés antioxydantes et antiradicalaires

Le pouvoir antiradicalaire ou antioxydant ne pew @nesuré qu’indirectement a partir
de ses effets. La plupart des méthodes de mesuractleité antiradicalaire sont basées sur

I'utilisation de systemes générant des radicaus trariés. Ce sont principalement des
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méthodes dites « d’inhibition » dans lesquelles esgece chimique capable de générer des

radicaux libres est utilisée avec une substancabdaple réagir avec ces especes.

Compte tenu de la complexité des processus d’oxydail n’existe pas de méthode
unique qui permettrait de refléter le profil antydant ou antiradicalaire d’'un échantillon.
C’est pourquoi, en effectuant différents tests desume de pouvoir antioxydant, on peut
dresser un profil plus global des propriétés antiaxtes ou antiradicalaires des échantillons
étudiés (Frankel et Meyer, 2000).

IV.1. Propriété antiradicalaire

Piégeage des radicaux DPPH

Le potentiel antiradicalaire d'une substance peérg testé a l'aide d’une méthode
colorimétrique en utilisant des radicaux de subttin tel que le radical 1,1-diphényle-2-
picrylhydrazyl appelé DPPHFigure 33).

Figure 33: structure chimique du DPPH

En effet, a température ambiante et en solutiorade&al DPPHprésente une coloration
violette intense. Son passage a la forme non dadtiea aprés saturation de ses couches
électroniques s’accompagne d’'une disparition dée asdloration selon I'équation suivante
(15).

DPPH +AH ------ ~— DPPH-H + A Equation 15
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La diminution de I'intensité de la coloration esivse par mesure colorimétrique a 517
nm. Elle rend ainsi compte du pouvoir piégeur desmosés étudiés vis-a-vis du DPRee
S. E.et al, 2003).

Les produits d'oxydation sont solubilisés dans déthanol a des concentrations
différentes et 50 pL de ces solutions sont mélangésc 1950 pL d'une solution
méthanolique de DPPH6.10°> M). Alors que les chitosane natif et fonctionnédissont
solubilisés dans l'acide acétique 1% (v/v) a dascentrations différentes et 200 pL de ces

solutions sont mélangés avec 1800u! de la solmtiéthanolique de DPPKB.10° M).

Ces mélanges sont fortement agités pendant 15s ipcibés pendant 30 min a
température ambiante a I'abri de la lumiere. L’abaace du mélange est ensuite mesurée a
517 nm contre un blanc constitué par du méthano{®himadaet al, 1992). Le trolox (acide
6-hydroxy-2,5,7,8-tétraméthylchroman-2-carboxyliguedont la structure moléculaire
cycligue est similaire a celle de la vitamine Eté utilisé a titre comparatif pour les produits
d’oxydation.

Enfin, l'activité antiradicalaire des composés éesest évaluée par rapport a une
solution méthanolique de radicau@PPH qui représente le 100 %. Le pourcentage

d’inhibition de formation des radicaux DPR#st calculé selon I'équation précédente (14).

L’activité antiradicalaire des produits d’oxydati@st exprimée en valeur du TEAC
(Trolox Equivalent Antioxydant Capacity) qui corpesid a la concentration molaire de trolox
permettant d’avoir le méme pourcentage d’inhibitigo'une UM ou 1 g/L de produit,
déterminée a partir des courbes d’inhibition encfiam de la concentration. Nous
déterminons enfin la GJ qui correspond a la concentration de moléculé¢asécessaire pour
faire disparaitre 50 % de radicaDPH.

Piégeage des radicaux ABTS

L’activité antiradicalaire d’'une molécule est déduile sa capacité a inhiber le radical
ABTS™. L'ABTS est une substance ne possédant pas deatadilibre au départ. Aprés
mélange avec du persulfate de potassium, des tediiares (ABTS') se forment par
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arrachement d’'un électron a un atome d’azote d8TA (Reet al, 1999). En effet, le
mélange du persulfate de potassium et de 'ABTSq@oe une oxydation incompléte de ce

dernier faisant apparaitre une coloration bleuenisg.

Le contact entre le radical ABT'St un donneur d’hydrogéne conduit & I'ABT&.ien
et al, 1999) et a la décoloration de la solution (Figd4®. Cette décoloration sera suivie par

spectrophotométrie a une longueur d’onde de 734 nm.

NH, + SO5_ S s SOz + NH,*
UL
N N
N\ /
C2H5 C2H5

ABTS : sel d'ammonium de l'acide 2,2'- azinohi8-éthylbenzothiazoline-6-sulfonique)

Persulfate de potassiuriT

NH, + so; S S SOz + NH,*
\©i >:N7N:< j@
N N
% CHL
2H5 2H5

ABTS* CHS

HO
COOH
|~

/ 0" cH,

H,C
CH, Trolox )
(ou antioxydant a tester donneur H )

H CZH5 CZHS
ABTS'

Figure 34 : formation et piégeage du radical ABTBar un antioxydant donneur de He (Lien
et al, 1999)
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L’activité antiradicalaire des produits d’oxydatiosera comparée a celle dun
antioxydant de référence, le trolox (acide 6- hygd, 5,7, 8-tétraméthylchroman-2-

carboxylique), dont la structure moléculaire cyaécest similaire a celle de la vitamine E.

Le radical ABTS' est le produit d’oxydation de 'ABTS (7 mM) par ghersulfate de
potassium (2,45 mM) en solution aqueuse. Une foisdlution préparée, il faut la laisser
pendant une nuit a température ambiante et & ltdta lumiere pour que la réaction ait le
temps de se faire totalement. Il en résulte I'apipar d’'une coloration bleue intense. La
solution ’ABTS" & 7 mM est diluée dans de I'éthanol afin d’obtenie densité optique a
734 nm de I'ordre de 0,7+ 0,02.

Des solutions de trolox ou des produits d’oxydatates concentrations différentes sont
préparées dans I'’éthanol. Alors que des soluti@sscthitosane natif et fonctionnalisés a des
concentrations différentes sont préparées dansléaacétique 1 % (v/v). Ensuite, 10 pL de
ces solutions sont ajoutés a 1 mL de solution d’8BTet aprés 15 min d’incubation & 30°C,
on mesure lI'absorbance a 734 nm a l'aide d’'un spglcbtomeétre (Ret al, 1999). Dans un
premier temps, les résultats sont exprimés en patage d’inhibition selon la formule

suivante (16) :

(0/0) d’inhibition ABTS = 1'(Ab3inale/ Absinitiale) * 100 Equation 16

ADS iniiaie: absorbance de 'ABTS qui est égale a 0,7 + 0,02, Ahgye: absorbance de

I'ABTS ™ en présence de la molécule testée

Dans un deuxieme temps, l'activité antiradicalades produits d’oxydation est
exprimée en valeur du TEAC (Trolox Equivalent Argidant Capacity) qui correspond a la
concentration molaire de trolox permettant d’aleiméme pourcentage d’inhibition qu’'une
UM ou 1 g/L de produit, déterminée a partir desrigesi d’inhibition en fonction de la
concentration. Nous déterminons enfin 1a,@jui correspond a la concentration de molécule
testée nécessaire pour faire disparaitre 50 YABI 8™ initial : plus cette valeur est faible,

plus le composé est antiradicalaire.
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IV.2. Propriété antioxydante

Pouvoir réducteur sur le ferricyanure de potassium

Le pouvoir réducteur d'une substance est ass@né activité antioxydante. Le pouvoir
réducteur des chitosanes natif et fonctionnalisétéaévalué d’'apres la méthode d’Oyaizu
(Oyaizu, 1986), basée sur la réaction chimique atkuation du Fer(lll) présent dans le

complexe KFe(CN) en Fer(ll) comme suit :

2,5 mL de tampon phosphate (0,2 M, pH=6,6) et 2,5dm KzFe (CN)} (1 % wi/v) sont
ajoutés a 1ml de chaque concentration des chitessoiables dans 'acide acétique 1 %. Le
mélange est ensuite incubé dans un bain-marie @ péAdant 20 min puis on y ajoute 2,5
mL d’acide trichloroacétique (10 % wi/v). Ce mélang& ensuite centrifugé a 10000 g
pendant 10 min. On préléve ensuite 2,5 ml du swaatget on y ajoute 2,5 mL d’eau distillée
et 0,5 mL de FeGl(0,1 % wi/v). Enfin, I'absorbance du milieu réactiel est mesurée a 700
nm. Une augmentation de l'absorbance correspomngk augmentation du pouvoir réducteur
des molécules testées.

V. Propriétés antibactériennes

V.1. Préparation des solutions de chitosane

Les solutions de chitosanes natif et fonctionnalid® mg/mL, pH 5,2) sont préparées
en dissolvant la poudre du chitosane dans l'acdacaue (0,4 %, v/v, pH 3,2) et puis agitées

pendant une nuit a 700 tours/min a température antei

Les solutions de composés phénoliques (I'acidelifgre, I'éthyle férulate et leurs
produits d’oxydation) sont fraichement préparéasigalissolution du phénol dans I'éthanol
(50 %). Le composé phénolique est d'abord dissans tiethanol pur (100 %) par I'agitation
constante avant d'ajouter l'eau stérile. Toutesst#dgtions sont conservées a 4°C jusqu'a

['utilisation.
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V.2. Micro-organismes et conditions de culture

Les souches suivantes et les conditions d'incubatot utilisées pour évaluer l'activité
antibactérienne de chitosanes natif et fonctiosgaliainsi que les composés phénoliques :
quatre agents pathogénes d'origine alimentdisgherichia coliCIP 54,8 E. coli) et
Salmonella enteric&IP 81.32 §. enterich comme des modeles de bactéries a Gram-négatif
et Staphylococcus aureuSIP 76.25 §. aureus et Listeria monocytogeneSIP 82.110 I(.
monocytogengscomme des modeles de bactéries a Gram-positif ebtenues de la
collection publique [collection de I'Institut Paste(CIP), Paris, France]. Ces souches sont
propagées pendant la nuit a 37°C en milieu Muélieton (MH). Les cultures obtenues sont
diluées avec le Mueller-Hinton (MH) pour obtenireudensité optique finale (&) de 0,1
correspondant & ~¥0(UFC/mL). Cette concentration est utilisée pous kexpériences

d’activité antibactérienne.
V.3. Inhibition de la croissance bactérienne

Pour tester les composés phénoliques, une micnopldg 96 puits est incubée avec 90
uL de souches bactériennes a:@OFC/mL) & I'exception de la premiére colonne disp
qui est incubée avec 90 pL de milieu Mueller-Hingams bactéries correspondant au blanc.
Ensuite, 10 pL de chaque concentration de phér®l%5de la concentration initiale de
I'éthanol) sont ajoutés dans tous les puits de itaoplaque a I'exception de la premiére
colonne de puits qui est incubée avec 10 pL d'éh&0 %). Deux témoins sont utilisés dans
deux colonnes de puits qui contiennent 90 pL detsesibactériennes & C(WFC/mL) : 'un
avec 10 pL d'eau distillee stérile (témoin posigf)un autre avec 10 pL d'éthanol (50 %)

(témoin négatif).

Pour tester les chitosane natif et fonctionnalisés microplaque de 96 puits est
remplie avec 75 puL de souches bactériennes enurdieible Mueller-Hinton (2X), pour
assurer que les cellules ne meurent pas de canemggonnelle, a I'exception de la premiere
colonne de puits qui est incubée avec 75 puL deemién milieu double Mueller-Hinton (2X)
correspondant au blanc. Puis, 75 pL de chaque ntaten de chitosane (pH 5,2) sont

versés dans tous les puits de la microplaque éefdon de la premiére colonne de puits qui
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est incubée avec 75 pL d'acide acétique (0,4 %uxOémoins sont utilisés dans deux
colonnes : l'une avec 75 pL d'eau distillée st@&tilene autre avec 75 pL d'acide acétique dont
le pH est ajusté par NaOH 0,1 M (0,4 %, pH 5,2sl constaté que le mélange des solutions
de chitosane (pH 5,2) avec le milieu de culture {HB) présente un milieu a pH 6. Ainsi,
dans ce travail, l'activité antibactérienne desoshines natif et fonctionnalisés aura pH de 6

sans neutralisation par NaOH.

Apres cela, les microplaques sont homogéneéiséesgitation constante pendant 5 min.
La croissance bactérienne a TO est déterminéemhanisité optique a 630 nm de chaque puits
selon la méthode de Sanchez-Maldonado (Sanchezehkdidet al, 2011) sur un lecteur de
microplaques (multiscan GO W382TA, Thermo ScieatiVIB, France). Ensuite, les
microplaques sont incubées a 37°C pendant 16-1&pnes lincubation et avant la
détermination de la densité optique pour TF, lesroplaques sont agitées pendant 10
minutes pour éviter le précipite formé pendantclibation. Les tests ont été effectués en
double. L'activité antibactérienne des composésngifgiies exprimée par pourcentage
d'inhibition (%) est calculée par I'équation suieafl7) selon la méthode de Cueva (Cuetva
al., 2010) :

% d’inhibition de la croissance =
1- [(TFessar TQessa)-(TFbianc TObiand] / [(TFessar TOessa)-(TFoianc TOpland]* 100 Equation 17
Ou, TQssai €t TRssaicorrespond a la densité optigue a 630 nm de lssamce souche en

présence des composés testés avant (TO) et apred'ificubation, respectivement;

TOpjanc€t Thyanc COrrespond a la densité optique a 630 nm du mMeeller-Hinton avec un

solvant avant et aprés incubation, respectivement ;

TOwmoin €t TRemoin COrrespond a la densité optique a 630 nm de lssamce souche en

présence de l'eau distillée stérile (témoin pdsatiant et aprés incubation, respectivement.

L'inhibition de la croissance bactérienne est expd par la Gb, qui est définie comme
la concentration requise d'un composé phénoliqoegguant une inhibition de 50 % de la

croissance bactérienne aprés 16-18 h.
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V.4. Détermination de la concentration minimale inlibitrice (CMI) et de la

concentration minimale bactéricide (CMB)

La méthode INT (Eloff, 1998) est modifiee afin déterminer les concentrations
minimales inhibitrices (CMI) et la concentrationmmiale bactéricide (CMB) de composeés
phénoliques ainsi que de chitosanes natif et fonotilisés vis-a-vis des souches

bactériennes.

En utilisant les mémes microplagues que précédemymdé® pL de p-
iodonitrotétrazolium violet (INT) (0,4 % dans I'eatérile) sont ajoutés dans les puits de
microplague comme indicateur de la croissance hantée. La microplaque est puis incubée
a 37°C pendant 30 min a l'abri de la lumiére. Lé dwe tétrazolium incolore agit comme
accepteur d'électrons et est réduite en un predioré (formazan rouge) par les organismes
vivants. Lorsque la croissance bactérienne esbéehila solution dans le puits reste incolore
apres l'incubation avec INT.

Les valeurs de CMI sont enregistrées comme la ctrat®n minimale du composé
antibactérien qui inhibe completement la croissdraérienne visible apres 16-18 h (aucun
signe de croissance) (Barry, 1976). Pour la détextion de CMB, 50 pL de chaque puits
sans INT sont ensemencés sur des boites de géldset Muis ces boites sont incubées a
37°C pendant 24-48 h. CMB est définie comme la entration minimale du composé
antibactérien qui tue 99,9 % de cellules viablegae colonie n'est observée sur des boites
de gélose MH) (Barry, 1976). Au moins, deux essaist réalisés avec chaque souche et le

composeé antibactérien testée.
VI. Propriétés biologiques
VI.1. Lignées cellulaires

Les propriétés biologiques des molécules a testieét@ évaluées vis-a-vis d'une lignée

cellulaire Caco?2 et de cellules primaires HUVEC.
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La lignée cellulaire Caco2 (cellules cancéreusescaolon humain), est une lignée
cellulaire issue d’'un adénocarcinome coliqgue humaalée dans les années 70 chez un
homme de type caucasien de 72 ans (ECACC, Salishiky. Les cellules présentent une
phase exponentielle de croissance et entrent dratitiation spontanée deés qu’elles
atteignent la confluence. La confluence est un éede culture cellulaire qui décrit le
recouvrement de la surface du support de culturelggcellules adhérentes cultivées en
monocouche sur un support approprié. Ainsi, 100e2eahfluence décrit un tapis cellulaire
présentant une monocouche homogéne sur touteftcswdu flacon de culture. Les cellules
Caco-2 proviennent de I'Unité de Recherche Anim&anctionnalité des Produitdsimaux
(URAFPA, ENSAIA-INPL, NANCY) et avaient été congeia une concentration de’10
cellules/cryotube (1 mL).

Les cellules HUVEC (Human Umbilical Vein Endothéli€ells, ECACC No.
07073101) sont des cellules endothéliales humaithesveine ombilicale saine, qui
proviennent de I'European Collection Afimal Cell Cultures (ECACC, Salisbury, UK). Ces
cellules sont issues de plusieurs individus. Etles été cryopréservées en fin de culture
primaire & une concentration initiale supérieufe 407 cellules/ml et peuvent étre cultivées et

propagées jusqu’au passage 7.
VI.2. Conservation des cellules

Congélation

Les cellules sont conservées par congélation estudrgs a raison de 7°6ellules/ml
pour les cellules Caco2 et de 51dellules/mL pour les cellules HUVEC. Pour cela, la
suspension cellulaire est centrifugée (5 min a @®@@s/min ; Jouan GR4-11) et le culot est
repris dans 0,9 mL de milieu de culture (Milieu g2t Modifié par Dulbecco (DMEM) avec
10% de sérum de veau fcetal (Eurobio) pour les lesliCaco2 ou Milieu de Croissance
Cellulaire Endothéliale (ECGM) pour les cellules YELC) puis 0,1 mL de DMSO est ajouté
goutte a goutte dans le cryotube placé dans unabec de la glace. Une fois ces étapes
réalisées, les cryotubes sont placés dans un systeéncongélation (Nicool) contenant de

I'azote liquide (-196°C). Plusieurs paliers de o&latjion sont réalisés, afin de limiter au
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maximum la mort cellulaire. Lorsque le cycle de gé&lation est terminé, les cryotubes sont

stockés dans une cuve d’azote liquide a -196°C.

Décongélation

Pour effectuer une culture cellulaire a partir d'enyotube, on procéde a sa
décongélation a 37°C dans un bain-marie. La sugpedgcongelée est reprise dans 9 mL du
milieu DMEM + 10 % de sérum de veau fcetal pourdeifules Caco-2 ou ECGM pour les
cellules HUVEC dans une boite de culture et platades un incubateur a 37°C en atmosphére
enrichie avec 5 % de GOUn changement de milieu apres 24 h est effectug gliminer
toutes les traces de DMSO puis le milieu de culastepériodiquement renouvelé jusqu’a la

confluence des cellules.

VI1.3. Culture cellulaire

Lignée Caco2

Les cellules sont décongelées a partir du stodklagke au passage 32 ; les passages
correspondent au nombre de réensemencement detesealprés trypsination. Elles sont
mises en culture dans des fioles de Roux T 25 if#$ contenant du milieu DMEM (Sigma).
Le milieu est supplémenté par 10 % (v/v) de séremeahu foetal (SVF) (Eurobio), 100 U/mL
pénicilline/streptomycine (1 % v/v) (Eurobio), 4 mjflutamine (2 % v/v) (Gibco, France) et
1 % (v/v) d’acides aminés non essentiels (Gibcuitiogen Corp., Cergy Pontoise, France).
Les cellules sont ensemencées a raison dé aelldles/ml de milieu et sont cultivées jusqu’a
confluence. Les cultures sont maintenues dans cubateur a 37°C sous une atmosphere
contrélée en humidité contenant 5 % de,G@Wec un changement de milieu de culture

effectué toutes les 48 h.

Lorsque les cellules arrivent a confluence, ledagllulaire est lavé avec du tampon
PBS (9,6 g/L, pH 7,2) et détaché par action deyasine (1 ml de solution de trypsine a 0,5
% /2,6 mM EDTA, Gibco, France) pendant 3 a 5 minsgdan incubateur (37°C, 5 % O
(Sanyo, MCO-20AIC). La réaction enzymatique esktée par ajout de 2 volumes de milieu
DMEM enrichi par 10 % de sérum de veau faetal (S\IBY) U/mL pénicilline (1 % v/v), 4
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mM glutamine (2 % v/v) et 1 % (v/v) d’acides aminésn essentiels. Les cellules sont
récupérées par centrifugation a 800 tours /min @en8 min. Les cellules sont comptées a
l'aide d'une cellule de Thoma sous microscope oet{@eiss, Allemagne) aprés avoir ajouté
10 % de bleu trypan. Ce dernier permet de difféegnie nombre de cellules mortes en
colorant en bleu les cellules dont la membranet ks integre. Apres comptage, il est
obtenu, a confluence, environ 6'1@llules Caco2/cf Cette suspension cellulaire est alors

diluée & la concentration de 5'k&llules/ml pour étre ensemencée sur microplaque.

Lignée HUVEC

Elles ont été décongelées a un passage ent été cultivées dans un incubateur a 37°C
sous une atmosphére saturée en humidité contedardesCQ, dans des fioles de Roux T 25
(25 cnf) contenant du milieu de croissance cellulaire émélimle (ECGM, ECACC No.
06091509). Le milieu est préparé en ajoutant umplgapent de croissance (15 mL) au milieu
basal (milieu sans sérum ajouté, 485 mL). Les lesltlUVEC sont ensemencées a 1,4.10
cellules/ml de milieu et elles sont cultivées pemida jours ou jusqu'a confluence. Un
changement de milieu apres 24 h est effectué doumér toutes les traces de DMSO, puis
régulierement toutes les 24 h jusqu’a 90 % de oenfie. Le milieu est éliminé de la fiole de
Roux par aspiration et le tapis cellulaire est lavéc du tampon phosphate (9,6 g/L PBS pH
7,2) et détaché par action de la trypsine (ImL de % trypsine / 2,6 mM EDTA) a
température ambiante. Aprés une minute, les cslicbenmencent a se décoller. L’action de
la trypsine est inhibée par ajout de 2 volumes deemDMEM a 20 % de sérum de veau
foetal (SVF). Enfin, les cellules sont centrifug@e800 tours/min pendant 5 min. Le culot
cellulaire est redissous dans du milieu de culairkes cellules sont comptées a l'aide d'une
cellule de Thoma sous microscope optique en présemaion de bleu trypan. A confluence,
la concentration des cellules HUVEC est approxiveatient de 2,5.F@ellules par boite de
25 cnf. Pour la réalisation des expériences, les cellstes diluées avec du milieu ECGM

pour obtenir une concentration de 5? t6llules/ mL pour étre ensemencées sur microplaque

Le nombre de passages est limité a 7 pour lesleglHUVEC et a 60 pour les cellules
Caco2 car il a été demontré que le nombre de pessayt influencer différentes activités et
fonctions cellulaires (BriskeAnderse al, 1997 ; Luet al, 1996).
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VI.4. Activité cytotoxique des produits d’oxydatian

L’activité cytotoxique a été évaluée sur les pregldioxydation, ainsi I'acide férulique
et I'éthyle férulate. Des concentrations différentntre 2 et 8 mg/mL d’acide férulique,
d’éthyle férulate et du mélange des produits d’'@atimh sont dissous dans du DMSO, avec
une concentration finale en DMSO dans le miliewcalkkure ne dépassant pas 1 % (v/v) pour
les cellules Caco2 et 0,25 % (v/v) pour les cellHit) VEC.

VI.4.1. Suivi de la croissance cellulaire a microghelle par le systeme cellscreen®

L'influence des molécules testées est évaluée aucrdissance des cellules a
microéchelle et mesurée a l'aide de l'appareil s€eleff (Innovatis AG, Allemagne)
(Viebahnet al, 2006). En pratique, les cellules sont réparteassduine microplaque Nunc de
96 puits (8x12) a fond plat dont 8 puits sont ermsras pour chaque condition a raison de
1.10" cellules/puits (200 pL de milieu DMEM pour les los Caco2 ou ECGM pour les
cellules HUVEC). La microplaque est incubée a 3@&@s une atmosphére enrichie a 5 % de
CO, pendant 24 h. Apres 24 h, un tapis cellulaire eatitéest obtenu et 5 pL de molécules
testées de concentrations comprises entre 2 et/Bilmgont ajoutées afin d'obtenir des
concentrations finales entre 50 et 2@mL. La croissance des cellules est alors analgsée
l'aide du systéme Cellscre®nlLe témoin correspond & des cellules cultivées danmilieu

additionné uniqguement du solvant utilisé pour sitikdry les molécules.

Systéme Cellscreeh

La croissance du tapis de cellules au fond du mets étre évaluée par le systeme
Cellscreefi. Ce systéme automatisé (Figure 35) permet & pditiit microscope et d’un
systéme de photographie numérique, de prendretidegpdes cellules dans une microplague
et de déterminer par analyse d’'images le pourcentigrecouvrement de la surface d’'un

puits (Brinkmanret al, 2002).
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Microscope———

Figure 35: systéme automatisé d’analyse de la croissankgaie : Cellscreefi (Innovatis ,

Allemagne)

La détermination du pourcentage de recouvrementfoaction du temps permet
d'obtenir une estimation cinétique de la croissaratkilaire. En effet, il a été vérifié que la
surface de recouvrement est proportionnelle a teemtration cellulaire. Les mesures sont
effectuées aux temps 0 (temps d’ajout les moléj@dsh et 48 h et permettent le calcul de la
vitesse spécifique de croissance (ef).hLa vitesse spécifique de croissance par heuen(u

h™) est calculée par I'équation suivante (18) :

Ln X/Xo=p * (t-to) Equation 18

« au tempsgla concentration de cellules dans le milieu déucalest X%

+ autempstla concentration cellulaire dans leeuigst X.

En tracant, Ln X/X en fonction de temps, la pente qui est détermingartir de la

partie linéaire représente la vitesse spécifiqueammte de croissance [i*Jfentre § et t.

Le suivi de la croissance par le Cellscféest basé sur la comparaison du pourcentage
de recouvrement des puits “témoins” ou les cellulessont pas mises en présence de la

molécule a tester et des puits ou les cellules somtnises a différentes concentrations de la

molécule.
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VI.4.2. Evaluation de la viabilité cellulaire

La cytotoxicité éventuelle des molécules étudiéssawis des cellules Caco2 et des
cellules HUVEC en culture est déterminée en utiise test au Rouge Neutre ou NRU
(Neutral Red Uptak).

Un premier test a été envisagé consistant en lanaeke la viabilité par le test MTT qui
est basée sur la transformation des sels de tétnazdjaunes) en cristaux de formazan
(bleus) par des enzymes mitochondriales commedeirsate déshydrogénase active dans les
cellules vivantes (Maher et McClean, 2006). Cepetidhest important de signaler que les
sels de tétrazolium peuvent étre directement toamsfs en cristaux de formazan en présence
de certains flavonoides (Pengédt. al, 2005b).Le test MTT est impossible a utiliser lors de
test de cytotoxicité en présence de molécules pra@seun pouvoir réducteur du MTT. C’est
pourquoi, un autre test de viabilité basé sur ureanécanisme a également été mis en ceuvre

tel que le test au rouge neutre.

Test au Rouge Neutre

Le rouge neutre (Figure 36) est un colorant ioniquiepeut pénétrer dans les cellules a
travers la membrane cellulaire par diffusion iomigle colorant se fixe alors sur les
membranes des lysosomes intracellulaires (Boremd,el092). Cette fixation du rouge neutre
témoigne de lintégrité cellulaire et elle est tieda a la viabilité. Ainsi, en cas de mortalité, la
membrane dégradée des lysosomes ne permet paatiarfidu rouge neutre. L'absorbance a

540 nm mesurée par spectrophotométrie est direatepreportionnelle a la quantité de

CI‘-|3
W
OH ¢
1
@)

cellules vivantes.

Figure 36: structure chimique du Rouge Neutre
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En pratique, les cellules sont ensemencées comer géécedemment a raison de
1.10 cellules/puits dans une microplaque de culture @)uwn96 puits (8x12) et incubées
pendant 24 h a 37°C et 5 % de L£Aprés 24 h, les différentes concentrations de nuidéca
tester sont ajoutées. Aprés 48 h de culture, leemist éliminé, les cellules adhérées sont
lavées au PBS, puis 200 pL de rouge neutre a S@lugréparés dans le milieu de culture
sont ajoutés et la microplaque est incubée pen8amta 37°C. Le milieu est a nouveau
éliminé et les cellules sont lavées au PBS. Le e@ongutre est extrait des cellules en les
soumettant a une solution de solubilisation (éthAaoide acétique / eau, 50/1/49 viv/v) sous
agitation pendant 15 min a température ambianehddrbance peut enfin étre mesurée a 540
nm a l'aide d'un spectrophotométre. Le nombre tlaleg vivantes aprés traitement par la
dose choisie de molécules par rapport au nombreetigles témoins non traitées, permet
d’évaluer la cytotoxicité de ces molécules. Le peantage de mortalité est calculé par

I’équation suivante (19):

% de viabilité cellulaire = 1-(Abgsa AbSigmoin * 100 Equation 19

Abs ¢ssai absorbance de I'essai traité par les moléculbsshoin : absorbance du témoin non

traité par les molécules

L’activité cytotoxique des molécules testées egpriexte en G qui correspond a la

concentration de molécules induisant une diminutie0 % de la concentration cellulaire.
VI1.4.3. Analyse de I'apoptose et de la nécrose addire

Cette analyse a été réalisée par cytométrie (G&Emsycyt) (Figure 37). Dans un
premier temps, les cellules HUVEC ou Caco2 sontivdds en présence des composes
phénoliques pendant 48 h puis elles sont trypsieéesmptées et une suspension cellulaire
est préparée a la concentratiorf ¢éllules/ml. Ensuite, 100 pL de I'échantillon sqfecés
dans une microplaque de 96-puits ainsi que 100 @lréactif (Guava Nexfh Millipore,
4700-1140). La plaque est laissée a l'obscuritédaen 20 min, puis analysée par le
cytomeétre. La population de cellules non apopta&stémoin est issue d’'un prélévement
d’une culture cellulaire en absence de composésagligées en conditions statiques.
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Figure 37: systéme (Guava Easyc§je

Le réactif Nexiff contient de I'annexine V liée & la phycoérythr{d@nexin V-PE), et
du 7-amino actinomycine D (7-AAD). L'annexine V ke a la phosphatidyl-sérine (PS), un
phospholipide de la face interne de la membransnplue, transloqué sur la face externe
lorsque les cellules entrent en apoptose. DO adifféegence de potentiel de membrane, le 7-
AAD ne diffuse pas a travers la membrane plasmide® cellules viables et en apoptose
précoce, mais pénetre dans les cellules en apotgmdiee ou mortes (Figure 38). Enfin, le
logiciel numérique nous donne les résultats ex@ipar les pourcentages de chaque type de

cellules (vivantes, apoptotiques précoces et apigpes tardives ou nécrotique).

Apoptosis
10e4
L
1023 Cellules en
apoptose tardive
~ ou nécrose
=
£
g 1082+
~
101
Cellules viables Cellules en apoptosg
précoce
1080

LB LR T T TTRINT T T ey T T TTTIr
10e0 10e1 10e2 103 10e4
Annexin V-PE (PM1)

Figure 38 :schéma de la distribution des cellules par cytoméBuava Easycyf?d
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VI.5. Adhésion cellulaire des films de chitosane

Un objectif de ce travail est d’étudier les intéi@as des cellules Caco2 ou des cellules
HUVEC avec des films de chitosane natif et fonatmis€. En effet, une interaction
convenable permettant l'adhésion des cellules Caoafes cellules HUVEC sur les films de

chitosane est cruciale pour permettre une croigsdaces cellules sur ces films.

A cette fin, I'étude s'est focalisée sur I'étudd’ddhésion et de la croissance de cellules
Caco2 ou de cellules HUVEC sur les films de chibesan fonction du type de chitosane
(natif ou fonctionnalis€), de I'épaisseur des filetsde la quantité de phénols greffés sur le
chitosane fonctionnalisé. La culture des cellulexcdz2 ou des cellules HUVEC a été

effectuée comme décrit dans le paragraphe prét@ded).
VI.5.1. Fabrication des films de chitosane dans ungaque 24 puits

A patrtir de chitosane fonctionnalisé ou de chitesaatif sous forme solide, des films
sont préparés en dispersant 5 mg de chitosane #hsnL d’acide acétique (1 %). La
solution obtenue est maintenue sous |égere agitatiagnétique a température ambiante
pendant la nuit. La solution obtenue est ensuiteédi sous vide pour garantir I'absence de
particules insolubles de chitosane. Les films gsum@parés en fonction de la quantité de
chitosane et de la quantité de phénols comme Vausui 1 (ou 3 mL) de solution du chitosane
natif ou fonctionnalisé est ajouté dans chaquespafin d’obtenir des films de différentes
épaisseurs. De plus, différents films sont élabaésfonction de la quantité de phénols
greffés sur le chitosane fonctionnalisé par I'ajdatchitosane fonctionnalisés soit aprés 4 h

soit aprés 16 h de temps réactionnel.

Les films sont séchés a température ambiante pemgigmoximativement deux jours
pour assurer I'évaporation complete du solvant. filess ainsi formés sont neutralisés par
une solution de NaOH (1M) pendant 1 h afin d’obtel@s films résistant a I'eau. Les films
sont ensuite rincés a l'eau distillée plusieurs fpendant 30 min a température ambiante
jusqu’a atteindre un pH entre 7-8. Enfin, les filsmnt séchés pendant 24 h a température
ambiante et stockés dans du tampon PBS (9,6 giL7,D).
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VI.5.2. Caractérisation des films de chitosane

Epaisseur des films

A priori, les films fabriqué dans la plague 24 pwbnt décollé, puis I'épaisseur de ces
films est déterminée selon la norme NF Q 03-016 ave micrometre manuel (Messmer,
Londres, Angleterre) (Figure 39) équipé d'une tidemesure 5 mm de diamétre avec une
sensibilité de 2 um. L'épaisseur est mesurée avirfispchoisis au hasard sur chaque film et

ensuite une valeur moyenne est calculée.

Figure 39: micrométre manuel (Messmer, Londres, Angleterre)

Adsorption de protéine sur les films

L'adsorption des protéines du milieu de culturdutate sur les films de chitosane est
évaluée d’apres la méthode Holmes (Holmes et Tiabriz2011). En effet, la plaque
contenant des films de chitosane est incubée a&vatlieu de culture cellulaire complet soit
DMEM supplémenté avec 5% de sérum de veau feetal IpeuCaco2 soit ECGM pour les
HUVEC a 37°C et 5 % de GOUn témoin est réalisé dans un puits vide sans. f\pres
incubation pendant une nuit, le milieu de cultulse@iming, et les films sont rincés trois fois
par du tampon PBS (pH 7,2). Le milieu de cultummiglé ainsi que le tampon PBS de ringage
sont ensuite placés ensemble dans un tube afirald&vla quantité de protéines non-
adsorbées sur les films par dosage protéique paéthode de I'acide bicinchoninique (BCA)

qui est décrit dans le paragraphe précédent (J1.2.1
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VI1.5.3. Mise en culture des cellules sur les filnde chitosane

Dans un premier temps, les plaques 24 puits awefiliies formés sont stérilisés sous
UV rayons pendant 30 min. Les cellules Caco2 ou dellules HUVEC sont ensuite
ensemencées dans chaque puits soit sur les filmshilesane soit sur le polystyrene
directement sans film (témoin) & raison de 5%.t6llules/mL (1 mL de milieu DMEM
supplémenté avec 10 % de SVF pour les cellulesZaodCGM pour les cellules HUVEC).
Les plaques sont incubées pendant 3 jours a 31€S66 de CQ

Pour pouvoir caractériser 'adhérence, I'étalenstna croissance des cellules Caco2 ou
des cellules HUVEC, des photos sont réaliséesi@el'dun appareil photo (Canon) fixé sur
un microscope optique. Les photos des cellules ZacoHUVEC sur les films de chitosane

ou sur le témoin ont été prises chaque jour per@glgmirs de culture.
V1.5.4. Evaluation de la viabilité cellulaire

Un test de viabilité a été réalisé en fin d'exp@e(3 jours). La quantité de cellules des
puits avec film « essais» est comparée aux pugseins» (sans film).Le test Rouge neutre
ne peut pas étre utilisé ; en effet, la solutionsdiibilisation (éthanol/acide acétique/eau,
50/1/49 viviv) solubilise également les films detafane. C’est pourquoi, un autre test de
viabilité basé sur une autre solution de soluliiisaa €galement été mis en ceuvre tel que le
test MTT.

Testau MTT

La viabilité cellulaire des films vis-a-vis de agd#ts Caco2 et de cellules HUVEC en
culture a été déterminée en utilisant le test MTF(4,5-diméthyle thiazol-2-yl)-2,5
diphényle tétrazolium bromide qui permet d'évalliactivité mitochondriale des cellules
(Maher et McClean, 2006). En effet, grace a uneymez (la succinate déshydrogénase
mitochondriale active dans les cellules vivantgs),a la propriété de catalyser la réduction
du succinate en fumarate dans le cycle de Krelsgllde tétrazolium MTT de couleur jaune
est réduit en cristaux bleus de formazan (Figurp @@tte réduction et par conséquent

I'activité mitochondriale pourra étre évaluée a b0
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MTT Formazan
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Figure 40: réduction du MTT en formazan

En pratique, aprés 72 h de culture, les puits smlés et les films sont lavés au PBS,
puis 800 uL de DMEM + 200 pL de MTT (a 2 g/L) sautés sur les films. La plaque est
incubée pendant 4 h a 37°C, 5 % L£B8pres incubation, les puits sont vidés, lavé$BS et
les cristaux de formazan formés sont solubiliséslpa d’isopropanol. La plague est agitée
15 min a l'abri de la lumiére puis la mesure débdabance a 540 nm est réalisée par
spectrophotométrie (multiscan GO W382TA, Thermae8itiic MIB, France). La mesure de
I'activité mitochondriale des cellules apres traiat par les films de chitosane par rapport a
I'activité mitochondriale des cellules sans filneympet d'évaluer indirectement la cytotoxicité

de ces films. Le pourcentage de mortalité est éaltaprés cette équation (20):

% de viabilité cellulaire = 1-(Abgsd AbSmoin X 100  Equation 20

Abs.ssai absorbance de 'essai avec film, Absin : absorbance du témoin sans film
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Chapitre Ill. Résultats et discussion

Partie | : Oxydation enzymatique des composés phélgues en

milieu aqueux

[.1. Introduction

Les composés phénoliques constituent une famillendiecules organiques largement
présente dans le regne végétal. Ces composées@roduits du métabolisme secondaire des
plantes et prennent une importance croissante grdeer role d’antioxydants naturels. Pour
cette raison, ils sont utilisés comme additifs daes industries agroalimentaire,
pharmaceutique et cosmétique. La biotransformatimymatique des composés phénoliques
a consisté a essayer d’exploiter certaines tramsftions naturelles qui conduisent a de
nouvelles structures moléculaires tres diversdsr@es ou incolores. Ces molécules peuvent
trouver des applications importantes dans desrdift6 domaines comme des colorants

alimentaires, des additifs antioxydants....

En général, les outils enzymatiques utilisés dandibcatalyse de ces réactions se
composent des polyphénoloxydases (PPO) par exemegldéyrosinases et des laccases, des
peroxydases (POD). Ces enzymes se trouvent damaguee, particulierement dans les plantes
et sont responsables de la bioconversion natudelte composés phénoliques en pigments
colorés (le brunissement enzymatique). Les réaxtienzymatiques peuvent étre aussi
utilisées pour réticuler les biomatériaux fonctialises afin d'améliorer leurs caractéristiques
d'usage, telles que la stabilité. De plus, ellest swtives en milieu aqueux et dans des

conditions expérimentales douces.

En particulier, selon la littérature, les travawncernant I'oxydation enzymatique des
composeés phénoligues comme l'acide férulique otétalate d’éthyle ont été réalisés en
milieu organique avec des tyrosinases ou des lasa@s présence d’oxygeneJQAdelakun
et al, 2012 ; Carunchiet al, 2001 ; Mustafat al, 2005) ou des peroxydases en présence du
peroxyde d’hydrogéne @@,) (Derat et Shaik, 2006 ; El Agle al, 2008 ; Yuet al, 2007).
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Cependant, aucune étude n'a été rapportée audmujbxydation enzymatique en milieu
aqueux. Afin d’éviter les réactions en milieu ongge, nous avons effectué I'oxydation en
milieu aqueux afin de développer des méthodes dagarrespectueuses de I'environnement

et en accord avec les principes de la chimie verte.

Dans la premiéere partie de la these, la syntheseodeelles molécules ayant des
propriétés fonctionnelles intéressantes comme d&sriptés optiques, antioxydantes... par
I'oxydation enzymatique de l'acide férulique (FA) dester éthylique de l'acide férulique
(férulate d'éthyle, EF) a été étudiée en milieueaqu L'acide férulique (AF), un acide
phénolique répandu qui peut étre considéré commsubstrat modéle pour la laccase et le
férulate d’éthyle (ester éthylique de l'acide fiyué) comme la forme de I'acide férulique
dans la nature ont été choisis afin d’étudier Iiahce de la présence/l'absence du
groupement carboxyle (-COOH) sur le mécanisme diakpn et les propriétés des produits

. Ces réactions sont effectuées dans des corsliéimpérimentales douces de température,
de pH et en milieu aqueux en absence de solvagésigues. Le choix du biocatalyseur s’est

porté sur la laccase ddyceliophthora thermophilap.

Cette étude a également pour objectif de déternesgrarametres de Michaelis-Menten
(Km, Vmax) de cette enzyme pour les deux subst@tsidéerés, I'acide férulique et son ester
éthylique. Enfin, les propriétés optiques (coulgantioxydantes (ABTS) et cytotoxiques vis-
a-vis de cellules saines HUVEC seront évaluées pesr produits d’oxydation en

comparaison avec leurs substrats initiaux (AF et EF
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|.2. Laccase-catalyzed oxidation of ferulic acid ash ethyl ferulate in aqueous

medium: a green procedure for the synthesis of neaompounds
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Article accepté au « Food Chemistry »
Abstract

The enzymatic oxidation of ferulic acid (FA) andhgtferulate (EF) byMyceliophthora
thermophilalaccase as biocatalyst was performed in aqueoasumeunder an eco-friendly
procedure to synthesize new active molecules.,Eiretcommercial laccase was ultrafiltrated
allowing the elimination of phenolic contaminantsdaincreasing the specific activity by a
factor 2. Then, kinetic parameters of this lacoasee determined for both substrates (FA,
EF) indicating a higher substrate affinity for dthgrulate. Additionally, enzymatic oxidation
led to the synthesis of a FA-major product exhigita molecular mass of 386 g/mol and a
EF-major product with a molecular mass of 442 g/m@®tructural analyses by mass
spectrometry allowed the identification of dimederivatives. The optical properties of
oxidation products showed the increase of red atidw colors with FA-products compared
to EF-products. Additionally, enzymatic oxidatioedl to the decrease of antioxidant and
cytotoxic properties of oxidation products compatednitial substrates. Consequently, this
enzymatic procedure in aqueous medium could prom&le compounds presenting optical,

antioxidant and cytotoxic interest.

Keywords: Laccase; Enzymatic oxidation; Ferulic acid; Etligtulate; dye; antioxidant;
cytotoxicity.
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1. Introduction

The enzymatic oxidation of organic compounds ineortb produce new classes of
molecules has been widely investigated with a gtremvironmental concern (Burton, 1994).
Oxidative enzymes can be subdivided into polyphemabdases (PPOs) using molecular
oxygen as a co-substrate and peroxidases (PODg hguirogen peroxide @®,) (Duran &
Esposito, 2000). Recently, high interest concenzymatic oxidation due to its potential for
the synthesis of bioactive molecules from phenaticlecules, exhibiting novel structures
such as dimers and interesting properties sucmtsxaant (Adelakun, Kudanga, Parker,
Green, le Roes-Hill & Burton, 2012).

Polyphenol oxidases (PPOs) are multi-copper enzythes catalyze the phenol
oxidation to quinones which produce brown pigmenta/zounded tissues of vegetables with
the concomitant reduction of oxygen to water (NasolRichardforget, Goupy, Amiot &
Aubert, 1994). These enzymes can be subdividedtymtsinases and laccases (Walker &
Ferrar, 1998). Recently, there have been a numbeattempts to enzymatically modify
phenolic molecules for improving their propertiesls as antioxidant activity (Adelakun et
al., 2012; Yu, Han & Lou, 2007) or color propertiddustafa, Muniglia, Rovel & Girardin,
2005; Ridgway, Oreilly, West, Tucker & Wiseman, 6@9Laccases (p-diphenol oxidase,
E.C. 1.10.3.2) are among the enzymes that arertlyigeing investigated. They belong to a
small group named blue copper enzymes, containimgimmum of four copper atoms
directly involved per active protein (Claus, 20@&glomon, Sundaram & Machonkin, 1996).
They are able of catalyzing the one-electron oxatadf phenols to produce phenoxy radicals
as the primary oxidation products (semi-quinonell aoncomitantly reduce molecular
oxygen to water. The phenoxy radicals which arey vezactive species and powerful
electrophiles, can undergo a number of non-enzymastctions including covalent coupling
to form dimers, oligomers and polymers through CE€0 and C—N bonds (Claus, 2004).

Phenolic compounds as ferulic acid and ethyl féeulsave been already oxidized by
oxidative enzymes as laccases or peroxidases anmrgnedium and several dihydrodimers
have been described. In fact, enzymatic oxidatidkerollic acid led to the formation of semi-

quinone feruloyl radicals and then to the formatioh oligomers (dimers, trimers...)
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(Adelakun et al., 2012; Carunchio, Crescenzi, Gjrelessina & Tarola, 2001; Mustafa et al.,
2005). This oxidation can also be catalyzed by xideses using hydrogen peroxide,(+)
(Derat & Shaik, 2006; El Agha, Makris & Kefalas,d) Ou, Kong, Zhang & Niwa, 2003;
Yu et al., 2007) in a hydro-organic biphasic systé&mditionally, previous studies reported
enzymatic oxidation of ferulic acid esters as mdeelloyl estersn vitro such as methyl
ferulate (Wallace & Fry, 1995) or ethyl ferulateufizel, Heuermann, Kim & Ralph, 2008;
Ralph, Conesa & Williamson, 1998; Tufegdzic, Boguao, Maksimovic & Vucinic, 2005)
for determining the chemical structures of productsese oxidative reactions leading to the
formation of ferulate dimers was catalyzed by p&tages using hydrogen peroxide,(Q4).
However, no study has been already reported coimgemnzymatic oxidation in aqueous

medium.

In the present study, a green procedure for theéhegis ofnature identicalstable
compounds by laccase-catalyzed oxidation of feratid (FA) and ethyl ester of ferulic acid
(ethyl ferulate, EF) in aqueous medium was inveséid. Ferulic acid (FA), a widespread
phenolic acid that can be considered as a modetrste for laccase enzyme, and ethyl
ferulate (EF), ethyl ester of ferulic acid, wereosbn to compare the reactivity of phenolic
substrates in the presence or not of free carboygioups. Laccase fromlyceliophthora
thermophilasp. was chosen due to its high reactivity in aggenedium, at room temperature
and neutral pH (Mustafa et al., 2005). Additionatlyis work aimed to determine enzymatic
oxidation parameters for both ferulic acid andeitsyl ester. Finally, color, antioxidant and
cytotoxic properties will be evaluated for laccas¢alyzed oxidation products compared to
the initial substrates (FA or EF).

2. Materials and methods

2.1. Chemicals and enzyme

Ferulic acid and ethyl ferulate were obtained friluka (France) with purity over than
99%; trolox was obtained from Fluka (Germany); isgaldazine was obtained from Ega-

chemie with purity over than 99%. Methanol and awcittie (HPLC grade) were purchased
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from Carlo Erba (Milwaukee, WI, USA); trifluoroadetacid (TFA) (98%) and other
chemicals with highest quality available were at¢ai from Sigma-Aldrich (France).

An industrial laccase named Subefa@¥ovo Nordisk A/S, Bagsvaerdt, Denmark) was
purchased commercially from the Society Novozymedeu liquid form. It must be kept
between 0 and 10°C for suitable conservation. Thbefs® is a fungal laccase from
Myceliophthora thermophil@p., which is considered as a member of family afphenol
oxidases, obtained by submerged fermentation afreetgcally modifiedAspergillus oryzae
The enzymatic preparation was supplied as a braguidl with a density at approximately

1.15 g.mf". It was completely miscible with water.
2.2. Laccase characterization

To remove inactive peptides or proteins and to cavbie interaction between the
phenolic interesting substrate and contaminatedgbevhich were initially present with the
industrial laccasepartial purification of SuberaS8¢UF-laccase) was carried out at 4°C using
an ultrafiltration device Amicon-8200 cell (20 mejuipped with a membrane of cellulose
acetate (cut off: 10 kDa) (SARTORUIS - 14539-63¢@yer nitrogen gas to avoid oxidation
by oxygen. Before the ultrafiltration starting, theembrane was cleaned in the acetone:
distilled water mixture (1:1). Additionally, the dastrial laccase was diluted by phosphate
buffer at pH 7.5

The laccase purity was checked by sodium dodeciphate-polyacrylamide gel
electrophoresis (SDS-PAGE) on a 16% (w/v) polyasryte gel (Laemmli, 1970). SDS-
PAGE was carried out using a mini-protein electarpiis cell unit (Bio-Rad, USA). The
laccase sample dissolved in sample buffer (10% STE% b-mercaptoethanol, 0.25 M Tris-
HCI pH 6.8, 50% water, 50% glycerol and 0.1% broheml blue), then heated at 95°C for
(5-10 min). Electrophoresis was performed at conistarrent 30 V for 60 min and then 180
V for 45 min. The proteins sub-unit bands werengdiwith (6%) Coomassie Brilliant Blue
R-250 in acetic acid (10%), and detained in theesantvent system (but without dye). The
molecular weight of enzyme protein was estimatesigusg Mark12™ Unstained Protein
Standard of molecular weights between 6 - 200 Kfla-Rad, USA).
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Protein concentration in Suber8swas determined by Bicinchoninic acid (BCA)
spectrophotometric method (Slocum & Deupree, 19Bbyine serum albumin was used as
standard in phosphate buffer (50 mM, pH 7.5).

The laccase activity at different pH (from 5 toa8)d different temperatures (from 20 to
50°C) was determined spectrophotometrically by meag the increase of the absorbance at
525 nm caused by the oxidation of syringaldazing.k2 pH 7.5) in phosphate buffer (50
mM) using a spectrophotometer (Shimadzu UV- 1608 unit of enzyme (UIl) was defined
as the amount in pmole of syringaldazine oxidized minute and per pg of enzymatic

protein using an extinction coefficiesgs 65 mM™.cm* (Mustafa et al., 2005).

To evaluate the purification efficacy, the laccadecolorization was carried out
according to method (Smith & Montgomery, 1985) bgasuring the absorbance at 420 nm
toward raw laccase without purification (as a coltrThis wavelength (420 nm) was chosen
because it gave a maximal absorbance corresponditige UV/Visible spectra of colored
initial enzymatic solution. The decolorization pamt was calculated using the following

equation (1):
%decolorization= [Abgo(raw laccase) — Also(UF-laccase) / Alg (raw laccase)] x100 (1)
2.3. Enzymatic oxidation of phenols

Oxidation of phenols (5 mM, final concentration)amagnetic stirred batch reactor was
carried out at 30°C in phosphate buffer (50 mM,%5). The reaction mixture was composed
of 5 ml of methanol solution of 50 mM FA or EF a# ml of phosphate buffer (50 mM, pH
7.5). This reaction was started by adding 0,13 intJie-laccase (13.5 U/ml). For the control,
laccase was not added, in the same conditionsré&daion kinetic was monitored at various
interval times by withdrawing samples (0.1 ml) frahe reaction mixture. The enzymatic
reaction was stopped by the addition of methand (0l) containing 0.03% (v/v) of TFA
(Lacki & Duvnjak, 1996).
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2.4. Enzyme kinetics and substrate specificity

The Km value and maximum velocity (Vmax) (MichagMlenten kinetic parameters) of
UF-laccase were determined by the Lineweaver-Blok por that, different concentrations
from 1 to 5 mM of two substrates (ferulic acid ony ferulate) were oxidized by the same
quantity of enzyme at 30°C in phosphate buffer (80, pH 7.5). Substrate specificity
(Vmax/Km) which determine enzymatic affinity towgstienolic substrate, was calculated by

using the data obtained from the above plot (Lirexee & Burk, 1934).

2.5. High performance liquid chromatography (HPLC)

To monitor the oxidation of substrate, reaction tonigs were analyzed by means of high
performance liquid chromatography (HPLC) using anféldzu Class-VP HPLC system with
a computer controlled system containing upgrades$s<VP 6.1 software. Separations were
carried out on a reversed phase column LiChroCARTIR (Merck, 25 cm x 0.4 cm, particle
size 5 um). The detection was conducted between at@D 700 nm on a multichannel
photodiode- array detector (SPD-M10A VP). The elutwas performed using a gradient of
solvent A: water/ TFA (100:0.03; v/v) and solvent &etonitrile /water/ TFA (80:20:0.03;

viviv) at a flow rate of 0.7 ml/min.

For ferulic acid the steps of the gradient were as follow: lineadgent from 5% to
40% of B during 15 min, from 40% to 60% of B duriBgnin and from 60% to 80% of B
during 15 min. For ethyl ferulate, the steps of fnadient were as follow: linear gradient
from 5% to 80% B during 10 min, constant at 80%@Baoh 10 min and from 80% to 100%

during 5 min. Each analysis was performed in trigie.

2.6. Liquid chromatography—mass spectrometry (LC-M$

The mass spectra were obtained with the HPLC-M&sysvhich comprised the binary
solvent delivery pump and a linear ion trap masscgpmeter (LTQ-MS, Thermo Fisher
Scientific, San Jose, CA, USA). LTQ equipped with @mospheric pressure ionization
interface operating in APCI positive mode (Atmosph@ressure Chemical lonisation). Data
were processed using Xcalibur software (versiol .0e operational parameters of the mass
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spectrometer were as shown below. The spray voltage6.0 kV. The temperatures of the
APCI vaporizer and of the heated capillary wereteaet00°C and 225°C, respectively. The
flow rates of sheath gas, auxiliary gas, and swgzepwere set (in arbitrary units/min) to 48,
5, and 5, respectively. Capillary voltage was 1 e lens was 50 V, split lens was 70 V,
and the front lens was - 6.75 V. All parametersen@stimized by infusing a standard solution
of ferulic acid at 0.1 g/l in mobile phase [A=waterTFA (0.03%) / B=phase A (20%) +

acetonitrile (80%) — 1:4] at a flow rate of 5 plmi In addition to full scan between 50 m/z
and 1000 m/z, the products were monitored throypgitific MS' scans (Mg MS;) in order

to obtain structural informations.
2.7. Recovery of laccase-catalyzed oxidation prodisc

After 3 h of phenols oxidation reaction, to ensareomplete oxidation of substrate and
to avoid the increasing of polymerization degrées products were recovered by a rotary
evaporator under reduced pressure, then freezeé-das carried out for 48 h. After that, the

preservation of recovered products was carriedrothite desiccator until use.
2.8. Color measurement of laccase-catalyzed oxidati products

The recovered oxidation products color was desdridecording to the CIE L*a*b*
color system as a three-dimensional space baseapposite colors, where L*, a* and b*
were the coordinates of the color in the cylindrimalor space, based on the theory that color
was perceived by black-white (L* = lightness), gr@éen (a*) and yellow-blue (b*) sensations
(Lathasree, Rao, SivaSankar, Sadasivam & Rendgdi@4l). These parameters a*, b* and L*
were measured directly in triplicate using coloriendmodel 200) (Montreuil, France). Other

)1/2

optical parameter used was the Chroma (C) Z{&5*%)"?, that represented the perpendicular

distance from lightness axis. This parameter wadicative of strong or weak color

(intensity).
2.9. Antioxidant properties of laccase-catalyzed adation products by ABTS assay

The ABTS radical scavenging activities of ferulicida ethyl ferulate and laccase-
catalyzed oxidation products were determined adegrtb the method described by Re et al.
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(Re, Pellegrini, Proteggente, Pannala, Yang & Means, 1999). The ABTSradical cation
was produced by the reaction between 7 mM ABTS 248 mM potassium persulfate in
H,O and allowing the mixture to stand in the darkycm temperature, for 12—16h before
use. For this study, the ABTSsolution was diluted with ethanol at 30°C, in artte obtain
an absorbance of 0.700 + 0.025 at 734 nm. Thempl b® each molecule sample prepared in
ethanol at different concentrations were mixed vitiml of diluted ABTS' solution and then
the absorbance of ABTSwas measured at 734 nm and at 30°C exactly 6 ften iaitial
mixing. Appropriate solvent blanks were run in eassay. The extent of decolorization is

calculated as the percentage reduction of ABTSrabsce by following equation (2):
ABTS " radical scavenging activity (%) = (1 — Al$pie/ ADS contro) X100(2)

ABTS™ radical scavenging activity was expressed as th#-nteximal inhibition
concentrations (1§z) and Trolox Equivalent Antioxidant Capacity (TEA@Ilues. 16, value,
which expressed as the antioxidant concentratiorretiuce the radicals by 50%, was
calculated for each compound by linear regressialyais (Gulcin, 2010). TEAC value is
defined as the concentration of standard troloxyager-soluble vitamin E analogue that
exhibited the same antioxidant capacity as a 1 uggintion concentration of the antioxidant
compound under investigation (Maisuthisakul, Pongdgmanit & Gordon, 2007). All
analyses were carried out in triplicate and res@ipsesented the mean values with standard

deviation.
2.10. Cytotoxic properties of laccase-catalyzed aktion products
2.10.1. Cells and cell culture

Human umbilical vein endothelial cells (HUVEC) weobtained from the European
Collection of Animal Cell Cultures (ECACC, UK) ancultivated in Endothelial Basal
Medium (Sigma-Aldrich, France). The medium was pred by addition of the growth
supplement (3%) (Sigma-Aldrich, France). HUVEC se(Bigma-Aldrich, France) were
cultivated between passages 1 and 7. The cells wswally split when reaching 80%
confluence (5-7 days). They were first rinsed withlbecco’s phosphate-buffered saline
without calcium (D-PBS) and then trypsinised withadution containing 0.25% trypsin and 1
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mM EDTA (GIBCO, USA) and counted by Thoma cell un@da optical microscope. For
maintenance of the cell line, the cells were seedé&d1d cells/cnf in flasks. All experiments
of cytotoxicity evaluation were performed betwebea passage 3 and 6.

2.10.2. Cell viability evaluation by Neutral red tgke (NRU) assay

To study the cytotoxic activity of ferulic and ettigrulate and their oxidation products,
96-well microplates were filled with 190 pl of dikd HUVEC cells at 5.10cells/well. After
24 h of incubation at 37°C, under 5% £&mosphere, the cells were exposed to 10 ul of the
phenolic compounds solubilised in DMSO (final camcation of DMSO was 0.25%) with
various concentrations and incubated for 48 h &C3under 5% C@ atmosphere. Two
controls were used in two columns of the microplatech contain 190 ul of diluted cells:
one with 10 pl of D-PBS and another with 10 pl d1®0O solution (final concentration of
DMSO was 0.25%).

The NRU (neutral red uptake) assay is a cell vilghihethod, based on the ability of
viable cells to bind a neutral red dye within thembranes of intracellular lysosomes
(Borenfreund, 1992). After 48 h of incubation, thédture medium (200 pl) was removed
from each well of the microplate. The attachedsce#re rinsed with equal volume of D-PBS
at pH 7.2. Then, 200 pl of neutral red solution (&§ml) freshly prepared in the culture
medium was added at each well. The microplate Wwas tncubated with the cells and the
neutral red solution for 3 h at 37°C. After incubaf the neutral red solution was eliminated
and the attached cells were rinsed with D-PBi& attached cells were solubilised in 200 ul
of an ethanol/acetic acid/water solution (50%, %%, v/v/v) to release the neutral red
remained within the lysosomal or cytoplasmic cortipants. The plates were then shaken at
room temperature for 10 min. The absorbance offihaé solution was measured at 540 nm
using a microplate reader (multiscan GO W382TA, rirtee Scientific MIB, France). The

relative cell viability was calculated accordingthe following equation (3):

With ADS treated cetl@dNd AbScontrol D€ the absorbance values at 540 nm of sampletreiibed
cells and control, respectively. Each test wasi@drout in six copies, and each experiment
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was repeated triplicate. The results were expreaself3, mean values with the standard
deviations. 1Gy was defined as the concentration of a moleculdidgato 50% of cell
mortality. The cytotoxicity was evaluated based ail viability relative to controls as
proposed by Kong (Kong, Jiang, Zhou & Fu, 2009).

3. Results and discussion

3.1. Partial purification of laccase

Laccase has been partially purified by ultrafiibatwith a yield of total activity of 91%.
The results demonstrated that this method couldimdite almost 2.5 folds of total proteins
and the specific activity of ultrafiltrated lacca&#-laccase) increased by 2.1 folds compared
to raw laccase (Table 1). Additionally, the coldrtiee enzyme decreased of 90% after the

ultrafiltration due to the elimination of phenohwlecules present in the raw laccase.

Table 1: Characterization dflyceliophthora thermophiltaccase before/after partial

purification by ultrafiltration

Raw laccase UF-laccase

Protein (mg/ml) 21.5 8.5
Total activity (umole/min/ml) 5590 5100
Specific activity (umol/min/pg protein) 0.26 0.57
Purification (fold) 1.0 2.1
Yield of activity (%) 100 91
Yield of coloration (%) 100 10

The optimal activities were determined to be pH &6l temperature of 30°C, using
syringaldazine as specific substrate (data not shoWwhe protein characterization showed
that the UF-laccase presented a major protein @mdSDS-PAGE with an apparent
molecular mass close to 85 kDa as presented inlFigat is consistent with the molecular

mass (82 kDa) dflyceliophthora thermophilaccase (Mustafa et al., 2005).
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MW (kDa) protein Marker UF-laccase raw laccase

97.4 = -

—» 85kDa
66.3

55.4

Fig. 1: SDS-PAGE of UF-laccase and raw laccase. MW, mtdeaueight
3.2. Kinetics of oxidation catalyzed by UF-laccase

Kinetics showed differences between the laccasdyzad oxidation of FA and EF as
presented in Fig. 2. The oxidative rate of EF wighdr than that of FA. Thus, the complete
oxidation of FA was achieved after 150 min while tomplete consumption of EF was after
120 min. Furthermore, it was verified that withdatcase, FA or EF were not chemically
oxidize by auto-oxidation (data not shown). Afteth3of oxidation reaction, laccase was
inactive probably due to the interaction betweerdaton products and the active site of
enzyme (Whitaker, 1994; Whitaker, 1995). In fatte ttnzyme inactivation is due to the
reaction between intermediate products (free réglitam quinones or semi-quinones) and
histidine groups of the enzyme active site linkedhe binuclear copper. A previous study
confirmed that the presence of macromolecule ictiga medium such as chitosan which
quickly capture the oxidation products could protdee enzyme from inhibition during

oxidation reaction (Aljawish et al., 2012).
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Fig. 2: Kinetics of oxidation of ferulic acidej and ethyl ferulate &) by Myceliophthora
thermophilalaccase in aqueous medium (50 mM, pH 7.5)

The initial oxidation rate of FA and EF obeys tockielis-Menten kinetics as presented
in Table 2. The results demonstrated that the Mithaonstant (k) of EF was lower than
that of FA and the substrate specificity£WK) of EF was 2 fold higher than that of FA
while the maximum rates @4y were similar. As the Km value reflects the atfjnbetween
enzyme and substrate, the lower Km value of EFcatdd a higher affinity for this substrate.

Finally, the catalytic efficiency is higher for Bkbstrate than for FA due to a better Km.

Table 2: Kinetic parameters of UF-laccase for ferulic a&ié) and ethyl ferulate (EF)

Substrate  Wax(MM/min)  Kn(mM)  Catalytic efficiency (Vha/Km)
FA 0.062 £ 0.003 1.64 £ 0.01 0.038 £ 0.002
EF 0.068 = 0.002 0.95+0.03 0.072 £0.001

3.3. Analyses HPLC/LC-MS of oxidation products

HPLC analyses of the reaction mixture after 90 ofioxidation reaction of ferulic acid
(FA) and ethyl ferulate (EF) by UF-laccase revealb@ presence of several peaks
corresponding to various products as shown in Fid.he identification of laccase-catalyzed
oxidation products was focused only on the majodpct for FA and EF, because the other

products are present in low concentrations andbeaneglected compared to major products.
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According to the retention time (Rt), these majmducts were called P (FA) corresponding
to Rt of 26 min and P (EF) corresponding to Rt®hain.

The UV spectra of initial substrates, and theirongroducts obtained by HPLC were
presented in Fig. 3. After the enzymatic oxidatithg absorbance was decreased at 322 nm
and it was increased at 230 nm due to the presaoridation products (quinones). These
changes in the spectra were explained by ascribmgiolet-shift of the absorption range and
the intensity decrease of the distinguishable lage bands to the dissociation of carboxylic

groups belonging to a conjugated system (Carurethab., 2001).

mAU x10 mAU x 10
204 120

o 25
Time (min) Time (min)

T om0 300' 350" 400" 450" 360" 400" 450"

Wavelength (nm) Wavelength (nm)

Fig. 3: Reaction mixture chromatogram at 322 nm and U\tspeollected by HPLC of FA
and its major product (A) and EF (B) and its magayduct

The LC-PDA-MS analyses in APCI positive ion modewéd that the major FA-
oxidation product observed in UV led to mass spacétry peaks on full scan MS at m/z=
387 [M+H]" as shown in Fig. 4-A Fragmentation spectrum by KI&f the ion 387 allowed
the characterisation of the structure (Fig. 4-Bagments indicating losses 0f® (m/z=369)
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and CQ (m/z=343) from the parent ion were detected. Syipet removing of BO from
single dehydrated parent ion (m/z=369) could actdon the fragment with m/z=351
corresponding to double dehydrated parent ion. ibhewith m/z=327 was indicative of a
stepwise loss of a methyl radical and a hydrogeticah from decarboxylated dimer
(m/z=343) leading to [M+H-C®CH,]*. The formation of the ion m/z=281 after the
fragmentation of the ion m/z= 343 by M%®ould be attributed to decarboxylation of
decarboxylated dimer (m/z=343) with concomitant egai of HO (Fig. 4-C). Moreover,
further neutral loss of CH could be responsibléoafm/z=268. In addition, ion m/z=297 seen
on fragmentation spectrum M$m/z=387,343) could be explained by concomitass lof
CO and HO from decarboxylated ion m/z=343 (Fig. 4-C). Thessults allowed to find the
molecular mass of major FA-oxidation product at aleoular mass of 386 g/mol

corresponding to molecular ions of the dimeric sgeof ferulic acid.

These observations were in accordance with thasady described concerning FA-
oxidation byPyricularia orysaelaccase (pH 6 at 37°C) in acetate buffer with 48%thanol
(Carunchio et al., 2001) and peroxydase from osmlid wastes (pH 4 at 25°C) (El Agha et
al., 2008). Indeed, both studies described the dtion of three dimers as major oxidation
products and the corresponding molecular masses aharays (whatever the bonding type)
the same as the one found in the present study §6lg8nol). Daughter ions described above
are extremely close to those seen in case of dieported in other study (ElI Agha et al.,
2008).

Moreover, the LC-PDA-MS analyses in APCI positisa mode showed that the major
EF-oxidation product observed in UV led to masscspenetry peaks on full scan MS at m/z
443 as shown in Fig. 4-D. This observation was isteist with a dimer structure and was in
agreement with data previously described concernimgg oxidation of ethyl ferulate by
peroxidase/kO, at pH 4 (Bunzel et al., 2008; Ralph et al., 1998).

140



Résatstet discussion — Article 1

20 386.92

@®
o
ol

~
[=]

[+

OCH3

343
29717 8-5" dimer of ferulic acid

&

Relative Abundance
o

DIIH?\\\\%IH%H\O‘HII?HH?\H

OCH3 A

A OH
40817
. L oL |, 45908 s507.08 569.00 637.33  703.00 783.17 862,92 907.00 951.17

T ™ L —
100 200 300 400 500 600 700 800 900 1000
m/z

343.05

5]

HI?IIH%\H?

a

351.06

368 .98

Relative Abundance

262.98

245.01
189.78 201.06 219.01 23908| 261.13 | 265.13 299.07_ 307.07
— T e B B e e e e e L I e e e B e T e e e T 1
120 140 160 180 200 220 240 260 280 300 320 340 360 380 400
m/z

341.08 359.10 387.10 B
T T

297.07

2

HH?IIII?HH%IIH%HH?

323.05

~

=]

Relative Abundance
ful

G\Hﬁ)ll\\%\\ﬁl\\\?\!ll

313.05

151.01 189.05

281.05
237.08 247.07 | | 300.07 C
L

107.97 _123.03 137.05 161.05 173.06 205.10 217.03
T T T T T T T T T T T IS I e B s e e e e e e S B B s e m s e s e
100 120 140 160 180 200 220 240 260 280 300 320 340

miz

004
NE
=1

[

100.31

m HI?HH?IH I
@
u
o
3
)
2
o
9
o
o
5
<
Iy
)
2
c
o
El
@

&

Relative Abundance

[

444.01

N

OH

5
124 08 o551 20829 351.20 38855 sor.15
| i W oH® 45816 18514 21516 2558 T 20522 323.22 | s7iz0 | || 44132

e e e e e B L B e e e B Ay )
0 100 150 200 250 300 350 400 450 500

miz

59.31 99.13

104 39

il

Lo

&)

421 11

?\H\?\H\?HH?\\H?HH%\H%H\%HH%H?

IS

Relative Abundance
a

w

N

341.31 436.98
1 s1a.19 34235 312 7605
59.31 8408 11303 127.07 __ 169.13 213.17 23522 26831 275.98 | L 242.35 377.54 aa7.10 | |
—r— A e I s s e e e A o U1 ae e o s e B TR A B s e e e
o 100 150 200 250 300 350 400 450 500
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343, (D) full scan MS spectrum of the major EF-@tidn product, (E) M$fragmentation
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This structure was confirmed by the Fragmentatigcsum M$ of the ion 443 (Fig. 4-
E) that showed most intense daughter ion with n82% indicating a stepwise loss of atH
and CO from the parent ion (m/z=443) leading to[MrH-CO-H,O]". Subsequent removing
of CO could account for the fragment with m/z=3@®@responding to ion [M+H-2CO-4®]".
Fragment indicating subsequent loss eODHmM/z=351) was detected corresponding to ion
[M+H-2CO-2H,0O]". Moreover, further neutral loss of two Gldould be explained by two
concomitant removals of methyl radical and hydrogadical leading to ion [M+H-2CO-
2H,0-2CH)]* with m/z=319. The ion with m/z=275 was indicativef subsequent
decarboxylation (Cg and ion m/z=247 was probably obtained after frtheutral loss of
CO corresponding to structure [M+H-3CO-f42CH,-CO;]". Finally the ion m/z=221 was
detected after concomitant losses of 2 CH (NL=28)esponding to structure [M+H-3CO-
2H,0-2CH;-COx-2CH]" [Mge-2H+H]".

3.4. Color measurement of oxidation products

The optical properties of oxidation products werglgzed. During the oxidation
reaction of ferulic acid and ethyl ferulate by lase in agueous medium, the reaction mixture
color changed. In fact, during EF-oxidation reattithe reaction mixture color changed from
colorless to white and remained white until the ptete consumption of EF while the FA-
oxidation reaction changed the reaction mixtur@icélom colorless to cristal light brown at
the complete consumption of FA and after that, RAereaction mixture color became dark
brown. To avoid brown oxidation products, the oxiola reactions were stopped after 3 h
limiting high polymerization degree.

The values obtained for color parameters (a*, bd &m) and C* values of laccase-
catalyzed oxidation products recovered and freeieel édfter 3 h of initial oxidation reaction,
are presented in Table 3. FA-products were dahar EF-products, L* value of FA-products
was lower compared to EF-products. Simultaneousiproducts presented a higher color
saturation (C*) than EF-products. In all cases, theomatic coordinates a* and b* for
laccase-catalyzed oxidation products were positivéact, FA-products showed an increase
of a*, b* values indicating an increase in red gatlow color, more than that of EF-products.

Furthermore, the color stability of FA-products wasserved during two month under the
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light and at room temperature (data not shown)s Hdalor varied from yellow to orange

depending on products concentration.

Table 3: Color parameters (a*, b* and L*) and C* valuediu# laccase-catalyzed oxidation

products of FA and EF after 3 h of reaction

FA- products  EF- products

L* (Lightness) 62.70+0.16 82.32+0.49
a* (Redness) 12.67 £ 0.31 5.28 £+ 0.05
b* (Yellowness) 24.33+0.39 15.34%0.26

(C*) color saturation 27.43+0.60 15.89+0.28

3.5. Antioxidant properties of laccase-catalyzed adation products

The ABTS radical scavenging activity method is lbasa the ability of molecules to
guench the ABTS radical cation, in comparison wittlox which was used as reference
molecule. The ABTS radical scavenging activities iwitial phenols and their laccase-
catalyzed oxidation products were expressed ashatfemaximal inhibition concentrations
(ICsp) and Trolox Equivalent Antioxidant Capacity TEAChe comparative (I§) and
(TEAC) values of tested phenols were shown in Tdble

Table 4: 1C5 values and TEAC coefficients of laccase-catalyaadation products and

initial substrates for ABTS method

ABTS FA P(FA) EF P(EF) Trolox
ICso (ug/ml)  1.34+0.02 8.16+0.21 2.89+0.03 7.80% 2.19+0.02
TEAC 1.64+0.03 027+0.01 076002 02800 1

The ABTS radical scavenging activity of initial pleds and their laccase-catalyzed
oxidation products showed that FA exhibited highetical scavenging activity than trolox
(TEAC value higher than 1) corresponding to theultssreported by other authors (Nilsson,
Pillai, Onning, Persson, Nilsson & Akesson, 2006reR-Jimenez & Saura-Calixto, 2008).
Additionally, the FA-scavenging activity was highttan EF-scavenging activity due to the
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esterification of the carboxylate group of ferulacid which decreases antioxidant
effectiveness (Garcia-Conesa, Plumb, Kroon, Wall&c&Villiamson, 1997; Rice-Evans,
Miller & Paganga, 1996). In fact, the scavengingvaty of hydroxycinnamic acids as FA
against ABTS radical was dependent on the numbayadifoxyl groups on the benzene ring
andortho substitution with the electron donor methoxy greugch increases the stability of
the phenoxy radical as expected from the resutisrted by other authors (Chen & Ho, 1997,
Garcia-Conesa et al., 1997; Pekkarinen, Stocknfacimyarz, Heinonen & Hopia, 1999).

Laccase-catalyzed oxidation products from FA andexRibited similar scavenging
activity which was lower than that of initial sutetes (FA or EF) (Table 4). The similar
activity of products are due to the oxidation armmlymerization process decreasing the
number of substitutes groups on the aromatic reigGOOH, -OH and -OCHwhich are
mainly responsible of radical scavenging activigy aell as the saturating of C=C bonds
(Adelakun et al., 2012). Consequently, the estaifon and the polymerization decreased the
antioxidant action in the order: ferulic acid >Itno > ethyl ferulate > EF- or FA- laccase-
catalyzed oxidation products. The similar antioxidactivity of oxidation products is mainly
due to their similar chemical structures as presemh Fig.4 except the presence of ethyl
groups in EF-dimers. In previous study, it was sihdhat |G, value of natural antioxidant
such as ascorbic acid (vitamin C) was almost 5@3tug/ml (Lin, Liu, Hu, Song & Zhao,
2012; Sheih, Wu & Fang, 2009) by ABTS method. Cquosetly, oxidation products of FA
and EF presented similar antioxidant property thacorbic acid and can be considered as

promising antioxidant agents.

3.6. Cytotoxic properties of laccase-catalyzed oxation products

The cytotoxic activity of ferulic acid, ethyl feate and their oxidation products were
evaluated toward HUVEC cells by Neutral red uptdd®U) assay. Prior to the assay, the
effect of 0.25% (v/v) DMSO (the final concentratiohDMSO in the assay) was investigated

and no cytotoxic effect was observed on the gravitHUVEC cells (data not shown).

The Neutral red uptake (NRU) assay was used touatalthe viability of the cells
treated with phenol compounds tested at severalerdrations (50, 100, 150 and 200 pg/ml)
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during 48h. The results were expressed as iizan values with the standard deviations. As
shown in Fig. 5 presenting cell viability of pheisotompounds, it was found that at 50
png/ml, oxidation products did not present any aytat effect towards HUVEC cells while
initial phenols (FA, EF) presented slight cytotoxaffect as also shown by other authors
(Kong et al., 2009). Consequently, the oxidatiom @he polymerization of FA and EF
decreased cytotoxic effect of these phenolic comgsuAdditionally, it was found that ethyl
ferulate (1Gy = 147.1 = 4.7 pg/ml) exhibited higher cytotoxicexff toward HUVEC cells
compared than ferulic acid #6=163.5 *+ 6.8 pg/ml).

100
90
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70
60
50
40
30+
20+
10 -

0 \ \ \
50 100 150 200

Cell viability (%

Concentration of phenolic compounds (jug/ml)

Fig. 5: Cell relative viability (%) of phenolic compountisted toward HUVEC cells:
FA (m), EF (A), FA-products ) and EF-productsA|

In previous studies, the cytotoxic activity of pbka compounds was shown to increase
with increasing their lipophilicity and consequgntheir ability to interact with the cell
membrane and their transfer through it (Hadj Sal€hevalot, Harscoat-Schiavo, Paris, Fick
& Humeau, 2011; Mellou, Loutrari, Stamatis, Rous&dsolisis, 2006). In addition, methoxy
groups (O-CH) and alkyl chains through an ester or an amidedbalso increased the
cytotoxic activity by increasing the hydrophobicitf the molecules and consequently
improve their interaction with cell membranes (Plmann et al., 2007; Serafim et al., 2011).
Thus, the cytotoxic activity of ferulic acid ands iethyl ester (ethyl ferulate) is probably
related to their lipophilicity which is due to metty groups and alkyl chains. As the higher
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lipophilicity of ethyl ferulate which is due to thesterification of the carboxylate group, its
cytotoxic activity was higher than of ferulic aadainst HUVEC cells. In previous studies, it
was found that ester molecule presents a highetaxyit effect than initial molecule with
either flavonoids such as quercetin and isoquarc{tiad] Salem et al., 2011) or phenolic
acid such as ferulic acid and hexyl ferulate (Seradt al., 2011). In another study, ferulic
acid presented a cytotoxic effect toward HUVEC<s&ibm a concentration of 80 pg/ml. This
effect could be explained by the inhibition of asllea protein synthesis of HUVEC cells by
FA (Zhao, 2003).

Furthermore, FA or EF oxidation products{J& 198.1 + 8.8 pg/ml; 173.3 £ 8.1 pg/ml,
respectively) presented lower cytotoxic activitwazd HUVEC cells compared to their initial
compounds (I16p=163.5 = 6.8 ug/ml for FA and 147.1 + 4.7 ug/ml &if). The decreased
cytotoxic activity can be mainly attributed to teezymatic oxidation and polymerization of
phenolic compounds. In fact, the oxidation procediecreased the number of benzene ring
substitutions especially hydroxyl, methoxy groupsing responsible of cytotoxic effects
(Plochmann et al., 2007; Serafim et al., 2011) #edsaturation of double bond of the alkyl
chain decreasing hydrophobic character (Hadj Sateath., 2011). Additionally, the cytotoxic
activity of EF-products and FA-products was almsishilar due to their similar chemical
structure as presented in Fig. 4 except the presehcethyl groups in EF-dimers which

enhance the hydrophobicity and so the cytotoxiwiagt
4. Conclusion

Enzymatic oxidation of ferulic acid and its ethgter was catalysed in aqueous medium
by partially purified laccase d¥lyceliophthora thermophilan mild controlled temperature
and pH (30°C and pH 7.5) as an eco-friendly prooediihis study demonstrated that the
ultrafiltration method can increase the commer@atase activity by a factor 2. This laccase
had a higher affinity toward ethyl ferulate comghte ferulic acid. Furthermore, enzymatic
oxidation led to two major dimers of FA and EF whigere identified by HPLC and LC-MS.
Furthermore, after 3 h of reaction, the reactiowtare color was transformed from colorless
to white for FE-oxidation and from colorless to kléarown for FA-oxidation. Additionally,

oxidation products presented lower antioxidant ayitoxic properties compared to initial
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phenols. Despite lower antioxidant properties, él@®ducts can be considered as antioxidant
agents in comparison with natural antioxidant dsicoacid. Consequently, the recovery of
these laccase-catalyzed oxidation products providsd compounds with optical, antioxidant

and cytotoxic interests.

These new compounds with double functionalitiedofgcaantioxidant) and presenting
low cell cytotoxicity may find useful applicatioms biotechnological domains such as food
colorants for the replacement of synthetic colwant as antioxidant additives for food
preservation. Furthermore, previous studies demeest that these products tend to bind to
other macromolecules such as chitosan (Aljawishlet2012; Bozic, Gorgieva & Kokol,
2012; Sousa, Guebitz & Kokol, 2009) as a methoavimd their high polymerization degree

leading to some advantages as for the color diabilfood products.
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[.3. Contribution de l'article

Cette étude a présenté une méthode de biotrangfomuouce de phénols naturels en
milieu aqueux. Cette méthode enzymatique a perioxkydation de 'acide férulique et du
férulate d’éthyle (ester éthylique) grace a la néseceuvre de la laccase Migceliophtora
thermophila, connue pour catalyser l'oxydation de substrats gliggres en quinones
correspondant tres réactives. Cette réaction enayneas'est déroulée dans des conditions
expérimentales douces de température (30°C) et a7pH en milieu aqueux (tampon
phosphate, 50 mM) et sans limitation de la quanti&ygene. Le temps réactionnel a été de
4h qui est le temps nécessaire a l'oxydation tatalesubstrat phénolique. Dans ce travail,
nous avons choisi I'acide férulique comme substratiéle de la laccase déyceliophtora
thermophilaet également parce que ce substrat a été déjaéhieliie dans notre équipe

notamment son oxydation en milieu organique.

La laccase utilisée dans cette étude a été partietit purifiee par ultrafiltration en
présence d’'une membrane de cellulose afin d’élinligee phénols présents et les molécules
de faible poids molécules telle que les peptideD’aprés le dosage des protéines par la
méthode d’acide bicinchoninique (BCA) et l'actividdzymatique mesurée en présence de
syringaldazine comme substrat modéle, nous avonsrén@ue méme si la quantité des
protéines enzymatiques était moindre aprés cettpeétle pré-purification, I'ultrafiltration
permettait d’améliorer I'activité enzymatique d’tacteur 2,2. De plus, le poids moléculaire
de la protéine enzymatique était quasiment 85 k&archinée par méthod@DSPAGE. Ce
poids moléculaire est en accord avec celui déteyenpar d’autres auteurs (Mustafaal,
2005).

Les analyses chromatographiques (CL-HP, CL-MS)uontré que I'acide férulique est
totalement oxydé en 150 min, alors que le férutigdéhyle est oxydé en 120 min. De plus, le
produit majoritaire de chaque substrat a été ifiémar rapport au temps de rétention et a sa
masse moléculaire. Le produit majoritaire de I'aciérulique est obtenu & 26 min et présente
une masse moléculaire de 386 g/mol, alors quedéyir majoritaire du férulate d’éthyle est
élué a 23 min et posseéde une masse moléculairg/d#3. D’aprés les masses moléculaires

de ces produits majoritaires, il a été mis en éwideque les produits sont des dimeres de
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I'acide férulique et du férulate d’éthyle. Le specUV-Visible des produits d’oxydation a
montré une diminution de I'absorbance a la longwkande 322 nm et une augmentation a

230 nm qui est issu de la formation des produitxytiation (quinones).

Les parametres de Michaelis-Menten (Vmax, Km) daétd&terminés et ils ont montré
gue la constante de Michaelis (Km) du férulate hj/ket était inférieure a celle de I'acide
férulique. L'efficacité catalytique (Vmax / Km) dférulate d’éthyle est presque 2 fois
supérieure a celle de l'acide férulique tandis tpueitesse maximale (Vmax) est presque
similaire pour les deux substrats. Comme la cotstde Michaelis (Km) refléte I'affinité
entre I'enzyme et le substrat, la valeur plus €l Km du férulate d’éthyle indique une
affinité supérieure entre la laccase et le feruligtéehyle.

Les parametres de couleur (CIE L* a* b*) ont montpée la couleur du milieu
réactionnel de I'acide férulique est jaune-orangedant 120 min et devient brune en raison
de la prolongation du degré de polymérisation. ligemréactionnel en présence du férulate

d’éthyle reste lui incolore.

La détermination des propriétés antioxydantes atr@aue 'acide férulique posséde un
pouvoir antioxydant plus important que celui duufate d’éthyle lié a la présence dun
blocage des groupements carboxyles par estérdicalle méme, les produits d’oxydation de
I'acide férulique ont présenté une activité antieyte supérieure a celle des produits issus de
'oxydation du férulate d’éthyle. De plus, apresydation et polymérisation, le pouvoir
antioxydant des produits d’oxydation est infériearecomparaison avec celui des substrats
initiaux en raison de la diminution des groupemdntwctionnels (-OH, -COOH) qui sont
responsables des propriétés antioxydantes. Enamaispn avec le trolox considéré comme
agent antioxydant standard, I'ordre des substratsragpport au pouvoir antioxydant est le
suivant : acide férulique > trolox > férulate d@th> produit de I'acide férulique> produits
du férulate d’éthyle. D’apres la littérature, lequits d’oxydation présentent un pouvoir
antioxydant relativement similaire a celui de l@eiascorbique qui est largement utilisé
comme un agent antioxydant dans le domaine agreataire. Ces résultats montrent la

possibilité de l'utilisation de ces produits d’oxattbn comme agents antioxydants.
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Toutes ces molécules sont faiblement cytotoxiqussawis de cellules humaines
HUVEC. L’éthyle férulate a présenté un effet tox@qulus important que I'acide férulique en
raison de ses propriétés hydrophobes, ce quitadh pénétration a travers la membrane
cellulaire. Les produits d’oxydation sont moins itpes que les substrats initiaux
probablement en raison de la diminution des grogmgsnfonctionnels (-OH, -COOH et -

OCHg) qui sont responsables des propriétés cytotoxiques

Ainsi, ces dérives oxydés de l'acide férulique atfdrulate d'éthyle présentent des
propriétés intéressantes (antioxydantes et optjgaesc une faible cytotoxicité. Donc, ces
néo-molécules peuvent trouver des applications dédférents domaines biotechnologiques
tels que des colorants alimentaires pour le rereplant des colorants synthétiques ou des

additifs antioxydants dans les aliments.
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l.4. Complément de résultats

[.4.1. Propriétés cytotoxique et cytostatique desrpduits d’oxydation

Nous avons évalué l'effet cytotoxique des produdiexydation obtenus par voie
enzymatique comparativement aux molécules origsell’acide férulique et le férulate
d’éthyle, ceci afin de vérifier I'innocuité de cesoduits en vue de leur utilisation en tant
gu'ingrédients pour l'industrie agroalimentairesroétigue ou pharmaceutique. Par ailleurs,
ces molécules ayant présenté des activités ant@ogd importantes, d’éventuelles capacités
antiprolifératives vis-a-vis de cellules cancéemusnt également été étudiées. Ainsi, les
propriétés cytotoxiques et anticancéreuses oré\@tkiées sur une lignée de cellules HUVEC

et sur des cellules cancéreuses Caco?2.

Afin d’évaluer si les molécules originales et lepreduits d’'oxydation ont un impact
sur les activités cellulaires, un téstvitro a été réalisé le test au Rouge Neutre ; ce dernier
permet de caractériser la fixation du rouge nestreles lysosomes lesquels ne sont plus
integres lorsque les cellules sont mortes. Ménie wst MTT qui permet d'évaluer l'activité
mitochondriale est plus commun et plus classigabyi-ci ne peut pas étre utilisé avec tous
les composés phénoliques. En effet, des travausegedts ont rapporté que le test MTT
pouvait étre incompatible avec certains composékictéurs notamment avec certains
flavonoides (Peng Liangt al, 2005a). Nous avons donc réalisé une expériencéeu
produits d’oxydation ont été placés en présencesels de tétrazolium et nous avons
également constaté que ces produits réduisaierdidgyablement le MTT en absence de
cellules vivantes. Cette réaction croisée rence$ét MTT impossible a utiliser pour évaluer
I'activité mitochondriale des cellules en présaieees molécules. C'est pourquoi nous avons
utilisé le test au rouge neutre. Une molécule peésenter un effet cytostatique, c’est a dire
entrainant un ralentissement de la vitesse desaiotg cellulaire ou cytotoxique impliquant
un effet létal. Pour mieux caractériser ces defet%fil est donc indispensable de pouvoir
mesurer, d'une part, la vitesse de croissance elades et d'autre part, de mesurer leur
viabilité en cours de culture. Cependant, il egs tcomplexe de réaliser des cinétiques de
croissance avec des cellules adhérentes, carithpsssible de faire des prélevements dans le
milieu de culture. C’est pourquoi le systéme Cedled® a été utilisé afin de permettre un
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suivi morphologique et un suivi cinétique par asaly’'images de la croissanicesitu dans

les microplaques a 96 puits, de maniére non ineasiv
1.4.1.1. Propriétés cytostatiques vis-a-vis desutes HUVEC

L’intérét des expériences sur ce type de cellulases (une lignée cellulaire
endothéliale saine (HUVEC)) réside dans le fait gaesont des cellules sanguines, et par
conséquent elles sont en contact permanent avecdigsules circulantes dans le sang apres
passage de la barriere intestinale ou gastriqueyucegpermet d'évaluer éventuellement le
pouvoir cytotoxique de nos biomolécules. En effatide férulique peut étre disponible sous
forme libre dans le sang aprés son passage adrévdrarriére intestinale (Poquet al,
2008). L’effet des produits d’oxydation vis-a-viedcellules HUVEC a été déterminé par la
mesure de la croissance cellulaire au cours d@deence et par la viabilité effectuée aprés

48 h d'exposition par le test au Rouge Neutre.

L’effet cytotoxique des molécules originales et ldars produits d’oxydation a été
rapporté précédemment. Les expériences ont étiséésla une concentration de DMSO
(0.25%) a laquelle les molécules a tester sonbddées; cette concentration n’ayant montré
aucune toxicité sur les cellules. Nous avons mogtré toutes les molécules testées sont
faiblement cytotoxiques vis-a-vis de cellules humeai HUVEC pour des concentrations de
50 ug/mL. En effet, un travail précédent a monté acide férulique n’est pas toxique
jusqu’a la concentration de 40 pg/ml (0.21 mM) &isis de cellules humaines HUVEC
(Zhaoet al, 2003). En général, I'acide férulique a un eftetique faible; c’est pourquoi il est
utilisé dans les industries agroalimentaire, coguétet pharmaceutique (Ou et Kwok, 2004).
De plus, le férulate d’éthyle a présenté un effegique plus important que I'acide férulique
probablement en raison de ses propriétés d’hydimpité@, facilitant sa pénétration a travers
les membranes cellulaires (Melletial, 2006 ; Salenet al, 2011). Les produits d’oxydation
apparaissent moins toxiques que les substratsauritiprobablement en raison de la
diminution des groupements fonctionnels (-OH, -COQHOCH) qui sont responsables des
propriétés cytotoxiques (Plochmaenal, 2007 ; Serafinet al, 2011)

Par ailleurs, I'effet cytostatique (un ralentissetnge la vitesse de croissance cellulaire)
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des produits d’oxydation vis-a-vis des cellules HEf)/a été évalué au cours de I'expérience
pendant 48 h. Un suivi par analyses d'images d#sles incubées soit avec les produits
d’oxydation, soit avec les molécules originaleg,réalisé au cours du temps pour étudier la
morphologie des cellules HUVEC et déterminer la@sse spécifique de croissance cellulaire
(W). En ce qui concerne la morphologie cellulaFayre 41), nous avons constaté que les
cellules HUVEC traitées aux concentrations les pevées des molécules testées (200
ug/ml) pendant 48 h présentaient des différencespmotogiques (photo B, C, D, E)
comparativement aux cellules non-traitées (tém@nmpto A). Ainsi, le tapis des cellules
traitées est moins développé et le phénotype degeseest davantage granuleux et sombre.
Ceci indique une mortalité importante des cellideéb/EC a la concentration de 200 pg/mL,
ce qui se traduit par une perte d'adhérence dadesclet donc on peut observer quelques
cellules en suspension. De plus, le tapis celkilair présence des molécules originales (photo

B, D) est moins développé que celui en présencembesiits d’oxydation (C, E).
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Figure 41: analyse d'image par le Cellscréefes cellules HUVEC cultivées dans du milieu
de culture et apres 48 h d’ajout de 200 pg de mt#éol de milieu : A. sans ajout de
molécule (témoin), B. ajout de I'acide férulique,&put des produits de 'acide férulique, D.
ajout du férulate d’éthyle, E. ajout des produiisétulate d’éthyle (grossissement x 40)
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A partir de ces mesures, la surface de recouvrepearies cellules est déterminée par le
systéme cellscre@n permettant d'évaluer la croissance cellulaire Bt @®@mparant la
croissance des puits en présence des moléculésdest les puits témoins (non soumis aux
molécules testées), il peut étre déterminé sidtape la molécule a eu un effet cytostatique
apres 48 h d’incubation.

La vitesse spécifique de croissance des cellulps (@té calculée entre 24 h et 48 h
d’'incubation. La Figure 42 montre que les vitesspécifiques de croissance des cellules
HUVEC ayant été soumises aux molécules testéesantzentration de 50g/mL ne sont pas
significativement différentes de celle du témoirD(® h'). Néanmoins, aux concentrations
supérieures a 100g/mL, les vitesses spécifiques de croissance agkukont plus faibles.
Par ailleurs, le féerulate d’éthyle a montré un tetfgtostatique plus important que celui de
I'acide féruligue probablement lié a la lipophilpus élevée du férulate d’éthyle. Cette
lipophilie devrait faciliter la pénétration de laotécule d'intérét a travers la membrane
cellulaire.

0,012

B Témoin
0,01 - O Acide férulique
B Produits d'acide férulique

0,008 - B Férulate d'éthyle

[ Produits de férulate d'éthyle

0,006 -+

0,004 +

0,002 +

Vitess spécifique de croissance (1) h-1

0 50 100 150 200
Concentration des molécules testées (ug/mL)

Figure 42: vitesses spécifiques de croissance {}) de cellules HUVEC & 36 h d’incubation
en présence d’acide férulique et ses produits &rdéate d’éthyle et ses produits a

différentes concentrations
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En conclusion, les produits d’oxydation ont pré8edes propriétés fonctionnelles
importantes telles que des propriétés optiquesdldeur), antioxydantes (ABTS) avec des
propriétés cytostatiques et cytotoxiques moins mambes que les molécules originales. Ceci
indique qu’ils pourraient étre utilisés dans lesndmes biotechnologiques comme colorants
alimentaires afin de remplacer les colorants aréils ou comme agents antioxydants afin de

préserver les aliments.

Les activités biologiques telles que l'activité iarydante des polyphénols notamment
des flavonoides, permettant la prévention et latditon des dommages causés par le stress
oxydatif ont déja été rapportées dans la littémt(Matkowski et Piotrowska, 2006) et
certaines études ont montré que ces molécules npaés@ conjointement des activités
antiprolifératives vis-a-vis de cellules cancéresu@€ilani-Jaziri et al., 2009 ; Mellou et al.,
2006 ; Salem et al., 2010). Nous avons donc éwidiacide ferulique, le férulate d’éthyle et
leurs produits d’oxydation pouvaient présenter potentielle activité anticancéreuse vis-a-
vis de cellules Caco2

1.4.1.2. Propriétés cytotoxiques et cytostatique-aitvis des cellules Caco2

Le choix de la lignée cellulaire Caco2 est basdestait que ces cellules permettent de
modéliser I'absorption de ces produits au nivealiégpéthélium intestinal ou elles peuvent
étre libérées de la matrice alimentaire graceraitaoflore colique (Couteaet al, 2001). De
plus, cette lignée de cellules est classiquemeligad pour I'étude de la biodisponibilité de

molécules actives telles que I'acide féruliquedifiKonishi et Shimizu, 2003).

L’effet des produits d’oxydation vis-a-vis des oédls Caco2 a été déterminé par la
mesure de la croissance cellulaire au long de €agpce et par la viabilité déterminée apres
48 h d'exposition. Pour réaliser ces expérienas,ptoduits d’oxydation a tester ont été
solubilisées dans du DMSO (1%) ; cette concenmmatiayant montré aucune toxicité sur la
viabilité cellulaire en accord avec d’autres résglrapportés dans la littérature (Salkenal,
2011). Un suivi par analyses d’'images par le syst&uallscreef des cellules incubées soit
avec les produits d’oxydation, soit avec les mdiEgoriginales, est réalisé au cours du temps

pour étudier la morphologie des cellules Caco2uieig3).
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Figure 43: analyse d'image par le Cellscréefes cellules caco? cultivées dans du milieu de
culture et aprés 48 h d’ajout de 200 pg de moléilale milieu : A. sans ajout de molécule
(témoin), B. ajout de I'acide férulique, C. ajoasdoroduits de I'acide férulique, D. ajout du

férulate d’éthyle, E. ajout des produits du fémild®thyle (grossissement x 40)
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Nous avons constaté que les cellules Caco2 témaidegt la méme morphologie
pendant 48 h (photo-A). Apres 48 h de traitemertdes produits d’oxydation a 200 pg/mL,
les cellules présentent quasiment une morphologigasgre a celle du témoin (photo C et E).
Par contre, apres 48 h de traitement avec I'a@ddifue et le férulate d’éthyle a 200 pg/mL,
le tapis cellulaire est un peu moins développéedames cellules présentent un phénotype un
peu plus granuleux et sombre (photo B et D). Qaaique une Iégére mortalité des cellules,
ce qui se traduit par une perte d'adhérence ddglesel(photo d), avec observation de

quelques cellules en suspension.

La vitesse spécifique de croissance des cellulgsrijte 24 h et 48 h d’incubation a été
déterminée. La Figure 44 montre que les vitessésifiues de croissance des cellules ayant
été soumises aux molécules testées ne sont pabcsiivement différentes de celles des

cellules témoin (0,0231.

E Ténmoin
0,030 O Acide férdique
B Produits d'acide férdique
_ @ Féruate d'éthyle
S 0,025 Produits de férulate d'éthyle
8 0,020 - T
g_ 0,015 -
Er 0,010 -
S 0005 |
0,000 -

o] 50 100 150 200
Concentration des molécules testées (ug/mL)

Figure 44 vitesses spécifiques de croissance {j) de cellules Caco2 & 36 h d’incubation
en présence d’acide férulique et ses produits diatign et de férulate d’éthyle et ses produits

d’oxydation a différentes concentrations

Le Tableau 17 met en évidence le pourcentage dalitdades cellules Caco2 en

fonction de différentes concentrations d’acide ligue, de férulate d’éthyle et des produits
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d’oxydation. D’aprés les résultats, nous avons dé@sque les produits d’oxydation et les
molécules originales ont présenté un faible effgbtoxique vis-a-vis des cellules Caco2
méme a la concentration la plus élevée (200 ug/kE).plus, le férulate d’éthyle et ses
produits d’oxydation ont montré un effet cytotoxéqun peu plus élevé que celui de l'acide
férulique probablement lié a la lipophilie plus\v@e du férulate d’éthyle par rapport a I'acide

férulique.

Tableau 17: pourcentage de viabilité des cellules Cacozentfon de différentes

concentrations d'acide férulique, de férulate ¢/ketlet de leurs produits d’oxydation

Viabilité % AF P (AF) FE P(FE)
50 (ug/mL) 96,2 + 2,4 945+1,8 91,1+ 1,9 94.9,%
100 (pg/mL) 92,9+1,7 91,8 +2,1 88,4+ 1,3 9084
150 (Lg/mL) 89,1+1,2 88,2+15 83,9+ 1,8 82,9,9
200 (ng/mL) 85,3+1,9 845+1,1 779+ 1,6 7972

En conclusion, les résultats obtenus ont montré lggecellules Caco2 sont plus
résistantes que les cellules HUVEC aux composésatiq@es et a leurs dérivés oxydés. De
plus, ces résultats vitro confirment la faible toxicité ou la toxicité négdiable pour des
concentrations inférieures a 150 pg/mL des molécuéstées notamment des produits
d’oxydation. Ces molécules n'ont pas présenté ni€tanticancéreuse significative vis-a-vis
des cellules Caco2 et n'apparaissent donc pas codemenolécules candidates pour des

applications dans le traitement du cancer.

Peu d'études sont rapportées dans la littérature I'agtivité anticancéreuse ou
antiproliférative de l'acide férulique vis-a-vis dellules Caco2. Des auteurs ont montré que
I'acide férulique pourrait avoir des effets protaos contre le cancer du célon a des
concentrations supérieures a 2@ImL (Janickeet al, 2005). Par contre, d’autres études ont
montré que l'acide férulique entre 25 et 75 M vitro ne présentait aucun effet
antiprolifératif vis-a-vis de trois lignées cellutss du cancer du sein (MCF-7, MDA-MB-231
et HS578T) (Serafiret al, 2011).
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1.4.1.3. Influence des phénols sur le type de métécellulaire

L’influence des phénols et de leurs produits d'@ti@h (a la concentration la plus
élevée étudiée, 200 pug/mL) sur le type de mortaétiilaire des cellules HUVEC et Caco2, a
été également étudiée. Pour cela, des analysedérdalisées par cytométrie en flux (Guava
Easycyt&) en présence du réactif NeXinCe réactif contient de I'annexine V liée a la
phycoérythrine (Annexin V-PE), et du 7-amino actimaine D (7-AAD). L'annexine V se
lie & la phosphatidyl-sérine (PS), un phospholipi#e la face interne de la membrane
plasmique, transloqué sur la face externe lorsgqaec¢llules entrent en apoptose. DU a une
difféerence de potentiel de membrane, le 7-AAD nHusé pas a travers la membrane
plasmique des cellules viables et en apoptose pedo@crose), mais pénéetre dans les cellules

en apoptose tardive ou mortes.

D’apreés les résultats présentés dans la Figura48upart de la population des cellules
mortes est positionnée dans la partie correspoadaria mortalité apoptotique tardive ou
nécrotique. Une concentration de 200 pg/mL de ptedlioxydation de I'acide férulique a
engendré pres de 10 % de mortalité des cellule®Zat prés de 60 % de mortalité des
cellules HUVEC. De plus, puisque peu de cellulentsprésentes dans la partie
correspondante a la mortalité apoptotique préaumes pouvons supposer que la mortalité est

davantage de type nécrotique

Dans la littérature, des travaux ont rapporté @sephénols tels que 'acide gallique et
coumarique peuvent inhiber la prolifération et imelia nécrose dans les cellules cancéreuses
telles que la lignée cellulaire K562 (Dedousstisal, 2005). L'acide gallique peut provoquer
la mortalité nécrotiqgue dans les cellules normalies que les cellules HUVEC et la lignée
cellulaire cancéreuse Hela par la perte du potetéida membrane mitochondriale (Yet
al., 2010). L'ester méthylique de I'acide gallique @ grovoquer la mortalité nécrotique des
cellules primaires d’hépatocytes de rat (Petrlal, 2008). Cet effet est issu de la capacité des

phénols a pénétrer a travers la membrane cellidaienc alterner la perméabilité.

Cependant, d’'autres travaux ont rapporté que léagh tels que la curcumine peuvent

inhiber la prolifération et induire de I'apoptosand les cellules cancéreuses telles que les
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cellules de myélome multiple des os (Aggarwal aslsidia, 2006 ; Bharet al, 2003) ou les
cellules cancéreuses du sein par l'acide caféidlempa et al, 2004) ou les cellules
cancéreuses du leucémie par le dérivé d’acideid@eilférulamide) (Chen C. ét al, 2007).
Cet effet est issu de la capacité des phénols nietnee a travers la membrane cellulaire et de

produire du peroxyde d’hydrogéne,($) (Fabianiet al, 2011).
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Figure 45 : pourcentage des cellules mortes et vivantes (Cacb2JVEC) par cytométrie :
sans produits-AF (Caco2-A et HUVEC-B) et avec prtsdAF (Caco2-C et HUVEC-D).

Les résultats ont donc montré qu’'a une concentrate 200 pM, les produits
d’oxydation de I'acide férulique induisaient unentneellulaire davantage de type nécrotique :

il serait intéressant de réaliser des cinétiques aes concentrations plus faibles de produits
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d’oxydation pour vérifier si la voie de mort cellife par apoptose ne pourrait pas étre

empruntée dans des conditions de toxicité moindre.
1.4.2. Propriétés antibactériennes des produits dydation

L’inhibition de la croissance bactérienne par lasote de la concentration minimale
inhibitrice (CMI) et de la concentration minimaladbéricide (CMB) des produits d’oxydation
a été déterminée. A partir de ces résultats, Vaétpotentielle bactéricide ou bactériostatique
a éeté évaluée. Quatre souches bactériennes demdjimentaire ont été choisies pour cette

étude :

- Deux souches a Gram-négatischerichia coliCIP 54.8 E. col)) etSalmonella
entericaCIP 81.32 §. enterica
- Deux souches a Gram-positiStaphylococcus aureu3IP 76.25 §. aureuy et

Listeria monocytogendSIP 82.1101(. monocytogengs
1.4.2.1. Inhibition de la croissance bactérienne

Le pourcentage d'inhibition de la croissance bamtée sur les souches testées a été
mesuré en présence des produits d'oxydation dald'd@érulique ou de ceux du férulate
d’éthyle a différentes concentrations. Avant I'gsiafluence sur la croissance bactérienne
de 5 % (v/v) d'éthanol (la concentration maximadagll'essai) a été verifie et aucun effet

inhibiteur n’a été observé sur aucunes des souek=es.

Comme le montre la Figure 46 qui présente l'intghitde la croissance des souches
bactériennes testées par les composés phénolitpésea des concentrations finales allant
de 0,1 a 1 mg/mL, les bactéries a Gram-négatif Earhplus résistantes que les bactéries a
Gram-positif. Cette différence de sensibilité estbablement due a des différences dans la
structure de I'enveloppe cellulaire entre les b@eséa Gram-négatif et celles & Gram-positif.
En effet, les bactéries a Gram-négatif sont camgés par une couche mince de
peptidoglycane et une membrane externe composkieogelysaccharide (LPS) qui n’est pas
présente chez les bactéries a Gram-positif typigqaeouche (LPS) agit comme une barriére
contre la pénétration des composés phénoliquesnnmat les molécules hydrophobes (Perry
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et al, 2009). Dans des travaux precédents, il a étéai@ngue les bactéries a Gram-positif tel
quesS. aureussont apparues plus sensibles a l'action des aplda®liques par rapport a des
bactéries a Gram-négatif tel giecoli (Cueva et al., 2010). De plus, les produits d’oxiyoa

ont présenté une activité antibactérienne faibdedwvis de souches bactériennes testées car

I'inhibition a été inférieure a 50 %.
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Figure 46 inhibition de la croissance bactérienne (%) hesluits de I'acide férulique (A) et

des produits du férulate d’éthyle (B) vis-a-vis desiches bactériennes testées.
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[.4.2.2. Détermination de la concentration minimalenhibitrice (CMI) et de la

concentration minimale bactéricide (CMB)

Les activités bactériostatiques et bactéricidescdegposés phénoliques ont été étudiées
en termes de concentration minimale inhibitrice (CMt de concentration minimale
bactéricide (CMB) contre les souches bactérienest®és (Tableau 18). D’aprés les valeurs
de CMI et de CMB, les produits du férulate d'éthgtésentent une activité antibactérienne
plus forte que celle obtenue avec les produits ytlakon de l'acide férulique et ce pour
toutes les souches bactériennes testées. L'adinitBactérienne plus importante des produits
de férulate d'éthyle est probablement due a l'aétiantibactérienne forte de la molécule
initiale (férulate d’éthyle). En effet, il a déjé&émontré que le férulate d’éthyle est un agent
antibactérien plus efficace que I'acide féruliqoe,qui est di a I'hydrophobie plus élevée du

férulate d’éthyle en raison de I'estérificationgtaupe carboxylique et de sa chaine alkyle.

Tableau 18: valeurs de CMI et de CMB (mg/mL) des composé&mnpliques testés contre les

souches bactériennes testées

E. coli S. enterica S.aureus L. monocytogenes
Produits d’acide férulique CMI >10 >10 7,50,50 5,00 £ 0,25
CMB 16 >10 8,00 £ 0,50 5,50 £ 0,50

Produits de férulate d’éthyle CMI 550+0,25 64040 4,50+0,50 2,50+0,25
CMB ,06£050 7,00+0,50 5,25+0,25 3,50 +£0,30

Les valeurs sont des moyennes + écart type (n = 3)

En comparant les concentrations inhibitrices desdyits d’oxydation avec celles
obtenues avec les molécules originales (I'acideliffure et le férulate d’éthyle), il s’avére que
les produits d'oxydation présentent une activitébantérienne moins importante contre
toutes les souches bactériennes testées. Enleifgtjation enzymatique et la polymérisation
des produits diminuent leur activité antibactéreen raison de la réduction des substitutions
cycligues benzéniques (-OH, -COOH) et de la saamate la liaison double de la chaine
alkyle (Sanchez-Maldonadst al, 2011). De plus, le procédé de polymérisation amgmla
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longueur et la taille des composés phénoliquesrédeg polymérisation) ce qui ralentit

probablement la pénétration a travers la membraogbenne (lkigaet al, 1993).

[.5. Conclusion

Cette premiere partie de thése a permis de déwsloppe procédure verte de
biotransformation d’acide férulique et de férulatéthyle grace a la mise en ceuvre de la
laccase deMyceliophtora thermophilaen milieu aqueux pour synthétiser de nouvelles
molécules. L'activité spécifique de la laccaseé&arhéliorée par une étape d'ultrafiltration a
raison de 2,2 fois et une décoloration de 90% d®ligtion enzymatique a été obtenue grace a
I'élimination des composés phénoliques contamindrdsvitesse de I'oxydation du férulate
d’éthyle a été plus rapide que celle mesurée daeiclé férulique. De plus, cette oxydation a
abouti a un produit majoritaire aussi bien pouféleilate d’éthyle avec un produit dimérique
présentant une masse molaire de 443 g/mol que [fEmide férulique avec un produit
dimérique présentant une masse molaire de 386 g®sd néo-molécules synthétisées ont
également présenté des propriétés fonctionnellesressantes telles que des propriétés
optiques (molécules colorées), des activites aptiamtes comparables a celles de l'acide
ascorbique et présentant une faible cytotoxicit@pebdant, ces nouvelles molécules
possedent des propriétés antibactériennes plukedague celles des molécules originales,
probablement liés a la réduction des groupemenmigtifmnels lesquels sont responsables des
activités antibactériennes des composés phénoliques

Pour la suite de ce travail, il a été envisage ider fces nouvelles molécules sur le
chitosane comme support naturel. Les mémes consditiéactionnelles que celles mises en
ceuvre lors de l'oxydation enzymatique des compqs@mnoligues ont été conservées.
L’objectif visé serait de permettre le controle the polymérisation de ces produits
d’oxydation par leur greffage sur le chitosane au dt a mesure de leur synthese et de
bénéficier ainsi de leurs propriétés fonctionnelides que I'activité antioxydante et optique,
permettant ainsi d’élargir le domaine d’applicaté®ce biopolymere.
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Partie Il : Fonctionnalisation enzymatique du chitesane

[I.1. Fonctionnalisation des particules de chitosam par la laccase de

Myceliophtora thermophiladans des conditions douces et enilieu aqueux

11.1.1. Introduction

Le chitosane est un polysaccharide non-toxiqueldgoadable et biocompatible, facile a
obtenir par le traitement alcalin de la chitine l&tgement employé dans les domaines
alimentaire, pharmaceutique et cosmeétique. En feitmi ces propriétés intéressantes, |l
présente de remarquables capacités de fixatiorpdaséines et des composés phénoliques
notamment en milieu acide. En revanche, ce polyrp&ésente des inconveénients pour son
utilisation telle qu’une activité antioxydante fepune solubilité faible au pH neutre... Ainsi,
afin d’apporter de nouvelles propriétés fonctiotewlintéressantes a ce polymere ou
d’améliorer celles existantes, plusieurs travaus@# orientés vers la fonctionnalisation du

chitosane par voie chimique ou enzymatique.

Les procédés enzymatiques jouent un réle capitak d@s procédés de synthése
« propre » notamment dans le domaine des bioteatiesl La modification enzymatique du
chitosane consiste a oxyder par voie enzymatiqgecdmposés phénoliques en des produits
intermédiaires (quinones, semiquinones) (radicailxed) catalysés par des enzymes
oxydatives comme les tyrosinases, les laccasesyplp@holoxydases, PPO) ou les

peroxydases (POD).

Dans cette partie, nous avons étudié le greffaggneatique des produits d’oxydation
de l'acide férulique ou du férulate d’éthyle surcld@tosane en poudre sous des conditions
douces de température et de pH en milieu aguemp(ta phosphate, pH 7,5). Cette étude est
présentée sous forme d’'un article publié daasbohydrate Polymerd.'acide férulique a été
choisi comme un substrat modele de la laccasMytliophtora thermophilaLe férulate
d’éthyle, quant a lui, a été choisi pour étudienfluence de la présence du groupement
carboxyligue (-COOH) sur le procédé enzymatiquéestproduits d’oxydation obtenus. De

plus, nous avons fonctionnalisé le chitosane emigoafin d’obtenir uniguement des liaisons
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covalentes stables entre les groupements aminess libon-protonés (NI a pH 7,5
(chitosane insoluble) et les produits d’oxydatidord'@viter les liaisons électrostatiques entre
les groupements amines libres protonés {RNH (chitosane soluble) et les produits

d’oxydation.

Dans un premier temps, nous avons purifié le caitespour éliminer toutes les
impuretés et donc obtenir un polyméere homogéeneieleg été caractérisé par rapport a sa
masse molaire, la taille des particules, le degaxétylation et la concentration des

groupements amines libres.

Dans un deuxieme temps, nous avons étudié l'infleette la présence du chitosane
dans le milieu réactionnel sur la cinétique d’oxXyalades substrats phénolique et ainsi sur la
stabilité de I'enzyme. En effet, le chitosane amit adsorption des polyphénoloxydases ou
des substrats phénoliques, ou par blocage desgnemiermédiaires quinoniques grace a des
réactions d'additions. Par ailleurs, nous avondi€tle mécanisme du greffage des produis
d’oxydation sur le chitosane (le type de liais@anpbsition de greffage). De plus, nous avons
étudié les propriétés fonctionnelles des chitosémestionnalisés telles que la stabilité de la
couleur, les propriétés antioxydantes et quelqueprigtés physico-chimiques telles que le

pourcentage des groupements amines libres et lditd@bectrophorétique.
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[1.1.2. Functionalization of chitosan by laccase-dalyzed oxidation of ferulic acid

and ethyl ferulate under heterogeneous reaction caiitions

Carbohydrate Polymers 87 (2012) 537-544

Contents lists available at ScienceDirect

Carbohydrate Polymers

journal homepage: www.elsevier.com/locate/carbpol

Functionalization of chitosan by laccase-catalyzed oxidation of ferulic acid and
ethyl ferulate under heterogeneous reaction conditions

Abdulhadi Aljawish?, Isabelle Chevalot®, Bernadette Piffaut?, Corinne Rondeau-Mouro <!,
Michel Girardin?, Jordane Jasniewski?, Joél Scher?, Lionel Muniglia®-*

2 Laboratoire d'Ingénierie des Biomolécules (LIBio ), Nancy-Université, 2 avenue de la Forét de Haye, F-54500 Vandceuvre-lés-Nancy, France
b Laboratoire Réactions et Génie des Procédés (LRGP), Nancy-Université, 2 avenue de la Forét de Haye, F-54500 Vandceuvre-lés-Nancy, France
< Laboratoire de RMN, Plate-forme Biopolymeéres Biologie Structurale (BiBS), UR1268 BIA-INRA, Rue de [a Géraudiére, BP 71627, F-44316 Nantes Cedex 3, France

Abstract

Chitosan particles were functionalized with ferudicid (FA) and ethyl ferulate (EF) as
substrates using laccase frovtyceliophtora thermophylas biocatalyst. The reactions were
performed with chitosan particles under an ecaiftig procedure, in a heterogeneous system
at 30°C, in phosphate buffer (50 mM, pH 7.5). The-dhitosan derivative presented an
intense yellow-orange color stable while the ERadan derivative was colorless. The
spectroscopic analyses indicated that the reaptioducts bound covalently to the free amino
groups of chitosan exhibiting a novel absorbanaedba the UV/Vis spectra between 300-
350 nm, at C-2 region by the duplication of C-2nsigin the'*C NMR spectrumyia Schiff
base bond (N=C) exhibiting novel bands in the FTsifectrum at 1640 and 1620 tm
Additionally, antioxidant capacities of chitosan ridatives showed that the chitosan
derivatives presented improved antioxidant propsrtespecially for FA-chitosan derivative
(ECsowere 0.52 + 0.04, 0.20 + 0.02 mg/ml for DPRIHd ABTS' scavenging, respectively).

Keywords: chitosan; enzymatic functionalizationylyceliophtora thermophylalaccase;
ferulic acid; ethyl ferulate; antioxidant propestie
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1. Introduction

Chitin is a natural polysaccharide correspondinthosecond-most naturally abundant
polysaccharide, after cellulose. Chitin is obtaifiesin the shells of crustaceans, the cuticles
of insects, the cell walls of the fungi and thestsgdMathur & Narang, 1990). Chemically, the
polymer skeleton of chitin consists of pyranoseysirof 3-(1,4)-2-acetamido-2-deoxy-D-
glucose (N-acetylglucosamine, GIcNACc).

The most important chitin derivative is chitosaniahhconsists of pyranose cyclesfBf
(1,4)-2-amino-2-deoxy-D-glucose (N-glucosamine (GIcN) is the repeating of chitosan)
linked with a glycosidic linkage, obtained mainly tleacetylation under alkaline conditions.
Such procedure leads to a random distributiorcefydated/deacetylated units along chitosan
chains (Khor & Lim, 2003). As a natural renewab&saurce, chitosan exhibits unique
properties such as biocompatibility, biodegradaphilnon-toxicity, and filmogenicity, as it
presents some important applications in the biooadiagriculture, functional food,
wastewater purification, food packaging, and cosseetdomains (Arvanitoyannis &
Kassaveti, 2008; Ravi Kumar, 2000; Rinaudo, 2006atdo, 2008). Furthermore, as this
polysaccharide exhibits a strong metal ion chega#ihility due to its N atoms, it can be used
as antioxidant based on metal ion deactivation r\4ar Deshpande & Kennedy, 2004).
However, it presents two main limitations to be sidered as a practical antioxidant,
especially, (i) its poor solubility due to its inrtend intramolecular hydrogen bonds network
and (ii) the lack of H-atom donors to serve as adgohain breaking antioxidant. Hence,
additional groups which could improve this propertyst be introduced for the development
of a chitosan-based antioxidant. It can be expetttatthe functionalization of chitosan with
quinones may enhance its antioxidant activity,raittiobial activity and antifungal properties

against a range of food microorganisms (Hoff, LilB&llag, 1985).

The modification of chitosan by enzyme catalysis baen intensively examined (Chao,
Shyu, Lin & Mi, 2004; Chen, Kumar, Harris, SmithRBayne, 2000; Lenhart, Chaubal, Payne
& Barbari, 1998; Muzzarelli, llari, Xia, Pinotti &omasetti, 1994; Sousa, Guebitz & Kokol,
2009; Vachoud, Chen, Payne & Vazquez-Duhalt, 2M3ttiainen, Ratto, Lantto, Nattinen &

Hurme, 2008). Enzymes may offer clean and safenaltiwes to current practices using active
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starting materials and safe conditions. This enzymapproach occurs using polyphenol
oxidases (PPOs) such as tyrosinases, peroxidaskslaanases which convert phenols
derivatives into quinines. These radicals are actipecies which can either condense with
each other or react with nucleophilic function, lsuas the amino groups of chitosan.
Although, the mechanism of the non-enzymatic reactstep is still poorly understood,
experimental evidence appears to support the hgpmthhat quinones can undergo (at least)
two different types of reaction with amines to gietither Schiff-bases or Michael-type
adducts, as well as oligomer-forming reactions vather quinones can be experimentally
demonstrated (Kumar, Bristow, Smith & Payne, 200@mar, Smith & Payne, 1999). By this
way, chitosan can be enzymatically modified to waderivatives with a range of functional

properties.

In general, functional properties are obtained hg tssociation of this amino-
polysaccharide with other biomacromolecules, aseprs (Babiker, 2002) or, more often, by
the grafting of smaller molecules. For instancemdda, Chen, Kumar, Vesnovsky, Timmie
Topoleski and Payne (2000) have successfully imyegsid the tyrosinase-catalyzed oxidation
of 3,4-dihydroxyphenethylamine (dopamine) in thiugons of chitosan, producing gels with
enhanced water-resistant adhesive properties. @lmilKkumar, Smith and Payne (1999)
reported an improvement of the chitosan solubildptained by the tyrosinase-catalyzed
grafting of chlorogenic acid onto the chitosanainother work, these authors showed that the
reaction of chitosan witlp-cresol, and using tyrosinase as biocatalyst, dedignificantly
enhance the ability of the chitosan to form higbceus solutions which can be converted into
biodegradable gels (Kumar, Bristow, Smith & PayP@00). With the same enzyme, Chen,
Kumar, Harris, Smith and Payne (2000) studied tkielation of the hexyloxyphenol and
showed that the quinones bound covalently to tee &mino groups of chitosan dissolved in
the reaction medium. Recently, Sousa, Guebitz aridK(2009) showed the enhancement of
antimicrobial and antioxidant properties of funo@tized chitosan by the tyrosinase-

catalyzed oxidation of flavonoids.

The purpose of this work is to study the mechaméranzymatic grafting of phenolic
compounds onto chitosan and to obtain, by simplé eco-friendly procedure, chitosan
derivatives with improved or new functional projpest For this, chitosan solid particles were
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directly suspended in an aqueous medium. The ¢eadiid (FA) and its ester (ethyl ferulate,
FE) were chosen as phenolic substrates with andhoutit carboxylic groups. The
Myceliophthora thermophyldaccase was utilized as biocatalyst which is ableoxidize
ortho- and para-diphenols, methoxy-phenols, aramatimines and monophenols
(Karamyshev, Shleev, Koroleva, Yaropolov & Sakha@803), as ferulic acid and it is active
in aqueous medium, at room temperature and nepittgMayer & Staples, 2002; Minussi,
Pastore & Duran, 2002).

2. Materials and methods
2.1. Materials

Ferulic acid (FA) and ethyl ferulate (EF) (purithcaut 99%) were purchased from
Sigma-Aldrich (France). HCI 37% and ferric chlorigieCh;6H,0) were obtained from Merk
(Germany), acetic acid and potassium ferricyanki#¢(CN)] were purchased from Prolabo
(France). 1,1-Diphenyl-2-picrylhydrazyl (DPPH), 2azino-bis(3-ethlyl-benzthiazoline-6-
sulfonic) acid (ABTS), tetrafluoroacetic acid (TFAand Chitosan HMW (high molecular
weight, M, 310-375 kDa) were purchased from Sigma-Aldrich fEgg; syringaldazine,
trichloroacetic acid (TCA) from Fluka (France). Aaee, methanol, ethanol and acetonitrile

were obtained from Carlo Erba (Milwaukee, WI, USA).

An industrial laccase named Subefagdovozymes, Bargsvaerdt, Denmark) was used
in this study for the modification of chitosan peles. The Subera8és a fungal laccase from
Myceliophthora thermophylaroduced by submerged fermentation of modiegpergillus
orizae strain. Laccase was partially purified by thealflttration device with a cell Amicon-
8200 (20 ml) equipped with a membrane of cellulasetate (cut off 10 kDa) (SARTORIUS -
14539-63-G) under nitrogen.

2.2. Purification and characterization of the chit®an

To remove insoluble impurities from the chitosand ail® obtain a homogeneous
chitosan, a solution (1%, w/v) was prepared byalNssg chitosan powder in acetic acid (1%,
v/v) and stirred overnight at 25°C then filtered2@® pm) under vacuum. The filtrate was
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neutralized with a solution NaOH (1N) at pH8. Thietatned precipitate was thoroughly
washed with distilled water then dried by lyoplatien. Later on, the dried chitosan was
milled, mixed, packed in plastic bags and store4P@tin cold room until needed.

The acetylation degree of chitosan (DA %) was aeiteed by UV spectrophotometric
method (Liu, Wei, Yao & Jiang, 2006) and infrargoestroscopy method (Brugnerotto,
Lizardi, Goycoolea, Arglelles-Monal, Desbrieres &&udo, 2001). The particle size average
of chitosan was determined using the static ligbattering (Mastersizer S, Malvern
Instruments Ltd., Malvern, UK) with a 5 mW He—Neéda operating at a wavelength of 632.8

nm with a 300RF len®All measurements were carried out at least plitate.
- The molar mass average of chitosan monomer wasumed using the equation (1):
M = Mg . DD + M,. DA (1)

where M is the molar mass average of deacetylated mon¢itférg.mof"), M, is the molar
mass average of acetylated monomer (203 ¢)meID the deacetylation degree and DA the

acetylation degree.
- The concentration of free amino groups from @datowas measured using the equation (2):
[-NH2] mol.L™ = Cp. DD / (100.M) (2)

where M is the molar mass average of chitosan menamd Cp the chitosan rate in KBr (1%

w/w) corresponding to infrared spectroscopy method.
2.3. Enzymatic oxidation of FA, EF and their grafthg onto the chitosan

To evaluate the ability of chitosan patrticles tafgthe products from laccase-catalyzed
oxidation of FA or EF in an aqueous medium, thectieas were carried out at 30°C in a
magnetic stirred reactor under atmospheric conditidn these experimental conditions, the
dissolved oxygen was not limited for the reactidmo reactions, with (I) and without (11)
chitosan, were performed: for the reaction (I) 5aihinethanol solution of 50 mM FA or EF,

45 ml of phosphate buffer (50 mM, pH 7.5) and lgloitosan particles were mixed in the
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beaker. For the reaction (Il) chitosan was not ddtet the reaction medium was the same.
The reactions were started by adding 0,13 ml ofefag® (13.5 U/ml of laccase).
Additionally, a control without laccase (lll) ana@her control without substrate (FA or EF)

(IV) were performed in the same conditions.

The reaction kinetic was monitored by High Perfongc®& Liquid Chromatography
(HPLC) using method (Mustafa, Muniglia, Rovel & &idin, 2005). In order to avoid solid
chitosan particles, samples were carefully filteveith Ministar-RC membranes (Sartorius,

porosity 0.2 um) before analysis. Each analysiswade in triplicate.

The enzymatic reaction was stopped after 4 h, lgrifig with Ministar-RC membranes
(Sartorius, porosity 0.2 um) the reaction mediundernvacuum. Later on, the chitosan
recovered was extensively washed with an abundaoiuat of phosphate buffer pH 7.5,
methanol, ethanol and then acetone to removeaaésr of substrates and enzymatic proteins
on the chitosan derivatives. Besides, this chitosas chemically treated by HCl/ethanol

(50:50) and by KOH/ethanol (50:50) at room tempeato verify the color stability.
2.4. Color measurement of the chitosan and its desatives

The color of chitosan and its derivatives partickesnples was assessed with equal little
amounts (1g) using colorimeter (model 200) (Montrderance) employing the parameters
L*(luminance) a* (redness) and b* (yellowness) defl in the CIELab system (Lathasree,
Rao, Sivasankar, Sadasivam & Rengaraj, 2004). aleneters a*, b* and L* were measured
directly in triplicate. Color differenceAg) was the magnitude of the resultant vector céehr
component differences: lightness differensk)( red—green chromaticity differencag); and
yellow—blue chromaticity differenceAb). Color differences were calculated using the

following equation (3):

AE :V AL+ A&+ Ab? )

WhereAa = a- &, Ab = h - Iy andAL = L; - Lo. The index i, indicates the values observed for
chitosan derivatives and index 0, indicates thaesbbserved for chitosan (reference).
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2.5. Structural characterization of the chitosan ad its derivatives

All analyses were performed on the chitosan andetsvatives particles to confirm the
products grafting of laccase-catalyzed oxidatiorFé6f or EF onto the chitosan derivatives
particles. For UV/visible spectra using spectrophmter (Shimadzu UV-1605) scanning
240-600 nm, chitosan samples were dissolved at Q84 in aqueous acetic acid (1%) at
pH 3 and then the samples were carefully filtereth Wlinistar-RC membranes (Sartorius,
porosity 0.2 um). For Fourier-transform infraredegjposcopy (FT-IR) analysis using a
Tensor 27 (Bruker, Germany) with 128 scans, 10 Kkemning and Spectra of 0-4000tm
samples were previously kept sheltered out fromt le;d dried for 24 h at room temperature
in a dessicator. The dried chitosan samples weoengr and formed into a KBr pellets
containing 1% w/w of chitosan before analyd¥MR experiments were performed on a
Bruker AVIII-400 spectrometer operating at’€ frequency of 100.62 MHz and equipped
with a double resonance H/X CP-MAS 4mm probe. Th&SMate was fixed at 9000 Hz and
each experiment was recorded at ambient temper&29@+ 1 K). The cross polarization
pulse sequence used a 3.7 ps 90° proton pulsentactdime of 1 ms at 74 kHz and a 6 s
recycle delay for an acquisition time of 34 ms dgrivhich a dipolar decoupling of 74 KHz
was applied. A typical number of 8192 scans wemguiged for each spectrum. Chemical
shifts were calibrated by using theak at 176.03 ppm of glycine as an external standa

2.6. Estimation of the grafting efficiency
2.6.1. Measurement of the amino groups concentratio

To estimate the grafting degree of phenolic compsumnto the chitosan, the
concentration of the chitosan free amino groups weeasured using the equation (2)
according to the infrared spectroscopy method (Bewotto, Lizardi, Goycoolea, Arguelles-
Monal, Desbriéres & Rinaudo, 2001)

The total acylation degree RAof chitosan derivatives is the sum of the aceat
degree DA of chitosan and the acylation degreg @Aacylated part of chitosan derivatives

according to equation (4):

177



Réatdtet discussion — Article 2

DA of chitosan derivatives = DA of chitosan+ P&f acylated part 4)

where DA of acylated part is determined by the differenedéwieen DA of chitosan and

chitosan derivatives by infrared spectroscopy methothe following equation (5).
DA = DA of chitosan - DA of chitosan derivatives (5)

Additionally, the molar mass average of chitosanvdéves monomer (M) is the sum
of the molar mass average of chitosan monomer DD + M,. DA) and of the molar mass
average of acylated part (MDA.) following equation (6):

Mm = Mg. DD + Ma. DA+ M.. DA, (6)

where M is the molar mass average of chitosan deacetytatetbmer (161 g.md) and M,

is the molar mass average of chitosan acetylatetbomer (203 g.ma)).

In this work, it was supported that the product$actase-catalyzed oxidation of FA or
EF grafted onto the chitosan were of dimer typeusThthe molar mass average of AF-
chitosan derivative acylated dimer, M: Ma + Mag = 161 + 339 = 500 g.moWwhile for M, of
FE-chitosan derivative acylated dimer is; MMge= 161 + 442 = 604 g.m‘él Where M is
molar mass of colored ferulic acid dimer (Musta¥ayniglia, Rovel & Girardin, 2005and
Mee iIs molar mass of colorless ethyl ferulate dimealfR, Quideau, Grabber & Hatfield,
1994)

2.6.2. Measurement of the electrophoretic mobility

Electro-kinetic property such as electrophoretiditity was measured to determine the
grafting efficiency. For measurement of electrogtior mobility (um.cm/V.s), chitosan
samples were dissolved to reach a concentrati@nag/ml in aqueous acetic acid (1% v/v) at
pH 3 and then carefully filtered with Ministar-RCembranes (Sartorius, porosity 0.2 pm)
before analysis. All measurements of electrophoretiobility of these solutions were
performed at 25 + 0.1°C using Malvern Zetasizer N&i$ (Malvern Instrument, England)
equipped with a green laser 532 nm (Type: frequelotypled DPSS). Each measurement was

repeated three times and the electrophoretic niplwierage was recorded.
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2.7. In vitro antioxidant properties of the chitosan and its derivatives
2.7.1. DPPH free radical scavenging activity

Each chitosan sample (0-1.5 mg/ml) in 1% (v/v) ayseacetic acid (200 pl) was mixed
with 1800 upl of methanolic solution containing DPPHadicals resulting in a final
concentration of 6.10M DPPH. The mixture was shaken vigorously for 15 s areh tleft to
stand in the dark at room temperature for 30 mime &bsorbance (Abs) of the resulting
solution was measured at 517 nm using a UV-visgigectrophotometer (Shimadzu UV-
1605) against a blank without chitosan accordingh® method of Shimada, Fujikawa,
Yahara and Nakamura (1992). The scavenging abii&g calculated by the following
equation (7):

DPPH Scavenging ability (%) = (1 — ARgmpied/ ADS contro) X100 (7)

The EGo value, which expressed the antioxidant conceptnat reduce the radicals by 50%,
was a good indicator to quantify the antioxidargamaty. Each value represents the average +
standard deviation of three independent experiments

2.7.2. ABTS radical cation decolorization assay

The spectrophotometric analysis of ABT&dical scavenging activity was determined
according to the method of Re, Pellegrini, Protegge Pannala, Yang and Rice-Evans
(1999). Chitosan (50-1000 pg/ml in 1% (v/v) aqueacstic acid solution) was mixed with 1
ml of ABTS™ solution which was produced by the reaction betwgenM ABTS and 2.45
mM potassium persulfate. After 30 min in the dahie absorbance of ABTSvas measured

at 734 nm and the scavenging capability was catedilasing Eq. (7).

In this study, ABTS radical scavenging activity was determined by takeudation of
ECso value, which expresses the antioxidant concentraty reduce the ABTSradicals by

50%. Values were the average * standard deviafitimee independent experiments.
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2.7.3. Measurement of reducing power

The reducing power was determined according to rttethod of Oyaizu (1986).
Chitosan (0-5 mg/ml in 1% (v/v) aqueous acetic aallition) was added to 0.2 M sodium
phosphate buffer (pH 6.6) and 1% (w/v) solutiorpofassium ferricyanide. After incubation
at 50°C for 20 min, 10% (w/v) trichloroacetic addlution was added. Following this, the
mixture was centrifuged at 10,0009 for 10 min amel supernatant was then combined with
distilled water and 0.1% (w/v) solution of ferribloride. Results were expressed as content
of chitosan sample (mg/ml) in function of absorkaat 700 nm. Values were the average *

standard deviation of three independent experiments
3. Results and discussion
3.1. Purification and characterization of the chit@an

The characterization of the purified chitosan gawdeacetylation degree of 88%, a
particule size average of 22Wpum, a molar mass average of monomer of 15B.@ g.mof*

and a concentration of free amino groups of 0+05002 mol.L.
3.2. Enzymatic oxidation of FA, EF and their grafthg onto the chitosan

The laccase-catalyzed oxidation of FA or EF inthesence or absence of chitosan was
studied and similar results were obtained as showig. 1. These results suggested that the
presence of chitosan did not significantly integfevith the oxidative rate of FA or EF by
laccase. As laccase remained active after 4 haatigy in comparison with the reaction in the
absence of chitosan (data not shown), it appeagdhitosan could protect the enzyme from
inhibition during the oxidation of FA or EF. Theaathors demonstrated that the stability of
laccase is presumably due to the rapid adsorptidheoreactive quinones onto chitosan. In
contrast, these results appeared to be differemb fthose reported by other authors (Sun,
1992; Wada, Ichikawa & Tatsumi, 1993) who showd tih@ rate of reaction of several
substrates including phenol were accelerated iptbsence of chitosan. Moreover, as shown
in Fig. 1, if the laccase was not added to theesysthe initial concentration of FA or EF

decreased for about 7.5-8% for 1g of chitosan amddnd this percentage increased with an
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increasing quantity of chitosan. This result intkch that physicochemical interactions
between FA or EF and the chitosan particles prgbabtured. This phenomenon is in good
agreement with the results reported by other aatfi®ousa, Guebitz & Kokol, 2009) who

found physicochemical interactions between chitqsamicles and flavonoids in the presence
of tyrosinase. Additionally, Murata, Nagaki, Kofugind Kishi (2010) reported that the

electrostatic complex between chitosan and FA fdroh@ing the preparation of chitosan-FA
salt in a suspension of deionized water.
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Fig. 1: FA or EF concentration in phosphate buffer (50 npM,7.5) containing FA or EF+
chitosan + laccaseo), FA or EF+ laccase without chitosa¥),(FA or EF+ chitosan without

laccase (control)A) at 30°C. Results from triplicate experiments.

Additionally, it was measured that laccase was ®dusb physically onto the chitosan
particles for about 11% at neutral pH. The adsorbedyme was not active in these
conditions probably due to a reduced accessilolitthe active site or the denaturation of the
enzymatic structure as already reported by oth#roasi (Berger, Reist, Mayer, Felt, Peppas

& Gurny, 2004; Carunchio, Crescenzi, Girelli, Messi& Tarola, 2001; Delanoy, Li & Yu,
2005) .

Moreover, the FA-chitosan derivative color was gi@ty modified towards yellow-
orange while the EF-chitosan derivative remainddrass. Thus, it indicated that chitosan

stabilized the colored and the colorless produatméd in the initial steps of the substrate
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oxidation according to the results of Sousa, Guednid Kokol (2009) who obtained a colored

chitosan by grafting of products from tyrosinaséblesed oxidation of flavonoids.

After 4 h, the chitosan derivatives was recovered washed with different solvents.
Besides, FA-colored chitosan derivative has beamatally treated by HCl/ethanol and by
KOH/ethanol at room temperature. In both casesyredl chitosan preserved its visual color
after the neutralization to pH 7.5. These obseowatisuggested that the links between FA or
EF products and the chitosan were of covalent aaflo confirm this hypothesis, UV/visible,

FT-IR and™C-NMR analyses of the chitosan derivatives weréopered.
3.3. Color measurement of the chitosan and its destives

The values obtained for color parameters (a*, bd &m) and AE values of chitosan
particles were shown in Table 1. The values of cplarameters (a*, b* and L*) of AF-
chitosan derivative were significantly differeiH = 44.36) when compared with those of
chitosan. Indeed, with the products grafting ofckse-catalyzed oxidation of FA onto the
chitosan, redness and yellowness increased anthdigth decreased leading to a colored
chitosan derivative (yellow-orangedn the other hand, the color parameters of chitesah
EF-chitosan derivative were very similar and cottifiference AE was not significant as

shown in Table 1. Therefore, EF-chitosan derivatereained colorless.

Table 1 Color parameters (a*, b* and L*) and color di#gace AE) of chitosan and its

derivatives particles.

L* (lightness) a* (redness) b* (yellowness)AE (Color difference)

Chitosan 89.2+0.10 0.1+0.04 7.7+0.14 0
FA-chitosan derivative 60.5+0.30 21.5+0.10 33.9+0.41 44.4 +1.60
EF-chitosan derivative 85.2+0.15 0.3+0.02 8.2+0.12 4.7 +0.20

Each value is expressed as mean + standard dev(atr3).
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3.4. Structural characterization of the chitosan ad its derivatives

The aim of these chemical analyses was to proviéenecal evidence that the products
of laccase-catalyzed oxidation of FA or EF reactatth chitosan amino groups and then to

identify specific linkage.

For the chitosan derivatives solution, significehanges in the UV/Vis spectra were
observed (Fig. 2). A large increase of the absabdretween 300 - 350 nm was observed
probably due to a reaction between the produclacchse-catalyzed oxidation and free amino
groups of chitosan (Muzzarelli, Littarru, Muzzarddl Tosi, 2003; Nithianandam & Erhan,
1998; Ravi Kumar, 2000Moreover, the large increase in the absorbanceB@trin was
probably caused by physically partial adsorptionaaicase onto chitosan. Additionally, as
presented in Fig. 2, the FA-chitosan derivativeodbsd in the visible-region (colored
chitosan) while the EF-chitosan derivative did mbiow any absorbance in this region
(colorless chitosan). Thus, these results suggettad products synthesized by laccase-

catalyzed oxidation of FA or EF could be covalemftgfted onto the chitosan derivatives.

Absorbance (AU)

240 280 320 360 400 440 480 520 560 600
Wavelength (nm)

Fig. 2: UV/ visible spectra for chitosam), chitosan control with laccase)( chitosan control
with FA (A), chitosan control with EFA), FA-chitosan derivatived], EF-chitosan derivative
(#), and after washing with different solvents, ch#n samples were dissolved at 0.5% (w/v)

in aqueous acetic acid 1% (pH 3) and then filtrgeor to measuring the spectra.
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The second approach to characterize the produatisngy of laccase-catalyzed oxidation
of FA or EF consisted in the measurement of FT-fRectra of the chitosan derivatives
discussed above. The figure 3 showed that when amdpwith the chitosan, the chitosan
derivatives presented an absorption decrease & 48@ 1380 ci (attributed to the NH-
bending of the glucosamine unit) (Sousa, GuebitKdkol, 2009), and at 1420 ¢hn(the
symetric-NH" bending region) (Muzzarelli, Tanfani, EmanuelliMariotti, 1982) which may
be associated with protonated glucosamine residluekitosan. The decrease of these bands
indicated a loss of -N#l groups that was consistent with a covalent readtietween the
products of laccase-catalyzed oxidation of FA or &td the chitosan amino groups. In
addition, the formation of a new band at 1465'coan be attributed to a phenyl group of
phenolic compounds (Muzzarelli & llari, 1994). Thtise changes observed at the 1000-1500
cm™* region can be attributed to the aromatic C-O dipthatic C-O bond stretching of FA or
EF according to results reported by Soto, Freer anez842005) for chitosan glyoxylate.
Moreover, in the FT-IR spectra of chitosan deriwedi new bands appeared at 1620 and 1640
cm™* corresponding to the C=N vibrations that was charéstic of imines and C=C stretching
vibrations due to Schiff base formed between thénargroups NH' of chitosan pyranose
cycle with the phenolic moieties. This result wagood agreement to results obtained by Jin,
Wang and Bai (2009) who confirmed that strong baatisl620 and 1640 chmay
correspond to Schiff base bond between amino grafpshitosan with citral. These
modifications in the spectra suggested that chit@aino groups were subjected to covalent

modifications of Schiff base type by the produdttaocase-catalyzed oxidation of FA or EF.
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Fig. 3: FT-IR spectrah) and amide | band3( of chitosan (a), EF-chitosan derivative (b) and

FA-chitosan derivative (c).

Further characterization of chitosan derivativess werformed using Solid-statéC
nuclear magnetic resonanc€@ NMR). The®®C NMR spectrum of chitosan and chitosan
derivatives were shown in Fig. 4(A). Characterissignals from oligosaccharides were
observed between 45 and 120 ppm with additionakgpearresponding to aliphatic carbons
around 23 ppm and carbonyl carbons in the 170-180 pegion. Signal centered at 164.6

ppm was tentatively assigned to a rotation band.
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The large signals centered at 58, 74.6, 82.8 addBlfpm were assigned to C-2 and C-
6, C-3 and C-5, C-4 and C-1 carbons respectivetpraing to previous studies (Huang,
Mendis, Rajapakse & Kim, 2006; Saitd, Tabeta & Ogat987). The methyl and carbonyl
functions of acetylglucosamine were representedCh¥ and C-8 carbons around 174 ppm
(C=0) and 23 ppm (CH3) respectively. Additional keavere observed in the spectrum of
FA and EF chitosan derivatives, especially the aigit 66.2 ppm may be attributed to the
CH2 of ethyl group, signals at 28 and 30.62 ppmewanaracteristic of unshielded CH2
groups or OCH3 while the signal at 19.56 ppm mayespond to a methyl of EF. These
additional peaks clearly indicated that the prosluaft laccase-catalyzed oxidation of FA or
EF were grafted onto chitosan. In order to imprthe spectral resolution and to distinguish
the signals of C-2 and C-6, the hydration of théoslan samples was performed using a
saturated salt solution of NaCl. In general, caadihg of chitosan samples in this condition
permitted to hydrate samples with 15% of water (WM@&ocho, Shimizu, Tanioka, Chou &
Nakajima, 2000).

Fig. 4 shows the resultinfC NMR spectrum of chitosan and its derivatives. Mos
notable are the duplication of the C-2 signal atb® ppm and the deformation of C-4
signal. The multiplicity of C-4 observed in fig.was attributed to different conformations of
the glucosidic bond between the anomeric C-1 andl €&wbon and/or the presence of
different polymorphs of chitosan. The duplicatioh@?2 signal could be attributed to the
presence of a new conformation of C-2 due to thenplic moieties grafting onto the chitosan
derivatives. These results suggested that the ptedf laccase-catalyzed oxidation were
grafted onto the chitosan derivatives at positieR that was consistent with results reported
by other authors (Sampaio, Taddei, Monti, BucheFRr&ddi, 2005).
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Fig. 4: (A) **C-NMR spectrum of chitosan (a), FA-chitosan deiixa(b) and EF-chitosan
derivative (c). B) **C-NMR spectrum of chitosan hydration (a), FA-chitoslerivative

hydration (b) and EF-chitosan derivative hydratich

3.5. Estimation of the grafting efficiency

3.5.1. Measurement of the amino groups concentratio

The values DA DAn,, M, and percentage of bound BHf chitosan derivatives

increased with the products grafting of laccasdalgaed oxidation of FA or EF onto the

chitosan derivatives in comparison with the chitoseere shown in Table 2. Furthermore,
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these values of FA-chitosan derivative were highan EF-chitosan derivative. These results
indicated that the quantity of FA-products grafimato the chitosan was higher than EF-

products.

Table 2: Values the acetylation degree (DA), the deacetyladegree (DD) the acylation
degree (DA) of acylated part, the total acylation degree {(DAhe molar mass average of
chitosan monomer (M and the concentration of free amino groups [;]N# chitosan and

its derivatives regarding to this work.

A132({ A1420 DA% DA DAi: DD% My [-NHz] moI.L'l

Chitosan 0.95 18 0 18 82 168.6.049
EF-chitosan derivative 0.75 11.8 6.2 242 75.8 @08.036
FA-chitosan derivative 0.55 5.6 12.4 30.4 69.6 23%.030

3.5.2. Measurement of the electrophoretic mobility

Electrophoretic mobility (EM) measurements werdqened at pH 3 at concentration 2
mg/ml in aqueous acetic acid 1% (v/v) in triplicatdhe electrophoretic mobility value of
chitosan was determined as 6.97 £ 0.07 um.cm/V@gh#dssan is positively charged due to
free amino groups. This value was found to decreasethe products grafting of laccase-
catalyzed oxidation of FA or EF onto the chitosém{ + 0.10, 6.24 + 0.12 pum.cm/V.s)
respectivity. Additionally, the electrophoretic nility decrease for FA-chitosan derivative
solution was higher than for EF-chitosan derivats@ution when compared with the
electrophoretic mobility of chitosan. These ressliggested that the quantity of FA-products

grafted onto the chitosan was higher than EF-prizduc
3.6. In vitro antioxidant properties of the chitosan and its derivatives
3.6.1. DPPH free radical scavenging activity

The comparative E4g values of chitosan and its derivatives were showhable 3. In
the case of chitosan, no reduction of DPR¥&s observed as reported by other authors

(Pasanphan, Buettner & Chirachanchai, 2010; Wupg €eJuang, 2001). This may be partly
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due to the inhibition of radical scavenging becaakénter- and intramolecular hydrogen
bonding. Although, the E{ values in DPPHscavenging of FA-chitosan derivative and EF-
chitosan derivative were determined as 0.52 = (n@ml and 1.50 + 0.04 mg/ml,
respectively. The scavenging activity of FA-chitosierivative was three times higher than
EF-chitosan derivative which can be attributed egitto high antioxidant properties of pure
FA (Nenadis, Zhang & Tsimidou, 2003) or to high nily of the products of laccase-
catalyzed oxidation of FA grafted onto chitosan wlempared with pure EF. Thus, the
introduction of an H-atom donating group, which wa®duced from laccase-catalyzed
oxidation of FA or EF onto chitosan, appeared tcabgood strategy to develop a chitosan

derivative with increased antioxidant capacity legdo an antioxidant polymer.

Table 3: EGsp values of chitosan and its derivatives in antiaridproperties

EGso (Mmg/ml)
chitosan  FA-chitosan derivative  EF-chitosan denvea
Scavenging ability on DPPH - 0.52 £0.04 1.50 £ 0.04
Scavenging ability on ABTS - 0.20 £ 0.02 0.66 = 0.05

ECso value corresponds to the effective concentratienessary at which the antioxidant
activity was 50%, E€ values were obtained by interpolation from linesgression analysis.

Each value is expressed as mean + standard dev(atic3)
3.6.2. ABTS radical cation decolorization assay

The EG values in scavenging the ABT®f the chitosan and its derivatives were also
determined (Table 3). In the case of the chitosanieduction of ABTS was observed and
this may be partly due to the inhibition of radicmavenging because of inter- and intra
molecular hydrogen links. The ELvalues in scavenging the ABTSof FA-chitosan
derivative and EF-chitosan derivative were 0.20 .820mg/ml and 0.66 = 0.05 mg/ml,
respectively. The scavenging activity of FA-chitogskerivative was nearly three times higher
than EF-chitosan derivative. Thus, an enhancentethiecantioxidant activity in the chitosan

derivatives with the products of laccase-catalyaedation of FA or EF was demonstrated.
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3.6.3. Measurement of reducing power

In agreement to previous studies (Kanatt, Chand&hé&rma, 2008), Fig. 5 shows that
the chitosan presented almost negligible reducowep while it increased with increasing FA
or EF-chitosan derivative concentration. Moreovkee treducing power of FA-chitosan
derivative was higher than EF-chitosan derivative general, the reducing properties are
associated with the presence of reductones whichv g0 exhibit antioxidant action by
breaking the free radical chain by donating a hgdroatom (Duh, 1998).

Absorbance at 700 nm (AU)

<

0 5 10 15 20

P

-1
Concentration (mg.ml )

Fig. 5: Reducing activity of FA-chitosan derivativ&)( EF-chitosan derivative:j and

chitosan ¢). Each value is expressed as mean + standardtidevia =3)

With the grafting of the products of laccase-cataty oxidation of FA or EF onto
chitosan particles, the antioxidant properties wambanced when compared with chitosan
particles. It was observed that these enhancemamsdependent on the antioxidant assay of
the phenols used as well as on the quantity ofthfted phenols. Thus, the results of DPPH,
ABTS radical scavenging activities and those of redugiogver suggested that chitosan

derivatives could be considered as an efficienbamtant polymer.
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4. Conclusion

In this work, the functionalization of chitosan peles by the oxidative products of FA
or EF catalyzed by thilyceliophtora thermophyléaccase was investigated. This enzymatic
reaction was carried out under mild operationaldittons (at 30°C and pH 7.5), with the
solid chitosan particles suspended in the reactiedium, without harsh acidic solubilization

and without organic solvent.

In summary, the laccase froktyceliophtora thermophylaould oxidize FA and EF to
reactive radicals and the oxidative rate of EF apge the highest than that of FA. The
presence of chitosan in the reaction medium didnflience the oxidative rate of FA or EF
and it could protect the enzyme from inhibitionfidative products during the oxidation.
Additionally, the enzymatic functionalization leal ¢tolored and colorless chitosan derivatives
with improved functional properties.

This finding hinted that the oxidative productsF# or EF were covalently bound onto
the chitosan free —_NHgroups at C-2 region of the chitosan particlesSbiiff reaction and
the grafting level of AF-oxidation products ontcetkbhitosan was higher than that of EF-
oxidation products. Additionally, the chitosan detives presented improved antioxidant

properties especially for FA-chitosan derivativeewttompared with chitosan.

These results demonstrated the interests for usimgwable resources and biochemical
processing to create functional polymers. Thesevative molecules present higher value-
added properties and could be a model for apptinatin important biotechnological domains

such as active food-packaging and antioxidant agditfor foods as well as for cosmetics.
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11.1.3. Contribution de l'article

Cette étude présente une méthode verte permedtdmmdtionnalisation d’un polymeére
issu d'une agro-ressource. Cette méthode enzyneatiqpermis de modifier le chitosane
grace a la mise en ceuvre de la laccasilyteliophtora thermophilagonnue pour catalyser
l'oxydation de substrats phénoliqgues en quinoress rigactives. Cette réaction enzymatique
s'est déroulée dans des conditions expérimentalesed de température (30 °C) et de pH
(7,5) en milieu aqueux (tampon phosphate) et sangation de la quantité d'oxygene
(Mustafa et al, 2005). Le temps de fonctionnalisation a été de, £e qui est la durée

nécessaire pour oxyder totalement le substrat pigéeo

La présence du chitosane dans le milieu réactiomiiefluence pas la cinétique
d’oxydation des substrats phénoliques. Il est pisgjue le chitosane protége la laccase de
I'inhibition liée aux radicaux libres dans le milieéactionnels car ces radicaux réagissent
avec le site actif de I'enzyme. Il est importantnadéer que la laccase s’est adsorbée sur le
chitosane pendant la réaction (de l'ordre de 13e¥ojju’une perte de son activité a été
observée. De plus, le substrat phénoligue s’adssibele chitosane par des liaisons
électrostatiques a raison de 8 %. Cette procédurgneatique est un moyen de produire de
nouvelles molécules colorées ou incolores dépendiarstubstrat utilisé. Il a été montré que
les produits d’oxydation (radicaux libres) ont réagec les groupements amines du chitosane
provoquant le changement de couleur du chitosaneeftét, aprés la fonctionnalisation, la
couleur du chitosane, mesurée par le systeme C|Ettali jaune-orangée en présence des
produits d'oxydation de I'acide férulique et incel@n présence des produits d'oxydation du
férulate d'éthyle (Figure 47).

B

Figure 47 :couleurs du chitosane natif (A), du chitosane- Bfrdt du chitosane-FE (C)
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Lors des essais de mesure de la stabilité de lewoau traitement chimique (rincage
par HCl/éthanol et KOH/éthanol a la température iantb) du chitosane fonctionnalisé, il
s’est avéré gue les produits d'oxydation sont lgmaent greffés de maniére covalente sur le
chitosane. Ce greffage a été confirmé par une irapta augmentation de I'absorbance dans
la région entre 300 et 350 nm du spectre UV-Visihke greffage de maniere covalente a été
confirmé, lors de I'étude par spectroscopie IRyrsence de nouveaux pics dans le spectre de
chitosane fonctionnalisé en comparaison avec letgpeu chitosane natif au niveau de la
région 1640-1620 cthsuggére que les liaisons covalentes sont du tggpe de Schiff. Enfin,
ces résultats ont été corrélés avec une approchl B solide. En effet, le doublement
détecté au niveau du carbone 3)(@u spectre des chitosanes fonctionnalisés coefigue le
greffage s'est déroulé sur le chitosane au niveaxd

Le dosage des groupements amines libres, la melulda densité de charge de la
surface du chitosane et le degré d'acétylationpanmis de montrer que la quantité des
produits d'oxydation de I'acide férulique greffés ke chitosane est quasiment deux fois plus
importante que celle obtenue avec le férulate yl&th 'hypothese émise pour expliquer ce
phénomene est que la présence du groupement cil{eRPOH) dans la structure chimique
de l'acide féruligue donne plus de possibilitésrpproduire de nouvelles molécules en
comparaison avec le férulate d'éthyle qui ne cohtpas de groupement carboxyle. Par
conséquent, le nombre élevé des produits d'oxydad® I'acide férulique améne a une
multitudes de possibilité de réaction avec les gentents amines du chitosane entrainant

ainsi la formation de nombreux produits différents.

Enfin, la fonctionnalisation enzymatique du chitosapar les produits d’oxydation
apporte des propriétés antioxydantes intéressamigsnouveaux polymeres. En effet, le
chitosane natif ne posséde pas de propriété an@mtg significative en raison du blocage
des groupements hydrogene qui donne des électdym®s la fonctionnalisation, les
chitosanes fonctionnalisés présentent des propriéd@tioxydantes importantes en
comparaison avec celles du chitosane natif. De, puschitosane fonctionnalisé par les
produits d'oxydation de l'acide férulique préseldgs propriétés antioxydantes les plus
importantes. Ces résultats sont également dus aamtites greffées sur le chitosane plus
importantes pour les produits d’oxydation de l'acférulique (presque deux fois plus en
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comparaison avec les produits du férulate d’éthy@&s nouvelles propriétés des chitosanes
fonctionnalisés devraient permettre leur utilisatien tant qu’agent antioxydant dans de
différents domaines.

Ces résultats démontrent la possibilité d’utilides ressources renouvelables couplées a
une réaction enzymatique pour fonctionnaliser égigleement le chitosane et former ainsi un

dérivé coloré ou incolore selon le du substrat phigue utilisé.
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[1.1.4. Complément de résultats (caractérisation de produits d’oxydation greffés

sur les chitosanes fonctionnalisés)

Hydrolyse chimique

L’hydrolyse chimique a été effectuée sur les claites fonctionnalisés. En parallele, le
chitosane natif a subi le méme traitement pourliser comme témoin. Les résultats de
I'extraction ont montré que I'extrait du chitosafanctionnalisé par I'acide férulique est
coloré en jaune-orange, alors que I'extrait ducd@he fonctionnalisé par le férulate d’éthyle

est faiblement coloré (jaune péale). L'extrait dut@bane natif était quant a lui incolore

(Figure 48).
=] G

Figure 48 :couleur des extraits des trois types de chitosane®ie chimique : (A) chitosane

- ——

&

natif, (B) chitosane fonctionnalisé par I'acideulgue et (C) chitosane fonctionnalisé par le
férulate d’éthyle

Par ailleurs, les extraits des chitosanes ont riéysés par spectroscopie de masse par
infusion directe dans l'appareillage CL-SM pourniifeer les produits d’oxydation par
rapport a leurs masses molaires. Les extraits d®sames fonctionnalisés ont présenté
plusieurs pics, alors que l'extrait du chitosanéfnmda montré aucun pic (Figure 49). Ces
résultats indiquent que les pics des extraits dmsdnes fonctionnalisés correspondaient a

plusieurs produits d’oxydation dont I'un parmi eétait majoritaire.
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Figure 49: chromatogrammes CL-SM a 322 nm des extraithiggsanes fonctionnalisés

par I'acide férulique (A) et par le férulate d’ékbyB)

Selon les masses molaires des produits d’oxydgtibsont présentées dans le

Tableau 19, nous avons trouvé que les produitsydation greffés sur les groupements

amines libres du chitosane fonctionnalisés pouva@étre des monoméres des dimeres et

triméres, les produits majoritaires étant la fordimérique aussi bien pour I'acide férulique

que pour le férulate d’éthyle.
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Tableau 19: valeurs m/z mesurées sur les extraits apretygdr chimique des chitosanes

fonctionnalisés

Temps de rétention (min) m/z Caractérisation

Acide férulique

17,9 386 Dimere- AF

18,05 194 Monomere- AF

23,65 341 Dimere- AF

24,5 533 Trimére (dimére AF+AF)
25,8 341 Dimére- AF

29,2 297 Fraction de dimere- AF
Férulate d'éthyle

17,6 222 Monomere- FE

22,56 442 Dimere- FE

Enfin, I'hydrolyse chimique se déroule a une terapée élevée (100 °C) et dans un

milieu acide (pH 2,5), ainsi elle n’était pas bieontrolée et également peu sélective pour

hydrolyser les liaisons entre les groupements asnieie les produits d’oxydation. Par

conséquent, des risques d’hydrolyse des produitgsydation eux-mémes ne sont pas a

exclure. C’est pour cela, nous avons envisagé disiclune autre méthode d’hydrolyse plus

sélective et plus contrélée afin d’'identifier le®guits d’oxydation greffés sur les chitosanes

fonctionnalisés.

Hydrolyse enzymatigue et analyse CL-SM

Devant les inconvénients apportés par I'’hydrolysen@ue, nous avons fait appel a

I'nydrolyse enzymatique par la chitosanase pousgmver les liaisons entre les produits

d'oxydation et les résidus glucosamines. Dans @mijagr temps, les hydrolysats ont été

analysés en masse par infusion directe dans lejljpge. Le matériel utilisé associe un

spectrometre de masse de type trappe ionique avegsteme de chromatographie liquide a

gradient binaire autorisant des couplages CL-SM.sistéme de détection de I'appareil

permet d'analyser seulement des masses dont lertapfz est compris entre 50 et 4000
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g/mol, aussi était-il nécessaire de procéder a hpeérolyse préalable du chitosane
fonctionnalisé. Les spectres du chitosane natif rédlydé et ceux des chitosanes
fonctionnalisés hydrolysés sont présentés danglad-50.
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Figure 50: spectres ESI-SM des hydrolysats du chitosan&(®af du chitosane
fonctionnalisé par I'acide férulique (B) et du dsiane fonctionnalisé par le férulate d’éthyle
(C). Les pics attribués aux oligomeéres correspondarchitosane natif sont surlignés en

jaune et ceux attribués aux oligomeres du chitof@metionnalisé sont surlignés en bleu
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Le Tableau 20 présente les valeurs m/z théoriguesb&nues dans le cas des 6
premieres familles d’oligomeéres aprés hydrolysechiiosane natif. La comparaison de ces

valeurs prouve que le chitosane a bien été hyd¥qdgs la chitosanase.

Tableau 20: valeurs m/z théoriques et observées pour I'Hydat du chitosane natif*en

mode positif ESI

Familen=1an=6 mono di tri tétra penta hexa
(Gln)y 180(180, 341 502 663 824 985
(GIn)-H20 162(162, 323(323, 484 645 806 967
(GIn)-2 H,O 144(144, 305 466 627 788 949
[GIcNACc. (GIn).4] 222(223, 383(383, 544 705 866 1027
[GIcNAC. (GInk4]-HO 204 365 526524, 687(685 848(847, 1009

* Les valeurs observées sont indiquées en grastet parenthéses dans le tableau

Pour chaque degré de polymérisation allant de na36a deux structures sont a priori
envisageables a savoir I'hnomo-oligomere (GIn)x’leétéro-oligomere [GIcNAc. (GIn)x-1]
pour lequel la présence du groupement N-acétylditat s’explique par le fait que le
chitosane est obtenu par désacétylation partiellpalymere de chitine a hauteur de 75 %.
Trois formes déshydratées formées dans la soumérigant des deux structures précédentes
a savoir (GIn)x-HO, (GIn)x-2 HO et [GIcNAc. (GIn)x-1]-HO sont également attendues.

Le spectre ESIMS relatif au chitosane natif montre un pic deeba@asm/z = 223
attribuable a la forme [GIcNAc.(Glp)] montrant que I'hydrolyse enzymatique a
majoritairement conduit au monomeére de glucosamidian point de vue qualitatif, la
présence en faible quantité de monomeres, dimgm@gres et tétrameres de glucosamine est
aussi a noter. L'observation des oligoméres sommdaléshydratée (m/z=144, 162, 323, 524
et 685) est en accord avec les précédents rés{detain et al, 1999 ; Shahghokt al, 1996
; Wu et al, 2002).

Le Tableau 21 présente les résultats obtenus powdrblysat obtenu par la méthode
enzymatique des chitosanes fonctionnalisés. Selewaleurs m/z, les produits d’oxydation

de l'acide féruliqgue et du férulate d'éthyle sonajamitairement greffés sur le chitosane
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fonctionnalisé en forme de monomere ou dimere. @ssltats sont en accord avec les

résultats de I'hydrolyse chimique des chitosanestfonnalisés qui ont montré la présence du

monomere et du dimére des produits d’oxydatioresichitosanes fonctionnalisés.

Tableau 21 : valeumrs/z observées pour I'hydrolysat de I'AF-chitosathe FE-

chitosane et du chitosane natif

m/z details caracteérisation

Hydrolysant AF-chitosane

356,2 194+162 Monomere AF + monomere-(GiH)O
416,1 194+222 Monomere AF +monomere-[GIcNAc. (Gih)
499,2 194+305 Monomere AF + dimére-(Gig)H,O
548,5 386+162 Dimere AF + monomére-(GihLO
566,08 386+180 Dimere AF + monomére-Gln)

608,17 386+222 Dimere AF + monomeére-[GIcNAc. (Glhh)
Hydrolysant FE-chitosane

365,2 221+144  Monomere FE + monomeére-(GRH,0O
385,1 222+163 Monomere FE + monomeére-(GHO
405,05 222+183 Monomere FE + monomeére-&in)
566,17 222+344  Monomere FE + dimére-(GIn)

587,4 443+144  Dimere FE + monomére-(Gia)H,O

En conclusion, d’aprés les résultats de I'hydrolygemique et enzymatique des

chitosanes fonctionnalisés,

nous avons trouvé e produits d’oxydation greffés

enzymatiquement sur les groupements amines liblis) (du chitosane sont majoritairement

sous forme de monomere ou de dimere.
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[I.2. Caractérisation des chitosanes natif et fonabnnalisés : propriétés

antibactériennes et physico-chimiques.

11.2.1. Introduction

Le chitosane et ses dérivés ont attiré beaucottprition car il présente des activités
antimicrobiennes, antifongiques et antivirales @alet al, 2003). Ces activités sont
probablement dues a la charge positive portéegahitosane, cependant le mode d'action
n'est pas encore entierement élucidé. A l'heureudld, plusieurs hypothéses ont été
proposées : des changements dans la perméabiliggrdembrane bactérienne, la rupture de
la barriere de la membrane cytoplasmique ou ledgleae transport des éléments nutritifs,

induisant la mort cellulaire (Raafat al, 2008).

De nombreuses études ont été menées sur la madificku chitosane afin d'améliorer
ses fonctionnalités en lui apportant des propriétdisoxydantes, physico-chimiques et/ou
antimicrobiennes. Cette modification du chitosaeemet d’'introduire de nouvelles propriétés
et d’élargir ainsi le champ des applications pdesibEn effet, la modification chimique du
chitosane se déroule généralement dans des corgddifficiles telles que des températures
et/ou des pressions élevées. Du fait du manquédaei® de ce type de procédés chimiques
et des préoccupations environnementales de plugplesn importantes, des meéthodes
alternatives pour modifier le chitosane sont cangtent recherchées (Bozic Mt al,
2012b).

Récemment, les enzymes ont été utilisées, poufegréés dérivés phénoliques sur le
chitosane, comme une alternative intéressante pproehes chimiques toxiques, nocives
pour I'environnement et qui plus est non spécig{Bozic Mojcaet al, 2012a ; Bozic Met
al., 2012b).La modification enzymatique du chitosane est gdegdrant réalisée a l'aide des
polyphénoloxydases (PPO) comme les tyrosinasespéeexydases et les laccases qui
convertissent des dérivés phénoliques en quinamresspondantesCes radicaux (quinones)
sont des espéces actives qui peuvent soit se ceerdavec d’'autres radicaux afin de former
des oligomeres soit réagir avec des molécules opkies présentes dans le milieu

réactionnel, tels que les groupements amines lidteghitosane. Deux types de réaction
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peuvent avoir lieu soit par formation d’'une basesdhiff soit par formation d’adduit de type

michaélien (Kumaet al, 2000 ; Kumaet al, 1999).

L'étude qui suit est présentée sous forme d'urtlargn révision daniternational
Journal of Biological Macromoléculese but de ce travail est d'étudier quelques petds
physico-chimiques et les propriétés antibactériershes chitosanes natif et fonctionnalisés.
La fonctionnalisation enzymatique du chitosanetstksoulée par le greffage enzymatique
des produits d'oxydation de I'acide férulique etféwlate d’éthyle catalysé par la laccase de
Myceliophtora thermophilaCe greffage a été réalisé dans des conditioresdggines, a 30
°C, dans un milieu aqueux (tampon phosphate 50 pH7,5) afin d’obtenir principalement
des liaisons covalentes et de limiter ainsi desrawtions électrostatiques entre les produits
d’oxydation et les groupements fonctionnels du ada@he. Dans ce travail, nous avons
déterminé la viscosité, la quantité de phénol greff la masse moléculaire des chitosanes
fonctionnalisés. En paralléle ; les propriétés kmtieriennes des chitosanes fonctionnalisés
ont été déterminées par la méthode de mesure denkité optique (la méthode classique)
mais également par la méthode INT (méthode opteniges de ces travaux). Pour ce faire,
nous avons choisi quatre souches bactériennes rafimes pathogénes, a Gram positif
(Listeria monocytogenes, Staphylococcus ayregts a Gram négatif Escherichia coli,
Salmonella enterica
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Abstract

Chitosan and its enzymatically functionalized datives with ferulic acid (FA) and
ethyl ferulate (EF) were evaluated for their phgsithemical properties. The antibacterial
activity of chitosan and its derivatives as wellfasilic acid and ethyl ferulate against four
bacterial strains (Gramand Grar) was also investigated. Results demonstrated that
enzymatic grafting of oxidation products onto chk@n changed its morphological surface,
increased its molecular weight and its viscosityvafl as improved its thermal antioxidant
stability. Additionally, both Gram-positive bacteri.. monocytogenes, S. aurgugere more
sensitive to all molecules tested than both Gragatiee bacteriaK. coli, S. enterica Ethyl
ferulate presented the highest antibacterial agtptiobably due to its higher hydrophobicity
compared to ferulic acid. Additionally, chitosan dants derivatives showed similar
antibactericidal activity against all bacterialagtis tested. Finally, this enzymatic procedure
provided functional chitosan derivatives with imped properties such as viscosity,

antioxidant stability as well as the preservatibimiial antibacterial activity of chitosan.

Keywords: Antibacterial activity; physico-chemical propertieenzymatic functionalization,
chitosan derivatives, phenolic compounds.
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1. Introduction

Chitosan is one of the most widely used polymersh \wigh range of applications.
Chitosan (amino polysaccharide) is chemically cosegoof pyranose cycles @f(1,4)-2-
amino-2-deoxyp-D-glucose (N-glucosamine (GluN) is the buildingituof chitosan) linked
with a glycosidic linkage, obtained mainly from detylation of chitin under alkaline
conditions [1]. As a natural renewable resourcéoshn exhibits unique properties such as
biocompatibility, biodegradability and non-toxicif], and consequently presents various
applications in the biomedical, agricultural, fuootl food, wastewater purification,

environmental protection, food texturing or foodkaging, and cosmetics domains [3, 4].

In recent years, chitosan and its derivatives hatracted much attention due to their
antimicrobial activities against fungi, bacteriadaviruses [5]. Although the exact mode of
antibacterial action of chitosan is still not fullynderstood, several mechanisms suggested
that the actual processes of antibacterial actigdyld be due tahanges in the bacterial
membrane permeability, breakdown of the cytoplasméenbrane barrier or the blockage of

nutrient transport, inducing cell death [6].

Many investigations were carried out on chitosardification in order to upgrade its
functionality with antioxidant, physicochemical andntimicrobial properties by the
incorporation of an active principle to its polysharide backbone. Enzymatically or
chemically modification of chitosan were carried thanks to its reactive groups which are
the free amino groups on deacetylated units atr€tlze hydroxyl groups at the C3 and C6.
Consequently, these modifications of chitosan cdroduce various properties and enlarge
the field of its potential applications depending the types of side chains. The chemical
modification typically concerned reactive reageatsl harsh conditions. Due to growing
safety and environmental concerns, alternative fioadion methods were constantly
investigated [7]. Recently, enzymes have been tesgaaft phenolic derivatives onto chitosan
macromolecules [8-12] as an attractive alternatovéoxic, environmentally unfriendly and
non-specific chemical approaches.
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The enzymatic modification of chitosan was usualfrried out using polyphenol
oxidases (PPOs) such as tyrosinases, peroxidaskslaanases which convert phenols
derivatives into quinones. These radicals are acpecies that can either condense together
or react with nucleophilic function, such as theefamino groups of chitosan by two different
types of reaction with amines to yield either Skehdses or Michael-type adducts; oligomer-
forming reactions with other quinones were alsoeexpentally demonstrated [7, 13]. In the
same way, chitosan can be enzymatically modifiectreate derivatives with a range of
functional properties. Authors reported that thatikéaccase catalysis, phenolic compounds
can be covalently grafted onto free amino groupslotfosan at region Cgia Schiff base
bond (N=C) [8]. The results demonstrated that thantjty of ferulic acid products grafted
onto chitosan was higher than ethyl ferulate préslugdditionally, the phenols grafting led to
the increase of molecular weight average of chitos@nomer and to the decrease of the
quantity of free amino groups (positive chargestlutosan derivatives in comparison with
chitosan. Finally, chitosan derivatives presented functional properties such as color and
antioxidant properties [8].

The purpose of the present work is to study somesipbchemical and antibacterial
properties of functionalized chitosan derivativa®duced by enzymatic grafting of the
oxidative products of ferulic acid (FA) or ethylridate (EF) [8]. These reactions were
catalyzed by thlyceliophtora thermophiléaccase under heterogeneous reaction conditions,
in aqueous medium leading to covalent bonds andlisnpelectrostatic interactions between
oxidation products and amino groups of chitosarthla study, the viscosity, the molecular
weight and the quantity of oxidized phenols grafteete evaluated as well as the thermal
antioxidant stability and the surface morphologycbitosan derivatives. Bacterial growth
inhibition and bacteriostatic/bactericidal actiegiwere finally evaluated by optical density
method as classic method and INT method as new auetbwards two Gram positive
(Listeria monocytogenes, Staphylococcus ayrand two Gram negative strai(iSscherichia

coli, Salmonella enterida
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2. Materials and methods
2.1. Materials

Chitosan HMW (high molecular weightp-iodonitrotetrazolium violet (INT), ferulic
acid (FA) and ethyl ferulate (EF) (purity about 99%ere purchased from Sigma-Aldrich
(France). Chitosan derivatives were produced byreatic grafting of the oxidative products
of ferulic acid (FA) or ethyl ferulate (EF) ontoittisan using thdlyceliophtora thermophila
laccase under heterogeneous reaction condition®geh particles) at 30°C and pH 7.5 in
aqueous medium for 4 h as reported in a previouk \\&]. HCI 37% and ferric chloride
(FeCk; 6H,0) were obtained from Merk (Germany). Acetic aciasvpurchased from Prolabo
(France). 1,1-Diphenyl-2-picrylhydrazyl (DPPH). Agee, methanol, ethanol and acetonitrile
were obtained from Carlo Erba (Milwaukee, WI, USMueller-Hinton broth (MH) culture
medium was purchased from BioMerieux S.A. (France).

2.2. Determination of phenolic content in chitosaterivatives

Phenolic contents were determined by the methodritbesi by Singleton et al. [14].
After 4 h of enzymatic reaction, the chitosan datiives were recovered by filtering the
reaction medium under vacuum with Ministar-RC meanless (Sartorius, porosity 0.2 pum).
Later on, chitosan derivatives recovered were axtefy washed with an abundant amount of
phosphate buffer (50 mM, pH 7.5), methanol, ethamol then acetone to remove all traces of
substrates adsorbed by electrostatic forces. Timenreaction medium and washing liquid
were quantitatively accumulated to evaluate thenphe content non-grafted onto chitosan

derivatives.

Briefly, 1 ml of accumulated liquid was mixed withml of 10% sodium carbonate and
then this mixture was left for 10 min at 38°C. lrad@, 1 ml of Folin- Ciocalteau reagent (1/3)
was added to the mixture and then it was shakerd3ohn in the dark at room temperature.
Absorbance was measured at 660 nm using a UV-eisiictrophotometer (Shimadzu UV-
1605). Gallic acid (40 pg/ml) and water were usedtandard and blank, respectively. The
phenolic content was calculated by the followingatgpn (1) established from gallic acid as a
standard: =9.009 x (R0.9997) (1)
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x and y are the absorption value at 660 nm anderdration of phenol ungrafted (mg/ml),

respectively.
2.3. Molecular weight determination of chitosan arii$ derivatives

Size exclusion chromatography with multi-angle tagght scattering detectors (SEC-
MALLS) (Viscotek TDA305 - Malvern, France) was ustd study the molecular weight
distributions of chitosan and its derivatives adony to the method described by [15].
Refractive index (RI) and ultra-violet absorptiob/\M) detection were employed and
molecular weights were determined relative to dato standards (American Polymer
Standards Corporation). For all samples, chitoséutisns (1 mg/ml) were prepared by direct
dissolution in acetate buffer (5% acetic acid; 043 sodium chloride, pH 4) at room
temperature. The samples were filtered with a lstesyringe filter of 0.2um pore size
(Acrodis€ Syringe Supdt Membrane PALL). The acetate buffer used for dissmh was
from the same batch as the mobile phase used fGr Bbbile phase is filtered before use
through a hydrophilic Durapofemembrane with 0.45m pore size (47 mm diameter,

Millipore).

Analyses were performed at 30°C at a flow rate .@f l/min with sample injection
volume of 100 pl using a Viscotek A6000M gel columand OmniSEC 4.6 Software
(Malvern), of 7.8 mm ID and 30 cm length. Chitosanth different molecular weights were
used as a standard for determine the moleculamhivefgchitosan and its derivatives.

2.4. Morphological analysis

Scanning electron microscopy (SEM) was used to regbséhe morphology of the
surface of chitosan and its derivatives in powaemt The powders were examined with a
Hitachi SEM S2500 instrument operating at 10 kVeywere spread at the surface of a
sticky plastic circle fixed on a support. Then, saenples were covered with gold particles by
sputtering (Bio-Rad type SC 502). Different magrafions were performed: 150%, 300x,
1000x and 2500x.
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2.5. Rheological analysis (Viscosity)

For measurement of viscosity, the chitosan samplese dissolved to different
concentrations from 2 to 10 mg/ml in aqueous aaatid (1%) (pH 3). All measurements of
the viscosities of these solutions were made al25+#ising a rheometer (Kinexus Malvern)
with diameter of 60 mm and a gap distance of 0.@52 with fixed rotational shear rate of
0.15 §". Values are the average + standard deviationreétteplicate experiments

2.6. Antioxidant stability

To verify the antioxidant stability of chitosan dettives, aqueous solutions of chitosan
derivatives (5 mg/ml in 1% (v/v) aqueous aceticdaavere incubated at 50°C and 100°C
under aerobic conditions for 60 min [16]. AfterwarBPPH scavenging activity was
examined using 200 ul which was mixed with 1800oftimethanolic solution containing
DPPH radicals resulting in a final concentration ofG>M DPPH. The mixture was shaken
vigorously for 15 s and then left to stand in ttegkdat room temperature for 30 min. The
absorbance (Abs) of the resulting solution was mmeak at 517 nm using a UV-visible
spectrophotometer against a blank without chitoaacording to the method [17]. The

scavenging ability was calculated by the followeguation (2):

DPPH Scavenging ability (%) = (1 — ARgnpie! ADS contro) X100 (2)

Each value represents the average + standard evatthree independent experiments.
2.7. Evaluation of antibacterial activity

2.7.1. Preparation of stock solutions

Chitosan and its derivatives solutions (1%, w/v, pB) were prepared by dissolving
chitosan and its derivatives powder in aqueousia@eeid (0.4%, v/v, pH 3.2) and stirred
overnight at 700 rpm at room temperature. Stockitewis of phenolic compounds were
freshly prepared by dissolving the appropriate amad the phenolic compound in one part
of 100% (v/v) ethanol and one part of sterile wadteobtain final concentration of ethanol
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50%. The phenolic compounds were first dissolve@thranol (100%) by constant shaking

before adding the water. The stock solutions wesenved at 4°C until use.
2.7.2. Microorganisms and culture conditions

The following strains and incubation conditions &veised to evaluate the antibacterial
activity of chitosan and its derivatives as wellimisial phenols: four foodborne pathogens,
Escherichia coliCIP 54.8 andSalmonella entericaCIP 81.32 as model Gram-negative
bacteria and.isteria monocytogene€IP 82.110 andtaphylococcus aureuSIP 76.25 as
model Gram-positive bacteria, were obtained frorhlipucollection [Collection de I'Institut
Pasteur (CIP), Paris, France]. These strains wespagated overnight at 37°C in liquid
Mueller-Hinton broth (MH) (25 g/l of water). The ltures obtained were diluted with
Mueller-Hinton broth (MH) to obtain a final opticdensity (ORzg) of 0.1 corresponding to
~10® (CFU/mI). This concentration was used for antibeat activity experimentations.

2.7.3. Bacterial growth inhibition

For phenolic compounds, 96-well microplate wasdilwith 90 pl of diluted bacterial
strains. Then, 10 ul of each phenol concentratEd?4 initial ethanol concentration) was
added in wells. Two controls were used in two calanwhich contain 90 pl of diluted
bacterial strains: one with 10 pl of sterile distll water and another with 10 pl of ethanol
(50%). Tests were carried out in triplicate.

For the chitosan and its derivatives, 96-well mitate was filled with 75 pl of diluted
bacterial strains in double Mueller-Hinton brotiXj2o avoid the cell death from nutrition
deficiency Then, 75 pl each chitosan concentration (pH 5.2) was gobun wells. Two
controls were used in two columns: one with 75 fudterile distilled water and another with
75 ul of acetic acid adjusted by NaOH 0.1 M (0.44,5.2). It was found that mixing of the
chitosan solutions (pH 5.2) and the culture med{pi 7.2) presents a pH of 6. Tests were
carried out in triplicate.

After that, the microplates were homogenized bystamt shaking for 5 min. Bacterial
growth at TO was determined by optical density32 6m according to method [18] of each
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well on a microplate reader (multiscan GO W382TAgiimo Scientific MIB, France) with a

blank consisting in culture medium. Then, the nptates were incubated at 37°C for 16-18
h. After incubation and before optical density dei@ation for TF, the microplates were
shaken for 10 min to resuspend bacteria. The améhal activity of all tested compounds
was reported as inhibition percentage (%) by thieviang equation (3) according to method
[19]:

%Inhibition = 1 — (TFsampIe_ Tosample) B (TFBIank_ ToBIank) X 100
(TFGrowth_ TOGrowth) - (TFBIank_ TOBIank) (3)

where T@ampieand ThampeCorresponded to the optical density at 630 nnhefstrain growth
in the presence of the tested compounds before dii@)after (TF) incubation, respectively;
TOglank and Thejank corresponded to the liquid Mueller-Hinton broth diuen with solvent
before and after incubation, respectively; and.d& and Tksrowt to the strain growth in the
presence of the sterile distilled water (positiventcol) before and after incubation,
respectively.

2.7.4. Minimum inhibitory concentrations (MIC) andninimum bactericidal concentrations
(MBC) determination

The INT method [20vas modified to determine the minimum inhibitoryncentrations
(MIC) and the minimum bactericidal concentrationB®) of phenolic compounds and of
chitosan and its derivatives against bacterialrsgran terms of bacteriostatic and bactericidal
activities. Using the same previous 96-well micatps prepared in the optical density
method, 10 pl of p-iodonitrotetrazolium violet (INBs an indicator of bacterial growth,
dissolved in water at a final concentration of 0.4&6v), were added to the wells and then
incubated at 37°C for 30 min in the dark. The deks tetrazolium salt acts as an electron
acceptor and is reduced to a red-colored formaradupt by biologically active organisms.
When bacterial growth was inhibited, the solution the well remained colorless after
incubation with INT. MIC values were recorded as thinimal concentration of antibacterial
compound that completely inhibited bacterial visilgrowth after 16-18 h (no evidence of
growth) [21], i.e. a colorless well. For MBC deteanation, 50 pl from each well without INT
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were spread on MH agar plates (25 g of MH and 18f @gar in a liter of water) and
incubated at 37°C for 24-48 h. MBC was defined he tinimal concentration of
antibacterial compound that results in 99.9% dedl$ i the primary inoculum (no colony
was observed on MH agar plates) [24{least, two duplicate tests were performed wdhhe

strain and antibacterial compounds.

3. Results and discussion

3.1. Determination of phenolic content in chitosaterivatives

The phenolic content in reaction medium after 4 Brzymatic reaction was determined
using gallic acid as a standard (Table 1). The tityaof FA-oxidation products grafted onto
chitosan (50.20% * 2.5) was almost 1.5 times highan of EF-oxidation products (30.50%
+ 2.00). For instance, 1 mg of FA or EF chitosanwdgives contained almost 25 pg of FA-
oxidation products and almost 17 pg of EF-oxidatmnoducts, respectively. In fact, the
presence of free carboxyl group in ferulic acidisture led to several oxidation products as
reported in previous study with laccase [22], whsrthe esterification of carboxyl group in
ethyl ferulate structure led to a single oxidatiproduct as also already reported with
peroxidase [23]. This hypothesis may explain thghér amount of FA-oxidation products

grafted onto chitosan derivative compared to EFlatxon products.

Table 1: Determination of phenolic content in ferulic acidethyl ferulate chitosan

derivatives in 1 ml of reaction medium

Ferulic acid (FA)  Ethyl ferulate (EF)

Initial phenol quantity (mg) 0.97 £0.03 1.10£H.0
Grafted phenol quantity (mg) 0.49 +0.02 0.33130.0
Grafted phenol percent (%) 50.20 £ 2.50 30.509€2.0

(ug of grafted phenol /mg of chitosan) 24.50+1.00 16.50 + 1.50

Each value represents the average + standard evaitthree independent experiments
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3.2. Molecular weight determination of chitosan arii$ derivatives

Changes in molecular weight of chitosan by thetorgfof laccase-catalyzed oxidation
products were studied by SEC-MALLS analyses. Thalte demonstrated that the molecular
weight of chitosan (249 kDaincreases with the grafting of laccase-catalyzedation
products. Additionally, the molecular weight of Féhitosan derivative (277 kDa) was higher
than that of EF-chitosan derivative (271 kDa). Tigher molecular weight of FA-chitosan
derivative can be mainly attributed to the higheamtity of FA- oxidation products grafted

onto chitosan compared to EF-oxidation products [8]
3.3. Morphological analysis

The SEM micrographs of chitosan as influenced ey ghafting of laccase-catalyzed
oxidation products of ferulic acid or ethyl feridavere shown in Fig. 1. The initial chitosan
matrix formed a continuous phase permeated by amgraus system of voids, which in-turn
revealed the spatial dimensions of these imagessélmicrographs showed that there is an
obvious and large variation in the microstructypadperties of chitosan as control treatment
and those of their FA or EF chitosan derivativesit@san as control has a tendency to form a
large polysaccharide reticular structure with capping filamentous appearance. In fact, the
chitosan appeared almost a smooth surface with gpwowves. Whereas, FA or EF chitosan
derivatives obviously altered the systematic agafieg of chitosan. The microstructure of
chitosan derivatives clearly appeared as a matih \globular units of various sizes
displayed in homogeneous/continuous phase of smaath regularly control chitosan
aggregates. Moreover, the globular units of chitodarivatives aggregates were displayed
with explicit boundaries. Consequently, the appeegaof plentiful spherical particles with
some irregularities might be attributed to the gnaf of laccase-catalyzed oxidation products

onto free amino groups of chitosan.
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2.0kV 5.9mm x70.0k SE(M) 500nm | 2.0kV 5.9mm x70.0k SE(M) 500nm

Fig. 1: Surface view of SEM micrographs of chitosan (A)-€hitosan derivative (B), and
EF-chitosan derivative (C).

3.4. Viscosity measurement

As quantitative measurement of rheological behayithe viscosity was determined
depending on polymer concentration of chitosan ighdlerivatives. The modified chitosan
samples formed viscous solutions when the polynser aissolved above a concentration of 8
mg/ml. At low polymer concentrations, chitosan atsdderivatives presented solutions with
low viscosities which were almost similar (Fig. ®Yith increasing polymer concentration,
the viscosity of chitosan derivatives solutionsréased, especially for AF-chitosan solution
as compared with that of chitosan solution. Sucbtreiase in viscosity with polymer
concentrations was also observed by enzymaticiggaéif phenols such as dodecyl gallate,
catechin and hexyloxyphenol onto chitosan in thes@nce of tyrosinase enzyme [24-26].
These high viscosities were characteristic of aatige thickeners and can be attributed to the
formation of physical crosslinks resulting from hgphobic interactions between the side

groups of modified chitosan chains [25, 27-29]. Séhephysical cross-links led to the
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formation of a polymers network which presentedulsdneological properties. Although EF

molecule is more hydrophobic than FA molecule, Fdtasan solution presented higher
viscosity due to the higher quantity of FA-produgtafted onto chitosan as compared with
EF-products [8]. Therefore, the functionalizatidntlws polymer allowed the increase of its

thickener potential.

Viscosity (Pa.s)

Chitosan concentration (mg/ml)

Fig. 2: Viscosity of solutions containing FA-chitosan dative (A), EF-chitosan derivative
(o) and chitosan). Viscosities were measured at 25 + 1°C and alfnotational shear rate
of 0.15 s

3.5. Antioxidant stability

The antioxidant potential of chitosan derivativalier being subjected to 50 or 100°C
for 60 min, was evaluated by following the redustiof the radical DPPHTable 2). The
ECso values at 25°C of FA- chitosan derivative and BResan derivative were 0.52 + 0.03
and 1.50 = 0.05 mg/ml, respectively. Chitosan dod present any antioxidant activity as
reported in a previous study [8]. It was clearlpwh that before and after incubation at 50 or
100°C, EGo values were almost similar. This result was inoadance with results reported
concerning acid gallic grafting onto chitosan ire thresence of peroxidase enzyme [16].
Consequently, this suggested the possibility afigisiA or EF-chitosan derivatives as natural
antioxidant polymer products for applications ajthiemperatures.
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Table 2: EGC5p values of chitosan derivatives in antioxidant gbies after 60 min stay at 25,
50 and 100°C.

EGso (mg/ml) for scavenging ability on DPPH radicals

Storage temperature for 60 min  FA- chitosan dekeat EF- chitosan derivative

25°C 0.52+0.04 1.50 + 0.04
50°C 0.50 £0.02 1.55 +0.05
100°C 0.55+0.03 1.54 £ 0.05

ECso value: the effective concentration at which thecdant activity was 50%, Efg value
was obtained by interpolation from linear regressamalysis. Each value is expressed as

mean + standard deviation (n =3)
3.6. Evaluation of antibacterial activities

3.6.1. Phenolic compounds

The growth response (% inhibition) of four bactesi@ains was measured at 630 nm in
the presence of ferulic acid and ethyl ferulateeateral concentrations as presented in Fig. 3.
Prior to the assay, the effect of 5% (v/v) ethaftbé final concentration of ethanol in the
assay) was investigated and no inhibitory effecttengrowth of tested bacterial strains was
measured (data no shown). Gram-negative bactera mest resistant, especially enterica
than Gram-positive bacteria, especially monocytogenegFig. 3). In fact, minimum
inhibitory concentration (MIC) of ferulic acid thatompletely inhibited bacterial visible
growth was almost 0.3 and 0.8 mg/ml formonocytogenesndS. aureusespectively, while
more than 1 mg/ml foE. coli andS. enterica Whereas, minimum inhibitory concentration
(MIC) of ethyl ferulate was almost 0.3 and 0.7 migfor L. monocytogeneand S. aureus
respectively, while 0.9 and more than 1 mg/mlEorcoli andS. entericaThese results were
consistent with those reported for the susceptybdf E. coliandS. aureusowards phenolic
acids [19] This result was mainly due to the differencesath wall structure. In fact, the high
resistance of Gram-negative bacteria is mainly ttu¢he lipopolysaccharide layer (LPS)

which provides a penetration barrier against aotdyéal compounds [30, 31]
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Fig. 3: Bacterial growth inhibition (%) of ferulic acid jAethyl ferulate (B), against bacterial

strains tested as measured at 630 nm.

Bacteriostatic and bactericidal activities of pHenoompounds against chosen bacterial

strains were studied in term of MIC aMBC thanks to a simple and rapid method (INT) as

shown in Table 3In comparison with optical density method, MIC eduwletermined by INT

method were in accordance with those determindeélgn3. Additionally, MIC/MBC values

by INT method confirmed that ethyl ferulate (est@gs the most potent compound against all

bacterial strains tested compared to ferulic acicoading to previous results obtained for

gallic acid and octyl gallate (ester) agaiBstaureug32]. Additionally, the MBC values were

no more than twice those corresponding to the Midues for phenolic compounds tested
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[33], suggesting that they present bactericidalvig. These results confirmed the validity of
the INT method used to determine MIC and MBC asmplke and rapid method.

Table 3: Minimum inhibitory concentration MIC (mg/ml), mimum bactericidal
concentration MBC (mg/ml) values of phenolic compadsi tested against different pathogens

bacterial strains

Bacterial strains

E. coli S. enterica L. monocytogenes  S. aureus

Ferulic acid MIC 1.25+0.06 1.35%0.07 0.30 £2.0 0.78 £ 0.03
MBC 1.35+0.07 1.45+0.10 0.35+0.03 0.85 #0.0

Ethyl ferulate MIC  1.00+0.05 1.10+0.05 0.20.82 0.63 £ 0.02
MBC 1.15+0.06 1.25+0.05 0.25+0.03 0.75 £30.0

Values are mean = standard deviatiorF (3)

The high antibacterial action of ethyl ferulate da@ mainly attributed to its high
lipophilicity which is due to the esterification die carboxylate group. In fact, antibacterial
activity of phenolic compound is due to the effeatdbenzene ring substitutions (hydroxyl
and methoxy groups) as well as the double bondkil aide-chain which both increase the
lipophilicity [18]. The antibacterial activity ineases with higher lipophilicity which
facilitates penetration across the bacterial menm®i{&2] and depends on the length of the
alkyl chain [34].

However, it is important to notice that results ceming the antibacterial activity of the
phenolic compounds were methodology-dependenteWeral works, it was demonstrated
that results of MIC depended on antibacterial meéthesed and on the species of
microorganisms. For example, MIC values of fer@md againsk. coli as Gram-negative
bacteria varied from 0.16 to 1.94 mg/ml [18, 34;36hereas, MIC values of ferulic acid
againstL. monocytogeneas Gram-positive bacteria varied from 0.15 torag@ml [37, 38].
Thus, it was difficult to compare antibacterialesfs of same phenolic compounds presented
by different studies. As the MIC values of ferudicid determined in the present work were in

the same range of MIC values of ferulic acid regaiin other studies against coli andL.
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monocytogeneghe INT method used in the present study can be vatas a simple and

rapid method to evaluate antibacterial activity.

Finally, variations in antibacterial activities angpbacteria could reflect differences in
cell surface structures between Gram-negative aadh(ositive bacteria. Additionally, the
lipophilicity and the saturated side-chain leng#ikyl chain) influenced the antibacterial
potential of the phenolic compounds against thiediht microorganisms. MIC/MBC values

suggested a bactericidal action of these phenofitpounds FA and EF.
3.6.2. Chitosan derivatives obtained by enzymatiectionalization

The growth inhibition of bacterial strains testedssmeasured at 630 nm in the presence
of chitosan and its derivatives at several conedintis as presented in Fig. 4. Prior to the
assay, the effect of 0.2% (v/v) of acetic aciddfinoncentration of acetic acid in the assay)
was investigated at pH 6 to avoid acidic pH efféicivas found that acetic acid at 0.2% (v/v)
and pH 6 presented less than 10% of bacterial granvtibition against all bacterial strains
tested (data not shown) and thus it was considasedegligible. The efficient antibacterial

concentration of chitosan and its derivatives vimagstigated at pH 6.

Results showed that gram-negative bacteria weré resistant especiallg. enterican
comparison with Gram-positive bacteria, especidllymonocytogenegFig. 4). In fact,
minimum inhibitory concentration (MIC) of chitosaand its derivatives that completely
inhibited bacterial visible growth was almost Orgl@.4 mg/ml fol.. monocytogenesndS.
aureusrespectively, while 0.6 and more than 1 mg/ml Eorcoli and S. enterica These
results were in agreement with previous resultseonng the susceptibility &. aureusand
L. monocytogeneG"), E. coliandS. enterica (G ) towards chitosan which was soluble in
aqueous acetic acid [39-41]. The high resistandgrafm-negative bacteria is probably due to
the lipopolysaccharide layer (LPS) providing anogfiht outer permeability barrier against
macromolecules and hydrophobic substances [39, @&@fjsequently, the resistance of the
bacterial strains tested towards chitosan andeitatives decreased in the following order:

S. enterica> E. coli> S. aureus> L. monocytogenes.
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Fig. 4: Bacterial growth inhibition of chitosan (A), FA4tbsan derivative (B) and EF-
chitosan derivative (C) against bacterial stramsn@asured at 630 nm
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Bacteriostatic and bactericidal activities of ckda and its derivatives against bacterial
strains were evaluated in term of MIC aM@C (Table 4) In comparison with optical density
method, MIC values determined by INT method weradoordance with those determined in
Fig. 4. Additionally, MIC/MBC values by INT method confirmed that chitasand its
derivatives exhibited similar antibacterial acie$ against all tested straidsdditionally, the
MBC values were no more than twice those corresipgno the MIC values for chitosan and
its derivatives [33], suggesting that they predmdtericidal activity. These results confirmed
the validity of the INT method used to determineQvdnd MBC as a simple and rapid

method.

Table 4: Minimum inhibitory concentration MIC (mg/ml) andimmum bactericidal
concentration MBC (mg/ml) values of chitosan asdlierivatives against different pathogens

bacterial strains

Bacterial strains

E. coli S. enterica L. monocytogenes S. aureus
Chitosan MIC 0.60+0.05 2.00+0.10 0.25 +0.05 400t 0.03
MBC 0.65+0.05 2.30+0.05 0.30 +£0.02 0.45 0.0
FA-chitosan derivative MIC  0.60+0.07 2.10+0.15 0.30+0.03 0.50+0.05
MBC 0.75+0.10 2.40+0.10 0.35+0.03 0.55 £0.0
EF-chitosan derivative MIC  0.65+0.05 2.10+0.15 0.30+0.05 0.40 +0.05
MBC 0.70+0.10 2.30%+0.10 0.30 £0.05 0.50 #00.1

Values are mean = standard deviatiorF (3)

The antibacterial activity of chitosan was demaatstl to be correlated to its cationic
nature (positively charged amino-groups), whereasynof bacterial cell components (cell
wall, DNA, RNA ...) are negatively charged [43]. Gisan derivatives presented antibacterial
activity which can be due either to free amino-gr@wf chitosan, without phenols grafting,
which can be responsible for a part of antibacdtexttivity either to the antibacterial activity
of phenols grafted themselves. Additionally, thigilaacterial activity can also be due to the
enhancement of hydrophobic property of chitosan gu@henols grafting. This property
should favor the interaction with the phospholipidger, one major component of the
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bacterial membrane, and subsequently can enhamcearttibacterial activity of chitosan
derivatives by increasing membrane permeabilityoeting to previous results already
reported [44]. Furthermore, the increase of mokacwieight and viscosity of chitosan
derivatives can enhance their antibacterial agtii forming an impermeable layer around

the cell, thus blocking the transport of essemsidlites substrates into the cell [45].

On the other hand, the similar antibacterial atiéisi of chitosan and its derivatives
against bacterial strains can be mainly attributedthe balance between a decrease of
antibacterial activity of chitosan resulting frohetreduction of free amino-groups (decreased
deacetylation degree) [8] and the antibacterialviéagtof phenols grafted onto chitosan

derivatives.

In the present study, enzymatic functionalizatioh ahitosan by heterogeneous
functionalization method could preserve the iniiatibacterial activity of chitosan. In other
studies already reported, it was found that enzinfainctionalization of chitosan either
improved its antibacterial activity [10, 12] or deased its antibacterial activity [11]. In fact,
this property depended on the nature of phenoltegtafierivatives and functionalization
method (homogeneous or heterogeneous). Generaillyg ihomogeneous method (soluble
chitosan), antibacterial activity of chitosan wagproved due to protonated amino groups (-
NHs") available on chitosan which cross-linked with pblec compounds by electrostatic
interactions. The presence of protonated amino pgoonto chitosan gave bioadhesive
property for negatively-charged microbial surfap#s)]. In this case, antibacterial activity of
chitosan was mainly due to both protonated aminougg of chitosan and phenolic
compounds. Whereas, using heterogeneous methddg@hiparticles), antibacterial activity
of chitosan was decreased due to non-protonatedoagrioups (-NH) on chitosan which
cross-linked with phenolic compounds by covalenhdso [8, 47], thus amino groups of
chitosan was not available and the antibacteritigcof chitosan was only due to phenolic
compounds. Consequently, this method is not adequatmprove antibacterial activity of
chitosan derivatives, but led to the formation tab$e chitosan derivatives by covalent bonds

with an ecofriendly procedure
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4. Conclusion

In the present study, antibacterial activity andnsophysico-chemical properties of
chitosan and its enzymatically functionalized datives were investigated. Results
demonstrated that enzymatic grafting of oxidizeder@ils onto chitosan increased its
molecular weight and its viscosity. Additionallyhigs process improved the thermal
antioxidant stability of chitosan derivatives aliog their use as natural antioxidant polymer
products for applications at high temperaturerthermore, ethyl ferulate presented high
antibacterial activity due to its higher lipophitic compared to ferulic acid. Additionally,
chitosan and its derivatives presented similarbacterial and mote precisely bactericidal
activities against all strains tested. Similar Mi@lues determined by optical density method
and INT method confirmed the validity of the INT thhed used to determine MIC and MBC

as a simple and rapid method.

This work demonstrated the interest of enzymaticfionalization of chitosan to create
new functional properties as color, antioxidantivatgt [8] with high antioxidant stability,
high viscosity, thickener property and the preswowaof initial antibacterial activity of
chitosan. Further works are in progress to prepémes of enzymatically functionalized
chitosan derivatives and to study their proper@ss physico-chemical, antioxidant, and
antibacterial in order to produce functional matisrifor biotechnological applications such as

active food-packaging.
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11.2.3. Contribution de I'article

Cette partie était consacrée a I'étude des pr@sriéphysico-chimiques et
antibactériennes des chitosane natif et fonctiogémlpar voie enzymatique. En ce qui
concerne les propriétés physico-chimiques, noussawchoisi trois propriétés physico-
chimiques (la viscosité, la quantité de phénolfgret la masse moléculaire) qui jouent un
réle important aux niveaux des propriétés antibamiées. De plus, la morphologie de la
surface du chitosane et la stabilité a la chaleut'attivité antioxydante ont été évaluées.
Dans cette étude, nous avons choisi la méthodesgitd optique afin d’étudier I'inhibition
bactérienne en fonction de la concentration duoshite, ainsi que la méthode INT pour
étudier l'activité antibactérienne pour détermiteerCMI et CMB et établir ainsi le modes

d’action (bactériostatique oubactéricide).

La quantité de produits d’oxydation de I'acide fi&gque greffé sur le chitosane était
presque deux fois plus importante que celle obtavwex le férulate d’éthyle. En effet, la
présence du groupement carboxyle libre sur I'afédelique permet normalement une plus
grande diversité de produits d’oxydation. Par aantesterification du groupement carboxyle
sur le férulate d’éthyle conduit a un seul prodoits de I'oxydation enzymatique. Cette
hypothese peut expliquer la grande quantité deduiso d’oxydation de I'acide férulique

greffés sur le chitosane.

Le greffage enzymatique des produits d’'oxydati@ugmenté la masse moléculaire des
chitosanes fonctionnalisés par rapport au chitosatié En outre, le chitosane-AF présente
une masse moléculaire (277 kDa) plus importante aplie du chitosane-FE (271 kDa) en
raison de la grande quantité des produits d’oxgdatie I'acide férulique greffés sur le
chitosane en comparaison des produits du féruléthyde. De plus, le greffage enzymatique
des produits d’oxydation a fait augmenter la vigéosles solutions des chitosanes
fonctionnalisés, notamment pour la solution deadaihe-AF. En effet, laugmentation de la
viscosité peut s’expliquer par la formation de s@ais physiques inter-chaines résultant
notamment des interactions hydrophobes s’établisgsmtre les chaines latérales des
chitosanes fonctionnalisés. Malgré le fait quedmilate d’éthyle (ester éthylique de l'acide

férulique) est plus hydrophobe que I'acide férudigla viscosité du chitosane-AF était plus
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élevée que celle du chitosane-FE ce qui peut &réa da grande quantité de produits
d'oxydation de [l'acide férulique greffés sur le tolsane. Ensuite, les chitosanes
fonctionnalisés ont présenté une bonne stabilitd’al#ivité antioxydante vis-a-vis de la
température (100°C pendant 60 min). Cette proppéténettrait l'utilisation des chitosanes
fonctionnalisés dans applications utilisant unepérature élevée. Il est également important
de noter que les particules des chitosanes fomalm@s ont présenté une plus grande
hétérogénéité de surface en comparaison avec tesahe natif. Par ailleurs, les résultats
concernant les propriétés antibactériennes ontnéapie les bactéries a Gram-positif ont été
plus sensibles que celles a Gram-négatif vis-aegisaction des difféerents chitosanes. Cette
sensibilité différente peut étre issue de la diife dans la structure de I'enveloppe
cellulaire. Par conséquent, la résistance des ssumdictériennes testées contre le chitosane et
ses dérivés a diminué dans l'ordre suivaBt: enterica E. coli> S. aureus> L.

monocytogenes

L’éthyl férulate a présenté une activité antibdetére plus élevée en raison de sa
grande lipophilie en comparaison avec celle dedéaterulique. Ainsi, le chitosane natif et
ses dérivés ont montré la méme activité antibasiég contre toutes les souches bactériennes
testées. Ce résultat peut étre di a I'équilibneeéatdiminution de I'activité antibactérienne du
chitosane résultant de la réduction des groupenaenitsés libres et I'activité antibactérienne
des phénols greffés sur le chitosane. En effettiVidé antibactérienne des chitosanes
fonctionnalisés peut étre issue des groupementsesnlibres restant sans greffage, des
composés phénolique greffés, de la viscosité éJededa masse moléculaire élevée et de
I'hnydrophobie élevée. Ainsi, selon les valeurs ddl@t de CMB, I'activité antibactérienne
du chitosane natif et de ses dérivés était baaléren raison des valeurs similaires de CMI et
CMB.

Enfin, cette procédure a permis d’apporter de nibesgoropriétés physico-chimiques
aux chitosanes fonctionnalisés telles que la ssalibn de I'activité antioxydante vis-a-vis de
la température, une viscosité plus élevée ce gqunged’envisager son emploi comme
épaississant. De plus, cette procédure a permiséderver I'activité antibactérienne initiale
du chitosane natif. Ainsi, ces nouvelles propri@aschitosane fonctionnalisé élargissent les
champs d’application du chitosane dans différeataalnes comme ingrédients alimentaires.
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11.3. Propriétés biologiques : adhérence et croissee des cellules HUVEC et

Caco?2 sur les films de chitosanes

11.3.1. Introduction

L'intérét des biomatériaux polyméres augmente éaren année. Les biomatériaux a
visée clinique, doivent avoir d'excellentes proggsede surface. En effet, la surface du
matériau venant en contact directement avec la tiseant lorsque le matériau est implanté
dans le corps, la réponse de l'organisme vis-@eise matériau, notamment I'adhérence
cellulaire dépendra de ses propriétés physico-chias telles que la rugosité de surface, la
topographie de surface, la rigidité, la cristaténile comportement de gonflement, la teneur
en eau, la balance hydrophobie/hydrophilie, laghale surface, la présence de groupements
fonctionnels,... (Houwet al, 2004 ; Roaclet al, 2007). Ces propriétés peuvent directement
influencer l'adsorption des protéines d'adhésioitrgiéctine, fibronéctine) et donc les

interactions cellulaires ultérieures avec la swfde matériau.

Depuis plusieurs années, le chitosane a recu teetiah accrue comme biomatériau
polymére prometteur avec des applications variges des industries pharmaceutiques et
biomédicales. Le chitosane est devenu un biomatéras prometteur en raison de sa
biodégradabilité, sa biocompatibilité, sa non-tdagicet son faible colt (Sabnis et Block,
2000). Plus récemment, les propriétés du chitosarde ses dérivés par voie chimique ou
enzymatique ont été étudiées pour différentes egipdins telles que dans la cicatrisation des
plaies et l'ingénierie tissulaire (Sktial, 2006) .

Cependant, malgré les multiples applications pakes du chitosane, son utilisation
reste limitée a cause de sa faible solubilité aneHtre et par des propriétés physiques peu
favorables. En effet, le chitosane est rigide etsaat (fragilité élevée), ce qui est une
conséquence directe de liaisons hydrogenes fomtes- iet intermoléculaire. En outre, les
films de chitosane présentent une faible adhéreelba@aire probablement liée & son caractere
hydrophile élevé (Holmes et Tabrizian, 2011). Rarséquent, de nombreux travaux ont été
rapportés concernant la modification des proprigilgsico-chimiques et mécaniques du

chitosane par voie chimique afin d’obtenir une aegtation de caractere hydrophobe et ainsi
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d’accroitre son affinité vis-a-vis de cellules humes différenciées (Bettingt al, 2008 ;
Hozumiet al, 2010 ; Neamnarkt al, 2007 ; Roaclet al, 2007).

La modification du chitosane peut améliorer cesdairpropriétés d'intérét pour les
applications biomédicales telles que sa solubdliffH neutre (Jiret al, 2009 ; Kumaret al,
1999 ; Sakaet al, 2009), et également introduire d'autres propsiéddes que I'apport d’'un
équilibre hydrophile/hydrophobe a la surface ducd@ne (Nagaokat al, 1992 ; Neamnark
et al, 2007) ainsi que la possibilité de maintenir degppétés de bioadhérence (Hoffman
al., 1997) et de biodégradabilité (Singh et Ray, 198&8cemment, des enzymes oxydatives
tels que les laccases, les tyrosinases et lesidas®s ont démontré étre des biocatalyseurs
potentiels stéréo-sélectifs pour le greffage denptséoxydés sur le chitosane (Bozic Mogta
al., 2012a ; Bozic Met al, 2012b ; Sousat al, 2009), apparaissant ainsi comme des

alternatives intéressantes par rapport aux appsadfieniques non spécifiques.

Dans ce contexte, les propriétés biologiques comacerl’adhésion et la croissance
cellulaire de films de chitosane natif et fonctiahsé par I'acide férulique ou le férulate
d’éthyle ont été évaluées. Les chitosanes fonctilisés a base d'acide férulique et de
férulate d’éthyle ont été produits en présenceadadcase dMyceliophtora thermophila 30
°C, en milieu aqueux. Les films ont été produitaddes plaques 24 puits (Zchpuits) et
stérilisés par les rayons UV pendant 15 min. Danpnremier temps, ce travail a consisté a
mesurer I'épaisseur du film, la quantité de phéoriglés greffés et la capacité d’adsorption
de protéines. Dans un deuxieme temps, la morpl®ldgs cellules HUVEC et la viabilité
cellulaire ont été évaluées. L'étude qui suit essg@ntée sous forme d'une publication qui sera

soumise dangournal of Biomaterials
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[1.3.2. Adhesion and viability of endothelial cellson chitosan films enzymatically

functionalized with phenolic compounds
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Abstract

Human Umbilical Vein Endothelial Cell (HUVEC) gmth on chitosan films and on
chitosan derivatives films enzymatically functiametl with ferulic acid (FA) and ethyl

ferulate (EF) was assessed by evaluating of tlidiesion, morphology and viability.

Chitosan derivative films exhibited improved prate@idsorption properties compared to
chitosan films. The cell morphology indicated a magtachment and spread phenotype of
HUVEC cells on chitosan derivative films while tieeslls often did not spread and remained
round on chitosan films. Cell viability showed imoged cell adhesion on chitosan derivative
films compared to chitosan film and this adhesi@swnhanced with the quantity of oxidized
phenols grafted. In addition, FA-/EF-chitosan filmshibited almost similar cell adhesion.
Furthermore, cell adhesion was increased with tine thickness all films. These results
demonstrate that oxidized phenols grafting on elaibois promising process to achieve

enhanced cell adhesion and to create useful furadtlmomaterials.

Keywords: Chitosan films; chitosan derivatives enzymaticéillgctionalized; cell adhesion;
HUVEC cells.
Corresponding author: Tel.: +33 383595795, Fax: 383595804

"E-mail address: isabelle.chevalot@univ-lorrain@.f€hevalot)
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1. Introduction

Any biomaterial that is clinically used must haweealent properties in bulk as well as
on the surface. As the biomaterial surface firshes into contact with the living tissue when
the biomaterial is placed inside the body, theahitesponse of the body to the biomaterial
depends on physico-chemical nature of this bionatsuch as surface roughness, surface
topography, stiffness, crystallinity, swelling belaaur, water content,
hydrophobicity/hydrophilicity, surface charge, cheah functionalities, etc [1-3]. These
properties may directly influence adsorption of eglbn proteins and subsequent cellular

interactions [4].

Chitosan, a deacetylated form of chitin, is a ratpolymer composed of 2-amino-2-
deoxy-D-glucose and 2-acetamido-2-deoxy-D-glucosésu For several years chitosan
received increased attention as one promising palgmmaterials with a wide large number
of applications in pharmaceutical and biomedicalustries [5, 6]. Chitosan became an
interesting biomaterial due to its good biodegradgbbiocompatibility, no toxicity and low
cost, which provide it with huge potential for freudevelopment [7]. More recently, the
potential value of chitosan and its derivatives basn investigated for different applications

such in wound healing and tissue-engineering [8].

Despite the vast applicabilities of chitosan, tiization is somewhat limited by its poor
solubility in neutral pH, poor workability and igghysical properties that are rigid and brittle
(high brittleness), a direct result of the strongga- and inter-molecular hydrogen bonding.
Furthermore, chitosan membrane alone adheressigeisbut does not show cell attachment
due to its high hydrophilicity [9, 10]. Consequgntkeveral works have been attached to
chemically modify physicochemical and mechanicabperties of chitosan such as the

increase of hydrophobic character as well as #ffior differentiated human cells [2, 11-13].

Chitosan modification can improve some interespprtes for biomedical application
such as increasing solubility in neutral pH [14-86ld also induce other desired properties
such as the induction of balance between the hyilio@mnd hydrophobic properties on the

chitosan surface [13, 17] with possibility to maint some interesting properties such as
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mucoadhesivity [18] and biodegradability [19] ardig enlarge the field of its potential
applications. Recently, the use of oxidative enzynseich as tyrosinases, laccases and
peroxidases have been shown as potential regiostanelo-selective catalysts for grafting of
oxidized phenols onto chitosan [20-23], being arraetive alternative to toxic,

environmentally unfriendly, and non-specific cheahi@pproaches.

The purpose of the present work is to study biaalgproperties of cell adhesion and
viability on chitosan and its enzymatically functadized derivatives films. In fact, chitosan
as solid particles has been enzymatically functined with ferulic acid and ethyl ferulate
under mild conditions (T 30°C and pH 7.5) in aquemedium. Consequently, the phenolic
compounds have been covalently grafted thanks doate catalysis onto the free amino
groups of chitosan at region C-2 via Schiff basedo@N=C) [24]. In this study, chitosan and
its derivatives films were prepared with solutiasting technique as a function of grafted
phenols quantity and film thickness in 24-well plaThe adhesion and growth of Human
Umbilical Vein Endothelial Cells (HUVEC) on chitasand its derivatives films have been

investigated.
2. Materials and methods
2.1. Materials

Chitosan HMW (high molecular weight, Mw 310-375 R@as purchased from Sigma-
Aldrich (France). Dulbecco’s modified eagle medi(iMEM), Endothelial Basal Medium,
Dulbecco’s phosphate-buffered saline without caici(D-PBS), methyl thiazolyldiphenyl-
tetrazolium bromide (MTT) and neutral red uptakeaevpurchased from Sigma (Germany).
Acetic acid was purchased from Prolabo (Francd)aial and isopropanol were obtained
from Carlo Erba (Milwaukee, WI, USA).

2.2. Chitosan derivatives by enzymatic functionalition

Enzymatic functionalization of chitosan by graftimj laccase-catalyzed oxidation
products of ferulic acid (FA) and ethyl ferulaté=jEBwvas performed according to method [24].
The reactions were carried out at 30°C by addingl 6f methanol solution of 50 mM FA or
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EF, 45 ml of phosphate buffer (50 mM, pH 7.5) awgdof chitosan particles in the beaker.
The reactions were started by adding 0,13 ml ofefas® (13.5 U/ml of laccase). In present
study, enzymatic functionalization of chitosan wasried out at two temps (4 h, 16 h).

2.3. Determination of phenolic content onto chitosaderivatives

In present work, phenolic content onto chitosanvdéres was indirectly determined
by measuring the content of phenols remained ictia medium. After 4h and 16h of
functionalization temps, the chitosan derivativesrevrecovered by filtering the reaction
medium under vacuum with Ministar-RC membranest{@iais, porosity 0.2 um). Later on,
chitosan derivatives recovered were extensively hedswith an abundant amount of
phosphate buffer pH 7.5, methanol, ethanol and ditetone to remove all traces of substrates
adsorbed by electrostatic forces. Then, the inmBaktion medium and washing liquid were
quantitatively accumulated for evaluate the phenaontent non-grafted onto chitosan

derivatives (phenols remained in reaction medium).

Content of phenols remained in reaction mediunr &fteand 16h of functionalization
temps were determined by the method [25]. Brieflynl of accumulated liquid was mixed
with 1 ml of 10% sodium carbonate (}x03) and then this mixture was left for 10 min at
38°C. Later on, 1 ml of Folin- Ciocalteau reagelB) was added to the mixture and then it
was shaken for 15 min in the dark at room tempesa#ibsorbance was measured at 660 nm
using a UV-visible spectrophotometer (Shimadzu U%05). Gallic acid (40 pg/ml) and
water were used as standard and blank, respectilieé/phenolic content was calculated by

the following equation (1) resulted from gallic deis a standard:
y = 0.009 x (R0.9997) 1)

where (y) is the absorbance value at 660 nm ands(the concentration of phenol non-

grafted (mg/ml).
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2.4. Preparation of chitosan derivatives films

Chitosan and its derivatives solutions (0.5%, wieye prepared by dissolving chitosan
and its derivatives powder in aqueous acetic aldd, (v/v) and stirred overnight at 700 rpm
and room temperature. Chitosan films were preparezéi-well plates. In every essay, two
24-well plates were prepared for study cellularesibn as a function of three parameters: the
chitosan type, the film thickness and the phenafted quantity onto the chitosan.

The first 24-well plate was prepared by adding limgach well, while the second 24-
well plate was prepared by adding 3 ml in each veelbbtain different film thickness. Each
plate was prepared as a function of the chitospa &nd the phenols grafted quantity onto the
chitosan at 4 h and 16 h of functionalization tempdgollowing order: two columns with FA-
chitosan derivative, two columns with EF-chitosaamivhtive, a column with chitosan and a
column without chitosan (control). Drying processsttaken place at room temperature for
two days under the flow hood to avoid dusts. Thasgach well, thin films were formed
containing 2.5 mg (1 ml) or 7.5 mg (3 ml) chitogan. Dried chitosan films were
neutralized by incubation with 1 M NaOH for an hotallowed by washing with distilled
water up to reach pH 7-8. Then, neutralized filmesevkept with phosphate-buffered saline

(PBS) up to use. Finally, before use, chitosandilmere sterilized for 30 min with UV rays.
2.5. Characterisation of chitosan-based films
2.5.1. Thickness measurement

The film thickness was measured using the standi&fdQ 03-016 with a manual
micrometer (Messmer, London, England) equipped witiead measuring 5 mm in diameter
a sensitivity of 2 um. The thickness was measureglriandomly selected points on each film

and then an average value of three films was catiedl(um).
2.5.2. Color measurement

Measurements were carried out with a Minolta CM,-ZIR colorimeter (Minolta,

Colombes, France) employing the parameters L*(lighs) a* (redness) and b* (yellowness)

239



Résatdtet discussion — Article 4

defined in the CIELab system [26]. Measurementsviaken as the average of at least three
points on the center and the outer periphery ohddm. Color difference AE) was the
magnitude of the resultant vector of three compbéferences: lightness differencal();
red—green chromaticity differencad); and yellow—blue chromaticity differencéhb)). Color

differences were calculated using the followingaan (2):

AE :V AL+ A&+ Ab?
(2)

WhereAa = a- &, Ab = b - by andAL = L; - Lo. The index i, indicated the values observed

for chitosan derivative films and index O, indichtdhe values observed for chitosan film

(reference).
2.5.3. Surface morphology

Scanning electron microscopy (SEM) was used torgbste surface morphology of
chitosan and its derivatives films. The films weneamined with a Hitachi SEM S2500
instrument operating at 10 kV. They were placethatsurface of a sticky plastic circle fixed
on a support. Then, the samples were coated withganticles by sputtering (Bio-Rad type
SC 502). Different magnifications were performe@dx5100x, 200x and 500x.

2.5.4. Water sorption isotherms

Water sorption isotherms were determined gravimatyi using DVS technique
(Surface Measurement Systems, London, UK) equippttda Cahn microbalance. The DVS
apparatus monitors the moisture sorption capaattiezhitosan films as function of relative
humidity (RH). The changes in sample weight overetiat 25 °C and at any desired RH
(between 0% and 98%) were recorded. About 10-1%hsgmple was loaded onto the quartz
sample pan. The program was initially set to cdnine humidity at 0% for 12 h (drying
phase). This step allowed the sample water actitotydecrease to zero and internally
equilibrate. The sample was then subjected to ssoae steps of 10% RH increase, up to
98%. For each step, mass changes (m) and the fratass changes (dm/dt) were plotted

against time. The equilibrium was considered todaehed when changes in mass with time
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(dm/dt) were lower than 0.002%/min (i.e. 2 g wéit@€ g db/day). All experiments were run
at 25°C and 2-4 tests were carried out for eachpkanihe accuracy of the system was
+1.0% RH and + 0.2°C, respectively.

2.5.5. Protein adsorption on films

Protein adsorption on films have been evaluatedctordance with method [10] with
minor modifications. Before the evaluation of pintadsorption, the 24-wall plate containing
chitosan films was sterilized with 70% (v/v) ethhfar 1h and then washed three times (20
min each wash) in 1x sterile phosphate bufferemhesatithout calcium (PBS) buffer, pH 7.2

to ensure complete of the ethanol.

For evaluate of protein adsorption, the sterilewd plate was incubated by 1 ml of
complete cell culture medium (Endothelial Cell GtowMedium, ECGM) in each well
containing chitosan films under same conditionelf culture (at 37°C and a humidified
atmosphere of 5% G Control included wells without chitosan films.ft&r 24 h of
incubation, the cell culture medium was removed] films were rinsed twice in 1 x sterile
phosphate-buffered saline without calcium (PBS)fdsufThen, the cell culture medium
removed and washing liquid were quantitatively acalated for evaluate the protein content
non-adsorbed onto chitosan films. The concentratibriotal proteins in the accumulated
solution and in initial cell culture medium was el@inedvia the bicinchoninic acid (BCA)
method with a kit from Sigma (France). Analysis wasformed at an absorbance of 562 nm
using microplate spectrophotometer (multiscan GO8¥WZ\, Thermo Scientific MIB,
France). Each protein concentration was calibratdg a concurrently produced standard
curve using the bovine serum albumin in phosphateeb(50 mM, pH 7.5) provided with the

assay Kkit.
2.6. Biological characterizations
2.6.1. Cells and cell culture

Human umbilical vein endothelial cells (HUVEC) wenbtained from the European
Collection of Animal Cell Cultures (ECACC, UK) ancultivated in Endothelial Basal
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Medium (Sigma-Aldrich, France). The medium was pregd by addition of the growth

supplement (3%) (Sigma-Aldrich, France). HUVEC se{Sigma-Aldrich, France) were
cultivated between passages 1 and 7. The cells wswelly split when reaching 80%
confluence (5-7 days). They were first rinsed wihlbecco’s phosphate-buffered saline
without calcium (D-PBS) and then trypsinised witeadution containing 0.25% trypsin and 1
mM EDTA (GIBCO, USA) and counted by Thoma cell unda optical microscope. For
maintenance of the cell line, the cells were seedé&d1d cells/cnf in flasks. All experiments

of cytotoxicity evaluation were performed betweke passage 3 and 6.
2.6.2. Cell adhesion and viability of chitosan deatives films

For cell adhesion and viability experiments, ste@@4-well plate containing chitosan
films was filled with 1 ml of diluted HUVEC cellst4.10 cells/well (5.10 cells/cnf). Cells
were allowed to attach for 4 days at 37°C under@@® atmosphere. The images of attached

cells were taken using an optical microscope eaqdppith a digital camera (Nikon).
2.6.2.1. Cell morphology and attachment

For analysis of cell morphology and attachmentiucal medium was removed after 3
days of incubation and then chitosan films wersathonce in PBS. Cell morphology were
observed under an inverted microscope (OlympusydoBapan) and images were taken at
10x and 32x magnification by a digital camera (DX200F, Nikon) in the presence and the

absence of chitosan films.
2.6.2.2. Cell viability evaluation

The cell viability of chitosan films was determinesing MTT assay. MTT method (the
colorimetric methylthiazoletetrazolium method) i@skd on the reduction of the tetrazolium
salt, methyl thiazolyldiphenyl-tetrazolium bromi@eITT) into a crystalline blue formazan
product by the cellular oxidoreductases of vialdéisc [27]. The resultant formazan crystal
formation is proportional to the number of viablls. Following 4 days incubation, 200 ul
of MTT (5 mg/ml in PBS, pH 7.4) was added to allle@nd the plate was then incubated at
37°C under 5% Cg@atmosphere for 4 h. Medium with MTT was then geaSpirated from
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test cultures and 1 ml of isopropanol was addedlltavells for dissolving of the formazan
crystals. The plates were then shaken at room textyve for 10 min and the absorbance was
read at 540 nm in a microplate reader. The relateleviability was calculated according to

the following equation (3):
Ce” Vlablllty (%) = ((1' (AbSreated Ce(|AbS COﬂtl’OD) X 100 (3)

where Abgeated cetldWith film) and Absontol (Without film) are the absorbance values at 540
nm of sample with treated cells and control, respely. Each test was carried out in
guadruplicate, and each experiment was repeatieg thr

3. Results and discussion
3.1. Determination of phenolic content onto chitosaderivatives

The content of phenols remained in reaction median determined using gallic acid
as a standard after 4 h and 16 h of enzymaticiceadds shown in Table 1, the quantity of
FA-oxidation products grafted onto chitosan wasaainb0% and 90% of total quantity of
ferulic acid used after 4 h and 16 h of enzymatiction, respectively. The quantity of EF-
oxidation products grafted onto chitosan was aln3@86 and 46% of total quantity of ethyl
ferulate used after 4h and 16 h of enzymatic reactespectively. Consequently, the quantity
of FA-oxidation products grafted onto chitosan \@lmost two times higher than that of EF-

oxidation products.

Table 1: Determination of phenolic content onto FA or ERt@ban derivatives

Reaction time (h)  Ferulic acid (FA) Ethyl ferulate (EF)

4 50.2+35 30521
Grafted phenol percent (%)

16 90.5+4.3 46.4+2.9

4 245+1.0 17.0+15
png of phenol /mg of chitosan

16 44020 255+25

Each value represents the average + standard evaitthree independent experiments
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In fact, the presence of a free carboxyl groupedrulic acid structure led to several
oxidation products as reported in previous study Waccase [28], whereas the esterification
of carboxyl group in ethyl ferulate structure leda single oxidation product as also already
reported with peroxidase [29]. This hypothesis neplain the higher amount of FA-

oxidation products grafted onto chitosan derivateepared to EF-oxidation products.
3.2. Characterisation of chitosan-based films
3.2.1. Color measurement

To verify the progress of functionalization reant&nd the homogeneity of chitosan and
its derivatives films, the color parameters (a*,dnd L*) andAE values of chitosan particles
were determined in Table 2. The values of coloapeaters (a*, b* and L*) of AF-chitosan
films were significantly differentAE = 30.1) when compared with those of chitosandilm
Indeed, with the products grafting of laccase-gaed oxidation of FA onto the chitosan
film, redness and yellowness increased and ligbtriesreased leading to a colored FA-
chitosan films (yellow-orangepPn the other hand, the color parameters of chitfas and
EF-chitosan films were very similar and color difleceAE was not significant as shown in

Table 2. Therefore, EF-chitosan films were col@les

Table 2: Color parameters (a*, b* and L*) and color diffiece AE) of chitosan and its

derivatives films after 4 h of functionalizatioraction.

Films L* (lightness) a* (redness) b* (yellowness)AE (Color difference)
Chitosan 86.7+0.8 14+0.1 19+0.1 0

FA-chitosan 70.6+0.6 5.8+0.2 269+1.4 30.1+1.3
EF-chitosan 824+1.1 15%0.1 24+0.2 42+0.2

Each value is expressed as mean + standard dev(atr3).
3.2.2. Surface morphology

The SEM micrographs of chitosan films as influendsd the grafting of laccase-

catalyzed oxidation products of ferulic acid oryétferulate were shown in Fig. 1. Results
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showed that chitosan film presented more homogesodace than chitosan derivative films.
FA-chitosan film surface was more heterogeneous tBB-chitosan film surface. In fact,

heterogeneous surface of chitosan derivative Sliprobably due to oxidized phenols grafted.
Additionally, high heterogeneous surface of FA-ok#in derivative film is due to high

quantity of FA-products grafted compared to EF-picid grafted as reported in previous
study [24].

0.5kV-D 6.2mm x10.0k SE(U,LA0)

0.5kV-D 6.2mm x10.0k SE(U,LAQ)

Fig. 1: SEM micrographs of film surface of chitosan (AM-Ehitosan derivative (B), and EF-
chitosan derivative (C).

3.2.3. Water sorption isotherms for films hydrophotbty evaluation

To describe water sorption isotherms, a popular GAdlel was applied [30] and the
parameters of this modelyand C were determined on the way of adjustmerti®@turves of
the model with the experimental results. The wataption isotherms of chitosan and its
derivatives films at 25°C are presented in FigAlRthe water sorption curves of the films are

sigmoid in shape, revealing a slower increase m eQuilibrium moisture content until
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relative humidity 70%; thereafter, there is a dramancrease in the slope of the isotherm,
indicating the presence of non-bound or free-stater associated with enhanced
solubilization as described by Su et al. [31].

Water content g / 100 g of 1

0 10 20 30 40 50 60 70 80 90 100
Relative Humidity (%)

Fig. 2: Water sorption isotherm of chitosan film)( EF-chitosan film4) and FA-chitosan

film () estimated at 25°C from 0% to 98% RH.

As presented in Table 3, the values of GAB pararegtg, and C, of chitosan films
were more important than that of chitosan deriativms. Additionally, FA-/EF-chitosan
derivative films presented similar values of thenmlayer water content. In fact, value of the
monolayer water content (X (g of water/100 g of dry base) and the value aistant C,
related to the water-substrate interaction endryyh values of GAB parameters of chitosan
films is due to the greater hydrophilic nature lwEtpolymer and to the stronger interactions
established between water molecules and functigraips of chitosan (-OH, -Ni as a
result of the interactions of the type of hydrodemds. Whereas, the grafting of oxidized
phenols onto chitosan derivatives reduced the watesunt bound to specific polar sites of
chitosan due to the presence of phenolic hydroghsite chains. These results suggested that
chitosan derivative films are more hydrophobic tleaitosan films. Furthermore, similar.X
values of both chitosan derivatives indicated thatr hydrophobic properties are similar due
to the high quantity of FA-products grafted and thigh hydrophobicity of EF-products
grafted as reported in a previous study [24].
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Table 3: Parameters obtained from the fitted curves wittBGwodel for chitosan and its

derivatives films

Film Xm C R®
chitosan 7.83 8.97 0.99
FA-chitosan derivative 6.44 5.07 0.98
EF-chitosan derivative 6.48 7.38 0.99

Xm: monolayer moisture content g of water/100 g gflaase; C: constant of GAB model.
3.2.4. Protein adsorption on chitosan and its dexiives films

As in vivo protein adsorption plays a key role in mediatimdj-surface interactions,
total protein adsorption on chitosan and its denes films was determined (Fig. 3). After 24
h of incubation with complete cell culture mediumgher total protein adsorption occurred in
wells without film (control). Chitosan films preded low total protein adsorption compared
to chitosan derivative films and control (withouilmf). Additionally, no significant
differences in total protein adsorption were obsdribetween chitosan derivative films and

control (without film).

25

= = N
o o o
L L L

Protein adsorption (¢

al
1

Control (without film) Chitosan film FA-chitosan film EF-chitosan film
Film sample

Fig. 3: Total protein adsorption to chitosan films, FA/&érivative films and control (without
film) compared to total protein of complete celltate medium (ECGM)
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In general, hydrophobic surfaces tend to adsorgetammounts of proteins than
hydrophilic surfaces [32, 33]. As plate 24 wellasmposed from polystyrene, high total
protein adsorption can be due to high hydrophopwitpolystyrene. While, low total protein
adsorption of chitosan film can be due to its higldrophilicity. Furthermore, high total
protein adsorption of FA-/EF-chitosan derivativedmB can be due to their high
hydrophobicity compared to chitosan films as sh@bove. Additionally, a previous study
showed that that FA-/EF-chitosan derivatives preskrhigh hydrophobicity compared to
chitosan due to oxidized phenols grafted [24]. Taek of differences in total protein
adsorption between FA/EF chitosan derivative filmay be probably due to the almost
similar hydrophobicity of FA and EF chitosan films.fact, the high quantity of FA-products
grafted and the high hydrophobicity of EF-produgtafted can lead to similar FA-/EF-film
hydrophobicity [24]. Furthermore, high protein aggmn on FA/EF chitosan derivative films
can be due to their heterogeneous surface produoomg oxidized phenols grafting as
presented above. In general, it was shown thatejproadsorption was improved on
heterogeneous and roughness surface [2]. In previgiudy, blood protein adsorption
increased significantly as film surface roughnelspadyester urethane and poly (lactic acid-

co-glycolic acid) increased [34].

3.3. Biological characterizations

3.3.1. Cell morphology and attachment

Attachment of cells on the surface of a materiarie of the prerequisites for evaluation
its biological compatibility for possible use inobiedical applications. HUVEC cells were
cultured on chitosan and its derivative films fod&ys. Results showed that the HUVEC cells
attached more on control (without film) than ontokan and its derivative films (Fig. 4-A).

Furthermore, HUVEC cells attached more on chitakaivative films than on chitosan films.
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B4

Fig. 4. Photos of HUVEC cell cultivated for 3days on filwfschitosan (A2, B2), FA-
chitosan (A3, A3) and EF-chitosan (A4, B4) comparedontrol (without film) (A1, B1) by
optical microscope (Olympus, Tokyo, Japan) at ¥xanhd 32x (B) magnifications
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The observation of cell morphology of HUVEC cells @esented in Fig. 4-B revealed
that HUVEC cells on chitosan films were adheredthey often did not spread and remained
round. Whereas, HUVEC cells on chitosan derivatives demonstrated a well attachment
and spread phenotype. Furthermore, on chitosawvatee films, HUVEC cells exhibited
different cell morphology compared to control (vaith chitosan) that can be probably due to
the different attachment mechanisms of cells cettusn the different surfaces. In addition,
the evidence of cell-to-cell interaction was india of non-cytotoxic response of the
HUVEC cells to the phenolic substrate on chitosarivdtive films.

3.3.2. Cell viability

The cell viability was evaluated on chitosan arsddérivative films towards HUVEC
cells by evaluating the reduction of MTT to formazaystals over 4h. As presented in Fig. 5,
it was found that chitosan derivative films exhgitimproved cell viability compared to
chitosan films. The cell viability increased as tineantity of oxidized phenols grafted onto
chitosan was increased for chitosan derivativedilin addition, FA-/EF-chitosan derivative
films showed almost similar cell viability towartllJVEC cells mainly due to similar total
protein adsorption.
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12 pm . . 28 um
Film thickness (um)

O Chitosar E FA-chitosan(4t O FA-chitosan(16t EF-chitosan(4} EF-chitosan(16l

Fig. 5: Effect of film thickness and oxidized phenols ggdfon HUVEC viability of chitosan

and its derivatives films
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Furthermore, two thicknesses were used to studynfhesnce of film thickness on the
cell adhesion. Using a manual micrometer, it haanldeund that 1 ml and 3 ml of chitosan
solution (0.5% v/v) in each well (2 &nof 24-well plate provided chitosan films with fin
+ 1 and 28 * 2, respectively. Results indicated tedl viability for all films increased as the
film thickness was increased according to resuftdJggun et al, 2010 who studied the
influence of film thickness on cell adhesion. Thas¢hors found that rat mesenchymal stem
cells (MSCs) and rat hepatocyates cultivated ortosan films of various thicknesses
demonstrated significant improved cell adhesioreaging and proliferation as film thickness
was increased [35]. These authors showed thantmeases in cell spreading with membrane
thickness could be correlated with microstructuta@nges in the film as the thickness was
increased. In fact, the analysis of film crystadlistructure by X-ray diffraction (XRD)
revealed an increased amorphous fraction in filntlk imcreasing thickness. Additionally, the
level of vitronectin binding increased proportidgalvith increasing film thickness due to
changes in film microstructure (crystallinity). Bity, the improved cellular responses were
likely due to enhanced adsorption of the serum sidheprotein vitronectin, presumably due
to reduced film crystallinity [35]. These resultendonstrated that film thickness was an
important design variable that can be manipulatedhitosan-based scaffolds to achieve

enhanced cell spreading, proliferation and growth.

In the studies already reported, it was found thébsan film alone showed slightly cell
adhesion property due to its high hydrophilicity igéh is related to its high content of
hydroxyl (-OH) and free primary amino groups (-NH9, 10]. Therefore, different authors
reported the modification of chitosan propertieshsas physicochemical and mechanical
properties for enhancing of cell adhesion. For gdathe chemical modification of chitosan
by polyethylene glycol (PEG) improved the protetfs@rption and cellular adhesion, growth
and proliferation of 3T3 embryonic mouse fibrob$a$86]. In other study, the chitosan
modification with hexanoyl chloride via a heterogens acylation reaction increased its
hydrophobicity and its biocompatibility of fibroldalike cells (L929) [13]. The presence of
sucrose or raffinose with phosphate salts in theosan film-forming solution affords
smooth, amorphous materials in the form of soft asldstic film with optimal

biocompatibility of endothelial HUVEC cells [12]. sAan attractive alternative to toxic,
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environmentally unfriendly and non-specific chernhicapproaches, the enzymatic
modification by oxidative enzymes for oxidized phbngrafting onto chitosan is promising
method of chitosan modification [22].

The grafting of oxidized phenols onto chitosan ¢aduce a balance between the
hydrophobic and hydrophilic properties which carpiave cell adhesion. In fact, FA-/EF-
oxidized phenols grafting could increase hydropbgbbperties of hydrophilic chitosan due
obviously to the presence of the hydrophobic stk of oxidized phenols grafted [24]. In
previous work,N-acyl chitosan, especiallj- hexanoyl chitosan, showed best cell adhesion
due to the induction of balance between the hydsbjghand hydrophilic properties on the
surface [13]. In fact, high hydrophilic surfacerofterials which contains high water levels
within the surface can reduce both protein adsompéind cell adhesion on the polymeric
surface [1, 37]. Whereas, despite high hydrophebifaces tend to adsorb larger quantity of
proteins than hydrophilic surfaces [32, 33], thps&eins adsorb more strongly and thus cell
adhesive proteins (fibronectin and vitronectin) ocahdisplace it [38]. Thus, it was found that
the moderate hydrophobic surfaces are more faverfablcell adhesion such as for HUVEC
and Hela cells [38].

Furthermore, the grafting of FA- or EF- oxidizedepbls onto chitosan can change its
functional groups. In previous study, it was shothiat this grafting reduced free amino
groups onto chitosan derivatives [24]. In fact, tbéuced of free amino groups was 38.8% for
FA-chitosan and 26.5% for EF-chitosan comparedhitbsan. Several authors demonstrated
that free amino groups that interact with cell mesmle due to their cationic nature are not
favorable for cell adhesion [39]. In fact, chemioabdification of poly (-lysine) (PLL) by
hydrogen transfer addition of N,N-dimethylacrylami@@MAA) to the primary amino groups
resulted in new water soluble derivative of palyysine) with reduced cell toxicity without
modification of original properties (biocompatibyli biodegradability,...). These authors
showed that during incubation of rat red bloodscelith poly (-lysine) (PLL), an amount of
haemoglobin was released following red blood cgdid due to membrane damage [39].
Furthermore, other studies showed that polymers teitiary amino groups exhibited a lower
toxicity than those with primary and secondarydass [3].
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In addition, the grafting of oxidized phenols omfaitosan can induce new functional
groups or increase the quantity of initial funcabrgroups such as hydroxyl groups of
phenols. In previous study, this grafting allowettoducing methyl and methoxy groups (-
OCHgz, -CH3) and increased hydroxyl groups (-OH). Thus, thigcpss increased negative
charges and decreased positive charges [24]. lergemeutral polymers and polyanions
show less cytotoxicity than polycations. Polycasisuch as protamine and polylysine)
have been shown to induce cellular damage in &tyaoif cultured cells [40]. Several authors
studied the influence of functional group subsitituion cell adhesion of polymer. The studies
indicated that the growth of bovine aortic endatieatells (BAEC) increased as functional
groups (-OH, -ChH) were increased [41]. In addition, the introduetiof hydroxyl groups
improved blood compatibility of cellulose [42] amdproved mouse fibroblasts cell growth
on polyethylene glycol (PEG)-chitosan [36]. In goais study, the cell adhesion for HUVEC
and Hela cells increased in the following ordefusfctional group substitution: OH > GH
COOH > NH[38].

FA- or EF- oxidized phenols grafting onto chitosemuld also change the surface
morphology of films as presented above. In facterations in surface morphology and
roughness have been used to influence cell angetiesponses to implants [43]. In previous
study, it was shown that heterogeneous surfaceoi rfavorable for cell adhesion than
homogeneous surface mainly due to improved pradsorption on roughness surface [2].
Several study showed that cellular adhesion inectas surface roughness increased due to
increased protein adsorption [34]. Additionallywas observed that higher surface roughness
of polystyrene polymer (PS) enhanced cellular adinesf human MG63 osteosarcoma cells
[44].

Finally, the grafting of oxidized phenols onto dsi&an could induce a balance between
the hydrophobic and hydrophilic properties, redgdiree amino groups (-NH introducing
new functional groups (-OGH-CH;) or increase initial functional groups (-OH) ahaig can
increase the density of negative charges. Addilipnthis grafting could increase surface
roughness and thus increase protein adsorptionhenstirface. These new properties of
chitosan derivative films improved HUVEC cell adioeswhich increased as the quantity of
oxidized phenols grafted were increased.
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4. Conclusion

The grafting of oxidized phenol onto chitosan led RA-colored chitosan and EF-
colorless chitosan. This process also increaseduydsophobic properties and decreased free
amino groups [24]. The present results indicated tixidized phenol grafting onto chitosan
improved its protein adsorption properties. The photogy of cells on chitosan derivative
films indicated a well attachment and spread phgreotvhile they often did not spread and
remained round on chitosan films. Cell viabilityogled improved cell adhesion on chitosan
derivative films compared to chitosan film. Thidl egability increased as the film thickness
and the oxidized phenols grafted quantity weredased. Finally, FA-/EF-chitosan derivative
films showed almost similar cell viability.

These results clearly emphasized the interestssioiguenewable resources and eco-
friendly biochemical processing to create usefulcfional biomaterials. These innovative
biomaterials are good candidates for biomedicaliegpns especially, tissue engineering to

create functional tissue.
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[1.3.3. Contribution de l'article

Cette étude a permis d’étudier les propriétés deslice et de croissance cellulaire sur

des films de chitosane natif et fonctionnaliséyzae enzymatique.

Les résultats ont montré que la quantité de preddibxydation issus de l'acide
férulique qui est greffée sur le chitosane a 4hédetion enzymatique était plus élevée que
celle des produits d’oxydation issus du férulatétityle. Cette quantité est doublée pour les

deux molécules aprés 16h de réaction enzymatique.

Par ailleurs, la microscopie électronique a balayagermis de mettre en évidence que
les films de chitosanes fonctionnalisés présentaiaa surface plus hétérogéne que celle du
film de chitosane natif. En outre, la graviméttiadsorption de vapeur d'eau a montré que la
quantité d’eau adsorbée sur les films de chitosametionnalisé était inférieure a celle sur le
film de chitosane natif. Ce résultat indique quedhitosanes fonctionnalisés sont davantage
hydrophobes par rapport au chitosane natif, ce egii lié au greffage des produits
d’oxydation. En outre, la quantité d’eau adsorbédelas films de chitosanes fonctionnalisés
par I'acide férulique et le férulate d’éthyle eshi¢daire, indiquant que I'hydrophobie des deux
types de films n’est pas significativement difféeerCeci peut s’expliquer par le fait qu'une
plus grande quantité de produits greffés a pawditide férulique est obtenue méme si celui-ci
présente une hydrophobie inférieure au férulaténglé. Par ailleurs, les films de chitosanes
fonctionnalisés sont capables d’adsorber une pltendg quantité de protéines en
comparaison avec les films de chitosane natif. &eltat peut étre lié a I'hydrophobie plus
élevée des chitosanes fonctionnalisés. En effet, @lades ont montré que les surfaces
hydrophobes permettent une adsorption supériewsepdgéines par rapports aux surfaces
hydrophiles (Elbert et Hubbell, 1996 ; Noh et Vagl2006). Une adsorption de protéines
permet la formation d’une interface sur laguell@uttes protéines ou cellules vont pouvoir
s’adsorber. Les interactions entre des cellulesinet surface peuvent étre influencées en
modifiant les propriétés de cette surface, chinsg(groupes fonctionnels), de charge et de
topographie (rugosité). Il a été démontré que édislles sont sensibles a la topographie,
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Il a ainsi été verifié que la croissance des celHHUVEC sur les films de chitosanes
fonctionnalisés a été supérieure a celle évaluedesifilms de chitosane natif mais avec une
croissance similaire sur les films de chitosanestionnalisés par AF ou FE. D’un point de
vue morphologique, les cellules HUVEC ont réusadbérer sur les films de chitosane natif
mais sont restées de forme ronde et aucune croessea €té mise en évidence. Par contre,
sur les films de chitosanes fonctionnalisés, lélsilles ont réussi a adhérer, a s'étaler et leur

expansion a été mise en évidence.

Par ailleurs, leur viabilité est corrélée avec laamité de chitosane ayant permis
d’obtenir des films de 12 ou 28 um. Laugmentatdm la quantité de chitosanes natif ou
fonctionnalisés a permis une meilleure adsorpties protéines améliorant ainsi I'adhésion
cellulaire (Uygunet al, 2010). De plus, la viabilité cellulaire augmeatesc la quantité de
produits d’oxydation des phénols greffés sur latshnes fonctionnalisés. Pour expliquer ce
phénomeéne, plusieurs hypothéses peuvent étre éntisegffet, cette viabilité cellulaire
supérieure sur les films de chitosanes fonctiosaali peut étre due a I'équilibre
hydrophobe/hydrophile (Neamnaek al, 2007). Elle peut étre également liée a la rédacti
de la quantité de groupements amines libres lelegueé sont pas favorables a la croissance
des cellules (Ferrutet al, 1998). Ce résultat peut également étre di a Weungation de
groupements présents a la surface du film et qaies# favorables a la croissance tels que -
OH, OCH; (Arima et lwata, 2007 ; Keselowslat al, 2003). Enfin, cette viabilité cellulaire
supérieure peut étre aussi liee a I'hétérogénéde sdrface des films de chitosanes
fonctionnalisé par le greffage de phénols sur leoshne, permettant une meilleure adhésion
des cellules.
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[1.3.4. Complément de résultats
11.3.4.1. Adhérence cellulaire de cellules Caco2rdes films de chitosanes

La caractérisation des propriétés d'adhérence etalssance des cellules sur les films
de chitosanes natif et fonctionnalisés par voieyeraique est un élément crucial pour
évaluer l'intérét de ces matériaux. Ladhérena&talement et la croissance des cellules sont
des réactions séquentielles qui suivent I'ensenmant des cellules et sont des étapes
décisives pour la survie cellulaire sur les fillApres avoir étudié les propriétés biologiques
de films de chitosane natif et fonctionnalisé wigisa de cellules normales (HUVEC), les
capacités de croissance de cellules cancéreuses)Csur ces films de chitosane natif et

fonctionnalisés ont été également évaluées.
[11.3.4.1.1. Adsorption des protéines sur les filndg chitosanes

Aprés 24 h d’incubation avec le milieu complet declilture cellulaire (Milieu "Eagle"
Modifié par Dulbecco (DMEM) supplémenté avec 10 & sfrum de veau foetal, aucune
différence significative n'a pu étre mise en évickenentre les films des chitosanes

fonctionnalisés et le contréle (sans film) par @pg 'adsorption des protéines (Figure 51).
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Films de chitosane

Figure 51: adsorption de protéines (%) des films de chitesaatif, chitosane-AF, chitosane-
FE et contrble (sans films) en comparaison de &ntji¢ des protéines totales du milieu

culture initial (DMEM)
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[11.3.4.1.2. Morphologie cellulaire et I'attachemen

Les cellules Caco2 ont été ensemencées dans despuienant les films de chitosane
natif et fonctionnalisés et leur croissance a ¢i®ies pendant 3 jours. La croissance des
cellules Caco2 sur le contréle (sans film) a étgéseure a celle sur les films de chitosane
natif et fonctionnalisés (Figure 52-A) visualiséar pa présence d’un tapis cellulaire plus
dense. Par ailleurs, la croissance des cellulesZsur les films de chitosanes fonctionnalisés

a été plus importante que celle sur les films dsane natif.

De plus, le suivi de la morphologie cellulaire adlides Caco2 dans la Figure 52-B a
permis de mettre en évidence que les cellules Csuoles films de chitosanes avaient certes
bien adhéré, mais étaient restées de forme roratecdhtre, sur les films de chitosanes
fonctionnalisés, les cellules Caco2 ont montré senlement un bon attachement mais
également une propagation avec un phénotype prbeleiui des cellules en croissance en
flacons de culture. Ces résultats obtenus sont éremccord avec ceux obtenus avec les
cellules HUVEC précédemment.
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B B4

Figure 52: photos prises de cellules Caco2 cultivées pdrlgurs sur les films de
chitosane natif (A2, B2), chitosane-AF (A3, A3)kitosane-FE (A4, B4) par rapport au
témoin (sans film) (A1, B1) par microscope opti§g@éympus, Tokyo, Japon) a 10x (A) et
32x (B) agrandissement
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111.3.4.1.3. Viabilité cellulaire

La viabilité cellulaire a été évaluée sur les fildeschitosane natif et fonctionnalisés vis-
a-vis des cellules Caco2 par méthode MTT aprescbrhparativement a des cellules en
croissance sur le polystyréne traité (fonds detsplé microplaques). Comme présenté dans
la Figure 53, il a été démontré que les films dé@&oshnes fonctionnalisés ont permis
I'obtention d’'une viabilité cellulaire supérieurealle obtenue sur les films de chitosane natif.
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Figure 53 effet de I'épaisseur de film et les phénols @sygreffés des films de chitosane
natif et ses dérives sur la viabilité des cell@aso2. Le contrdle (100%) correspond a la

viabilité des cellules Caco2 dans les puits enratesde film.

Un fait important est a noter : en comparant lassance des cellules HUVEC avec
celle des cellules Caco2, nous avons trouvé queidhilité des cellules HUVEC eétait
supérieure a celle des cellules Caco?2 sur les filnshitosane natif et fonctionnalisés (Figure
54). Ainsi, ces films sont davantage favorablesaactoissance des cellules normales

(HUVEC) gu’a celle des cellules cancéreuses (Caco?2)

Peu d'études dans la littérature concernent I'aslicd, I'étalement et la croissance de
cellules Caco2 sur des films de chitosane. Citmependant, les travaux de Borchard
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(Hidalgo et al, 1989) qui ont mis en évidence qu'un dérivé déoshine (avec du glutamate)

soluble présentait une cytotoxicité (inférieure % par rapport au témoin) vis-a-vis des

cellules Caco2. Ces auteurs ont démontré que tesaations électrostatiques et ioniques
entre les charges positives du chitosane et leggebanégatives des membranes cellulaires
pouvaient altérer la permeéabilité de cellules Ca@izhs notre cas, puisque le chitosane n’est
pas soluble sous forme de film dans le milieu deuoe les groupements amines ne sont pas
protonés. En conséquence, les interactions éléatiquees et ioniques entre les groupements
amines du chitosane chargés positivement et lespgroents charges négativement des
membranes des cellules Caco2 sont faibles ce qurgbengendrer la faible adhésion des

cellules caco2 ensemencées sur les films de chitasatif et fonctionnalisés.
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Figure 54: comparaison entre la croissance des cellules HU¥ECaco2 en fonction de
I'épaisseur du film et des phénols oxydés grefiiéses films. Le contréle (100%) correspond

a la viabilité des cellules Caco2 ou HUVEC surdéyptyréne traité

Enfin, le greffage des produits d’oxydation de ikgcférulique et du férulate d’éthyle
sur le chitosane pourrait améliorer I'adhérencelaetcroissance des cellules normales

(HUVEC) mais ils n'ont pas apporté d’'activité amtififératives significatives vis-a-vis des
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cellules cancéreuses (Caco2). Les films de chiessamatif et fonctionnalisés ont donc été

plus favorables pour la croissance des cellules HOque pour celle des cellules Caco2.

Ces premiers résultats semblent tres prometteursiscanontrent que les films de
chitosane fonctionnalisés sont compatibles avexdessance de cellules endothéliales saines
(HUVEC). D’autres expériences avec des celluleclses mésenchymateuses (CSM) sont a
réaliser pour étudier la capacité de ces cellulead@érer sur les films de chitosanes

fonctionnalisés afin d’envisager leur développengmningénierie tissulaire.
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Conclusions et perspees

Rappelons que [l'objectif initial de ce travail cemtait I'étude de I'oxydation
enzymatique de I'acide férulique et de son esteyli@ue, le férulate d’éthyle, par la laccase
de Myceliophtora thermophildE.C.1.10.3.2) en milieu aqueux (tampon phosphetta)ans
des conditions expérimentales douces (30 °C et,pHen tant que procédure « verte » pour
la synthese de nouvelles biomolécules présentatfatectionnalités intéressantes, comme
une activité antibactérienne ou une activité apti@ate. A I'’heure actuelle, aucune étude ne
porte sur I'étude de l'oxydation enzymatique de posés phénoliques en milieu aqueux et a
pH 7,5 par la laccase ddyceliophtora thermophilssauf un travail antérieur au sein du
laboratoire (Mustafaet al, 2005). En effet, la plupart des laccases parriesdes plus
utilisées ont un pH optimal proche de 4. Cependartilisation de cette enzyme sous sa
forme commerciale (Suberase™) reste problématiguaison de sa couleur brune issue des
phénols présents dans la solution enzymatique.pBésols contaminants peuvent interagir
lors de la réaction d’oxydation enzymatique desnplg d'intérét. Pour les éliminer,
l'ultrafiltration a permis d’améliorer l'activité pgcifique de la laccase commerciale
(Suberase™) de I'ordre de 2,2 fois et de décolarsplution de I'ordre de 90 % par rapport a

la coloration initiale.

La comparaison de l'oxydation enzymatique des plsémo montré que la vitesse
d’oxydation du férulate d’éthyle était plus rapigee celle de I'acide férulique, ce qui est
probablement da a l'affinité accrue entre la laecas le férulate d’éthyle. L'oxydation
enzymatique a conduit a un produit majoritaire ayare masse molaire de 386 g/mol pour
I'acide férulique et de 443 g/mol pour le férulatéthyle. Ces résultats suggéerent que les
produits d’oxydation de l'acide férulique et dudiate d’éthyle sont de forme dimérique, lui
conférant potentiellement une meilleure stabilitéar prapport a d'autres formes
(monomeres...). De plus, I'oxydation enzymatique aduit a des produits colorés (jaune-
orange) a partir de I'acide férulique et a des pitsdquasiment incolores a partir du férulate
d’éthyle.

L’évaluation des propriétés antioxydantes montrgoe les produits d’oxydation

présentent un pouvoir antioxydant moins importaré tes molécules d’origine, phénomene
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prévisible en raison de I'oxydation des substratgue peut s’expliquer, notamment, par la
diminution du nombre des groupements fonctionnédH( -COOH) aprés I'oxydation et la
condensation. Méme si le pouvoir antioxydant deslpits d’oxydation est moindre, il reste
proche du pouvoir antioxydant de l'acide ascorbiqueest largement utilisé comme agent
antioxydant dans le domaine agroalimentaire @tiral, 2012). Par conséquent, ces produits

d’oxydation pourraient étre utilisés comme agent®aydants.

Concernant les propriétés antibactériennes, il &shoter que |'oxydation et la
polymérisation enzymatique ont réduit I'activitétibactérienne des produits d’oxydation ce
qui est probablement di & la diminution des growgres fonctionnels (-OH, -COOH).
L'activité antibactérienne de l'acide féruliqueidachydroxycinnamique) et de son ester
ethylique (le férulate d’éthyle) résulte des substns du noyau benzénique (groupes
hydroxyle et méthoxyle) et de la double liaison gléan chaine latérale alkyle qui augmente
I'nydrophobie. Puisque I'hydrophobie du férulatesthyle est plus élevée en raison de
I'estérification du groupe carboxylique et de saich alkyle, son activité antibactérienne est
supérieure a celle de l'acide férulique. En outess produits d’oxydation présentent une

activité bactéricide en raison de leur capacitér@per a travers la membrane cellulaire.

De plus, les propriétés cytotoxiques ont montrélgagroduits d’oxydation sont moins
toxiques que les phénols d'origine. En effet, 'dation et la polymérisation des produits
réduisent le nombre de groupements fonctionnelsguoi responsables de la toxicité tel que
le groupement carboxylique (Plochmaeh al, 2007). Ces produits d’oxydation a des
concentrations de 200 pg/mL ont davantage indwgtmort cellulaire de type nécrotique vis-
a-vis des cellules HUVEC.

Ainsi, notre étude a permis le développement d'unéthode respectueuse de
I'environnement pour synthétiser de nouvelles biBmaes présentant des propriétés
fonctionnelles intéressantes comme le pouvoir aptiant et colorant tout en étant faiblement
cytotoxique. Par conséquent, elles pourraient godes applications en industrie alimentaire

en tant que colorants « identiques-nature » porenglacement de colorants synthétiques.

Afin de contrbler et de minimiser le degré de pdadyisation des produits d’oxydation

instables et donc de renforcer leurs propriétéstionnelles, nous avons envisage le greffage
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des produits d’oxydation de I'acide férulique etfdwlate d’éthyle par voie enzymatique sur
un support insoluble. Pour cela, nous avons cheishitosane, biopolymére possédant des
groupements amines libres qui jouent un réle nytide. Cette procédure est mise en ceuvre
en présence de particules solides de chitosanalysathétérogene) dans des conditions
douces (pH 7,5 et 30 °C) en milieu aqueux. Le ¢airel de ce procédé est le greffage de
composés phénoliques sur le chitosane, ce quiibaata apporter ou renforcer ses propriétés
fonctionnelles. Au préalable, comme le chitosariksé@tdans ce travail est d’origine animale

(marine), nous l'avons purifié pour éliminer la wrde des impuretés et pour limiter

I'inhibition de I'enzyme. De plus, le chitosane & €aractérisé notamment au niveau de la
masse molaire, de la masse molaire moyenne du nereorme la taille des particules, du

degré de désacétylation et de la concentratiogegements amines libres.

D’un point de vue cinétique, il a été mis en évimeque le chitosane n’influencait pas
les vitesses d’oxydation. Cependant, il pourradiaun role de protection de la laccase vis-a-
vis de linhibition liée aux radicaux libres dars milieu réactionnel. Cette procédure
enzymatique a permis de produire un chitosane €df@une-orange) grace aux produits
d’oxydation obtenus a partir de I'acide féruligéesec les produits d’oxydation du férulate
d’éthyle (incolores), le chitosane n’a pas préseetéhangement significatif de sa coloration.
Apres le traitement chimique du chitosane coldré;est avéré que la couleur est stable, ce
qui suggere que les produits d'oxydation sont gsefur le chitosane par des liaisons

covalentes.

Les analyses structurales ont montré que les pmdioxydation sont bien greffés sur
le chitosane du fait de I'absorbance élevée angueur d'onde entre 300-350 nm ce qui est
probablement due a la réaction entre les prodiotsydation et les groupements amines libre
de chitosane. Grace a la spectroscopie infrarolagerésence des nouveaux pics dans le
spectre du chitosane fonctionnalisé au niveau deédgon 1640-1620 cih confirme la
formation de liaisons covalentes de type base téf&i=N. De plus, par spectroscopie RMN
du solide, le doublement détecté au niveau de narld (G) du spectre des chitosanes
fonctionnalisés confirme que le greffage s'estwalérsur le chitosane au niveau du carbone en
position G. Par ailleurs, I'analyse CL-MS aprés hydrolysemifue ou enzymatique
confirme que la majorité des produits d’oxydatiaeffigs sur le chitosane sont de forme
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dimérique. Ce résultat confirme que la forme laspdtable et la plus abondante parmi les
produits d’oxydation est la forme dimérique. Enqee concerne I'efficacité du greffage, la
quantité des produits d’oxydation de l'acide féquk greffés sur le chitosane est plus
importante que le niveau de greffage avec les piodiu férulate d’éthyle. En effet, la
présence du groupement carboxyle libre sur I'af@édalique permet une plus grande diversité
de produits d’oxydation en présence de laccase t@flust al, 2005). Cette diversité de
produits d’oxydation peut conduire a une grandesibilgé de réaction avec les groupements

amines libres de chitosane.

La caractérisation physico-chimique a montré qugrédfage enzymatique des produits
d’oxydation sur le chitosane aboutit a une augntiemtade la masse moléculaire et de la
viscosité. En effet, la présence des phénols suchlieosane induit la formation d'une
réticulation physique résultant des interactiondgrbghobes entre les chaines latérales de
chitosane fonctionnalisé augmentant ainsi sa vigcan solution. Bien que le férulate
d’éthyle soit plus hydrophobe que I'acide féruligle viscosité du chitosane-AF est plus
élevée que celle mesurée avec le férulate d’étiggephénoméne est probablement lié a la
quantité supérieure de produits d’'oxydation deidladérulique greffés sur le chitosane. De
plus, cette procédure contribue a renforcer lalgtade I'activité antioxydante des chitosanes
fonctionnalisés méme soumis a des températureéaddb0 a 100 °C pendant 60 min). Cette
propriété permettrait l'utilisation des chitosamesctionnalisés dans des applications dont les
procédés mettent en ceuvre des températures éld¥@esontre, le greffage des produits
d’oxydation aboutit & une diminution de la concatitn des groupements amines libres en
raison du greffage des produits d’oxydation ce quia son tour, réduit le degré de
désacétylation et la mobilité électrophorétique ddstosanes fonctionnalisés. Cette
diminution confirme la réaction entre les produitexydation et les groupements amines

libres de chitosane.

Par ailleurs, la mesure des propriétés antioxydaeteantiradicalaires suggére que le
greffage enzymatique des produits d’'oxydation pemhedes améliorer. Le chitosane natif ne
présente aucune activité antioxydante. En effaiy pgs chitosanes de grande masse molaire,
le blocage des hydrogenes inter- intramoléculajes sont responsables du pouvoir
antioxydant expliquerait cette observation (Pasanpdt al, 2010). Par contre, apres le
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greffage enzymatique des produits d’oxydation,clesosanes fonctionnalisés présentent des
propriétés antioxydantes importantes comparativénsn chitosane natif. De plus, le
chitosane-AF présente des propriétés antioxydaitesimportantes que celles du chitosane-
FE. Ces résultats sont dus aux propriétés antiokgdasupérieures des produits d’oxydation
de l'acide férulique, et au fait que la quantité geoduits d’oxydation de Il'acide férulique
greffés sur le chitosane est presque deux fois glkige que celle obtenue avec les produits
du férulate d’éthyle. Ces nouvelles propriétés Hitosane fonctionnalisé permettraient son
utilisation en tant qu’agent antioxydant dans dédfés domaines comme ceux de

I'agroalimentaire ou de la cosmétique.

De méme, la détermination des propriétés antibiactées montre que le chitosane natif
et ses dérives présentent la méme activité anébanhe contre toutes les souches
bactériennes testées. Ce résultat peut étre dégailibre entre la diminution de l'activité
antibactérienne du chitosane en raison de la riégsuctes groupements amines libres et
I'activité antibactérienne des phénols greffés lsuchitosane fonctionnalisé. En effet, les
groupements amines libres de chitosane natif sstonsables de l'activité antibactérienne.
Cependant, le greffage des phénols sur le chitdsaedonnalisé augmente la masse molaire,
la viscosité et I'hnydrophobie probablement respblesa de I'activité antibactérienne des
chitosanes fonctionnalisés. De plus, I'activitéilzanttérienne du chitosane natif et de ses
dérivés est de type bactéricide en raison des rmaletesque similaires entre la CMI et la
CMB.

Au niveau des propriétés biologiques évaluéesaurdissance des cellules animales a
pH 7,2, le chitosane sous forme liquide n'a paspa testé car il précipite a cette valeur
neutre de pH. Pour cette raison, nous avons er&vdagdester le chitosane sous forme de film.
En termes de caractérisation, nous avons mesupdidseur, l'adsorption des protéines,
I'nydrophobie et la morphologie de la surface desd de chitosanes natif et fonctionnalisés
ainsi que leur influence sur I'adhérence et la Niighcellulaire vis-a-vis des cellules HUVEC

et Caco?2.

La microscopie électronique a balayage des filmshi®msanes fonctionnalisés montre

une surface plus hétérogene que celle obtenue duechitosane natif, ce qui est
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probablement di au greffage des produits d’'oxydafie plus, la gravimétrie d'adsorption de
vapeur d'eau a montré que la quantité d'eau adsodhd les films de chitosanes
fonctionnalisés en fonction du temps est moins i@mbe que celle sur le film de chitosane
natif. Ce résultat indique que les chitosanes fonotlisés sont plus hydrophobes que le
chitosane natif, propriété apportée par la nateseptoduits d’oxydation greffés. En outre, les
quantités d’eau adsorbées sur les films de chiesstonctionnalisés par I'acide férulique et le
férulate d’éthyle sont similaires. De méme, lesrjités de protéines adsorbées sur les films
de chitosanes fonctionnalisés sont plus importapis comparaison avec les films de
chitosane natif. De plus, les films de chitosamesfionnalisés par I'acide férulique et par le
férulate d'éthyle présentent la méme capacité diqgudi®n des protéines en raison de leur

hydrophobie proche.

Par ailleurs, au niveau de la morphologie cellelales cellules HUVEC et Caco2
adherent sur les films de chitosane natif, maisxdghologie arrondie et ne présentant pas de
croissance significative. Par contre, sur les fildeschitosanes fonctionnalisés, les cellules
adherent correctement, s’étalent et présententcroissance nettement plus importante. De
plus, les films de chitosanes fonctionnalisés p#&ene une adhésion et une croissance des
cellules HUVEC et Caco2 supérieure en comparaisea &s films de chitosane qui étant
plus hydrophiles sont moins favorables a I'adhésioa la croissance cellulaire.

Apres trois jours de croissance, les films de dait@s fonctionnalisés permettent une
meilleure viabilité cellulaire pour les lignées HBE et Caco2 en comparaison avec les
résultats obtenus avec les films de chitosane. faiifune différence significative concernant
la viabilité cellulaire n’a été signalée entre fésms de chitosanes fonctionnalisés par AF ou
FE. La viabilité cellulaire augmente avec la qu&ntie produits d’oxydation des phénols
greffés sur les chitosanes fonctionnalisés. Popliger ce phénomeéne, plusieurs hypotheses
peuvent étre émises. La présence des phénols chitdsane peut accroitre I'hydrophobie qui
est considérée comme favorable pour 'adhésiomlegi. De plus, le greffage des produits
d’oxydation contribue a réduire la quantité de gements amines libres et a accroitre par
contrela quantité de groupements fonctionnels tels que, {CH; qui sont favorables a la
croissance cellulaire. Le greffage des produitsxytiation engendre également une
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hétérogénéité au niveau de la surface des filmschieosanes fonctionnalisés, cette

modification de topographie est favorable a I'adb@sellulaire.

Pour conclure, cette procédure dite « verte » pedaeontroler la polymérisation des
produits intermédiaires par greffage des produiasgydiation sur le chitosane. Ce procédé de
fonctionnalisation apporte des propriétés intémtesaaux nouveaux chitosanes telles que des
propriétés antioxydantes et optiques (couleur)t #u améliorant ses propriétés physico-
chimiques avec notamment la stabilisation thermid@d’'activité antioxydante. De plus, les
propriétés biologiques du chitosane natif ont étééleorées telles que l'adhésion et la
croissance cellulaires avec la préservation depsgwiétés antibactériennes permettant ainsi
d’élargir son champ d’applications éventuelles dassdomaines agroalimentaires, médicaux

Oou cosmetiques.

Enfin, il reste plusieurs points a élucider néciessa I'approfondissement de ce travail
de thése. D'un point de vue fondamental, il estisipehsable de séparer les produits
d’oxydation par des méthodes chromatographiqueke etéterminer leur masse moléculaire
par CL-SM et la structure chimique pat-RMN de chaque produit purifié. De plus, il est
également indispensable de caractériser chaqueuiprpdr par rapport aux propriétés
antioxydantes, optiques, antibactériennes et cyipies afin de choisir le produit le plus
intéressant pour ses applications éventuelleseriitségalement intéressant de réaliser des
cinétiques avec des concentrations plus faiblegr{igure a 200 pg/ml) de produits
d’oxydation de I'acide férulique, du férulate d'¢lin et les molécules originales pour vérifier
si la voie de mort cellulaire par apoptose ne @itipas étre empruntée dans des conditions

de toxicité moindre.

En ce qui concerne les propriétés physico-chimigieghitosanes fonctionnalisés, la
quantité d’acide acétique adsorbée sur le chitosametionnalisé doit étre déterminée pour
évaluer son effet vis-a-vis des cellules animatedes bactéries. En outre, il est nécessaire
d’étudier la viscosité des solutions des chitosafmsctionnalisés en fonction de la
température, de I'agitation et du temps pour évdkug stabilité et donc préciser leur champ
d’application industrielle. D’ailleurs, pour bieromprendre le comportement des cellules

HUVEC et CacoZ2 sur les films de chitosane, il egpbartant d’étudier la vitesse d’adhésion
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cellulaire sur les films en fonction du temps aigpse la cristallinité des films par diffraction

aux rayons X (XRD).

A plus le long terme et pour développer et complétetravail, quelques pistes semblent

prometteuses :

- fonctionnaliser enzymatiquement le chitosanerpéthode homogene (sous forme liquide)
pour comprendre la différence avec la méthode bgéfre (sous forme solide) et pour
améliorer davantage les propriétés fonctionnelsmment les propriétés antioxydantes et
antibactériennes. Pour mener a bien ces essaishitesane doit étre soluble a une
concentration de 5 mg/mL et pH 6 (pka ~ 6,3). Liene utilisée doit donc étre active a pH
acide, la laccase ddyceliophtora thermophilast active a pH 6 tout comme la laccase de

Trametes versicoloa pH 4,5.

- fonctionnaliser enzymatiquement des chito-oligobarides de chitosane solubles dans
'eau pour approfondir le mécanisme de greffagereets produits d’oxydation et les
groupements amines libres Blet identifier les structures chimiques éventuetlesproduits
d’oxydation greffés. De plus, cette étude sera trél® pour améliorer la solubilité du
chitosane fonctionnalisé a une valeur de pH phggigue pour des applications dans les
domaines médicaux ou pharmaceutiques. Pour obtmsr chito-oligosaccharides, deux
méthodes sont décrites : une méthode chimiqueiksant I'acide chlorhydrique (Varuret

al., 2001) et une méthode enzymatique en utilisantchitesanase (Dennhaat al, 2008).

- fabriquer des films alimentaires puis étudierr¢epropriétés fonctionnelles telles que les
propriétés mécaniques (barriere a I'oxygéene, @issti.), antioxydantes et antibactériennes
ainsi que leur application en emballage des alimdratgiles comme des Iégumes ou des

fruits.

- étudier I'adhérence et la croissance de cellategches mésenchymateuses (CSM) sur des
films de chitosanes fonctionnalisés afin de lesonsér dans des applications médicales

comme matériau en ingénierie tissulaire.
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Fonctionnalisation enzymatique du chitosane par desomposés phénoliques : évaluation
des propriétés biologiques et physico-chimiques @es nouveaux biopolyméres

L'oxydation de I'acide férulique et de son ester figrulate d’éthyle) par la laccase de
Myceliophtora thermophilaa été étudiée en milieu aqueux et dans des congliti
expérimentales douces (30 °C et pH 7,5) afin déhgyiser de nouvelles molécules naturelles
grace a un procedé vert. L'oxydation enzymatiqupeamis l'obtention d’intermédiaires
colorés pour l'acide férulique et incolores pourféeulate d'éthyle. En outre, le férulate
d’éthyle a été plus rapidement totalement oxydé taeide férulique. De plus, cette
procédure a abouti a des produits majoritairemenédgques avec MM = 443 g/mol et MM =
386 g/mol pour le férulate déthyle et I'acide fique, respectivement. Les nouvelles
molécules synthétisées ont présenté des propaétésxydantes importantes avec de faibles
propriétés antibactériennes et cytotoxiques. Esgmée du chitosane insoluble dans le milieu
réactionnel, la laccase a été protégée de l'inbibiiée aux produits d’oxydation et le degré
de polymérisation de ces produits a été contro&plDs, les produits d’oxydation ont réagi
avec les groupements Nhbres permettant la formation de liaisons covasmde type base
de Schiff (C=N) au niveau du C2 sur le chitosana.najorité des produits d’oxydation
greffés sur le chitosane était de forme dimériqDette procédure a permis d’obtenir du
chitosane coloré avec 'acide férulique et incolavec le férulate d’éthyle tout en présentant
de nouvelles propriétés dues au greffage de compstholiques. Ces chitosanes dérivés ont
présenté des propriétés fonctionnelles intéressatdles que antioxydantes, physico-
chimiques (stabilisation thermique) et biologiquésdhésion cellulaire) ainsi que la
conservation des propriétés antibactériennes dosarie natif.

Mot clés : laccase, oxydation enzymatique, milieu aqueux, plsérchitosane, propriétés
antioxydantes, antibactériennes, physico-chimiqoelles animales

Enzymatic functionalization of chitosan by phenoliccompounds : evaluation of
biological and physico-chemical properties of theseew biopolymers

Oxidation of ferulic acid and its ester (ethyl fiawe) by Myceliophtora thermophila
laccase has been studied in aqueous medium untteexrperimental conditions (30°C and
pH 7.5) as a green process to synthesize natucaimodecules. Enzymatic oxidation led to
colored and colorless intermediaries for ferulicida@and ethyl ferulate, respectively.
Additionally, ethyl ferulate was oxidized fastemthferulic acid. This procedure has led to
dimeric major products with MM = 443 g/mol and MM386 g/mol for ethyl ferulate and
ferulic acid, respectively. New synthesized molesutiemonstrated important antioxidants
properties with weak antibacterial and cytotoxiogarties. With insoluble chitosan particles
in the reaction medium, laccase was protected frdmiition due to oxidation products and
the polymerization degree of these products waskgte In addition, the oxidation products
reacted with the free NHyroups forming covalent bonds of Schiff base t¢peN) at C-2
region. The majority of the oxidation products grafted owctatosan was of dimeric form.
This procedure led to colored and colorless chiteshy ferulic acid and ethyl ferulate,
respectively, with new properties due to graftifigpbenolic compounds. These chitosan
derivatives presented interesting functional propersuch as antioxidant, physico-chemical
(thermal stability) and biological (cell adhesicag well as the preservation of antibacterial
properties of native chitosan.

Keyword: laccase, enzymatic oxidation, aqueous medium, gdbeghitosan, antioxidant,
antibacterial, physico-chemical, animal cells
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