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Introduction 
Ces dernières années, nous avons assisté à un regain d’intérêt des consommateurs pour les 

produits naturels. C’est pour cela que les industriels développent de plus en plus des procédés 

mettant en œuvre des extraits et des principes actifs d’origine végétale. Parmi ces nouveaux 

composés potentiellement intéressants, les antioxydants, tels que les composés phénoliques 

notamment  les flavonoïdes et les coumarines. Ces derniers ont été particulièrement étudié en 

raison de leur utilisation dans les domaines pharmaceutiques, cosmétiques et alimentaires 

pour leurs effets bénéfiques pour la santé. 

Les flavonoïdes et les coumarines sont des métabolites secondaires des plantes où ils 

interviennent comme filtre UV et comme agent de protection contre des organismes 

pathogènes. Ils sont apportés au niveau de l’organisme grâce à la consommation des fruits, 

des légumes, des céréales et de boissons. 

Les composés phénoliques interviennent dans le mécanisme d’oxydo-réduction. L’oxydo-

réduction est le transfert d’un ou plusieurs électrons d’un atome vers un autre. Un tel 

processus est nécessaire pour notre organisme, puisque l’oxygène est l’accepteur ultime 

d’électrons au niveau de la chaîne respiratoire pour former de l’énergie sous forme d’ATP. 

Cependant, dans le cas où il y a transfert d’un nombre d’électrons impair, nous assistons à la 

formation d’espèces toxiques appelées radicaux libres. Parmi ceux-ci, peuvent être cités les 

radicaux peroxyles (ROO•), alcoxyles (RO•), superoxydes (O2
•-) et hydroxyles (HO•). Ces 

radicaux libres centrés sur l’oxygène sont reconnus par leur grande réactivité et font partie des 

espèces oxygénées réactives (ROS), Il a été démontré que les ROS oxydent les lipides, les 

protéines, les enzymes et l’ADN. Ces dommages oxydatifs sont considérés comme la cause 

principale de nombreuses maladies dégénératives telles que les maladies cardiovasculaires et 

le cancer. 
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Pour lutter contre les radicaux libres nocifs, notre organisme possède des systèmes de défense 

antioxydants. Certains sont endogènes, alors que d’autres sont obtenus à partir de molécules 

apportées par l’alimentation (exogènes). Le système endogène est formé par des enzymes tels 

que la glutathion peroxydase, la catalase et la superoxyde dismutase (SOD). 

A cause des agents externes comme les polluants de l’air, les radiations UV et l’alcool, les 

radicaux libres peuvent être produits en excès. De ce fait, notre système endogène de défense 

se trouve incapable de réduire toutes ces espèces réactives. Pour diminuer ces dommages 

oxydatifs, notre organisme a alors besoin d’une alimentation riche en antioxydants exogènes. 

Parmi ces antioxydants, on trouve les vitamines C, E et A, ainsi que les composés 

phénoliques. 

Les flavonoïdes et les coumarines ont fait l’objet de plusieurs travaux, qui ont mis en 

évidence leurs effets bénéfiques sur la santé tels que leurs rôles protecteurs contre les 

inflammations, les allergies, les maladies cardio-vasculaires, les cancers, les infections 

bactériennes et virales, ainsi que la stimulation du système immunitaire. Ces effets sont reliés 

à leur pouvoir antioxydant et inhibiteur d’enzymes intervenant dans le système oxydatif. 

Cependant, l’utilisation de ces molécules dans les domaines pharmaceutique, cosmétique et 

alimentaire se heurte à leur faible solubilité dans la plupart des solvants. Plusieurs réactions 

ont été décrites dans la littérature pour améliorer leur utilisation. Ces techniques reposent 

essentiellement sur la fonctionnalisation des flavonoïdes. Ainsi, la polymérisation des 

flavonoïdes est une des voies intéressantes et prometteuses pour remédier à leurs 

inconvénients. D’autres réactions comme l’acylation, la glycosylation, ou l’hydroxylation ont 

été également citées. Dans ce travail, nous nous sommes intéressés à la polymérisation 

enzymatique des flavonoïdes. Cette technique consiste en l’initiation d’une chaîne radicalaire 

qui en se propageant va permettre la polymérisation d’unités monomériques. Cette voie de 

fonctionnalisation peut être réalisée par voie chimique ou enzymatique. La voie enzymatique 
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présente les avantages, d’apporter une certaine régio-sélectivité et d’être effectuée en 

conditions douces de pH et de température. 

La littérature montre que la polymérisation des composés phénoliques affecte leurs propriétés 

biologiques et structurales (Anthoni et al., 2010 ; Anthoni et al.,2008 : Desentis-Mendoza et 

al., 2006; Kurisawa et al.,2003a,b). Les études réalisées jusqu’à présent, indiquent que l’effet 

de la polymérisation sur les propriétés des composés phénoliques, notamment les propriétés 

antioxydantes, la solubilité et la stabilité thermique, est très variable. Selon le substrat, le type 

d’enzyme, le mode de synthèse et les conditions réactionnelles, les propriétés des polymères 

seront accrues, identiques ou diminuées par rapport aux propriétés du monomère. 

Dans l’objectif de comprendre l’effet de l’oligomerisation de rutine et d’esculine sur leurs 

activités biologiques, notre travail a été orienté selon les axes suivants : 

Dans un premier temps, l’oligomérisation de la rutine et de l’esculine a été réalisée dans un 

mélange d’eau/méthanol (70 :30 v/v) à 20°C par la laccase de Trametes versicolor.  

Dans un second temps, nous avons essayé d’identifier la structure des oligomères obtenus. Le 

nombre, le type et la localisation du pontage reliant les unités monomériques ont été analysés 

par spectrophotométries dans l’ultraviolet et dans l’infrarouge à transformée de Fourier 

(FTIR) et par résonance magnétique nucléaire (RMN)..  

Nous avons également étudié la solubilité des oligomères obtenus dans la mesure où il est 

important d’évaluer l’effet de l’oligomérisation sur ce paramètre. 

Nous avons ensuite évalué l’effet des oligomères obtenus sur la croissance d’une lignée de 

cellule leucémiques humaine K562, ainsi que leurs effets sur la formation de radicaux in 

vitro , en absence de système cellulaire : 

 vis-à-vis du radical 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH•) 

 vis-à-vis du radical 2,2’-azinobis-(3-éthylbenzothiazoline-6-sulfonique (ABTS•) 

 vis-à-vis du radical hydroxyle à l’aide de test au déoxyribose 
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  leur pouvoir chélateur de fer à l’aide de test au déoxyribose  

 leur capacité de moduler le système redox, en évaluant la réduction du cuivre: test 

CUPRAC. 

 leur capacité d’inhiber la xanthine oxydase, enzyme qui catalyse l’élimination de la 

xanthine toxique par la cellule sous forme d’acide urique, avec formation d’anion 

superoxyde.  

Dans la mesure où notre travail tend à faire valoir un éventuel intérêt thérapeutique des 

oligomères obtenues nous avons tout d’abord évalué leurs génotoxicité avant 

d’entreprendre toutes autres étapes de cette étude. 

Les tests de génotoxicité utilisés s’étant révélé négatifs, nous avons entrepris différentes 

autres expérimentations entre autres la recherche d’une éventuelle antigénotoxicité de ces 

molécules vis-à-vis d’un panel de substances génotoxiques voire cancérigènes, et ce à 

l’aide de tests procaryote; « test d’Ames » et eucaryote ; test des « comètes ». 

En fin l’effet immunomodulateur des oligomères obtenus à été étudié en se focalisant sur : 

 l’effet des oligomères sur la prolifération des splénocytes  

 l’effet  des oligomères sur les macrophages par mesure de la production du 

monoxyde d’azote (NO) et de l’activité lysosomale des macrophages. 
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Chapitre bibliographique 

I. Les flavonoïdes 
 

1. Définition et structure des flavonoïdes 
Les flavonoïdes appartiennent à la famille des polyphénols : ce sont des molécules 

aromatiques polysubstituées ayant un rôle de métabolites secondaires chez les plantes. La 

classe des flavonoïdes est l’une des plus abondantes et à ce jour, plus de 9000 structures 

naturelles ont été isolées et caractérisées (Harbone, 1993). Ces composés sont réputés pour 

leur caractère anti-oxydant, neutralisant les radicaux libres et limitant ainsi certains 

dommages oxydatifs responsables de maladies. Ils sont donc à l’origine d’effets 

physiologiques bénéfiques pour l’organisme humain et méritent l’intérêt croissant que la 

recherche leur porte (Raskin et al., 2002).  

La structure d’un flavonoïde s’organise toujours autour d’un squelette 1,3- diphénylpropane 

C6-C3-C6 (Figure 1), décrit par une nomenclature spécifique. Les deux cycles benzéniques 

sont nommés cycle A et cycle B. Le chaînon propyle C3 peut être complété par une fonction 

éther formant ainsi un cycle central, appelé cycle C. 

 

Figure 1. Structure des flavonoïdes : enchaînement C6-C3-C6 

Les flavonoïdes se divisent en plusieurs sous-classes qui se distinguent par une diversité 

fonctionnelle au niveau des positions 2, 3 et 4 du cycle C (Figure 1). Par ailleurs, au sein 
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d’une même sous-classe, les possibilités de substitution des cycles A et B sont multiples : 

onze carbones du squelette flavonoïde peuvent porter un substituant de type hydroxyle, 

méthoxyle, méthyle, isoprényle ou benzyle. Chaque groupement hydroxyle, ainsi que certains 

carbones, peuvent être conjugués avec un sucre et le glycoside correspondant peut être acylé à 

partir d’un acide phénolique ou aliphatique (Figure 2) (Harbone et Williams, 2001; Williams 

et al., 2004). 

 

Figure 2. Exemple de la complexité d’un flavonoïde naturel 

2. Classification des flavonoïdes 
Tous les flavonoïdes peuvent être classés en plusieurs groupes selon le degré d’oxydation du 

noyau pyrane central (cycle C) (Martens et al., 2006), dont les plus importants sont : 

- Phényl-2-chromones : flavones, flavonols et flavanones. 

- Phényl-2-chromanes (flavanes) : flavan-3-ols et flavan-3,4-diols. 

- Flavyliums : anthocyanes. 

- Chalcones : formes isomères ouvertes des flavanones. 

- Aurones : homologues des flavones à hétérocycles pentagonales. 

- Phényl-3 chromone : isoflavone. 
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Figure 3. Structures des squelettes de base des flavonoïdes 

Les composés de chaque sous-classe se distinguent par le nombre, la position et la nature des 

substituants (groupement hydroxyles, méthoxyles et autres) sur les deux cycles aromatiques A 

et B et la chaîne en C-3 intermédiaire. 

Les flavones et les flavonols représentent à eux seuls plus de 80% des flavonoïdes connus 

d’où la place de choix qu’ils occupent au sein de cette classe de produits du métabolisme 

secondaire. 

Concernant toujours les flavones et les flavonols (côté structure), dans 90% des cas, le cycle 

A est substitué par des hydroxyles libres en position 5 et 7 (hydroxyles originels). 

Quelques fois, les carbones C-5 et C-7 peuvent porter des substitutions de types O-Alkyl. 

D’autre part, dans plus de 80% des cas, le cycle B est substitué en C-4’ ou disubstitué en C-3’ 

et C-4’, ou moins fréquemment 3’,4’,5’-trisubstitué. 

Ces substituants du cycle B peuvent être des hydroxyles libres (flavonoïdes polyhydroxylés) 

ou des méthoxyles (flavonoïdes polyméthoxylés). 
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Les positions C-2’ et C-6’ ne sont qu’exceptionnellement substituées (Brueton, 1999). 

La figure 4 représente quelques structures de flavonoïdes. 

Dans cette étude, nous nous sommes intéressés à la rutine (Figure 4). Il s’agit d’un 

disaccharide naturel de la quercétine.  

Figure 4. Structures de la quercetine et la rutine 

3. Biosynthèse des flavonoïdes 
Depuis plusieurs décennies, l’analyse et la compréhension du métabolisme phénolique, plus 

particulièrement celui des flavonoïdes, constitue un réel défi pour un grand nombre d’équipes 

scientifiques. Toutes les étapes de la biosynthèse des flavonoïdes ne sont pas encore 

clairement élucidées, mais elles constituent l’une des plus élaborées en rapport avec les 

métabolites secondaires (Figure 5) (Harbone et williams 2001 ; Machiex, 2005). Grâce à des 

réactions enzymatiques, un grand nombre de sous-classes de flavonoïdes deviennent des 

intermédiaires, dont nous proposons de décrire quelques étapes clefs (Tableau 1). 
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Tableau 1. Molécules impliquées dans la biosynthèse des flavonoïdes 

 

Figure 5. Schéma simplifié de la biosynthése des flavonoïdes 

Enzymes Intermédiaires synthétisés  

Chalcone synthase (CHS) Chalcone 

Chalcone Isomérase (CHI) Flavanone 

Flavone Synthase (FS) Flavone 

Flavanone-3-Hydroxylase (F3H) Dihydroflavonol 

Flavonol Synthase (FLS) Flavonol 

Chaîne enzymatique (FNR, ANS, GT) Dérivés anthocyaniques 
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4. Substitutions de squelette flavonique  
Les substitutions du squelette flavonique sont très diversifiées, on y trouve notamment des 

hydroxylations, des méthoxylations et des glycosylations. 

4.1. L’hydroxylation  
Dans toutes les classes de flavonoïde, la biosynthèse justifie la présence fréquente d’au moins 

trois hydroxyles phénoliques : en position C-5, C-7et C-4’. Ces hydroxyles sont dits des 

hydroxyles originels (OH-7 et OH-5), ils sont introduits avant la formation du noyau chalcone 

(Havsteen, 2002).  

L’hydroxylation du noyau B à la position 3’se fait après la fermeture de l’hétérocycle C c’est-

à-dire après la formation du squelette chalcone, tandis que la polyhydroxylation sur le noyau 

B (les positions 3’,4’,5’) se fait par le biais des enzymes (hydroxylases) (Harborne, 1993 ; 

Harvsteen, 2002).  

Enfin, les positions 2’ et 6’ du cycle B sont rarement hydroxylées (Iinuma et al., 1989).  

4.2. La méthoxylation 
La méthylation des groupes hydroxyles portés par le squelette flavonique se fait sous l’action 

de l’enzyme O-méthyl transférase en présence de S-Adenosyl-méthionine (SAM) comme 

donneur du groupement méthyle. Cette transformation se fera avant la formation du noyau 

chalcone (figure 6) (Hahlbrock et al., 1982 ; Harbone, 1993).  

Dans le cas de flavones et flavonols, cette réaction de méthylation peut également se faire sur 

le noyau A (carbones 5, 6, 7,8), noyau B (carbones 2’,3’.4’,5’) et l’hétérocycle C (carbone3) 

après la formation du noyau chalcone (Harbone, 1993). 
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Figure 6. La méthoxylation de la lutéoléine par l’O-méthyle transférase en présence de S- 

adénosyle-méthionine 

4.3. La glycosylation 

a. La O-glycosylation  
La liaison aglycone-sucre s’effectue par le biais d’un hydroxyle phénolique et l’hydroxyle du 

sucre (glucose, rhamnose, xylose, galactose et arabinose) après perte d’une molécule d’eau 

créant ainsi un pont oxygéné entre les deux parties. 

La O-glycosylation se fait en présence de l’enzyme O-glycosyl transférase et un donneur de 

sucre comme UDP-GLU (Uridine diphosphate glucose) (Saleh et al., 1979 ; Hahlbrock et al., 

1982). La partie osidique peut être mono, di ou tri-saccharidique. 

La liaison entre la génine et l’ose peut se faire avec n’importe quel hydroxyle phénolique de 

la génine, mais en règle générale, ce sont surtout l’hydroxyle 7 des flavones et l’hydroxyle 3 

des flavonols qui ont une plus grande labilité (Buerton, 1999) (Figure 7). 

 

Figure 7. La O-glycosylation de la quercétine par la 3-O-glucosyl transférase en présence de 

l’uridine diphosphate glucose 
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Dans le cas des composés polyglycosylés d’autres ponts oxygénés peuvent se faire soit par le 

biais d’autres OH phénoliques soit par le biais d’hydroxyles osidiques, comme dans le cas du 

3-O-glu, 7-O-rham Kaempférol (Saleh et al., 1979) et du 3-O-rutinosyl Kaempférol (figure 8)  

(Budzianowski, 1990). 

 

Figure 8. Structure de la 3-O-glu, 7-O-rham Kaempférol et la 3-O-rutinosyl Kaempférol 

b. La C-glycosylation 
Le sucre est lié directement au cycle benzénique par une liaison carbone-carbone. Cette 

liaison résiste à l’hydrolyse acide (Winkel-Shirley et al., 2002). 

 D’une manière générale, la liaison carbone-carbone est rencontrée souvent en position 

C-6 et / ou en C-8 (Havsteen 2002). Il existe aussi des C-glycosyles flavonoïdes en position 7 

ou en 4’ (Harvsteen, 2002). 

Dans certains composés tel que la 7-O-glucoside de vicénine -2, la O-glycosylation et la C-

glycosylation peuvent coexister (Figure 9) (Valozo et al., 2009).  
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Figure 9. Structure du 7-O-glycosyl vicénine-2 

4.4. La C-méthylation 
La présence d’un groupement méthyle sur le squelette flavonïque se fait par l’établissement 

d’une liaison carbone-carbone. Cette liaison est rencontrée en position C-6 et /ou C-8 (tel est 

le cas de l’eucalyptine (Figure 10), parfois en d’autres positions C-3 et C-7, (Bruneton, 1964). 

 

Figure 10. Structure de l’eucalyptine obtenue par méthylation 

5. Distribution et localisation des flavonoïdes 
Les flavonoïdes sont des métabolites secondaires de plantes. Ces molécules ont été identifiées 

dans presque toutes les parties de la plante : les feuilles, les racines, les tiges, les fleurs, les 

graines et l’écorce (Lee et al., 1994). Les flavonoïdes sont trouvés dans les fruits, les légumes, 
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les noix, les herbes, les épices, aussi bien que dans le thé et le vin rouge. Ils sont 

consommés régulièrement avec l’alimentation humaine qui nous apporte environ 75 mg de 

flavonoïdes par jour. En effet, le thé, les agrumes, les pommes, l’huile d’olive, les oignons, le 

cacao et plusieurs autres fruits et légumes sont très riches en flavonoïdes, les flavanols et les 

flavonols y seraient les plus abondants (Bruneton, 1964). 

La majorité des flavonoïdes apportés par l’alimentation sont sous forme glycosylée; 

ils peuvent occasionnellement y être présents sous forme aglycone (Ishii et al., 2003).  

 La plupart des flavonoïdes aglycones sont hydrophobes et peuvent donc traverser 

passivement les membranes biologiques. Alors que la liaison d’un groupement glucidique à 

un composé phénolique diminue son hydrophobicité et limite sévèrement sa diffusion passive 

(Williamson et al., 2000). Il semblait alors que l’absorption des flavonoïdes glycosylés 

ne pouvait pas avoir lieu au niveau de l’intestin grêle. Cependant, Hallman et al. (Hollman et 

al., 1995 ; Hollman et al., 1997) ont montré chez l’homme que l’absorption des formes 

glycosylées de la quercétine administrées oralement était plus importante (52%) que celle de 

la quercétine aglycone (24%). Ces auteurs ont alors suggéré que la partie glucidique associée 

aux flavonoïdes facilite leur passage dans les entrérocytes via  le système de transport des 

glucides (Hollman et al., 1997). 

6. Propriété physico-chimiques des flavonoïdes 

6.1. La solubilité des flavonoïdes 
En présence d’un solvant, la structure du flavonoïde pourrait être différente suite aux 

interactions suivantes (Mompon, 1996) : 

- des interactions de type hydrophobe avec les solvants apolaires concernant les cycles 

aromatiques (A et B) et les substituants carbonés aliphatiques ;  

- des interactions dipolaires entre les solvants polaires et les groupes fonctionnels des 

flavonoïdes (carbonyle, éther, ester, hydroxyle) ;  
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- des liaisons hydrogènes entre le solvant (eau, alcool, amine) et les divers groupes donneurs 

ou accepteurs de ce type de liaison présent sur le flavonoïde ;  

- des interactions de type électrostatique entre les groupes hydroxyles et carboxyliques ou 

pour les anthocyanes à certain pH.  

Selon Saidman et al. (Saidman et al., 2002), le facteur principal influençant la solubilité de la 

flavone est sa capacité à former des liaisons hydrogènes avec le solvant. 

La solubilité des flavonoïdes dépend, en grande partie, de la nature et le nombre de 

substituants : plus le nombre de groupement hydroxyle libre est élevé, plus ils sont solubles 

dans les solvants polaires et vis-versa (Harbone et al., 1975). Si en règle générale, les 

hétérosides sont solubles dans les alcools, un certain nombre entre eux ont une solubilité peu 

marquée (rutine et hespéridine). Les génines (ou aglycones) sont solubles dans les solutions 

aqueuses d’hydroxyde alcalins (Bruneton, 1987).  

La solubilité des flavonols aglycones dans l’eau est en général très faible (Saito, 1999). 

Quelques auteurs indiquent que la solubilité des flavonoïdes dans l’eau et dans des solvants 

très apolaires dépendante du pH (Abou El Hassen et al., 2000). En effet, à un pH 1.5, les 

solubilités de l’hesperitine et de la naringénine sont respectivement de 6 et de 25 mg/L, alors 

qu’à un pH 8 la solubilité est quatre fois plus élevée. D’autre part, les solubilités de la 

naringine et de la quercétine dans l’eau à 20°C sont respectivement de l’ordre de 125 mg/L, 

0,5 g/L et < 10 mg/L (Calias et al., 1996). 

La solubilité des flavonoïdes dépend également de leurs conformations spatiales; en effet 

Chebil et al. (Chebil et al., 2007) déclarent que les flavonoïdes ayant un angle de torsion 

OC2C1’C6’ de 40° sont caractérisées par une importante solubilité. Cette faible solubilité en 

milieux biologiques (phases aqueuses) diminue leur incorporation dans les formulations 

alimentaires, cosmétiques et pharmaceutiques et pose ainsi un problème de biodisponibilité. 
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Afin de pallier au problème de la faible solubilité des flavonoïdes, différents techniques ont 

été utilisées tels que l’acylation (Chebil et al., 2006 ; Viskupiccova 2009), la polymérisation 

(Kurisawa et al., 2003a,b,c ; Anthoni et al., 2008), la glycosylation (Falcimaigne, 2004) ou 

l’ajout d’agents stabilisant comme les cyclodextrines (Schwingel et al., 2008): 

- La solubilité de la naringénine dans l’eau a été augmentée 250 fois, suite à sa glycosylation 

par du maltotriose, en présence de l’amylase maltogénique de Bacillus stearothermophilus 

(Lee et al., 1999).  

- l’acylation par des acides gras ou aliphatiques substitués avec un groupement polaire (sucre, 

phosphate, carboxylate) a permis d’améliorer la solubilité respectivement dans des phases 

lipophiles ou en milieu aqueux. Le succinate de quercétine (2- phosphonomyo- inositol) 

(Calias, Galanopoulos et al. 1996), l’acétate de quercétine et le propionate de quercétine 

(Saija et al., 2003) ont une solubilité dans l’eau respectivement 15000 fois, 500 fois et 12 fois 

plus importante que la quercétine. Cependant, Perrier et al. (Perrier et al., 1998) et Sakai et al. 

(Sakai et al., 1994) ont observé respectivement, une augmentation de la solubilité de 

l’hespéretine et de la catéchine après leurs acylation par des acides gras. 

- la polymérisation de la rutine et de la quercétine a permis d’augmenter leurs solubilité dans 

l’eau (Kurisawa et al., 2003a ; Nagarajan et al., 2005; Anthoni et al., 2008).  

6.2. La stabilité des flavonoïdes 
Les flavonoïdes sont des composés réactifs. En effet, ils sont impliqués dans différents types 

de réactions telles que les réactions d’oxydoréduction, les réactions acido-basiques, les 

réactions avec les radicaux libres, etc...(Saito, 1999). 

L’importante réactivé des flavonoïdes les rend instables dans plusieurs conditions 

environnantes. Cependant, leur dégradation est favorisée dans les milieux alcalins, par les 

hautes températures, les oxydants et la lumière (Martinens 2003; Bernhardt 2006; Pavlin et 

al., 2007).   
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La stabilité des flavonoïdes est affectée aussi par la nature du flavonoïde et la présence du 

substituant (glycosylation, acylation, polymérisation, Hydroxylation…). En effet, il a été 

reporté que la stabilité des flavones à la lumière est plus importante que celle des flavonols 

(Watts, et al., 2004). 

Selon certains auteurs, l’absence d’un groupement hydroxyle en position 3 sur les flavones 

augmente la stabilité de ces derniers en particulier à la lumière (Nakajima et al., 1999 ; 

Ishihara et al., 2003). De même la présence d’un groupement glycosylé en position 3 sur les 

flavones et les  flavonols les rend moins réactifs (Nakajima et al., 1999).  

6.3. Absorption des rayons UV par les flavonoïdes 
Les flavonoïdes ont été identifiés comme responsables de l’effet filtre au niveau des plantes 

(Harbone et Williams, 2002 ; Kong et al 2003). Les spectres UV des flavonoïdes présentent 

deux bandes d’absorption principales dans la région 240-400 nm (figure 11). La première 

bande est située entre 300 et 395 nm et a été associée à l’absorbance de la partie cinnamoyle 

(cycle B) des flavonoïdes. La deuxième bande (entre 240 et 280 nm) correspond à 

l’absorbance de la partie benzoyle des flavonoïdes. 

O

O

A

B

chromophore cinnamoylechromophore benzoyle

3

5

7

2'

6'

4'

300-380 nm240-280 nm  

Figure 11. Domaine d’absorption UV des flavonoïdes 

Plusieurs facteurs peuvent affecter le spectre d’absorption et le coefficient d’extinction des 

flavonoïdes. L’augmentation du nombre d’hydroxyles sur la partie aglycone provoque un 

déplacement bathochrome des bandes d’absorption vers de plus grandes valeurs (Tableau 2). 



 Chapitre Bibliographique 

18 
 

Tableau 2. Absorption UV des flavonoïdes dans le méthanol (Markham, 1982 ; De Rijike et 

al., 2006).  

Classe des flavonoïdes absorption UV-visible λ max 
1ère Bande (nm) 2 éme Bande (nm) 

Flavone 
5-hydroxyflavone 

Apiénine 

 
337 
337 

 
272 
268 

Chrysine 
Lutéoline  

313 
347 

247 
253 

3-Méthyquercetine 355 255 
Flavonol 
Fisétine 

 
370 

 
253 

Quercétine 
Isoquercetine 

370 
360 

250 
258 

quercétine 3-O-glucoside 
Morine 

Myricetin 

299 
380 
378 

257 
263 
255 

Flavanone 
Naringine 

Naringenine 

 
330 
325 

 
284 
288 

Hespéretine 330 289 
Flavanonols 
Taxifoline 

Toxifoline pentoside 
Toxifoline déoxyhéxose 

 
327 
342 
340 

 
290 
293 
295 

Chalcone   
4’-hydroxychalcone 328 - 

2’, 4, 4’-trihydroxychalcone 367 - 
Aurone   

4-hydroxyaurone 389 - 
6, 3’, 4’-trihydroxyaurone-6-glucoside 405 - 

Anthocyane   
cyanidin-3-glucoside  523 274 

pelargonidine 3,7-diglucoside  498 279 
Isoflavone   
Daidzéine 326 261 
Génistéine 

Biochanin A 
302 
326 

250 
261 

Flavanol - 270-280 
Flavan-3-ols 

3’-Hydroxy-5,7,4’-trimethoxy-flavan-3-ol 
Flavan-3-ol 

Epicatéchine Catéchine  

 
290 

- 
- 

 
225 
279 
280 

Selon Markham (Markham 1982), l’absence du groupement hydroxyle en position 3 (tel est le 

cas des flavones), diminue la longueur d’onde de la première bande de 20 à 30 nm. La 

méthylation comme la glycosylation, en particulier sur les hydroxyles en position 3, 5, 7, 4’, 

provoquent un déplacement vers les longueurs d’ondes plus courtes. Toutefois, la nature du 

sucre n’a généralement pas d’effet.  
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D’après quelques auteurs, la polymérisation des flavonoïdes aboutit soit à des bandes 

d’absorbance plus large, comparées à ceux des monomères (Kurisawa et al., 2003a ; Anthoni 

et al., 2008), soit à un hypsochrome au niveau de la première bande (Markham 1982; Anthoni, 

Humeau et al. 2010).   

7. Pharmacologie des flavonoïdes 

  7.1. La biodisponibilité  
Les études réalisées par Crespy et al. (Crespy et al., 2003) montrent que cette biodisponibilité 

dépend de trois facteurs essentiels : La capacité de transport à travers la bordure en brosse des 

cellules d’entérocytes, l’intensité de la sécrétion intestinale des flavonoïdes conjugués vers la 

lumière intestinale et vers le sang et enfin la capacité de la sécrétion biliaire. Les flavonoïdes 

présentent une faible biodisponibilité avec une élimination lente qui diffère d’un flavonoïde à 

l’autre. La qurcétine par exemple présente  un temps de demi-vie d’absorption de 52 min, de 

distribution de 228 min et d’élimination de 1008 min (Middleton et al., 2000). 

7.2. Pharmacocinétique 

Les flavonoïdes sont présents dans notre alimentation sous plusieurs formes. Cette 

particularité va leur conférer des métabolismes différents. Les formes libres (aglycones) 

peuvent être directement absorbées au niveau de l’intestin grêle (Hollman et al., 1997 ; 

Hollman et al., 1998), tandis que les formes glycosylées doivent être hydrolysées, sous 

l’influence des glycosidases, par la flore intestinale au niveau du côlon avant d’être absorbées 

(Walle, 2004 ; Zuo et al., 2006). Cependant les formes libres issues de cette hydrolyse 

peuvent également être dégradées par la microflore en acides phénols, eux mêmes absorbés 

ou éliminés via les fèces (Williams et al., 2004).  

Les principaux sites de métabolisme sont la flore intestinale et le foie (Haslam, 1998). Les 

métabolites, glucuro- et sulfoconjugués des flavonoïdes absorbés sont éliminés principalement par 

la bile, l’excrétion urinaire ne représentant que 3 à 6 % de l’élimination totale (Haslam, 1998). En 
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effet, les flavonoïdes sont transformés, dans l’entérocyte, en flavonoïdes conjugués par 

méthylation, sulfatation, glucuronidation (crespy et al., 2001). Une partie de ces flavonoïdes est 

déversée dans le sang tandis qu’une autre est destinée vers la lumière intestinale ce qui constitue 

l’un des mécanismes de contrôle de l’absorption intestinale de ces substances phénoliques (Gee et 

al., 2000 ; Crespy et al., 2001). 

Dans le sang, les flavonoïdes ne sont pas présents sous leur forme native, à cause de leur 

transformation au niveau du foie et de la cellule intestinale. La fraction des flavonoïdes conjugués 

destinée finalement vers les tissus pourrait avoir un effet biologique potentiel ou serait éliminée 

dans les urines. Cependant, d’autres flavonoïdes conjugués pourraient être déversés dans l’intestin 

via la bile et y être hydrolysés par les enzymes de la flore intestinale, libérant ainsi de nouveaux 

aglycones en constituant probablement un recyclage entérohépatique des flavonoïdes qui permet 

ainsi le maintien d’une concentration non négligeable dans le sang (Manach et al., 1995 ; Rechner 

et al., 2001). 

8. Absorption et métabolisme de la rutine 
Seule une petite fraction (17 %) du rutoside est absorbée dans l’intestin grêle, le reste (83 %) 

passe dans le côlon où il est métabolisé (La Casa, 2000). Le rutoside y est d’abord déglycolisé en 

quercétol (La Casa, 2000). Les bactéries de la microflore du côlon clivent aussi le rutoside et le 

quercétol en acides phénylacétiques (acide 3,4-dihydroxyphénylacétique 3,4DHPAA, acide 3-

hydroxyphénylacétique 3HPAA), ainsi qu’en formate, acétate, butyrate, etc. et divers produits 

intermédiaires tel le phloroglucinol (Araújo, 2013). La bactérie fécale responsable du clivage du 

rutoside a été identifiée comme étant Eubacterium ramulus (Araújo, 2013). 

Une fois absorbés, ces métabolites sont conduits par le sang dans le foie et les reins où ils 

subissent une méthylation et une glucuronisation (La Casa, 2000). 
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Figure 12. Les voies principales du métabolisme de la rutine (Olthof et al, 2003). 

9. Propriétés pharmacologique des flavonoïdes 

9.1. Effets protecteurs vasculaires (propriétés vitaminiques « P ») 
Les flavonoïdes agissent sur les vaisseaux sanguins sous forme d’activité vitaminique « P» 

(Ghedira, 2005; Beretz, 1991). Cette activité intervient dans le maintien d’une perméabilité 

vasculaire normale (Shih, 2004; Youdim, 2002). Ils sont, de ce fait, utilisés dans certains états 

pathologiques caractérisés par un défaut affectant la perméabilité vasculaire (Folts, 2002; 

Villar, 1987). Les effets de l’O-β-hydroxyéthyl rutoside (HR) ont été étudiés chez des patients 

présentant une insuffisance veineuse chronique : un traitement à base de HR a permis de 

restaurer les paramètres hémorhéologiques altérés. D’autres flavonoïdes sont responsables 

d’une augmentation de la résistance des capillaires. Cette activité serait en rapport avec les 

effets de certains flavonoïdes sur les plaquettes, les leucocytes et sur les enzymes intervenant 

dans la coagulation sanguine (Stoclet, 2004; Ursini, 1999). 
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9.2. Propriétés anti-inflammatoires et immunologiques 
De nombreux travaux semblent indiquer que les flavonoïdes possèdent des propriétés anti-

inflammatoires et qu’ils sont capables de moduler le fonctionnement du système immunitaire 

(Da Silva et al., 1994 ; Galati et al., 1994 ; De Medina et al., 2009). Les flavonoïdes sont de 

puissants inhibiteurs de la prolifération des lymphocytes B et T (Mookerjee et al., 1986 ; 

Nauck, 1998). Leur effet sur les lymphocytes B ou T peut être variable; en effet, les flavones 

(apigénine, lutéoline et 7,3’,4’ hydroxyflavone) et les flavonols (kaempférol, quercétine et 

myricétine) inhibent la prolifération des lymphocytes T alors que la myricétine est active sur 

les lymphocytes B (Mookerjee et al., 1986). L’effet antiprolifératif des flavonoïdes pourrait 

s’expliquer par leur capacité à inhiber l’activité de certaines protéines kinases (protéine 

Kinase C ou protéine tyrosine kinase) (Mookerjee et al., 1986). Par ailleurs, les flavonoïdes 

sont susceptibles de diminuer la libération d’histamine des basophiles et des mastocytes 

(Middleton et Drzewiecki, 1984). La quercétine a un effet anti inflammatoire en inhibant 

quelques enzymes de synthèse tel que la cyclooxygénase (Middleton et Drzewiecki, 1984 ; 

Gonzalez et al., 2007). 

9.3. Propriétés antivirales et antibiotiques 
La stratégie de recherche d’un composé antiviral consiste à mesurer la réduction de l’infection 

virale de cellules en culture. Une substance peut agir à différents niveaux du cycle viral 

(Milane, 2004): 

- au niveau de la pénétration du virus dans la cellule hôte. 

- au niveau de la réplication du virus et la synthèse des protéines virales. 

- au niveau de l’assemblage et de la sortie du virus hors de la cellule hôte. 

Les flavonoïdes sont capables d’agir au niveau de la synthèse des protéines virales permettant 

ainsi une bonne protection des souris vis-à-vis d’une infection virale à la suite d’une 
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administration journalière de 3-O-méthylquercétine à raison de 20 mg/kg pendant 9 jours 

(Vrijsen et al., 1987). D’autres chercheurs (Mucsi et Pragai, 1985) ont également montré une 

corrélation entre l’effet inhibiteur de certains flavonoïdes sur divers virus de l’herpès et leur 

capacité à augmenter les taux intracellulaires en AMPc dans des cellules infectées. 

Les travaux de Spedding et al. (Spedding et al., 1989) ont mis en évidence un impact des 

flavonoïdes sur le rétrovirus HIV responsable du syndrome d’immunodéficience acquise (SIDA). 

Ils ont démontré que les flavonoïdes sont de bons inhibiteurs de la reverse transcriptase. 

Cependant, leur impact semble plus fort sur l’ADN et l’ARN polymérase de la cellule hôte que 

sur la reverse transcriptase virale (Ono et Nakane 1990). Certains travaux de recherche 

(Mahmood et al., 1993) ont montré que les flavonoïdes pouvaient avoir une action plus 

sélective en interagissant avec une glycoprotéine de surface du virus HIV (la gpl20), en 

empêchant ainsi la liaison du virus à la cellule hôte. Enfin, les flavonoïdes seraient 

susceptibles d’inhiber l’intégrase rétrovirale du virus HIV-1 qui assure l’intégration du 

génome viral à celui de la cellule hôte (Mahmood et al., 1993). 

Des études (Ohemeng et al., 1993 ; Sato et al., 1995) ont apporté l’évidence de l’effet bactéricide 

de différentes flavanones sur l’ADN gyrase d’une bactérie Staphylococcus aureus. Le mécanisme 

des effets antimicrobiens des polyphénols est sans doute très complexe. Parmi les hypothèses 

avancées, il faut citer: L’inhibition des enzymes extracellulaires microbiennes, la séquestration de 

substrat nécessaire à la croissance microbienne ou la chélation de métaux tels que le fer et 

l’inhibition du métabolisme microbien (Mila et et Scalbert, 1994).  

9.4. Propriétés antinéoplasiques 
Des études réalisées chez la souris ont mis en évidence les effets protecteurs des flavonoïdes 

vis-à-vis des promoteurs de tumeurs (Kato et al., 1983). La quercétine, par exemple, est l’un 

de ces composés phénoliques capables de diminuer, chez le rat l’incidence des tumeurs 

mammaires induites par le DMBA (7,12 diméthylbenz(a)anthracène) ou la NMU 

(Nnitrosométhylurée) (Verma et al., 1988). 
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Les flavonoïdes peuvent également interférer avec le métabolisme des xénobiotiques 

notamment en stimulant les systèmes de détoxification (Bu-Abbas et al., 1995 ; Moon et al., 

2006). En donnant à des rats ou à des souris une alimentation contenant de la flavone ou de la 

quercétine, des chercheurs (Nijhoff et al., 1995) ont observé des effets chimiopréventifs à 

divers niveaux en particulier au niveau du foie par une stimulation de la glutathion-S-

transférase. Enfin, les flavonoïdes peuvent inhiber les enzymes intervenant dans l’activation 

des procarcinogènes en intermédiaires mutagènes et carcinogènes (Lasker et al., 1984 ; 

Obermier et al., 1995). 

9.5. Activité antioxydante des flavonoïdes 
 Ces dernières années, une importance particulière a été accordée aux propriétés antioxydantes 

des flavonoïdes, qui seraient attribuées à (Wang et al., 2010 ; Liyana-Pathirana et al., 2006) : 

- leur capacité à piéger directement les radicaux libres. 

- leur pouvoir de chélater les ions métalliques impliqués dans la production des espèces 

oxygénées réactives (EOR) via les réactions de Fenton et Haber-Weiss. 

- Leur capacité d’inhiber quelques enzymes en particulier les oxydases et d’inhiber les 

enzymes antioxydantes. 

9.5.1. Piégeage direct de radicaux libres 
Les flavonoïdes possèdent une structure chimique aromatique permettant une délocalisation 

électronique importante, donc une stabilisation de leurs formes radicalaires. À cause de leur 

faible potentiel redox (Nijveldt et al., 2001), les flavonoïdes (flav-OH) sont thermo 

dynamiquement capables de réduire les radicaux libres oxydants (R•) comme le superoxyde, 

le radical peroxyle, le radical alkoxyle et le OH• par transfert d’hydrogène (figure 12). 



 Chapitre Bibliographique 

25 
 

 

Figure 12. Réaction des flavonoïdes avec les espèces oxygénées réactives (Densiov and 

Afanas’ev 2005). Avec FlOH : flavonoïde, FlO• : flavonoïde sous forme radicalaire. 

Le radical aroxyle résultant (Fl-O•) peut réagir avec un autre radical libre pour former une 

structure quinone stable comme le montre la figure ci-dessous : 

 

En outre, le radical aroxyle peut interagir avec l’oxygène pour donner une quinone et un anion 

superoxyde. Cette réaction qui peut prendre place en présence de taux élevés de métaux de 

transition, est responsable de l’effet prooxydant indésirable des flavonoïdes (McCord, 1995). 

La capacité des flavonoïdes d’agir comme antioxydants dépend donc, non seulement du 

potentiel redox du couple Flav- O•/Flav-OH, mais aussi de la réactivité du radical aroxyle 

(Rice-Evans, 2001). 

De nombreuses études ont établi des relations entre les structures chimiques des flavonoïdes 

et leur pouvoir piégeur des radicaux libres (Jovanovic et al., 1994 ; Van Acker  et al., 1996 ; 
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Cos et al., 1998 ; Pietta, 2000 ; Cotelle, 2001 ; Rice-Evans, 2001 ; Seyoum et al., 2006). Ces 

travaux ont pu conclure que les composés les plus actifs sont ceux qui combinent les critères 

suivants : 

 La structure ortho-dihydroxy sur le cycle B (groupement catéchol) qui confère la 

stabilité au radical flavonoxy et participe à la délocalisation des électrons (la substitution de 

ces groupements hydroxyles sur le cycle B par des groupements méthoxyles altère le potentiel 

redox et donc le pouvoir antiradicalaire des flavonoïdes) (Chen et al., 2012). 

  La double liaison C2-C3 en conjugaison avec la fonction 4-oxo sur le cycle C augmente 

la capacité antiradicalaire des flavonoïdes (Heim et al., 2002 ; Balasundram et al., 2006 ; 

Seyoum et al., 2006). 

 La présence du groupe 3-OH en combinaison avec la double liaison C2-C3 augmente 

également la capacité à piéger les radicaux des flavonoïdes (la substitutiondu groupement 

3-OH conduit à l’augmentation de l’angle de torsion et une perte de la coplanarité 

conduisant ainsi à la réduction de l’activité antioxydante) (Heim et al., 2002 ; Balsundram 

et al., 2006 ; Seyoum et al., 2006). 

9.5.2. Chélation des ions métalliques 
Les ions du fer (Fe2+) et du cuivre (Cu2+) sont essentiels pour certaines 

fonctions physiologiques. Ils peuvent être, soit des constituants des hémoprotéines, soit des 

cofacteurs des différentes enzymes du système de défense antioxydant (par exemple, Fe pour 

la catalase, Cu pour la cerruloplasmine, Cu et Zn pour la superoxyde dismutase). Mais ils sont 

aussi responsables de la production du radical hydroxyle par la réduction du peroxyde 

d’hydrogène selon les réactions de Fenton et Haber Weiss (Cotelle, 2001). Les flavonoïdes 

sont considérés comme de bons chélateurs de ces ions métalliques (Morris et al., 1995 ; 

Brown et al., 1998). Les études menées par plusieurs auteurs (Van Acker et al., 1996 ; 

Fernandez, 2002 ; Heim et al., 2002 ; Guo, 2007) sur la chélation du fer par certains 
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flavonoïdes, ont permis de déterminer les sites potentiels responsables de la chélation des ions 

métalliques (figure 13) qui sont : 

- un noyau catéchol sur le cycle B. 

- les groupes 3-hydroxyle et 4-oxo du cycle C. 

- les groupes 4-oxo et 5-hydroxyle entre les cycles A et C 

 

Figure 13. Sites proposés pour la chélation des ions métalliques sur la structure d’un 

flavonoïde (Pietta, 2002). 

9.5.3. Inhibition enzymatique 
Les flavonoïdes sont capables d’inhiber une large gamme d’enzymes génératrices du O2

●- et 

d’autres espèces réactives de l’oxygène (ROS), telles que la xanthine oxydase, la protéine 

kinase C, la cyclooxygenase, la lipooxygenase, la monooxygenase microsomal, et la 

glutathion-S-transferase. Les flavonoïdes ayant une moitié catéchol sur le cycle B inhibent la 

succinoxydase mitochondriale et la NADH oxydase (Pietta, 2000 ; Densiov et Afanasev, 

2005).  

a. Inhibition de la xanthine oxydase 
Depuis que McCord et Fridovich ont démontré la participation de la xanthine oxidase (XO) 

dans la génération des radicaux libres, l’intérêt porté aux propriétés de cette enzyme s’est 

considérablement accru (Klinenberg et al., 1965 ; Rundles, 1966). Son rôle dans la génération 
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des ROS dans plusieurs pathologies a été largement étudié. L’allopurinol est le seul inhibiteur 

de la XO utilisé en clinique pour contrôler la production de l’acide urique dans la maladie de 

la goûte et l’hyperuricémie (Klinenberg et al., 1965 ; Rundles, 1966). Cependant, la toxicité 

sévère de l’allopurinol a été rapportée par certains auteurs (Young et al., 1974). Pour cela, la 

recherche de nouveaux inhibiteurs dépourvus d’effets indésirables est toujours d’actualité. Les 

composés phénoliques d’origine naturelle, comme les flavonoïdes, semblent être des 

inhibiteurs prometteurs de la xanthine oxydase. Plusieurs études sur des polyphénols naturels 

(surtout les flavonoïdes), sous forme de plantes entières ou extraits purifiés, ont montré 

qu’ils peuvent être une source importante d’inhibiteurs de la XO (Masuoka et al., 2012 ; 

Anthoni et al., 2008). Cos et al. (Cos et al., 1998) ont mesuré l’activité d’une trentaine de 

flavonoïdes sur la production de l’acide urique par la XO. Ils ont ainsi déterminé la relation 

entre la structure chimique des flavonoïdes et leur activité inhibitrice de la XO. Ces 

chercheurs ont montré que seuls les flavonols et les flavones ont la capacité d’inactiver 

l’enzyme, ceci montre l’importance de la double liaison C2-C3 dans l’inhibition de la XO. 

Cette double liaison et la conjugaison qu'elle induit, entraîne la coplanarité du cycle B avec 

les cycles A et C. Des études ultérieures menées par Van Hoorn et al. (Van Hoorn et al., 

2002) montrent clairement l’importance de cette structure plane dans l’inhibition de la 

xanthine oxydase. En comparant les activités des flavones et de leurs analogues flavonols, cos 

et al. (Cos et al., 1998) ont constaté que l’absence du groupe hydroxyle en C-3 augmente 

légèrement l’activité. Ils ont montré également que le cycle B n’a que peu d’influence sur 

cette inhibition et que les flavonoïdes glycosylés ont des activités inférieures à celles des 

composés non glycosylés. 
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b. Inhibition des lipooxygénases et des cyclooxygénases : activité anti-inflammatoire 
Afin de déterminer le mécanisme d’inhibition des lipooxygénases par les flavonoïdes, Sadik 

et al. (Sadik et al., 2003) ont étudié l’oxydation de l’acide linoléique par une lipooxygénase en 

présence de quercétine. Cette étude suggère que le mécanisme d’inhibition des 

lipooxygénases par la quercétine ne serait pas dû à une complexation ou à une oxydation du 

Fe2+, mais plutôt à une inhibition irréversible de l’enzyme résultant de liaisons covalentes 

entre l’enzyme et les dérivés oxydés de la quercétine (quinone ou radical phénoxy). Certains 

auteurs ont pu définir les groupements importants dans l’inhibition de la lipooxygénase, à 

savoir : la présence d’un groupement hydroxyle en C3, d’une fonction catéchol sur le cycle A 

ou B et de la double liaison C2-C3 (Chi et al., 2001 ; Arockia Babu et al., 2002 ; Sadik et al., 

2003).  

9.6. Propriété pro-oxydante des flavonoïdes 
Nous avons décrit précédemment les propriétés antioxydantes des flavonoïdes mais il ne faut 

pas négliger leurs propriétés pro-oxydantes. 

Parfois les flavonoïdes jouent un rôle de pro-oxydants. En effet, plusieurs d’entre eux ont été 

décrits comme responsables d’auto-oxydation et de la génération de radicaux oxygénés actifs, 

comme le peroxyde d’hydrogène (Sergediene et al., 1999 ; Heim et al., 2002). Ainsi, ils 

seraient capables de réduire le fer ferrique (Fe3+) en fer ferreux (Fe2+) aboutissant à la 

formation de radicaux hydroxyles par réaction entre Fe2+ et du H2O2. 

Dans une étude menée par Hanasaki et al. (Hanasaki et al. 1994), une série de mono et 

dihydroxyflavonoïdes s’est avèrée non prooxydante, alors que les flavonoïdes ayant plusieurs 

groupements hydroxyle, surtout au niveau du cycle B, montrent une activité prooxidante 

significative. Ces auteurs ont pu ainsi déduire que l’activité prooxidante des flavonoïdes est 

directement proportionnelle au nombre de groupements hydroxyles. D’autres auteurs ont 

confirmé la théorie avancée par Hanasaki et al. (Hanasaki et al. 1994). Outre le nombre de 

groupement hydroxyle au niveau des flavonoïdes, la position de ces groupements semble être 
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déterminante pour l’activité prooxidante. En effet, la présence de groupement hydroxyle en 

position 3’, 4’ et 3 diminue l’activité prooxidante (Bors et al., 1995).   Il a été aussi démontré 

que pour les flavones, la présence d’une liaison C2-C3 insaturé et un groupement 4-oxo peut 

promouvoir la formation des espèces réactives de l’oxygène (ROS) (Cao et al., 1997). 

9.7. Propriétés antihépatotoxiques 
Des flavonoïdes issus de Silybum marianum (chardon marie) ont été utilisés depuis des siècles 

en médecine traditionnelle dans le traitement des affections hépatiques. Les principes actifs de 

l’extrait sont constitués d’un mélange complexe (constitué de composés de type flavolignane 

et flavanone) appelé silymarine. Testée sur un modèle expérimental animal, la silymarine a 

montré qu’elle exerce un effet positif sur les hépatocytes intacts et sur les cellules hépatiques 

endommagées irréversiblement, agissant sur la membrane cellulaire, prévenant l’entrée des 

substances toxiques, et qu’elle stimule la capacité régénérative des cellules hépatiques après 

hépatectomie partielle. L’activité hépatoprotectrice de la silybine, principale flavolignane 

rencontrée dans la silymarine, a été évaluée chez des souris intoxiquées par des doses non 

thérapeutiques d’acétaminophène. Ce flavonoïde s’est révélé hépatoprotecteur, mais le 

mécanisme d’action de cette protection n’est pas encore bien élucidé (Magliulo, 1973). La 

quercétine, issue d’Artemisia scoparia, a été décrite comme possédant une activité protectrice 

vis-à-vis de l’hépatotoxicité du paracétamol chez le rat et la souris (Gilani, 1993). 

9.8. Activité anti-ulcérogène 
Les flavonoïdes sont capables de protéger la muqueuse gastrique contre divers agents 

ulcérogènes. L’hypolaetine-8-glucose, flavonoïde présent dans diverses espèces du genre 

Sideritis, présente une activité anti-ulcérogène significative (Villar, 1987). 

La naringine et la quercétine exercent également une activité anti-ulcérogène mise en 

évidence chez le rat dont l’ulcère gastrique a été induit par l’éthanol. Il a été suggéré que la 

quercétine exerce ses effets cytoprotecteurs grâce à un complexe impliquant la stimulation de 
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la prostaglandine et l’inhibition de la production de leucotriènes via la production de mucus et 

ses propriétés antioxydantes (Martin, 1994). Par ailleurs, il a été établi que la quercétine 

inhibe la croissance d’Helicobacter pylorii ainsi que la formation d’acide par les cellules 

pariétales en réponse à une stimulation par l’histamine et l’AMPc dibutyrique (Beil, 1995; 

Shin, 2005). 

9.9. Activité antibactérienne et antivirale 
Des propriétés antibactériennes et antivirales des flavonoïdes vis-à-vis de différentes souches 

bactériennes ont également été mises en évidence (Jassim, 2003; Jiang, 2003; Sokmen, 2005; 

Taguri, 1965; Takahashi, 2004). Les flavonoïdes atténuent le pouvoir infectieux ou affectent 

la réplication intracellulaire d’autres virus tels que le virus respiratoire syncytial (VRS), 

l’herpès simplex virus (HSV) et les adénovirus (Gonçalves, 2001; Serkedjieva, 1998). 

Les flavonoïdes atténuent le pouvoir infectieux ou affectent la réplication intracellulaire 

d’autres virus tels que le virus respiratoire syncytial (VRS), l’herpès simplex virus (HSV) et 

les adénovirus (Gonçalves, 2001). 

II- Les coumarines 

1. Définition des coumarines 
Les coumarines sont des substances présentes naturellement dans les plantes et les 

microorganismes. Environ 1620 dérivés de la coumarine ont été isolés à partir de plusieurs 

espèces de plantes et de micoorganismes (Sproll, 2008). La coumarine en elle-même était 

d’abord isolée de la fève de tonka (Coumarou) par Vogel en 1820 (Vogel, 1820). 

2. Distribution et localisation des coumarines 
Les coumarines sont présentes dans divers végétaux (Lake, 1999 ; Bruneton 2009). La fève 

tonka, fruit du gaïac de Cayenne (Dipteryx odorata), est très riche en coumarine (de 1 à 

3,5 %). À maturité, la fève libère des arômes de vanille, de foin et d’amande. Elle est en 

http://fr.wikipedia.org/wiki/F%C3%A8ve_tonka
http://fr.wikipedia.org/wiki/F%C3%A8ve_tonka
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ga%C3%AFac_de_Cayenne
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vogue auprès de quelques grands chefs qui l’utilisent pour parfumer les crèmes et les gâteaux 

(Macheix et al., 2006). Les coumarines extraites de cette plante  utilisée en parfumerie ou 

pour aromatiser les aliments ou les boissons (Macheix et al., 2006). Une autre plante, 

l’aspérule odorante, (Galium odoratum), qui, à maturité, a une agréable senteur dûe au 

développement de la coumarine,  renferme 1,0 à 1,3 % de ce métabolite. La racine de la 

flouve odorante (Anthoxanthum odoratum), les feuilles de maïs, la lavande vraie (Lavandula 

angustifolia), le celeri et la canelle présentent également des quantités intéréssantes de 

coumarine une fois séchés (Macheix et al., 2006). 

Les coumarines sont rencontrées principalement au sein de quatres familles botaniques 

suivantes : Fabaceae (tels que les Légumineuses), Asteraceae (tels que les Composées), 

Apiaceae (ex Ombellifères) et Rutaceae (tels que les agrumes). 

3. Structure et classification 
Les coumarines sont caractérisées par une structure qui comporte le noyau benzo-α pyrone 

(coumarine), résultant de la lactonisation de l’acide ortho-hydroxy- cis cinnamique (Lake, 

1999). Toutefois leurs structures restent très diverses et peuvent être classés en deux grands 

groupes (Smyth et al., 2009) ( (Floc’h et al., 2002): 

- Coumarines simples 

- Coumarines complexes où un noyau  furanne ou pyranne est associé au noyau benzo α 

pyrone.  

3.1. Les coumarines simples 
Ce sont celles qui ont des substituants dans le cycle benzénique. Elles peuvent être des dérivés 

hydroxylés, méthoxylés, alkylés, alcoxylés et glycosylés de la molécule mère (Figure 14) 

(Cohen, 1979 ; Lake, 1999) 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Asp%C3%A9rule_odorante
http://fr.wikipedia.org/wiki/Flouve_odorante
http://fr.wikipedia.org/wiki/Lavande_vraie
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Figure 14. Structures de quelques coumarines simples. 

3.2. Coumarines complexes  
On distingue :  

- les furocoumarines (ou furanocoumarines) qui constituent une classe de molécules 

diversifiée chimiquement, où chaque classe se distingue par la présence de divers 

groupements (hydroxy, alkoxy…) sur les carbones 2, (Maternu et al., 1988). On distangue 

deux types de furocoumarines en fonction de la position de noyau furane sur l’hétérocycle 

coumarine. Le premier groupe est celui des furocoumarines linéaires (Figure 15 A) qui 

comprend le psoralène et ses dérivés. Le second, celui des furocoumarinesangulaires (Figure 

15 B, est quant à lui représenté par l’angélicine et ses dérivés. 

- Les pyrannocoumarines (Figure 16). 
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Figure 15. (A) Structure chimique d’une furocoumarine linéaire (psoralène). (B) 

structure chimique d’une furocoumarine angulaire (angélicine) (Smyth et al., 2009). 

 

Figure 16. Structure de quelques pyrannocoumarines (Smyth et al., 2009). 

4. Propriétés physico-chimiques 
Les coumarines présentent une couleur bleu-vert dans le spectre visible. Peu de publications 

font état des absorbances UV des coumarines (Tableau 3). 

La solubilité des coumarines est peu étudiée. En effet l’étude de la solubilité de l’esculine a 

été réalisée par Anthoni et al. (Anthoni et al., 2010). Cette coumarine montre une solubilité de 

3,7 g/l dans l’eau et 5,96 g/l dans un mélange eau/méthanol (70 :30 v/ 
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Tableau 3. Absorption UV des coumarines dans l’éthanol (Preat et al., 2005). 

Substitution λ max 
5-Me 309 
6-Cl 309 

7,8-diOH 339 
6,7-DiOH 341 

6-NH2 412 

5. Absorption et métabolisme chez l'homme 

D’après Lake et al. (Lake, 1999) la source principale de coumarine dans l’alimentation 

viendrait de la cannelle, souvent présente sous forme d’arôme alimentaire. Il estime l'apport 

journalier par l'alimentation à 0,02 mg/kg/j. 

Après ingestion, la coumarine est rapidement et complètement absorbée dans le tube digestif 

puis massivement métabolisée dans le foie. Elle y subit principalement une hydroxylation en 

7-hydroxycoumarine (7-HC) (pour 84 %) et une ouverture du cycle de la lactone, avant d’être 

en grande partie excrétée dans les 24 heures, par voie rénale (figure 17) (Gibbs et al., 1979; 

Lake, 1999). Son temps de demi-vie dans l'organisme humain est d’une heure (Gibbs et al., 

1979). 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Cannelle_%28%C3%A9corce%29
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ingestion
http://fr.wikipedia.org/wiki/Foie
http://fr.wikipedia.org/wiki/Hydroxylation
http://fr.wikipedia.org/wiki/Lactone
http://fr.wikipedia.org/wiki/Rein
http://fr.wikipedia.org/wiki/Demi-vie
http://fr.wikipedia.org/wiki/Organisme_vivant
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Figure 17. Les 2 voies principales du métabolisme de la coumarine (Gibbs, Janakidevi et 

al. 1971). Avec :7-HC est la 7-hydroxycoumarine 

Chez l’homme, la voie par la 7-hydroxylation est très largement majoritaire et donne des 

métabolites qui peuvent s’avérer dans certains cas toxiques, notamment la 7-

hydroxycoumarine qui peut induire une hépatonécrose sévère. Par contre, chez le rat, aucune 

7-hydroxylation n’est détectée dans ses urines après une ingestion de coumarine et l’autre 

voie produit des composés très toxiques (Gibbs et al., 1979, Lake, 1999). 

6. Utilisations et activités biologiques 
Les coumarines sont utilisées comme fixateur et agent améliorateur dans les parfums 

(Opdyke, 1974 ; Cohen, 1979). Elles sont également ajoutées dans les savons, les détergents, 

les dentifrices et quelques boissons alcoolisées (Opdyke, 1974 ; Cohen, 1979). Des grandes 

quantités de coumarines sont utilisées également dans la fabrication de caoutchouc, les 
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matériaux en plastique et dans les peintures afin de neutraliser les odeurs désagréables 

(Fentem et Fry, 1993). 

En raison de certains de leurs activités biologiques, certains de ces coumarines ont été proposé 

dans la médecine clinique. Par exemple la capacité de la coumarine (2H-1-benzopyrane-2-

one) à activer les macrophages, explique son utilisation pour le traitement des oedèmes (Egan 

et al., 1990). La coumarine a été aussi décrite pour le traitement de la brucellose, à cause de 

ses propriétés immunomodulatrices (Egan et al., 1990). La coumarine est également en cours 

d'essais expérimentals chez des animaux pour le traitement de cancers du sein, du poumon et 

des reins; elle a été utilisée toute seule (Thormes et al., 1989) et en combinaison avec la 

cimétidine comme traitement antinéoplasique (Marshall et al., 1987 ; Cox et al., 1989 ; 

Marshall et al., 1989 ; Dexeus et al., 1990). 

Le pouvoir piégeur des coumarines vis-à-vis de plusieurs radicaux, ainsi que leurs capacités 

d’inhibition de la xanthine oxidase ont été mis en évidence par plusieurs auteurs (Kaneko et 

al., 2003 ; Zhang et Wang, 2004 ; Lin et al., 2008). Certaines structures ont été identifiées 

comme étant très importantes pour l’expression du pouvoir antiradicalaire des coumarines à 

savoir; la présence de groupements OH et la présence d’une partie catéchol (Zhang et Wang, 

2004 ; Lin et al., 2008). La présence de la partie catéchol a également été décrite comme étant 

essentielle pour l’inhibition de la xanthine oxidase (Chang et Chiang, 1995 ; Lin et al., 2008).   

La génotoxicité des coumarines a été étudiée à l’aide de plusieurs méthodes (sur les 

drosophiles « Drosophila melanogaster», test des micronoyaux, test d’Ames) (Florin et al., 

1980 ; Haworth et al., 1983). Toutes ces études ont montré l’absence de génotoxicité des 

coumarines. 

Les coumarines ont un potentiel cytotoxique pouvant s’avérer intéréssant dans le cas de 

traitements anticancereux (Lake, 1999). En effet, il est apparu que la cytotoxicité des 

coumarines est dépendante de la cellule ciblée. De part leurs propriétés chélatante, 
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antioxydante et anticoagulante (due au dicoumarol), les coumarines apparaissent comme des 

molécules potentiellement cytotoxiques à intérêts thérapeutiques (Lake, 1999).  

Les coumarines tel que les furanocoumarines, surtout linéaires, ont des propriétés 

photosensibilisantes. Ces propriétés sont liées à des processus photochimiques induits par les 

coumarines en présence d’oxygène, sous l’influence du rayonnement UV solaire. 

III- Polymérisation enzymatique des flavonoïdes et des coumarines 
Durant les dernières décennies, la synthèse enzymatique de polymères phénoliques a été 

étudiée de façon approfondie (Kurisawa et al., 2003 a,b,c ; Angerer et al., 2005 ; Bruno et al., 

2005 ; Anthoni et al., 2008 ; Anthoni et al., 2010). Cette voie présente les avantages 

d’apporter une certaine régio-sélectivité et d’être effectuée en conditions douces de pH et de 

température tout en conservant le label de « chimie verte » (Kurisawa et al., 2003a). Jusqu'à 

présent, plusieurs oxydoréductases (peroxydases, laccase, bilirubine oxydase etc…) ont été 

utilisées au cours des réactions de polymérisation oxydative de divers composés phénoliques 

(y compris des flavonoïdes et des coumarines) (Uyama et al., 2006). 

III.1. Mécanisme de la polymérisation enzymatique par des oxydoréductases 
Les oxydoréductases sont des enzymes capables de transformer les composés phénoliques à 

travers des réactions de couplages oxydatifs. Les deux principaux groupes utilisés au cours de 

la polymérisation enzymatique des composés phénoliques sont les peroxydases et les laccases 

(Tseitlin et al., 2006). La principale différence entre ces deux groupes est la nature de co-

substrat utilisé (Canfora et al., 2008). 

III.1.1. Les laccases 
Les laccases ont été découvertes pour la première fois par Yoshida dans la sève de Rhus 

vernicifica (Yoshida, 1883) et depuis leurs propriétés biochimiques, leurs structures et leurs 

mécanismes d’action ont été étudiés (Omura, 1961 ; Holwerda et Gray, 1975 ; Morpurgo et 

al., 1980). Jusqu’à présent, plus que 100 laccases ont été purifiées à partir de champignons 
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(Witayakranet Ragauskas, 2009). Certains auteurs, ont rapporté la présence de laccase chez 

certaines bactéries (Claus, 2004 ; Sharma et al., 2007). 

Le site actif de la laccase est constitué de 4 atomes de cuivre dont un de type 1 (T1), un de 

type 2 (T2) et deux de type 3 (T3) (figure 18) (Enguita et al., 2003 ; Garavaglia et al., 2004). 

Les laccases exercent leur pouvoir catalytique selon les 3 étapes suivantes (Solomon et al., 

1996 ; Solomon et al., 2001 ; Bento et al., 2005): 

- L’atome de cuivre de type 1 (T1) est réduit en acceptant des électrons de substrat réducteurs.  

- Les électrons sont transférés au niveau des atomes de cuivres de type 2 et 3 (T2/T3). 

- L’oxygène moléculaire est ensuite activé et réduit en eau au niveau des atomes de cuivres de 

type 2 et 3. La figure 19 montre le mécanisme de catalyse des laccases permettant la réduction 

de l’oxygène moléculaire en eau (Shleev et al., 2005 ; Solomon et al., 2008).  

 

Figure 18. Le site actif de la laccase (CotA) de Bacillus subtilis (Enguita et al., 2003). 
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Figure 19. Le cycle catalytique de la laccase permettant la réduction de l’O2 en eau 

(Solomon et al., 2008). 

Les laccases sont capables d’oxyder divers composés tels que les polyphénols, les 

aminophénols, les polyamines, les lignines, l’aryldiamines, les ortho- et para-benzenedioles et 

quelques ions inorganiques (Bruno et al., 1995 ; Claus, 2004 ; Riva, 2006). Afin d’assurer 

cette oxydation, les laccases arrachent un électron à ces composés et les transforment ainsi en 

radicaux libres et par la même occasion réduisent l’oxygène en eau (Witayakran et 

Ragauskas, 2009). Le schéma simplifié de l’oxydation de l’hydroquinone par une laccase est 

illustré par la figure 20 (Witayakran et Ragauskas, 2009).   
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Figure 20. (a) Oxydation d’un substrat par une laccase. (b) Exemple de l’oxydation 

d’hydroquinone par une laccase (Witayakran et Ragauskas, 2009). 

III.1.2. Les peroxydases 
Les peroxydases ont été extraites à partir de plantes, de microorganismes et de quelques 

organismes supérieurs (Kobayashi et al., 1995). Les peroxydases des plantes, appelées aussi 

peroxydases de classe III, catalysent l’oxydation de plusieurs substrats dont les phénols en 

présence du peroxyde d’hydrogène (H2O2). Ce sont des glycoprotéines contenant de la 

ferriprotoporphyrine IX comme site actif (figure 21) (Hamid et al., 2009). 

 

Figure 21. Site actif de la péroxydase de raifort (HRP) (Hamid et al., 2009).  
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Au cours de la réaction d’oxydation des phénols, le rôle de l'enzyme est de produire des 

radicaux phénoxy. Les radicaux phénoxy qui en résultent sont en mesure de former des 

polymères par processus de recombinaison. La polymérisation oxydante des phénols est 

essentiellement une réaction de polycondensation. Un modèle pour la polymérisation a été 

développé, qui divise la polymérisation en quatre étapes (figure 22) (Job et Dunford, 1976 ; 

Nayak, 1998). La première étape est la formation de radicaux phénoxy, suite à l’oxydation des 

composés phénoliques par la péroxydase de raifort (HRP). C’est la seule étape controlée par 

la cinétique de l’enzyme (figure 22a). Les radicaux phénoxy forment des dimères par 

recombinaison (figure 22b). Au début de la réaction, pratiquement tous les phénols sont 

convertis en dimères (Reihmann et Nayak, 2001 ; Sahoo et al., 2002). Lorsque la 

concentration des radicaux libres phénoxy diminue, une réaction de transfert d'électrons est 

plus probable qu’une réaction de recombinaison (Reihmann et Nayak, 2001), ce qui mène à la 

formation de radicaux d’oligomères (figure 22c). Ces radicaux d’oligomères vont contribuer à 

la formation d’oligomères de masse moléculaire encore plus élevée, par recombinaison 

(figure 22d) (Mejias et al., 2002 ; Sahoo et al., 2002). 
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Figure 22. a: Formation des radicaux libres phénoxyls, b: Recombinaison des radicaux 

phénoxyls, c: Le transfert radicalaire, d: Formation d’oligomères en alternant le transfèrt 

radicalaire et la recombinaison.  

III.2. L’effet des conditions opératoires sur la polymérisation 
La masse moléculaire des oligomères obtenus dépend principalement des conditions de la 

réaction de polymérisation, le type de substrat, le type et l’origine de l’enzyme utilisée. Par 

conséquent, le choix des conditions opératoires doit être fait minutieusement afin de maintenir 

une activité enzymatique, tout en permettant la solubilisation du substrat. D’autre part 

l’enzyme nécessite un milieu aqueux pour exprimer son activité alors que les composés 
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phénoliques sont principalement solubles dans les solvants organiques peu polaires pour la 

forme génine et polaires pour les hétérosides. Ainsi il est  essentiel de trouver un compromis 

qui permettera de satisfaire ces deux conditions.  

III.2.1. Effet du type, de l’origine et de la concentration de l’enzyme sur la 
polymérisation 
Le type (Laccase, peroxydase, tyrosinase…), l’origine (Trametes versicolors, Trametes 

pusbescens, Coprinus cenerius, Myceliphtora…) ainsi que la concentration d’enzyme utilisée 

peuvent avoir un effet très important sur la performance de la réaction ainsi que sur les 

propriétés et la structure des polymères obtenus (Tableau 4). En effet, le rendement et la 

masse moléculaire moyenne en poids ( wM ), obtenus au cours de la polymérisation du 2-6 

diméthylphénol ou de l’acide 4-hydroxybenzoique, ont été variables selon le type de 

catalyseur utilisé (laccase ou peroxydase) (Ikeda et al., 1996 ; Ikeda et al., 1998). Ces 

observations ont été confirmées par Desentis-Mendoza et al. (Desentis-Mendoza et al., 2006) 

au cours de la polymérisation de la quercétine et du Kaempférol par la laccase ou la tyrosinase 

de Ustilago maydis (tableau 5) (Desentis-Mendoza et al., 2006). L’origine de l’enzyme affecte 

aussi la conductivité des polymères synthétisés. Ainsi, la conductivité des poly(catéchol) 

obtenus par catalyse en présence de HRP est de 5.10-9 s.cm-1, contre 0.25×10-9 s.cm-1 pour 

ceux obtenus en présence de la peroxydase de soja (soybean peroxidase (SBP)) (Dubey et al., 

1998). 
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Tableau 4. Différents systèmes de polymérisation de composés phénoliques 

Enzyme Substrat Différents paramètres de polymerisation Observations Références 
Milieu réactionnel  
(Solvant+ tampon) 

Cofacteur Température (°C) durée 

  Solvants (%) Tampon 
(pH) 

     

Laccase (TP) (3 
U/ml) 

Totarol (0.5 g/l) -Méthanol (50) 
-Acétonitrile (50) 
-Acétone (50) 
-Acétate 
d’éthyle(50) 
-Chloroforme (50) 
-Méthyle t-butyl 
-Ether (50) 
 -Toluène (50) 

Acétate de 
sodium  
(4-7)  
 

Oxygène 20, 30, 40 et 50 24 h Conditions optimales:  
- T 30°C 
- solvant : acétone 
-pH 4.5- 5 
 
Résultats:  
-Meilleur taux de  
conversion de  96,3% 

(Ncanana et 
al., 2007)  

Laccase (TP) 
(0.6 U/ml) 

8-hydroxyquinoline 
(8,06 g/l) 

-Acétone (8) 
 

Acétate de 
sodium  
 (5) 

Oxygène 20-30-40-50 et 65 72 h Conditions optimales:  
-T : 30 °C  
Résultats:  
-Meilleur taux de  
conversion de 76%  

(Ncanana et 
al., 2007)  

Laccase (TV) 
(0-5 U/ml) 

Catéchol (25-10000 
mg/l 

-Acétone (0, 10, 30, 
50, 70) 

Acétate  
(3-8) 

Oxygène  
(8-22 mg/l) 

25, 30, 35,40, 45, 
50, 60 

1h Conditions optimales: 
-T: 25°C 
- Solvant: 10% acétone 
- pH: 5, 
-Enzyme : 0.02 U/ml  
- catéchol : 250 mg/ml 
-Oxygène : 10 mg/l  

(Aktas et 
Tanyolas, 
2003)  

Laccase 
(TVi) et (THl) 
(30µU/ml) 

Lignosulfonate de 
calcium  
(20 g/l) 

- Eau bidistillée   Oxygène 30 17 h Résultats:  
-La  Mw augmente de  
107% en présence de 
laccase de  TVi et de  572% 
en présence de laccase de 
THl 

(Nugroho et 
al., 2010)  

Laccase (MYL) 
(1,45.10-6, 
5,5.10-6, 
14,5.10-6 U/ml) 

Rutine (10 g/l)  
 

-Méthanol  
(0, 30, 50, 70, 100) 
 

Phosphate 
(7) 
 Acétate  
(5) 

Oxygène Température 
ambiante 

24 h Conditions optimales: 
-Solvant: 30% methanol 
-Tampon: acétate  
Enzyme: 5,5.10-6 U/ml  

(Kurisawa et 
al., 2003a)  
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Résultats: 
- Un meilleur taux de 
conversion de 81 %  
-Un meilleur Mn de 9300 
g/mol. 

Laccase (MYL) 
(1.2, 2.0,  2.8,  
3.6 U/ml) 
 

Catéchine (5 g/l) 
 

-Acétone (3-20) 
-Éthanol (5)  
-Méthanol (3- 20) 
-Isopropanole (5) 
 

Acétate (5) Oxygène Température 
ambiante 

24 h Conditions optimales: 
-Solvant: 20% acétone et 
pH:5  (pour avoir le 
Meilleur taux de 
conversion) 
- Solvant: 7% acétone  et 
pH:5 (pour avoir la Mn la 
plus important)  
 
Résultats: 
- Un meilleur taux 
conversion de 95% 
- un meilleur Mn de7000 à 
8000 g/mol. 

(Kurisawa et 
al., 2003b)  

laccase 
d’Urushi  
(10 U/ml)  

Lignosulfonate  
(5 g/l) 

Éthanol (70) Phosphate 
buffer 
 (7) 

Oxygène 30 48h - Taux de conversion: 86% (Yoshida et 
al., 2009) 

Laccase (PCL) 
(2.95 U/ml) 

Acide Syringique 
(20 g/l) 

-Acétone (40-50) 
-Acétonitrile (50) 
-1, 4- dioxane (50) 
-Éthanol (50) 
-Méthanol (50) 
-Méthyl ethyl 
ketone (50) 
-Acétone 
/chloroforme 
/tampon (33/17/50) 
-Acetone/ 
chloroforme/buffer 
(25/37.5/37.5) 

Acétate  
(5) 

Oxygène Température 
ambiante 

24 h Conditions optimales: 
-Solvant: 50% 1, 4-dioxane. 
 
Résultats: 
-Un meilleur taux de 
conversion de  86%. 

(Angerer et al., 
2005)  

Laccase (PCL) 
50 U/ml) 

Phénol, m-crésol, 
bispénol A,  
(30 g/l) 

-Méthanol (50) 
-2-propanole (50) 
-1-propanole (50) 
-1,4-Dioxane (50) 

Acétate   
(5) 

Oxygène Température 
ambiante 

24 h Conditions optimales: 
-Solvant: 50% acétone et le 
m-crésol comme substrat 
(pour voir le meilleur taux 

(Dai et 
Klibanov, 
1999)  
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-Acétone (50) de conversion) 
-Solvant 50% 2-propanole 
et le bispénol A comme 
substrat (pour avoir la Mn la 
plus importante) 

Laccase (PCL) 
(2.95 U/ml) 
 
 
Péroxydase  
(HRP) (10 
U/ml) 
 
 

2,6-dimethylphénol 
(12.4 g/l) 

-Acétone ( 20- 90) 
-1, 4-dioxane (60) 
-Éthanol (60)  
-Méthanol (60) 

Acétate  
(3-12) 

- Laccase: 
Oxygène 
 
-Péroxydase: 
H2 O2  
 

Température 
ambiante 

24 h Laccase: 
Conditions optimales: 
-Solvant: 40% de 1,2 
dioxane (pour avoir le 
meilleur rendement) 
-Solvant : 40% acétonitrile 
(pour avoir la plus 
importante Mw).  
 
Résultats: 
-Meilleur rendement de 
61%. 
-Une meilleure Mw de 8140 
g/mol. 
 
HRP: 
Conditions optimales: 
- Solvant: 60% acétone 
(pour avoir le meilleur 
rendement). 
-Solvant : 40% éthanol 
(pour avoir la meilleure Mw) 
 
 Résultats: 
-Meilleur rendement de 
33%. 
-Meilleure Mw de 6290 
g/mol 

(Yu et 
Klibanov, 
1999)  

Laccase  
(RV )  
(12.5 U/ml) 

(+) Catéchine 
(3 g/l) 

Isooctane (95) 
Héxane (95) 
Toluéne (95) 
Dichlorométhane 
(95) 

Eau Oxygène 25 1 h Résultats: 
Meilleur taux de 
polymérisation en présence 
de l’héxane 
 

(Ma et al., 
2009) 

(-) Epicatéchine  Résultats: 
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(3 g/l) Meilleur taux de 
polymérisation en présence 
de l’héxane 

Catéchole (3 g/l) Résultats: 
Meilleur taux de 
polymérisation en présence 
de dichlorométhane  

HRP (18U/ml) Phénol (18.8 g/l) 1,4-dioxane (60;80) - Acétate 
 (5) 
-Succinate 
(5.5) 
-Phosphate 
(7)  

H2O2  
 

Température 
ambiante 

48 h Conditions optimales: 
- Solvant : Dioxane (60%) 
(pour avoir le meilleur taux 
de conversion) et (80%) 
(pour avoir la meilleure Mn) 
 
Résultats: 
- Meilleur taux de 
conversion de 78%. 
-Meilleure Mn de 14700 
g/mol 

(Uyama et al., 
1997)  

-Acétonitrile 
(15/10) 
-Acétone (15/10) 
-1,4-dioxane 
(15/10) 
-Éthanol (15/10) 
-Acétate d’éthyl 
(15/10) 
-Méthanol (15/10) 
-Iso-propanole 
(15/10) 
-1,4 dioxane/ethyl 
acetate (10/10; 
20/40/ ; 40/50) 

Succinate 
(5,5)  
 

Conditions optimales: 
-Solvant: Méthonaol (60%) 
(pour avoir le meilleur taux 
de conversion), 1,4 dioxane/ 
acétate d’éthyle (20/40) 
(pour avoir la meilleure Mn. 
 
 Résultats: 
- Meilleur taux de 
conversion de  78%. 
- Meilleure Mn de 7500.  

HRP 
 (95 U/ml) 

-Phénols (5-20 g/l) 
-p-méthoxyphénol 
(5-20 g/l) 
-p-crésol (5-20 g/l) 
-p-chlorophénol (5-
20 g/l) 

Dioxane (0-100) Acétate (5) H2O2 Température 
ambiante 

 Conditions optimales: 
- Solvant: dioxane (85%) 
- Substrat: p-phénylphénol 
 
 
Résultats: 

(Dordick et al., 
1987)  
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-2,6-
diméthylphénol (5-
20 g/l) 
- 4,4’-biphénol 
aniline (5-20 g/l) 
-1-naphtol (5-20 
g/l) 
-2-naphtol (5-20 
g/l) 
-p-tert-butylphénol 
(5-20 g/l) 
-p-phénylphénol (5-
20 g/l) 

- Meilleure masse 
moléculaire de 26000 g/mol 
 

HRP (15 U/ml) 4,4’-biphenyldiol  
(10 g/l) 

-Acétonitrile (80) 
-Acétone (80) 
-1,4-dioxane (80) 
-Acétate d’éthyle 
(80) 
- Alcool 
isopropylique (80) 
- Tétrahydrofurane 
(80) 

Phosphate 
(7) 

H2O2  Température 
ambiante 

24 h Conditions optimales: 
- Solvant : Tétrahydrofurane  
(pour avoir le meilleur taux 
de conversion) 
- Solvant : alcool 
isopropylique (pour avoir la 
meilleure Mn) 
 
Résultats: 
- Meilleur taux de 
conversion de 97%. 
- Meilleure Mn de 21000 
g/mol. 

(Bindhu et 
Abraham, 
2003)  

HRP (12,6 
U/ml) 

m-crésol  
(8,16 g/l) 

Éthanol (0-100) Acide 4-(2-
hydroxyéthy
l)-1-
pipérazine 
éthane 
sulfonique 
(HEPES) 

H2O2 (en 
excès)  

Température 
ambiante 

24 h Conditions optimales: 
- Solvant : éthanol (20%) 
 
Résultats: 
- Un taux de conversion 
supérieur à 90% et une Mw 
de 7000 g/mol. 

(Krajewska, 
2004)  

HRP (1 mg) Catéchol (5 g/ml) - phosphate de 
potassium  
(4.3) 

H2O2  
 

Température 
ambiante 

- Résultats: 
- Un taux de conversion de 
90%. 

(Nabid et al., 
2010)  

HRP m-éthynylphénol 
(24 g/l) 

Méthanol (50) Phosphate 
buffer (7) 

H2O2  
 

Température 
ambiante 

3h Résultats: 
- Une Mw de 1700 g/mol. 

(Tonami, et 
al., 2000)  
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HRP 
 (8.8 U/ml) 
 
SBP 
( 8.32 U/ml) 

-Bisphénol 
dihydroxydiphényl
méthane 
(2 g/ml) 
 

Acétone (50) 
2-propanol (50) 
Méthanol (50) 
Acétone (50) 

Phosphate 
(7) 

H2O2  Température 
ambiante 

3h HRP: 
Conditions optimales: 
- Solvant: 2-propanol (pour 
avoir le meilleur taux de 
conversion et la meilleure 
Mw). 
 
Résultats: 
- Un meilleur taux de 
conversion de 100%. 
- Une meilleure MW de 5400 
g/mol. 
 
SBP: 
Conditions optimales: 
- Solvant: 2-propanol (pour 
avoir le meilleur taux de 
conversion et la meilleure 
Mw). 
 
Résultats: 
- Un meilleur taux de 
conversion de 99%. 
- Une meilleure MW de 
3040. 

(Rogalski et 
al., 1995)  

HRP (2 U/ml) Phénol (4,7 g/l) - Phosphate  
(7) 

H2O2  
 

Température 
ambiante 

1 h Résultats: 
- Un meilleur taux de 
conversion de 96%. 
- Une meilleure Mn de 
58200 g/mol. 

(Kim et al., 
2008) 

HRP (5 U/ml) Catechin  
(1,45 g/ml) 

Méthanol (30) Phosphate 
(7) 

H2O2  Température 
ambiante 

24 h Résultats: 
- Un taux de conversion de 
93%. 
-Une Mn de 14000 g/mol. 

(Kurisawa et 
al., 2003c)  
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SBP 
(0.1mg/ml) 

p- cresol (2,5 g/ml) -1-butyl-3-
methylimidazolium 
tetrafluoroborate 
(BMIM(BF4)) (50) 
 
-1-butyl-3-
methylpyridinium 
tetrafluoroborate 
(BMPy(BF4)) (50) 

Phosphate 
(7) 

H2O2  Température 
ambiante 

22.5 h Résultats: 
-Meilleur taux de 
conversion de 80% en 
presence des deux liquides 
ioniques. 
-Meilleure Mn de 1530 
g/mol en présence de 
(BMPy(BF4))  

(Eker et al., 
2009)  

p-Phénylphénol 
(12g/ml) 

(BMIM (BF4)) (70) 
(BMPy (BF4)) (10, 
70) 
 

Résultats: 
-Meilleur taux de 
conversion de 99.7% en 
presence de (BMPy (BF4)) 
(10%). 
- Meilleure de Mn de 1860 
g/mol en présence de 
(BMPy (BF4)) à 70%. 

 -Phénol (5g/l) 
-1-Naphthol (5g/l) 
-2-Naphthol (5g/l) 

(BMPy (BF4)) (70)     Résultats: 
-Meilleur taux de 
conversion de 83% en 
présence de 1-Naphthol. 
-Meilleur MW de 2900 
g/mol en présence du 
phénol. 

 

Avec : HRP: peroxydase de raifort, SBP: peroxydase de soja, Tv: laccase de Tramates versicolor, PCL: laccase de Picnoporus coccineous, CCP: 

laccase de Coprinus cinerus, TP: laccase de Tramates pubesens, MYL: laccase de Myceliophthora, RV: laccase de Rhus vernicifera, TVi: 

laccase de Trametes Villosa, THl: Laccase de Myceliophthora thermophyla, : Mw : la masse moléculaire moyenne en poids, Mn : la masse 

moléculaire moyenne en nombre. 
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Tableau 5. Effet du type de catalyseur sur les performances de la polymérisation 

Monomère Catalyseur Origine taux de 
transformation 
(%) 

Mw PD Références 

2-6 diméthylphénol Peroxidase HRP 33 57600 1.8 (Ikeda et 
al., 1996) SBP 38 81000 1.8 

Laccase CCP 57 5400 2 
Acide 4-
hydroxybenzoique 

Peroxidase HRP 79 13200 - (Ikeda et 
al., 1998)  SBP 72 14700 - 

Laccase CCP 62 11500 - 
PCL 80 7700 - 
MYL 83 9600 - 
POL 0 - - 

Kaempférol Tyrosinase UMT - 6500 - (Desentis-
Mendoza, 
et al., 2006)  

laccase UMT - 9000 - 
Quercétine Tyrosinase UMT - 236 - 

laccase UML - 1785 - 
Avec: Mw : la masse moléculaire moyenne en poids; PD: polydispersité ; CCP: laccase de Coprinus cenerius; 

PCL: laccase de Pycnoporus coccineus, MYL: laccase de Myceliophthora, POL: Laccase de Pyricularia oryzae, 

UMT: Tyrosinase de Ustilago maydis, UML : Laccase de Ustilago maydis, HRP: peroxydase de raifort, SBP: 

peroxydase de soja 

Les enzymes utilisées au cours de la réaction de polymérisation, sont soit sous forme libre, 

immobilisée, ou associée à des surfactants. 

III.2.1.1. Enzymes sous forme libre 
Afin de pouvoir utiliser les enzymes sous leur forme libre et éviter leur dénaturation par les 

solvants organiques, l’enzyme doit être copolymérisée avec des molécules hydrophobes ou il 

faut ajouter un surfactant. En effet, plusieurs auteurs ont rapporté que l’activité des 

oxydoréductases est maintenue, même dans des milieux totalement organiques, grâce à 

l’association de molécules surfactants aux enzymes (Paradkar et Dordick, 1994 ; Kamiya et 

al., 2000).  

L’activité des oxydoréductases varie également selon qu’elles sont pré-solubilisées dans une 

solution aqueuse ou dispersées sous forme solide directement dans le milieu réactionnel 

(Kazandjian et Klibanov, 1985 ; Dai et Klibanov, 1999). La lyophilisation de l’enzyme en 

présence du substrat, ou d’un composé hydrophobe, ou encore en présence d’un lyoprotectant 
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hydrophile augmente son activité par rapport à son utilisation sous forme dispersée 

(Kazandjian et Klibanov, 1985). Outre l’activité des enzymes, leur régiosélectivité a été 

augmenté par co-lyophilisation. En effet Yu et Klibanov (Yu et Klibanov, 2006) ont montré 

une plus grande regiosélectivité de la peroxydase de raifort (HRP) lyophilisée en présence de 

D-proline par rapport à la même enzyme non co-lyophilisée.   

III.2.1.2. Enzyme sous forme immobilisée 
Les enzymes étant solubles dans l’eau et très fragiles, leur purification après usage ne peut 

généralement être envisagée favorablement, surtout à l’échelle industrielle. Pour différentes 

raisons y compris la valeur commerciale élevée des enzymes, on s’est forcé de mettre au point 

des méthodes permettant leur réutilisation, une fois la réaction enzymatique achevée (Tischer, 

1999). 

L’une de ces méthodes est l’ultrafiltation, mais il semble que celle qui a donné naissance aux 

plus grands développements consiste à rendre l’enzyme insoluble par un traitement physique 

ou chimique convenable, suffisamment doux et sélectif pour éviter une perte trop importante 

d’activité biologique (Dickinson et Fletchert, 1989). L’enzyme ainsi insoluble (ou 

immobilisé) peut catalyser, en milieu hétérogène cette fois, les réactions susceptibles de l’être 

en phase homogène par l’enzyme soluble initial. Le dérivé insoluble est ensuite récupéré par 

filtration, sédimentation ou centrifugation et peut servir à nouveau (Qiu et al., 2009).   

Il existe cinq méthodes générales d’immobilisation des enzymes à savoir l’adsorption, la 

microencapsulation, l’inclusion, la réticulation, et la fixation chimique sur un support 

insoluble.  

III.2.2. Effet du pH 
Certains auteurs ont indiqué qu’un pH élevé provoque la baisse du potentiel rédox du substrat, 

induisant ainsi une importante différence entre le potentiel rédox du substrat et celui du site 

actif de la laccase (Xu, 1997 ; Shimoda et Smela, 1998 ; Papinutti et al., 2008). D’autre part, 
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les enzymes catalytiques fonctionnent dans une gamme de pH optimum bien déterminés. Par 

exemple le pH optimum pour les laccases fongiques est situé entre 3,5 et 7 alors qu’il est à 9 

pour les laccases d’origine végétale (Witayakran et Ragauskas, 2009). Ce pH ne correspond 

pas toujours au pH optimum pour le déroulement de la réaction de polymérisation. En effet, le 

meilleur taux de conversion du bisphénol, en présence de la laccase de Trametes versicolor 

est obtenu à un pH 5, alors que le pH idéal pour cette enzyme est de l’ordre de 6 à 8.  De plus, 

le pH peut influencer le taux de conversion et la masse moléculaire des oligomères (Dubey et 

al., 1998 ; Anthoni et al., 2008). 

Il a été également démontré que le pH peut affecter le type de pontage entre unités 

monomériques. Un pH acide favorise les pontages C-C alors que les pontages C-O sont 

majoritaires à pH basiques (Roubaty et al., 1978). 

III.2.3. Effet de la température 
Plusieurs auteurs ont étudié l’effet de la température sur la polymérisation et ont  montré que 

ce facteur peut affecter l’activité de la laccase, ainsi que le taux de conversion, la solubilité et 

la stabilité du substrat (Aktaş et al., 2000 ; Masuda et al., 2001 ;  Aktas, 2005 ; Guresir et al., 

2005 ; Anthoni et al., 2010). 

La température optimale pour les laccases fongiques est située en général entre 50 et 70°C 

(Baldrian, 2006). Cependant, certaines laccases fongiques atteignent leurs activités maximales 

à des températures inférieures à 50°C, tel est le cas de la laccase de Ganoderma lucidum et de 

Trametes versicolor, dont la température optimale est de 25°C. 

La température optimale pour le déroulement de la polymérisation ne correspond pas toujours 

à celle de l’enzyme; citons par exemple le cas de la polymérisation du bisphénol A par la 

laccase de Trametes versicolor, dont le meilleur taux de conversion a été noté à 45°C, tandis 

que la température optimale de l’enzyme et de 25°C (Kim et Nicell, 2006). 
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III.2.4. Effet du substrat sur la polymérisation 
Pour une même enzyme, le type de substrat peut affecter le rendement de conversion et la 

taille des polymères (tableau 6). Certains auteurs attribuent cette différence de rendement à la 

différence de solubilité des divers substrats (Mita et al., 2003). D’autres auteurs ont lié la 

faible ou l’absence de réactivité d’un substrat à leurs potentiels rédox (tableau 7) (Canforma 

et al., 2008). En effet, ces auteurs indiquent que les substrats ayant des groupements donneurs 

d’électrons (tels que CH3, CH2-CH3) sont susceptibles d’augmenter le taux d’oxydation, 

contrairement aux substrats ayant des groupements accepteurs d’électrons. Par conséquent, il 

sera plus difficile d’arracher un électron au substrat afin de l’oxyder, ainsi le taux de réduction 

diminue (Canforma et al., 2008).  

Tableau 6. Effet du substrat sur la polymérisation en présence de la peroxydase de raifort 

(HRP) 

Molecule MW Rendement (%) Référence 
Phénols 
p-méthoxyphénol 
p-cresol 
p-chlorophénol 
2,6-diméthylphénol 
4,4’-biphénol 
Aniline 
1-naphtol 
2-naphtol 
p-tert-butylphénol 
p-phenylphénol 

1400 
2000 
1900 
600 
500 
400 
1700 
très important 
2000 
1900 
26000 

- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 
- 

(Dordick et al., 
1987)  

4-cyclohexylphénol 

4-t-butylphénol 

4-isopropylphénol 

4-méthoxyphénol 

1200 

1674 

2380 

1159 

86 

98 

99 

100 

(Osiadacz et al., 
1999)  

Avec : MW : la masse moléculaire moyenne en poids. 
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Tableau 7. Effet de la nature et du potentiel rédox du substrat sur la polymérisation en 

présence de la laccase de Trametes versicolor (Da Silva et al., 1994).  

Substrat Substituant Rendement 
(%) 

Potentiel redox (V) 

Acide caféique 

Cathéchol 

Acide 2,6-hydroxybenzoic  

Acide 3-hydroxybenzoic 

Acide 3-hydrocyphenylacetic  

4-hydroxybenzaldyde  

Hydroxytyrosol 

Méthylcathéchol 

Acide protocatechuic  

Acide Synergique  

 

m-Tyrosol 

-CH-CH-COOH 

OH 

-COOH 

-COOH 

-CH2-COOH 

-COH 

-CH2-CH2OH 

-CH3 

-COOH 

-OCH3 

-COOH 

-CH2CH2OH 

99 

100 

0 

50 

3 

0 

88-100 

98 

46 

87 

 

39 

+ 0.53 

+0.53 

+1.0 

+1.02 

+1.06 

- 

- 

+0.77 

+0.79 

+0.68 

 

- 

III.2.5. Effet du solvant sur la polymérisation 
En milieu aqueux, les réactions de polymérisation des composés phénoliques sont souvent 

limitées par la faible solubilité du substrat. En revanche, en milieu organique, la réactivité est 

plutôt freinée suite à la dénaturation des enzymes dans cet environnement.  

La nature du solvant organique, ainsi que le rapport en volume de solvant organique/ volume 

de tampon influence le rendement, la solubilité, la structure et la masse moléculaire moyenne 

des polymères (Ikeda et al., 1996 ; Ikeda et al., 1998 ; Kurisawa et al 2003a ; Mita et al., 

2003). En effet, Anthoni et al. (Anthoni et al., 2008) ont utilisé différents mélanges eau/ 

solvant organique (30 :70 v/v) au cours de la polymérisation de la rutine par la laccase de 

Trametes versicolor. Six solvants ont été utilisés à savoir : l’acétone, l’éthanol, le méthanol, le 

diméthylformamide (DMF), de l'acétonitrile et le tétrahydrofurane. Ces auteurs indiquent que 
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le meilleur indice de la masse moléculaire moyenne en poids (Im) a été obtenu en présence du 

méthanol, alors que le rendement en polymère est meilleur en présence de l’éthanol (Anthoni 

et al., 2008). Aussi, une simple variation du pourcentage de dioxane de 10 à 85 % dans de 

l’eau mène à des variations de masse moléculaire de 500 à 26000 Da (Dordick et al., 1987). 

En parallèle, l’activité enzymatique décroît quand le pourcentage de dioxane augmente mais 

les polymères restent en suspension ce qui permet l’allongement de la chaîne polymérique. De 

même, la variation du pourcentage de méthanol de 30 à 50% dans l’eau  conduit à une 

diminution de l’indice de la masse moléculaire moyenne en poids (
wM ) et la quantité de 

polymère (Anthoni et al., 2008). 

En outre, les solvants ont des effets sur la structure des polymères et la sélectivité de la 

réaction et ceci aussi bien avec la peroxydase de raifort (HRP) qu’avec la laccase. Ainsi, 

lorsque la coefficient de partage (log P) du solvant augmente, la proportion d’unité phénylène 

diminue (Oguchi et al., 2000 ; Mita et al., 2003). Intra et al. (Intra et al., 2005) ont montré 

qu’au cours de l’oligomérisation du totarol par la laccase de Trametes pubescence, le pontage 

C-O est favorisé par la diminution de l’hydrophobicité du co-solvant. Cette sélectivité 

pourrait être attribuée à un effet intrinsèque du solvant sur la formation de pontage ou à un 

effet du solvant sur l’enzyme. 

III.3. Type de pontage mis en évidence au cours de la polymérisation enzymatique 
Différents types de pontage ont été décrits dans la littérature, dans le cadre de polymérisation 

enzymatique d’espèces phénoliques, de type C-O, C-C mais aussi C-N (Pilz et al., 2003 ; 

Anthoni et al., 2008 ; Anthoni et al., 2010).  

Ainsi, Uzan et al. (Uzan et al., 2011) ont pu emettre l’hypothèse que des pontages C8-C8 et 

C6-O4 peuvent avoir lieu lors de la polymérisation de la rutine, par la laccase de Pycnoporus 

coccineus et de Pycnoporus sanguineus (figure 23). 
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Figure 23. Pontages proposés lors de la polymérisation de la rutine par la Pycnoporus 

coccineus et Pycnoporus sanguineus (Uzan et al., 2011). 

Par ailleurs, l’oligomérisation de la catéchine par la peroxydase de raifort (HRP) aboutit à un 

dimère formé par des pontages de type C5’-C8 ou C2-C8 (Hosny et al., 2002). 

Seuls quelques auteurs démontrent la structure des oligomères formés par catalyse 

enzymatique, mais la majorité d’entre eux emettent des hypothèses. En effet, Pinelo et al. 

(Pinelo et al., 2004), indiquent que la polymérisation de la quercétine en présence de la 

peroxydase de raifort (HRP) se fait à travers des pontages de type C5’-C8. Mejias et al. 

(Mejias et al., 2002) observent une bande infrarouge vers 1158 cm-1 correspondant à un 

pontage éther, puis s’appuient sur les délocalisations électroniques pour supposer un pontage 

de type C-O au niveau du cycle B lors de l’oligomérisation de la rutine par la peroxydase de 

raifort (HRP) et SBP.  
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Tableau 8. Types de montage mis en évidence au cours de différentes réactions de 

polymérisation. 

Enzyme Substrat Pontage 
(technique analytique) 

Référence 

Laccase de Trametes 

versicolor 

 

 

Rutine 
 

Esculine 

C-C (IR) 
C2’-O4’, C2’-C2’ (RMN) 

C-C, C-O (IR) 
C8-C8 (modélisation 

moléculaire) 

(Anthoni et al., 
2008)  

 
 

(Anthoni et al., 
2010)  

Laccase de Pycnoporus 

coccineus et de 
Pycnoporus sanguineus   

Rutine C8-C8, C6-O4 
 

(Uzan  et al., 2011)  

Laccase de Rhus 

vernificera 

Hydroquinone 
(-) épicatéchine  

C-C (RMN) 
C-C (IR) 

(Hosny et al., 2002)  
(Ma et al., 2009)  

Laccase de Picnoporus 

coccineous 

2,6-
dimethylphenols 

C-O (IR) (Ikeda et al., 1996)  

HRP, SBP 
HRP 

Quercétine 
4-[(4-

phenylazo-
phenyimino)-
methyl]phenol 

C-O (FTIR) 
C-O (IR) 

(Mejias et al., 
2002)  

 

Laccase Myceliophtora Catéchine C-C (FTIR) (Kurisawa et al., 
2003b)  

Laccase Trametes 

villosa 

Bisphenol A C-C (RMN) (Uchida et al., 
2001)  

Laccase T. versicolor α-naphtol C-O (FTIR) (Aktas et al., 2000)  
Laccase picnoporus 

coccineous 

Acide 
syringique 

C-O (RMN) (Ikeda et al., 1996)  

Laccase picnoporus 

coccineous 

Phénols C-O suggéré (FTIR) (Mita et al., 2003)  

Laccase Trametes 

pubescens 

Totarol C-O et C-C (RMN) (Ncanana et al., 
2007)  

Laccase Pycnoporus 

coccineus 

Phénols C-O et C-C (FTIR, 
méthode de titrage des 

liaisons éther) 

(Mita et al., 2003)  

 

Bien que la polymérisation des flavonoïdes et des coumarines ait été avancé par plusieurs 

auteurs, la détermination de type de pontage est le plus souvent donnée sous forme 

d’hypothèses. Nous allons dans ce travail fractionner les oligomères obtenus afin d’avoir plus 

de chances de pouvoir déterminer avec précision les diverses liaisons susceptibles d’avoir lieu 

au cours de la polymérisation de la rutine et de l’esculine. Nous nous sommes également 
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focalisés au cours de ce travail, contrairement aux autres auteurs, sur l’effet de la masse 

moléculaire moyenne des oligomères obtenus sur les activités antiradicalaires et 

antioxydantes ; en plus d’étudier des activités pour la première fois, pour les fractions 

d’oligorutines et oligoesculines telles que les activités génotoxique/mutagène, 

antigénotoxique/antimutagène vis-à-vis d’un système procaryote et eucaryotes, en plus de 

l’activité immunomodulatrice.      
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Matériels et Méthodes 
A.  Matériels : 

La rutine, l’esculine et la laccase de Trametes versicolor (21,4 U/mg ) proviennet de Sigma 

Aldrich 

I. Matériels biologiques  

I.1. Bactéries utilisées 

I.1.1. Souches utilisées pour l’étude des activités mutagènes et antimutagènes à l’aide du 

test d’Ames : 
Deux souches bactériennes Salmonella typhimurium TA102 et TA104 qui dérivent d’une 

souche originelle Salmonella typhimurium LT2 ont été utilisées pour réaliser le test d’Ames. 

Elles ont été offertes par le Pr. J. Felzenswalb, (Universidade do Estado do Rio de Janeiro, 

Brésil) et ont été conservées selon la méthode décrite par (Maron et Ames, 1983). 

Ces souches sont porteuses d’une mutation au niveau de l’opéron histidine qui les rend 

auxotrophes vis-à-vis de cet acide aminé, et par conséquent elles sont incapables de pousser 

sur un milieu minimum dépourvu d’histidine. 

Cette mutation, de type non sens hisG428, est une mutation par substitution A-T 

chromosomique chez la souche S. typhimurium TA104 et plasmidique (plasmide pAQ1 en 

copie multiples) chez la souche S. typhimurium TA102, avec délétion du gène normale au 

niveau du chromosome. Le plasmide pAQ1 porte également le gène de résistance à la 

tétracycline. 

S. typhimurium TA102 diffère aussi de S. typhimurium TA104, et des autres souches d’Ames, 

par l’intégralité du gène –uvrB. En effet, la mutation –uvrB portée dans ce cas uniquement 

par S. typhimurium TA104 bloque le processus de réparation des lésions par excision-

resynthèse et augmente la réparation fautive SOS. Cette délétion affecte également les gènes 

de la nitroréductase (chl) et de la biotine (bio) (Tableau 1). Outre la mutation his-, ces souches 
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sont porteuses d’un certain nombre de mutations communes (Ames et al., 1975 ; Maron et 

Ames, 1983) notamment : 

La mutation rfa qui affecte la structure de la membrane externe et augmente la perméabilité 

des souches aux molécules de masse moléculaire élevées. 

Le facteur de résistance R à l’Ampicilline qui est un plasmide pkM 101 et qui porte les 

gènes mucA et mucB amplifiant ainsi le processus de réparation fautive SOS responsable de 

la mutagenèse induite. 

Les souches Salmonella typhimurium TA102 et TA104, comparées aux autres souches 

d’Ames présentent la particularité de détecter les agents mutagènes qui ont un effet 

prooxydant, autrement dit ceux qui génèrent des radicaux notamment les espèces réactives 

oxygénées (Ames et al., 1975 ; Maron et Ames, 1983).  

Tableau 1. Génotype des souches Salmonella typhimurium TA102 et TA104. 

Souches Mutation 
histidine 

Perméabilité 
de la 

membrane 

Réparation Facteur R 
(PKM101) 

Matériel génétique 
porteur de la 
mutation His- 

S .typhimurium TA102 His G428 rfa  +uvrB + R Plasmide pAQ1 
(30 copies) 

S. typhimurium TA104 His G428 rfa -uvrB + R Chromosome 
His : mutation histidine. 
Rfa : C’est une mutation qui élimine la chaîne latérale polysaccharidique du lipopolysaccharide qui couvre la 
surface bactérienne, rendant celle-ci plus perméable et complètement apathogène. 
uvrB : C’est une délétion qui élimine le système de réparation par excision de l’ADN. 
R : C’est un facteur de résistance plasmidique pKM101 permettant d’obtenir des souches résistantes à 
l’ampicilline. 

 

I.2. Lignées cellulaires utilisées 
La lignée cellulaire utilisée est la lignée cancéreuse humaine K562 ; ce sont des cellules 

humaines érythrolymphoblastiques HLA négatives provenant d’un sujet atteint de CML 

(Chronic Myelogenous Leukemia) en crise blastique (Akiyama et al., 2002). Cette population 

cellulaire est très indifférenciée, nonadhérentes et arrondies, elle constitue un bon matériel 

pour la réalisation des essais in vitro. 

III. Composition des milieux de culture et des tampons: 
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- Oxoïde N°2 

 Ce milieu est formé par 4.3 g/l de peptone de viande, 4,3 g/l de peptone de levure, 6,4 g/l de 

chlorure de sodium. Le pH est ajusté à 7,5. Ce milieu est ensuite stérilisé par autoclavage 

pendant 15 min à 120°C. 

Ces milieux sont ensuite stérilisés par autoclavage pendant 15 minutes à 120°C. 

- Milieu minimum M63 utilisé pour le test d’Ames  

Le milieu M63 est constitué d’un mélange contenant de l’agar (1,5 %), du KH2 PO4 7H2O (0,1 

M), du (NH4)2SO4 (15,14 mM), du (Fe SO4)7 H2O (0,7 10 -3 mM) et du glucose (0,2 %). Avant 

d’ajuster le volume à 1 litre, le pH doit être ajusté à 7, par du KOH (10 M), la solution est 

ensuite stérilisée par autoclavage pendant 15 mn à 120° C. 

- Milieu STA  

Pour préparer 1 l du milieu STA on doit utiliser 15 g d’agar, 40 ml de milieu M63, 2 ml de 

lactose (20%), 0.5 ml de Glucose (20%), 2 ml de tryptophane (1%), 2 ml d’histidine (1%), 2 

ml de thréonine (1%), 2 ml d’uracile (1%), 2 ml de thiamine (1%), 2 ml d’ampicilline (10 

mg/ml)), 2 ml d’X-gal (20 mg/ml) et de l’eau distillée qsp 1 l. On porte à ébullition pendant 

10 min. 

- Gélose ntiritve « Top agar »  

 C’est un milieu à 0,6% d’agar-agar. Il est supplémenté de NaCl (85,55 mM) et une solution 

d’histidine-biotine 0,5 mM. Le milieu est stérilisé par autoclavage pendant 15 mn à 120°C. 

- Milieu de croissance cellulaire : 

Le milieu utilisé pour réaliser la culture cellulaire des cellules K562 est le milieu synthétique 

RPMI 1640, supplémenté par la L-glutamine (4 %), source d’energie indispensable et facteur 

limitant du cycle de Krebs, et de 10% de sérum de veau foetal (SVF) qui fournit les facteurs 

de croissance indispensables. Le milieu est additionné de 1% d’antibiotiques (gentamycine 

(100 μg/ml)) en vue de diminuer le risque de contamination bactérienne. 
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- Préparation d’homogénat de foie de souris "S9" (extrait enzymatique de 

métabolisation) 

L’extrait S9 contient les enzymes nécessaires à la métabolisation des molécules testées pour 

leur effet génotoxique et antigénotoxique indirects. La préparation de S9 commence par le 

traitement des souris (BalbC) pesant approximativement 30 g par l’Aroclor (500 mg/kg de 

poids corporele) celui ci est un activateur enzymatique hépatique, que l’on dilue dans l’huile 

d’olive à une concentration de 200 mg/ml. Les souris reçoivent une seule injection intra-

péritonéale, cinq jours avant leur sacrifice pour activer le système enzymatique hépatique. 

Pendant cette période, les souris reçoivent la nourriture et l’eau jusqu'à 12 h avant le sacrifice. 

A la fin du cinquième jour, les animaux sont sacrifiés par dislocation cervicale, et leurs foies 

prélevés stérilement et séchés sur la gaze stérile, puis pesés dans un bécher et lavés plusieurs 

fois par une solution de KCl (0,15 M) fraîche. Ces lavages sont nécessaires pour nettoyer les 

foies et éliminer l’hémoglobine qui peut inhiber l’activité des enzymes à cytochrome P450.  

En étape finale, les foies sont coupés en petits morceaux et broyés dans 3 volumes d’une 

solution contenant du Na2HPO4 (50 mM), du KCl (0,15 M), de l’EDTA (2,5 mM), du sorbitol 

(400 mM) et du PMSF (0,2 mM), à raison de 3 ml de ce mélange/g de foie. L’homogénat  est 

centrifugé pendant 10 min à 9000 g et à 4°C. Le surnageant est récupéré et réparti dans des 

tubes qui seront conservés à -80°C (Garnier et al., 1972; Maron et Ames, 1983). 

- Préparation du S9 mix 

Le S9 mix est formé par 2 ml d’homogénat de foie S9, 1 ml de MgCl2 - KCl 0,4 M, 0,25 ml 

de glucose-6-phosphate 1 M, 2 ml de NADP 0,1 M, 25 ml de tampon phosphate buffer 0,2 M 

à pH=7,4 et 19,75 ml d’eau distillée. Toutes les solutions sont préparées stérilement. 

 

- Tampon de lyse des cellules eucaryotes (test des comètes)  
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Les cellules sont traitées par un mélange de 2,5 M NaCl, 100 mM EDTA, 10 mM Tris et 1 % 

sacarosinate de Na (pH = 10). Avant son utilisation on ajoute à la solution de lyse, 1 % de 

Triton X100 et 10 % de DMSO. 

- Tampon d’électrophorèse utilisé pour le test des comètes  

Le tampon d’électrophorèse est formé d’un mélange de 75 ml de NaOH 10 N et 12,5 ml 

EDTA 200 mM dans un volume final de 2,5 l de H2O. 

- Solution de neutralisation utilisée pour le test des comètes 

 Il s’agit d’une solution Tris-base 0,4 M. Le pH est ajusté à 7,5 avec du HCl concentré. 

- Tampon de lyse des érythrocytes pour le test de prolifération des splénocytes 

Ce tampon est formé d’un mélange de 7,702 g de Nacl (0,144 M) et 2,059 g de Tris base 

(0,017 M) pour un litre de tampon. Le pH est réglé pour être entre 7,2 et 7,4.  

-Tampon Griess 

Ce tampon contient 1% de sulphamide, 0,1% de naphthylenediamine et 5% d’acide 

phosphorique. 

- Tampon citrate (0,1 M) 

Il contient 19,21 g d’acide citrique pour 1 litre de tampon. Le pH est ensuite ajusté à 5. 

- Tampon borate (0,2 M) 

Ce tampon est composé de 12,36 g d’acide borique pour 1 litre de tampon. Le pH est ajusté à 

9,8. 

IV- Mutagènes et génotoxiques de références utilisés 

IV. 1. Le méthyle méthane sulfonate  
Le méthyle méthane sulfonate (MMS) (Figure 24) est un mutagène direct sous forme liquide 

et incolore ; il est fortement irritant par inhalation ou ingestion. Il forme des composés 

fortement corrosifs en présence de l’eau. Le MMS est très toxique que ce soit pour l’homme 
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ou les animaux et mêmes les bactéries et il s’est avéré cancérigène, mutagène et tératogène 

pour les rongeurs (Bateman et al., 1996). 

 

Figure 24. Structure Chimique du méthyle méthane sulfonate (MMS). 

IV.2. Le 2-aminoanthracène : 

Le 2-aminoanthracène est un hydrocarbure aromatique polycyclique substitué par une amine 

(Figure 25), qui a pour cible principalement les poumons, le foie, les reins et les intestins et à 

un moindre degré les graisses, les muscles et le cerveau. Il s’agit bien d’un très fort mutagène 

indirect (Charles et al., 1984). 

 

Figure 25. Structure chimique du 2-Aminoanthracène (2-AA). 

IV.3. Le peroxyde d’Hydrogène (H2O2) : 

Il s’agit d’un oxydant puissant, dont le mécanisme d’action est mal connu, qui provoque des 

lésions de l’ADN, par les radicaux hydroxyles OH●, de certaines bactéries et cellules de 

mammifères. De même, il s’est avéré qu’il possède un potentiel tératogène (anomalies de 

fœtus chez des rates pour des doses mortelles). Cependant, le H2O2 n’a aucun effet marqué de 
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cancérogenèse chez des rats et des souris auxquels il a été administré par voies orale, cutanée 

et sous-cutanée (Hagensee et Moses, 1989). 

B- Méthode 

I. Conduite de l’oligomérisation 
Les réactions d’oligomérisation ont été menées dans des réacteurs agités (600 rpm/min), à 

double enveloppe pour une témperature régulée à 20°C. Cinquante grammes de rutine ou 

d’esculine ont été ajoutés à 1L de méthanol/eau (30 :70 v/v). Après une solubilisation à 20°C 

pendant 24 h, la réaction de polymérisation a été déclenchée par l’ajout d’une solution de 

laccase de Trametes versicolor (3U/ml). La  durée de la réaction de polymérisation de la 

rutine et de l’esculine est de 24h et 72h, respectivement. Des prélèvements réguliers ont été 

réalisés tout au long de la réaction de polymérisation de la rutine et de l’esculine. Les 

prélèvements ainsi obtenus ont été analysés par SEC-UV (Chromatographie d’exclusion 

stérique-UV) en utilisant le dimethylformamide (DMF) avec 1% de LiBr comme éluant. Ces 

analyses SEC-UV ont permis de déterminer la cinétique de polymérisation de chacun des 

monomères étudiés.  

II. Séparation des oligomères par filtration tangentielle 
Les procédés de filtration associant des membranes semi-pérméables et un flux tangentiel 

consistent à séparer, en fonction de leur poids moléculaire et de leur taille, des éléments 

dissouts ou en suspension. En créant une différence de pression entre le retentât et le perméat, 

la membrane fait office de filtre. Les substances plus petites que les pores de la membrane 

sont entrainées avec le solvant, dénommé "perméat", tandis que les molécules ou les 

particules plus grosses sont retenues comme "retentât". La filtration tangentielle présente 

l’avantage de minimiser les phénomènes de dépôt et de colmatage par rapport à d’autres types 

de filtration. 
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II.1. Protocole  
1 L de milieu réactionnel a été récupéré à la fin de la réaction et a été filtré sur différentes 

membranes de 50, 5, 3 et 1 KDa successivement. 5 L de méthanol/eau (30 :70 v/v) ont été 

ajoutés au cours de chaque filtration par les différentes membranes. Les membranes utilisées 

sont de la marque  INSIDE CeRAMTM (TAMI industries). Ces membranes sont en ZrO2-TiO2 

de 10 mm de diamètre. Les retentâts et les perméats obtenus subissent une vaporisation afin 

d’éliminer toute trace de solvants organiques et sont lyophilisés. 

III. Méthodes analytiques 

III.1. Analyse des flavonoïdes et de leurs oligomères par chromatographie d'exclusion 
stérique 
La chromatographie d'exclusion stérique (SEC) est une technique de caractérisation des 

polymères par séparation des macromolécules en fonction de leur taille ou, plus exactement, 

de leur volume hydrodynamique. Cette technique consiste en une élution des macromolécules 

à l'aide d'un solvant circulant à débit constant au travers d'un matériau poreux non adsorbant 

dont les pores ont approximativement les mêmes dimensions que celles des molécules en 

solution. 

La détection des macromolécules à la sortie du système permet de déterminer les différentes 

masses molaires moyennes de l'échantillon étudié. Elle permet aussi de tracer les courbes de 

distribution de ces masses molaires. 

III.1.1. Principe 
Lorsqu'une solution comportant des macromolécules de tailles différentes est injectée en tête 

de colonne et entraînée par le solvant, les macromolécules de taille supérieure à une certaine 

dimension ne peuvent pas pénétrer dans les pores ; elles sont exclues de ces pores et 

s'écoulent avec le solvant. Les macromolécules de taille très petite peuvent par contre pénétrer 

dans ces pores et sont ralenties (elles effectuent un trajet plus long). 
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Dans ces conditions, et en supposant qu'il n'y a pas d'adsorption sur le support (cas idéal), le 

volume Ve de solvant nécessaire pour faire éluer une macromolécule de taille x est : 

Ve= V0 + Kd Vi 

avec V0 est le volume interstitiel, Vi est le volume interne des ports de la colonne utilisée, Kd 

est le coefficient de distribution volumique, c'est-à-dire la fraction de volume interne des 

pores accessibles à l’espèce moléculaire considérée.  

Pour les grandes molécules, Kd devient nul, et Ve = V0 (passage rapide dans la colonne). Pour 

les petites molécules, Kd tend vers 1, et Ve = V0 + Vi (passage beaucoup plus lent) 

Pour déterminer ces constantes, on utilise une approche empirique ; l’étalonnage de la 

colonne, à partir d'une série d'échantillons de masses molaires connues (et d'indice de 

polymolécularité, ou polydispersité,  proche de 1). Très généralement, on utilise des 

échantillons de polystyrène pour l'étalonnage. 

III.1.2. Matériels et protocole 
Les différentes analyses ont été effectuées en utilisant un système Merck (LaChrom) équipé 

de : 

- une colonne TSKGel α-3 000 (30x7.8 mm, 7 µm, constitué d’une résine polyvinyle, 

Tosoh). 

- un four de colonne (L-7350, Merck) 

- une pompe (L-7100, Merck) 

- un détecteur à ultraviolet (Merck). 

- un logiciel d’acquisition et de traitement de chromatogramme EZ-Chrom®. 

Les échantillons prélevés du milieu réactionnel renferment des molécules de masse différentes 

qui sont séparées sur SEC. La phase mobile utilisée est le diméthylformamide (DMF) avec 

1 % de bromure de lithium (LiBr) à un débit de 0,5 ml/min. 
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La colonne est maintenue au sein du four à 60 °C. Le prélèvement d’échantillon se fait 

manuellement à des intervalles réguliers.  

La détection des composés phénoliques se fait par UV à 280 nm. 

La masse moléculaire moyenne du mélange oligomérique a été déduite d’une gamme étalon 

de polystyrène (PS) et polystyrène sulfonate (PSS) (figure 26) et définie selon les formules 

suivantes : 
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M  : masse moléculaire moyenne en nombre 
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M  : masse moléculaire moyenne en poids 
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m   : indice de la masse moléculaire moyenne en poids 

 
n

w

M

M
PDI   : polydispersité ( ≥ 1) 

où ni représente le nombre d’oligomères ayant une masse Mi au degré de polymérisation i, et 

wi la fraction massique de chaîne polymérique de degré i.  

 

Figure 26. Courbe d’étalonnage de PS et PSS permettant la détermination de la wM . 
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IV. Analyses par spectre infrarouge des flavonoïdes et de leurs fractions d’oligomères 

IV.1. Principe 
La Spectroscopie Infrarouge à Transformée de Fourier (ou FTIR : Fourier Transformed 

InfraRed spectroscopy) est basée sur l'absorption d'un rayonnement infrarouge par le matériau 

analysé. Elle permet, via la détection des vibrations caractéristiques des liaisons chimiques, 

d'effectuer l'analyse des fonctions chimiques présentes dans le matériau.  

Lorsque la longueur d'onde (l'énergie) apportée par le faisceau lumineux est voisine de 

l'énergie de vibration de la molécule, cette dernière va absorber le rayonnement et une 

diminution de l'intensité réfléchie ou transmise est enregistrée. Le domaine infrarouge entre 

4000 cm-1 et 400 cm-1  correspond au domaine d'énergie de vibration des molécules. Toutes 

les vibrations ne donnent pas lieu à une absorption, cela va dépendre aussi de la géométrie de 

la molécule et en particulier de sa symétrie. Pour une géométrie donnée, les modes de 

vibration actifs en infrarouge peuvent être déterminés grâce à la Théorie des Groupes. La 

position de ces bandes d'absorption va dépendre en particulier de la différence 

d'électronégativité des atomes et de leur masse. Par conséquent, à un matériau de composition 

chimique et de structure donnée va correspondre un ensemble de bandes d'absorption 

caractéristiques permettant d'identifier le matériau.  

IV.2. Matériels et protocole 
L’analyse infrarouge a été effectuée avec un cristal à réflexion totale atténuée (ATR) sur un 

spectromètre à transformée de Fourier (FTIR) Tensor 27 (Bruker). La poudre de flavonoïdes 

ou d’oligomères (1,5 mg) est mélangée avec 50 mg de KBr dans un mortier. Le mélange est 

broyé très finement puis pressé afin de donner lieu à des pastilles. Ces dernières sont alors 

analysées. Les spectres sont obtenus par l’accumulation de 1024 scans avec une résolution de 

2 cm-1. Le traitement des spectres a consisté en une correction des bandes H2O/CO2, un 

lissage de Savitzky-Golay à 9 points et une normalisation. 
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V. Analyses par Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) des monomères et de leurs 
fractions d’oligomères  

V.1. Principe 
La Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) est une technique spectroscopique développée 

par Bloch et Purcell (Prix Nobel 1952). Cette technique se différencie des spectroscopies UV-

visible et infra-rouge, du fait que les niveaux d’énergie entre lesquels s’effectue la transition 

n’existent pas en l’absence de champ magnétique. Cette technique spectroscopique est basée 

sur l’excitation des molécules permettant la transition entre niveaux d’énergie de spins 

nucléaires dans un champ magnétique (B0) (figure 27).  

De nos jours, la RMN est couramment utilisée pour déterminer des structures, préciser 

l’enchaînement des différents atomes le long de la chaîne carbonée, examiner les formes 

tautomères et déterminer la stéréochimie. L’analyse de mélanges présente quant à elle 

quelques difficultés notamment dans le cas de mélanges polymériques.  

 

Figure 27. Représentation schématique d’une expérience RMN  

V.2. RMN COSY 1H -1H (Correlated spectroscopy) 
C'est une corrélation homonucléaire 1H-1H , et elle met en évidence tous les différents 

couplages scalaires entre les protons. Les deux dimensions représentent chacune une échelle 
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de déplacements chimiques du 1H. Les échelles sont identiques et disposées sur deux cotés 

consécutifs d'un carré. Les déplacements chimiques de chaque 1H apparaissent sur la 

diagonale du carré et les 1H qui couplent avec le 1H pris en considération peuvent être 

identifiés en traçant des lignes horizontales et verticales à partir de ce proton, pour former un 

carré (figure 28) (Massiot et Lavaud, 1995). 

 

Figure 28. Spectre Cosy proton-proton du D-(+) glucose. 

V.3. RMN HMBC (Heteronuclear Multiple Bond Correlation) 
C’est une technique importante car elle permet de détecter les couplages héteronucléaires à 

longue distance 2 JC-H et 3 JC-H à travers un héteroatome ou un carbone quaternaire (Massiot et 

Lavaud). 
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V.4. RMN HSQC (Heteronuclear Single Quantum Correlation) 
Cette technique permet de mettre en évidence les couplages directs 1JC-H entre carbone et 

proton liés. Elle permet, à partir du spectre proton, d’attribuer la majorité des carbones 

protonés. 

V.5. Protocole 
Les spectres RMN 1H et RMN 13C ont réalisés sur les monomères et leurs fractions 

d’oligomères dans du d6-DMSO sur un spectromètre Brücker à 600 MHz avec cryosonde.  

Plusieurs techniques de RMN ont été utilisées afin de déterminer la structure de la rutine, de 

l’esculine et surtout de leurs fractions d’oligomères. Parmi ces techniques :  

- RMN 1H et RMN 13C 

- RMN COSY (correlated spectroscopy) 1H/1H 

- RMN HMQC (Heteronuclear multiple Quantum Correlation) 1H/13C 

VI. Etude de la solubilité 
L’étude de la solubilité de la rutine de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères a été 

réalisée dans l’eau et l’éthanol à 20°C.  

La rutine, l’esculine ou leurs fractions d’oligomères en excès sont ajoutés à 50 ml de solvant 

(eau ou éthanol) dans un réacteur agité (600 rpm). Les échantillons prélevés régulièrement 

durant 3 jours ont été filtrés sur 0.2 µm (afin d’analyser la fraction soluble) et analysés par 

SEC-UV. Une courbe d’étalonnage  pour la rutine et l’esculine et chaque fraction 

d’oligomères a été réalisée afin de pouvoir estimer la solubilité maximale de nos flavonoïdes 

et coumarines dans chaque solvant.  

VII. Etude des activités biologiques à l’aide de systèmes procaryotes 



Matériels et Méthodes 

 

73 
 

VII.1. Méthode générale de culture bactérienne 

VII.1.1. Culture des bactéries utilisées pour le test d’Ames 
A partir d’une culture bactérienne en milieu liquide d’oxoïde, en phase exponentielle de 

croissance, on ensemence des boîtes de milieu minimum supplémenté d’histidine, biotine et 

éventuellement d’ampicilline et/ ou tétracycline selon la nature de la souche utilisée si elle 

renferme le facteur de résistance à la tertracycline et ou à l’ampicilline. Les cultures 

bactériennes sont incubées à 37°C pendant 24 h, puis elles sont conservées à +4°C pour 

quelques jours. 

VII.1.1.1. Vérification des caractères des souches utilisées pour les tests de mutagénicité 
et génotoxicité 
Les génotypes de chaque souche sont vérifiés après réception des cultures, lorsque la souche 

est décongelée ou lorsque le nombre de révertants spontanés par boîte de culture ne 

correspond pas au chiffre normal. Les caractéristiques vérifiées pour les souches d’Ames 

utilisées. (S. typhimurium TA102, TA104) sont : 

 Vérification du caractère deep rough (rfa) 

Ce caractère est mis en évidence par la sensibilité au cristal-violet. Sur une boîte contenant de 

la gélose nutritive, on coule 2 ml de Top Agar, renfermant 100 µl d’une culture bactérienne de 

16 heures. On y dépose un disque de papier filtre, de 6 mm de diamètre imbibé par 10 µl de 

cristal-violet (1 mg/ml). Après 12 heures d’incubation à 37°C, la présence d’une zone 

d’inhibition autour du disque, indique la présence de la mutation rfa qui permet aux grandes 

molécules telle que le cristal-violet, de traverser la paroi bactérienne et d’inhiber la 

multiplication de celles-ci. 

 Test de mise en évidence de la mutation uvrB 

Ce test permet de confirmer la présence de la mutation uvrA qui bloque le processus de 

réparation des lésions et augmente la réparation fautive SOS. Ainsi la moitié de la surface 

d’une boîte de gélose nutritive contenant une strie de culture bactérienne, est irradiée pendant 
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6 secondes pour les souches sans facteur R et 8 secondes pour les souches avec facteur R, à 

l’aide d’une lampe UV germicide de 15 watts, à une distance de 33 cm de la surface de la 

boîte. Après incubation pendant 24 heures à 37°C, les souches possédant la délétion uvrA, 

sensibles aux rayons UV, poussent dans la partie non irradiée et ne poussent pas dans la partie 

irradiée de la boîte. Les souches ne possédant pas la mutation uvrA poussent partout (Ames et 

al., 1975). 

 Test de mise en évidence de la résistance aux antibiotiques 

Les souches de Salmonella typhimurium, TA102 et TA104 renferment un plasmide pkM 101 

(facteur R) qui contient des gènes de résistance à l’ampicilline. Seule la souche Salmonella 

typhimurium TA102 renferme le plasmide pAQ1 qui contient un gène de résistance à la 

tétracycline. Une strie de 10 μl d’ampicilline à 8 mg/ml (de NaOH 0,2 N), est effectuée sur 

une boîte de gélose nutritive. Une strie de chaque culture de souche testée est pratiquée 

perpendiculairement à la strie d’ampicilline. Ce protocole est reproduit en remplaçant 

l’ampicilline par la tétracycline pour la souche TA102. Après 12 à 24 heures d’incubation à 

37°C, les souches sans facteurs R montrent une zone d’inhibition de la croissance, tandis que 

celles possédant le facteur R ont une croissance uniforme. 

 Besoin en histidine 

Sur des boîtes de pétri contenant le milieu M63, supplémenté soit d’histidine (0,1 M) et de 

biotine (0,5 mM) soit uniquement de biotine (0,5 mM), 100 μl de culture bactérienne 

(108cellules/ml) de la souche à tester sont étalés. Après 24 h d’incubation à 37°C, les boîtes 

renfermant l’histidine développent un tapis bactérien dense et celles dépourvues d’histidine ne 

développent aucune pousse (Ames et al., 1975).  

 Le taux de révertants spontanés 

Sur des boîtes contenant du milieu M63, on coule 2 ml de Top Agar supplémenté d’histidine-

biotine (0,5 mM) et 100 μl de culture bactérienne (108
 cellules / ml). Après 48 heures 
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d’incubation à 37°C, on observe des colonies qui se distinguent nettement d’une légère pousse 

de fond, ce sont les révertants spontanés (Ames et al., 1975). 

VII.1.1.2. Conservation des souches bactériennes 

a. Congélation 
L’intérêt de la congélation est de pouvoir constituer un stock de cellules à l’abri de toute 

contamination, de modification génomique, ainsi que du vieillissement résultant de 

repiquages successifs. La congélation (à –80°C et dans l’azote liquide à –196°C) s’effectue 

sur une culture bactérienne en phase exponentielle de croissance. Elle doit être réalisée dans 

un milieu capable de protéger les cellules contre la formation de cristaux de glace 

intracellulaires et contre les variations de pression osmotique. Il est donc indispensable 

d’ajouter au milieu de congélation un agent cryoprotecteur tel que le glycérol ou le 

diméthylsulfoxyde (DMSO). Le bouillon de la culture dont les caractéristiques sont vérifiées 

(1 à 2 109cellules /ml) est conservé en présence de DMSO à 10 %. Plusieurs cryotubes de 

chaque souche sont préparées. Les cryotubes sont congelés 2 heures à -20°C puis une nuit à -

80°C et enfin ils sont immergés dans l’azote liquide à -196°C. Pour une conservation à -20°C, 

le même bouillon de culture est mélangé v/v avec du glycérol stérile et aliquoté dans des 

cryotubes à raison de 1 ml/tube et puis conservée à -20°C. 

b. Décongélation 
Contrairement à la congélation, la décongélation doit être rapide pour éviter aux cellules 

décongelées un contact prolongé avec le DMSO fortement cytotoxique. Les cultures fraîches 

sont obtenues en inoculant 5 ml de bouillon de culture avec 50 μl de culture décongelée. Le 

tout est incubé à 37°C pendant 24 heures. La culture obtenue se conserve une à deux semaines 

au réfrigérateur à 4°C. 
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VII.1.2. Choix des concentrations des échantillons testés 
Les concentrations des échantillons à tester pour le test d’Ames ne doivent pas avoir un effet 

bactéricide sur les bactéries utilisées car leur toxicité peut masquer une éventuelle activité 

génotoxique. Pour cela des disques imbibés chacun de 20 μl de chacune des concentrations de 

l’échantillon à étudier, sont déposés sur des boîtes de milieu M63 ensemencées par l’une des 

souches d’Ames utilisées. Après 24 heures d’incubation à 37°C, on observe la présence ou 

pas d’une zone d’inhibition de la croissance bactérienne autour des disques. Pour le test 

d’Ames 8 concentrations de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères sont 

testées : 1000, 500, 250, 50, 25, 10 et 5 μg/boîte. 

VII.2. Méthode d’étude de l’activité mutagène directe et indirecte à l’aide du test 
d’Ames 

VII.2.1. Préparation de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères 
La rutine, l’esculine et leurs fractions d’oligomères sont dilués dans le DMSO (1%). Nous 

avons démontré l’absence d’activité cytotoxique du DMSO à la dilution utilisée, vis-à-vis des 

différentes souches de Salmonella typhimurium testées. 

VII.2.2. Principe 
Le test d’Ames est un test de mutagenèse proprement dit. Il consiste à examiner si une 

substance chimique ou un agent physique est capable d’induire des mutations spécifiques 

chez différentes souches de Salmonella typhimurium. Les souches utilisées pour ce test sont 

des souches porteuses d’une mutation dans un des gènes gouvernant la synthèse de l’acide 

aminé histidine. Cette mutation His- rend les souches incapables de pousser sur un milieu 

sans histidine. Avec une fréquence très faible, ces mutants His- reversent spontanément vers 

His+ et donc les bactéries retrouvent leur capacité à pousser sur un milieu dépourvu 

d’histidine. Cette fréquence de réversion peut augmenter en exposant les bactéries His- à des 

agents mutagènes. Ainsi, le test d’Ames permet de quantifier l’induction de ces mutations 
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réverses His+, en comptant le nombre de révertants His+ en présence de la substance à tester 

et en le comparant au nombre de revertants spontanés (Ames et al., 1975). 

VII.2.3. Méthode 
Des tubes à hémolyse contenant 2 ml de Top agar, comportant des traces d’histidine et de 

biotine, sont placés dans un bain-marie à 45°C. On ajoute dans chaque tube successivement 

100 μl de bouillon de culture de 16 heures, (108cellules /ml) et 100 μl de l’échantillon à tester 

à une concentration bien déterminée. En même temps on prépare d’autres tubes ayant la 

même composition mais auxquels on ajoute 500 μl de S9 mix (extrait microsomal de foie de 

souris) dans le but d’induire la métabolisation de l’extrait à tester. Le tout est mélangé par 

agitation légère du tube. Les tubes contenant du S9 mix, sont mis sous agitation pendant 30 

min à 37°C. Puis on verse le contenu dans une boite de Pétri renfermant le milieu M63 gélosé. 

Ces opérations: mélanger, verser, distribuer, doivent prendre moins de 20 secondes. Les 

boites sont ensuite, placées à l’étuve à 37°C et 48 heures plus tard les colonies révertantes 

histidine+ formées sont dénombrées (Figure 29) (Zani et al., 1993 ; Pabon et al., 2001 ; 

Scharder et al., 2001 ; Sovcikova et al., 2001). 
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Figure 29. Principale étapes des test de mutagénicité et d’antimutagénicité selon la 

méthoded’Ames 
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On dispose dans des tubes à hémolyse, 100 μl de bouillon de culture bactérienne (inoculé 

avec 108cellules / ml), 50 μl de solution de MMS à une concentration de (325 μg/essai) pour 

S. typhimurium TA104 et (130 μg/essai) pour S. typhimurium TA102 et 50 μl d’une 

concentration de l’échantillon à tester. En même temps on prépare d’autres tubes ayant la 

même composition mais auxquels on ajoute 500 μl de S9 mix (extrait microsomal de foie de 

souris) et dans lesquels on remplace les 50 μl de MMS par 50 μl de solution de 2-AA à une 

concentration de (5 μg/essai) pour S. typhimurium TA104 et (10 μg/essai) pour S. 

typhimurium TA102. Le tout est mélangé par agitation légère du tube. Les tubes contenant le 

S9 mix, sont mis sous agitation pendant 45 min à 37°C. Le contenu de chaque tube est 

mélangé avec 2 ml de Top agar, comportant des traces d’histidine et de biotine. Le tout est 

mélangé par agitation douce du tube et versé sur une boite renfermant le milieu gélosé M63. 

Cette opération doit prendre moins de 20 secondes. Les boites sont ensuite placées à l’étuve à 

37°C pendant 48 heures, les révertants histidine+ formés sont dénombrés (Figure 29) (Duhan 

et al., 1999). 

VIII. Etude des activités antioxydantes et antiradicalaires 

VIII.1. Etude de l’activité antiradicalaire vis-à-vis du radical diphényl-1-picrylhydrazyl 

(DPPH) 

VIII.1.1. Principe 
Le diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH) est un radical libre largement utilisé pour évaluer 

l’activité antioxydante d’un composé quelconque (Lee, Shin et al. 2003). 

    DPPH· + AH DPPH-H + A•                                                                       DPPH-H + A•

L’effet des antioxydants sur le piégeage du radical DPPH est dû à leur pouvoir à céder un 

hydrogène (Mishra et al., 2012). 
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L’activité antiradicalaire vis-à-vis du radical 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH.) a été 

évaluée à l’aide d’une méthode colorimétrique. En effet, à température ambiante et en 

solution, le radical DPPH• présente une coloration violette intense. 

Son passage à la forme non radicalaire, après saturation de ses couches électroniques 

s’accompagne par la disparition de la coloration violette (Soler-Rivas et al., 2000). 

La diminution de l’intensité de la coloration est suivie par spectrophotométrie à 517 nm. 

Elle rend, ainsi, compte du pouvoir piégeur des extraits et fractions testés vis-à-vis du DPPH• 

(Parejo et al., 2000 ; Lee et al., 2003). 

VIII.1.2. Méthode d’étude 
Cinq concentrations de chaque molécule ont été testées : 100, 30, 10, 3 et 1 μg/ml. Le solvant 

utilisé est l’éthanol absolu. 

La solution d’échantillon à analyser, supplémentée de la solution éthanolique de DPPH (0.3 

10-4 M) est incubée pendant 30 min à l’abri de la lumière, puis, l’absorbance du mélange est 

mesurée à 517 nm contre le blanc (témoin négatif en absence d’extraits) traité dans les mêmes 

conditions. L’activité des échantillons est évaluée par rapport à la solution 100% qui renferme 

l’éthanol absolu et la solution de DPPH•. Le Trolox est utilisée dans ce cas comme un témoin 

positif. 

VIII.2. Etude de l’activité antiradicalaire vis-à-vis du radical ABTS+• 

VIII.2.1. Principe 
L’activité antiradicalaire vis-à-vis du radical ABTS+• est évaluée en utilisant la méthode du 

TEAC (capacité antioxydante en équivalent de Trolox), qui permet de déterminer la capacité 

d’une molécule à piéger le radical ABTS+• exprimée par rapport à une substance de référence 

le Trolox. Le radical ABTS+• est obtenu par réaction entre les monomères ou les fractions 

d’oligomères testés, la molécule d’ABTS stable (sel d’ammonium de l’acide 2,2’- azinobis-
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(3-éthylbenzothiazoline-6-sulfonique)) et le persulfate de potassium, (K2S2O8) (Re et al., 

1999) faisant ainsi apparaître une coloration bleue intense. 

Le passage du radical ABTS+• à la forme non radicalaire s’accompagne par la disparition de 

cette coloration mesurée spectrophotométriquement à une longueur d’onde λ=734 nm. Cette 

décoloration résulte d’une réaction entre le radical ABTS+• et un donneur de H•. 

                    ABTS+• + AH                                  ABTS-H + A• 

                   (Bleue intense)                                  (Incolore) 

VIII. 2.2. Méthode d’étude 
Le persulfate de potassium (K2S2O8) (0,7 mg) est additionné à 3,7 mg d’ABTS, le tout est 

dissout dans 1ml d’H2O. Il en résulte une coloration bleue intense. 

Cette solution est laissée au repos pendant toute une nuit (Re et al., 1999). 

Quatre concentrations de chaque monomère et fractions d’oligomères (20, 100, 300 et 600 

µM pour la rutine et ses fractions d’oligomères et 5, 20, 100, 300 µM pour l’esculine et ses 

fractions d’oligomères) ont été testées. L’absorbance du mélange (5μl du monomère ou de la 

fraction d’oligomère + 5 μl de la solution d’ABTS + 495 μl d’éthanol absolu) pour chaque 

concentration de monomère ou d’oligomères testés, est lue contre un blanc contenant 

uniquement 5 μl du monomère ou de l’oligomère correspondant dans 500 μl d’éthanol absolu. 

Notons qu’avant d’additionner les molécules à tester à la solution, on doit s’assurer que 

l’absorbance est stabilisée à environ 0.7 ± 0.02 unité de DO. L’absorbance du mélange est 

alors suivie spectrophotométriquement à une longueur d’onde de 734 nm jusqu'à la 

stabilisation de la densité optique. La concentration de Trolox (Figure 30) choisie comme 

substance de réfèrence, pour tester l’activité antiradicalaire des monomères et des fractions 

d’oligomères, est de 1µM (Re et al., 1999 ; Montoro et al., 2005 ; Lee et al., 2008). 

Dans un premier temps, les résultats sont exprimés en pourcentage d’inhibition selon la 

formule suivante : 
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Pour chaque molécule testée, nous suivons le pourcentage d’inhibition de la formation du 

radical ABTS+• en fonction du temps et de la concentration de l’échantillon testé. 

Dans un deuxième temps, l’activité antiradicalaire des différents monomères et fractions 

d’oligomères testés, est exprimée en valeurs de TEAC. Les valeurs de TEAC expriment la 

concentration de Trolox qui a la même capacité antioxydante qu’une concentration de 1 µM 

de l’échantillon testé.   

 

 
 

M DO: moyenne entre les trois densités optiques lues à 734nm. 

mol : molécule à testée. 

t : temps 

 

Figure 30. Structure chimique du Trolox 

VIII.3. Etude de l’activité antioxidante à l’aide du test de 2-déoxyribose 

VIII.3.1. Etude de l’activité antioxidante vis-à-vis du radical OH• à l’aide du test au 2-
désoxyribose 

VIII.3.1.1. Principe: 
La mise en évidence du radical hydroxyle n'est pas facile, car il est très réactif et a une durée 

de vie très courte. Pour le mettre en évidence, des méthodes indirectes qui détectent les 

produits de sa réaction sont utilisées. 

Pourcentage d’inhibition : PI = (1-(DO monomère ou oligomère / 0,7)) x 100 

TEAC (µM Trolox ) = ( M DO (mol) t/M DO (Trolox) t) × ([ Trolox ]/ [ mol] ) 
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Le désoxyribose, par action avec le radical hydroxyle, est dégradé en malondialdéhyde 

(MDA) dont l'apparition est suivie par réaction avec l'acide thiobarbiturique (TBA). Le 

produit ainsi formé est détectable par une mesure de l’absorbance à 532 nm. La capture du 

radical OH• par la substance à tester, se fait par compétition avec le désoxyribose. Ainsi une 

diminution de la quantité du chromogène formé est observée se traduisant par une diminution 

de l'absorbance (figure 31) (Paya et al., 1992). 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figure 31. Principe du test au 2-désoxyribose. 
 

 
VIII.3.1.2. Méthode : 

L’activité antioxydante vis-à-vis du radical hydroxyle est étudiée selon le protocole suivant : 

Dans un premier temps, une solution contenant 100 µl de FeCl3 (20 µM), 100 µl d’EDTA (2 

mM) et 100 µl d’acide ascorbique (50 µM) a été préparée. A ce mélange sont ajoutés 100 µl 

de la solution de 2-désoxyribose (2.8 mM), 100 µl de l’échantillon à tester ainsi que 500 µl de 

tampon phosphate KH2PO4 (10 mM, pH 7.4) pour atteindre un volume final de 1 ml. Cent µl 

de peroxyde d’hydrogène H2O2 (1.42 mM) sont ensuite ajoutés au mélange et le tout est 
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incubé à 37°C. Après une heure d’incubation la réaction est arrêtée par 1 ml d’acide 

trichloracétique (TCA) (28%). Dans un second temps, 1 ml de l'acide thiobarbiturique (TBA) 

(1%) est additionné au milieu réactionnel dans le but d’obtenir une solution colorée par 

interaction entre le TBA et le MDA suite à un chauffage pendant 15 min à 100°C. Après 

refroidissement, dans un bain de glace, les absorbances des différentes solutions sont 

mesurées à 532 nm contre un blanc  constitué par le même milieu réactionnel exempt de 

l’échantillon à tester (100 µl du tampon phosphate à la place de100 µl de l’échantillon.) (Paya 

et al., 1992 ; Valentéo et al., 2002). 

L’effet antioxydant  vis-à-vis du radical hydroxyle est exprimé en pourcentage d’inhibition à 

l’aide de la formule suivante:  

 

 

DO 100% : DO du contrôle en absence d’échantillon. 

DO mol : DO mélange contenant la molécule à tester. 

L’étude de l’activité antiradicalaire vis-à-vis de divers radicaux permet de confirmer la 

présence ou l’absence d’une telle  activité d’une part ; d’autre part on a utilisé des radicaux 

non oxygénés (ABTS+•, DPPH•), ainsi que des radicaux oxygénés (OH•) afin de s’assurer que 

les fractions d’oligomères testées sont capables de piéger aussi bien les radicaux non 

oxygénés, que les espèces oxygénées. Les radicaux oxygénés sont très impliqués dans les 

dommages oxydatifs qui pourrait toucher l’ADN, d’où l’intérêt de les piéger.   

VIII.3.2. Etude de l’activité chélateur de fer à l’aide du test au 2-désoxyribose 

VIII.3.2.1. Principe 
Cette activité est évaluée l’aide de  la réaction de Fenton (figure 32), permettant de détecter 

l’activité chélateur de fer puisque plus  notre fraction à tester est capable de chélater le fer 

moins la transformation du H2O2 en OH•  et OH– est  importante et par conséquent on va 

PI = (1- (DO mol / DO 100 %)) x 100 
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assister à une diminution de la dégradation du 2-désoxyribose en MDA mis en évidence par 

une diminution de l’intensité de la coloration rose,  voire sa disparition (Paya et al., 1992 ; 

Valentéo et al., 2002).  

                                          H2O2 + Fe2+                             Fe3+ + OH• + OH- 

     Figure 32 : réaction de Fenton 

 

VIII.4. Etude de l’activité antioxidante par inhibition de la xanthine oxydase 

VIII.4.1. Principe 
Nous avons utilisé un système enzymatique pour évaluer la capacité de nos molécules à 

diminuer la génération des radicaux libres, c’est le système xanthine/ xanthine oxydase dans 

la mesure où un antioxydant peut agir soit en capturant les radicaux libres générés ou encore 

en inhibant les enzymes catalysant les réactions aboutissant à la formation de ces radicaux 

libres (Takano et al., 2005). 

VIII.4.2. Fonctionnement de la xanthine oxydase                                              
La xanthine oxydase est une métalloflavoprotéine qui intervient dans la formation de l’anion 

superoxyde O2
•ˉ et du peroxyde d’hydrogène (H2O2) par réduction de l’oxygène moléculaire 

(Yeh et al., 2003) selon la réaction suivante :                            

 

Xanthine  + 2 O2+ H2O                                            Acide urique + 2 O2˙ˉ+2H+ 

 

La xanthine oxydase peut catalyser l'oxydation d'une grande gamme de substrats y compris 

les purines, les   pyrimidines et les aldéhydes. Par ailleurs, la xanthine oxydase peut produire 

du superoxyde lors de la métabolisation de l'hypoxanthine en xanthine et en acide urique 

(Figure 33). 

Xanthine 
oxydase 
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Figure 33. Cycle de production de l’acide urique par le système xanthine/xanthine oxydase 

(Da Silva et al., 2004).  

L'anion superoxyde est ensuite à l'origine de la formation du peroxyde d'hydrogène (H2O2) par 

l'action du superoxyde dismutase. En présence de fer, la coexistence du superoxyde et du 

peroxyde d'hydrogène peut générer le radical hydroxyle (OH˙), qui est un puissant inducteur de 

la peroxydation des phospholipides membranaires (Takano et al., 2005). L’accumulation de 

l’acide urique produit, conduit à une hyperuricémie et à la maladie de la goutte (un trouble du 

métabolisme des purines). Cette molécule est caractérisée par un maximum d’absorption à 290 

nm (Da Silva et al., 2004 ; Takano et al., 2005). Un inhibiteur de la xanthine oxydase dans le 

milieu réactionnel aura pour effet de diminuer la concentration en acide urique. La capacité de 

l’antioxydant à inhiber la xanthine oxydase est alors évaluée en mesurant la quantité d’acide 

urique formée. Cette mesure est effectuée par spectrophotométrie à 295 nm (Cimanga et al., 

1999 ; Nguyen et al., 2004). 

VIII.4.1. Méthode 
Ce test d’inhibition a été réalisé sur la xanthine oxydase provenant de lait bovin (E.C. 

1.17.3.2)  (Winterbourn et al., 1991). 
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La xanthine a été préalablement dissoute dans un volume minimal de soude 2 % et 

rapidement diluée dans le tampon phosphate (pH 7.5 ± 0.1, 50 mM). La rutine et l’esculine 

ont été préalablement dissoutes dans une petite quantité de diméthylsulfoxyde (1%) et aussitôt 

diluée dans du tampon phosphate pour obtenir des concentrations de 50, 100, 500 et 1000 µM 

pour la rutine et ses fractions d’oligomères et des concentrations de 100, 500, 1000 et 2000 

µM pour l’esculine et ses fractions d’oligomères. Le milieu réactionnel constitué de 1600 µl 

de tampon, 300 µl de flavonoïde ou d’oligomères et de 1000 µl de xanthine. La réaction est 

initiée par l’ajout de 100 µl de solution de xanthine oxydase (0.2 mg/ml). La formation 

d’acide urique est évaluée par suivie de l’absorbance à 295 nm pendant 6 min. Deux solutions 

test ont été préparées, la première ne contenant pas de flavonoïdes et permettant de mesurer la 

formation de 100% d’acide urique totale, la seconde ne contenant pas d’enzyme et permet 

d’évaluer l’absorbance des flavonoïdes et de leurs oligomères à 295 nm afin de la soustraire 

de l’absorbance totale. L’inhibition de l’activité de la xanthine oxydase est évaluée à l’aide de 

la concentration de l’échantillon testé entrainant une diminution de 50% de l’acide urique par 

rapport à la réaction en absence de l’échantillon et donnant 100% d’acide urique (figure 34). 

Les expériences sont répétées trois fois. 2D Graph 1
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Figure 34. Détermination graphique de l’IC50 de l’inhibition de la xanthine oxydase 
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VIII.5. Méthode d’étude de l’activité antioxydante à travers la capacité de réduire le 
cuivre  d’établir l’équilibre Redox, à l’aide de test CUPRAC  
L'activité antioxydante est définie comme étant la capacité d'un système à piéger des radicaux 

libres ou à réguler le système redox, défendant ainsi l’organisme contre la dégradation 

oxydative. L’évaluation de la capacité réductrice de nos échantillons  a été effectuée à l’aide 

du test CUPRAC. 

VIII.5.1. Test de la capacité antioxydante par réduction de cuivre (CUPRAC) 

VIII.5.1.1. Principe  
La méthode CUPRAC (Cupric ion Reducing Antioxidant Capacity) est basée sur la suivie de 

la diminution de l’absorbance accrue du complexe Néocuproïne (Nc), cuivre (Cu2+) [Nc2 –

Cu2+]. En effet, en présence d'un agent antioxydant, le complexe cuivre–néocuproïne est 

réduit et cette réaction est quantifié spectrophotométriquement à une longueur d’onde de 450 

nm (Apak et al., 2004).  

                                  Cu(Nc)2
2+ ArOH  →  Cu(Nc)2

+ + Ar=O +H+ 

VIII.5.1.2. Méthode 
Dans un tube Eppendorf, 200 μl de H2O sont mélangés avec 200 μl de tampon acétate 

d’ammonium (1 M, pH 7), 20 μl de l’extrait à tester, 200 μl de Néocuproine (7,5 mM) et 200 

μl de CuCl2 (10 mM). Le mélange est incubé pendant 1 heure à 37°C. Le complexe réduit 

Cu+ - Nc est quantifié spectrophotométriquement à une longueur d’onde de 450 nm.  

L’effet antioxydant des différents composés testés a été exprimé en µM d’équivalent de 

Trolox  par µM de molécule. 

IX. Etude des activités biologiques à l’aide de systèmes eucaryotes 

IX.1. Méthode générale de culture cellulaire. Culture et entretien des lignées cellulaires 

IX.1.1. Culture des cellules 
Les cellules K562 sont cultivées en suspension, soit dans des boites en polystyrène de 75 

cm3, soit dans des plaques multipuits (96 puits). Pour les cellules K562, le milieu de culture 

employé est un milieu synthétique RPMI 1640, et supplémenté de 4% de L-glutamine ainsi 
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que 10 % de sérum de veau foetal inactivé par la chaleur (30 min à 56°C), qui apporte des 

facteurs de croissance indispensables. Pour diminuer le risque de contamination bactérienne, 

on additionne au milieu, 1% d’antibiotiques (gentamycine (100 μg/ml)). Afin d’obtenir une 

bonne croissance cellulaire, il convient de respecter le rapport entre le volume du milieu et 

celui de la surface de la boite de culture (10 ml de milieu pour une boite de 25 cm2, par 

exemple). Le milieu de culture est ensemencé avec 1 à 5.105 cellules/ml puis incubé à 37°C 

dans un incubateur, en atmosphère enrichie avec 5 % de CO2. La croissance des cellules est 

suivie quotidiennement à l’aide d’un microscope en phase inversée ; en même temps, la 

prolifération d’éventuelles contaminations bactériennes est vérifiée. L’apport en éléments 

nutritifs est assuré par un changement de milieu toutes les 48 heures. Cela présente également 

l’avantage d’éliminer les endotoxines cellulaires susceptibles d’inhiber la croissance. Dès que 

les cellules sont en confluence, elles sont repiquées dans un milieu de culture frais qui les 

maintient en phase exponentielle de croissance et permet d’éviter l’inhibition qui survient à 

confluence. 

IX.1.2. Repiquage des cellules 
Les cellules sont centrifugées pendant 10 minutes, à 3000 rpm à température ambiante. 

Une partie de la suspension cellulaire réensemencée servira dans les diverses 

expérimentations. L’autre partie est conservée congelée et servira pour des cultures 

ultérieures. Le nombre de repiquage doit être noté, dans la mesure où il influence de manière 

inversement proportionnelle sur le temps de multiplication des cellules et leurs capacités 

métaboliques. L’utilisation de cellules issues de nombreux repiquages successifs est évitée.  

IX.1.3. Numération cellulaire au bleu de trypan 
Après homogénéisation, un aliquot de 90 μl de suspension cellulaire est mélangé avec 10 μl 

de bleu trypan 0,4 %. La numération, s’effectue à l’aide d’une cellule Malassez. Une goutte 

de suspension cellulaire est déposée entre lame et lamelle. La numération, réalisée par 
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observation microscopique, permet de déterminer les dilutions à effectuer avant le 

réensemencement de nouvelles cultures. 

IX.1.4. Conservation des cellules 

IX.1.4.1. Congélation 
La congélation des cellules K562, à - 20°C, -80°C ou dans l’azote liquide à -196°C, s’effectue 

sur une population cellulaire en phase exponentielle de croissance. Elle doit être réalisée dans 

un milieu capable de protéger les cellules contre la formation de cristaux de glace 

intracellulaires et contre les variations de pression osmotique. Il est donc indispensable 

d’ajouter au milieu de congélation un agent cryoprotecteur tel que le glycérol, dans le cas de 

conservation à -20°C, ou le diméthyl-sulfoxide (DMSO) dans le cas de la conservation à -

80°C. Le processus de congélation est réalisé selon le protocole suivant: 

Après centrifugation pendant 10 minutes à 3000 rpm, le culot cellulaire est disposé dans le 

milieu de congélation composé par du milieu RPMI 1640, du sérum de veau fœtal 20%, et du 

DMSO ou du glycérol à 10% final. La congélation à -80°C ou à 190°C est progressive. 

IX.1.4.2. Décongélation 
Contrairement à la congélation, la décongélation doit être rapide pour éviter aux cellules 

décongelées un contact prolongé avec le glycérol ou le DMSO fortement cytotoxiques. Les 

cryotubes sont alors placés dans un bain- marie à 37°C, puis les cellules sont transférées dans 

un milieu RPMI préchauffé à 37°C, cela assure leur décongélation totale et rapide. Après 

centrifugation à 3000 rpm pendant 10 minutes, le surnageant contenant l’agent protecteur est 

éliminé et remplacé par du milieu complet. Après homogénéisation, les cellules sont remises 

en culture à 37°C. 

IX.2. Méthode d’étude de l’influence des monomères et leurs fractions d’oligomères 
testées sur la viabilité cellulaire en utilisant le test de réduction de Formazan : 3(4,5 
dimethylthiazol-2-yl) 2,5-diphenyl-tetrazolium bromide (MTT)  
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IX.2.1. Evaluation de la cytotoxicité par le test au 3(4,5-dimethylthiazol-2-yl) 2,5-
diphenyl-tetrazolium bromide (MTT) 
Ce test permet de mesurer l’activité cytotoxique d’une substance. En effet, en présence d’une 

enzyme, la succinate déshydrogénase mitochondriale des cellules vivantes (Mosmann, 1983), 

qui a la propriété de catalyser la déshydrogénation du succinate en fumarate dans le cycle de 

krebs ; le sel de tétrazoluim MTT de couleur jaune est alors réduit en cristaux bleus de 

formazan. 

Cette réduction, proportionnelle au nombre de cellules viable, sera détectée 

spectrophotométriquement à 540 nm (figure 35). 

Le nombre de cellules vivantes après traitement par la dose choisie de monomères ou de 

fractions d’oligomères testées, par rapport au nombre de cellules témoins non traitées, permet 

d’évaluer la cytotoxicité de ce produit. 

                 % de mortalité cellulaire = (1-(DO essai / DO témoin)) x100 

DOtemoin = l’absorbance de l’essai témoin correspondant aux cellules non traitées par l’extrait 

à 540 nm. 

DOessai = l’absorbance de l’essai correspondant aux cellules traitées par l’extrait à 540 nm. 

 

                                           Succinate déshydrogénase 

                              Succinate                                                       Fumarate 

 
                                        FAD+                                              FADH + H+ 
 
                                 Formazan                                                                 MTT 
                                   (Pourpre)                                                              (Jaune)    

 

 

Figure 35. Déshydrogénation du succinate en fumarate 
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IX.2.2. Traitement des cellules 
Les cellules sont reparties dans une plaque de 96 puits à fond plat à raison de 5.104 cellules/ 

100 µl de milieu RPMI complet. La plaque est incubée à 37°C dans une atmosphère enrichie à 

5% de CO2, pendant 24 h. Ensuite, ces cellules sont incubées en présence de différentes 

dilutions des échantillons à tester, pendant 48 h. Les dilutions sont préparées en cascade de 

chaque échantillon et reprises dans 5 µl de DMSO, complétées  à 1ml avec du RMPI. Un 

témoin négatif sans  l’échantillon à tester est réalisé pour chaque essai (Stockert et al., 2012). 

Après 48h d’incubation, les cellules sont récupérées par centrifugation à 4000 rpm pendant 10 

min puis lavées avec du milieu RPMI frais. Le culot est repris dans 50 µl MTT (5 mg/ml), 

puis incubé pendant  4 h à 37°C une nouvelle centrifugation nous permet de récupérer le  

culot de couleur pourpre que l’on dissout dans 200 μl de DMSO et dont on détermine 

l’absorbance à 540 nm par rapport aux cellules non traitées par l’échantillon. Cette 

absorbance correspond à la densité optique de cellules vivantes présentes dans chaque puit. La 

courbe de concentration de l’extrait en fonction du pourcentage de viabilité cellulaire nous 

permet de déterminer la concentration inhibitrice de 50% de la multiplication cellulaire en 

présence des molécules testées (CI50).  

IX.3. Méthode d’étude de l’effet des monomères et de leurs fractions d’oligomères testés 
sur l’ADN nucléaire des cellules K562: Test des comètes 
Le test des comètes permet de mesurer les cassures induites directement par un agent 

génotoxique, ou indirectement lors des processus enzymatiques de réparation des dommages à 

l’ADN et enfin lors de processus secondaires de fragmentation de l’ADN tel que l’apoptose. 

Ce test permet d'établir la relation dose-effet. C’est un test d'électrophorèse en gel d’agarose 

de cellules isolées. Après électrophorèse, les noyaux dont l’ADN a subi des cassures prennent 

une forme de comète et les noyaux dont l’ADN n’est pas endommagé ont une forme ronde.  
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En utilisant la version alcaline du test, les cassures simples ou doubles brins peuvent être 

détectées (Singh et al., 1988). Le test des comètes a été réalisé selon la méthode décrite par 

Collins et al. (Collins et al., 1996) et par  Bouhlel et al. (Bouhlel et al., 2008). 

IX.3.1. Traitement des cellules 
Afin d’étudier l’activité génotoxique,  5.105 cellules sont incubées en présence de 100 μl de la 

concentration des molécules à tester pendant 24 heures. Pour évaluer l’activité 

antigénotoxique des molécules testées vis-à-vis du H2O2, 100 μl de la concentration 

d’échantillon à tester sont incubés pendant 24 heures avec 5.105 cellules traitées par l’agent 

stressant l’H2O2 (75 μM) pendant 2 heures. 

 Les concentrations des molécules choisies pour ce test correspondent aux valeurs de leur 

CI50. 

IX.3.2. Inclusion des cellules dans le gel d’agarose 1% 
 Préparation des lames 

Afin de préparer les lames, 120 μl d’un mélange constitué de 60 μl de la suspension cellulaire 

contenant environ 2.104 cellules sont mélangés à 60 μl d’agarose à bas point de fusion « Low 

Melting » (1,2 %), sont déposés sur une lame préalablement recouverte d’une sous-couche 

d’agarose 1%. Ces lames sont alors recouvertes de lamelles, puis déposées sur la glace à l’abri 

de la lumière pendant 10 min. 

 Lyse des cellules 

Après avoir retiré les lamelles délicatement, les lames sont trempées dans un tampon de lyse 

(2,5 M NaCl, 100 mM EDTA, 10 mM Tris, 1% Triton X- 100 et 10% DMSO, pH 10). 

L’ensemble est placé à 4°C pendant une heure. 

 Électrophorèse 

Les lames sont disposées dans la cuve d’électrophorèse, recouvertes de tampon (EDTA 200 

mM, NaOH 10N, pH 10) et maintenues dans l’obscurité pendant 20 min, à température 
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ambiante (cette étape permet le déroulement de l’ADN). Les lames sont alors soumises à un 

champ électrique de 25 V et 300 mA pendant 15 min. 

 La neutralisation 

Après migration, les lames sont rincées avec le tampon de neutralisation froid (0,4 M Tris-

HCl, pH 7,5) trois fois pendant 5 min, puis égouttées délicatement. 

 Révélation de l’ADN 

Une solution de BET (bromure d’éthidium) à 20 μg/ml est préparée extemporanément. 50 μl 

de cette solution sont déposés sur chaque lame et on la recouvre d’une lamelle. Ces lames 

sont alors déposées dans une boîte sur du papier humidifié avec de l’eau et placées à 4°C 

jusqu’à la lecture. 

IX.3.3. Lecture et analyse des résultats 
 Lecture 

La lecture est réalisée à l’aide d’un microscope à fluorescence. C'est un microscope 

photonique équipé de deux lampes, une lampe ordinaire pour une observation classique par 

transmission et une lampe à arc pour la fluorescence. Des filtres d'excitation permettent de 

choisir la longueur d'onde incidente et des filtres d'émission permettent de sélectionner les 

radiations émises par l'objet excité. L’ADN de nos cellules est alors visualisé grâce au BET 

(λex=545 nm et λem=605nm) qui le rend fluorescent. 

 Analyse des résultats 

Deux propriétés sont importantes pour évaluer la migration de l’ADN. D’une part, la capacité 

de l’ADN à migrer, qui est en fonction de la taille et donc du nombre de coupures de l’ADN 

et d’autre part, la longueur de la queue d’ADN, qui augmente avec le nombre de cassures 

pour atteindre ensuite un maximum dépendant en grande partie des conditions 

électrophorétiques. Le taux de dégradation de l’ADN peut être évalué par plusieurs 

paramètres : 
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- La longueur de la queue 

- Le pourcentage d’ADN dans la queue de la comète 

- Le « Tail extent moment » c’est le produit de la longueur de la queue et du pourcentage 

d’ADN dans la queue (Figure 36) 

 

Figure 36. Image d’une comète typique, avec une tête et une queue 

Le paramètre d’analyse permettant d’évaluer le taux de dégradation de l’ADN est le 

pourcentage du nombre de cellules appartenant à chaque classe de cellules (Figure 37), selon 

le degré de dommages engendrés au niveau de l’ADN. L’analyse est réalisée sur 3 lames à 

raison de 200 cellules/lame/dose. Ces pourcentages nous permettent d’évaluer un score total 

(ST) selon la formule suivante : 

Score total (ST) = [(% de cellules de classe 0 × 0) + (% de cellules de classe 1 × 1) + (% 

de cellules de classe 2 × 2) + (% de cellules de classe 3 × 3) + (% de cellules de classe 4 × 

4)] × 100 

Les cellules de la classe 0 n’ont pas été stressées, le noyau est parfaitement rond. Par contre 

les noyaux cellulaires de la classe 1, 2, 3, et 4 présentent des formes de comètes plus ou moins 

importantes dues à des cassures au niveau de l’ADN. 

Le pourcentage du pouvoir génotoxique (PG) et antigénotoxique (PAG) sont calculés à partir 

du score total selon les formules suivantes : 

% PG = [(ST Mol– ST TN / ST TN] × 100 

% PAG = 1 – [(ST Mol– ST TN) / (ST TP – ST TN)] × 100 
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ST Mol : Score total des molecules testées. 

ST TN : Score total des cellules témoins non traitées. 

ST TP : Score total des cellules traitées par le H2O2 (75 μM). 

        

           Classe 0                              Classe 1                           Classe 2 

    

            Classe 3                              Classe 4 

Figure 37. Profil des différents types de comètes observées au microscope, classés en 

fonction du taux de dégradation de l’ADN. 

IX.4. Etude de l’activité immunomodulatrice des monomères et de leurs fractions 
d’oligomères 

IX.4.1. Etude de l’effet de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères sur la 
prolifération des splénocytes 

 Principe 

Les splénocytes sont de bons indicateurs du déroulement de l’activité immunitaire. L’effet des 

molécules à tester sur les cultures de splénocytes  a été réalisé à l’aide du MTT et ce dans un 

premier temps, en l’absence de mitogènes et dans un deuxième temps en présence de 2 

mitogènes ; la lectine inductrice de lymphocyte T, et la lipopolysaccharide (LPS) inducteur de 

lymphocytes B.   

 Protocole 
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- Prélèvement des splénocytes  

Des souris BALB/C sont sacrifiées par dislocation cervicale. La rate est ensuite récupérée 

dans 4 ml de PBS froid puis émincé par des pinces stériles. Le surnageant est récupéré dans 

un tube de 15 ml stérile. Les tubes de 15 ml sont placés dans la glace pendant 5 minutes afin 

de décanter les débits membranaires. Le surnageant est récupéré dans un autre tube de 15 ml 

stérile puis centrifugé à 1500 rpm pendant 10 minutes  à 4°C. Le culot est suspendu dans 2 ml 

de tampon de lyse froid, puis incubé 10 minutes dans la glace. Après une deuxième  

centrifugation à 1500 rpm pendant 10 minutes à 4°C, le culot obtenu est lavé 2 fois par 2 ml 

de PBS puis suspendu dans 1 ml de RPMI complet (RPMI 1640, supplémenté par la L-

glutamine (4 %), de 10% de sérum de veau foetal (SVF) et 1% de gentamycine (100 μg/ml)). 

Après le comptage des cellules au niveau du culot à l’aide du bleu de trypan, celui-ci est dilué 

afin d’avoir une concentration cellulaire de 5. 105 cellule/ml. 

- Etude de la prolifération des splénocytes en absence de mitogènes 

Cent µl de la suspension cellulaire (5. 105 cellule/ml) sont répartis dans chaque puits d’une 

plaque de 96.  

La plaque est incubé pendant 24 h à 37°C sous atmosphère humide et à 5% de CO2. 100 µl de 

la molécule à tester sont ajoutés dans chaque puits. La plaque est reincubée pendant 48 h à 

37°C sous atmosphère humide et à 5% de CO2.  Après centrifugation à 1500 rmp, le 

surnageant est jeté et 50 µl de MTT (1 mg/ml) sont ajoutés au culot. La plaque est incubée 

pendant 4 h à 37°C sous atmosphère humide et à 5% de CO2.  Après une étape de 

centrifugation à 1500 rpm, 100 µl de DMSO sont ajouté au culot. L’absorbance à 570 nm est 

noté pour chaque puis.  Trois essais pour chaque concentration d’échantillon et un blanc sans 

l’échantillon sont réalisés pour chaque molécule à tester. Le blanc contient 100 µl de RMPI 

complet à la place de la molécule à tester. 



Matériels et Méthodes 

 

98 
 

Des témoins positifs, à savoir les cellules traitées uniquement par la lectine ou par le LPS (5 

µg/ml) ont été utilisé. 

Le pourcentage de prolifération est calculé selon la formule suivante : 

 

- Etude de la prolifération des splénocytes en présence des mitogènes 

La méthode est identique à celle décrite en absence de mitogène sauf que  28 µl de lectine ou 

de lipopolysaccharide (5 µg/ml) sont ajouté simultanément aux 100 µl de chacune des 

concentrations de molécules à tester.  

IX.4.2. Etude de l’effet de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères sur la 
prolifération de macrophages 

 Principe 

Les macrophages sont des cellules provenant de monocytes et sont primordiales pour la 

réaction anti-inflammatoire. L’étude de l’effet des monomères étudiés et de leurs fractions 

d’oligomère sur les macrophages est réalisée par évaluation de leurs effets sur l’activité 

lysosomale et la production du monoxyde d’azote (NO). En fait le monoxyde d’azote est 

produit par les macrophages lors d’une réaction inflammatoire. C’est un messager de l’action 

inflammatoire qui agit selon le mode de transmission  paracrine, c'est-à-dire à proximité de 

son site de production conduisant à des réactions variés au cours de l’inflammation : c’est un 

puissant vasodilatateur (relaxation des cellules musculaires lisses des vaisseaux). Il diminue 

l’agrégation plaquettaire, régule le recrutement leucocytaire, participe à une action anti 

microbienne (les radicaux libres de NO sont cytotoxiques). L’activité lysosomale quant à elle 

est exercée par le biais des enzymes lysosomaux. Ces derniers sont déversés dans les vacuoles 

de phagocytose et interviennent dans la digestion des produits de phagocytose. 

 Protocole 

- Prélèvement de macrophages péritonéaux  

X  100 
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Les souris sont sacrifiées par dislocation cervicale, puis la face ventrale est nettoyée avec de 

l’alcool. Une petite incision est réalisée au niveau de la peau de la face ventrale des souris afin 

d’injecter 3 ml de PBS stérile dans sa cavité péritonéale.  Après quelques minutes, le PBS 

introduit est récupéré. La cavité péritonéale est ainsi lavée plusieurs fois afin de récupérer le 

maximum des macrophages. Le PBS récupéré est ensuite centrifugé à 1500 rpm à 4°C 

pendant 10 minutes. Le culot est dissous dans 1 ml de RPMI complet (RPMI 1640 

supplémenté par la L-glutamine (4 %), de 10% de sérum de veau foetal (SVF) et 1% de 

gentamycine (100 μg/ml)). Le nombre de cellules au niveau du culot est déterminé à l’aide de 

bleu de trypan et la suspension cellulaire est diluée jusqu’à atteindre une concentration de 6. 

106 cellules/ ml.  

-Dosage de l’activité lysosomale     

Cent µl de la suspension cellulaire (6. 106 cellules/ml) sont répartis dans des plaques de 96 

puits, au quels sont ajoutés 100 µl de l’échantillon à tester. Le témoin négatif contient 100 µl 

de RPMI complet à la place des 100 µl d’échantillon. Les plaques sont incubées pendant 48 H 

à 37°C, sous atmosphère humide et à 5% de CO2. Les plaques sont ensuite centrifugées à 

1500 rpm à 4°C pendant 10 minutes. 100 µl de surnageant sont placé dans une autre plaque de 

96 puits, ils serviront à déterminer la production de monoxyde d’azote. Le culot cellulaire est 

repris dans 20 µl de Triton X-100 (1%), 10 µl de p-nitrophényl-phosphate (p-NPP) (100 mM) 

substrat de la phosphatase alcaline et 50 µl de tampon citrate (0,1 M, pH= 5). Le tout est 

incubé à 37°C, sous atmosphère humide et à 5% de CO2, pendant 30 minutes à l’activité de la 

phosphatase alkaline est  déterminée à 405 nm et le pourcentage de l’activité e, puis 150 ml de 

tampon borate (0,2 M, pH= 9,8) sont ajoutés et la densité optique associée est déterminé selon 

la formule suivante : 
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Avec DO essai : densité optique au niveau des puits contenant la molécule à tester 

DO contrôle négatif : densité optique au niveau du puits contenant sans la molécule à tester. 

-Dosage de la production de monoxyde d’azote (NO) 

Plusieurs études suggèrent que le NO, un dérivé radicalaire réactif, est impliqué dans de 

nombreux processus pathophysiologiques incluant l’inflammation (Coleman et al., 2001). Les 

quantités de NO ont été déterminées par le dosage du nitrite (NO2) produit lors de la réaction 

du NO avec l’oxygène. Cent µl de surnagent contenant les nitrites a été incubé pendant 10 à 

15  minutes  à 37°C, sous atmosphère humide et à 5% de CO2 avec le réactif de Griess de 

couleur grise, devenant rose violette par interaction avec le nitrite. Cette coloration  est  

mesurée à 570 nm à l’aide d’un spectrophotomètre. Le témoin négatif contient 100 µl de 

RPMI complet à la place des 100 µl de la molécule à tester. Une gamme étalon de monoxyde 

d’azote est réalisée en même temps à l’aide de nitrite de sodium (NaNO2) afin de déterminer 

la quantité de NO libéré par les cellules traitées par rapport aux cellules non traitées.  
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Résultats et Discussion 
Partie I : Oligomérisation enzymatique de la rutine et de l’esculine 
L’oligomérisation d’espèces phénoliques et notamment de flavonoïdes est susceptible de 

modifier leur solubilité, leur stabilité tout en maintenant ou en augmentant leurs capacités 

antioxydantes (Desentis-Mendoza et al., 2006 ; Anthoni et al., 2008 ; Anthoni et al., 2010). Dans 

ce chapitre, les résultats obtenus concernant l’oligomérisation de la rutine et de l’esculine seront 

présentés et discutés. Le choix de ces deux polyphénols est justifié du fait de leurs propriétés 

biologiques bénéfiques (antioxydantes, anticancéreuses, antiulcéreuses, antiinflamatoires) mises 

en évidence par plusieurs auteurs (Teel et Castonguay, 1992 ; La Casa et al., 2000 ; Kaneko et 

al., 2007 ; Yang et al., 2008 ; Lin et al., 2009).  

I. Oligomérisation enzymatique de la rutine et de l’esculine 
L’oligomérisation de la rutine (figure 38) et de l’esculine (figure 39) a été effectuée en présence 

d’une enzyme ; la laccase de Trametes versicolor dans un milieu réactionnel eau/méthanol 

(70 :30 v/v) à 20°C. 
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Figure 38. Structure chimique de la rutine. 
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Figure 39. Structure chimique de l’esculine. 
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Les cinétiques d’oligomérisation de la rutine et de l’esculine par la laccase de Trametes 

versicolor ont été suivies par SEC-UV à 280 nm. Les figures 40 et 41 montrent que la masse 

moléculaire moyenne (Mw) peut atteindre 4584,1 g/mol au bout de 24 h de réaction pour la 

rutine et 3198,3 g/mol pour l’esculine au bout de 72 h.  

L’arrêt de la réaction de polymérisation a été attribué à plusieurs facteurs (Kulys et Vidziunaité, 

2002 ; Kulys et Vidziunaité, 2002 ; Kurisawa, et al., 2003). En effet,  Kulys et Vidziunaite 

(Kulys et Vidziunaité, 2002), ont démontré une baisse de 2,5 à 4,1 fois de l’activité des laccases 

de Polyporus pinsitus, de Myceliophthora thermophyra, de Coprinus cinereus, et de Rhizoctonia 

solani en présence de leurs produits de polymérisation. Il semblerait que les propriétés 

chélatantes de la rutine et de l’esculine soient amplifiées par les réactions de polymérisation. 

Ainsi, les oligomères obtenus peuvent inhiber l’enzyme en piégeant les ions cuivres du site actif 

de l’enzyme. 

 

Figure 40. A : Cinétique de polymérisation de la rutin par la laccase de Trametes versicolor 

détérminée par SEC-UV à 280 nm, en utilisant le diméthylformamide (DMF) avec 1 % LiBr 
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comme phase mobile à un débit de 0,5 ml/min. B : évolution de la masse moléculaire moyenne 

au cours de la polymérisation de la rutin détérminée par SEC-UV à 280 nm, en utilisant le 

diméthylformamide (DMF) avec 1 % LiBr comme phase mobile à un débit de 0,5 ml/min. 

 

Figure 41. A : Cinétique de polymérisation de l’esculine par la laccase de Trametes versicolor 

détérminée par SEC-UV à 280 nm, en utilisant le ldiméthylformamide (DMF) avec 1 % LiBr 

comme phase mobile à un débit de 0,5 ml/min. B : évolution de la masse moléculaire moyenne 

au cours de la polymérisation de l’esculine détérminée par SEC-UV à 280 nm, en utilisant le 

diméthylformamide (DMF) avec 1 % LiBr comme phase mobile à un débit de 0,5 ml/min. 

I.1. Séparation des oligomères  
Les oligomères obtenus à la fin de la réaction de polymérisation sont séparés par filtration 

tangentielle, en utilisant des membranes de différentes porosités (1 KDa, 3 KDa, 5KDa et 15 
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KD). Cinq fractions d’oligomères ont été obenues pour chaque monomère (tableau 1). La masse 

moléculaire moyenne en poids (
wM ), la polydispersité (PDI) et l’indice de la masse 

moléculaire moyenne en poids (IM) des oligomères obtenus ont été déterminés par SEC-UV, en 

utilisant le DMF avec 1 % LiBr comme phase mobile à un débit de 0,5 ml/min (tableau 1). 

Tableau1. La masse moléculaire moyenne en poids (
wM ), la polydispersité (PDI) et l’indice de 

la masse moléculaire moyenne en poids (IM) des oligomères obtenus. 

Fractions 
wM  (g /mol) 

PDI IM 

Rutine (R) 611.21 1.00 1.00 

R1 (perméat de la Mb 1KD) 2127.42 1.17 3.48 

R2 (perméat de la Mb 3 KD) 4301.80 1.37 7.05 

R3 (perméat de la Mb 5 KD) 5069.93 1.36 8.30 

R4 (retentat de la Mb 5 KD) 7106.54 1.35 11.64 

R5 (retentat de la Mb 15 KD) 8331.85 1.42 13.65 

Esculine (E) 339.36 1.00 1.00 

E1 (perméat de la Mb 1KD) 688.12 1.31 1.31 

E2 (rententat de la Mb 1KD) 1021.33 1.48 1.48 

E3 (retentat de la Mb 3 KD) 3042.10 1.39 1.39 

E4 (retentat de la Mb 5 KD) 5080.43 1.41 1.41 

E5 (retentat de la Mb 15 KD) 6973.00 1.54 1.54 

Avec Mb 15 KD: membrane 15 KDa; Mb 1KD: membrane 1 KDa; Mb 3 KD: membrane 3 KDa; 
Mb 5 KD: membrane 5KDa; IM: Indice de la masse moléculaire moyenne en poids; PDI: 
polydispersité; wM : La masse moléculaire moyenne en poids. 
 

I.2. Analyse de la structure des fractions d’oligomères obtenus 
La structure des oligomères et notamment le pontage reliant deux unités monomériques 

influence les propriétés des polymères. Une étude de la structure des oligomères synthétisés par 

UV, FTIR, H-RMN, C-RMN a donc été réalisée. 
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I.2.1. Analyses Ultraviolet des oligomères 
Le spectre ultraviolet (UV) de la rutine dans un mélange eau/méthanol (70 :30 v/v) présente deux 

maximum d’absorption à 282 nm (bande I) et 359 nm (bande II), à cause de la transition π-π* des 

électrons du cycle aromatique. Pour les fractions d’oligorutines (R2, R3 et R5) la bande II est 

plus large et présente un déplacement de 5 nm. Un tel comportement a été observé par d’autres 

auteurs au cours de la polymérisation de flavonoïdes. En effet, Markham (Markham, 1982) a 

indiqué que la présence d’un substituant en position 5,7 et 4′ sur la structure d’un flavonoïde 

aboutit toujours a un déplacement. 

Les spectres UV de l’esculine et des fractions d’esculine (E2, E3, E4 et E5) présentent les 

mêmes pics avec un maximum d’absorption à une longueur d’onde de 345 nm. Cependant, ce pic 

est plus large au niveau du spectre de la fraction d’oligoesculine E5. Ceci pourait être attribué à 

la structure conjuguée des oligomères (Kurisawa et al., 2003a). Un spectre sémilaire a été 

observé par Anthoni et al. (Anthoni et al., 2008) au cours de la polymérisation de l’esculine. 

I.2.2. Analyse FTIR (Infrarouge à Transformée de Fourier) des fractions d’oligomères 
Les spectres Infrarouge à Transformée de Fourier (FTIR) de la rutine et des fractions 

d’oligorutine obtenus sont présentés dans les annexes (figures 1 à 3 en annexe). Le spectre FTIR 

de la fraction de la rutine R1, montre une nouvelle bande à 1220 cm-1. Cette nouvelle bande 

indique la formation d’une liaison C-O au cours de la polymerisation. La bande 1747 cm-1, 

présente au niveau de la rutine et correspendant à une bande C-H, a disparu au niveau du spectre 

de la fraction d’oligorutine R1. Une autre nouvelle bande a été détécté à 1465 cm-1, au niveau de 

la fraction d’oligorutine R5 et qui a été attribué à un liaison C-C. Une troisième nouvelle bande à 

1674 cm-1 a été noté au niveau du spectre des fractions d’oligorutine R3 et R5. Cette bande serait 

attribué à une nouvelle liaison C=O. 

Ces résultats indiquent que les fractions d’oligorutine obtenues ont été formés à travers des 

liaisons C-O, C-C et C=O. En effet, plusieurs auteurs ont montré que les polymères flavonoïques 

sont composés d’unités de phénylène et/ou d’oxyphénylène (Kobayashi et al., 2001 ; Uyama et 
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al., 2002 ; Anthni et al., 2008). De plus, Uzan et al.(Uzan et al., 2011) pensent que la 

polymérisation de la rutine par la laccase de Pycnococus, se fait à travers des liaisons C-C et C-O 

et plus précisement des liaisons C8-C8, C6-O4′ et C8-C5′ (Uzan et al., 2011). 

Les spectres FTIR des fractions d’oligoesculine (E2, E3, E4 et E5) (figures de 4 à 7 en annexe) 

montrent une nouvelle bande à 1400 cm-1, qui pourrait être attribué à une nouvelle liaison C-C.  

En effet, Anthoni et al. (Anthoni et al., 2010) ont rapporté que la polymérisation de l’esculine se 

fait à travers des liaisons C-C et C-O aussi bien sur la partie phénolique que sur la partie 

glycosylée de cette coumarine. Par ailleurs, une étude par modélisation moléculaire par ces 

mêmes auteurs, indique que la liaison la plus favorable au cours de la polymérisation de la rutine 

et de type C8-C8 (Anthoni et al., 2010). 

I.2.3. Les analyses par résonance magnétique nucléaire du proton (1H-RMN) des 
oligomères obtenus 

  (1H-RMN) de la rutine et des fractions d’oligorutines 

L’analyse par résonance magnétique nucléaire du proton de la rutine, de l’esculine et de leurs 

fractions d’oligomères a été réalisée à l’aide d’un spectromètre Bruker DRX 300 MHz , les 

molécules ont été reprises dans du DMSO-d6 à une concentration de 3 g/l et une température de 

20°C. 

Les spectres 1H-RMN obtenus pour la rutine, l’esculine et leurs fractions d’oligomères sont 

représentés par les figures de 9 à 16 dans la partie annexe.  

La rutine présente les signaux suivant : 

1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz): δ= 3,4- 5,3 (H de la partie sucre); 6,20 (H-6); 6,4 (H-8); 6.84 

(JH-5’/H-6’ = 0.2 Hz, H-5’); 7,5 (H-2’); 7,55 (JH-5’/H-6’ = 0.2 Hz, H-6’) ppm. 

Pour R2 : 

1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz): δ= 3,4- 5,3 (H de la partie sucre); 6,66 (JH-5’/H-6’ = 0.2 Hz, H-

5’); 7,55 (JH-5’/H-6’ = 0.2 Hz, 6’-H) ppm. Les autres signaux présents sur le spectre RMN de 
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l’oligorutine R2 n’ont pas pu être attribué à des protons. De nouveaux signaux apparaissent à 

4,31 ppm, et dans la zone entre 5 et 5,5 ppm qu’on n’a pas pu être attribués à un proton bien 

déterminé. 

Pour R3 : 

1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz): δ=3,4-5,35 (H de la partie sucre) ; 5,4 (H-6); 6,6 (H-8); 7,22 

(H-2’) ppm. 

Pour R5 : 

1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz δ= 3,4- 5,3 (H de la partie sucre); 6,2 (H-6); 6,4 (H-8); 6,8 (H-

5’) ppm. 

En comparant le spectre de la rutine à celui des fractions d’oligorutines (R2 et R5) (figures de 8 à 

11 dans la partie annexe) montrent des signaux plus larges, on remarque également au niveau de 

ses spectres l’apparition de nouveau signaux à 4,31 ppm, et dans la zone entre 5 et 5,5 ppm. De 

même qu’un signal à 4,52 ppm au niveau du spectre de la fraction d’oligorutine R2. Toutefois 

ces signaux n’ont pas pu être attribués à des protons bien détérminés. Ceci indique que la 

polymérisation a peut être eu lieu au niveau de la partie glycosylée de la rutine, sans pouvoir 

préciser à quel niveau exactement. L’analyse 1H-NMR des fractions d’oligorutines obtenues a 

déjà été raportée par Kurisawa et al. (Kurisawa et al., 2003a) . Ces auteurs ont montré des 

signaux plus larges au niveau des signaux d’oligomères à δ 0,8-1,3 ; 3-4 ; 4,4-5 ppm, toutefois 

cette étude n’a pas permis l’identification ni du type, ni de la localisation des liaisons formées au 

cours de la polymérisation de la rutine. Anthoni et al. (Anthoni et al., 2008) ont également étudié 

la structure des oligorutines par 1H-NMR et ces auteurs ont identifié des liaisons de type C2’-O4’ 

et C2’-C2’. Cette même étude menée par Anthoni et al.(Anthoni et al., 2008) a montré qu’au 

niveau des spectres 1H-NMR des fractions d’oligorutines les signaux étaient plus larges que ce 

soit au niveau de la partie sucre, ou au niveau de la partie aromatique des oligomères. Ces 

auteurs (Anthoni et al., 2008) ont pu ainsi supposé que la partie sucre ainsi que la partie 
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aromatique interviennent au cours de la réaction de polymérisation de la rutine. Uzan et al. (Uzan 

et al., 2011) ont pu déterminer l’apparition  de liaisons de types C8-C8 et C6-O4 lors de 

l’analyse au moyen d’ionisation par électronébulation associé à une spéctroscopie de masse 

(ESI-MS : ElectroSpray Ionization- Mass Spectroscopy),de la structure des dirutines et des 

trirutines. 

 RMN du proton (1H-RMN) de l’esculine et des fractions et d’oligoesculine 

Le spectre 1H-RMN de l’esculine présente les signaux suivant : 

1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz): δ= 3,3 (H-4’); 3,5 (H-2’) ; 3,5 (H-3’); 3,5 (H-5’) ; 3,72 (H-6’); 

4,78 (H-1’). 6,2 (JH-3/H-4=0,33 Hz, H-3); 6,82  (H-8); 7,41 (H-5); 7,85 (JH-4/H-3= 0,33 Hz ,H-4) 

ppm. 

Le spectre 1H-RMN de la fraction d’oligoesculine E2 : 

1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz): δ= 3,31 (H-4’); 3,5 (H-2’); 3,5 (H-3’); 3,5 (H-5’) ; 3,73 (H-6’) ; 

4,75 (H-1’) ; 6,16 (JH-3/H-4 = 0,32 Hz, H-3 ); 6,75 (H8); 7,37 (H-5); 7,83 (JH-4/H-3 =0,32 Hz, H-4) 

ppm  

Le spectre 1H-RMN de la fraction d’oligoesculine E3 : 

1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz): δ= 3,3 (H-4’); 3,5 (H-2’); 3,5 (H-3’); 3,5 (H-5’); 3,75 (H-6’); 

4,77 (H-1’); 6,18 (JH-3/H-4 =0,33 Hz, H-3); 6,77 (H-8); 7,37 (H-5); 7,85 (JH-4/H-3 =0,33 Hz, H-4) 

ppm. 

Le spectre 1H-RMN de la fraction d’oligoesculine E4 : 

1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz): δ= 3,3 (H-4’); 3,52 (H-2’) ; 3,52 (H-3’); 3,52 (H-5’); 3,76 (H-

6’); 4,79 (H-1’); 6,20 (JH-3/H-4 = 0,33 Hz, H-3); 6,78 (H-8); 7,38 (H-5); 7,86  (JH-4/H-3 = 0,33 Hz, 

H-4) ppm 

 Le spectre 1H-RMN de la fraction d’oligoesculine E5 : 
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1H-NMR (DMSO-d6, 300 MHz): δ= 3,32 (H-4’); 3,55 (H-2’) ; 3,55 (H-3’); 3,55 (H-5’); 3,78 (H-

6’); 4,8 (H-1’); 6,25 (JH-3/H-4 = 0,33 Hz, H-3);  6,83 (H8); 7,42 (H5); 7,89 (JH-4/H-3= 0,33 Hz, H-4) 

ppm 

La compraison du spectre de l’esculine à ceux des fractions d’oligoesculines obtenus (E2, E3, E4 

et E5) (figures 12 à 16 en annexe) révèle que toutes les signaux présents au niveau du spectre de 

l’esculine sont retrouvés au niveau des spectres correspondant aux fractions d’oligoesculine. 

Cependant, 3 nouveaux signaux apparaissent sur les spectres des fractions d’oligoesculines E4 et 

E5 : le premier signal est à 7,61 ppm, il correspondra à un déplacement chimique  (shift up) du 

H5 ou au déplacement chimique du H-4 (shift down) expliqué par la formation d’une liaison C4-

O7 ;  les 2 autres signaux à 8,02 et 8,3 ppm sont probablement dus à un déplacement chimique 

(shift up) du H4. Ces résultats indiqueraient que les protons en position 4 et 5 pourraient être 

impliqués dans la polymérisation de l’esculine, de même que la persistance d’une certaine 

quantité d’esculine dans la fraction E5. 

 Anthoni et al. (Anthoni et al., 2010) ont observé l’apparition d’un nouveau sgnal à 7,5 ppm sur 

les spectres des fractions d’oligorutine obtenus après filtration sur des membranes de porosité 50 

KDa, 8KDa et 3KDa. Ces signaux sont attribués soit à un déplacement du H-5 (shift down) due à 

la formation d’une liaison C4-O7, soit un déplacement du H4 (shift up) due à la formation d’une 

liaison C3-C (Anthoni et al., 2010). L’étude par modélisation moléculaire menée par ces mêmes 

auteurs a montré qu’une liaison de type C8-C8 est la plus probable. 

 Description des spectres RMN du carbone 13 (13C-RMN) de la rutine et 

des fractions et d’oligorutines 

Les spectres 13C-RMN des fractions d’oligorutines (R2, R3 et R5) (figures 18 à 20 en annexe) 

montrent les mêmes signaux que la rutine (figure 17 en annexe), sauf qu’au niveau du spectre de 

la fraction d’oligorutine R2, on remarque des signaux plus larges que ceux obtenus avec la 

rutine, Cet élargissement à la base des signaux serait dû à une grande diversité dans le type et la 
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localisation du pontage entre unités monomériques. En plus le spectre de la fraction R2 présente 

quelques nouveaux signaux entre 126,5 et 131 ppm qui peuvent correspondre à un déplacement 

en 3C ou en 6’C. Ceci implique que les carbones en position 3 et 6’ ont été probablement 

impliqués dans la polymérisation. Un autre nouveau signal a été identifié à 111,5 ppm au niveau 

du spectre de la fraction d’oligoesculine R5. Ce signal peut correspondre à un déplacement des 

carbones en position 5’ ou 10.  

 Description des spectres RMN du carbone 13 (13C-RMN) de l’esculine et 

des fractions d’oligoesculine 

Les spectres 13C-RMN des fractions d’oligoesculine (E2, E3, E4 et E5) (figures 22 à 25 en 

annexe) montrent plusieurs déplacements chimiques. Le plus important déplacement chimique 

(+2,69 ppm) a été observé pour le carbone en position 7, au niveau du spectre de la fraction 

d’oligoesculine E2. Sur ce même spectre un déplacement de +0,52 ppm du carbone en position 

9, un déplacement de -0,64 ppm du carbone en position 6, un déplacement de – 1,59 ppm du 

carbone en position 3 et enfin un déplacement de – 1,44 ppm du carbone 10 ont été observés.  

Des déplacements de +1,1 ppm du  carbone en position 7, de -0,93 ppm du carbone en position 3 

et de -0,86 ppm du carbone 10 ont été notés au niveau du spectre de la fraction d’oligoesculine 

E3.  

Le spectre de la fraction d’oligoesculine E4 présente également des déplacements touchant les 

carbones en position 3, 7 et 10. En effet des déplacements de +0,52 ppm du carbone 7, de -0,65 

ppm du carbone 3 et de -0,62 ppm du carbone 10 ont été observés au niveau de ce spectre. 

Le spectre d’oligoesculine E5 ne montre pas de déplacement par rapport à l’esculine, mais il 

apparait des nouveaux signaux à 159,5 ppm, 149 ppm et 108 ppm qui n’ont pas pu être attribués 

à des carbones bien précis. 

Une spectroscopie RMN par ordre de diffusion (Dosy) de la fraction d’oligoesculine E5 (figure 

27 et 28 en annexes) révèle l’apparition de nouveaux signaux qui corresponderaient  à des 
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molécules de masse moléculaire plus importante, migrant à une vitesse moins importante (7,3 10-

7.cm2.s-1) comparé au signaux présents au niveau du spectre de l’esculine (figure 26 en annexe) 

qui migre à une vitesse de 1,21.10-6 cm2.s-1. Ces observations confirment le déroulement de la 

polymérisation, mais indiquent également la présence de l’esculine au niveau de la fraction E5. 

En conclusion, l’investigation de la structure des fractions d’oligorutine a permis de mettre en 

évidence que ces derniers se forment à travers des liaisons C-C, C-O et C=O. Les spectres RMN 

du proton et du carbone montrent que la polymérisation de la rutine touche aussi bien la partie 

glycosylé que la partie phénolique du monomère. Toutefois, le type de pontage exacte n’a pas pu 

être mis en évidence. La plupart des auteurs formulent des hypothèses concernant le type de 

liaisons formées au cours de la polymérisation de monomères flavonoidique (Kobayashi et al., 

2001 ; Kurisawa et al., 2003 ; Kurisawa et al., 2003a ; Anthoni et al., 2008). Rares sont ceux qui 

ont pu détérminer forméllement le type et la localisation de liaisons formées au cours des 

réactions de polymérisation enzymatique des flavonoïdes (Uzan et al., 2011). 

La rutine et l’esculine sont connues pour leurs divers activités biologiques tels que leurs pouvoirs 

antioxydant, antiradicalaire vis-à-vis de divers radicaux, anti-inflammatoire, anticancéreux 

(Gacche et Jadhav, 2012 ; Selloum et al., 2003 ; Torres et al., 2006 ; Tian et al., 2008 ; Yang et 

al., 2008). Certaines études ont montré que la polymérisation enzymatique des composés 

phénoliques peut améliorer leurs activités biologiques (Kurisawa et al., 2003a, b  ; Desentis-

Mendoza et al., 2006 ; Uyama et al., 2006 ; Uzan et al., 2011). Ceci nous a orienté vers l’étude 

de certaines activités biologiques des oligomères obtenues. 
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Partie II- Etude de la solubilité des oligomères obtenus 
Les flavonoïdes et les coumarines sont des métabolites secondaires de plantes qui attirent de plus 

en plus l’attention des chercheurs du fait de leurs activités biologiques intéréssantes (Fesen et al., 

1994 ; González-Gallego et al., 2007 ; Kaneko et al., 2007 ; De Medina et al., 2009 ; Gacche et 

Jadhav, 2012). Toutefois leur utilisation dans le domaine pharmaceutique se heurte à leur faible 

solubilité (Chebil et al., 2007). Plusieurs auteurs ont montré que la polymérisation enzymatique 

des flavonoïdes et des coumarines peut affecter leurs solubilté. La solubilité des fractions 

d’oligorutines (R2, R3 et R5) et des oligoesculines (E2, E3, E4 et E5) dans l’eau et dans 

l’éthanol a été étudié à 20°C. Les résultats sont illustrés dans les figures 42 et 43. 

 

Figure 42. La solubilité de la rutine et des fractions d’oligorutine R1, R2, R3 et R5 dans l’eau 

(A) et dans l’éthanol (B). Avec *p˂ 0.05 qui  implique une différence significative par rapport à 

la rutine en utilisant le test t-student  
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Les résultats de la solubilité de la rutine et des oligorutines (R1,R2, R3 et R5) dans l’eau à 20°C 

sont représentés dans la figure 42A. Les fractions d’oligorutines présentent une meilleure 

solubilité dans l’eau comparées à la rutine (0,41 g/l). Cette solubilité est d’autant plus importante 

que la masse moyenne (
wM ) de la fraction d’oligomère étudiée est élevée. La solubilité la plus 

importante dans l’eau a été noté en présence de la fraction d’oligorutine R5, qui est 351 fois plus 

soluble que son monomère. Des résultats similaires ont été cités par Kurisawa et al. (Kurisawa et 

al., 2003a) et Anthoni et al. (Anthoni et al., 2008) concernant la solubilité des oligorutines 

obtenus par polymérisation enzymatique en présence de laccase de différentes origines 

(Myceliophthora et Trametes versicolor). Anthoni et al. ont étudié la solubilité du milieu 

réactionnel enrichi en fraction d’oligorutine non séparés (Anthoni et al., 2008) alors qu’au cours 

de notre étude nous avons essayé de déterminer si des fractions d’oligorutines de différentes 

masses moléculaires moyenne peuvent avoir différentes solubilités. 

La différence de solubilité entre la rutine et les fractions d’oligorutine (R1,R2, R3 et R5) peut 

être due aux  différences structurales entre le monomère et les oligomères. En effet, une étude 

par modélisation moléculaire du comportement de la rutine et des oligomères réalisée par 

Anthoni et al. a montré que dans l’eau la rutine présente une structure repliée où le rhamnose et 

le cycle A du flavonoïde, se rapprochent (Anthoni et al., 2008). Cette même étude a démontré 

que les hexamères de rutine ont une structure plus plane où les sucres au niveau de la structure 

d’hexamère permettent un plus large contact avec les molécules d’eau. Anthoni et al.(Anthoni et 

al., 2008) ont montré qu’un hexamère de rutine est capable d’avoir 94 laisons hydrogènes 

intermoléculaires avec les molécules d’eau, comparé à seulement 6 liaisons hydrogènes entre la 

rutine et les molécules d’eau. Cette capacité des oligomères à avoir des liaisons hydrogènes avec 

l’eau expliquerait leurs importante solubilité. 

De même l’étude de la solubilité de l’esculine et de ses fractions d’oligomères (E1, E2, E3, E4 et 

E5) dans l’eau à 20°C montre une amélioration de celle-ci en présence des fractions 
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d’oligomères d’esculine comparée à la solubilité de l’esculine (1,93 g/l) (figure 43A). La 

solubilité des fractions d’oligoesculines est d’autant plus importante que la masse moléculaire 

moyenne est élevée. Ainsi la meilleure solubilité dans l’eau a été notée en présence de la fraction 

d’oligoesculine E5 (8,02 g/l). L’étude de la solubilité du milieu réactionnel enrichi en oligomère 

sans séparation réalisée par Anthoni et al. (Anthoni et al., 2010) a révélé une solubilité 189 fois  

meilleure en présence d’oligoesculines comparée à l’esculine, sans pouvoir préciser si la masse 

moléculaire moyenne des oligomères obtenus influençait ou pas cette solubilité. Une étude par 

modélisation moléculaire de l’interaction entre les molécules d’eau et de l’esculine, montre que 

cette dernière est capable d’avoir 7 à 9 liaisons hydrogènes avec les molécules d’eau alors que la 

diesculine est capable d’avoir 22 liaisons hydrogènes avec les molécules d’eau (Anthoni et al., 

2010). Ceci peut expliquer l’importante solubilité des fractions d’oligorutine dans l’eau. 
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Figure 43. La solubilité de l’esculine et des fractions d’oligoesculine (E1, E2, E3, E4 et E5) dans 

l’eau (A) et dans l’éthanol (B). Avec *p˂ 0.05 qui  implique une différence significative par 

rapport à l’esculine en utilisant le test t-student. 

Comme le montre les résultats rapportés dans la figure 42B, la solubilité des fractions 

d’oligorutine (R1, R2, R3 et R5) dans l’éthanol, contrairement à celle dans l’eau est plus faible 

que celle de la rutine (2,73 g/l) sauf pour la fraction R1. La différence de solubilité entre la rutine 

et la fraction d’oligorutine R1 a été jugé statistiquement non significative. Cette différence peut 

être dûe à des erreurs de mesure. Pour les fractions d’oligorutine R2, R3 et R5, cette solubilité 

est d’autant moins importante que la masse moléculaire moyenne est plus élevée.  

Beth et al. (Beth et Jack, 2003) ont rapporté la solubilité de différents polymères dans des 

solvants organiques. Ces auteurs ont démontré que la solubilité des polymères est inversement 

proportionelle à leur masse. Cette théorie a été supportée par d’autres auteurs (Personage et al., 

1987). D’autre part la solubilité des flavnoïdes dans l’éthanol a été étudiée par Saidman et al. 

(Saidman et al., 2002), qui ont expliqué la haute solubilité des flavonoïdes dans l’éthanol par leur 

capacité à avoir un nombre important de liaisons hydrogènes avec le solvant. On pense donc que 

la faible solubilité des fractions d’oligorutine obtenus dans l’éthanol pourrait être due à une 

capacité inférieure à celle de son monomère à avoir des liaisons hydrogènes avec le solvant. 

De même que les fractions d’oligorutines, les fractions d’oligoesculines (E1, E2, E3, E4 et E5) 

montrent une solubilité réduite dans l’éthanol comparée à celle du monomère esculine, qui 

présente une solubilité de 3,95 g/l (figure 43B). La solubilité des fractions d’oligoesculines est 

inversement proportionnelle à leurs masses moléculaires moyennes. Par conséquent la fraction 

d’oligoesculine R5 posséde la plus faible solubilité dans l’éthanol et qui atteint 0,53 g/l. Une 

faible solubilité des fractions d’oligoesculines a été également rapportée par Anthoni et al. dans 

un mélange contenant un solvant organique (un mélange eau/méthanol 70 :30 v/v) (Anthoni et 

al., 2010). Ces auteurs ont montré que les molécules de diesculine sont capables d’avoir 4 
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liaisons hydrogènes avec le mélange eau/ méthanol (70 :30 v/v) tandis que l’esculine est capable 

d’avoir 8 à 11 liaisons hydrogènes dans le même mélange (Anthoni  et al., 2010). Une plus faible 

capacité des fractions d’oligoesculines à établir des liaisons hydrogènes avec les molécules 

d’éthanol pourrait expliquer leurs faibles solubilités dans ce solvant. 

Il semble être très important de connaître la solubilité des fractions d’oligomères obtenus, vue 

l’importance de ce paramètre dans la biodisponibilité de ces molécules d’une part ; d’autre part 

et afin de pouvoir choisir des concentrations à la limite de la solubilité pour la partie suivante qui 

est l’étude des activités biologiques des fractions d’oligomères obtenus. 
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Partie III- Etudes des activités biologiques des oligomères obtenus 

I. Etude des activités mutagène et antimutagène à l’aide de test d’Ames 

I.1. Vérification des caractéristiques des souches utilisées 
Les génotypes de chaque souche sont vérifiés et confirmés immédiatement après réception des 

cultures, ou lorsque la souche est décongelée. Le nombre de révertants spontanés pour chaque 

souche, leur besoin en histidine, ainsi leur sensibilité aux mutagènes standards sont également 

vérifiés. D'autres caractéristiques phénotypiques sont également vérifiées, à savoir la présence ou 

l'absence de plasmide de résistance, s'il y a lieu (résistance à l'ampicilline des souches 

Salmonella typhimurium TA102, TA104 et à la tetracycline pour la souche S. typhimurium 

TA102), ainsi que la présence des mutations caractéristiques (à savoir la mutation rfa d'après la 

sensibilité au cristal violet et la mutation uvrB d'après la sensibilité aux UV. Les souches doivent 

produire un nombre de colonies révertantes spontanés par boîte qui se situe dans la gamme de 

fréquences prévue sur la base des données historiques du laboratoire et de préférence comparable 

aux valeurs citées dans la littérature. 

I. 1.1. Besoin en histidine 
Après 24 h d’incubation à 37 °C, on observe pour les 2 souches testées, S. typhimurium TA102, 

TA 104, la présence d’un tapis de pousse bactérienne dense dans des boîtes contenant 

d’histidine. Cette pousse est absente dans les boîtes ne contenant pas d’histidine. 

Cette expérience confirme le caractère His
- de ces souches. 

I. 1.2. Caractère « deep rough » (rfa) 
Après 24 h d’incubation à 37°C, on observe une zone d’inhibition autour du disque, imbibé de 

cristal violet (10 μl à 1 mg/ml) et déposé sur un tapis bactérien de chacune des souches testées. 

Ceci est vrai pour les souches S. typhimurium TA102 et TA104. On en a conclu que toutes les 

souches testées ont la mutation rfa, ce qui permet aux grandes molécules de pénétrer dans la 

bactérie. 
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I.1.3. Résistance à l’ampicilline et à la tétracycline 
Pour les souches S. typhimurium TA 102 et TA 104, on observe que la croissance bactérienne 

n’est pas inhibée à l’entourage de la strie d’ampicilline et/ou de tetracycline déposée sur la boîte 

de pétri de milieu nutritif. 

I.1.4. Test aux rayons ultraviolets 
Les bactéries ayant subi une irradiation aux rayons UV ne poussent pas au bout de 24h 

d’incubation à 37°C. Ceci est vrai pour toutes les souches testées. Nous avons, ainsi, pu vérifier 

la présence de la délétion UvrB, délétion qui bloque le processus de réparation des lésions par 

excision-resynthèse et augmente la réparation fautive SOS. 

I.1.5. Le taux de réversions spontanées 
Nous avons recherché le nombre de révertants spontanés obtenus au bout de 48h d’incubation à 

37°C, en absence de la substance à tester, soit en présence, soit en absence de l’extrait 

microsomal S9. 

I.2. Etude de l’activité mutagène à l’aide du test d’Ames 
Les mutations sont des étapes importantes dans la carcinogenèse, par conséquent, des tests 

génétiques de courte durée, tels que le test d’Ames ont été utilisés avec succès pour la détection 

d'agents mutagènes donc potentiellement cancérogènes, ainsi que des agents antimutagènes donc 

ayant des chances d’avoir un potentiel anticarcinogène (Rausher et al., 1998 ; Edenharder et al., 

1998). 

Il apparait qu’aucun des monomères (la rutine et l’esculine) ni leurs fractions d’oligomères 

respectifs n’induisent une augmentation significative du nombre de révertants des souches S. 

typhimurium TA102 et S. typhimurium TA104, aussi bien avec ou sans activation métabolique en 

présence de l’extrait (S9) (Tableau 2). En effet, Un composé est considéré comme mutagène  si 

le nombre de révertants par boîte est au moins doublé pour les souches S. typhimurium TA104 et 

TA102 (Maron et Ames, 1983 ; Marques et al., 2003).  
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Tableau 2. Etude de la mutagénicité de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères 

vis-à-vis des souches S. typhimurium TA104 et TA102 en présence et en absence d'un système 

d'activation métabolique exogène (S9) 

 Nombre de révertants 
TA104 

 Nombre de révertants 
TA102 

Fractions Dose  
(µmoles/boite) 

- S9 + S9  - S9 + S9 

 
Rutine  

30 
60 
120 

650 ± 15 
606 ± 21 
561 ± 08 

475 ± 18 
491 ± 02 
514± 14 

 310 ± 17 
337 ± 24 
339 ± 12 

319 ± 18 
313 ± 12 
315± 05 

 
R2 

30 
60 
120 

507 ± 15 
616 ± 12 
702 ± 04 

497 ± 10 
526 ± 14 
520 ± 04 

 262 ± 13 
347 ± 7 
322 ± 8 

338 ± 09 
366 ± 10 
370 ± 04 

 
R3 

30 
60 
120 

424 ± 18 
430 ± 23 
522 ± 7 

484 ± 08 
570 ± 13 
562 ± 07 

 308 ± 1 
320 ± 23 
354 ± 10 

302 ± 07 
366 ± 08 
396 ± 13 

 
R5 

30 
60 
120 

492 ± 14 
550 ± 11 
675 ± 11 

462 ± 04 
459 ± 09 
479 ± 11 

 288 ± 3 
394 ± 5 
421 ± 16 

322 ± 04 
349 ± 09 
379 ± 12 

 
Esculine 

250 
500 
1000 

423 ± 07 
417 ± 02 
412 ± 03 

463 ± 07 
467 ± 06 
472 ± 13 

 263 ± 07 
267 ± 02 
272 ± 03 

266 ± 18  
274 ± 12  
283 ± 05 

 
E2 

250 
500 
1000 

393 ± 10 
416 ± 04 
429 ± 03 

493 ± 12 
466 ± 04 
492 ± 13 

 293 ± 10 
316 ± 04 
293 ± 03 

300 ± 09  
310 ± 10  
331 ± 04  

 
E3 

250 
500 
1000 

402 ± 09 
396 ± 03 
413 ± 12 

472 ± 09 
496 ± 03 
483 ± 04 

 272 ± 09 
296 ± 03 
313 ± 12 

298 ± 07  
306 ± 08  
319 ± 13  

 
E4 

250 
500 
1000 

418 ± 10 
422  ± 02 
430 ± 07 

488 ± 11 
502  ± 02 
483 ± 17 

 
 

308 ± 10 
302  ± 02 
283 ± 07 

301 ± 04  
299 ± 09  
292 ± 12  

 
E5 

250 
500 
1000 

421 ± 02 
425 ± 06 
432  ± 05 

481 ± 02 
495 ± 16 
481 ± 02 

 291 ± 02 
305 ± 06 
320  ± 05 

303 ± 13 
316 ± 15 
332 ± 04 

Révertants spontannés 411 ± 17 446 ± 08  254 ± 10 295± 05 
PC  1264 ± 09a 1257 ± 05*  267± 06 708 ± 26* 

Avec PC : Contrôle positive : S.tyhimurium TA104/-S9,MMS (325 µg/boite); S.tyhimurium 

TA104/+S9, 2-AA (5 µg/boite); S.tyhimurium TA102/-S9, MMS (130 µg/boite); TA102/+S9, 2-
AA (10 µg/boite) ; MMS : méthylmethane sulfonate ; 2-AA: 2-amino anthracène ; NC: Contrôle 
négatif ; * :P˂0,05. 

I.3. Etude de l’activité antimutagène à l’aide du test d’Ames 
Une fois le problème de mutagènicité écarté, du moins aux doses testées, je me suis intéressée à 

l’étude du potentiel antimutagène de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères 
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vis-à-vis des mêmes souches de S. typhimurium. Des doses de 5 et 10 ug / essai du mutagène de 

réference 2-AA, 325 et 130 μg / essai du mutagène de réference MMS ont été choisis pour les 

études d'antimutagenicité vis-à-vis respectivement des souches S. typhimurium TA104 et TA102, 

étant donné que ces doses induisent 1314 ± 21 (en présence de 5μg/essai de 2-AA) et 1234 ± 12 

(en présence de 325 μg / essai de MMS) révertants de la souche S. typhimurium TA104. Le 2-

AA à la concentration de 10 ug / essai, induit 803 ± 22 révertants et le MMS à la concentration 

de 130 μg / essai, induit 713 ± 06 révertants de la souche S. typhimurium TA102. 

I.3.1. Etude de l’activité antimutagène directe 
Nous avons évalué les capacités de la rutine et de l’esculine, ainsi que leurs fractions 

d’oligomères à diminuer l’effet mutagène induit par le MMS (Tableau 3). 

Tableau 3: Effet de différentes concentrations de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions 

d’oligomère sur la mutagénicité induite par le MMS chez S. typhimurium TA104 et TA102 

Fractions Dose 
(µmoles/boite) 

S. typhimurium TA104  S. typhimurium TA102 

  Nb de 
révertants 

% d’inhibition  
de  la 

mutagénicité 

 Nb de 
révertants 

% d’inhibition  
de  la 

mutagénicité 
 

Rutine 
30  
60  
120  

1151 ± 16  
970 ± 18  
817 ± 09  

10.17*  
32.35*  
51.10* 

 631 ± 18  
521 ± 11  
433 ± 13  

16.97* 
39.75* 
57.97* 

 
R2  

30  
60  
120  

992 ± 21  
873 ± 06  
762 ± 11  

29.65*  
44.24*  
57.84* 

 541 ± 16  
472 ± 03  
400 ± 12  

35.61* 
49.89* 
64.80* 

 
R3 

30  
60  
120  

910 ± 23  
807 ± 16  
706 ± 19  

36.70*  
52.32*  
64.70*  

 506 ± 19  
423 ± 22  
364 ±  11  

42.85* 
60.04* 

71.12* 
 
R5 

30  
60  
120  

897 ± 07  
764 ± 14  
671 ± 19  

41.29*  
57.59*  
68.99*  

 470 ± 05  
381 ± 15  
328 ± 18  

50.31* 
68.87* 
79.71* 

 
Esculine 

250 
500 
1000 

1097 ± 03 
992 ± 10 
896 ± 07 

   16.78* 

   29.65* 

    41.42* 

 621 ± 09 
557 ± 02 
499 ± 12 

19.04* 

32.29* 

44.30* 

 
E2 

250 
500 
1000 

1017 ± 12 
948 ± 06 
834 ± 05 

      26.59* 

     35.04* 

     49.01* 

 572 ± 08 
533 ± 10 
465 ± 06 

  29.19* 

  37.26* 

  51.34* 
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E3 

250 
500 
1000 

962 ± 09 
855 ± 05 
788 ± 06 

     33.33* 

     46.44* 

     54.65* 

 543 ± 09 
476 ± 06 
443 ± 12 

  35.19* 

  49.06* 

  55.90* 
 

E4 
250 
500 
1000 

930 ± 04 
827 ± 02 
753 ± 08 

      37.25* 
      49.87* 

      58.94* 

 523 ± 03 
463  ± 05 
417 ± 07 

  39.33* 

  51.75* 

  61.28* 

 
E5 

 250 
 500 
 1000 

909 ± 08 
786 ± 02 
705  ± 05 

         39.82* 

         54.90* 

         64.82* 

 497 ± 05 
436 ± 06 
380 ± 02 

    44.72* 

    57.34* 

    68.94* 

Révertants spontannés 418 ± 10       -  230 ± 12       -  

MMS 1234 ± 12     -  713 ± 06      - 

MMS: Méthylmèthane sulfonate, S. typhimurium TA104/-S9, MMS (325 μg/essai); 
S.typhimurium TA102/-S9, MMS (130 μg/essai). *p ˂ 0,05 qui implique un pourcentage 
significatif d’inhibition de la génotoxicité induite par le MMS. 
 
Le tableau 3 montre que les fractions d’oligomères de rutine ont été les plus efficace dans la 

réduction de la mutagénicité directe provoquée par l'agent mutagène MMS aussi  bien en 

présence de la souche S.typhimurium TA104 qu’en présence de la souche S.typhimurium TA102, 

comparé au monomère rutine. Toute les fractions d’oligorutine testées présentent des effets 

antimutagènes de type dose dépendant.  La fraction d’oligorutine R5 montre le meilleur pouvoir 

inhibiteur de la mutagénicité induite par le MMS vis-à-vis des deux souches S.typhimurium 

TA104 et TA102 avec des pourcentages d’inhibition  respectifs de 69 et 79,7% à une dose de 

120 µmoles/boite comparés aux pourcentages d’inhibition respectifs de 51,1 et 58%, obtenus vis-

à-vis des mêmes 2 souche en présence du monomère à la même dose. 

De même les fractions d’oligomères d’esculine testées (E2, E3, E4 et E5) présentent de meilleurs 

pouvoirs inhibiteurs de la mutagénicité induite par le MMS vis-à-vis des deux souches 

S.typhirium TA104 et TA102 comparé à celui de l’esculine (Tableau 4). Le monomère et toutes 

les fractions d’oligomères d’esculine étudiées montrent une activité antimutagène de type dose 

dépendant. Le pouvoir inhibiteur de la mutagénicité induite par le MMS est d’autant plus 

important que la masse moléculaire moyenne de la fraction d’oligomères d’esculine étudiée est 

élevée. La fraction  E5 présente le pouvoir antimutagène le plus important que ce soit en 
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présence de la souche S.typhimurium TA104 ou TA102 avec des pourcentages respectifs 

d’inhibition maximale de la mutagénicité induite par le MMS de 64,8 et 68,9%. 

I.3.2. Etude de l’activité antimutagène indirecte vis-à-vis du 2-aminoanthracène (2-AA) 
Lors de l’étude mutagène, nous avons envisagé d’étudier les capacités antimutagènes des 

monomères (rutine ou esculine) et de leurs fractions d’oligomères en présence de l’extrait 

microsomal de métabolisation (S9). Ceci pour voir si ces flavonoïdes et coumarines testés après 

métabolisation expriment un meilleur ou un moins bon pouvoir antimutagène.  

Cette étude a révélé que les fractions d’oligomères de rutine ont plus efficaces que le monomère 

dans la réduction de la mutagénicité induite par l'agent mutagène indirecte 2-AA en présence de 

S.typhimurium TA104 et TA102. Il apparait, de la même façon que vis-à-vis du MMS, que la 

fraction d’oligorutine R5 ait le meilleur pouvoir inhibiteur de la mutagènicité induite par le 2-AA 

et ceci aussi bien en présence de la souche S.typhimurium TA104 qu’en présence de la souche 

S.typhimurium TA102 avec des pourcentages d’inhibition respectifs de 82,4% et 89,2% à la plus 

forte dose testée (120 µmoles/boite). La rutine quand à elle présente des pourcentages 

d’inhibition maximum de la mutagénicité induite par le 2-AA de 60,1% et 70,1% à une dose de à 

120 µmoles/boite respectivement en présence des souches souche S.typhimurium TA104 et 

TA102. 

De même un meilleur pouvoir à inhiber la mutagénicité induite par le 2-AA a été observé en 

présence des fractions d’oligomères d’esculine (E2, E3, E4 et E5) comparé à celui de l’esculine. 

Les résultats illustrés dans le tableau 4 montrent que la fraction E5 s’avère la plus efficace à 

réduire la mutagénicité induite par le 2-AA avec des pourcentages d’inhibition qui atteignent 

79,3% et 82,9 %  à une dose de 1000 µmoles/boite, respectivement vis-à-vis de S.typhimurium 

TA104 et TA102. Les pourcentages d’inhibition de la mutagénicité induite par le 2-AA ne 

dépassent pas 61,9% et 67,4% à une dose de 1000 µmoles/boite de rutine en présence 

respectivement de S.typhimurium TA104 et TA102. 
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Tableau 4. Effet de différentes concentrations de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions 

d’oligomères respectifs, sur la mutagénicité induite par le 2-AA vis-à-vis de S. typhimurium 

TA104 et TA102 en présence de S9. 

Fractions Dose 
(µmoles/boite) 

S.typhimurium TA104  S.typhimurium TA102 

  Nb 
révertants 

% 
d’inhibition  

de  la 
mutagénicité 

 Nb 
révertants 

% 
d’inhibition  

de  la 
mutagénicité 

 
Rutine 

30 
60 
120 

1126 ± 16 
991 ± 24 
783 ± 12 

21.26* 

36.53* 
60.06* 

 635 ± 08 
481 ± 11 
414 ± 14 

30.27* 
58.01* 
70.09* 

 
R2 

30 
60 
120 

1012 ± 11 
883 ± 17 
721 ± 15 

34.16* 

48.75* 

67.08* 

 579 ± 10 
436 ± 13 
360 ± 06 

40.36* 

66.12* 

79.81* 

 
R3 

30 
60 
120 

910 ± 20 
807 ± 15 
678 ± 09 

36.70* 

52.32* 

71.94* 

 547 ± 19 
408 ± 22 
347 ±  11 

46.12* 

71.17* 

82.16* 

 
R5 

30 
60 
120 

862 ± 07 
754 ± 14 
586 ± 16 

51.13* 

63.34* 

82.35* 

 470 ± 12 
381 ± 15 
308 ± 19 

60.31* 

68.87* 

89.18* 

 
Esculine 

250 
500 
1000 

1045 ± 08 
929 ± 10 
767 ± 07 

30.42* 

43.55* 

61.87* 

 604 ± 09 
540 ± 02 
429 ± 12 

35.85* 

47.38* 

67.38* 

 
E2 

250 
500 
1000 

1019 ± 12 
869 ± 06 
720 ± 05 

33.37* 

50.33* 

67.19* 

 593 ± 08 
491 ± 10 
399 ± 06 

37.83* 

56.21* 

72.79* 

 
E3 

250 
500 
1000 

977 ± 09 
826 ± 05 
691 ± 06 

38.12* 

54.86* 

70.47* 

 572 ± 09 
457 ± 06 
375 ± 12 

41.63* 

62.34* 

77.11* 

 
E4 

250 
500 
1000 

939 ± 04 
786 ± 02 
639 ± 08 

42.42* 

59.72* 

76.35* 

 534 ± 03 
439  ± 05 
352 ± 07 

48.46* 

65.58* 

81.26* 

 
E5 

250 
500 
1000 

910 ± 08 
734 ± 02 
613  ± 05 

45.70* 

65.61* 

79.29* 

 521 ± 05 
417 ± 06 
343 ± 02 

50.81* 

69.54* 

82.88* 

Révertants spontannés 430 ± 15 -  248 ± 12 - 

2-AA 1314 ± 21 -  803 ± 22 - 
2-AA : 2-aminoanthracène,  S. typhimurium TA104/+S9, 2-AA (10 μg/essai); S.typhimurium TA102/+S9, MMS (5 

μg/essai). *p ˂ 0,05 qui implique un pourcentage significatif d’inhibition de la génotoxicité induite par le 2-AA. 
Divers flavonoïdes ont présenté des activités antimutagènes similaires à ceux révélés par la 

rutine et ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5). Duthie et al. (Duthie et al., 1997) ont 
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rapporté un  intéressant effet antimutagène de certains flavonoïdes à l’aide du test d’Ames en 

présence de Salmonella typhimurium TA98 et TA100. La relation structure-activité antimutagène 

des flavonoïdes a été bien étudiée par divers auteurs (Hatch et al., 2000). En effet, Hatch et al. 

(Hatch et al., 2000), ont décrit l’importance d’une substituant 4-keto niveau du cycle C et qui est 

nécessaire dans la manifestation d’une activité antimutagène des flavonoïdes vis-à-vis d’amines 

hétérocycliques (tel que le 2-aminoanthracène) (Edenharder at al., 1998 ; Hatch et al., 2000). Ces 

mêmes auteurs ont rapporté que la planéité du cycle C est également importante pour l’activité 

antimutagène des flavonoïdes. Effectivement, la double liaison C2-C3 augmente la conjugaison 

π de la liaison entre le cycle B et le cycle C, ce qui favorise la planéité des deux cycles. Une telle 

structure presque plane des flavonoïdes augmente leurs capacités antimutagènes (Hatch et al., 

2000). Edenharder et al. (Edenharder et al., 1997) ont étudié l’effet antimutagène de 56 

flavonoïdes vis-à-vis de la mutagénicité induite par le 2-nitrofluorene, le 2-nitrofluoranthène et le 

1-nitropyrène en présence de Salmonella typhimurium TA98. Ces études confirment la relation 

structures-activité antimutagène avancée par Hatch et al. (Hatch et al., 2000). L’important 

pouvoir inhibiteur de la mutagénicité induite par le MMS et le 2-AA, en présence des fractions 

d’oligorutine (R2, R3 et R5) comparé à la rutine implique que le substituant 4-keto et/ou la 

double liaison C2-C3 qui sont identifiés comme étant responsable de l’activité antimutagène des 

flavonoïdes, n’ont pas été affecté au cours de la polymérisation de la rutine.  

Une étude menée par Edenharder et Tang (Edenharder et Tang, 1998), se focalisant sur  l’origine 

du pouvoir antimutagène de 32 coumarines vis-à-vis de différents mutagènes a pu démontrer que 

les groupements hydroxyles en position 3, 4 et 7 au niveau de la structure générale d’une 

coumarine sont importants pour l’expression de pouvoir antimutagéne de ces molécules. On en 

déduit que l’unique groupement hydroxyle en position 7 de l’esculine, n’a pas été affecté au 

cours de la polymérisation de cette molécule, dans la mesure où les fractions d’oligoesculine 

inhibent très efficacement la mutagénicité induite par le MMS et le 2-AA. 
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Un effet antimutagène ou antigénotoxique est complexe et peut être réalisé à travers plusieurs 

mécanismes (Kada, 1993) : 

L’inhibition du système mono-oxygénase P450 est un des mécanismes largement décrit comme 

étant à l’origine de l’effet antigénotoxique de certains métabolites secondaires des plantes (Zani 

et al., 1993). Ceci peut être extrapolé aux flavonoïdes et coumarines, faisant l’objet de cette 

étude. L’activité antigénotoxique des molécules testées, pourrait être expliquée également par :  

 Un effet antagoniste : Dans ce cas, la molécule serait capable de provoquer des altérations 

au niveau de l’ADN qui corrigeraient l’effet provoqué par l’agent mutagène. Cela serait vrai si le 

composé testé agissait directement au niveau de l’ADN.  

 Les molécules pourraient former un complexe avec l’agent mutagène, de telle façon que 

cet agent devienne inoffensif. 

 Une autre possibilité peut être envisagée : c’est l’aptitude des molécules à entrer en 

compétition pour les sites de pénétration de l’agent mutagène au niveau de la membrane 

cellulaire, s’empêchant ainsi mutuellement de pénétrer dans la bactérie. 

 La capacité des molécules à capter des radicaux libres, pourrait s’appliquer aux radicaux 

issus de la métabolisation du 2-aminoanthracène avant leur fixation sur l’ADN. Cette 

macromolécule serait alors protégée des effets génotoxiques des métabolites génotoxiques. Par 

conséquent, l’activité antimutagène serait la conséquence d’une activité antiradicalaire. 

Etant donné que nous avons étudié les activités mutagène et antimutagène des fractions 

d’oligorutine (R2, R3 et R5) et d’oligoesculine (E2, E3, E4 et E5) en utilisant un système 

procaryote, nous avons donc jugé nécessaire de tester ces mêmes fractions sur un deuxième 

système en l’occurrence le système eucaryote (Cellules leucèmiques humaines : K562) qui 

représente les organismes supérieur et ce à l’aide du test des comètes qui permet d’évaluer l’effet 

des fractions d’oligomères sur l’ADN nucléaire des cellules traitées. 

Avant d’évaluer les activités génotoxique ou antigénotoxique sur le sytème eucaryote, une étude 
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de la cytotoxicité des fractions d’oligomères d’esculine et de rutine sur ces mêmes cellules est 

nécessaire.  

II. Etude de l’activité cytotoxique des fractions d’oligomères de rutine et d’esculine 
Nous avons examiné l'effet de différentes concentrations de chacune de ces fractions sur la 

prolifération des cellules leucémiques in vitro,  à l’aide du test MTT.  

La figure 44 montre que seule la rutine induit une cytotoxicité dépassant les 50% d’inhibition de 

la prolifération cellulaire des cellules leucémiques K562. La CI50 de ce monomère est de 400 

µg/ml. 

Les fractions d’oligomères R2, R3 et R5 montrent une cytotoxicité beaucoup plus faible comparé 

à la rutine, elle ne dépasse pas les 30% à la plus forte dose testée (800 µg/ml). 

D’ailleurs, la cytotoxicité de la rutine à forte dose a été mis en évidence par plusieurs auteurs 

(Romero et al., 2002 ; Lee et al., 2004 ; Plochmann et al., 2007 ;  Marcarini et al., 2011), vis-à-

vis de plusieurs lignés cellulaire (HTC, NCI-H889, LLCaP…). En effet, Polchmann et al. 

(Polchmann et al. 2007) ont déterminé les structures responsables de l’effet cytotoxique des 

flavonoïdes. Ces auteurs ont rapporté que la présence d’une double liaison C2-C3 au niveau de la 

structure d’un flavonoïde augmente son pouvoir cytotoxique. Donc la diminution de la 

cytotoxicité des fractions d’oligorutine comparée au monomère, implique que la double liaison 

C2-C3 aurait été affectée au cours de la réaction de polymérisation. 

Comme le montre la figure 45, l’esculine et ses fractions d’oligomères (E2, E3, E4 et E5) ne 

présentent pas de cytotoxicité significative à toutes les concentrations testées.  
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Figure 44. Effet de différentes concentrations de la rutine et ses fractions d’oligomère (R2, R3 et 

R4) sur la prolifération des cellules leucémiques humaines K562. *p˂0,05 : pourcentage 

significative d’inhibition de la prolifération des cellules K562. 

 

Figure 45. Effet de différentes concentrations de l’esculine et de ses fractions d’oligomères (E2, 

E3, E4 et E5) sur la prolifération des cellules leucèmiques humaines K562. *p˂0,05 : 

pourcentage significative d’inhibition de la prolifération des cellules K562. 
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III. Etude des activités génotoxique et antigénotoxique de la rutine, de l’esculine et de leurs 
fractions d’oligomères sur un système eucaryote à l’aide du test des comètes  

III.1. Etude de l’activité génotoxique  
Le test des comètes est un test d'électrophorèse en gel d’agarose de cellules isolées. Après 

électrophorèse, les noyaux de cellules dont l’ADN a subi des cassures prennent une forme de 

comète et les noyaux dont l’ADN n’est pas endommagé restent compactes (ronds). Le test des 

comètes permet de mesurer les cassures induites directement par un agent génotoxique, 

indirectement lors des processus enzymatiques de réparation des dommages et enfin lors des 

processus secondaires de fragmentation de l’ADN tel que l’apoptose. 

Après avoir été traitées pendant 24h, par la rutine, l’esculine ou leurs fractions d’oligomères, les 

cellules leucémiques K562 sont lysées et soumises à une électrophorèse. En raison de sa charge 

négative, l’ADN migre vers l’anode lorsqu’il est placé dans un champ électrique, puis détecté à 

l’aide d’un marqueur fluorescent spécifique (bromure d’ethidium). Deux propriétés sont 

importantes pour évaluer la migration de l’ADN. D’une part, la capacité de l’ADN à migrer, 

migration qui se fait en fonction de la taille et donc du nombre de coupures. La longueur de la 

queue de la comète, augmente avec l’importance des dommages à l’ADN. La lecture a été 

réalisée à l’aide d’un microscope à fluorescence. Nous avons pu quantifier la génotoxicité des 

molécules testées en évaluant le taux d’ADN endommagé, des cellules traitées par des 

concentrations de 400, 200 et 100 µg/ml de chacun flavonoïdes (rutine et ses fractions 

d’oligomères) et par des concentrations de 800, 400 et 200 µg/ml de chacun des coumarines 

(esculine et ses fractions d’oligomères), et en les comparant à celui obtenu avec les cellules non 

traitées par les molécules. 

Les résultats obtenus à l’aide du test des comètes, révèlent que le taux d’ADN endommagé 

(TDD) des cellules K562 traitées par les différents monomères et fractions d’oligomères obtenus 

n’augmente pas significativement par rapport aux cellules non traitées (Témoin négatif). En 

effet, le TDD du témoin négatif est de 108 ± 6, alors que le TDD le plus élevé (111) a été obtenu 
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en présence de la fraction d’oligoesculine E5 à la plus forte concentration testée (800 µg/ml) 

(Tableau 5). Donc ont peut dire que la rutine, l’esculine et leurs fractions d’oligomères ne sont 

pas génotoxiques vis-à-vis des cellules K562.  

Tableau 5. Evaluation de la génotoxicité induite par différentes concentrations de la rutine, de 

l’esculine et de leurs fractions d’oligomères sur les cellules K562 à l’aide de test de comète 

Molécules Concentration 
 (µg/ml)  TDD 

Témoin négatif  108 ± 6 
H2O2 75 µM 223,5 ± 8* 

Rutine 
100  108,5 ± 3 
200  107 ± 4 
400  109,5 ± 3 

R2 
100  107,5 ± 5 
200  106,5 ± 2,5 
400  107 ± 4 

R3 
100  109 ± 7 
200  109,5 ± 4 
400  110,5 ± 8 

R5 
100  106 ± 3 
200  108,5 ± 4 
400  109,5 ± 2 

Esculine  
200 
400 
800 

109,6 ± 3 
110,1 ± 2 
109.8 ± 2 

E2 
200 
400 
800 

108,6 ± 1 
109,5 ± 3 
110,3 ± 1 

E3 
200 
400 
800 

110 ± 2 
110,7 ± 3 
109,8 ± 1 

E4 
200 
400 
800 

109,1 ± 3 
109,9 ± 2 
110,5 ± 1 

E5 
200 
400 
800 

110,5 ± 3 
110 ± 1 
111 ± 3 

Avec *p ˂ 0,05 : pourcentage significatif de génotoxicité induite par le H2O2 sur les cellules 

K562 comparé aux cellules non traitées en utilisant le test t-student. 
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III.2. Etude de l’activité antigénotoxique des molécules testées vis-à-vis d’un génotoxique ; 
le H2O2 à l’aide du test des comètes 
Nous avons par ailleurs, envisagé l’étude d’une éventuelle activité antigénotoxique des 

monomères ainsi que de leurs fractions d’oligomères vis-à-vis d’un agent génotoxique de 

référence ; le H2O2 (75 µM), en présence des cellules leucémiques K562. 

Le pourcentage d’inhibition de la génotoxicité induite par le H2O2, est estimé selon la formule 

suivante :  

ST.ext : Score total en présence des molécules à tester. 

ST.tn : Score total des cellules témoins non traitées. 

ST.tp : Score total des cellules traitées par le H2O2 (75 μM). 

Ce test révèle que les fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) montrent un plus important  pouvoir 

inhibiteur de la génotoxicité induite par le H2O2 comparé à la rutine (Figure 46). Cette capacité 

antigénotoxique est dose dépendante et augmente en présence d’oligomères d’importante masse 

moléculaire moyenne. Ainsi, la fraction d’oligorutine R5 s’avère la plus efficace à inhiber la 

génotoxicité induite par le H2O2 avec un  pourcentage d’inhibition de 60% à la plus forte 

concentration testée (400 µg/ml), tandis que ce pourcentage d’inhibition ne dépasse pas 26% en 

présence du monomère à la même concentration.   Une activité antigénotoxique de la rutine a été 

mise en évidence par Barcelos et al. (Barcelos et al., 2011) vis-à-vis de 3 agents mutagènes 

(l’aflatoxine, le méthyl méthanesulfonate, et la doxorubicin), à l’aide du test des comètes.  

De même, les fractions d’oligomères d’esculine (E2, E3, E4 et E5) montrent une meilleure 

activité antigénotoxique que le monomère correspondant (Figure 47). Le pouvoir inhibiteur de la 

génotoxicité induite par le H2O2 en présence de l’esculine et  ses fractions d’oligomères est elle 

aussi dose dépendante. Cette activité s’avère d’autant plus importante que la masse moléculaire 

moyenne de la fraction testée est plus élevée. La fraction d’oligoesculine E5 illustre le meilleur 

pouvoir inhibiteur de la génotoxicité induite par le H2O2 avec un  pourcentage d’inhibition de 
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69% à la plus grande concentration testée (800 µg/ml), alors que le monomère présente 16% 

d’inhibition à la même concentration.  

La meilleure activité antigénotoxique observée en présence des fractions d’oligomères peut être 

dûe à un meilleur pouvoir desmutagène (un agent qui agit directement sur le mutagène ou son 

précurseur afin de les activer) de ces fractions. En effet, des oligomères de rutine obtenus par 

Kurisawa et al. (Kurisawa et al., 2003a) et des oligoesculines obtenus par Anthoni et al. (Anthoni 

et al., 2008) montrent un important pouvoir antiradicalaire vis-à-vis de divers radicaux libres 

comparé à leurs monomères respectifs. Ceci pourrait expliquer le meilleur pouvoir 

antigénotoxique observé en présence des fractions d’oligomères. Toutefois, cette constatation (le 

meilleur pouvoir antiradicalaire des oligomères) ne peut pas exclure la possibilité que ces 

fractions puissent aussi se comporter comme agent bioantimutagène (agent agissant sur les 

mécanismes de mutagenèse ou sur les mécanismes de régulation et de réparation de l'ADN et 

aboutissant à une décroissance de la fréquence des mutations), en agissant sur les mécanismes de 

mutagenèse ou sur les mécanismes de régulation et de réparation de l'ADN, ce qui et aboutit à 

une décroissance de la génotoxicité. 
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Figure 46. Inhibition de l'activité génotoxique induite par le H2O2  (75 µM), par la rutine et ses 

fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) vis-à-vis des cellules K562 à l’aide du test des 

comètes.*p˂ : un pourcentage significatif d’inhibition de la génotoxicité induite par le H2O2 

comparé aux cellules non traitées en utilisant le test t-student. 

 

Figure 47. Inhibition de l'activité génotoxique induite par le H2O2  (75 µM), par l’esculine et ses 

fractions d’oligomères (E2, E3, E4 et E5) vis-à-vis des cellules K562 à l’aide du test des 

comètes. .*p˂ : un pourcentage significatif d’inhibition de la génotoxicité induite par le H2O2 

comparé aux cellules non traitées en utilisant le test t-student. 
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Les résultats obtenus à l’aide du test des comètes confirment ceux obtenus à l’aide du test 

d’Ames. 

Ce chapitre nous a permis de montrer d’une part que l’oligmérisation de la rutine et de l’esculine 

a amélioré leurs activités antimutagène/ antigénotoxique sans affecter leurs pouvoirs non 

géntoxiques/ non antigénotoxiques et ceci aussi bien vis-à-vis d’un système procaryote (test 

d’Ames) ainsi que vis-à-vis d’un système eucaryote (test de comète). 

D’autre part, on a pu démontré une diminution de la cytotoxicité de la rutine grâce à 

l’oligomérisation, tandis que cette activité demeure inchangée suite à l’oligomérisation de 

l’esculine. 
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Partie IV- Etude des activités antiradicalaire et antioxydante 
Les activités antigénotoxique et antimutagène révélés par les fractions oligomères étudiées, à 

l’aide du test des comète et le test d’Ames nous ont amené à envisager l’étude de leurs potentiels  

antiradicalaire et antioxydant. En effet, des lésions induites par les radicaux libres dans le 

matériel génétique (bases modifiées, cassures simple et double brin de la chaîne 

oligonucléotidique…) semblent être impliquées dans de nombreux processus délétères (mort 

cellulaire, mutagenèse, cancérogenèse) ainsi que le vieillissement cellulaire. En effet, les 

réactions de dérivés de radicaux avec l’ADN sont très nombreuses, entre autres l’action du 

radical OH• sur la guanine entraînant la formation du 8-hydroxyguanine, l’oxydation de la 

thymine qui donne la 5 hydroxy-methyluracil et l’oxydation du désoxyribose qui entraîne une 

coupure des brins d’ADN. Toutes ces modifications ont des conséquences très graves sur la 

réplication. Ceci nous a amené à penser que l’activité antigénotoxique pourrait être le résultat 

d’un pouvoir piégeur des radicaux libres formés entres autres lors de la métabolisation du produit 

génotoxique. En effet, les flavonoïdes et les coumarines présentent la propriété de piéger des 

radicaux libres, tels que l’anion superoxide, l’oxygène singulet, le radical hydroxyle...(Kancheva 

et al., 2010; Murat-Bilgin  et al., 2011; Puppo, 1992; Pietta 2000) . 

I. Evaluation de l’activité antiradicalaire vis-à-vis du radical DPPH• de la rutine, l’esculine 
et leurs fractions d’oligomères 
A température ambiante, le radical DPPH• présente une intense coloration violette qui disparaît 

au contact d’une substance capable de saturer sa couche électronique. On peut donc détecter la 

diminution de l’intensité de la coloration par spectrophotométrie. Cette réduction rend compte du 

pouvoir piégeur des molécules testées. Les résultats sont exprimés en CI50 (concentration capable 

de pièger 50% des radicaux DPPH dans le milieux) et en TEAC (Trolox equivalent antioxydant 

activity) (Tableau 6). 

La rutine et ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) montrent un important pouvoir piègeur du 

radical DPPH• . Les fractions d’oligomères R2, R3 et R5 s’avèrent moins efficace à pièger le 
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radical DPPH• que la rutine, avec une CI50 maximale de 39 ± 0,2 µM en présence de la fraction 

d’oligomère R2 comparé à une CI50 de 11 ± 0,1 µM en présence de la rutine. Cette activité 

antiradicalaire est d’autant plus faible que la masse moléculaire moyenne de la fraction 

d’oligomère est élevée.  

Contrairement aux fractions d’oligomères de rutine, les fractions d’oligomère d’esculine (E2, E3, 

E4 et E5) illustrent un pouvoir antiradiradicalire vis-à-vis du radical DPPH• significativement 

plus important que celui de l’esculine. Ces fractions montrent des valeur de CI50 très rapprochées 

(entre 17 et 19 µM) et donc la masse moléculaire moyenne de  ces fractions d’oligoesculine ne 

semble pas avoir un effet sur leurs pouvoir piègeur du radical DPPH•.    

II. Evaluation de l’activité antiradicalaire vis-à-vis du radical ABTS de la rutine, l’esculine 
et leurs fractions d’oligomères 

L’activité antiradicalaire a été évaluée vis-à-vis du radical ABTS+, grâce à la capacité de celui-ci 

à donner une couleur bleue intense (Figure 48) que l’on peut suivre spectrophotométriquement à 

734 nm (Pannala et al., 2001).  

L’intensité de cette couleur disparaît progressivement en présence d’un donneur de H•. 

Les résultats sont exprimés en CI50 (concentration capable de pièger 50% des radicaux ABTS 

dans le milieux) et en TEAC (Trolox equivalent antioxydant capacity). 
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                                 Figure 48. Formation du radical ABTS+ 

De même que vis-à-vis du radical DPPH• , les fractions d’oligomères R2, R3 et R5 présentent des 

valeur de CI50 supérieures à celle de la rutine (32 ± 2 µM), ce qui traduit un plus faible pouvoir 

piègeur du radical ABTS+ comparé au monomère (Tableau 6). Cette activité est d’autant plus 

faible que la masse moléculaire moyenne de la fraction d’oligomère de rutine est elevée ; ainsi la 

fractions d’oligorutine R5 présente l’activité antiradicalaire la plus faible avec une CI50 de 276 ± 

18 µM. 

L’augmentation de l’activité antiradicalaire, observée vis-à-vis du radical DPPH•, en fonction du 

degré de polymérisation de l’esculine, a été confirmé vis-à-vis du radical ABTS+. Ce pouvoir 

antiradicalaire vis-à-vis de ce radical augmente avec la lassse moléculaire moyenne des fractions 

d’oligomères d’esculine. La fraction d’oligoesculine R5, qui posséde la masse moléculaire 

moyenne la plus importante, présente un pouvoir antiradicalaire15 fois plus important que celui 

du monomère avec une valeur de CI50 de 150 ± 2 µM comparée à une valeur de CI50 de 10 ± 2 

µM en présence de l’esculine. Toutes les fractions oligomères d’esculine testées  montrent un 
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TEAC ˃ 1 ce qui implique qu’elles sont plus éfficaces que notre témoin positif (le trolox) à 

pièger le radical ABTS+.  

III. Etude du pouvoir piègeur du radical hydroxyle et du pouvoir chélateur du fer par  la 
rutine, l’esculine et de leurs fractions d’oligomères 

III.1. Etude du pouvoir piègeur directe du radical hydroxyle  
La mise en évidence du radical hydroxyle n'est pas facile, car il est très réactif et a une durée de 

vie très courte. Pour le mettre en évidence, des méthodes indirectes qui détectent les produits de 

sa réaction, sont utilisées. 

Le désoxyribose, réagit avec le radical hydroxyle, donnant lieu à la formation du 

malondialdéhyde (MDA) qui en présence d'acide thiobarbiturique (TBA) donne un produit 

chromogène formé par le complexe MDA-TBA à 532 nm. La capture du radical OH• par la 

substance à étudier, se fait par compétition avec le désoxyribose. Ainsi une diminution de la 

quantité du chromogène formé est illustrée par une diminution de l'absorbance et traduirait un 

effet capteur du radical OH• par les molécules testées (Figure 49). (Paya et al., 1992). 

 
Figure 49. Principe du test au 2-désoxyribose 

 
Les résultats de l’étude du pouvoir piégeur du radical hydroxyle des monomères et de leurs 

fractions d’oligomère sont exprimés en CI50 et en TEAC. 
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Il apparait que, les fractions d’oligomère de rutine (R2, R3 et R5) sont moins efficaces que le 

monomère (CI50 =18,6 µM) à capturer les radicaux OH• (Tableau 6). Le pouvoir antiradicalaire 

des oligomères est d’autant plus faible que la masse moléculaire moyenne de la fraction 

d’oligomères est elevée. La fraction  R5 a le pouvoir piègeur de radical hydroxyle et montre par 

conséquant la plus faible valeur de CI50   

de 172 ±8 µM. 

L’activité antiradicalaire de divers flavonoïdes y compris la rutine vis-à-vis de divers radicaux 

libres a été mis en évidence par plusieur auteurs (Hanasaki et al., 1994 ; La Casa et al., 2000 ; 

Cotelle et al., 2001 ; Yang, 2008). La relation structure- activité antiradicaire des flavonoïdes a 

été largement établi (Pannala, 2001 ; Seyoum et al., 2006 ; Chen et al., 2012). Ces auteurs ont 

rapporté que les hydroxyles en position C3’ et C4’ jouent un rôle très important dans 

l’expression du pouvoir antiradicalaire et antioxidant des flavonoïdes. Donc une faible activité 

antiradicalaire vis-à-vis des radicaux DPPH•, ABTS+ et hydroxyle en présence des fractions 

d’oligomères de rutine étudiées, laisse penser que les hydroxyles en position C3’ et/ou C4’ont 

été affectés au cours de la réaction de polymérisation. Une diminution similaire du pouvoir 

piègeur du radical DPPH a été observé pour des oligomères de flavonoïdes obtenus par 

polymérisation enzymatique (Desentis-Mendoza et al., 2006 ; Anthoni et al., 2008).  

Contrairement aux fractions d’oligomères de rutine, les fractions d’oligomères d’esculine (E2, 

E3, E4 et E5) présentent un pouvoir piègeur du radical hydroxyle significativement plus 

important que celui du monomère correspondant (esculine) (Tableau 6). Cette activité 

antiradicalaire augmente avec la masse moléculaire moyenne des fractions d’oligomères 

obtenues. Ainsi, la fraction E5, qui posséde la masse moléculaire moyenne la plus elevée, est 

doté du meilleur pouvoir antiradicaire vis-à-vis du radical hydroxyle  avec une valeur de CI50 de 

5 ± 0,5 µM, tandis que l’esculine présente une CI50 de 56 ± 4 µM.  
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Diverses études se sont focalisées sur le pouvoir antiradicalaire et antioxydant des coumarines et 

ont pu démontrer que la présence de la partie catéchol et/ou des groupements hydroxyles sont 

cruciales pour la manifestation ces activités. Le fort pouvoir antiradicalaire de nos fractions 

d’oligoesculine vis-à-vis des radicaux DPPH•, ABTS+ et hydroxyle indique que la partie 

catéchol et/ou les groupements hydroxyles n’ont pas été affectés au cours de la réaction de 

polymérisation de l’esculine.  

III.2.  Etude du pouvoir chélateur de fer  par la rutine, l’esculine et leurs fractions 
d’oligomères  
Il s’agit d’évaluer l’effet antioxydant de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères 

vis-à-vis des radicaux générés par la réaction de Fenten. Pour cela nous avons étudié le pouvoir 

chélateur de fer des monomères et de leurs fractions d’oligomères à l’aide de test au 2-

déxyribose. En effet, Un pouvoir chélateur de fer des molécules testées empéchera la 

transformation du H2O2  en OH• et OH- ; ainsi il y aura moins de radicaux hydroxyles, 

susceptible de dégrader le déoxyribose en MDA dans le milieus réactionnel. Ceci sera traduit par 

une diminution de la coloration rose (figure 49) (Paya et al., 1992 ; Valentéo et al., 2002). Les 

résultats sont exprimés en CI50 et en TEAC. 

 
 

Il apparait d’après les résultas (Tableau 6) obtenus que les fractions de rutine sont plus efficaces 

chélateurs de fer que le monomère correspondant (CI50= 58,3 ±5 µM). 

Ce pouvoir chélaeur de fer est d’autant plus important que la masse moléculaire moyenne de la 

fraction d’oligomère est elevée. La fraction d’oligomère R5 s’avère la plus efficace à chélater le 

fer avec une CI50 de 27,5 ± 4 µM. 

Les hydroxyles en position 5, 3’, 4’ et le groupement carbonyl en position 4 ont été identifiés par 

plusieurs auteurs (Puppo, 1992 ; Fernandez et al., 2002 ; Macakova et al., 2012) comme étant 

responsable de la chélation du fer par les flavonoïdes ; ainsi le meilleur pouvoir chélateur de fer 
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observé en présence des fractions d’oligorutines comparé au monomère implique que les 

hydroxyles en position 5, 3’, 4’ et/ou le groupement carbonyl en position 4 n’ont pas été affectés 

au cours de la réaction de polymérisation de la rutine. 

De même que les fractions d’oligomères de rutine, les fractions d’olgomères d’esculine (E2, E3, 

E4 et E5) présentent un pouvoir chélateur de fer significativement plus important que celui du 

monomère esculine. Cette activité augmente avec la masse moléculaire moyenne des fractions 

d’oligomères. L’activité chélatrice de fer la plus importante a été noté en présence de la fraction  

E5 (CI50 de 31,5 ± 5 µM) comparé à l’esculine (CI50 de 168 ± 9 µM) (Tableau 6). Mladenka et 

al. (Mladennka et al., 2010) ont rapporté que pour les coumarines les structures essentielles pour 

l’expression de leur pouvoir chélateur de fer semble être les mêmes structures recommmandées 

pour l’activité antiradicalaire (Mladennka et al., 2010). Ces constations ont été supportées par 

d’autres auteurs (Pedersen et al., 2007 ; Mladenka et al., 2010). Ainsi, l’important pouvoir 

chélateur obtenu en présence des fractions d’oligomères indique que la partie catéchol et/ou les 

groupements hydroxyles n’ont pas été affectés au cours de la réaction de polymérisation de 

l’esculine.  

IV. Etude du pouvoir inhibiteur de la xanthine oxydase, de la rutine, de l’esculine et de 
leurs fractions d’oligomères 
Etant donné que jusqu’à présent les systèmes d’étude que nous avons utilisés, permettent de 

détecter soit une activité de piégeage directe des radicaux, soit un effet sur la balance oxydo-

réductrice chélation de fer, nous avons choisi un troisième système mettant en jeu des enzymes 

qui génèrent la formation de radicaux libres telle que la xanthine oxydase. 

Ce système permettrait de savoir si l’activité antioxydante des monomères et de leurs fractions 

d’oligomères étudiés est uniquement dûe à l’effet capteur des radicaux libres ou pourrait être 

également imputée, probablement, à l’inhibition d’enzyme intervenant dans les réactions de 

génération des radicaux libres. 
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La xanthine oxydase est une enzyme qui catalyse l’élimination de la xanthine toxique pour la 

cellule sous forme d’acide urique, avec formation d’anion superoxyde.  

Nous avons recherché l’effet des monomères et de leurs fractions d’oligomère testées, sur le 

pouvoir de la xanthine oxydase à transformer la xanthine en acide urique et anion superoxyde. 

Nous avons donc suivi la production d’acide urique par lecture de la densité optique à 290 nm, 

longueur d’onde d’absorption de la molécule en question. 

Les résultats obtenus nous ont révélé que la rutine et ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) 

sont capables d’inhiber l’activité enzymatique de la xanthine oxydase (Tableau 6). Il existe donc 

un meilleur pouvoir inhibiteur de cet enzyme par ces derniers, comparé à la rutine. Ce pouvoir 

inhibiteur augmente avec la masse moléculaire moyenne des fractions d’oligomères, avec une 

CI50 de 64,1 ± 1,5 µM pour la fraction R5.   

D’après plusieurs auteurs (Cos et al., 1998 ; Van Hoorn et 2002), l’activité inhibitrice de la 

xanthine oxydase par les flavonoïdes est en étroite relation avec la présence des groupements 

hydroxyles au niveau des carbones 5 et 7, et une double liaison entre les carbones 2 et 3. Ainsi, 

l’importante inhibition de la xanthine oxydase en présence des fractions d’oligomères de rutine 

indique que les groupements cités précédement n’ont pas été affectés au cours de la 

polymérisation. 

Il apparait également que l’esculine et ses fractions d’oligomères sont capables d’inhiber 

l’activité de la xanthine oxydase (Tableau 6) de façon plus significative que la rutine et ses 

oligomères. La fraction d’esculine E5 est dotée d’un pouvoir inhibiteur de la xanthine oxydase 

10 fois supérieur à celui de l’esculine, avec une CI50 de 186 ±6 µM. D’autres coumarines telles 

que la 4-méthylcoumarine, 6-hydroxy-4-méthylcoumarine ont été décrites comme étant 
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d’efficaces inhibiteurs (Chang et Chiang, 1995 ; Yu et al., 1999, Lin et al., 2008). Ces auteurs 

indiquent que les groupements hydroxyles en position 6 et 7 au niveau de la structure générale 

d’une coumarine, sont responsables de ce pouvoir inhibiteur de la xanthine oxydase. Or, la 

structure de l’esculine comporte un sucre en position 6 et un seul groupement hydroxyle en 

position 7, celui-ci participerait à la capacité inhibitrice de l’esculine. On pense que l’importante 

capacité inhibitrice de la xanthine oxydase en présence des fractions d’oligomères d’esculine 

sous entendrait que le groupement hydroxyle en position 7 n’ait pas été impliqué au cours de la 

polymérisation. 

V. Test de la capacité antioxydante évaluée à l’aide du test de réduction du cuivre : test 
(CUPRAC) 
C’est une méthode développée par Apak et al. (Apak et al., 2004). Le principe de ce test se base 

sur la conversion des hydroxyles phénoliques en quinones à travers la réduction du complexe 

Cu2+-Nc, produisant ainsi un complexe chromogène de Cu+-Nc qui absorbe à 450 nm.  

Les résultats sont exprimés en TEAC et sont résumés dans le tableau 6.  

La rutine et ses fractions de d’oligomères (R2, R3 et R5) se sont tous révélés capables de réduire 

le cuivre. Toutefois, les fractions d’oligomères montrent un pouvoir réducteur de cuivre plus 

important que celui du monomère rutine. Ce pouvoir chélateur du cuivre augmente avec la masse 

moléculaire moyenne des fractions d’oligomères testées. Le TEAC maximal (527 µM) a été 

obtenu en présence de la fraction R5, comparé à un TEAC de 315 µM en présence de la rutine. 

Apak et al. (Apak et al., 2004) ont identifié au niveau de la structure d’un flavonoïde les 

groupements responsables de la chélation du cuivre. Ces structures sont les groupements 

hydroxyles en position 3’, 4’ et 5 ainsi que le groupent carbonyl en position 4 et la double liaison 

C2-C3. Donc, l’important pouvoir réducteur de cuivre des fractions d’oligomères peut être due 

au fait que les groupements identifiés comme essentiels pour la réduction du cuivre n’ont pas été 

affectés au cours de la réaction de polymérisation. 
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De même, les fractions d’oligomères d’esculine s’avèrent plus efficaces que le monomère 

esculine à réduire le cuivre. Ce pouvoir réducteur de cuivre augmente avec la masse moléculaire 

moyenne des fractions d’oligomères étudiées. La fraction E5 étant 10 fois plus active que 

l’esculine avec un TEAC maximal de 498 µM comparé à un TEAC de 49 µM en présence du 

monomère. Les groupements hydroxyles en position 6 et 7 au niveau de la structure générale 

d’une coumarine ont été identifiés comme responsables du pouvoir chélateur de ces molécules 

(Apak et al., 2007). Or, la structure de l’esculine comporte un sucre en position 6 et un seul 

groupement hydroxyle en position 7. Celui-ci participerait donc au pouvoir chélateur de cuivre 

observé. La significative capacité chélatrice du cuivre en présence des fractions d’oligoesculine 

testées, indique que le groupement hydroxyle en position 7 n’a pas été impliqué au cours de la 

polymérisation. 

En conclusion de ce chapitre, on a pu démontrer que l’oligomérisation de la rutine a diminué sa 

capacité à piéger directement les radicaux testés, à savoir l’ABTS+•, le DPPH• et le radical 

hydroxyle, contrairement à l’esculine dont ce pouvoir a considérablement augmenté suite à son 

oligomérisation.  

Nous avons pu également mettre en évidence une amélioration du pouvoir chélateur de fer, du 

pouvoir antioxydant par réduction de cuivre (CUPRAC) et du pouvoir inhibiteur de xanthine 

oxydase de la rutine et de l’esculine grâce à leur oligomérisation. 

L’importante activité antiradicalaire pourrait en partie expliquer leurs considérables pouvoirs 

antimutagènes et antigénotoxiques des fractions d’oligoesculines. 

La question qui se pose à ce stade, est la suivante ; est ce que les fractions d’oligomères agiraient 

uniquement en empêchant les molécules génotoxiques d’endommager les macromolécules 

cellulaires ou bien interviendraient également par d’autres mécanismes tels que la stimulation ou 

la suppression de phénomène inflammatoire induit par des agents génotoxiques. Ainsi on a 

envisagé l’étude de l’activité immunomodulatrice, qui fera l’objet du chapitre suivant. 
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Tableau 6. Activités antiradicalaires, inhibitrice de la xanthine oxidase , chélatrice de fer et CUPRAC de la rutine, l’esculine et leurs oligomères 

 ABTS DPPH Radical hydroxyle  inhibition de la XO  Chélation de fer CUPRAC 

 IC50 
b  

(µM) 

TEAC  

(µM) 

IC50  

(µM) 

TEAC  

(µM) 

IC50 

(µM) 

TEAC  

(µM) 

IC50
 

(µM)  

  TEAC  

(µM) 

IC50  

(µM)  

TEAC  

(10-1 µM) 

TEAC  

(µM) 

R 32±2 3.9±0.2 11±0.1 1.2±0.3 18.6±1.6 2.1±0.1 962±16 0.5±0.1 58.3±5 1±0.1 315±18 

R2 54±1 2.3±0.2 39±0.2 0.9±0.2 47.7±4 0.8±0.1 419±14 1.2±0.2 44.7±6 1.3±0.1 411±27 

R3 97±8 1.3±0.4 70±0.9 0.7±0.2 89.6±5.5 0.4±0.2 129.7±7 3.8±0.6 35.3±1 1.7±0.2 483±13 

R5 276±18 0.5±0.1 110±0.2 0.6±0.1 172±8 0.2±0.1 64.1±1.5 8.3±0.4 27.5±4 2.1±0.1 527±29 

E 150±2 0.8±0.1 72±9 0.2±0.1 56±4 0.7±0.1 1954±33 0.2±0.1 168±9 0.2±0.1 49±1.5 

E2 90±9 1.4±0.2 19±4 0.7±0.2 16±3 2.4±0.5 601±21 0.8±0.3 121±5 0.5±0.2 89±4 

E3 50±1 2.5±0.3 19±3 0.7±0.1 13±2 3.1±0.7 260±9 1.9±0.5 65±9 0.9±0.1 228±10 

E4 21±3 6.0±0.8 17±2 0.8±0.3 9±0.8 4.4±0.5 224±14 2.2±0.4 40±12 1.5±0.5 338±4 

E5 10±2 12.6±0.4 17±3 0.8±0.2 5±0.5 8.1±0.9 186±6 2.6±0.6 31.5±5 1.85±0.5 498±34 
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Partie V. Activité immunomodulatrice 

I. Etude de l’effet de la rutine, l’esculine et leurs fractions d’oligomères sur la 
prolifération des splénocytes 
Les splénocytes sont des cellules primaires de la rate. Ces cellules sont de bons indicateurs du 

déroulement de l’activité immunitaire. L’étude de l’effet proliférateur des  molécules à tester 

a été réalisée  à l’aide du test au MTT, d’abord en absence de mitogènes, et ensuite pour 

mieux comprendre l’effet de nos monomères et leurs fractions d’oligomères sur les deux 

populations majeurs présentes dans la rate à savoir les lymphocytes T (LT) et les lymphocytes 

B (LB), on a ajouté aux molécules à tester deux types de mitogènes : La lectine et les 

lipopolysaccharides (LPS). Les lipopolysaccharides stimulent principalement les lymphocytes 

B alors que la lectine stimule les lymphocytes T. L’étude de la prolifération des splénocytes 

permettera alors de déterminer sur quel type de cellules (LT ou LB) nos monomères et leurs 

fractions d’oligomères agissent pour stimuler le système immunitaire.   

I.1. Etude de l’effet de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères sur la 
prolifération des splénocytes en absence de mitogènes 
L’effet de la rutine et de ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) sur la prolifération des 

splénocytes a été réalisé à l’aide du test MTT. Le MTT est un sel de tétrazolium de couleur 

jaune. Les cellules vivantes sont capables de convertir le MTT en formazan de couleur bleu 

foncé qui est facilement détectable à  540 nm. 

Les splénocytes ont été traités par des concentrations de 25, 50, 100 et 200 µg/ml de rutine ou 

de ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5). 

Comme le montre la figure 50A la rutine et ses fractions d’oligomères montrent un effet 

stimulateur de la prolifération des splénocytes significatif à partir de la concentration 50 

µg/ml. Cet effet stimulateur est de type dose dépendant. Le meilleur effet stimulateur de la 

prolifération des splénocytes est obtenu à la plus forte concentration testée (200 µg/ml) de 

rutine et de ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5). Les fractions d’oligomères de rutine 



Résultats et Discussion 

 

148 
 

testées présentent des pourcentages de stimulation de la prolifération des splénocytes plus 

importantes que celui du monomère.  Le meilleur pouvoir stimulateur de la prolifération des 

splénocytes a été obtenu en présence de la fraction R5 avec un pourcentage de stimulation de 

ces cellules de 35,2%  à 200 µg/ml tandis que ce pourcentage ne dépasse pas 16,8% à la 

même concentration de rutine. 

 

Figure 50. Effet de la rutine et de ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) sur la 

prolifération des splénocytes: (A) Les splénocytes sont incubés seulement avec les molécules 

à tester, en absence de mitogène pendant 24h. (B) Les splénocytes sont incubés avec les 

lipopolysaccharides (5 µg LPS/ml) en présence et en absence des molécules à tester pendants 

24h. (C) Les splénocytes sont incubés en présence de la Lectine (5 µg/ml) en présence et en 

absence des molécules à tester pendant 24h. *p˂0,05 : pourcentage significative de 

prolifération des splénocytes comparé aux cellules non traités en utilisant le t student test. 



Résultats et Discussion 

 

149 
 

Les résultats de l’effet de l’esculine et de ses fractions d’oligomères (de 100 à 800 µg/ml) sur 

la prolifération des splénocytes en absence des mitogènes sont illustrés  par la figure 51A. 

Cette figure montre un pouvoir stimulateur des splénocytes aussi bien en présence de 

l’esculine que de ses fractions d’oligomères (E2, E3, E4 et E5) de type dose dépendant. 

Toutefois, les fractions d’oligomères testées présentent un meilleur pouvoir stimulateur de la 

prolifération des splénocytes, comparé au monomère. Ce pouvoir augmente avec la masse 

moléculaire moyenne des fractions d’oligomères d’esculine. 

I.2. Etude de la prolifération des splénocytes en présence du mitogène  
lipopolysaccharidique (LPS) 
Les lymphocytes, jouent un rôle très important dans la réponse immunitaire humorale ou 

cellulaire, puisque la capacité d’induire une réponse effective des lymphocytes T et B est 

totalement dépendante de la capacité de prolifération de ces cellules. Les effets de la rutine et 

de ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) à des concentrations de 25 à 200 µg/ml sur la 

prolifération des splénocytes en présence du mitogène les lipopolysaccharides (LPS), sont 

résumés dans la figure 50B. Ce mutagène est connu pour sa capacité à stimuler 

préférentiellement la prolifération des lymphocytes B.  

La rutine et ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) associées au LPS, induisent la 

prolifération des splénocytes de façon plus importante qu’en présence du LPS seul (66,5%) 

(Figure 50B). Ainsi, on peut dire que la rutine et ses fractions d’oligomères testées sont 

capables de stimuler les lymphocytes B. Ils agiraient donc par voie humorale en stimulant les 

lymphocytes B qui se transformeraient en plasmocytes capables de fabriquer des anticorps. 

Les fractions d’oligomères de rutine testées semblent être plus éfficaces à stimuler les 

lymphocytes B. Ce pouvoir proliférateur des lymphocytes B augmente avec la masse 

moléculaire moyenne des fractions d’oligomères. Une stimulation maximale de la 

prolifération des splénocytes additionnés au LPS est notée en présence de la fraction R5 à la 
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plus forte dose (200 µg/ml) avec un pourcentage de stimulation des splénocytes de 180,3% 

comparé à 119,2% en présence de la rutine à la même concentration.  

L’esculine et ses fractions d’oligomères (E2, E3, E4 et E5) associés aux LPS, présentent des 

pourcentages de prolifération plus élevée que celui obtenus en présence des LPS uniquement 

(66,5%) (Figure 51B). Ceci signifie que l’esculine et ses fractions d’oligomères sont capables 

également de stimuler les lymphocytes B en agissant donc sur le système immunitaire par 

voie humorale. Cet effet est dose-dépendant, le meilleur pouvoir proliférateur en cotraitement 

avec les LPS étant obtenu avec la fraction E5 à la plus forte concentration testée (800 µg/ml ; 

189,4%) comparé à 121,2% en présence de l’esculine à la même concentration. 

I.3. Etude de la prolifération des splénocytes en présence la lectine 
La lectine est un mutagène capable de stimuler préférentiellement des lymphocytes T.  

La rutine et ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) amplifient la prolifération des 

splénocytes, induite en présence de la lectine uniquement (38,2 %). Ceci nous amène à 

conclure que la rutine et ses fractions d’oligomères sont capables de stimuler les lymphocytes 

T, et qu’ils peuvent par conséquent agir au niveau du système immunitaire par voie cellulaire.  

En effet, une fois stimulés, les lymphocytes T agissent en stimulant la sécrétion des 

substances de nature protéique : les cytokines capables d'exercer leurs propriétés 

cytotoxiques. 

Il apparait d’après nos résultats (Figure 50C) que les fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) 

stimulent les lymphocytes T mieux que le monomère correspondant ; la rutine. Cette 

stimulation est dose dépendante, la fraction R5 étant la plus efficace avec un pourcentage de 

95,8 à 200 µg/ml.   

Nous avons également  étudié  l’effet de l’esculine et de ses fractions d’oligomères (E2, E3, 

E4 et E5) sur la prolifération des splénocytes en présence de la lectine (5µg/ml). Les résultats 

illustrés par la figure 51C montrent que le monomère et ses fractions d’oligomères induisent 
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de façon plus éfficace la prolifération des splénocytes lorsqu’ils sont associés à la lectine seul. 

Ceci indiquerait que l’esculine et ses fractions d’oligomères sont également capables de 

stimuler les lymphocytes T, et par conséquent agirait au niveau du système immunitaire par 

voie cellulaire. Le pouvoir stimulateur des splénocytes en présence de l’esculine et de ses 

fractions d’oligomères est de type dose dépendant. Les fractions d’oligomères présentent des 

meilleurs pouvoirs stimulateurs de la prolifération des splénocytes en présence de la lectine 

que le monomère esculine. La fraction E5 a le pouvoir stimulateur le plus important (124,8%) 

à la plus forte concentration testée (800 µg/ml), comparée à celui obtenu avec l’esculine 

(77,1%) à la même concentration.  
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Figure 51. Effet de l’esculine et de ses fractions d’oligomères (E2, E3, E4 et R5) sur la 

prolifération des splénocytes: (A) Les splénocytes sont incubés avec les molécules à tester, en 

absence de mitogène, pendant 24h. (B) Les splénocytes sont incubés avec les 

lipopolysaccharides (5 µg LPS/ml) en présence et en absence des molécules à tester pendants 

24h. (C) Les splénocytes sont incubés avec la Lectine (5 µg/ml) en présence et en absence des 

molécules à tester pendant 24h.*p˂0,05 : pourcentage significative de prolifération des 

splénocytes comparé aux cellules non traités en utilisant le t student test. 
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II. Etude de l’effet de la rutine, de l’esculine et de leurs fractions d’oligomère sur 
l’induction des macrophages 
Les macrophages sont des cellules provenant des monocytes et sont primordiales dans la 

réaction anti-inflammatoire. L’effet des monomères étudiés et de leurs fractions d’oligomères 

sur l’induction des macrophages est suivi en évaluant leurs effets sur l’activité lysosomale et 

la production du monoxyde d’azote (NO) par ces macrophages. En fait le monoxyde d’azote 

est produit par les macrophages lors d’une réaction inflammatoire. C’est un messager de 

l’action inflammatoire qui agit selon le mode de transmission  paracrine, c'est-à-dire à 

proximité de son site de production conduisant à des réactions variés au cours de 

l’inflammation. C’est un puissant vasodilatateur (relaxation des cellules musculaires lisses des 

vaisseaux), il diminue l’agrégation plaquettaire, régule le recrutement leucocytaire, participe à 

une action anti microbienne (les radicaux libres de NO sont cytotoxiques). 

II.1. Effet sur la production de monoxyde d’azote (NO) 
D’après la figure 52, l’incubation de macrophages en présence de la rutine ou de ses fractions 

d’oligomères inhibe significativement la production des NO induit par Le LPS. Ceci étant vrai 

pour toutes les concentrations testées, et traduit le pouvoir antiinflammatoire de la rutine et de 

ses fractions d’oligomères. Cette activité antiinflammatoire est dose dépendante, dans la 

mesure où la diminution du taux de NO est d’autant plus importante que la concentration du 

monomère ou des fractions d’oligomères correspondants, sont élevées. Néanmoins les 

oligomères de rutine sont plus efficaces que la rutine. Le pouvoir antinflammatoire le plus 

significatif, est obtenu en présence de la fraction R5, avec un pourcentage de production de 

NO de 19,7% à une concentration de 200 µg/ml tandis que le pourcentage de production de 

NO en présence de la rutine est de 49,6% à la même concentration. 

L’effet de divers flavonoïdes y compris la rutine sur la production de NO a été étudié par 

certains auteurs (Selloum et al., 2003 ; Comalada et al., 2006 ; Lee et al., 2012). En effet, Lee 

et al. (Lee et al., 2012) ont démontré l’effet réducteur de la rutine sur la production de NO. 
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Ces auteurs ont associé l’inhibition de la production de NO par la rutine à une inhibition de la 

voie de NF-kB, qui est une protéine impliquée dans la réponse immunitaire. Une fois activée, 

elle active à son tour les cellules phagocytaires. Donc l’importante diminution du taux de NO 

en présence des fractions d’oligomère d’esculine étudiées pourrait être expliquée par une 

importante inhibition de la voie de cette protéine.  

 

Figure 52. Production de monoxyde d’azote (NO) par les macrophages traités par la rutine et 

ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) additionné à 2 µg/ml de LPS par rapport au témoin 

positif tout seul (LPS à 2µg/ml).*p˂ 0,05 : pourcentage significatif de production de NO 

comparé aux cellules traités avec les LPS seulement en utilisant le t student test. 

L’incubation des macrophages en présence de l’esculine et de ses fractions d’oligomères 

inhibe significativement la production de NO induit par Le LPS, traduisant un pouvoir 

antiinflammatoire. Cette activité antiinflammatoire est dose dépendante. Le taux de réduction 

de la production de NO le plus important est obtenu avec la fraction E5, avec un pourcentage 

de production de NO de 33,6%,  à une concentration de 100 µg/ml, comparé à un pourcentage 

de 70,6% en présence de l’esculine à la même concentration (figure 53). 
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Les effets de quinze coumarines extraites des fleurs de Mammea siamensis sur la production 

de NO induit par le LPS au niveau des cellules RAW264.7 ont été rapportés par Morikawa et 

al. (Morikawa et al., 2012). Cette étude a mis en évidence un intéressant pouvoir 

antiinflammatoire des coumarines testées par inhibition de la production de NO. Ces auteurs 

ont démontré que cette réduction était attribuée à une inhibition de l’oxyde nitrique synthase 

(NOS) qui est l’enzyme responsable de la synthèse de NO. Une forte inhibition de cette 

enzyme par les fractions d’oligoesculine pourrait être à l’origine de l’important  pouvoir 

inhibiteur de la production de NO, comparé au monomère. Cette hypothèse reste à confirmer. 

 

Figure 53. Production de monoxyde d’azote (NO) par les macrophages traités par l’esculine, 

les fractions d’oligomères (E2, E3, E4 et E5) additioné à 2 µg/ml de LPS et par le témoin 

positif (LPS à 2µg/ml). *p ˂ 0,05 : un pourcentage significatif de production de NO comparé 

aux cellules traités avec les LPS seulement en utilisant le t student test. 
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II.2. Effet de la rutine de l’esculine et de leurs fractions d’oligomères sur l’activité 
lysosomale. 
La rutine ainsi que ses fractions d’oligomères étudiées stimulent significativement l’activité 

lysosomale des macrophages à toutes les concentrations testées (de 25 à 200 µg/ml) (Figure 

54). Ces constations, impliquent que le monomère et ses fractions d’oligomères (R2, R3 et 

R5) sont dotés de pouvoirs immunostimulateurs de type dose dépendant. L’activité 

lysosomale la plus importante est obtenue en présence de la fraction d’oligomère R5 à la plus 

forte concentration testée (200 µg/ml) avec un pourcentage de 94,1% alors que le monomère 

présente un pourcentage de 54,8% à la même concentration. 

Une étude réalisée par Bae et al. (Bae et al., 2012) a permis de mettre en évidence le pouvoir 

immunostimulateur de la rutine. Cette constatation a été supportée par  Stanely-Mainzen et 

Priya (Stanely-Mainzen et Priya, 2010) qui ont précisé que l’importante activité lysosomale 

notée en présence de la rutine est due à un effet stimulateur de ce flavonoïde sur des enzymes 

lysosomales tel que la β-glucuronidase, la β-N-acetylglucosaminidase, la β-galactosidase et 

les cathépsine-B et D. Le pouvoir immunostimulateur des fractions d’oligomère de rutine 

pourrait également être associé à  une forte induction de certains ou tous les enzymes cités 

précédemment.   
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Figure 54. Effet de la rutine et de ses fractions d’oligomères (R2, R3 et R5) sur l’activité 

lysosomale des macrophages. * p ˂ 0,05 : un pourcentage d’activité lysosomale significative 

comparé aux cellules non traités en utilisant le t student test.   

Un effet stimulateur de l’activité lysosomale, inversement proportionelle à la masse 

moléculaire moyenne est observé en  présence de l’esculine et de ses fractions d’oligomères 

(E2, E3, E4 et E5) (figure 55). Cet effet immunostimulateur qui diminue avec l’augmentation 

de la masse moléculaire moyenne des fractions d’oligoesculines pourrait être due au fait que 

les molécules d’importantes masses moléculaires ont plus de difficulté à traverser la 

membranne cellulaire. Un tel phénomène a été décrit par plusieur auteurs (Chakrabarty et al., 

2009; Symonds et al., 2005). Le pouvoir stimulateur de l’activité lysosomale mis en évidence 

en présence de l’esculine et de ses fractions d’oligomères est inversement proportionelle à la 

concentration. Plusieurs auteurs ont montré qu’il pourait y avoir un phénomène de 

compétitivité entre les molécules actifs sur les récépteur des macrophages à forte dose. Ceci 

pourrait expliquer la faible stimulation de l’activité lysosomale au fure et à mesure que la 

concentration testée augmente. La capacité de l’esculine et de ses fractions d’oligomères à 
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stimuler l’activité lysosomale indique que ces molécules sont dotées de pouvoirs 

immunostimulateurs. 

La stimulation la plus importante de l’activité lysosomale a été notée en présence de 

l’esculine à la plus faible concentration (100 µg/ml) avec un pourecentage de stimulations de 

69,3% comparée à 27,6% en présence de la fraction d’oligomères E5 à la même 

concentration. L’effet immunostimulateur des certaines coumarines a été rapporté par 

plusieurs auteurs (Luo et al., 2011 ; Kumar et al., 2012). En effet, Kumar et al., (Kumar et al., 

2012) pensent que le pouvoir stimulateur de l’activité lysosomale dans le cas des coumarines 

est lié à une stimulation de la cathépsine B.  

  

Figure 55. Effet de l’esculine et de ses fractions d’oligomères (E2, E3, E4 et E5) sur l’activité 

lysosomale des macrophages. *p˂ : un pourcentage d’activité lysosomale significative 

comparé aux cellules non traités en utilisant le t student test.   

Au cours de ce chapitre, on a pu montrer d’une part le pouvoir stimulateur des splénocytes, 

des lymphocytes T et B par les fractions d’oligorutines et d’oligoesculines. D’autre part, on a 

mis a mis en évidence l’important pouvoir anti-inflammatoire de ces mêmes fractions en 
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suivant l’effet de ces derniers sur la production de monoxydes d’azote (NO) induite par les 

LPS.  

En plus de leurs pouvoirs anti-inflammatoires, les fractions d’oligorutines et d’oligoesculines 

montrent un effet immunostimulateur, qui est traduit par la stimulation de l’activité 

lysosomale des macrophages, qui augmente avec la masse moléculaire moyenne des fractions 

d’oligorutines étudiées. Ce même pouvoir a été inversement proportionel à la masse 

moléculaire dans le cas des fractions d’oligoesculines.   
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Conclusion 
La solubilité des polyphénols est un paramètre très important dans la biodisponibilité de ces 

molécules. Notre équipe a envisagé d’étudier la polymérisation de différents polyphénols dont 

la rutine et l’esculine qui font l’objet de ce travail, ainsi que son effet sur leur solubilité.  

L’analyse cinétique de la réaction de polymérisation de la rutine et de l’esculine par la laccase 

de Trametes versicolor a permis de mettre en évidence que cette réaction permet d’atteindre 

une masse moléculaire moyenne (Mw) de 4584,1 g/mol au bout de 24 h de réaction pour la 

rutine et de 3198,3 g/mol pour l’esculine au bout de 72 h. L’arrêt observé de la réaction 

pourrait être dû à un phénomène de chélation de l’enzyme par les oligomères formés, 

conduisant à son inhibition. 

 Cinq fractions d’oligomères de masse moléculaire moyenne entre 2127,42 et 8331,85 g/mol 

pour la rutine et entre 688,12 et 6973 g/mol pour l’esculine ont été obtenues après séparation 

sur des membranes de différentes porosités. L’analyse de ces fractions d’oligorutines et 

d’oligoesculines par FTIR a permis de mettre en évidence que les oligomères de rutine sont 

obtenus à travers des liaisons C-C, C-O et C=O tandis que les fractions d’oligoesculine sont 

obtenus vis-à-vis de liaison C-C.  L’analyse des fractions d’oligomères obtenues par RMN 

montre que pour les oligorutines, les liaisons entres les unités peuvent avoir lieu aussi bien sur 

la partie glycosylée que sur la partie phénolique de la rutine sans pouvoir préciser la 

localisation exacte de ces liaisons. Ceci est dû à la grande hétérogénicité des fractions 

étudiées. En effet, pour des molécules d’oligorutines de même masse moléculaire moyenne, 

plusieurs types de liaisons peuvent exister. Pour les fractions d’oligoesculines une liaison de 

type C4-O7  a été mise en évidence par RMN. 

Les fractions d’oligorutine et d’oligoesculine montrent une importante solubilité dans l’eau, 

soit 351 fois plus soluble que le monomère pour les fractions d’oligorutines, et à peu près 4 

fois plus importante que celle du monomère pour les fractions d’oligoesculines. Cette 
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importante solubilté des fractions d’oligorutines et oligoesculines est probablement dûe aux 

différences structurelles entre les monomères et les fractions d’oligomères.  

Plusieurs études (Kurisawa et al., 2003a ; Anthoni et al., 2008 ; Anthoni et al., 2010) ont 

montré que la polymérisation de monomères phénoliques amélioreraient considérablement la 

biodisponibilité des molécules en question. Parailleurs, les polyphénols ont été largement 

décrits dans la littérature pour leurs capacités protectrice vis-à-vis de différentes pathologies 

(cancérogenèse, maladies neurogénératives …) (Link et al., 2010 ; Choi et al., 2012 ; 

Ebrahimi et Schluesener, 2012 ; Stagos et al., 2012 ;  Sun et al.,2012), ce qui nous a amené à 

étudier dans un premier temps la toxicité de ces molécules et spécialement afin d’établir les 

intervalles de concentrations adéquates à l’étude de leurs éventuels effets protecteurs. Nous 

avons pour notre part utilisé deux tests de génotoxocité pour évaluer la génotoxicité des 

fractions d’oligorutines et d’oligoesculines obtenues : Le test d’Ames (système procaryote) et 

le test des comètes (système eucaryote). Ces tests ont révélé l’absence de génotoxicité  des 

fractions d’oligorutines et d’oligoesculines,  aux concentrations testées. Celle-ci n’aurait donc 

pas un effet direct sur l’ADN. De même, j’ai pu pu mettre en évidence la capacité des 

fractions d’oligomères à inhiber la génotoxicité induite par des agents mutagènes directs ou 

indirects, capacité qui augmente avec la masse moléculaire moyenne des fractions 

d’oligomères étudiées. 

Par ailleurs, differentes études ont révélé une corrélation entre l’effet antigénotoxique de 

polyphénols vis-à-vis de différents mutagènes et l’activité antioxydante de ces polyphénols. 

En effet, les radicaux libres oxygènés et non oxygènés sont souvent à l’origine d’effets 

génotoxiques, de dérèglement de métabolismes cellulaires et par conséquent de dérèglemenst 

du déroulement du cycle cellulaire. Pour cela, nous avons entrepris d’évaluer les capacités 

antioxydantes des oligomères polyphénoliques obtenus vis-à-vis de différents types de 

radicaux (DPPH, ABTS et hydroxyle). Nous avons observons une diminution de la capacité 
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antiradicalaire des fractions d’oligorutines par rapport au monomère, contrairement aux 

fractions d’oligoesculines qui montrent une augmentation du potentiel antiradicalaire par 

rapport au monomère. 

Concernant la rutine, nous pensons que cette chute de l’activité antiradicalaire des oligomères 

serait due au fait que les groupements identifiés comme responsables de cette activité au 

niveau de la structure des flavonoïdes, à savoir les groupements hydroxyles en position C3’ 

et/ou C4’ (Cao et al., 1997 ; Heim et al., 2002 ; Chen et al., 2012), ont été affectés au cours de 

la réaction de polymérisation de la rutine. Ces résultats indiquent que l’activité angénotoxique 

vis-à-vis de l’MMS, du 2-AA et du H2O2 exhibée par les fractions d’oligorutines n’est pas 

directement liée à leurs capacités antiradicalaires. Pour les fractions d’oligoesculines, nous 

pensons que l’augmentation de l’activité antiradicalaire par rapport au monomère serait due 

au fait que la partie catéchol et/ou les groupements hydroxyles, identifié comme étant à 

l’origine de l’activité antiradicalaire des coumarines n’ont pas été affectés au cours de la 

polymérisation de l’esculine. L’importante activité antiradicalaire en présence des fractions 

d’oligoesculines pourrait en partie expliquer la capacité antigénotoxique des fractions 

d’oligoesculines. Par ailleurs, les fractions d’oligorutines et d’oligoesculines montrent de 

fortes activités chélatrice du fer comparé à leurs monomères respectifs. Ceci serait 

probablement dû au fait que les groupements identifiés comme responsables de la chélation 

des métaux, en l’occurrence  les hydroxyles en position 5, 3’, 4’ et/ou le groupement carbonyl 

en position 4 pour la rutine et la partie catéchol et/ou des groupements hydroxyles pour 

l’esculine (Kancheva, Boranova et al.; Lin, Tsai et al. 2008), n’ont pas été affectés au cours 

des réactions de polymérisations des monomères (Fernandez et al., 2002 ; Guo et al., 2002 ; 

Mladeanka et al., 2011). Dans la mesure ou cette activité chélatrice de métaux augmente en 

fonction de degré de polymérisation, ceci expliquerait éventuellement l’arrêt de la 

polymérisation aussi bien de la rutine que de l’esculine au bout de 24 h et 72 h 
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respectivement. En effet, le site actif de l’enzyme de polymérisation utilisé, en l’occurrence la 

laccase, comporte un site cuivrique. L’effet chélateur des polyméres pouvant être à l’origine 

de sa désactivation.  

Dans le cas de la rutine comme de l’esculine, l’oligomérisation a permis d’augmenter leur 

pouvoir inhibiteur de la xanthine oxydase. Ceci pourrait être expliqué par le fait que les 

groupements essentiels pour cette activité, en l’occurrence groupements hydroxyles en 

position 5 et 7, et/ou la double liaison C2-C3 (Cos et al., 1998 ; Lin et al., 2008) dans le cas de 

la rutine et le groupement hydroxyle en position 7, dans le cas de l’esculine (Chang et Chiang, 

1995) n’ont pas été affectés durant les réactions de polymérisation de ses monomères.  

La question qui se pose à ce stade, est la suivante : est ce que les fractions d’oligomères 

agiraient uniquement en empêchant les molécules génotoxiques d’endommager les 

macromolécules cellulaires ou bien interviendraient également par d’autres mécanismes tels 

que la stimulation ou la suppression de phénomène inflammatoire induit par des agents 

génotoxiques. Il parait que les fractions d’oligorutines et d’oligoesculines ont de remarquables 

pouvoirs stimulateurs de la prolifération des splénocytes, des lymphocytes B et des 

lymphocytes T. Ces fractions d’oligomères seraient donc capables d’agir sur le système 

immunitaire par voie humorale et par voie cellulaire.  

L’importante activité antiinflammatoire des fractions d’oligorutine et d’oligoesculine a été 

mise en évidence suite à l’inhibition de la production de monoxyde d’azote (NO) par les 

macrophages en présence de ces fractions. Cette inhibition des NO serait probablement dûe à 

une  inhibition de la voie des NF-kB pour les fractions d’oligorutines (Lee et al., 2012) et à 

une inhibition de l’oxyde nitrique synthase (NOS) pour les fractions d’oligoesculines 

(Morikawa et al., 2012). 
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L’étude de l’effet des fractions d’oligorutines sur l’activité lysosomale des macrophages 

révèle un effet  stimulateur de celle-ci sur l’activité lysosomale des macrophages. Ce pouvoir, 

est le résultat de la stimulation d’enzymes lysosomales telles que la β-glucuronidase, la β-N-

acetylglucosaminidase, la β-galactosidase et la cathépsine-B et D. 

Les fractions d’oligoesculines stimulent à leurs tours l’activité lysosomale des macrophages, 

mais de façon moins importante que leur monomère, révélant ainsi un effet 

immunostimulateur pouvant être bénéfiques pour améliorer nos défences naturelles (dans le 

cas des vaccins par exemple).  

Les résultats de nos travaux ont fait l’objet de deux articles dont le premier, intitulé 

« Evaluation of mutagenic and antimutagenic activities of oligorutin and oligoesculin» qui a 

été accépté à « Food chemistry » et le second intitulé «Cytotoxic, genotoxic and antigenotoxic 

potencies of oligorutins » qui a été accepté à « Human & Experimental Toxicology ». 

En perspective de cette étude, et vu l’intérêt des résultats obtenus en présence des fractions 

d’oligorutines et d’oligoesculines il est important de compléter ce travail par une étude 

biologique plus approfondie. Cette étude aura comme but de rechercher le mode d’action de 

ces molécules vis-à-vis d’autres cellules en culture. D’autres activités biologiques in vivo 

devraient également être réalisées avant d’envisager des investigations plus poussées quant à 

l’utilisation à des fins thérapeutiques de ces fractions d’oligoflavonoïdes. Il est également  

intéressant de pouvoir mieux comprendre les étapes de l’oligomérisation des monomères 

étudiés en essayant par exemple d’identifier les radicaux générés au cour de cette réaction. 
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Figure 1. Spectre FTIR de la rutine, la fraction d’oligorutine R1 et la laccase. 
 

 
Figure 2. Spectre de la rutine, de la fraction d’oligorutine R3 et de la laccase. 
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Figure 3. FTIR de la rutine, de la fraction d’oligorutine R5 et de la laccase. 
 

 
Figure 4. FTIR de l’esculine, de la fraction d’oligoesculine E2 et de la laccase. 
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Figure 5. FTIR de l’esculine, de la fraction d’oligoesculine E3 el la laccase. 
 

 
Figure 6. FTIR de l’esculine, de la fraction d’oligoesculine E4 et de la laccase. 
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Figure 7. FTIR de l’esculine, de la fraction d’oligoesculine E5 et de la laccase. 
 

 
Figure 8. 1H-RMN de la rutine 
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Figure 9. 1H-RMN de la fraction d’oligorutin R2 

 
Figure 10. 1H-RMN de la fraction d’oligorutine R3. 
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Figure 11. 1H-RMN de la fraction d’oligorutine R5. 

 

 
Figure 12.  1H-RMN de l’esculine 
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Figure 13.  1H-RMN de la fraction d’oligoesculine E2. 

 

 
Figure 14.  1H-RMN de la fraction d’oligoesculine E3. 
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Figure 15.  1H-RMN de la fraction d’oligoesculine E4. 

 

 
Figure 16.  1H-RMN de la fraction d’oligoesculine E5. 
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Figure 17.  13C-RMN de la rutine 

 

 
Figure 18.  13C-RMN de la fraction d’oligorutine R2. 
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Figure 19.  13C-RMN de la fraction d’oligorutine R3. 

 

 
Figure 20.  13C-RMN de la fraction d’oligorutine R5. 
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Figure 21.  13C-RMN de l’esculine 

 

 
Figure 22.  13C-RMN de la fraction d’oligoesculine E2. 
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Figure 23.  13C-RMN de la fraction d’oligoesculine E3. 

 

 
Figure 24.  13C-RMN de la fraction d’oligoesculine E4. 
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Figure 25.  13C-RMN de la fraction d’oligoesculine E5. 

 

 
Figure 26.  Le spectre Cosy proton-proton de l’esculine 
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Figure 27.  Le spectre Cosy proton-proton de la fraction d’oligoesculine E5 

 
Figure 28. Spectre proton de la fraction d’oligoesculine E5, montrant les difèrrentes 

vitesse de migration mis en évidence par les analyses Dosy spectroscopie RMN par ordre 
de diffusion.



Annexes 
 

 

 

 

 

 

Article N°1 

 

Evaluation of mutagenic and 

antimutagenic activities of oligorutin 

and oligoesculin 
 

Ghada Ben Rhouma, Latifa Chebil, Mounira Krifa , Mohamed 

Ghoul, Leila Chekir-Ghedira  

 

Food chemistry, 135 (2012), 1700–1707 
 
 
 
 
 
 
 



Annexes 
 

 

 

 



Annexes 
 

 

 



Annexes 
 

 

 
 



Annexes 
 

 

 



Annexes 
 

 

 



Annexes 
 

 

 



Annexes 
 

 

 



Annexes 
 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



Annexes 
 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Article N°2 

Cytotoxic, genotoxic and antigenotoxic 

potencies of oligorutins 

 

Ghada Ben Rhouma, Latifa Chebil, Nadia Mustapha,  Mounira Krifa, 

Kamel Ghedira, Mohamed Ghoul, Leila Chekir-Ghedira 

 
Human & Experimental Toxicology (article in press) 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



Annexes 
 

 

 



Annexes 
 

 

 
 



Annexes 
 

 

 
 



Annexes 
 

 

 



Annexes 
 

 

 
 



Annexes 
 

 

 
 



Annexes 
 

 

 
 



Annexes 
 

 

 
 



Annexes 
 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



Annexes 
 

 

 
 
 
 

 
 
 
 
 

Article N°3 

 

Comparison of ABTS, DPPH, deoxyribose, 

xanthine oxidase inhibition and CUPRAC assays 

of polyrutin and polyesculin 

 

Ghada BEN RHOUMA, Latifa CHEBIL, Leila CHEKIR-GHEDIRA, 

Mohamed GHOUL 

 

Article soumis à Food composition and analysis 

 

 

 



Annexes 
 

 

 
Comparison of ABTS, DPPH, deoxyribose, xanthine oxidase inhibition and CUPRAC 

assays of polyrutin and polyesculin 

 

Ghada BEN RHOUMAa,b, Latifa CHEBILa*, Leila CHEKIR-GHEDIRAb,c, Mohamed 

GHOULa 

a Laboratoire d’Ingénierie des biomolécules, ENSAIA-INPL, Nancy Université, 2 av. de la 

Forêt de Haye, 54500, Vandoeuvre-lés-Nancy, France. 

b Unity of Pharmacognosy/Molecular Biology, Faculty of Pharmacy, University of  Monastir, 

Rue Avicenne, Monastir 5000, Tunisia. 

c Laboratory of Cellular and Molecular Biology, Faculty of Dental Medicine, University of 

Monastir, Rue Avicenne, Monastir 5000, Tunisia. 

 

* Corresponding author: Dr. Latifa CHEBIL, Laboratory of Biomolecular Engineering, 

National School of Agronomy and Food Industries, National Polytechnics Institute of 

Lorraine ENSAIA-INPL, 54505 Vandoeuvre les Nancy, France. Tel: +33383595859. E-mail : 

latifa.chebil@ensaia.inpl-nancy.fr   

 

 

 

 

 

 

 

 



Annexes 
 

 

Abstract  

Rutin and esculin have been enzymatically polymerized by laccase from Tramates versicolor. 

Five fractions of polymers were obtained from each monomer. These fractions were 

characterized by determining their weight-average molecular mass (
wM ), polydispersity 

(PDI) and weight average molecular mass index (IM) of obtained fractions were determined. 

FTIR analysis showed that polyrutin fractions were composed of phenylene and 

oxyphenylene units, while polyesculin fractions were obtained through C-C linkages. 

Antiradicalar activities polymers were studied against different radicals (ABTS+•, DPPH• and 

hydroxyl radical). Results showed low antiradicals ability of polyrutin fractions with CI50 of 

272, 110 and 172 µM against respectively ABTS+•, DPPH• and hydroxyl radical, compared to 

31, 11 and 18.6 respectively in presence of monomeric rutin. However polyesculin fractions 

illustrated high scavenging radical ability with CI50 which reached 10, 12.6 and 17 µM 

respectively against ABTS+•, DPPH• and hydroxyl radical, compared to esculin. Both 

polyrutin and polyesculin fractions exhibited a high Xanthine oxidase inhibition activity (with 

CI50 of 64.1 and 186 µM respectively for polyrutin and polyesculin), iron chelating (with CI50 

of 27.5 and 31.5 µM respectively for polyrutin and polyesculin) and cupric reducing 

antioxidant capacities (with TEAC of 527 and 498 µM in presence of polyrutin and 

polyesculin) 

Keywords: Polyrutin and polyesulin polymerization; antiradical activity; Xanthine oxidase 

inhibition; Iron chelating activity; CUPRAC activity.  

 

Abreviation: AAPH: 2,2′-azobis(2-amidinopropane)dihydrochloride ; ATR: Attenuated Total 

Reflectance; CuCl2: Copper (II) chloride; DMF: dimethylformamide; DMSO: dimethyl 

sulfoxyde;; EDTA: Ethylenediaminetetraacetic acid; FTIR: Fourier Transformed InfraRed 

analysis;; HOMO: Highest occupied molecular orbital; HRP: Horseradish peroxidises; IM: 
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weight average molecular mass index; LiBr: Lithium bromide; nM : Number-average 

molecular mass; 
wM : Weight-average molecular mass; NH4Ac: Ammonium acetate; 

NH4Ac: Ammonium acetate; TBA: Thiobarbitulic acid; TCA:  Trichloroacetic; TEAC: 

Trolox equivalent antioxidant capacity; XO: Xanthine oxidase 
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1. Introduction 

The last years polyphenols have gained great attention due to their biological and 

pharmacological activities. Their anti-inflammatory, antioxidant, antimutagenic, 

anticarcinogenic and antiviral properties were studied in many in vivo and in vitro systems 

(Bhouri et al., 2011; Bordoni et al., 2002; Chen et al., 2011; Nakagawa et al., 1999; Takano et 

al., 2004; Yamamoto & Gaynor, 2001; Yoshino et al., 2004). It seemed that these properties 

were potentially beneficial in preventing diseases and protecting genome stability. In fact, 

many of these activities were related to the antioxidant activities of polyphenols (Ben Sghaier 

et al., 2011; Bhouri et al., 2011; Jovanovic et al., 1994; Yen & Chen., 1995). However, 

depending on their structure, the processability of these compounds was limited by their weak 

stability and low solubility in organic or aqueous solvents (Bruno et al., 2010; Tommasini et 

al., 2004). With a view to improve these properties, derivatization of phenolic compounds by 

enzymatic polymerization was reported by several authors (Kurisawa et al., 2003 a; Kurisawa 

et al., 2003 b; Racicot et al.). So, it is a useful alternative to chemical catalysis because it can 

be realized without less hazardous. The two principal enzymes family used in phenolic 

compounds polymerization process were the laccases and peroxidases. Horseradish 

peroxidases (HRP) are H2O2 dependent. HRP are used in several work to catalyze the 

polymerization of catechin (Bruno et al., 2005; Kurisawa et al., 2003 a; Mejias et al., 2002), 

catechol (Nabid et al., 2011), quercetin, rutin, isoflavone daidzein, 5, 6, 4′-

trihydroxyisoflavone (Mejias et al., 2002), 4-hydroxybiphenol (Angerer et al., 2005; Tseitlin, 

Beksaev & Medzhitov, 2006), 4-[(4-phenylazo-phenyimino)-methyl]-phenol (Turac & 

Sahmetlioglu, 2010), and phenols in various solvents, solvent-aqueous buffers mixture, 

buffers (Akita et al., 2001) and in ionic liquids at room temperature (Eker et al., 2009). 

Laccase are also indicated as an efficient catalyst for polymerization of phenolic compounds 

(Kobayashi et al., 2001). Compared to HRP, laccase-catalyzed polymerization, in air, without 
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the use of hydrogen peroxide as an oxidizing agent. Laccase from different origin (Trametes 

versicolor, Myceliophthora, Agarucus bisporus, Ustilago maydis, Trametes pubescens, 

Pycnoporus coccineus, Pycnoporus sanguineus) have been described for the polymerization 

of phenolic compounds as  rutin (Anthoni et al., 2008; Desentis-Mendoza et al., 2006; 

Kurisawa et al., 2003 b; Uzan et al., 2011), esculin (Anthoni et al., 2010), methoxyphenols, 

gallic acid, caffeic acid, vanillin, Kaempferol, quercetin (Desentis-Mendoza et al., 2006). 

As it has been mentioned previously one of the problem in the use of phenolic compound, 

was their weak solubility. The first results of enzymatic polymerization reported that the 

obtained polymers of rutin and esculin were 4200-folds and 189-folds more water soluble 

than rutin and esculin, respectively (Anthoni et al., 2008; Anthoni et al., 2010). The solubility 

of polyrutin was also increased in dimethylformamide (DMF) and dimethyl sulfoxyde 

(DMSO) (Kurisawa et al., 2003 b).  

Enzymatic polymerization of phenolic compounds affected also their biological properties. 

These properties, including antioxidant activities, might be dependent on the molecular 

weight of the synthesized polymers and the type and the position of the linkages ( wM , PDI, 

C-C or C-O bridges). Moreover, depending on the used method for determining antiradical 

activity (AAPH, DPPH, …) of polyphenols, results were controversial.  

As an example, rutin polymerized by laccase from Pycnoporus coccineus, Pycnoporus 

sanguineus or Myceliophthora led to polymers with a better inhibition of AAPH radical, 

compared to its monomer (Kurisawa et al., 2003 b; Uzan et al., 2011). However, Anthoni et 

al. (Anthoni et al., 2008) reported that polyrutin, obtained by laccase from Trametes 

versicolor polymerization, had a weaker DPPH radical scavenging activity compared to rutin. 

This behavior could be due either to the used method of antioxidant activity determination or 

the degree of polymerization. For other phenolic compounds, like catechin, kaempferol, 

esculin and 8-hydroquinoline, polymerization enhanced inhibition effects against free radicals 
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including-oxidation of low-density lipoprotein (LDL) (Kurisawa et al., 2003 b) and DPPH 

radical (Desentis-Mendoza et al., 2006).  

Using xanthine oxidase inhibition test, it was well established that enzymatic polymerization 

of phenolic compounds (rutin, esculin, catechin and epigallocatechin gallate) increased 

antioxidant activity. (Anthoni et al., 2008; Anthoni et al., 2010; Kurisawa et al., 2003 a; 

Kurisawa et al., 2003 b). 

Furthermore, the polymerization of 3-methylcatechol by Kawakita et al. (Kawakita et al., 

2009) led to the formation of polymers with high copper ions adsorption power.  

The aim of this work was in one hand, to compare the effect of polymerization on the 

antioxidant activity of rutin and esculin (Figure 1) and in other hand, to discuss the structure-

antioxidant activity relationship. Polyrutin and polyesculin were synthesized by laccase from 

rutin and esculin, respectively, and carefully separated in different fractions by diafiltration 

process. Antioxidant activity was evaluated by radical scavenging activity, iron chelating 

capacity, xanthine oxidase inhibition activity, cupric reducing capacity.  

2. Materials and methods 

2.1. Chemicals  

Laccase from Trametes versicolor (E.C. 1.10.3.2., 21.4 U mg-1), rutin hydrate (98%), esculin 

hydrate (98%), ascorbic acid, 2-deoxyribose, trichloroacetic acid (TCA), thiobarbitulic acid 

(TBA), dimethylsulsulfoxide (DMSO), 2,2′-azino-bis(3methylbenzenothiazoline-6-sulfonic 

acid) diammonium salt (ABTS), 2-2- diphenyl-1-picrylhydrazyl (DPPH), 6-hydroxy-2,5,7,8-

tetramethylchroman-2- carboxylic acid (Trolox) and hydrogen peroxide (H2O2) were 

purchased from Sigma-Aldrich. All used solvents were HPLC grade from VWR. 

2.2. Methods 

2.2.1. Polymerization reaction 
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Polymerization reaction was carried out in the same operating conditions described by 

Anthoni et al (Anthoni et al., 2008; Anthoni et al., 2010). Rutin or esculin (50 g/L) was 

suspended in 1L of a methanol/ water (30:70 v/v) reaction medium. Laccase solution (3 U/ 

mL) was added to the mixture. The reaction was stirred at 600 rpm, for 24 h for rutin and 72 h 

for esculin, at 20 °C. We noticed that rutin polymerization reaction didn’t evolve beyond 24 h, 

whereas, esculin polymerization reaction continued till 72h. The Kinetic of polymerization 

reaction was followed with seize exclusion chromatography (SEC).  

2.2.2. Polymers separation and lyophilization  

Final reaction media enriched with rutin and esculin polymers was separated, by successive 

filtration processes on a 15, 5, 3 and 1 KDa membranes in diafiltration process (INSIDE 

CeRAMTM), using a mixture of water/methanol (70:30 v/v) (5 liters) as eluent, at 50°C. The 

transmembranaire pressure (ΔP) was fixed at 2 bars. The state permeate flux (F) was in the 

range of 35 l/h/m2.Then, the fractions were lyophilized (Christ Alpha 1-2 LD freeze dryer). 

Five fractions were thus obtained and characterized (Table 1). 

2.2.3. Seize exclusion chromatography analysis (SEC) 

Relative masses of polymers were evaluated by size exclusion chromatography (SEC) (HPLC 

LaChrom, UV 280 nm LaChrom L-7400, Tosoh TSKgel α 3000 column, 60 °C). 

Dimethylformamide (DMF) with 1 % LiBr was used as a mobile phase (0.5 mL/min). 

Molecular mass calibration was obtained using standards of polystyrene and polystyrene 

sulfonate. The obtained data allowed the determination of number-average molecular mass 

( nM ), weight-average molecular mass ( wM ), weight-average molecular mass index (IM) and 

polydispersity (PDI) as described by Faix et al. (Faix, Lange & Salud, 1981). 

2.2.4. UV analyzes  

The UV spectra of rutin, esculin solutions and their obtained polymers fractions were 

determined using a UV6000LP spectrometer (Spectra System, Thermofinnigan). 
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2.2.5. FTIR analysis 

The IR analyses were conducted by ATR-FT-IR spectroscopy using a FT-IR spectrometer 

Tensor 27 (Bruker). The analysis was carried out on monomers and polymers lyophilized 

powders. 

2.2.6. Radical scavenging on ABTS +• 

The assay was conducted according to protocols presented by Re et al. (Re et al., 1999) and 

Van den Berg et al. (Van den Berg et al., 2000). To generate the ABTS +• radical, the ABTS 

stock solution (7 mM) and potassium persulphate (2.45 mM) in water were allowed to stand 

in the dark at room temperature for 12-16 h before use. For the reaction, 10 µl of each sample 

at various concentrations (from 800 to 0.25 µM) was added to 990 µl of diluted ABTS+• 

(absorbance 0.7 at 734 nm) and the absorbance was recorded every min. A standard curve was 

prepared using a series of concentrations of trolox (from 0 to 15 µM) with 990 µl of diluted 

ABTS+• solution. The radical scavenging capacity of tested samples was calculated based on 

the trolox standard curve and expressed as the trolox equivalent antioxidant capacity (TEAC) 

and as IC50.  

2.2.7. Radical scavenging activity on DPPH• 

The free radical scavenging capacity of the esculin and rutin and their polymers was 

determined with 2,2-diphenyl-1-picryl-hydrazyl as described by Bruda et Oleszek (Burda & 

Oleszek, 2001). A solution of 1 ml of monomers or polymers (from 102 to 4 104 µM, 

concentrations were calculated from wM ) in methanol, was mixed with 2 ml of DPPH (10 

mg/L in methanol/water, 80:20, v/v). A reference sample was prepared by adding 1 ml of 

methanol in 2 mL of DPPH solution. Monomers and polymers absorbance for each 

concentration was evaluated at 527 nm, after 15 min, at 23 °C. The antiradical activity was 

calculated as a percentage of DPPH discoloration using the following equation: 
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The results were expressed as IC50 and TEAC according to the calibration curve (from 0 to 5 

µM) 

2.2.8. Inhibitory effect on deoxyribose degradation 

Inhibitory effects of tested compounds on deoxyribose degradation were determined by 

measuring the competition between deoxyribose and theses compounds for the hydroxyl 

radicals generated from the Fe3+/ascorbate/EDTA/H2O2 system (referred to non site-specific 

assay) or Fe3+/ascorbate/H2O2 system (referred to site-specific assay which could indicate the 

hydroxyl scavenging power of tested molecules by iron chelating power) according to the 

method described by Halliwell et al (Halliwell, 1991) with slight modifications.  

The tested sample was added to the reaction mixture containing deoxyribose (10 mM), Fe(III) 

chloride (10 mM), EDTA (1 mM), and H2O2 (10 mM), ascorbic acid (1 mM), 1mM H2O2 and 

50 mM potassium phosphate buffer (pH 7.4). The mixture was incubated for 1 h at 37°C, 

TBA (1%) and TCA (2.8%) were added to the above mixture, and then heated for 90 min on 

water bath at 80 °C. The absorbance at 532 nm was then measured against a blank containing 

deoxyribose and buffer. For site-specific hydroxyl radical scavenging activity, the procedure 

was similar to the above method, except that EDTA was replaced by the equivalent volume of 

buffer. The gallic acid was used as a standard. The percentage of deoxyribose degradation 

inhibition was calculated using the following equation:  

PI (%) = (1 - AS/AC) x 100 

where AC = absorbance of negative control and AS = absorbance of sample solution. 

Results of deoxyribose assay in the presence and the absence of EDTA are expressed as IC50 

and as TEAC  

2.2.9. Xanthine oxidase inhibition assay 

The tested samples were solubilized in phosphate buffer (pH 7.5, 50 mM), except rutin which 

was dissolved in a minimum of DMSO (5 µl) and then in buffer. The assay was conducted as 
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described by Kong et al. (Kong et al., 2000). Tests solutions were prepared by adding 1600 

μL of buffer, 300 μL of tested solutions (from 4 10-6 to 10-3 M), 1000 μL of a solution of 

xanthine (0.15 mM) and 100 μL of a solution of xanthine oxidase (0.2 U/mL). The reaction 

was monitored for 6 min at 295 nm. Two samples were prepared, the first without tested 

solutions to determine the total uric acid production, and the second without enzyme to 

measure the absorbance of tested solutions at 295 nm for the range of concentrations. Results 

were expressed as the final concentration that results in half-maximal enzyme velocity (IC50) 

and calculated by standard curve regression analysis and as TEAC according to the 

calibration curve (from 1 10-3 to 5 10-1 µM)  

2.2.10. Cupric reducing antioxidant capacity (CUPRAC) 

The cupric reducing antioxidant capacity was determined according to the method of Apak  et 

al.(Apak et al., 2004)  To each tube containing 20 µl of tested substrate concentration, we 

added CuCl2 to a final concentration of 3.12 mM, ethanolic neocuproine solution and NH4Ac 

buffer solution (pH=7) to final concentrations of 2.34 × 10-3 M and 312 mM, respectively. 

The total volume was then adjusted with distilled water to 2 ml and mixed well. Absorbance 

against a reagent blank containing all reagents except CuCl2 and neocuproine was measured 

at 450 nm after 1h. The results were expressed as equivalent of Trolox according to the 

calibration curve (from 10 to 103 µM). 

3. Results  

3.1. Polymers synthesis, separation and characterization  

Kinetics of esculin and rutin polymerization were monitored by SEC-UV at 280 nm and 

reported successively in figure 2 and S1 in supplementary data. Once the polymerization was 

achieved, polymers were separated, by successive diafiltration process. Weight-average 

molecular mass wM , polydispersity (PDI) and weight average molecular mass index (IM) of 

obtained fractions (R1-5 and E1-5) were summarized in table 1. 
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These results indicated clearly that the polymerization of the two substrates was occurred and 

led to polymers f rutin and esculin with high molecular weight. 

3.2. FTIR and UV investigations 

The UV-visible spectrum of rutin, in methanol/water (30/70 v/v), presented two maxima of 

absorption at 282 and 359 nm due to the π-π* transition of the aromatic electrons. For 

polyrutin fractions (R1, R3 and R5) the 359 nm band was larger and presented a 

hypsochromic shift of 5 nm. Such results could be due to the implication of the B ring of rutin 

in the formation of polymers. In fact, Anthoni et al., (Anthoni et al., 2008) and Marckam 

(Markham, 1982) observed a similar behavior. The latter stated that the presence of a 

substitution on the 5, 7 and 4’ positions of the phenolic rings led to a hypsochromic shift. 

The UV spectra of esculin and polyesculin fractions E2, E3, E4 and E5 presented the same 

peaks with a maximum of absorption at 345 nm while the peaks correspondent to E5 were 

broader than those of esculin, which could be attributed to conjugated oligomeric structure 

(Bilici et al., 2010; Kurisawa et al., 2003 b). The same profile was reported by Anthoni et al. 

for the esculin polymerization (Anthoni et al., 2010). 

FTIR spectra of rutin and polyrutin fractions (R1, R3 and R5), showed a new peaks at 1220 

cm-1 and at 1465 cm-1.The peak at 1220 cm-1 indicated the formation of new ether bonds C-O. 

The signal at 1465 cm-1 could be attributed to a bond C-C while the absence of a peak at 1747 

nm on the R1 spectra compared to rutin spectra could be explained by the disappearance of C-

H bonds. These results showed that obtained polyrutin fractions were formed through C-C 

and C-O linkages. In fact, many authors reported that flavonoid polymers were composed of 

phenylene units and/or oxyphenylene units (Anthoni et al., 2008; Kobayashi et al., 2001 ; 

Uyama & Kobayashi, 2002). Uzan et al. (Uzan et al., 2011) reported that the nucleophilicity 

of the aromatic A-ring seemed to play a major role as the reactive hydroxylated ring in 

coupling reactions for the formation of a new bond. They suggested that polymerization of 
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rutin by Pycnococus laccases led to formation of polymers through C-C and C-O bonds and 

more precisely through C8-C8, C6-O4′ and C8-C5′ linkages. A study of the polymerization of 

quercetin by Bruno et al. (Bruno et al., 2010) with Horseradish peroxidase (HRP) showed that 

the highest occupied molecular orbital (HOMO) was concentrated on the catechol group. 

Therefore, these authors expected the polymerization reaction to take place in the two more 

negative carbons of that group 2′ and 5′. 

As of the rutin the FTIR spectra of polyesculin fraction E2, E3, E4 and E5 showed a new peak 

at 1400 cm-1 compared to the spectra of esculin. That could be due to a formation of C-C 

bonds. In fact Anthoni et al.(Anthoni et al., 2010) reported the formation of C-C and C-O 

linkages, involving both the phenolic and the glucosidic part of the coumarin during the 

esculin polymerization. Moreover, an in silico structure investigation of oligoesculin by the 

same authors suggested the preferential formation of C8-C8 linkage between esculin units 

during the polymerization reaction.  

The obtained and reported data of UV and FTIR suggested that different linkages (C-C, C-O) 

could be achieved depending to monomer, enzyme and operating conditions (pH, 

temperature, medium). This might affect the antioxidant activity of the polymer. 

3.3.  Evaluation of antioxidant activity of rutin and polyrutin fractions  

Different methods were used to evaluate the antioxidant activity (free radicals scavenging 

activity, iron chelating capacity, xanthine oxidase inhibition activity and cupric reducing 

capacity) of esculin, rutin and their derivatives. Results were summarized in table 2.  

3.3.1. Free radicals scavenging activity of rutin and polyrutin fractions  

Results in table 2 showed that IC50, related to polyrutins, increased progressively versus wM . 

The fraction R5, presenting the highest wM , led to highest IC50 values (276, 110 and 172 

µM) compared to IC50 values obtained in presence of rutin (32, 11 and 18.6 µM) respectively 

for ABTS, DPPH and hydroxyl radical. These results suggested that higher was the 
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wM lower was the antiradical activity. The low antiradical activity of polyrutin fractions 

observed in this study was in accordance with reported by other authors (Anthoni et al., 2008; 

Kurisawa et al., 2003 b; Uzan et al., 2011).  

3.3.2. Xanthine oxidase inhibition activity of rutin and polyrutin fractions 

For XO inhibition activity (Table 2), the IC50 values of polymer fractions appeared to be 

lower than the IC50 value of rutin (962 µM). The results indicated that IC50 decreased when 

the 
wM arised, which traduced the better ability of polyrutins to inhibit Xanthine oxidase 

compared to monomeric rutin. The fraction R5 illustrated the highest XO inhibition power, 

15-folds better than monomeric rutin. The strong xanthine oxidase inhibition observed for 

polyrutin fractions was in accordance with other studies dialled in enzymatic flavonoid 

polymerisation (Anthoni et al., 2008; Desentis-Mendoza et al., 2006; Kurisawa et al., 2003 a ; 

Kurisawa et al., 2003 b; Uyama, 2007). 

 3.3.3. Iron chelating properties of rutin and polyrutin fractions 

All polyrutin fractions exhibited higher degree of iron chelating ability (Table 2). This activity 

grow with the increase of wM . The polyrutin fraction R5 presented the highest iron chelating 

power with an IC50 value of 27.5 µM compared to 58.3 µM in presence of the monomer. 

3.3.4. CUPRAC of rutin and polyrutin fractions 

The cupric ion (Cu2+) reducing abilities of rutin and polyrutin fractions (R2, R3 and R5) were 

shown in Table 2. It appeared that the cupric ion (Cu2+) reducing powers of different tested 

compounds were in the following order R5 (TEAC of 527 µM)>R3 (TEAC of 483 µM)>R2 

(TEAC of 411 µM)> rutin (TEAC of 315 µM ), meaning that cupric ion (Cu2+) reducing 

ability increased with the increase of wM .  

3.4. Evaluation of antioxidant activity of esculin and polyesculin fractions  

3.4.1. Free radicals scavenging activity of esculin and polyesculin fractions  
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Polyesculin fractions presented lower IC50 values than those of monomeric esculin which 

indicated their stronger antiradical activity (Table 2). Polyesculin fraction E5 was the most 

potent fraction. It was respectively for ABTS, DPPH and hydroxyl radicals 15, 4 and 11 folds 

more active than esculin (150, 72, 56 µM). Unlike rutin, the antiradical activities increased 

with 
wM when ABTS and hydroxyl radicals methods were used. However, for DPPH the 

IC50 remained constant, about 0.7 µM, for all tested fractions. So, DPPH scavenging activity 

seemed to be independent to the degree of polymerisation.  

3.4.2. Xanthine oxidase inhibition activity of esculin and polyesculin fractions  

Results in Table 2 showed that for all polyesculin fractions, IC50 were lower than that of the 

monomer (1954 µM). This activity was linked to 
wM and decreased as 

wM  increased. The 

fraction E5 presented the lowest IC50 and therefore the highest xanthine oxidase inhibition 

activity, 10-folds higher than monomer.  

3.4.3. Iron chelating properties of esculin and polyesculin fractions 

Polyesculin fractions exhibited high degree of iron chelating activity, according to the site-

specific hydroxyl radical-scavenging assay (Table 2). Results showed that iron chelating 

capacity was high as the wM  increases. The best iron chelating power was observed in the 

presence of the E5 fraction (IC50=31.5 µM), which was 5-folds better than esculin (IC50= 168 

µM). 

3.4.4. CUPRAC of esculin and polyesculin fractions 

Table 2 indicated that polyesculin fractions presented higher TEAC than esculin (TEAC= 49 

µM). This activity rose as the wM  increased. Therefore, the best cupric reducing antioxidant 

capacity was seen with the E5 fraction which was 10-folds more active than esculin. 

3.5. Structure-antioxidant activity relationship 

The structure-antioxidant activity relationship of monomeric flavonoids and coumarins was 

well investigated. According to many authors (Seyoum, Asres & El Fiky, 2006) free hydroxyl 
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groups on C4’, C3’ and C7 played a major role in antiradical activity of rutin and esculin. 

However, few data were available about the behaviour of these activities with polymerization. 

In this work we observed a decrease of polyrutin antiradical activities with 
wM increase. This 

decrease could be attributed to the loss of these groups during the rutin polymerization 

reaction.  

For high iron chelating power and CUPRAC, hydroxyl groups on C5, C3 and the 4 oxo (for 

flavonoids), hydroxyl groups and catechol moiety (for coumarins) were essential. So, high 

iron chelating and cupric reducing antioxidant capacities observed with polyrutin and 

polyesculin fractions suggested that these groups were not implicated in the linkage occurred 

in rutin polymerization reaction (Fernandez et al., 2002; Guo et al., 2007; Heim, Tagliaferro 

& Bobilya, 2002; Mladenka et al., 2010).  

For high xanthine oxidase inhibition activity, several works reported the importance of the 

presence of a double bond between C2 and C3 and free hydroxyl groups on C5 and C7 

(Anthoni et al., 2008; Hayashi et al., 1988; Lin et al., 2002; Nagao, Seki & Kobayashi, 1999). 

High inhibition of the xanthine oxidase obtained in the presence of polyrutin and polyesculin 

fractions implicated that these groups were not affected during the polymerization reaction.  

4. Conclusion 

Polyphenolic polymers of rutin and esculin were synthesized using a laccase from Trametes 

versicolor. These polymers were fractioned by diafiltration process.  

The analyses of rutin polymers by FTIR showed the presence of new C-C and C-O bonds and 

the desperation of a C-H bond on monomer. These results suggested that polyrutin were 

synthesized through phenylene and oxyphenylene units. For polyesculin fraction, FTIR 

analyses indicated the presence of only C-C bond.  

The antiradical activity of rutin was decreased by the enzymatic polymerization while. 

polyesculin fractions showed a high antiradical activity compared to monomeric esculin. This 
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behaviour suggested that the antioxidant activity depend on the position of linkage through 

the polymerization reaction. For esculin, it seemed that the polymerization didn’t affect 

groups implicated in the antioxidant activity. This could explain the high antioxidant activity 

values observed for polyesculin. 

Both polyrutin and polyesculin fractions exhibited a high XO inhibition activity, iron 

chelating and cupric reducing antioxidant capacities. 
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Table 1: IM, PDI 
wM of obtained polyrutin a and polyesculine b fractions  

Fractions 
wM  (g /mol) c PDI c IM 

c 

Rutin (R) 611.21 ± 80.54 1.00 ± 0.01 1 ± 0.01 

R1 (permeate on Mb 1KD) 2127.42 ± 67.12 1.17 ± 0.03 3.48 ± 0.14 

R2 (permeate on Mb 3 KD) 4301.80 ± 102.72 1.37 ± 0.07 7.05 ± 0.16 

R3 (permeate on Mb 5 KD) 5069.93 ± 116.2 1.36 ± 0.04 8.30 ± 0.18 

R4 (retentate on Mb 5 KD) 7106.54 ± 96.62 1.35 ± 0.08 11.64 ± 0.14 

R5 (retentate on Mb 15 KD) 8331.85 ± 146.24 1.42 ± 0.12 13.65 ± 0.22 

Esculin (E) 339.36 ± 43.46 1.00 ± 0.09 1 ± 0.02 

E1 (permeate on Mb 1KD) 688.12 ± 40.66 1.31 ± 0.11 2.02 ± 0.12 

E2 (rententate on Mb 1KD) 1021.33 ± 48.51 1.48 ± 0.06 3.01 ± 0.14 

E3 (retentate on Mb 3 KD) 3042.1± 86.24 1.39 ± 0.13 8.96 ± 0.25  

E4 (retentate on Mb 5 KD) 5080.43 ± 70.96 1.41 ± 0.07 14.97 ± 0.20 

E5 (retentate on Mb 15 KD) 6973 ± 68.10 1.54 ± 0.10 20.54 ± 0.20 

a R1, R2, R3, R4, R5 represent the polyrutin fractions, b E1, E2, E3, E4, E5 represent the 

polyesculin fractions. c Results are represented by the means ± SD of three experiments. 
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Table 2- Antiradicals, xanthine oxidase inhibition, iron chelating and CUPRAC activities of rutin, esculin and their polymer fractions  

 ABTSa DPPHa Hydroxyl radicala XO inhibitiona Iron chelationa CUPRACa 

 IC50 
b  

(µM) 

TEAC c 

(µM) 

IC50 
b  

(µM) 

TEAC c 

(µM) 

IC50
b  

(µM) 

TEAC c 

(µM) 

IC50
b 

(µM)  

  TEAC c 

(µM) 

IC50 
b 

(µM)  

TEAC c 

(10-1 µM) 

TEAC c 

(µM) 

R 32±2 3.9±0.2 11±0.1 1.2±0.3 18.6±1.6 2.1±0.1 962±16 0.5±0.1 58.3±5 1±0.1 315±18 

R2 54±1 2.3±0.2 39±0.2 0.9±0.2 47.7±4 0.8±0.1 419±14 1.2±0.2 44.7±6 1.3±0.1 411±27 

R3 97±8 1.3±0.4 70±0.9 0.7±0.2 89.6±5.5 0.4±0.2 129.7±7 3.8±0.6 35.3±1 1.7±0.2 483±13 

R5 276±18 0.5±0.1 110±0.2 0.6±0.1 172±8 0.2±0.1 64.1±1.5 8.3±0.4 27.5±4 2.1±0.1 527±29 

E 150±2 0.8±0.1 72±9 0.2±0.1 56±4 0.7±0.1 1954±33 0.2±0.1 168±9 0.2±0.1 49±1.5 

E2 90±9 1.4±0.2 19±4 0.7±0.2 16±3 2.4±0.5 601±21 0.8±0.3 121±5 0.5±0.2 89±4 

E3 50±1 2.5±0.3 19±3 0.7±0.1 13±2 3.1±0.7 260±9 1.9±0.5 65±9 0.9±0.1 228±10 

E4 21±3 6.0±0.8 17±2 0.8±0.3 9±0.8 4.4±0.5 224±14 2.2±0.4 40±12 1.5±0.5 338±4 

E5 10±2 12.6±0.4 17±3 0.8±0.2 5±0.5 8.1±0.9 186±6 2.6±0.6 31.5±5 1.85±0.5 498±34 

a Results are represented by the means ± SD of three experiments. b  IC50:  effective concentration which induced 50% of activity. c  TEAC: 
Trolox equivalent antioxidant capacity. 
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Figure 1-Molecular structure of rutin (1a) and esculin (1b)  
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Figure 2.  Kinetic of esculin polymerization determined by SEC-UV using 

dimethylformamide (DMF) with 1 % LiBr as a mobile phase (0.5 ml/min) (2a). SEC-UV 

analyses of esculin and polyesculin fractions E2 and E4 using dimethylformamide (DMF) 

with 1 % LiBr as a mobile phase (0.5 ml/min) (2b). 
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S1. Kinetic of rutin polymerization by laccase from Trametes versicolor determined by SEC-

UV using dimethylformamide (DMF) with 1 % LiBr as a mobile phase (0.5 ml/min) (S1a). 

SEC-UV analyses of rutin and polyrutin fractions R2 and R3 using dimethylformamide 

(DMF) with 1 % LiBr as a mobile phase (0.5 ml/min) (S1b) 
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Abstract 

Rutin has been enzymatically oligomerized by laccase from Tramates versicolor. Five 

fractions of oligomers were obtained from the monomer. In vitro, the effects of rutin and its 

oligomer fractions on lysosomal enzyme activity and proliferation of, respectively, freshly 

isolated peritoneal macrophages and splenic lymphocytes were assessed. Oligorutin fractions 

alone clearly affected macrophage function more than monomeric rutin, as evidenced by a 

significant modulation of cell lysosomale enzyme activity and ability to form/and or release 

nitric oxide. These same oligomer fractions were also found to be able to significantly modify 

the proliferation of splenocytes, even when lipopolysaccharide or lectin mitogens were 

absent. Further, these results fortify the importance of the use of natural products as rutin and 

oligorutin fractions as anti-inflammatory agents. Nevertheless, ongoing/further studies are 

needed to clarify more precisely mechanisms underlying effects on lymphocyte and 

macrophage functionality, as well as the causative agents. 

Keywords: Oligorutin; anti-inflammatory activity; immunomodulation 
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1. Introduction 

Flavonoids are a large class of polyphenolic compounds widely distributed in the plant 

kingdom. Their basic nucleus contains 15 carbons arranged in a C6-C3-C6 configuration [1]. 

These natural compounds have gained increasing interest as potential therapeutic agents. 

Years of research have now clearly affirmed the ability of monomeric flavonoids to exhibit 

some pharmacological activities including beneficial effects on inflammation, cancer and 

cardiovascular diseases [2-4]. The anti-inflammatory effect of monomeric flavonoids is 

assumed to result mainly from the inhibition of some key enzymes involved in inflammation 

and/or cell signalling pathways such as cyclooxygenase and lipoxygenase [5], protein kinase 

C (PKC) and phosphoinositide 3-kinase (PI 3-kinase) [6-8]. Rutin, or quercetin-3-O-

rhamnosylglucoside, is a natural flavone derivative and one of the major representative 

flavonoids,which has been shown to have many biological and pharmacological effects. In 

fact the rutin have been described to have antioxidant, anticancer, antiulcer effect [9-11]. The 

anti-inflammatory effect of rutin has been demonstrated by many authors [12-15].  Borissova 

et al. [15] reported that rutin prevented oedema formation in rats induced by histamine and 

serotonin. The anti-inflammatory effect of rutin may be attributed, at least in part, to its 

capacity to inhibit inflammatory mediators production, which play an important role in 

neutrophil recruitment and activation. Indeed, it has been reported that rutin inhibited PLA2 

activity, the initial enzyme in arachidonic acid cascade, from human synovial fluid [16]. 

On the other hand, some works have indicated that the enzymatic polymerization of rutin 

might improve its biological activities [17-19]. In fact, rutin polymerization by laccase from 

Pycnoporus coccineus and Pycnoporus sanguineus engendered polymers with improved 

superoxide radical activity [20]. Moreover, oligorutin, obtained by laccase from 

Myceliophthora, presented a better inhibition of 2,2′-azobis(2-

amidinopropane)dihydrochloride  (AAPH) radical, responsible of cell damage, compared with 
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its monomer [18]. Furthermore, oligorutin obtained through enzymatic polymerization by 

laccase from Trametes versicolor showed a high antimutagenic activity on two Salmonella 

typhimurium strains TA102 and T104 [19].  

Data showing the anti-inflammatory effect of rutin in one hand, and the beneficial activity of 

enzymatic polymerization of rutin on many biological activities, encouraged us to investigate 

the immunomodulatory activities of oligorutin obtained by enzymatic polymerization of rutin 

by laccase from Trametes versicolor. 

2. Materials and methods 

2.1. Chemicals 

Laccase of Trametes versicolor (E.C. 1.10.3.2., 21.4 U mg-1), rutin hydrate (98%), 

Dimethylsulsulfoxide (DMSO), 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium 

bromide (MTT), NH4Cl, Tris base, lipopolysaccharide (LPS), lectin, sulphanilamide, 

naphthylenediamine, phosphoric acid, Triton-X100, p-nitrophenyl phosphate, citric acid and 

boric acid were purchased from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA). RPMI (1640), fetal 

bovine serum, gentamycin and L-glutamine were purchased from Gibco BLR (Paisley, UK) 

2.2. Methods 

2.2.1. Oligorutin fractions obtaining  

Oligorutin fractions was carried out in the same operating conditions described as described 

by Anthoni et al.[21, 22] and by Ben Rhouma et al.[19]. Rutin (50 g/L) was suspended in 1L 

of a methanol/ water (30:70 v/v) reaction medium. Laccase solution (3 U/ mL) was added to 

the mixture. The reaction was stirred at 600 rpm, for 24 h.  

2.2.2. Size exclusion chromatography analysis (SEC) 

Relative masses of polymers were evaluated by size exclusion chromatography (SEC) (HPLC 

LaChrom, UV 280 nm LaChrom L-7400, Tosoh TSKgel α 3000 column, 60 °C). 

Dimethylformamide (DMF) with 1 % LiBr was used as the mobile phase (0, 5 mL/min). 
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Molecular mass calibration was obtained by using standards of polystyrene (with peak 

molecular weight (Mp) from 500 to 10000 Da) and polystyrene sulfonate (with peak 

molecular weight (Mp) from 1100 to 31000 Da). The obtained data allowed the determination 

of number-average molecular mass ( nM ), weight-average molecular mass (
wM ), weight-

average molecular mass index (IM) and polydispersity (PDI) as described by Faix et al. 1981 

(Faix, Lange & Salud, 1981). Table 1 presented the characterization of rutin and obtained 

oligorutin fractions, determined by size exclusion chromatography (SEC). 

2.2.3. Fourier Transformed InfraRed analysis (FTIR)  

The infrared analyses were conducted by Attenuated Total Reflectance- Fourier Transformed 

InfraRed (ATR-FTIR) spectroscopy using a Fourier Transformed InfraRed (FTIR) 

spectrometer Tensor 27 (Bruker). The analysis was carried out on monomer and oligomer 

lyophilized powders. 

2.2.2. Cell preparation from mice    

Specific pathogen-free BALB/c mice (6–8 week-old males, 18–22 g) were obtained from the 

Pasteur Institute (Tunis, Tunisia). Mice were housed under standard conditions of 

temperature, humidity, and light. All animal experiments were performed in accordance with 

the guidelines for the care and use of laboratory animals published by the US National 

Institutes of Health. 

Spleen BALB/c lymphocytes were obtained as we have previously reported [23]. Briefly, 

mice were sacrificed by cervical dislocation. Spleen was isolated aseptically removed and 

homogenized by mincing with a sterile forceps. Splenocytes were isolated by centrifugation 

(1500 rpm, for 10 min), and red blood cells were lysed with buffer (144 mM NH4Cl, 1.7 mM 

Tris Base). Cells were washed twice with phosphate buffered saline (PBS) resuspended in 

RPMI 1640 medium supplemented with 10% fetal bovine serum, L-glutamine (4%), and 

gentamycin (1%). Some BALB/c mice were used to provide peritoneal macrophages as we 
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have previously reported [23]. For that purpose, peritoneal cells were obtained after lifting of 

the peritoneal wall and injection of 4 ml of sterile PBS, massage of the peritoneum, and 

drawing back of the fluid (4 ml) into the syringe. Cells were washed twice and resuspended in 

RPMI 1640 medium containing 10% fetal bovine serum and 100 μg/ml gentamycin. The cell 

viability was tested by trypan-blue dye exclusion technique. 

2.2.3. Nitrite assay 

Nitrite levels were measured using the diazotization method based on the Griess reaction, 

which is an indirect assay for nitric oxide (NO) production as previously described by Green 

et al. [24]. Cells were incubated with lipopolysaccharide 5 µg/ml (LPS, rough strain, 

Escherichia coli EH100; positive control) or in the presence of increasing concentrations (25, 

50, 100, 200 µg/ml) of rutin and its oligomer fractions for 48 h min in humidified incubator at 

37°C and an atmosphere enriched with 5% CO2. Nitrite was measured by adding 100 µl 

Griess reagent (1% sulphanilamide and 0.1% naphthylenediamine in 5% phosphoric acid) to 

100 µl culture supernatant, the mixture was incubated 10 to 15 min in humidified incubator at 

37°C and an atmosphere enriched with 5% CO2. The optical density at 540 nm (OD540) was 

then measured with a microplate reader (Multiskan FC, Thermo Scientific, Braunschweig, 

Germany). The concentration of nitrite production induced in each sample was calculated by 

comparison with the OD540 of standard solutions of sodium nitrite that were prepared in 

parallel in culture medium. 

2.2.4. Assessment of lysosomal enzyme activity 

The cellular lysosomal enzyme activity was evaluated by determining acid phosphatase 

activity (AP), a lysosomal enzyme, in macrophages as previously described by [25] with 

some modifications. Briefly macrophage suspensions (100 μl at 6 × 106 cells/ml) were seeded 

in flat bottom 96-well plate, and 100 µl aliquot of tested molecules (dissolved in 0,5 % of 

DMSO) at each concentration, was added . The culture was incubated at 37°C in 5% CO2 
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humidified atmosphere for 48 h. The medium was removed by aspiration and 20 µl of 0.1% 

Triton-X100, 100 μl p-nitrophenyl phosphate solution (100 mM) and 50 μl citrate buffer (pH 

5.0, 0.1 M) were added in each well. The plate was further incubated for 30 min at 37°C; 150 

μl borate buffer (pH 9.8, 0.2 M) was then added and the absorbance was measured at 405 nm. 

The percentage of lysosomal enzyme activity was calculated as previously reported [7] by the 

following equation: 

 

2.2.5. In vitro proliferation assay 

Lymphocyte proliferation assay was carried out according to the MTT [3-(4,5-

dimethylthiazol-2-yl)-2,5- diphenyltetrazolium bromide] method [26]. One hundred microliter 

of splenocyte suspension (5 × 106 cells/mL) in 96-well plate were pre-incubated in RPMI 

1640 medium (Control) for 24 h before the addition of mitogens; lectin or Lipipolysaccharide 

(LPS) at 5 μg/ml alone or with increasing concentrations (0, 25, 50, 100 and 200 µg/ml) of 

rutin and rutin oligomer fractions (R2, R3 and R5) solubilized in 0,5 % of DMSO in RPMI. 

Cells were incubated at 37°C in humidified 5% CO2 atmosphere for additionally 48 h. After 

centrifugation at 1500 rpm for 10 min, the cell pellet was resuspended in 50 μl of MTT (5 

mg/ml) in RPMI media and incubated for 4 h. The culture medium was removed after 

centrifugation and dimethylsulfoxide was added. The absorbance was measured at 570 nm. 

The percentage of proliferation was calculated as was previously reported [7] by following 

equation: 

 

2.2.6. Statistical analysis 
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All experiments were performed in triplicate and the results were expressed as mean ± SD. A 

Student’s t-test was used to analyze statistical significance of the differences between the 

control and the treated values. p values less than 0.05 were considered significant. 

3. Results 

3.1.  Fourier Transformed InfraRed analysis (FTIR) 

FTIR spectra of oligorutin fraction R1 showed a new peak at 1220 cm-1. This peak indicated 

the formation of new ether bonds C-O. The absence of a peak at 1747 cm-1 on the R1 fraction 

spectra compared to rutin spectra was noted. This could be explained by the disappearance of 

a C-H bond. Another new peak was detected on the spectra of R5 at 1465 cm-1 which could 

be attributed to the appearance of a C-C bond. A new peak was detected at 1674 cm-1 on the 

spectra of R3 and R5 fractions which could be attributed to the presence of a C=O bond. No 

other new peaks were noticed on the spectra of other oligorutin fractions.  

To test whether rutin and its oligomer fractions promoted or inhibited cell proliferation, we 

isolated splenocytes and cultured them with either the monomer or one of its oligomer 

fractions in the presence or in the absence of mitogens i.e. lipipolysaccharide (LPS). 

3.1. Effect of the rutin and oligorutin fractions on NO production 

The anti-inflammatory activity of rutin  and rutin oligomer fractions (R2, R3 and R5) was 

studied in vitro by analyzing their inhibitory effect on the release of chemical mediators like 

NO from macrophages. Treatment of peritoneal macrophages with LPS (5 µg/ml) for 24 h 

induced NO production (assessed by measuring accumulation of nitrite, a stable metabolite of 

NO, using the Griess reaction) in the media. The beneficial anti-inflammatory effect of rutin 

and oligorutin fraction (R2, R3 and R5) on the inhibition of production of NO by 

macrophages is shown in figure 1. Incubation of peritoneal macrophages with monomeric 

rutin and oligorutin fractions induced a significant inhibitory effect on LPS induced NO 

production in a dose-related manner. Oligorutin fractions (R2, R3 and R5) were more 
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effective in inhibiting NO production compared to their monomer. The oligorutin fraction R5 

showed the highest NO production inhibitory power, with a percentage value of NO 

production reaching 29.1% compared to NO production with LPS alone (98,9%) at the 

highest tested concentration (200 µg/ml). Rutin and Oligorutin fractions, even up a 

concentration of 200 µg/ml, were not cytotoxic to macrophages; cell viability percentages 

were higher than 85% with each tested sample.  

3.2. Assessment of cellular lysosomal enzyme activity 

 As macrophages play a critical role in immune defense against various infectious agents 

because of their secretory and phagocytic functions, mouse peritoneal macrophages were used 

to analyze effects of rutin and oligorutin fractions (R2, R3 and R5) on the secretory endpoint. 

As shown in figure 2, all tested concentrations of rutin and oligorutin fractions markedly 

stimulated macrophage lysosomal enzyme activity in a dose-related manner. Use of 200 

µg/ml of oligorutin fractions (R2, R3 and R5) stimulated lysosomal enzyme activity by 

respectively 64.8, 78.6 and 94.1 % compared to 54.8% in the presence of rutin at the same 

concentration (200 µg/ml). The oligorutin fraction R5 was the most effective fraction in 

stimulating lysosomal enzyme activity. Rutin and oligorutin fractions seemed to be a potent 

immunostimulators.  

3.3. Splenocyte proliferation assay 

The relationship between concentration of tested flavonoids and their effects on splenocyte 

proliferation were investigated by MTT assay. MTT is a yellow water-soluble tetrazolium 

salt. Metabolically active cells are able to convert the dye to water-insoluble dark blue 

formazan by reductive cleavage of the tetrazolium ring. Spleen cells were treated with rutin, 

and oligorutin fractions (R2, R3 and R5) at concentrations ranging from 25 to 200 µg/ml for 

48 h. 
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As shown in figure 3A, rutin and oligorutin fractions (R2, R3 and R5), demonstrated a 

significant (P˂0.05) stimulatory effect when the concentration was higher than 50 µg/ml in a 

dose-depending manner. Oligorutin fractions showed a better splenocytes stimulation than 

their monomer. The highest proliferation percentage of splenocytes was observed at the 

highest concentration (200 µg/ml) of oligorutin fraction which reached 56.9 % in the presence 

of oligorutin fraction R5, while rutin showed a percentage of 28.8% at the same 

concentration.   

3.4. Mitogen-induced splenocyte proliferation 

Lymphocyte-mediated immunity plays an important role in cellular and humoral immune 

responses. As the capacity to elicit an effective T- and B-lymphocyte response is ultimately 

dependent of the proliferative capacity of these cells, the effects of rutin and oligorutin 

fractions (R2, R3 and R5), on lymphocyte proliferation in presence of two different mitogens 

(lectin and Lipipolysaccharide (LPS)) was evaluated using splenocytes from untreated mice. 

Mitogen induced proliferation of splenocytes seems to be enhanced by rutin and oligorutin 

fractions in a dose-depending manner (figure 3B and 3C).  

Oligorutin fractions exhibited higher mitogen-induced splenocyte proliferation than 

monomeric rutin. The oligorutin fraction R5 showed the most important splenocyte 

proliferation when associated to LPS or Lectin with a percentage of proliferation equal to 

180.3% (when associated to LPS) and 95.8% (when associated with lectin) at the highest 

concentration (200 µg/ml) while this percentages where 66.5% and 40.2% in the presence of 

respectively  LPS and lectin only.   

4. Discussion 

This study focused on the anti-inflammatory effect. How oligorutin fractions (R2, R3 and 

R5), obtained through enzymatic polymerization of rutin can modulate immune cell functions, 

such as macrophage secretory function and lymphocyte proliferation, to bring about reported 
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anti-inflammatory effects? During inflammatory responses, both as part of normal anti-

pathogen [25] and in some cases aberrant responses (i.e., allergy) [27], macrophages release a 

slew of toxic products, including free radicals and NO, as well as lysosomal enzymes, 

including AP. Compared with LPS, which is a potent inducer of macrophage NO release [28], 

it was shown that rutin and oligorutin fractions (R2, R3 and R5) inhibited macrophage release 

of NO.  

Comalada et al. [13] studied the effect of several flavonoids on the NO production, using 

primary bone marrow derived macrophages activated by LPS, as cellular model. These 

authors demonstrated that some flavonoids inhibited NO production in LPS-activated 

macrophages, an effect that has been associated with the inhibition of the NF-kB pathway. 

Moreover, the anti-inflammatory activity of monomeric rutin has been demonstrated by many 

authors [12, 14, 29, 30]. In fact, the NO production inhibitory power of rutin has been studied 

by Shen et al. [31] who demonstrated that this flavonoid is able to reduce NO production on 

macrophages.  

The inhibitory effect of rutin and oligorutin fractions (R2, R3 and R5) on NO production may 

be associated to their interference with the ability of the macrophages to interact with/respond 

to LPS or that they have a directly scavenger effect on NO, or by impacting on the nitric 

oxidase synthase system (NOS). All this mechanisms of NO production inhibition was 

already described for flavonoids inhibiting NO production [31, 32].  

The structure-activity relationship of different flavonoids has been reported by Comalada et 

al.[13] who indicated that hydroxyl groups at positions 5, 7, 3′ and 4′, together with the double 

bond at C2–C3 are necessary for the anti-inflammatory effect. This structure activity 

relationship was supported by Kim et al. [33]. So the stronger NO production power and 

oligorutin fractions (R2, R3 and R5), compared to their monomer, indicated that these groups 
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(hydroxyl groups at positions 5, 7, 3′ and 4′ and double bond at C2–C3) were not affected 

during the rutin polymerization. 

Oligorutin fractions (R2, R3 and R5) showed a higher power to increase the lysosomal 

activity. Similar ability to increase lysosomal activity, induced by isoproterenol, was obtained 

in the presence of various flavonoids [34-36]. In fact, Bae et al.[37] demonstrated the 

immunostimulatory effect of rutin when tested in hemocytes of the fleshy shrimp. Hsieh et al. 

[38] confirmed the finding advanced by Bae et al. [37]. Moreover, Stanely-Mainzen and Priya 

[39] reported that the high lysosomal effect of rutin was due to its ability to increase some 

lysosomal enzymes as β-glucuronidase, β-N-acetylglucosaminidase, β-galactosidase, 

cathepsin-B and D. This let suggest that oligorutin fractions (R2, R3 and R5) reduce the 

lysosomal activity according to the same mechanism. 

The capacity to elicit an effective T- and B-lymphocyte response is ultimately dependent of 

the proliferative capacity of each of these cells. These cells, especially T-lymphocytes, are 

also key to triggering inflammatory responses, in part, by their abilities to release factors that 

ultimately activate macrophages. Mitogens have routinely been used to determine the effects 

of agents like the flavonoids to impact on lymphocytic functions [31]. LPS is used for B-

lymphocyte proliferation whereas lectin is used for T-lymphocyte proliferation. We showed 

that rutin and its oligomer fractions (R2, R3 and R5) - with and without LPS or lectin- 

produced different effects on splenocytes proliferation. As rutin and oligorutin fractions 

enhanced cell proliferation activity, as well as when they were incubated simultaneously with 

LPS or with lectin, we conclude that both B and T-lymphocytes were sensitive to these 

flavonoids.  

Zaho et al. [3] confirmed the stimulatory effect of rutin on splenocyte proliferation. They 

reported that the double bond at C2-C3, hydroxyl in position 5, as well as hydroxyl groups on 

the B ring, were important for the anti-inflammatory activity. In the light of this observation 



Annexes 
 

 

and as far as we obtained high splenocyte proliferation in the presence of oligorutin fractions, 

we can advance that these groups (C2-C3 double bond and hydroxyl groups on the position 5 

and on the B ring) were not affected during rutin polymerization. 

5. Conclusion 

In this study, we have described the anti-inflammatory effect of rutin and oligorutin fractions 

(R2, R3 and R5) in ex vivo experiments. These flavonoids revealed a capacity to stimulate 

splenocytes as well as in the presence as in the absence of lectin or LPS mitogens. Since the 

C2-C3 double bond and hydroxyl groups at positions 5, 7, 3′ and 4′ were reported to be 

important for induction of splenocyte proliferation by flavonoids (i.e rutin) [40]. We suggest 

that polymerization of rutin did not affect these structures. 

 It have been also demonstrated that rutin and especially oligorutin fractions suppressed the 

NO production and induced the lysosomal activity of macrophages. These results indicated 

that oligorutin fractions exhibit remarkable immunomodulatory effects. The C2-C3 bonds, the 

hydroxyl groups on the B ring and at the position 5 were reported to be responsible for the 

NO production and lysosomal activity inhibition, therefore, the important anti-inflammatory 

effect in presence of oligorutin fraction compared to the rutin, indicated that these important 

groups were not affected during rutin polymerization. The investigation of such structure-

activity relationship could yield important informations, with regard to developing superior 

protocols for anti-inflammatory therapy. Our study provides evidence that polymerization of 

rutin enhanced its anti-inflammatory activity. Finally, the information presented here could be 

used as preliminary data, and biologically more relevant experiments that will examine the 

therapeutic potential of obtained oligorutin fractions will be designed. 
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Table 1.  
wM , IM and PDI of obtained polyrutin fractions  

Fractions 
wM  (g /mol)  PDI  IM  

Rutin (R) 611.21 ± 80.54 1.00 ± 0.012 1 ± 0.0 

R1 (Permeate on membrane 1KDa) 2127.42 ± 67.12 1.17 ± 0.03 3.48 ± 0.14 

R2 (Retentate on membrane 1KDa) 4301.8 ± 102.72 1.37 ± 0.07 7.05 ± 0.16 

R3(Permeate on membrane 3 KDa) 5069.93 ± 116.2 1.36 ± 0.04 8.30 ± 0.18 

R4 (Retentate on membrane 5 KDa) 7106.54 ± 96.62 1.35 ± 0.08 11.64 ± 0.14 

R5 (Retentate on membrane 15 KDa) 8331.85 ± 146.24 1.42 ± 0.12 13.65 ± 0.22 

With: wM : weight-average molecular mass, PDI: polydispersity index, IM: weight-average 
molecular mass index,   R1, R2, R3, R4, R5 represent the polyrutin fractions. Results are 
represented by the means ± SD of three experiments. 
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Figure 1 . Production of nitrite by mouse peritoneal macrophages in response to tested rutin 
and oligorutin fractions (R2, R3 and R5). Macrophages (6.106 celles/well) were incubated in 
microtiter plates in RPMI 1640 medium in the presence of increasing concentrations of rutin 
and oligorutin fractions for 24h. Cells treated with liopolysaccharide (5µg LPS/ml) alone 
were used as a positive control. Each value represents the mean (± SD) of triplicate samples 
compared to the control. Each value represents the mean (± SD) of triplicate samples 
compared to the control; *p ˂ 0.05 using a student’s t-test 
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Figure 2. Stimulation of mouse peritoneal macrophages lysosomal enzyme activity by rutin 
and oligorutin fractions (R2, R3 and R5). Macrophages (6.106 celles/well) were incubated in 
microtiter plates in RPMI 1640 medium in the presence of increasing concentrations of rutin 
and oligorutin fractions for 24h. Controls included cells incubated with RPMI 1640 medium 
only. Data plotted represent the mean (± SD) percentage of lysosomal enzyme activity of 
three independent experiments. Each value represents the mean (± SD) of triplicates samples 
compared to the control. *p ˂ 0.05 using a student’s t-test. 
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Figure 3. In vitro effects of rutin and oligorutin fractions (R2, R3 and R5) on proliferation 
response of splenocytes : (A) cells incubated with increasing concentrations of rutin and 
oligorutin fractions (R2, R3 and R5) without mitogens for 24h, (B) cells incubated with 
lipopolysaccharide (5µg LPS/ml) in the absence and presence of rutin and oligorutin fractions 
(R2, R3 and R5) for 24h, and (C) cells treated with lectin (5 µg/ml) in the absence and the 
presence of rutin and oligorutin fractions (R2, R3 and R5) for 24 h. Controls for the LPS or 
lectin only groups were cells incubated in RPMI 1640 medium only; controls for the tested 
flavonoids were the LPS or lectin groups. Cell proliferation was assessed by MTT test. Data 
plotted represent the mean (± SD) percentage of proliferation. *p ˂ 0.05: percentages of 
proliferation that is significantly different compared with mitogen (LPC or lectin) only treated 
using a student’s t-test.  
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Titre de thèse : Oligomérisation enzymatique de flavonoïdes et évaluation des activités 
biologiques des oligomères synthétisés 
Résumé : L’oligomérisation enzymatique de la rutine et esculine a donné lieu à cinq fractions 
d’oligomères de masse moléculaire moyenne entre 2127,42 et 8331,85 g/mol pour la rutine et 
688,12 et 6973 g/mol pour l’esculine. L’analyse de ces fractions par FTIR montre que les 
fractions d’oligorutines sont obtenues à travers des liaisons C-C, C-O et C=O. Les fractions 
d’oligoesculines sont obtenues à travers des liaisons C-C. 
Une meilleure solubilité des oligorutines et des oligoesculines dans l’eau et une plus faible 
solubilité de ces oligomères dans l’éthanol comparé à leurs monomères a été mis en évidence.  
Une diminution de l’activité antiradicalaire vis-à-vis de DPPH•, ABTS+  et OH• 
proportionnelle à la masse moléculaire moyenne des fractions d’oligorutines a été observé, 
contrairement aux fractions d’oligoesculines qui montrent un important pouvoir chélateur de 
ces mêmes radicaux comparé à leurs monomère.  
 Une augmentation du pouvoir chélateur de fer, inhibiteur de la xanthine oxydase, réducteur 
du cuivre (CUPRAC), de l’activité antigénotoxique, ainsi que de l’activité stimulatrice de la 
prolifération des splénocytes, et des lymphocytes (B et T) proportionnelle au degré 
d’oligomérisation des oligomères étudiées a été noté.  
L’effet des fractions d’oligorutines et oligoesculines étudiées sur les macrophages en suivant 
la production de monoxyde d’azote (NO) montre un pouvoir anti-inflammatoire comparé à 
leurs monomères. L’étude de l’activité lysosomale induite par les fractions d’oligorutine 
révèle un pouvoir immunostimulateur proportionnelle à la masse moléculaire moyenne des 
oligorutines, et inversement proportionnelle à celle-ci pour les oligoesculines. 

Mots clés : Rutine, esculine, oligomérisation, activités antioxydante et antiradicalaire, activité 
chélatrice de fer, activités immunomodulatrice, cytotoxicité, activités génotoxique et 
antigénotoxique, solubilité. 

Title: Enzymatic oligomerization of flavonoids and evaluation of the biological activities 
of synthesized oligomers. 
Abstract: Rutin and esculin have been polymerized by laccase. Five fractions with wM  
between 2127.42 and 8331.85 g/mol for oligorutins, and between 688.12 and 6973 g/mol for 
oligoesculins, were obtained. Fourier transformed infrared analysis showed that oligorutins 
were formed through C–C, C–O and C=O linkages, while oligoesculins were obtained 
through C–C linkages. 
Oligorutins and oligoesculins show a higher solubility in water and a lower solubility in 
ethanol compared to their monomers.  
The oligomerization of rutin decrease its antiradical capacity, while oligoesculin fractions 
demonstrated a high antiradical activity compared to monomeric esculin. 
Oligomer fractions showed a better iron chelating power, xanthine oxidase inhibition, copper 
reducing power (CUPRAC), antigenotoxic activity, and splenocytes stimulator activity 
compared to their monomers.  
Oligorutin and oligoesculin exhibited an important anti-inflammatory capacity through the 
nitric oxide inhibition. 
Moreover, oligorutin fractions demonstrated an immunostimulatory effect proportional to 
their degree of oligomerization, while oligoesculin fractions showed an immunostimulatory 
effect inversely proportional to their degree of oligomerization.  

Key Words: Rutin, esculin, Oligomerization, antiradical and antioxidant activities, Iron 
chelating power, cytotoxic power, genotoxic and antigenotoxic activities, immunomodulatory 
activities, solubility. 
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