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La diminution des ressources pétrochimiques facilement accessibles, suscite, depuis ces vingt 

dernières années, un intérêt croissant pour l’utilisation de matières premières d’origine 

renouvelable afin d’équilibrer la chaîne d’approvisionnement et d’améliorer la qualité de la 

vie. L’utilisation des ressources naturelles renouvelables date de l’antiquité puisque l’homme 

a toujours su exploiter les ressources de carbone dont il disposait afin de répondre à ses 

besoins vitaux. Cette utilisation fut caractérisée par l’emploi de la biomasse sans réelle 

modification, puis s’en sont suivi des procédés de transformation adossés au développement 

de la pétrochimie qui a connu un développement considérable depuis la seconde guerre 

mondiale lors de la seconde révolution industrielle. La pétrochimie est très dépendante des 

ressources fossiles, telles que le pétrole et le gaz naturel, et leur exploitation contribue aux 

émissions de gaz à effet de serre. Le développement de la chimie biosourcée pour remplacer 

les composés d’origine fossile par des molécules d’origine renouvelable s’est 

considérablement accéléré depuis ces cinq dernières années. 

 La chimie bio-sourcée s’est tout d’abord fortement développée autour des agro-ressources 

annuelles ; elle se tourne également de plus en plus vers l’utilisation de la biomasse ligno-

cellulosique issue du bois car celle-ci constitue une source de carbone renouvelable 

particulièrement abondante sur terre et dont l’utilisation n’entre pas en compétition avec les 

ressources alimentaires. L’industrie de première transformation du bois génère chaque année 

des volumes importants de déchets qui sont à l’heure actuelle, soit recyclés vers d’autres 

filières comme la papeterie ou l’industrie des panneaux, soit utilisés comme source d’énergie, 

et donc vers des marchés de faible valeur ajoutée.  Le projet se situe dans ce contexte 

d’économie circulaire et de développement durable et de valorisation des co-produits de 

l’industrie du bois par l’exploitation des métabolites secondaires présents dans le bois, comme 

les composés phénoliques, et plus précisément les flavonoïdes. 

Les flavonoïdes sont des pigments naturels répandus dans tout le règne végétal où ils 

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

pathogènes ; ils sont également des composants incontournables de l'alimentation. Leurs 

propriétés biologiques in vitro se révèlent nombreuses. Les flavonoïdes ont un rôle à jouer en 

tant qu'additifs alimentaires ou cosmétiques. Ils peuvent être des agents conservateurs grâce à 

leurs activités anti-oxydantes et antibactériennes, des agents de saveur ou encore des 

colorants. L'importance des flavonoïdes va plus loin que leur présence dans l'alimentation. 

Certains flavonoïdes ont un potentiel en tant que matériel de départ pour le développement de 

nouveaux principes actifs. D'ailleurs, quelques médicaments et préparations cosmétiques 
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contenant un mélange de flavonoïdes ou de leurs dérivés sont actuellement commercialisés. 

Malgré leur fort potentiel applicatif, les flavonoïdes ont des limitations importantes en raison 

de leur faible biodisponibilité, qui pourrait être liée à leur faible stabilité dans des solutions 

neutres ou légèrement alcalines et à leur incapacité à traverser les membranes cellulaires, ce 

qui est un frein à leur utilisation. Les chercheurs ont été amenés à modifier ces molécules afin 

de pallier leur principal défaut, à savoir leur manque de solubilité dans les phases aqueuses ou 

lipophiles. 

Plusieurs méthodes ont été décrites dans la littérature pour faciliter leur utilisation. Ces 

techniques reposent entre autres sur la fonctionnalisation des molécules. L’acylation des 

flavonoïdes est une voie intéressante et prometteuse pour remédier à leurs inconvénients. Elle 

permet le greffage d’une chaîne grasse qui devrait améliorer la solubilisation des flavonoïdes 

dans des milieux lipidiques. L’acylation par des acides aromatiques peut aussi conduire à une 

modification de leur solubilité et à l’amélioration de leur stabilité. Par ailleurs, cette 

fonctionnalisation peut conférer aussi de nouvelles propriétés biologiques et physico-

chimiques à ces composés. 

Ce travail s’inscrit dans les projets de deux laboratoires, le Laboratoire d’Etudes et de 

Recherche sur le Matériau Bois (LERMaB) qui s’intéresse au matériau bois comme source de 

molécules et le Laboratoire Réactions et Génies des Procédés (LRGP) qui s’intéresse à la 

mise au point de nouveaux procédés, notamment par biocatalyse. 

L’objectif de ce travail est de fonctionnaliser des composés accessibles et abondants dans les 

ressources végétales et forestières afin d’obtenir des composés polyfonctionnels associant les 

propriétés originelles et d’autres propriétés apportées via la fonctionnalisation et pouvoir ainsi 

par exemple, améliorer la biodisponibilité par la modulation de leur balance hydrophile / 

hydrophobe (HLB), ou exacerber les propriétés initiales ou encore simplifier les formulations 

cosmétiques en leur apportant des propriétés d’auto-assemblage par le biais de l’utilisation de 

composés 2 en 1. 

Pour atteindre ces objectifs nous avons réalisé cette étude sur la base de flavonoïdes modèles 

tels que la catéchine, la rutine et la naringine, d’une part en raison de leur accessibilité et 

d’autre part en raison de leur structure aromatique permettant de penser que ces molécules ont 

une forte propension à l’auto-assemblage. Par la suite nous avons envisagé la 

fonctionnalisation par deux voies : l’hémisynthèse chimique et la catalyse enzymatique. Le 

choix des flavonoïdes modèles a été réfléchi en fonction du type de modification envisagée. 
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La voie chimique a été réalisée sur des flavonoïdes aglycones pour minimiser les étapes de 

protection / deprotection alors que la voie enzymatique a été utilisée pour modifier les 

flavonoïdes glycosylés en raison de la sélectivité des enzymes pour les glucides. L’objectif est 

d’obtenir deux types de composés, des composés bi- et tri-modulaires. 

Par hémisynthèse chimique nous avons ainsi pu accéder à des composés bi-modulaires, par 

estérification classique entre un acide gras et les groupements hydroxyles de la catéchine. 

Nous avons synthétisé deux séries de composés :  

 Les composés bi-modulaires de type I où des acides gras de différentes longueurs de 

chaines sont greffées sur les OH phénoliques  

 Les composés bi-modulaires de type II où des acides gras de différentes longueurs de 

chaines sont greffes sur le OH aliphatique  

Nous avons étudié également la réactivité des groupements hydroxyles des composés bi-

modulaires de type I par modélisation moléculaire. 

 

 

 

 

 

Figure 1. Représentation schématique de la structure des composés bi-modulaires (type 

I et II) 

Nous avons également préparé des composés tri-modulaires, composés de type III, par 

hémisynthèse chimique en associant un module polaire correspondant à la catéchine, un 

module de jonction correspondant à l’acide aminé, l’alanine, la lysine ou l’acide glutamique, 

et un module hydrophobe apporté par un acide gras. Trois structures tri-modulaires de type III 

ont ainsi été synthétisées, afin d’obtenir différents types de composés amphiphiles, tels que 

des composés amphiphiles conventionnels, ou geminis, ou bicaténaires. Les aminoacides 

utilisés ont été choisis, soit en tant que modèles, soit en raison de leur accessibilité comme la 

lysine, sous-produit de l’industrie sucrière ou encore l’acide glutamique, présent dans de 

nombreuses protéines végétales et animales. 

Chaine 

grasse 
Flavonoïde 
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Composé amphiphile 

conventionnel 

 

 

Composé  amphiphile bicatenaire 

 

Composé amphiphile gemini 

Figure 2. Représentation schématique des structures des composés tri-modulaires de 

type III 

Par hémisynthèse enzymatique, nous nous sommes intéressés en premier lieu à la synthèse de 

composés bi-modulaires à partir de flavonoïdes aglycones comme la catéchine, la quercétine 

et la naringénine. Les composés visés sont obtenus par greffage d’un acide gras ; la réaction 

est catalysée par lipase B de Candida antarctica (CAL-B) immobilisée sur support, qui est 

une enzyme disponible commercialement, et qui est connue pour sa stabilité, sa facilité de 

récupération et son recyclage. Des études portant sur la faisabilité de ces réactions d’acylation 

de flavonoïdes aglycones ont été menés en modifiant un certain nombre de facteurs, tel que le 

solvant, le ratio molaire flavonoïde / donneur d’acyle, la nature de l’enzyme et la nature du 

donneur d’acyle. 

En deuxième lieu nous avons synthétisé des composés tri-modulaires, composés de type IV, à 

partir des flavonoïdes glycosylés, rutine et naringine. De même que précédemment, les 

réactions mises en œuvre visent le greffage d’acides gras de différentes longueurs de chaine 

mais cette fois ci sur la partie glycosidique des flavonoïdes. Nous avons également entrepris 

des études cinétiques pour quantifier les effets de plusieurs paramètres importants comme la 

nature de la réaction, le ratio molaire flavonoïde / donneur d’acyle et l’activité de l’eau. 
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Figure 3. Représentation schématique des structure des composés tri-modulaires de type 

IV 

Finalement nous avons synthétisé des composés penta-modulaires, de type V, issus du 

greffage d’un acide dicarboxylique sur la naringine ou la rutine. Ces composés comportent 

deux entités flavonoïdes greffées de part et d’autre de la chaine carbonée du diacide. 

 

Figure 4. Représentation schématique des structure des composés penta-modulaires de 

type V 

A l’issue des synthèses, qu’elles soient chimiques ou enzymatiques, les propriétés physico-

chimiques des différents composés ont été étudiées, notamment la solubilité dans l’eau, les 

propriétés antioxydantes et tensioactives. Certaines activités biologiques ont également été 

étudiées comme l’activité antioxydante ou l’activité antiproliférative vis-à-vis de cellules 

CaCo2. Afin de comprendre l’effet de la structure des composés sur leur capacité 

antioxydante,  des travaux de modélisation moléculaire ont été entrepris ; des corrélations 

entre l’activité antioxydante  des composés déterminée expérimentalement et des descripteurs 

de réactivité chimique calculés in silico ont été recherchée 

Il est important dans ce travail de pouvoir répondre aux questions scientifiques suivantes : 

Qu’elle est la différence entre la voie de synthèse chimique et la voie de synthèse 

enzymatique et laquelle est la plus performante ? Pour obtenir un produit ayant plusieurs 

propriétés, quelle voie de synthèse faut aborder ? 
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Ce mémoire est structuré en quatre chapitres : 

Le premier chapitre présente un état de l’art sur la ressource bois, mais également une étude 

bibliographique sur les polyphénols, la modification structurale des flavonoïdes par voie 

chimique, enzymatique et chimio-enzymatique. Les propriétés et activités des flavonoïdes et 

leurs dérivés sont donnés, ainsi que des exemples d’application de ces composés. Le but de ce 

travail étant de déterminer les voies de production de nouveaux tensioactifs, une partie de ce 

chapitre est consacrée aux propriétés d’auto-assemblage des molécules. 

Le deuxième chapitre porte sur les travaux expérimentaux menés pour l’obtention de dérivés 

de flavonoïdes par fonctionnalisation soit par voie chimique, soit par catalyse  enzymatique. 

Le chapitre suivant rassemble la caractérisation des propriétés physico-chimiques et des 

activités biologiques des esters de flavonoïdes et des molécules natives. Une comparaison 

permet de mettre en évidence l’effet de l’acylation sur les activités existantes et/ou 

l’apparition de nouvelles activités. Ce chapitre présente également l’étude de l’effet de 

l’acylation sur les activités en les reliant à des paramètres moléculaires. 

Le dernier chapitre décrit les matériels et les méthodes mises en œuvre pour mener les 

différentes investigations abordées dans cette thèse. 
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Chapitre 1: État de l’art 
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1. Le bois 
 

Le bois est un matériau renouvelable, tout à fait adapté aux enjeux actuels dans le domaine de 

la construction « durable ». L’utilisation de ce matériau contribue au stockage du CO2 

puisqu’il agit comme un puit de carbone durant toute sa durée de vie. La qualité du bois est 

liée à sa structure macroscopique et microscopique mais aussi à la structure submicroscopique 

des parois cellulaires, qui est déterminée par ses constituants chimiques. Le bois est 

principalement composé de quatre parties principales : l'écorce, l'aubier, le duramen et la 

moelle respectivement de l'extérieur vers l'intérieur. Les différentes parties peuvent 

généralement être distinguées par la couleur, mais certaines espèces, en particulier les bois 

tropicaux, ne présentent pas de différence de couleur entre l'aubier et le bois de cœur, ce qui 

les rend indiscernables [1].  

 

Figure 5. Schéma multi-échelles du bois (Harrington et al. 2002) 

A l’intérieur d’un même genre, la variabilité observée entre les espèces est généralement 

confirmée par la variabilité au niveau moléculaire, c’est-à-dire par la composition chimique.  

Cette composition chimique du bois varie selon les espèces, les différentes parties de l'arbre, 

la situation géographique, le climat et les conditions du sol. Les constituants majeurs du bois 

sont le carbone (de 45 à 50% en masse), suivi par l’oxygène (40-50%), l’hydrogène (6%) et 

l’azote (moins de 1%) [2]. Les constituants chimiques des essences de bois sec sont des 

substances dites structurelles et des substances non structurelles. Les substances structurelles 
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à masse moléculaire élevée sont la cellulose, les hémicelluloses et la lignine, et les substances 

à faible masse moléculaire constituent les extractibles.  

 

Figure 6. Classification générale et contenu des composants chimiques du bois 

Il est intéressant de valoriser les coproduits de l’industrie du bois non pas par l’utilisation des 

polymères de la biomasse mais par l’exploitation des métabolites secondaires présents dans le 

bois. En effet, ces molécules de structure souvent complexe, difficilement synthétisables par 

des voies de synthèse organique classique, ne sont pas valorisées. Il s’agit donc de les extraire 

avant de transformer la biomasse ligno-cellulosique en chaleur ou en panneaux. Ces 

extractibles représentent souvent des quantités restreintes mais peuvent conduire, de par leur 

valeur ajoutée, à des marges de profit potentielles importantes. Tous les coproduits du bois ne 

contiennent pas forcement des biomolécules susceptibles d’être valorisables, la présence de 

ces dernières étant liée à la nature du « déchet » envisagé et à la nature de l’essence utilisée. 

C’est le cas notamment des nœuds qui sont rapportés pour contenir des quantités importantes 

de substances extractibles. L’intérêt principal de ces composés réside dans le fait qu’ils 

présentent de nombreuses propriétés biologiques pouvant conduire à différentes applications 

pharmaceutiques.  

1.1 La cellulose 

La cellulose est le biopolymère le plus abondant et le plus important au monde. C’est un 

homopolysaccharide linéaire polydispersé constitué de fragments β-D-glucopyranose liés 

entre eux par des liaisons (14)-glycosidiques. La structure fibreuse serrée créée par les 

liaisons hydrogène donne les propriétés matérielles typiques de la cellulose, telles que la 
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résistance à la traction élevée et l'insolubilité dans la plupart des solvants [3]. La cellulose est 

présente en pourcentage élevé d'environ 40 à 45 % du poids d'un morceau de bois [4], les 

résineux ayant un pourcentage plus élevé que les feuillus. C'est le composé qui donne de la 

résistance au bois car il est particulièrement fort en tension. 

 

Figure 7. Structure de la cellulose 

1.2. L ’hémicellulose 

Les hémicelluloses sont d'autres polymères naturels majeurs à base de glucides, qui sont des 

hétéropolysaccharides et sont clairement moins bien définis que la cellulose. Les unités de 

construction des hémicelluloses sont les hexoses, les pentoses ou les désoxyhexoses. Ces 

unités existent principalement sous forme de structures à six chaînons (pyranose) sous les 

formes α ou β. Les hémicelluloses varient entre les feuillus et les résineux selon le type et le 

contenu. Il est généralement composé d'environ 18 à 35 % de bois et est moins résistant que la 

cellulose et a une plus grande capacité d'absorption d'eau car il est hygroscopique [5]. 

 

Figure 8. Structure de l’hémicellulose 

1.3. La lignine  

La lignine est un polymère amorphe composé de molécules phénoliques qui représente 

environ 20 à 35 % de la masse du bois. La lignine et l'hémicellulose sont toutes deux connues 

pour rigidifier les fibres de bois individuelles en agissant comme des adhésifs qui 

maintiennent les fibres ensemble. La lignine contient environ 40 % de l'énergie possible de la 

biomasse en raison de sa forte teneur en carbone [6]. 
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Figure 9. Structure de la lignine 

1.4. Les extractibles 

 Les composés de faible poids moléculaire que l’on trouve dans la structure poreuse du bois 

sont nommés extractibles. Ils ne sont pas liés à la structure des parois cellulaires par des 

liaisons covalentes et sont par conséquent accessibles aux solvants et donc extractibles d’où 

leur nom. La majeure partie des extractibles se trouve dans le lumen des cellules du bois ou 

dans les tissus spécialisés. Ils se trouvente aussi dans les pores des parois des cellules du bois. 

Les teneurs en extractibles sont dépendants de nombreux facteurs, dont l’élément anatomique 

en question, la position dans l’arbre, la vitesse de croissance de l’arbre, l’origine 

géographique, la génétique et la saison. La teneur en extractibles augmente progressivement 

de la moelle vers la périphérie du bois de cœur, aussi bien pour les duramens foncés que pour 

les pales. Les taux d’extraits varient entre 0.5 – 1 % jusqu’à 15 – 20 % dans le meilleur des 

cas. Différentes familles, genres et espèces contiennent différents types d’extractibles. Les 

classes principales de composés organiques extractibles sont les composés terpéniques, les 

tannins hydrolysables et condensés, les stilbènes, les lignanes et les flavonoides. 

1.4.1. Les composés terpéniques  
 

Les terpènes sont synthétisés par les cellules épithéliales (tissu spécialisé du parenchyme) 

bordant les canaux résinifères. Elles sont catégoriquement considérées comme des produits de 

condensation des unités C5 d’isoprène (C5H8). Deux unités d’isoprène conduisent à la 

formation de monoterpènes en C10, trois aux sesquiterpènes, en C15, quatre aux diterpènes, 

en C20, cinq aux sesterpènes, en C25, six aux triterpènes, en C30, huit aux tetraterpènes, en 

C40 et au-delà aux polyterpènes.  
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Figure 10. Exemples de structures des terpènes  

Les terpènes protègent les plantes et le bois des agents pathogènes tel que les moisissures, les 

champignons et les bactéries, et peuvent attirer les insectes pollinisateurs ou repousser les 

herbivores. A. Saniewska et al. [7] ont démontré que les hinokitiols (β-thujaplicin) peuvent 

fortement inhiber la croissance des champignons tel que le Coriolus versicolor, Phanerochaete 

chrysosporium, Poria placenta et Gloephyllum trabeum [8].  

Les terpénoïdes sont des composés anticancéreux. Leurs mécanismes d’action sont divers tel 

que la neutralisation du stress oxydatif, la potentialisation des antioxydants endogènes et 

l’amélioration du potentiel de détoxification [9]. 

 Les monotèrpenes (Camphène, (R)-camphre, (R)-carvone, 1,8-cinéole, cuminaldéhyde, (S)-

fenchone, géraniol, (R)-linalool, (1R, 2S, 5R)-menthol, myrcène et thymol) ont des activités 

antifongiques contre certaines champignons phytopathogènes comme la Rhizoctonia solani et 

Fusarium oxysporum, qui provoquent la moisissure verte et noire [10]. Garcia et al. ont 
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démontré que la L-carvone de P. sylvestris inhibe considérablement la croissance des 

champignons [11]. Une autre étude qui a été menée par D.B Turley et al. a montré que ces 

composés peuvent détruire fermement  Escherichia coli T. Escherich [12].  

Les bétunlines sont des pentacyclique de triterpene présents dans l'écore du bouleau. Ils ont 

des propriétés intéressantes comme les propriétés anti-moisissures et anti-bactériennes [13]. 

Le lupeol est un triterpene  chimio préventifs, cytotoxiques et anti-oxydante. 

1.5. Extractibles phénoliques 

Les extractibles phénoliques du bois sont très variés. Leu structure peut correspondre à un 

phénol de structure simple, de squelette C6, C6-C1 et C6-C2 (noyau benzénique et une chaine 

a deux atomes de carbones), ou de structure plus complexe comme celle des tannins 

condensés. 

1.5.1. Les phénols simples, aldéhydes phénoliques et acides phénoliques 
 

L’acide gallique est un acide phénolique commun dans les plantes ligneuses où il est sous 

forme d’acide quinique ou encore sous forme de tanins hydrolysables, les tanins dits 

galliques. Les dimères de l’acide gallique, l’acide hexahydroxydiphenique et l’acide 

ellagique, sont à la base des tanins hydrolysables de type ellagique. 

 

Figure 11. Structures de l’acide gallique 

Les aldéhydes benzyliques sont distribués amplement dans la nature, et ont un squelette C6-

C1. Le salicylaldehyde, le p-hydroxybenzaldehyde, le p-anisaldehyde et le 

protocatechualdehyde, sont les aldéhydes benzyliques les plus répandus. Le p-anisaldehyde se 

trouve dans l’huile essentielle de mimosa, de fenouil et de vanille. 

 

Figure 12. Exemples d’aldéhydes benzyliques  
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Purs, les phénols simples sont incolores mais très sensibles à l’oxydation et deviennent bruns 

ou foncés à l’exposition à l’air. Ils sont solubles dans les solvants basiques, mais leur 

oxydation est facilitée en milieu alcalin. La plupart des glycosides de ces phénols sont 

solubles dans l’eau, ce qui n’est pas le cas de leur aglycones. Les esters et les éthers de ces 

phénols sont encore moins solubles dans l’eau que les phénols correspondants. Ils absorbent 

fortement dans l’UV, en raison de leur structure aromatique ; En plus ils sont visibles en 

microscopie grâce aux noyaux benzéniques qui réagissent avec de nombreux réactifs 

chromogènes. 

1.5.2. Les tannins 
 

Les tannins sont des composés phénoliques solubles dans l’eau dont la masse molaire se situe 

entre 500 et 3000 g/mol ; ils peuvent être engagés dans les réactions caractéristiques des 

phénols en général, et sont de plus capables de précipiter les alcaloïdes, la gélatine et les 

autres protéines. 

Deux types de tanins se trouvent dans le bois : les tanins hydrolysables qui sont des esters des 

acides galliques et hexahydroxydiphenique et de leurs dérivés, et les tanins condensés qui sont 

des oligomères catéchiques. 

A                                                                                                  B 

 

Figure 13. Tannin hydrolysable (A) et tannin condensé (B) 

Les tannins hydrolysables sont synthétisés par une grande variété d’arbres. Ils peuvent se 

produire dans le bois, l'écorce, les feuilles, les fruits et les galles [14], [15]. Certaines espèces 

produisent des gallotannins ou des ellagitannins, tandis que d'autres produisent des mélanges 
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complexes contenant des tanins gallo, ellagi- et condensés. Certaines plantes possèdent à la 

fois des tanins condensés et hydrolysables comme par exemple les Acacia, Acer et Fagaceae 

[16], [17]. En revanche, d’autres espèces, comme le châtaignier et le chêne ont des tanins 

hydrolysables, par contre le quebracho et le mimosa ont du tanin condensé [18]. 

Les tanins condensés ou proanthocyanidines sont des oligomères hétérogènes dont la structure 

est basée sur les flavan-3-ols. Ils sont formés comme sous-produits du processus par lequel les 

flavan-3-ols parents sont formés. Les tanins condensés sont présents de façon assudue dans 

les tissus épidermiques des plantes, dans les feuilles, l’écorce et le phloème de l’écorce et en 

sont absents du bois d’aubier et de cœur. Cependant, il y a plusieurs exceptions, comme dans 

le cas des genres d’Acacia et Schinopsis dont le bois de cœur est utilisé comme source de 

tanins condensés.  

Les tanins peuvent précipiter les protéines, inhiber les enzymes digestives et réduire 

l'utilisation de vitamines et de minéraux. D'autre part, ils ont été considérés aussi comme  

composants «favorables à la santé» dans les aliments et les boissons à base de plantes. En 

autres, les tanins possèdent des potentiels anticancérogènes et antimutagènes, ainsi que des 

propriétés antimicrobiennes, antioxydantes et antiradicalaires [19]. 

1.5.3. Les stilbenes 
 

Les stilbènes sont synthétisés par l’addition de une à trois molécules de malonyl-CoA aux 

acides cinnamiques qui dérivent de la voie de biosynthèse des phénylpropanes. Le stilbène se 

trouve dans les espèces du genre Alnus. C’est aussi un constituant de la peau des raisins 

rouges et se trouve dans les vins rouges également. Ils font également partie de la structure 

des tanins condensés de l’écorce de l’épicéa de Norvège. 

 

Figure 14. Structure des stilbènes  

Les stilbènes sont bactéricides et insectifuges. Ils sont importants pour la résistance aux 

champignons de pourriture du bois, et des études ont été menées pour induire la biosynthèse 
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du stilbène en irradiant les semis pour rendre le bois plus résistant à la biodégradation. Ils 

affectent également les propriétés techniques du bois. 

1.5.4. Les lignanes 
 

Les lignanes sont des dimères constitués par deux unités phenylpropane (C6 – C3) reliées par 

une liaison β – β au niveau du carbone C8 [21]. Ils sont classifiés dans huit sous-groupes 

suivants en fonction comment l'oxygène est incorporé dans le squelette et du schéma de 

cyclisation: furofurane, furane, dibenzylbutane, dibenzylbutyrolactone, aryltétraline, 

arylnaphtalène, dibenzocyclooctadiène et dibenzylbutyrolactol.  

 

Figure 15. Structure des lignanes  

Les lignanes apparaissent dans tout le règne végétal et possèdent des  propriétés 

antifongiques, antibactériennes et insecticides. Ces composés servent dans les systèmes de 

défense des plantes et jouent également un rôle dans la régulation de la croissance des plantes 

[22]. Le syringol par exemple, est un produit de pyrolyse de lignine du bois de feuillus, et est 

un produit chimique principal responsable de l'arôme de fumée [23]. 

1.5.5. Les flavonoïdes 
 

Les flavonoïdes appartiennent à la famille des dérivés de diphénylpyrane polyhydroxylé 

naturels. Ils sont omniprésents dans les extraits des plantes [24]–[26] mais font également  

partie intégrante de l’alimentation humaine, où ils sont majoritairement trouvés dans les 

boissons, les fruits et les légumes [27]–[29]. Ils ont une origine biosynthétique commune et, 

de ce fait présentent le même élément structural de base, un  noyau benzopyrane ou chromane 

(cycle A et C), sur lequel est attaché un groupement phényl (cycle B) en position 2 ou 3. En 

fonction de la position de ce cycle, deux familles sont distinguées : les flavonoïdes qui sont 

substitués en position 2 et les isoflavonoïdes qui sont substitués en position 3. 
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Figure 16. Squelette de base des flavonoïdes 

Plus de 4000 molécules jusqu’à présent ont été classifiées en six familles différentes par le 

niveau d'oxydation et la configuration de substitution du noyau C. Les composés de chaque 

sous-classe se distinguent par le nombre, la position et la nature des substituants (groupements 

hydroxyles, méthoxyles et autres). Parmi les nombreuses classes de flavonoïdes on trouve les 

flavones, les flavanones, les isoflavones, les flavonols, les flavan-3-ols et les anthocyanidines 

(Figure) 
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Naringénine OH OH OH 

 

 

 

 

 

 

 5 7 4’ 3’ 

Génistéine OH OH OH OH 

 

Figure 17. Les différentes classes des flavonoïdes 

Pour chaque flavonoïde, les molécules différaient par le nombre et la position des groupes 

hydroxyle, la présence de substituant sur la génine (flavonoïde non substitué) et le degré de 

polymérisation.  

Les flavonoïdes existent généralement sous une forme glycosylée. La présence de sucres 

modifie les propriétés de la molécule, notamment sa solubilité et son hydrophobicité, par 

rapport aux analogues non glycosylés. La liaison entre l'aglycone et le sucre se fait 

généralement par l'un des groupements hydroxyles phénoliques, notamment ceux en positions 

 5 7 4’ 3’ 

Catéchine OH OH OH OH 
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3 pour les flavonols ou ceux en position 7 pour les flavonoïdes ; parfois si les postions 6 et 8 

sont hydroxylées, la liaison se fait sur ces deux positions. De plus, les sucres peuvent se lier 

directement aux aglycones. Les fractions osidiques peuvent être des monosaccharides, des 

disaccharides, des trisaccharides ou même des tétrasaccharides 

2. Activités et domaine d’applications des différentes classes de 

flavonoïdes 
 

Les flavonoïdes possédant une activité biologique sont souvent appelés bioflavonoïdes. Ils 

possèdent la capacité de capter les radicaux superoxydes, hydroxyles et lipidiques [30]. Les 

flavonoïdes ont une longue histoire d'utilisation médicinale, principalement pour soutenir la 

fonction saine des capillaires et des vaisseaux sanguins. Ils sont commercialisés comme 

remèdes anti-inflammatoires et antispasmodiques [31]. De plus, les analogues de flavonoïdes 

et leurs complexes métalliques jouent un rôle important dans la chimie agricole, industrielle et 

pharmaceutique [32]. Les flavonoïdes sont divisés en plusieurs sous-groupes, et il est 

important de mentionner que les propriétés biologiques et chimiques des flavonoïdes 

appartenant à différents sous-groupes peuvent être très différentes [33]. 

2.1. Les flavanols 

Les flavanols constituent un groupe très complexe de polyphénols allant des flavan-3-ols 

monomères (par exemple catéchine, épicatéchine, gallocatéchine) aux procyanidines 

polymères connues sous le nom de tanins condensés [34]. La catéchine est le représentant le 

plus important du groupe des flavanols. La catéchine empêche l'oxydation des protéines par sa 

capacité à piéger les radicaux libres. De plus, elle possède la capacité de réduire la 

modification covalente des protéines induite par les ROS ou les sous-produits issu du stress 

oxydatif [35]. De plus, la catéchine présente des propriétés anti-athérosclérotiques. Il a été 

démontré qu’elle provoque l'inhibition de l'oxydation des lipoprotéines de basse densité 

(LDL), la réduction de l'endothéline et le blocage de l'agrégation plaquettaire [36], [37]. Les 

catéchines ont également révélé une activité anti-cancérigène. Elles peuvent limiter la 

prolifération cellulaire et induire l'apoptose, ainsi que moduler et inhiber l'activité du NFKB 

[38]. De même, le polyphénol catéchine semble être un promoteur efficace de la 

thermogenèse [39]. De plus, la catéchine et l'épicatéchine jouent un rôle crucial dans la 

défense contre les agents pathogènes du thé [40]. À leur tour, les catéchines du thé vert ont été 

présentées comme possédant des effets antibiotiques en raison de leur fonction de 



29 
 

perturbation du processus de réplication de l'ADN bactérien [41]. Les catéchines du thé noir 

ont des propriétés antidiabétiques. Il est bien connu que le thé noir présente  une activité 

inhibitrice la plus élevée de l'α-amylase et de l'α-glucosidase élevée [42]. Il a également été 

suggéré que la catéchine provoque l'augmentation de l'activité de l'insuline, mais il n'y a pas 

suffisamment de preuves pour confirmer cet état [43]. 

 

Figure 18. Structure de la catéchine, l’épicatchéine et la gallocatéchine 

2.2. Les flavanones 

Les flavanones sont largement disséminées dans environ 42 grandes familles de plantes, en 

particulier chez les légumineuses et les rutacées. En raison de la forte diffusion des flavanones 

dans les aliments, les aglycones de la naringénine et de l'hespéridine semblent présenter un 

intérêt particulier [44]. Les principales activités pharmacologiques des flavanones sont les 

effets antiradicalaires, anti-inflammatoires, anticancéreux, cardiovasculaires et antiviraux 

[44]. Les flavanones de naringénine sont très efficaces pour inhiber les cytokines pro-

inflammatoires induites par le lipopolysaccharide dans les macrophages et réduire la 

production de nitrate et de nitrite qui sont des indicateurs du processus inflammatoire pour 

contrôler la formation d'œdème intestinal [45], [46]. La naringénine, présente une activité 

antimutagène qui se manifeste par un effet protecteur de l'ADN par leur capacité à absorber la 

lumière UV [47]. On pense que les flavanones ont un potentiel anti-athérosclérose. Les études 

ont démontré la réduction de l'athérosclérose chez les souris nourries avec un régime riche en 

graisses et en cholestérol en utilisant une supplémentation en naringénine à un niveau 

nutritionnellement pertinent. Ce résultat pourrait être exploité pour améliorer la dyslipidémie 

et les biomarqueurs de la dysfonction endothéliale, ainsi que les modifications de l'expression 

des gènes. Ainsi, les flavanones peuvent prévenir les maladies cardiovasculaires [48]. 
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Figure 19. Structure de la naringénine et l’hespéridine 

2.3. Les flavonols 

Les flavonols (3-hydroxyflavones) sont l'un des sous-groupes de flavonoïdes les plus analysés 

en raison de l'importance de leurs propriétés antioxydantes et d'autres activités biologiques. 

Parmi les principaux flavonols, on distingue la quercétine, le kaempférol ou la myricétine 

[49]. L'activité antioxydante des flavonols peut limiter les dommages oxydatifs causés aux 

cellules, des lipides ou à l'ADN. La quercétine est le principal représentant de la sous-classe 

des flavonols qui, en tant qu'antioxydant puissant, empêche l'oxydation des lipoprotéines de 

basse densité in vitro. Elle protège les structures cellulaires et les vaisseaux sanguins des 

effets néfastes des radicaux libres (activité antioxydante et anti-inflammatoire). De plus, la 

quercétine agit comme agent antihistaminique prévenant les allergies ou l'asthme. Les 

propriétés antioxydantes de la quercétine se sont manifestées dans la réduction du cholestérol 

LDL et la protection contre les maladies cardiaques. Elle peut également bloquer une enzyme 

entraînant une accumulation de sorbitol qui a été associée à des lésions nerveuses, rénales ou 

oculaires chez les diabétiques. La quercétine peut protéger contre la formation de cataracte. 

Elle peut également être considérée comme un stimulateur des récepteurs a œstrogènes [33]. 

Le kaempférol a été étudié pour moduler un certain nombre d'éléments clés dans les voies de 

transduction du signal cellulaire liées à l'angiogenèse, à l'apoptose, aux métastases et à 

l'inflammation. Ce flavonol semble permettre le maintien d’une viabilité cellulaire normale, 

exerçant généralement un effet protecteur des cellules  [50]. Quant à la myricétine, elle exerce 

un spectre d’activités : antioxydant, limitation de la glycation non-enzymatique, de 

l’hyperlipidémie, de l'anti-inflammation, inhibition de l'aldose réductase [51]. La myricétine 

semble être un agent efficace pour arrêter de fumer [52]. 
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Figure 20. Structure de la queréctine, le kaempférol et la myricétine 

2.4. Les flavones 

Les flavones sont structurellement très similaires aux composés de type flavonol ; elles 

présentent un groupement hydroxyle supplémentaire en position 3 du carbone. Les principales 

flavones sont l'apigénine et la lutéoline. Il a été rapporté que l'apigénine possède des 

propriétés anti-inflammatoires, anticancérigènes et antioxydantes importantes. Il a été 

démontré que l'apigénine inhibe la mutagenèse bactérienne induite par le benzo[a]pyrène et le 

2-aminoanthracène [53]. L'apigénine peut agir comme inhibiteur sévère de l'ornithine 

décarboxylase, une enzyme jouant un rôle essentiel dans la promotion tumorale. Les effets 

anti-cancérigènes de cette flavone sont indiqués dans un modèle de carcinogenèse cutanée 

[54]. La lutéoline possède de multiples effets biologiques tels que anticancéreux, 

antiallergique et anti-inflammatoire [55]. Ainsi, la lutéoline se comporte comme un 

antioxydant ou un prooxydant biochimiquement. La lutéoline peut montrer ses propriétés 

antioxydantes en protégeant ou en prolongeant les antioxydants endogènes tels que : la 

glutathion réductase, la glutathion-S-transférase, la superoxyde dismutase [56]. L’effet anti-

inflammatoire de la lutéoline s’explique par une limitation de la production des cytokines et 

une inhibition des voies de transduction du signal [57]. 

 

Figure 21. Structure de l’apigénine et la lutéoline 
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2.5. Les isoflavones 

Les isoflavones sont une sous-classe distinctive et très importante des flavonoïdes. Les 

principales isoflavones présentes dans l'alimentation humaine sont la génistéine et la 

daidzéine, qui existent dans quatre structures chimiques apparentées, à savoir les aglycones, 

les 7-O-glucosides, les 6'-O-acétylglucosides et les 6'-O-malonylglucosides [58]. Les 

composés de type isoflavone semblent avoir des effets sur le système cardiovasculair, sur la 

santé des femmes ménopausées, et seraient même capables de prévenir le cancer. Ils peuvent 

également avoir des effets antioxydants au niveau des vaisseaux sanguins [59]. L'une des 

principales isoflavones, la daidzéine inhibe les isoenzymes de classe I de l'alcool 

déshydrogénase humaine (ADH) et l'aldéhyde déshydrogénase mitochondriale humaine 

(ALDH-2), enzymes impliquées dans la transformation de l’alcool. De plus, la daidzéine 

présente un effet antioxydant [60]. Un autre isoflavone bien connue, la génistéine est un agent 

chimiopréventif potentiel dans le traitement ou la prévention de divers types de cancer. 

Certaines études montrent également que la génistéine posséde un effet anabolisant sur l'os en 

agissant directement sur les ostéoblastes, et prévenient ainsi la perte osseuse [61], [62]. 

 

Figure 22. Structure de la génistéine et la daidzéine 

2.6. Les anthocyanidines 

Les anthocyanidines constituent un groupe de composés phytochimiques, comme les 

pigments naturels qui sont responsables des couleurs bleu, rouge, violet et orange présentes 

dans de nombreux fruits et légumes, ainsi que dans de nombreux produits alimentaires à base 

de fruits et légumes. Les anthocyanidines les plus courantes présentes dans les fruits et 

légumes sont : la cyanidine, la pélargonidine, la delphinidine, la malvidine, la pétunidine et la 

péonidine. Ces composés dépendent du nombre et de la position des groupes hydroxyle et 

méthoxyle présents dans leur structure[63]. Des travaux ont révélé que les anthocyanidines 

jouent un rôle essentiel dans la prévention des maladies cardiovasculaires, la décomposition 

du cholestérol, l'acuité visuelle, ainsi que l'efficacité antioxydante et la cytotoxicité [64]. Les 

anthocyanidines sont capables d'agir sur différentes cellules participant au développement de 
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l'athérosclérose. Il a été démontré que ces composés ont un effet protecteur contre l'excrétion 

de MCP-1 (protéine chimiotactique des monocytes chimiokines 1) induite par le TNF-α dans 

les cellules endothéliales humaines primaires. MCP-1 est l'une des causes directes de 

l'athérogenèse [65]. Il convient de mentionner que les anthocyanidines ont une influence sur 

la distribution du cholestérol en protégeant les cellules endothéliales de la signalisation pro- 

inflammatoire induite par le CD40 [66].

 

Figure 23. Structure de la cyanidine, la pélargonidine, la delphinidine, la malvidine, la 

pétunidine et la péonidine 

3. Fonctionnalisation des flavonoides 
 

L'utilisation pratique des flavonoïdes pour des applications cosmétiques, pharmaceutiques, 

diététiques et en agro-alimentaire fait face à un certain nombre de problèmes majeurs:  

 La mise en solution des flavonoïdes et des hétérosides est extrêmement difficile. Ainsi, 

les génines sont plutôt liposolubles alors que les hétérosides sont plutôt hydrosolubles ;  

dans les deux cas la solubilité est très faible. 

 Le caractère antioxydant des flavonoïdes ainsi que leur très grande réactivité vis-à-vis de 

l'oxygène ou de la lumière les rendent particulièrement instables. Cette instabilité est due 

à la présence de groupements hydroxyles phénoliques libres qui s'oxydent facilement en 

contact avec l'oxygène ou de la lumière. La stabilité de ses flavonoïdes peut aussi être 

affectée par d'autres facteurs tels que la température, le pH et la présence d'agents 

complexants. 
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  La concentration de ces molécules dans les extraits des plantes est généralement faible et 

les activités énoncées ne sont pas systématiquement retrouvées dans ces extraits. 

La recherche de moyens permettant d’une part de conférer une stabilité satisfaisante aux 

dérivés phénoliques en général, et d'autre part de les rendre liposolubles ou hydrosolubles, a 

conduit les chercheurs à développer différentes approches reposant sur des modifications de 

leur structure chimique. 

3.1. Fonctionnalisation des flavonoïdes par voie chimique 

Malgré de nombreux rôles prometteurs des flavonoïdes, les attentes n'ont pas été remplies en 

raison de l'instabilité et de la très faible biodisponibilité orale des flavonoïdes alimentaires 

lorsque les études ont été étendues à la condition in vivo, et en particulier chez les humains 

[67]. Une modification structurale devient alors une nécessité pour les chercheurs afin de 

pallier leur défaut, et savoir leur manque de solubilité dans les phases lipophiles ou aqueuses. 

 Hydroxylation des flavonoïdes  

Plusieurs travaux ont été réalisés afin d’augmenter la solubilité des flavonoïdes dans les 

phases aqueuses, par hydroxylation, où on introduit un atome d'oxygène dans un mode de 

haute régio et stéréosélectivité. Par exemple, Chu et al. (2016) ont hydroxylé  

régiosélectivement la naringénine en position 3’ ainsi que l’hespéretine afin d’obtenir des 

composés ayant une activité antibactérienne  [68] 

 Glycosylation des flavonoïdes 

Les approches biologiques pour la glycosylation des aglycones en glycosides ont suscité un 

intérêt considérable car elles permettent la formation de nouveaux composés avec une stéréo- 

et régio-sélectivité élevée dans des conditions douces. Elle consiste à ajouter un sucre sur la 

structure de base des flavonoïdes. Santos et al. (2013) ont établi une méthodologie simple, 

régio- et stéréosélective en une étape pour la mono-C-glycosylation de la naringine avec du 

D-glucose par catalyse avec des triflates de métaux de terres rares dans de l'acétonitrile/eau. 
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Schéma 1. Glycosylation de la naringénine (Santos et al. 2013) 

 Amination des flavonoïdes 

L’amination des flavonoïdes de fait via une substitution amino régiosélective de groupes 

hydroxyle phénoliques dans des conditions relativement douces sans catalyseur [72]. Hashida 

et al. (2009) ont synthétisé le 4’-C-amino-épigallocatéchine en traitant l’épigallocatéchine 

avec du NH3 dans l’eau. 

 

Schéma 2. Reaction de l’épigallocatéchine duramt un traitement au NH3 (Hashida et al. 

2009) 

 Acylation des flavonoïdes 

D’autre part, l’augmentation de solubilité des flavonoïdes en milieu hydrophobe est un défi 

aussi pour les chercheurs, actuellement il existe trois méthodes pour avoir des flavonoïdes 

acylés, soit par la synthèse des composés qui ont une chaine grasse en utilisant des enzymes 

spécifiques [73] soit par extraction directe de composés phénoliques acylés [74] ou par 

l’acylation par voie chimique. Classiquement, la réaction d'acylation et ou estérification est 

réalisée toute en changeant plusieurs paramètres tel que en utilisant d’agent d’activation et à 

haute ou basse température [75]. Dans la plupart de cas, l’estérification est faite par des acides 
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gras ou par des chlorures d’acides, ces derniers sont généralement des chaines aliphatiques 

qui peuvent avoir des ramifications et/ou des cycles d’hydrocarbures.  

La structure de l’épigallocatéchine gallate (EGCG) a été modifiée dans le but améliorer sa 

lipophilicité, et son absorption cellulaire in vivo. Les EGCG-3’ ,5’ ,3’’,5’’-O-tetraesters 

d’acide stéarique, eicosapentaenoique et docosahexaenoique ont été obtenus par estérification 

de l’EGCG. Ces dérivés lipophiles d'EGCG ont montré une plus grande activité antioxydante 

dans le piégeage du radical 1,1-diphényl-2-picrylhydrazyle (DPPH) que l'EGCG lui-même. 

Ces résultats suggèrent que les dérivés d'EGCG peuvent être utilisés comme antioxydants 

lipophiles potentiels dans les industries alimentaires, cosmétiques et médicinales [76].  

 

Figure 24. Structures des dérivés d’EGCG (Zhong et al. 2011) 

Les activités antitumorales des 3-O-octanoyl- ou 3-O-(2-méthyloctanoyl)-(-)-

épigallocatéchines synthétisés ont été évalués, inhibant nettement l'activation précoce de 

l’antigène du virus d'Epstein-Barr, dans un test de cancérogenèse cutanée en deux étapes chez 

la souris dans le but de rechercher des agents  chimiopréventifs anticancéreux prometteurs. En 

conséquence, ces dérivés ont inhibé une formation de papillome 1,3 à 1,6 fois plus fortement 

que le (-)-épigallocatéchine [77]. Les 3-O-acyl-(+)-catéchines de différentes longueurs de 

chaine carbonée (C4 à C18) ont été évaluées pour leurs effets inhibiteurs sur l'activation de 

l'antigène précoce du virus d'Epstein-Barr. Comme les 3-O-acyl-(-)-épigallocatéchines, les 

dérivés de (+)-catéchine ont montré des effets prometteurs avec la chaîne acyle C-3 des 

atomes de carbone C8-C11 [78]. 

Une série de (-)-épigallocatéchines 3-O-acylées a été synthétisée et leur inhibition de la 

stéroïde 5α-réductase a été étudiée. Ils ont été préparés à partir de la réaction de l'EGCG avec 

le chlorure de tert-butyldiméthylsilyle suivie d'un clivage réducteur de la liaison ester. L'éther 

penta-O-tert-butyldiméthylsilylique de (-)-épigallocatéchines résultant a été estérifié avec 
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différents acides gras puis désilylé pour l’obtention des produits correspondants. L'activité des 

(-)-épigallocatéchines 3-O-acylées a augmenté avec l'augmentation de la longueur de la 

chaine grasse [79].  

 

Schéma 3. Synthèse de 3-O-acyles (e)-épigallocatéchines (Lin et al. 2010) 

L'épicatéchine estérifiée avec un acide gras a fortement inhibé l'activité de l'ADN polymérase, 

la croissance des cellules cancéreuses HL-60 et l'angiogenèse. L'épicatéchine conjuguée à 

l'acide palmitique  était l'inhibiteur le plus puissant dans les tests d'ADN polymérase α, β, λ et 

d'angiogenèse. Ces résultats suggèrent que l'acylation de l'épicatéchine est une modification 

chimique efficace pour améliorer l'activité anticancéreuse de celle-ci [82].  

 

Schéma 4. Synthèse d’acyles épicatéchines (Matsubara et al. 2007) 
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Le profil de réactivité de tous les groupes hydroxyle de la (+)-catéchine vis-à-vis de 

l'acylation et leur contribution respective à l'activité de piégeage des radicaux ont été 

systématiquement explorés. L'acylation sélective des hydroxyles sur différents cycles a été 

réalisée en utilisant une stratégie d'activation basique ou acide. La monoacylation du cycle B 

a été réalisée efficacement à l'aide de dichlorure de diméthylétain. La monoacylation du cycle 

A a été réalisée par protection et déprotection séquentielle des cycles B et C. Sur la base de 

l'acylation spécifique de tous les hydroxyles individuels de (+)-catéchines, la relation 

d'activité de piégeage des radicaux de structure de chaque hydroxyle de (+)-catéchine a été 

établie. Il a été démontré que les hydroxyles phénoliques vicinaux sur le cycle B jouaient le 

rôle le plus important dans l'activité de piégeage des radicaux ABTS et que ceux sur les cycles 

A et C apportaient une contribution beaucoup plus faible. Cette étude a jeté des bases solides 

pour une modification ultérieure des catéchines et l'amélioration de leurs propriétés [87]. 

 

Figure 25. L'acylation sélective des hydroxyles sur différents cycles (Hong et al. 2016) 

La modification chimique des procyanidines à des composes plus lipophiles a consisté en 

l’acylation en position 3 en utilisant un chlorure d’acyles, le chlorure de stearoyle, pour 

obtenir à la fin un rendement de 70% [91]. L’acylation de la génistéine et/ou de la daidezéine 

avec un chlorure d’acyle dans du DMF ont donné  les esters d’isoflavone, 7-mono et 4’-mono 

avec des rendements de 76 et 95 % respectivement ainsi que de très faibles traces de diester 

en 7,4’ [92]. Les dérivés d’ester d’hespérétine, l’hespérétine 7-O-ester et 3’-O-ester, ont été 

synthétisés par acylation avec des chlorures d’acide en présence de triéthylamine avec des 

rendements respectives de 82% et 78% [93].  
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Schéma 6. Synthèse de dérivés d’ester ou d’éther d’hespérétine (Jeong et al. 2003) 

De nouveaux dérivés semi-synthétiques de flavanone  ont été synthétisés en modifiant  

partiellement le farrerol par des réactions d'estérification. Le 7-octanoylfarrerol et 4'-

octanoylfarrerol ont été obtenus en utilisant des chlorures d'acyle (chlorure d'octanoyle), et le 

diparaméthylbenzoylfarrerol en utilisant le chlorure de p-méthylbenzoyle et la triméthylamine 

[94]. 

 

Schéma 7. Synthèse de dérivés d’ester de farrerol (Pagning et al. 2016) 

Le dérivé synthétisé par l’estérification de la naringenine, la naringenine 7-O-ceyl éther, a 

montré que la biosynthèse et l'estérification du cholestérol ont été simultanément réduites, 

comme indiqué par la diminution des activités de l'HMG-CoA réductase et de l'ACAT [88]. 
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 Méthylation et alkylation des flavonoïdes 

Une série de dérivés de 3-O-alkyl-(+)-catéchine ont été étudiés en tant qu'agents 

antimicrobiens puissants. La présence d'une chaîne alkyle plutôt qu'acyle sur 3-O- a 

montré une augmentation de l'activité antimicrobienne qui peut être due à la stabilité dans 

des conditions de culture standard. Le composé le plus prometteur est l'analogue 3-O-

décyle. En ce qui concerne le mécanisme d'action, l'activité antimicrobienne est peut-être 

due à la lipophilie et à la capacité de perturbation des analogues de la membrane des 

liposomes [86]. 

 

Schéma 8. Synthèse des analogues 3-O-alkyles de catéchine (Park et al. 2010) 

Quatre isomères monométhylés de la (+)-catéchine en positions 3’, 4’, 5 et 7, deux dérivés 

diméthylés, la 5,7-diméthylcatéchine et la 3’,4’-diméthylcatéchine et deux isomères 

triméthylés de la (+)-catéchine en positions 3’, 5, 7 et 4’, 5, 7 ont été synthétisés par une 

nouvelle méthode basée sur des protections successives et sélectives des différentes fonctions 

phénol présentes sur la (+)-catéchine. L'étape clé était la protection sélective du cycle catéchol 

avec du dichlorodiphénylméthane et du di-tert-butyldichlorosilane [80].  
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Schéma 9. Synthèse de catéchines méthylées (Cren-Olivé et al. 2002) 

Ainsi l'hémisynthèse des cinq analogues O-monométhylés de la quercétine : 3'-O-

méthylquercétine, 4'-O-méthylquercétine, 3-O-méthylquercétine, 5-O-méthylquercétine et 7-

O-méthylquercétine par la protection séquentielle des différentes fonctions phénoliques de la 

quercétine a été rapportée [81].  

 Phosphorylation des flavonoïdes  

La phosphorylation des flavonoïdes donne une nouvelle classe de dérivés de flavonoïdes qui 

sont très solubles dans les solutions aqueuses et ont donc le potentiel d'être utilisés dans des 

études biologiques. La phosphorylation séquentielle de la quercétine conduisant à la synthèse 

du pentaphosphate de quercétine, du triphosphate d'apigénine, du diphosphate de 5,4'-

quercétine et du monophosphate de 4'-quercétine a été reportée [90].  

 Autres type de modifications chimique des flavonoïdes 

Dans l'organisme humain, la catéchine est largement métabolisé en différents conjugués 

(sulfates, glucuronides et éthers méthyliques), qui se retrouvent également dans le plasma et 

contribueraient aux effets biologiques associés à l'ingestion des composés parents. Les éthers 

méthyliques d'épicatéchine ont été synthétisés sur la base du protocole décrit par Donovan et 

al. [83], la synthèse des glucuronides de catéchine était basée sur le Koenigs-Knorr 

précédemment employé par Tsushida et al. [84] et les sulfates d'épicatéchine étaient 

synthétisé par une modification de la méthode décrite par Jones et al.[85]. 

Plusieurs dérivés de naringénine modifiés en position 7 avec des substituants volumineux ont 

été conçus et synthétisés, et leurs effets inhibiteurs sur les cellules cancéreuses du côlon 

humain HCT116 ont été testés à l'aide d'un test clonogénique. Les concentrations inhibitrices 



42 
 

semi-maximales (CI50) de cinq dérivés de la naringénine variaient entre 1,20 µM et 20,01 

µM, ce qui est bien meilleur que la naringénine utilisée comme contrôle. De plus, une 

nouvelle modification structurelle en C-4 de la flavanone améliore à la fois l'effet 

anticancéreux et l’effet antioxydant [89]. 

 

Schéma 10. Modifications structurales de la naringénine en position 7 (A) et en position 

4 (B) (Yoon et al. 2013) 

3.2. Fonctionnalisation des flavonoïdes par voie enzymatique 

L'utilisation de procédés de synthèse enzymatique en complément ou à la place de procédés 

chimiques pour la production de molécules d'intérêt s'inscrit dans le cadre d'une législation 

plus stricte, d'un environnement technique et commercial favorable. La production de 

molécules dites "naturelles" répondant aux besoins du marché est en cours de développement. 

La sélectivité des enzymes, leur utilisation dans des conditions opératoires douces, et la 

disponibilité commerciale de certains biocatalyseurs constituent les principaux avantages de 

la voie enzymatique.  

Par ailleurs, la découverte du maintien de l’activité des enzymes en milieu non aqueux 

contenant des traces d’eau, et leur stabilisation par des procédés d’immobilisation ont 

contribué au développement de l’utilisation de ces biocatalyseurs  pour la production de 

molécules d’intérêt.  

Les performances des réactions enzymatiques peuvent être affectées par de nombreux 

paramètres relatifs aux constituants  du milieu et aux conditions opératoires appliquées 
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(catalyseur, substrats, solvant, eau, température …). Dans cette partie de l’étude 

bibliographique réalisée, nous nous intéresserons à l’influence des paramètres les plus 

critiques pour l’acylation flavonoïdes par catalyse enzymatique en milieu non conventionnel.  

 Nature de la réaction 
 

L’acylation de flavonoïdes peut se faire selon deux réactions : l’estérification directe et la 

transestérification. Bien que ces deux réactions aient fait l’objet de plusieurs études, peu de 

travaux ont comparé leurs performances. Gayot et al. (2003), Kontogianni et al. (2001), 

Ardhaoui et al. (2004) et Milivojević et al. (2020) ont synthétisé des esters de flavonoïdes par 

estérification directe en utilisant des acides aromatiques et des acides aliphatiques substitués 

ou non, en présence de la lipase B de Candida antarctica (CAL-B) [96]–[100]. La 

transestérification a été utilisée pour l’acylation de flavonoïdes par des esters vinyliques en 

présence de différentes enzymes [101]–[106]. Certains travaux ont montré que les 

performances de la transestérification sont supérieures lorsque des acides aromatiques sont 

utilisés comme donneurs de groupements acyles, par rapport à d’autres types de donneurs 

d’acyle [107]–[110]. Outre la nature du substrat donneur d’acyle, les performances de la 

transestérification dépendent de la nature de l’enzyme.  

 Nature du solvant 
 

Contrairement aux milieux aqueux dans lesquels on trouve naturellement l’enzyme, les 

milieux organiques sont qualifiés de « non conventionnels ». Le choix du solvant repose 

généralement sur un compromis puisqu’il doit à la fois permettre une bonne activité de 

l’enzyme, une bonne solubilité du donneur et de l’accepteur d’acyle et enfin une extraction 

aisée des produits du système réactionnel. De plus, la toxicité du solvant est un critère 

déterminant dans la synthèse de molécules à usage pharmaceutique, cosmétique ou 

alimentaire. En fonction de ces contraintes, certaines propriétés de solvants ont été 

déterminées afin de faciliter le choix du milieu pour une réaction donnée (toxicité, polarité). 

Laane et al. (1985) ont étudié l’effet du caractère hydrophobe des solvants sur l’activité 

catalytique de différents biocatalyseurs. Une corrélation le log P (coefficient de partage 

octanol/eau) du solvant et l’activité de ces enzymes a été établie [111]. Plusieurs autres 

travaux ont étudié l’influence du logP des solvants et ont rapporté que ceux présentant une 

valeur de logP inférieure à 2 peuvent conduire à une déshydratation de l’enzyme, et par suite à 

des changements de sa conformation et et  une perte de son activité catalytique ; les 

https://www-sciencedirect-com.bases-doc.univ-lorraine.fr/science/article/pii/S1369703X20303028#!
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conséquences sur les performances du procédé sont une diminution du taux de conversion des 

substrats et de la vitesse initiale de la réaction [112]. D’autre part, Valivety et al. (1991) ont 

montré que l’activité lipasique est favorisée dans des solvants caractérisés par un logP 

supérieur à 3,5  [113]. 

Plusieurs autres études ont mis en évidence l’effet des solvants sur la vitesse initiale et le 

rendement et réactionnels lors de la synthèse d’esters de flavonoïdes.  

Il apparait que, pour des substrats donnés, l’effet du solvant dépend de la nature de l’enzyme 

utilisée : subtilisine, lipase de Pseudomonas cepacia (PCL) ou CAL-B. En effet, la synthèse 

d’esters de flavonoïdes catalysée par la subtilisine est généralement réalisées dans la pyridine 

[114], tandis que l’acétonitrile et l’acétone sont les solvants les plus adéquats pour l’acylation 

enzymatique des flavonoïdes glycosylés catalysée par PCL. Quant à l’enzyme CALB, son 

activité est améliorée en présence d’acétone ou d’un mélange acétonitrile/pyridine [115]–

[119]. Danieli et al. (1997) ont indiqué que le mélange THF/pyridine favorise l’activité 

catalytique de la CALB alors que ce même mélange a été décrit par Kontogianni et al. (2001) 

comme inhibiteur de cette enzyme. Cette contradiction peut être expliquée par la différence 

des substrats utilisés et des conditions expérimentales appliquées. Ardhaoui et al. (2004) ainsi 

que Gayot et al. (2003) ont mentionné le tert-amyle alcool comme le solvant le plus approprié 

pour obtenir un rendement et une vitesse initiale optimauxlors de la synthèse d’esters de 

flavonoïdes [96], [98]. 

 Nature des flavonoïdes 
 

Les flavonoïdes glycosylés sont ceux dont l’acylation a été la plus étudiée. Parmi les quelques 

travaux qui se sont intéressés à l’acylation des flavonoïdes aglycones, on peut citer ceux de 

Chebil et al. (2007) qui ont montré que l’acylation de l’aglycone quercétine n’est pas faisable 

en présence de CAL-B [120]. En revanche, la quercétine a été acylée en présence de la lipase 

de Pseudomonas cepacia en utilisant l’acétate de vinyle comme donneur d’acyle (rapport 

molaire donneur d’acyle /flavonoïde de 40) dans différents solvants comme l’acétone, 

l’acétonitrile ou le tert-amyl alcool. Trois esters de quercétine ont été synthétisés : la 

quercétine 4’-acétate, la quercétine 3’,4’-diacétate et la quercétine 7,3’,4’- triacétate, avec des 

rendements respectifs de 31, 46 et 23 %. Les rendements obtenus sont dépendants de la nature 

du solvant et des concentrations relatives des substrats. Zhou et al. (2021) ont acylé la 

catéchine avec l’acide stéarique, l’acide formique et l’acétate d’éthyle en position 3-OH, en 

présence de CAL-B [121]. Lumbusta et al. (1993) ont acylé la catéchine avec l’acétate de 
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vinyle, en présence de la lipase de Pseudomonas cepacia, dans l’acétone. Deux produits ont 

été obtenus :le 5-O-acyl-catéchine et le 7-O-acylcatéchine [122]. Saik et al. (2016) (2020) ont 

réussi à synthétiser des esters de quercétine en présence de CAL-B ;  des groupements acyle 

ont ainsi été greffés au niveau des positions 3’-OH, 4’-OH et 7-OH [123], [124]. Kyriakou et 

al. (2018) ainsi que Xie et al. (2012) ont également réussi à synthétiser des esters de 

quercétine [125]. 

Contrairement aux flavonoïdes aglycones, l’acylation de flavonoïdes glycosylés a fait l’objet 

de nombreuses études. Pour ces composés, l’acylation est sélective vis-à vis des hydroxyles 

glycosidiques, primaires de préférence, quand ils sont libres. Quant aux hydroxyles 

phénoliques, ils ne sont pas touchés. La régiosélectivité de cette réaction dépend de la nature 

de l’enzyme. En effet, Danieli et al. (1989) ont montré que l’acylation des flavonoïdes dont le 

groupement glycosylé est un rhamnose n’est pas possible en présence de la subtilisine. Ils ont 

montré que l’acylation des flavonoïdes, quercitrine, isoquercitrine et lutéoline glucoside, en 

présence de cette enzyme en solvant pyridine et d’esters de butanoate comme donneurs 

d’acyle, a été possible seulement sur le résidu sucre de l’isoquercitrine et de la lutéoline 

glucoside. Ces résultats s’expliquent par la différence dans la structure du résidu sucre, 

glucose pour l’isoquercitrine et la lutéoline-glucoside et rhamnose pour la quercitrine. En 

effet, le glucose et le rhamnose appartiennent à deux séries stériques différentes, et la 

configuration du L-rhamnose pourrait l’empêcher d’interagir avec le site actif de l’enzyme. 

Pour les réactions catalysées par CAL-B, l’acylation des flavonoïdes glycosylés dépend de la 

composition du sucre et de sa position sur l’aglycone. Gao et al. (2001) ont indiqué que la 

réactivité de la catéchine glycosylée dépend de la nature du sucre : les flavonoïdes 

monoglycosylés possédant un OH primaire sur leur sucre sont plus réactifs que les 

flavonoïdes ne possédant pas de groupe OH primaire disponible [117]. 

Cependant, d’autres facteurs, comme l’encombrement stérique et la solubilité de la molécule 

dans le solvant, interviennent dans la sélectivité de l’enzyme vis-à-vis du flavonoïde. Ces 

observations ont été confirmées lors d’une étude faite avec plusieurs autres flavonoïdes. Il a 

été constaté que l’acylation des flavonoïdes portant un disaccharide est moins efficace que 

celle d’un monoglycoside [114]. Une étude a montré que lors de l’acylation de différents 

flavonoïdes (esculine, rutine, hesperidine, quercétine) avec l’acide palmitique en présence de 

CAL-B, les meilleurs rendements ont été obtenus avec l’esculine en raison de son faible 

encombrement stérique et de la présence d’un OH primaire dans son résidu sucre. La faible 
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réactivité de l’hespéridine est due à sa faible solubilité dans le solvant utilisé qui est le tert-

amyl alcool [98]. 

Pour les flavonoïdes monoglycosylés présentant un glucose dans leur structure, l’acylation se 

fait préférentiellement sur le OH primaire de ce groupe en présence de la CAL-B, de la PCL 

ou de la subtilisine. En l’absence de OH primaire, l’acylation peut se faire sur un OH 

secondaire (groupe rhamnose). En fonction de la nature des groupes sucres, l’acylation des 

flavonoïdes diglycosylés peut avoir lieu sur un seul sucre ou sur les deux sucres en présence 

de la CALB ou de la subtilisine.  

 Nature du substrat donneur du groupement acyle 
 

La nature du substrat donneur d’acyle est un facteur important dans l’acylation enzymatique 

des flavonoïdes. Elle a un effet sur sur les performances de la réaction ainsi que sur les 

propriétés de l’ester synthétisé. La spécificité des lipases vis-à-vis des substrats est à l’origine 

de travaux concernant l’effet des donneurs d’acyles sur l’activité de l’enzyme et sur les 

performances réactionnelles. Les meilleurs résultats, en termes de taux de conversion et de 

vitesse initiale de réaction, ont été obtenus en utilisant des acides gras ou des esters vinyliques 

comme donneurs d’acyle [126]. Pour les acides aromatiques, la performance de la réaction est 

dépendante de leur structure : nature de la substitution, nombre et la position des groupements 

hydroxyles (ortho, para etc.). 

Kyriakou et al. (2012) ont synthétisé des ester de quercétine, 4’-O-acétyle quercétine et 3’-O-

acétyle quercétine, en utilisant l’acétate de vinyle en présence de CAL-B [127]. Jiang et al. 

(2021) quant eux, ont synthétisé des esters d’épigallocatéchine avec du laurate de vinyle 

[128]. Le cinnamate de vinyle est le plus efficace pour l’acylation de la catéchine, suivi du 

férulate de vinyle et du p-coumarate de vinyle [117]. 

L’effet de la structure des donneurs d’acyle aromatiques sur l’acylation catalysée par 

Novozym 435® a été décrit par Ardhaoui et al. (2004) : les meilleures performances 

réactionnelles sont obtenues en présence des acides aliphatiques et des acides aryl-

aliphatiques. Aucune réaction ne se produit en présence de l’acide benzoïque. Pour les acides 

aromatiques ayant au moins un alkyle ou un alkényle entre le groupement carboxylique et le 

noyau aromatique, l’acylation est affectée par la présence d’une insaturation au niveau de la 

chaîne acyle et/ou d’une substitution (hydroxyles ou nitrogroupes) au niveau du noyau 

aromatique. Les variations de taux de conversion et de vitesses initiales obtenus avec ces 
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donneurs d’acyle sont expliquées par différents mécanismes comme des effets 

électrostatiques, stériques et de polarité [98]. 

Guo et al. (2022) ont réussi à obtenir des esters de naringine avec des acides gras en présence 

de CAL-B avec des rendements de 80% [129]. Quant à Couto et al. (2021), Vaisali et al. 

(2017) et Razak et al. (2015), ils rapportent la synthèse d’esters de rutine avec des acides gras 

de différentes longueurs de chaîne, en présence de CAL-B avec des rendements allant de 40 

eà 80 %  [130]–[132]. 

En ce qui concerne l’effet de la longueur de la chaîne carbonée des acides gras utilisés comme 

donneurs d’acyle sur les performances de l’acylation enzymatique de flavonoïdes, des 

résultats contradictoires ont été obtenus. 

Kontogianni et al. (2001) et Guo et al. (2022) n’ont remarqué aucun effet de la longueur de la 

chaîne carbonée sur le rendement de conversion du flavonoïde lors de la synthèse d’esters de 

naringine et de rutine en utilisant divers acides gras (C8-C12) comme donneur d’acyle, en 

présence de CAL-B [129], [133]. Lors de l’acylation de la naringine par des acides gras,  

Melou et al. (2005) ont observé que la longueur de la chaîne carbonée du donneur d’acyle 

n’influence que légèrement le taux de conversion ainsi que la vitesse initiale de la réaction 

[119]. Katsoura et al. (2006indiquent quant à eux que la nature du donneur d’acyle joue un 

rôle dans l’efficacité de la réaction d’acylation de la rutine et de la naringine par des acides 

gras libres, en présence de CAL-B. Pour la naringine, le meilleur taux de conversion (65 %), a 

été obtenu avec les donneurs d’acyle à courte chaîne carbonée. En utilisant des donneurs 

d’acyle à longue chaîne carbonée, le taux de conversion ne dépasse pas 23%  [134]. Couto et 

al. (2021) ont montré que les esters de rutine présentant une chaîne grasse à 4 atome de 

carbone sont synthétisés avec le rendement le plus élevé (40%). Le rendement diminue avec 

l’augmentation de la longueur de la chaîne grasse et atteint 20% pour un donneur d’acyle à 18 

atomes de carbone. Cependant, Ardhaoui et al. (2004) qui ont étudié l’acylation de la rutine 

en utilisant des acides gras libres comprenant de 6 à 18 atomes de carbone, ont démontré que 

pour les acides gras a chaîne carbonée comportant moins de 12 atomes de carbone, les 

performances réactionnelles augmentent avec la longueur de chaîne ; en revanche, pour les 

chaînes comportant plus de 12 atomes de carbone, aucun effet de la nature du donneur d’acyle 

sur le rendement de la réaction n’a été observé [98]. Ces différents résultats dépendent du type 

d’enzyme, de la composition du milieu réactionnel ainsi que des conditions expérimentales. 
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 Influence des conditions opératoires 

 

 Activité de l’eau dans le milieu réactionnel 
 

L’activité de l’eau dans le milieu réactionnel influence la stabilité et la structure des enzymes 

et par suite leur activité catalytique, indépendamment de la nature du solvant utilisé. Par 

ailleurs, l’eau produite lors de l’estérification directe influence l’équilibre thermodynamique 

de la réaction, donc le taux de conversion des substrats. Cependant, l’effet de l’eau varie 

d’une enzyme à une autre [135]. Pour une enzyme donnée, l’effet de l’eau dépend de la nature 

du solvant, de l’état de l’enzyme (immobilisée ou libre) ainsi que de la nature du support 

[136]. Une certaine quantité d’eau est nécessaire pour maintenir l’activité enzymatique. Un 

niveau optimum doit être maintenu tout au long de la réaction [135], [137], [138]. Dans le cas 

de CAL-B , l’étude de la courbe d’adsorption d’eau de l’enzyme [139] montre qu’une petite 

variation de la quantité d’eau dans le milieu provoque une grande variation de l’activité de 

l’eau. Ce comportement explique la forte sensibilité de l’enzyme vis-à-vis de l’eau dans le 

milieu. 

Gayot et al. (2003), Youn et al. (2007) ainsi que Guo et al. (2022) ont obtenu des esters de 

naringine avec des taux de conversion élevés quand  l’activité de l’eau est inférieue à 

0,11[75], [140], [129]. Quant à Vaisali et al. (2017), le taux de conversion qu’ils ont obtenu 

en synthétisant des esters de rutine  était supérieur à 60% lorsque l’activité de l’eau était 0,07 

[131]. 

Mellou et al. (2005) ont observé qu’après l’ajout de tamis moléculaire dans le milieu 

réactionnel, le taux de conversion augmente passant de 15 - 20% à plus de 30 - 40% après 72 

h de réaction [119]. Cependant, certains auteurs ont montré que l’utilisation de tamis 

moléculaires peut affecter la stabilité et l’activité de l’enzyme [141], [142]. 

 Influence de la température 
 

La température est un facteur important dans les réactions biocatalysées.. Elle affecte la 

viscosité du milieu, la solubilité des substrats et des produits, l’activation ou la dénaturation 

de l’enzyme. 

Puisque la réaction d'estérification est endothermique, la vitesse de réaction augmente avec 

l'augmentation de la température. Lee et al. (2022) ont démontré que lorsque la température 

augmente, la viscosité du solvant de réaction diminue de sorte que le transfert de masse entre 
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l'enzyme et les substrats peut se produire plus facilement. Ainsi, lors de la synthèse d’esters 

de naringine, les meilleurs taux de conversion du flavonoïde ont été obtenus à des 

températures comprises entre 40 
°
C et 60 

°
C [143]. Des résultats similaires ont été rapportés 

par Saik et al. (2016) lors de la synthèse d’esters de quercétine, ainsi que par Kumar et al. 

(2016) [123], [144]. Li et al. (2021),  quant à eux, obtiennent un rendement de 76%, à 65 
°
C, 

lors de la synthèse d’esters de rutine avec le benzoate de vinyle comme donneur d’acyle, en 

présence de CAL-B.  [145]. 

La température affecte également la stabilité de l’enzyme. Ainsi, Enaud et al. (2004) 

rapportent que l’activité enzymatique diminue de 30 % après un jour d’incubation à 80 °C, 

lors de la synthèse d’esters de phloridzine, en présence de CAL-B [146]. Cette désactivation a 

été attribuée à la dénaturation de l’enzyme et à une probable interaction avec le cinnamate 

d’éthyle. Les températures très élevées peuvent parfois dénaturer l’enzyme [147]. 

3.3. Fonctionnalisation des flavonoïdes par voie chimio-enzymatique 

Pour améliorer la sélectivité des procédés chimiques précédemment décrits, tout en limitant le 

nombre d’étapes de synthèse et de purification des dérivés de flavonoïdes, plusieurs auteurs 

ont opté pour une stratégie chimio-enzymatique. Celle-ci combine des protocoles de la chimie 

classique et l’emploi de biocatalyseurs. Elle comprend le plus souvent deux étapes : une 

première acylation chimique du substrat polyfonctionnel est réalisée, puis les différents 

produits obtenus sont soumis à une hydrolyse enzymatique. 

Montenegro et al. (2007) ont synthétisé des quercetin-3-O-acyl esters en tant que 

promédicaments topiques par voie chimio-enzymatique [148]. Gatto et al. (2002) ont réussi à 

synthétiser également des quercetin-3-O-acyl esters antimicrobien par voie chimio-

enzymatique en utilisant la lipase de Mucor miehei [149]. Des résultats satisfaisants ont été 

obtenus par Sardone et al. (2004) avec la lipase immobilisée de Mucor miehei pour 

synthétiser la quercetine-3-O-palmitate afin d’étudier son interaction avec un modèle de 

membrane phospholipidique [150]. Trois analogues de la quercétine, la quercétine-3-O-

propionate, la quercétine-3-O-butyrate et la quercétine-3-O-valérate  présentant une activité 

antiplaquettaire améliorée ont été synthétisés par Duan et al. (2017). Kyriakou et al. (2018) 

ont synthétisé un mono-ester de quercétine en position 3, un di-ester  de quercétine en 

position 3 et5 et un tri-ester de quercétine  en position 3, 5 et 7 par voie chimio-enzymatique 

en présence de la lipase B de Candida antarctica [125] (Schéma). 
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Schéma 9. Synthèse chimio-enzymatique d’esters de quercétine (Kyriakou et al. 2018) 

Les procédés de synthèse chimio-enzymatique se révèlent donc plus sélectifs que les procédés 

chimiques. Toutefois, la démarche peut se révéler parfois laborieuse en raison du nombre 

d’étapes de synthèse et de purification nécessaires. 

4. Propriétés antioxydantes des flavonoïdes 
 

Les antioxydants naturels agissent pour piéger les espèces réactives contenant de l'oxygène 

afin de limiter les dommages qu'ils peuvent causer aux phospholipides membranaires, aux 

protéines et aux acides nucléiques. De nombreux flavonoïdes sont de bons piégeurs de 

radicaux libres comme d'autres dérivés phénoliques comme la vitamine E. Cette activité anti-

radicalaire peut être évaluée par la radiolyse pulsée qui capte les radicaux colorés comme le 

DPPH ou l'ABTS par des études spectroscopiques [151].  

4.1. Mécanismes d’action 

Plusieurs modes d’action de l’activité antioxydante des flavonoïdes ont été décrits : 

4.1.1. Piégeage direct des radicaux libres 
 

Les flavonoïdes sont capables de piéger les radicaux libres oxygénés (X) par transfert d’un 

électron ou d’un hydrogène : 

X
•
 + ArOH  XH + ArO

• 
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X
•
 + ArOH  X

-
 + ArOH

•+ 

Un radical aryloxyle se forme et il est stabilisé par résonance. L’électron non apparié peut se 

délocaliser sur l’ensemble du cycle aromatique, mais peut également continuer à évoluer 

selon plusieurs processus, comme par exemple la dimérisation, la dismutation, la 

recombinaison avec d’autres radicaux, soit en réagissant avec des radicaux ou d’autres 

antioxydants, soit avec des biomolécules. Il existe une correlation entre l’activité 

antiradicalaire et le potentiel d’oxydation des flavonoïdes [152]. 

4.1.2. Chelation des ions métalliques 
 

La capacité antioxydante des flavonoïdes peut être exercée par la complexation des métaux de 

transition. En effet, ce dernier accélère la formation d'espèces réactives de l'oxygène. De plus, 

la complexation des flavonoïdes avec des métaux de transition peut améliorer leur capacité 

antioxydante en réduisant leur potentiel d'oxydation. [153], [154]. 

4.1.3. Inhibition d’enzymes 
 

Les flavonoïdes sont responsables de l’inhibition de nombreuses enzymes dont certaines sont 

impliquées dans le stress oxydant : la glutathion S-transférase, les lipoxygénases, les 

cyclooxygénases, la xanthine oxydase, et les oxyde nitrique synthétases (NOS). Certains 

flavonoïdes inhibent les kinases. C’est le cas par exemple de la quercétine et la myricétine qui 

inhibent la phosphoinositide 3-kinase, protéine intervenant dans la signalisation cellulaire. Les 

modes d’inhibition peuvent être différents selon le flavonoïde et l’enzyme étudiés [155]–

[157]. 

4.2. Relation structure-activité antioxydante des flavonoïdes  

De nombreuses études ont mis en évidence l’existence de relations structure-activités (RSA) 

dans le cas des flavonoïdes. Ainsi, il a été montré que les activités des flavonoïdes et de leurs 

métabolites dépendent essentiellement du nombre et de la position de leurs groupements 

fonctionnels. Les éléments structuraux nécessaires à l’obtention d’une activité antioxydante 

optimale ont pu être établis par plusieurs auteurs [87], [158]–[162]. 
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Ces éléments sont : 

 La présence d’un groupement catéchol sur le cycle B 

La configuration des hydroxyles au niveau du noyau B est le paramètre structural le plus 

déterminant pour l’activité antioxydante. Ces hydroxyles sont des donneurs d’hydrogène et 

d’électrons vis-à-vis des radicaux hydroxyles, peroxyles et peroxynitrine, conduisant à des 

espèces radicalaires beaucoup plus stables. La présence d’une fonction catéchol (motif 

orthodiphénol) sur le cycle B est étroitement corrélée à une activité antioxydante importante 

du fait de la stabilisation du radical phénoxy généré lors du piégeage par la fonction 

phénolique située en ortho. 

 

Figure 26. Rôle du groupement catéchol dans l’activité antioxydante des flavonoïdes 

(Musialik et al., 2009) 

 La présence d’un groupement hydroxyle en position 3 

L’hétérocycle C des flavonoïdes contribue à leur activité antioxydante lorsqu’elle comporte 

un groupement hydroxyle en position 3. La capacité de ces molécules à piéger les radicaux 

dépend fortement de la présence de ce 3-OH libre. Dans le cas des flavonols, la glycosylation 

ou la méthylation de ce groupement conduit à une diminution importante de l’activité 

antioxydante [163]–[165]. La présence d’un groupement hydroxyle en position 5 peut aussi 

contribuer à l’activité antioxydante dans le cas des isoflavones [166]. 

5. La modélisation  moléculaire appliquée à la fonctionnalisation 

et aux relations structure-activité antioxydante des flavonoïdes 

aux flavonoïdes 
 

Pour corréler d’une manière plus précise les données expérimentales d'activité avec les 

structures moléculaires et quantifier ces relations, des études théoriques ont été menées par 

modélisation moléculaire. En effet, la modélisation moléculaire des flavonoïdes donne accès à 

de nombreuses propriétés moléculaires, notamment : 
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 les paramètres structuraux de la molécule comme les angles de valence, les angles de 

torsion, les longueurs de liaison  et les liaisons hydrogènes,  

 les paramètres énergétiques comme l’enthalpie de formation,  

 les paramètres électroniques comme les charges, les densités de spin, les énergies et 

délocalisation des orbitales (HOMO, LUMO) 

 les paramètres hydrophobiques comme le log P.  

De nombreuses études ont été menées dans l’objectif de corréler et d’expliquer ces propriétés 

moléculaires d’ordre électronique, stérique, énergétique avec des activités ou des effets 

biologiques ou physico-chimiques observés lors d’expériences ; l’enjeu de ces travaux 

consiste à identifier les éléments structuraux déterminant l’activité ou la propriété étudiée. 

L’activité antioxydante des flavonoïdes et leurs dérivés ont été particulièrement étudiés 

Il est connu  l’activité antioxydante est plus importante lorsque la molécule possédait une 

fonction catéchol, une double liaison entre C2-C3 dans le cycle C. Ces éléments structuraux 

pourront probablement conduire en la formation d’un radical stable en raison de nombreux 

groupes phénoliques et d’une délocalisation électronique étendue.  

Une molécule antioxydante peut effectuer son rôle soit par un mécanisme de transfert de 

proton, où il a une abstraction d’un atome d’hydrogène de l’antioxydant par un radical libre, 

soit par un mécanisme de transfert mono-électronique [167].  

Le mécanisme par transfert de proton est efficace lorsque  le radical phénoxy formé est stable. 

L’efficacité de la molécule antioxydante dépend donc de la stabilité du radical phénoxy, qui 

elle-même dépend des effets de conjugaison et de résonance et du nombre de liaisons 

hydrogène. L’enthalpie de dissociation de liaison (BDE) de la liaison O-H est un paramètre 

important pour évaluer l’activité antioxydante. En effet, plus cette liaison est faible, plus la 

réaction avec le radical libre sera facilitée.  

Le deuxième mécanisme est le transfert mono-électronique des antioxydants aux radicaux 

libres, qui va conduire à la formation de radicaux libres cationiques. Cette réaction n'est en 

fait que la première étape d'une série d'équilibres acido-basiques et de transferts d'électrons. 

Dans ce contexte, un paramètre énergétique important pour évaluer l'activité anti-radicalaire 

est le potentiel d'ionisation (PI). 

Donc les paramètres les plus étudiés sont la stabilité du radical, les enthalpies de formation 

des radicaux par rapport à la molécule parents et le potentiel d’ionisation. 
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Des études concernant la  stabilité des radicaux aryloxy qui sont générés par l’arrachement 

d’un atome d’hydrogène des groupement hydroxyle phénolique et la stabilité du radical 

cationique formé par l’abstraction d’un électron de la HOMO et les enthalpies de dissociation 

de liaison O-H et du potentiel d’ionisation ont été porté sur les flavonoïdes non glycosylés 

comme  la quercétine et la catéchine, par modélisation moléculaire en utilisant la mécanique 

quantique 

De plus, des études  ont relié l’activité antiradicalaire des flavonoïdes aux enthalpies de 

dissociation des OH phénoliques. En revanche, aucune corrélation n’a été démontrée entre le 

potentiel d’ionisation des structures étudiées et les données expérimentales d’activité 

antiradicalaire. Il parait donc que même en milieu aqueux, le mécanisme par transfert d’atome 

d’hydrogène est la voie qui a le plus de poids dans l’activité antioxydante des flavonoïdes 

[169]–[174]. 

6. Propriétés d’auto-assemblage 
 

6.1. Les tensioactifs 

D'une façon générale, les composés polaires se solubilisent préférentiellement dans des 

solvants polaires et sont qualifiés d' ‘’hydrophiles’’ tandis que les dérivés apolaires ont une 

affinité supérieure pour les solvants apolaires et sont appelés ‘’composés lipophiles ou 

hydrophobes’’ [175]. Ce comportement est favorisé par la réduction d'énergie accompagnant 

le système et rend ainsi l'interaction solvant-soluté maximum. Un tensioactif ou agent de 

surface est un composé qui a tendance à s'agréger à l'interface, plutôt que dans le volume de la 

solution, lorsqu'il est mélangé à un solvant polaire ou apolaire. Cette propriété tient au fait que 

les composés tensioactifs sont des molécules amphiphiles, c'est-à-dire qu'elles présentent deux 

parties de polarité différente, l'une lipophile et apolaire, l'autre hydrophile et polaire. 

 

Figure 27. Représentation schématique d’un tensioactif 

La tête polaire peut être de différentes natures (acides aminés, motifs pseudo-peptidiques, 

mono-, di-, polysaccharides, ionique ou non ionique, etc.). La partie hydrophobe est 
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généralement une longue chaîne hydrocarbonée ou un lipide [176]–[178], mais elle peut aussi 

être fluorocarbonée ou siliconée. 

Cette dualité de structure est à l'origine de leur activité de surface, de leur micellisation et de 

leurs capacités de solubilisation qui rendent possibles leurs multiples applications (détergence, 

étalement, émulsification, dispersion, agent de moussage...) En effet, en présence d'eau et 

d'huile (le terme huile est utilisé pour désigner une phase non polaire de type hydrocarbure), 

les agents de surface s'adsorbent, en premier lieu, à l'interface avec une orientation telle que la 

partie polaire soit dirigée vers l'eau et la partie lipophile, vers l'huile. Cette disposition forme 

un film superficiel dont les caractéristiques mécaniques sont liées à la constitution du produit 

considéré et qui permet d'abaisser la tension interfaciale. Au-delà d'une certaine concentration 

appelée "concentration micellaire critique" ou CMC, des agrégats, qui sont le plus souvent des 

micelles, se forment. Dans l'eau, les micelles sont dites "directes" lorsque, au niveau de 

l'assemblage de tensioactifs, les têtes polaires sont orientées vers l'extérieur au contact de l'eau 

et les chaînes hydrophobes sont rassemblées au cœur de la micelle. A l'inverse, dans une 

huile, des assemblages de micelles dites "inverses" se forment, avec les têtes polaires dirigées 

cette fois vers le cœur de la micelle et les chaînes baignant dans l'huile. 

Pour la plupart des agents de surface, les propriétés n'atteignent leur valeur maximale qu’à 

partir de cette concentration et la connaissance de cette dernière permet d'assurer une 

utilisation correcte des produits. La Figure 2 illustre la cassure observée au niveau de la CMC 

dans l'évolution de certaines propriétés physiques. 

 

Figure 28. Evolution de certaines propriétés physiques en fonction de la concentration 

en tensioactif 
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Le degré d'activité des composés tensioactifs dépend à la fois de la partie polaire et de la 

partie apolaire, et en 1954, Griffin a proposé la notion de Balance Hydrophile Lipophile 

(HLB) pour caractériser les tensioactifs non ioniques à tête polaire éthylène glycol. La HLB 

varie de 0 à 20 ; 0 étant attribué à un produit totalement hydrophobe et 20 à un produit 

totalement hydrophile. Dans le cas des composés non ioniques, il est possible de calculer la 

HLB d'après la formule suivante : 

 

La HLB est une caractéristique des tensioactifs. Elle est étroitement liée à la structure de leur 

molécule. Elle est censée représenter l'équilibre hydrophile-lipophile et, en particulier, le 

pouvoir émulsionnant d'un tensioactif. Cependant, les propriétés des composés tensioactifs ne 

dépendent pas uniquement de la HLB. À HLB équivalente, deux composés peuvent présenter 

des comportements sensiblement différents. Par ailleurs, la HLB varie en fonction du système 

(solvants, mélange de tensioactifs, etc.).  

6.2. La classification des tensioactifs 

Les amphiphiles sont classés en fonction de la nature de leur tête hydrophile ou bien de leur 

chaîne hydrophobe. 

6.2.1. Classification basée sur la nature de la tête hydrophile 
 

C'est le classement le plus couramment utilisé et l'on y distingue quatre grandes classes selon 

la nature de leur groupe hydrophile: les dérivés anioniques, cationiques, amphotères et non 

ioniques. 

 Les agents de surfaces anioniques 

Ce sont les premiers à avoir été synthétisés et les plus utilisés dans le monde. Ce sont des 

molécules qui donnent des anions organiques dans l'eau (un groupement acide déprotoné qui 

peut être carboxylate, sulfate, sulfonate ...) associés à des cations (généralement un métal 

alcalin). Ils constituent de très bons agents moussants et détergents. De très nombreux savons 

sont des dérivés anioniques, les exemples les plus répandus étant les carboxylates dérivant de 

produits naturels comme la noix de coco, l'huile de palme ou d'amande. Les sulfonates 

constituent à eux seuls, plus de la moitié de la production en tensioactifs anioniques en raison 
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de leur utilisation dans le domaine de la détergence. On trouve principalement des 

alkylbenzènesulfonates et des lignosulfonates. Ces agents de surface sont aussi d'excellents 

dispersants utilisés dans les boues de forage ainsi que dans le secteur du bâtiment et des 

travaux publics. D'autre part, les tensioactifs anioniques sont les ingrédients de base des 

produits d'hygiène et des cosmétiques [179]–[183]. 

 Les agents de surface cationiques 

Ces tensioactifs portent une charge positive sur la partie polaire, le plus souvent un 

ammonium. Ils sont plus chers car les réactifs et la mise en œuvre des procédés sont d'un coût 

plus élevé. Cela a freiné leur développement malgré des synthèses qui remontent au tout début 

du 2üème siècle. Mais la découverte de leurs propriétés bactériostatiques les a rendus plus 

importants et désormais, leur domaine d'application s'est élargi, ils sont employés comme 

agents antistatiques, adoucissants, antimousses... [184], [185]. 

 Les agents de surface amphotères 

Ces tensioactifs portent à la fois une charge positive et une charge négative, ce sont donc des 

molécules zwitterioniques, Ils sont analogues aux phospholipides naturels et constituent une 

famille de produits peu irritants et peu agressifs sur le plan biologique [186], [187]. 

 Les agents de surface non ioniques 

Les tensioactifs non ioniques ne donnent pas d'ions dans l'eau, leur solubilité est due à la 

présence de groupements polaires. Ces tensioactifs sont compatibles avec les trois autres 

groupes et de ce fait sont souvent utilisés avec d'autres amphiphiles dans des formulations à 

usages spécifiques. La partie hydrophobe est greffée à la tête hydrophile par des liaisons de 

type éther, ester, amide... .La tête polaire est constituée soit par des ponts oxygène, soit par 

des groupements hydroxyles. Le premier cas est celui des dérivés de l'oxyde d'éthylène, quant 

au second, il concerne les produits de condensation sur des polyols (glycérol, polyglycérol, 

sucres et leurs dérivés) [188]–[193].   

6.2.2. Classification basée sur la nature de la chaine hydrophobe 
 

La partie hydrophobe d'un tensioactif est souvent constituée d'une chaîne hydrocarbonée, mais 

cette chaîne peut également être siliconée ou fluorocarbonée, ce qui permet de classer les 

tensioactifs également selon ces critères. 
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 Les tensioactifs hydrocarbonés 

La partie hydrophobe peut se composer d'une ou plusieurs chaînes hydrocarbonées, saturées 

ou non, linéaires ou ramifiées, ou encore condensées sur un cycle aromatique. Pour qu'une 

molécule possède des propriétés tensioactives marquées, il est nécessaire que sa partie 

hydrophobe soit assez importante, c'est à dire que la chaîne carbonée soit suffisamment 

longue mais cette longueur est aussi limitée par le pouvoir solubilisant des groupements 

hydrophiles. De ce fait, la chaîne carbonée d'un tensioactif a, en général, un nombre de 

carbones compris entre 6 et 18 (dans le cas de chaînes saturées). Toutes ces chaînes 

hydrophobes peuvent être d'origine naturelle ou synthétique. 

 Les tensioactifs siliconés 

Les agents de surface "silicones" sont en général des copolymères de polysiloxane et une ou 

plusieurs chaînes polymères d'oxyalkylène. Les atomes de silicium apportent une 

hydrophobie supplémentaire par rapport aux composés hydrocarbonés. Ces tensioactifs 

"silicone" sont très intéressants pour l'obtention de mousse, ce qui donne des isolants de 

bonne densité [194], [195]. 

 Les tensioactifs fluorocarbonés  

Les tensioactifs fluorocarbonés sont constitués d'une tête hydrophile et d'une queue 

hydrophobe formée d'une chaîne perfluorocarbonée terminée par un groupement CF3. 

L’hydrophobie des composés fluorés est plus importante. En effet, pour qu'un produit soit 

tensioactif, sa chaîne fluorée doit comporter au minimum quatre carbones contre un minimum 

de six carbones dans le cas d'un hydrogéné. Ces dérivés sont également doués de propriétés 

lipophobes vis-à-vis des solvants carbonés et des huiles, ce qui leur confère des propriétés très 

particulières. 

 Les tensioactifs hybrides 

Le terme de "tensioactif hybride" désigne des molécules amphiphiles qui comportent deux 

groupes hydrophobes de nature différente. L'un peut être, par exemple, une chaîne 

hydrocarbonée et l'autre, une chaîne perflurorocarbonée. 

Théoriquement, dans un mélange contenant un tensioactif fluoré et un tensioactif hydrogéné 

approprié, le rôle du tensioactif fluoré est de réduire la tension superficielle tandis que celui 

du partenaire hydrogéné est de diminuer la tension inter-faciale. Le résultat obtenu peut être 
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un système mouillant, qui s'étale facilement sur des surfaces habituellement difficiles à 

mouiller. Mais, il n'est pas toujours réalisable d'effectuer ce mélange. En effet, pour des 

tensioactif ioniques possédant la même charge au niveau de la tête polaire, l'avantage de cette 

association est limité à cause de la démixtion entre le tensioactif fluoré et l'hydrogéné. La 

solution pour remédier à ce problème est de synthétiser des tensioactifs hybrides. Cet exemple 

montre l'intérêt, d'une part, d'associer une chaîne fluorée et une chaîne hydrogénée, mais 

également celui de pouvoir les associer à une même tête polaire. 

6.3. Propriétés et applications des tensioactifs 

Les propriétés des tensioactifs, et donc leurs applications potentielles, sont dépendantes de 

leur structure. Cependant, il est difficile d’établir une relation directe entre la structure des 

composés et leurs propriétés. De nombreux paramètres entrent en jeu, ce qui rend la 

prédiction des propriétés complexe. 

6.3.1. Le pouvoir solubilisant 
 

Les solutions d'agents de surface, au-delà de leur CMC, ont la propriété d'augmenter la 

solubilité apparente des composés pas ou peu solubles dans l'eau, soit en incluant dans la 

micelle des molécules de produits, soit en formant des micelles mixtes avec le produit à 

solubiliser. Ce phénomène est mis à profit, par exemple, dans la teinture des fibres polyesters 

ou pour la polymérisation en émulsion [196], [197]. 

6.3.2. Le pouvoir moussant 
 

Il est lié aux caractéristiques mécaniques des films superficiels qui constituent les parois des 

bulles de la mousse. Certains tensioactifs ont la capacité de former rapidement des couches 

interfaciales et superficielles, assez résistantes pour ne pas céder à la pression interne de l'air 

emprisonné et à la pression externe des molécules d'eau mais également assez élastiques pour 

encaisser tous les petits chocs mécaniques au cours de leur déplacement sans éclater. Cette 

propriété est mise à profit principalement dans les shampooings, les produits douche et les 

boues de forage [198]. 

6.3.3. Le pouvoir antimousse 
 

A l'opposé, les antimousses sont des produits susceptibles de se rassembler aux interfaces et 

de désorganiser les films superficiels en faisant chuter leurs propriétés mécaniques [199]. 
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6.3.4. Le pouvoir émulsionnant 
 

Il permet de disperser et de maintenir en suspension un liquide dans un autre liquide non 

miscible. Les applications des émulsions sont très nombreuses, notamment en cosmétique, car 

elles permettent de présenter des principes actifs le plus souvent présents dans les corps gras 

sous des formes directement utilisables car dispersées dans suffisamment d'eau [200], [201]. 

6.3.5. Le pouvoir mouillant 
 

Il favorise l'étalement d'un liquide sur une surface lisse et augmente la vitesse de pénétration 

dans les substances poreuses. Cette propriété est mise à profit quand une solution traitante doit 

agir sur une surface lisse (lavage des sols, traitement phytosanitaire des feuilles, ...) ou lorsque 

des corps poreux doivent être traités par une solution aqueuse (teinture et blanchiment des 

textiles...) [202]. 

6.3.6. Le pouvoir dispersant 
 

Il augmente la stabilité des suspensions de petites particules solides dans un liquide en évitant 

leur agrégation. Cette caractéristique est utilisée pour des dispersions de boues de forage, de 

pigments dans les peintures, ... . 

6.3.7. Le pouvoir détergent 
 

Il permet, aux agents de surface, de détacher d'un support les produits qui le souillent et de les 

maintenir en dispersion. Il résulte principalement de la conjugaison des pouvoirs mouillant, 

émulsionnant et dispersant. 
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Chapitre 2: Synthèse de dérivés de 

flavonoïdes par fonctionnalisation 

chimique et enzymatique 
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Partie 1: Fonctionnalisation par hemi-

synthèse chimique 
 

 

 

  



 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

Nous avons choisi d'utiliser un flavonoide aglycone pour faciliter dans un premier temps le 

greffage et limiter les étapes de protection / deprotection qui seraient indispensables en 

présence d'un motif glucidique. Le flavonoïde choisi correspon à la catéchine car   c’est un 

produit commercial, et donc facilement accessible pour faire preuve de concept en partant 

d’une molécule modèle, et parce que c’est un polyphénol abondant dans de nombreuses 

plantes ainsi que dans certaines essences de bois. La catéchine possède cinq groupements 

hydroxyles, dont quatre de type phénolique et un aliphatique [1].  De nombreuses études sur 

la modification de la catéchine ont été relevées dans la littérature. Par contre l’acylation 

spécifique de chaque hydroxyle de cette molécule n’a pas été systématiquement étudié, ce qui 

est essentiel pour la mise en place d’une relation structure moléculaire et optimisation des 

propriétés. En conséquence, une stratégie comprenant une différenciation des hydroxyles des 

différents cycles a été appliquée pour réaliser l’acylation spécifique de chaque hydroxyle de la 

molécule de la catéchine. Ces modifications consistent à réaliser un greffage sélectif d’une 

chaine hydrophobe sur l’une des fonctions phénoliques et/ou aliphatique en ajoutant des 

chaines grasses, ou des acides aminés couplés à des chaines grasses pour rendre la catéchine 

plus lipophile ou en modulant sa balance hydrophile / hydrophobe afin d’augmenter sa 

biodisponibilité. 
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1. Rappel des structures des molécules cibles 
 

Nous avons envisagé trois types de molécules. Trois séries de molécules ont ainsi été 

synthétisées par hemisynthèse chimique : 

- Des composés bi-modulaires associant la catéchine à une chaine grasse: 

 au niveau des hydroxyles phénoliques: composés de type I 

 au niveau du OH aliphatique: composé de type II 

- Des composés tri-modulaires  associant de différentes manières la catéchine à un amino 

acide et à un acide gras: composés de type III. 

2. Synthèse de composés bi-modulaires (composés du type I et II) 
 

Les composés bi-modulaires comme leur nom l’indiquent, sont des molécules formées de 

deux modules. Le premier correspond au flavonoïde et en l'occurrence la catéchine, et le 

deuxième correspond à  un module hydrophobe constitué d’un acide gras (Figure 29). 

 

 

 

 

Figure 29.  Structure d’un composé bi-modulaire 

Nous avons envisagé de greffer une chaine hydrophobe sur la catéchine par un lien de type 

ester puisque c'est un lien facile à former. Dans un premier temps, nous avons greffé cette 

chaine hydrophobe sur les OH phénoliques afin d’obtenir des composés bi-modulaires de type 

I. Dans un second temps, nous avons greffé cette chaine hydrophobe sur le OH aliphatique de 

la catéchine pour obtenir des composés bi-modulaires de type II. 

 

 

 

 

Module 

hydrophile 
Module hydrophobe 
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Figure 30. Composés cibles bi-modulaire de type I et de type II 

2.1. Synthèse de composés bi-modulaires (composés du type I) 

2.1.1. Stratégie de synthèse 
 

L’objectif de cette synthèse est de greffer des chaines grasses sur les groupements hydroxyles 

phénoliques de la catéchine. Nous avons opté pour acyler par une voie directe les hydroxyles 

phénoliques en mettant en œuvre les conditions d'estérification de Steglich en utilisant le  

dicyclohexylcarbodiimide (DCCI) en présence de 4-dimethylaminopyridine (DMAP) comme 

agent basique.de par estérification de Steglich. Les hydroxyles phénoliques de la catéchine 

sont en effet plus acides que l’hydroxyle aliphatique ce qui va entrainer leur déprotonation 

sélective et aussi favoriser leur estérification sans passer par des étapes de protection et de 

deprotections. La synthèse des composés bi-modulaires de type I est une synthèse très simple 

qui s’effectue en une seule étape. 

2.1.2. Synthèse 
 

L’estérification de Steglich est une réaction qui utilise le (DCCI) en tant qu’agent de couplage 

et la 4-dimethylaminopyridine (DMAP).  

 

Schéma 11. Estérification de la catéchine 
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Tout d’abord la DMAP déprotone l’acide carboxylique. Le carboxylate attaque le DCCI pour 

former un carbonyle activé (ester actif). Par la suite, le phénole attaque l’ester actif (Schéma 

12). Le DMAP permet de catalyser la réaction en tant qu’agent de transfert d'acyle très 

efficace, et il est plus basique que la pyridine en raison de l’effet donneur mésomère du 

groupe dimethylamino [2]. Six longueurs de chaine differentes ont été choisies dans cette 

réaction : l’acide octanoïque (C8), l’acide laurique (C12), l’acide myristique (C14), l’acide 

palmitique (C16), l’acide stéarique (C18), et un acide gras insaturé, l’acide oléique (C18 :1). 

 

Schéma 12. Mécanisme de l’estérification de Steglich 
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Schéma 13. Synthèse des mono-esters en 3’, 4’ et des di-esters 

Le schéma 3 montre l'estérification directe de la catéchine par les différents acides gras 

saturés. L'ajout du DCCI a été réalisé goutte à goutte à froid sur une durée de 45 minutes. 

Durant la réaction un précipité se forme correspondant à la dicyclohexylurée, un sous-produit 

du DCCI qui a été éliminé par plusieurs filtrations. 

Le schéma 14 montre la même estérification  mais avec un acide gras ayant une insaturation 

qui est l'acide oléique (C18:1). 
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Schéma 14. Synthèse des mono-esters en 3’, 4’ et des di-esters 

Tableau 1. Rendement de mono- et di-esters en fonction de la longueur de la chaine 

grasse  

Séries n 

Rendements de 

monoesters (%) 

1+1' 

Rendements de 

diester (%) 2 

1a 8 64  2 

1b 12 72 3 

1c 14 71 3 

1d 16 66 2 

1e 18 61 1 

1f - 64 2 

 

Après purification par colonne chromatographique, les composés mono-esters sont obtenus en 

tant que produits majoritaires avec des rendements entre 61 % et 72 %, et des di-esters comme 
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produits minoritaires avec des rendements très faibles (1 à 3 %). Les rendements les plus 

élevés de mono-esters sont observés avec l’acide laurique (C12) et l’acide myristique (C14). 

Ces résultats sont identiques à ceux obtenus dans la littérature [3]. 

Les spectres de RMN 
1
H révèlent la présence de deux mono-esters différents. En effet entre 

8,5 ppm et 9 ppm, le spectre RMN de la catéchine montre la présence de quatre singulets 

correspondant aux hydroxyles (a), (b), (c) et (d) (Figure 31 A). Après acylation et dans la 

même zone de déplacements, le spectre indique la présence de 3 massifs intégrant chacun 

pour un proton, au lieu de quatre singulets (Figure 31 B), ce qui confirme que l’estérification 

a bien eu lieu sur un OH phénolique du groupement catéchol. Chacun de ces massifs 

correspond à deux singulets ce qui permet de conclure que deux régioisomères ont été obtenus 

avec une proportion non identique de 70/30.  

     A                                                                                      B 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 31. A. Spectre RMN 
1
H de la catéchine B. Spectre RMN 

1
H de la catéchine monoacylée 

La régiosélectivité de cette réaction peut être expliquée en se basant sur l’acidité des 

différents groupements hydroxyles. Les hydroxyles du groupement catéchol du cycle B sont 

plus acide que ceux du cycle A à cause de leur proximité de deux oxygènes électronégatifs. 

a b 

c 

c - d 

a 

b 

d 

b 

a 
d 

a b 
d 

https://www.google.com/url?sa=i&url=https://fr.wikipedia.org/wiki/Cat%C3%A9chine&psig=AOvVaw2PL3khgDAOYTVi819ZAyzW&ust=1600445911704000&source=images&cd=vfe&ved=0CAIQjRxqFwoTCNDvyOLL8OsCFQAAAAAdAAAAABAD
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Ensuite, on pense que le phénol en position 4' présente une acidité plus élevée que le phénol 

en position 3' en raison de sa distance par rapport au groupe alkyle inductif donneur 

d'électrons en position 1'. Par conséquent, la réaction a lieu principalement en 4' position en 

raison de la déprotonation plus facile du groupe hydroxyle. Une fois formé, le mono-ester 

peut être stabilisé par une liaison hydrogène intramoléculaire avec un groupe hydroxyle en 

position 3' limitant sa réactivité. La formation du diester s'est produite en tant que sous-

produit dans les conditions réactionnelles utilisées dans cette étude. Une telle réactivité a déjà 

été décrite dans la littérature [4]–[8]. 

L’examen de la littérature montre que de nombreuses investigations informatiques par 

modélisation moléculaire ont été faites citant les succès de différentes méthodes de théorie 

fonctionnelle de la densité (DFT) par rapport aux méthodes expérimentales dans le calcul de 

la structure moléculaire et de la réactivité intrinsèque des composés phénoliques [9], [10]. Les 

flavonoïdes sont des molécules qui répondent facilement aux stimuli polaires et magnétiques 

et c'est la raison d’étudier la distribution de charge sur les orbitales, l’HOMO (highest 

occupied molecular orbital) et la LUMO (lowest unoccupied molecular orbital). La différence 

de niveaux d’énergie entre l’HOMO (highest occupied molecular orbital) et la LUMO (lowest 

unoccupied molecular orbital), ΔE, peut servir à mesurer l’excitabilité de la molécule : plus la 

différence d’énergie est faible, plus la molécule peut être excitée facilement, et donc plus 

réactive [11], [12].  

Une telle étude par modélisation moléculaire, à l’aide de la fonctionnelle B3Lyp, pourra bien 

nous aider à confirmer les résultats de régiosélectivité obtenus, en éliminant un proton de 

chaque groupements hydroxyles de la catéchine et en calculant la différence d’énergie, ΔE, 

entre l’HOMO et la LUMO. 
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Figure 32. Structures de la catéchine après arachement de protons dans les positions 3’, 

4’, 3, 5, 7. 

Tableau 2. Valeurs des énergies des orbitals de la LUMO et HOMO de la catéchine, et 

de la catéchine après arrachement de protons dans les positions, 3’, 4’, 3, 5 et 7. 

 

 

EHOMO (Ha) 

 

ELUMO (Ha) ΔE (Ha) 

ELUMO– EHOMO 

 

Catéchine -0,188 -0,036 0,152 

Catéchine 3’-OH -0,193 -0,175 0,018 

Catéchine 4’-OH -0,191 -0,177 0,014 

Catéchine 3-OH -0,192 -0,173 0,019 

Catéchine 5-OH -0,196 -0,166 0,030 

Catéchine 7-OH -0,194 -0,163 0,031 

 

Les valeurs du tableau ci-dessus montrent que le groupement OH en position 4’est le plus 

réactif, suivi des positions 3’, 3, 5 et enfin 7. Ce qui explique et confirme l’acylation directe 

sur les OH du groupement catéchol, majoritairement en position 4’. 
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2.2. Synthèse des composés bi-modulaires (composés du type II) 

 

2.2.1. Stratégie de synthèse 
 

L'objectif est ici d'acyler l'hydroxyle aliphatique de la catéchine. Une étape de protection 

préalable des hydroxyles aliphatiques est donc nécessaire  afin de cibler l’acylation sur cet 

hydroxyle. Cette protection des hydroxyles phénoliques peut être réalisée aisément du fait de 

leur acidité plus prononcée que celle de l’hydroxyle aliphatique. Le schéma de retrosynthèse 

ci-dessous permet de visualiser les différentes étapes.  

 

Schéma 15. Retro-synthèse des composés bi-modulaire de type II 

2.2.2. Synthèse 
 

La synthèse de ces composés bi-modulaires a donc été realisée en trois étapes. La première 

étape est une protection des hydroxyles phénoliques, suivie par une estérification de la 

catéchine au niveau de l'hydroxyle aliphatique et finalement une deprotection des hydroxyles 

phénoliques. 
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Schéma 16. Acylation de la catéchine au niveau de l’hydroxyle aliphatique 

2.2.2.1. Benzylation 
 

Différents modes de protection sont possibles pour la protection des hydroxyles phénoliques. 

Des essais de protection par des motifs de type Boc ou acétylation ont déjà été testés au 

laboratoire mais c’est finalement sur la benzylation que s’est porté notre choix en raison de 

l’orthogonalité de cette protection par rapport à l’acylation où à d’autres groupes protecteurs 

potentiels au niveau des modules de jonction potentiels tels que les amino acides (composés 

de types III).  

 

Schéma 17. Benzylation de la catéchine 

La benzylation peut être réalisée après déprotonnation des hydroxyles phénoliques par une 

base faible telle que le carbonate de potassium sans toucher l’hydroxyle aliphatique moins 

acide. L'acidité est de plus augmentée par la liaison hydrogène intramoléculaire dans la 

structure catéchol des groupes hydroxyles phénoliques qui améliore leur nucléophilie dans des 

conditions basiques et augmente donc la capacité de celui-ci à s'ioniser en présence d'une base 
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donnant son ion phénoxyde sans déprotonner l’hydroxyle aliphatique. Le bromure de benzyle 

réagit ensuite avec les anions phénoxyde de la catéchine dans une réaction SN2 formant un 

composé benzylé [13]. 

 

Schéma 18. Mécanisme de la benzylation 

Dans un premier temps, nous avons testé différents conditions réactionnelles afin d’optimiser 

la réaction pour obtenir la  catéchine tetrabenzylée avec des rendements élevés. Nous avons 

fait varier la quantité de carbonate de potassium ainsi que celle de bromure de benzyle. Quatre 

produits ont été obtenus: la catéchine mono-benzylée, di-benzylée, tri-benzylée et tetra-

benzylée. Les conditions réactionnelles sont résumées dans le tableau ci-dessous. 
 

Tableau 3.  Conditions réactionnelles lors de la benzylation de la catéchine 

Catéchine  

(eq) 

C6H5CH2Br 

(eq) 

K2CO3 

(eq) 

Température 

(
o
C) 

Rendement 

(%) 

1 4,5 6 Reflux 41 

1 6,5 8 Reflux 45 

1 8 8 Reflux 52 

1 4,5 7,5 Reflux 62 

 

En partant de 4,5 équivalents de bromure de benzyle (C6H5CH2Br) et 6 équivalents de 

carbonate de potassium (K2CO3) le rendement obtenu après purification sur colonne de silice 

(9 :1 cyclohexane / AcOEt) et recristallisation (2 :1 cyclohexane / AcOEt) est de 41%. Plus on 

augmente le nombre d’équivalent de réactifs plus le rendement augmente, en revanche, avec 8 

équivalents de bromure de benzyle n’améliorent pas le rendement (52 %). 4,5 équivalents de 
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C6H5CH2Br et 7,5 équivalents de K2CO3 permettent d’obtenir le  produit désiré avec un 

rendement acceptable de 62% après purification. 

2.2.2.2. Estérification 
 

Cette étape est la même que la synthèse des composés bi-modulaire de type 1. Une 

estérification de Steglich en présence de DCCI et DMAP permet l’acylation de l’hydroxyle 

aliphatique. Des acides gras de longueurs variable ont été greffés: l’acide octanoïque (C8), 

l’acide laurique (C12), l’acide myristique (C14), l’acide palmitique (C16) et l’acide stéarique 

(C18). 

 

Schéma 19. Estérification de la catéchine tetra-benzylée 

 

Tableau 4. Acylation de la catéchine tetra-benzylée 

Composés n Rendement (%) 

3a 8 80 

3b 12 84 

3c 14 83 

3d 16 81 

3e 18 78 

 

Au cours de la réaction un précipité blanc se forme, c'est la dicyclohexylurée, un sous-produit 

du DCCI. Son élimination est difficile et en reste quelques traces dans le milieu même après 

sa filtration. Les produits ont été purifiés par chromatographie sur gel silice avec un gradient 

d'élution à base de cyclohexane et d'acétate d'éthyle. L’estérification sur le OH aliphatique 

donne des rendements élevés quel que soit la longueur de la chaine. 
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2.2.2.3. Hydrogénation 
 

La réaction d'estérification a ensuite été suivie d'une étape de déprotection impliquant 

l'élimination des groupes benzyles. 

La déprotection des groupements hydroxyles phénoliques a pu être réalisée par hydrogénation 

catalytique sous 50 bar d’hydrogène dans un mélange THF/éthanol, et en utilisant de 

l’hydroxyde de palladium sur charbon comme catalyseur.  

 

Schéma 20. Deprotection de la catéchine tetra-benzylée estérifiée 

Tableau 5.  Réaction de deprotection de la catéchine tetrabenzylée et  estérifiée  

Composés n Rendement (%) 

4a 8 89 

4b 12 92 

4c 14 96 

4d 16 90 

4e 18 88 

 

Les rendements de cette réaction de debenzylation sont excellents quel que soit la longueur de 

chaine. Une simple filtration sur célite permet d’isoler les composés. Cependant le rendement 

de cette réaction de deprotection est dépendant de la longueur de chaine de l'acide gras utilisé. 

Plus le nombre de carbone augmente, plus le rendement augmente comme indiqué dans le 

tableau 5. Au-delà de 14 carbones, le rendement diminue légèrement mais reste important. 

Les composés sont utilisés tels quels sans purification, leur pureté est suffisante pour 

déterminer leurs propriétés physicochimiques. 
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3. Synthèse des composés tri-modulaires (composés du type III) 
 

Les composés tri-modulaires sont formés de trois modules : un module hydrophile et un 

module hydrophobe qui sont la catéchine et un acide gras respectivement, et entre ces deux 

modules se trouve un module de jonction correspondant à un acide aminé relié à la catéchine 

par une liaison ester et à l’acide gras par une liaison amide. 

Nous avons envisagé trois types de composés tri-modulaires. Ces composés sont classés en 

trois groupes en fonction du type d’acide aminé utilisé (composés de type III). 

 Composés monocaténaires où l’acide amine est l’alanine, liant une catéchine du côté 

carboxylique et une chaine grasse du côté du groupe amine (composés type IIIa). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 33. Composé tri-modulaire de type IIIa 

 

 Composés bicatenaires où l’acide aminé est la lysine, liant une catéchine du côté 

carboxylique et deux chaines grasses au niveau de l’amine α et de l’amine ε 

(composés type IIIb). 
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Figure 34. Structure d’un composé bicatenaire (composé tri-modulaire de type IIIb) 

 Composés à deux têtes polaires polyphénoliques  qui correspondent à des structures de 

type « gemini », où l’acide aminé est l’acide glutamique liant deux catéchine d’un côté 

et une seule chaine grasse de l’autre (composés type IIIc). 

 

 

 

 

 

 

Figure 35. Structure d’un composé gemini (composé tri-modulaire de type IIIc) 
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3.1. Stratégie de synthèse 

La stratégie suivie est celle dite « synthèse modulaire » introduite par Lattes en 1986 [14]–

[16]. Elle consiste à préparer indépendamment les modules hydrophiles et hydrophobes et les 

assembler ensuite comme un jeu de lego. Dans notre cas, les modules ont été imbriqués par 

l’intermédiaire d’acides aminés qui jouent le rôle de pivot central (module de jonction). La 

stratégie que nous avons adoptée a consisté à réaliser dans un premier temps un bi-module 

hydrophobe en associant un acide aminé à un acide gras par une liaison amide. La tête polaire, 

qui est la catéchine, a ensuite été greffée dans un deuxième temps sur ce bi-module par une 

liaison ester. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 36. Détails de la structure d’un composé tri-modulaire 

Les aminoacides utilisés ont été choisis, soit en tant que modèles comme l’alanine, soit en 

raison de leur accessibilité comme la lysine, sous-produit de l’industrie sucrière [17], qui 

permet d’introduire deux chaines grasse, ou encore l’acide glutamique, présent dans de 

nombreuses protéines végétales et animales [18], qui permet d’introduire deux groupements 

phénoliques.   

Module de jonction 
(Acide aminé) 

Module hydrophile 
(Catéchine) 

Module hydrophobe 
(Acide gras) 

Liaison ester Liaison amide 
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Schéma 21. Retro-synthèse des composés tri-modulaires 

Nous avons envisagé un greffage au niveau de l’hydroxyle aliphatique de la catéchine. De la 

même façon que précédemment, une étape de protection des hydroxyles phénoliques a été 

nécessaire. 

3.2. Synthèse 

C’est une synthèse multi-étape également, comportant cinq étapes : 

 benzylation de la catéchine afin de protéger les OH phénolique,  

 couplage de l’ester d’acide aminé avec l’acide gras, transformation du groupe ester de 

ce couple en acide carboxylique,  

 estérification de la catéchine tetra-benzylée avec le couple acide aminé – acide gras,  

 deprotection de la catéchine tetra-benzylée estérifiée par hydrogénation catalytique. 
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Schéma 22. Les étapes de la synthèse des composés tri-modulaires 

3.2.1. Synthèse de N-acylaminoacide 
 

Les acides aminés sont bifonctionnels par définitions et peuvent se coupler entre eux [19],  

pour coupler l’acide aminé avec l’acide gras il est nécessaire que la fonction amine de l’acide 

aminé soit protégée. Des acides aminés commerciaux protégés sur la fonction acide 

carboxylique ont été utilisés: l’alanine éthyle ester, l’acide glutamique diméthyle ester et la 

lysine éthyle ester. Les acides carboxyliques utilisés sont les suivants : acide octanoïque, acide 

laurique, acide myristique, acide palmitique. Le benzotriazol-1-

yloxytris(dimethylamino)phosphonium hexafluorophosphate (BOP) bien connu en synthèse 

peptidique a été utilisé comme agent de couplage. Ne faisant pas partie  des composés « verts 

», et son utilisation génère du HMPT, le BOP permet d’obtenir les produits rapidement. De 

plus, c’est un réactif qui est facile à utiliser ; il conduit également la plupart du temps à 

d’excellents rendements et les sous-produits sont facilement éliminés.  
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3.2.1.1. Couplage acide gras – acide aminé 
 

3.2.1.1.1. A base d’alanine et d’acide glutamique 
 

Comme l’alanine et l’acide glutamique possèdent chacun une seul fonction amine, un seul 

acide gras a été greffé (Schémas 23 et 24). Ce couplage ayant lieu entre l’acide aminé et 

l’acide gras nous a permis d’obtenir une fonction amide. 

 

                                         Schéma 23. Synthèse de N-acyl alaninate d’éthyle 

 

 

Schéma 24. Synthèse de N-acyl glutamate de diméthyle 

Le couplage de l’alanine éthyle ester avec l’acide octanoique (C8) conduit à la formation d’un 

produit visqueux de couleur jaune. En revanche avec les autres longueurs de chaines, ainsi 

que le couplage entre  l’acide glutamique diméthyle ester et les différents acides gras,  les 

produits obtenus sont sous forme de poudre blanche.  

Le tableau 6 montre les rendements obtenus des couplages réalisés. Ces rendements avec 

l’alanine et l’acide glutamique sont très bons quelle que soit la longueur de chaine de l’acide 

gras. Aucune étape de purification n’a été réalisée après ces synthèses en raison de la pureté 

suffisante des produits obtenus, mais plusieurs lavages ont été réalisé afin d'éliminer le 

HMPT, un sous-produit du BOP qui se forme durant la réaction. 
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Tableau 6. Rendements du N-acyl alaninate d’éthyle et du N-acyl glutamate de 

diméthyle avec les différents la longueur de chaines grasses 

Composés n Rendement (%) 

5a 8 93 

5b 12 92 

5c 14 95 

5d 16 94 

6a 8 91 

6b 12 91 

6c 14 93 

6d 16 94 

 

3.2.1.1.2. A base de lysine 
 

La lysine est un acide aminé possédant deux fonctions amines, et donc pour greffer deux 

chaine grasses, deux équivalent d’acide gras et de BOP et quatre équivalents de triéthyle 

amine ont été utilisés. 

Schéma 25. Synthèse de N, N’-diacyl lysinate de diéthyle 

Lors de la réaction, un phénomène de précipitation a été observé avec toutes les longueurs de 

chaine. Après une filtration et une étude de RMN, il a été constaté que c’est le produit désiré 

qui précipite. Des petites traces de produits solubilisés sont restées dans le milieu et ont été 

difficilement récupéré par extraction. Plus la longueur de chaine augmente et plus c’est 

difficile de récupérer cette fraction, ce qui explique la légère diminution des rendements 
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lorsque la longueur de la chaine grasse augmente. Mais de manière générale, les rendements 

de cette réaction de couplage de la lysine avec des acides gras restent élevés.  

Tableau 7. Rendements du N, N’-diacyl lysinate de diéthyle avec les différents la 

longueur de chaines grasses 

Composés n Rendement (%) 

7a 8 95 

7b 12 92 

7c 14 87 

7d 16 85 

 

3.2.1.2. Saponification 
 

Après couplage de ces acides aminés avec les acides gras de différentes longueurs de chaine 

par amidation, les produits obtenus ont été déprotégés par saponification pour obtenir une 

fonction acide carboxylique utile pour réaliser le greffage du troisième module qui est la 

catéchine tetrabenzylée. 

 

Schéma 26. Saponification de N-acyl alaninate d’éthyle 

 

 

Schéma 27. Saponification de N-acyl glutamate de diméthyle 

 

 

Schéma 28. Saponification de N, N’-diacyl lysinate de diéthyle 



113 
 

Cette saponification se fait en présence d’un excès de NaOH (5 eq.) à température ambiante 

dans un mélange méthanol / eau 9 :1. Les produits sont obtenus par acidification par une 

solution aqueuse d’acide chlorhydrique (1M). Des précipités se forment après 4 heures de 

réaction  et après acidification pour tous les composés sauf pour le composé 8a qui a été 

extrait 2 fois avec l’acétate d’éthyle après son acidification. 

 Les rendements de la réaction de saponification sont très élevés quels que soient l’acide 

aminé et l’acide gras. 

Tableau 8. Rendements des réactions de saponification 

Composés n Rendement (%) 

8a 8 93 

8b 12 92 

8c 14 95 

8d 16 94 

9a 8 91 

9b 12 91 

9c 14 93 

9d 16 94 

10a 8 95 

10b 12 92 

10c 14 87 

10d 16 85 

 

La saponification de groupements esters est bien visible sur les spectres RMN 
1
H puisqu’en 

effet les deux signaux correspondant à un ester d’éthyle, en l’occurrence un quadruplet à 4.13 

ppm et un triplet à 1.23 ppm disparaissent dans le spectre des produits finals. La figure ci-

dessous présente les spectres correspondants, dans le cas de la saponification du N-

hexadecanoyl alaninate d’éthyle.  
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Ce même profil est observé pour les autres acides aminés également avec toutes les longueurs 

de chaines. 

 

Figure 37. RMN 
1
H du N-hexadecanoyl alaninate d’éthyle 

 

Figure 38. RMN 
1
H du produit issu de la saponification du N-hexadecanoyl alaninate 

d’éthyle 
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3.2.2. Synthèse du composé tri-modulaire : greffage des N-acylaminoacides 

avec la catéchine 
 

Nous nous sommes intéressés ensuite au couplage des bi-modules hydrophobes, (acide aminé 

– acide gras),  à la catéchine tetra-benzylée. Il s’agit en l’occurrence de réaliser une 

estérification entre la fonction acide carboxylique du bi-module et l’hydroxyle de la catéchine. 

C’est la même réaction utilisée pour la synthèse des composés bi-modulaires de type I et de 

type II. 

3.2.2.1. A base d’alanine 
 

Tout d’abord, nous avons essayé de coupler le bi-module hydrophobe synthétisé à base 

d’alanine avec la catéchine tetra-benzylee en présence du BOP. En revanche aucun couplage 

n’a eu lieu. Pour cela l’estérification de Steglich en présence de DCCI et de DMAP a été 

réalisée. 

 

Schéma 29. Estérification de la catéchine tetra-benzyée avec le module hydrophobe 

alanine -acide gras 

Les rendements de la réaction sont présents dans le tableau suivant. 

Tableau 9. Rendements des réactions d’estérification des composés à base d’alanine 

Composés n Rendements (%) 

11a 8 72 

11b 12 79 

11c 14 81 

11d 16 77 
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Les rendements de cette estérification varient en fonction  de la longueur de chaine de l’acide 

gras. Plus on augmente cette longueur de chaine, plus le rendement augmente pour atteindre 

81% avec l’acide myristique (C14).  

3.2.2.2. A base d’acide glutamique et de lysine 
 

Comme le montre le tableau ci-dessous, pour les composés à base de lysine et d’acide 

glutamique, leur estérification a été réalisée en premier lieu comme les composés à base 

d’alanine et les composés bi-modulaires en  présence de DCCI et DMAP. Les rendements ont 

été trop faibles avec toutes les longueurs de chaines d’acide gras. Ces faibles rendements 

peuvent être expliqués par la non transformation et la non consommation totale du produit de 

départ durant la réaction ce qui induit a la formation de petite trace de produits.  

Tableau 10. Rendements des réactions d’estérification des composés à base d’acide 

glutamique et de lysine en présence de DCCI et DMAP 

Composés n Rendements (%) 

12a 8 32 

12b 12 30 

12c 14 31 

12d 16 28 

13a 8 19 

13b 12 23 

13c 14 17 

13d 16 15 

 

Les composés à base de lysine possèdent deux chaines grasses et ceux à base d’acide 

glutamique possèdent deux catéchines tetra-benzylées. La présence de ces deux groupements 

peut créer durant la réaction d’estérification des microenvironnements qui empêchent celle-ci 

d’avoir lieu d’une façon efficace. Pour améliorer les rendements d’estérification dans le cas 

de ces molécules encombrées, nous avons choisis d’ajouter de l’hydroxybenzotriazole 

(HOBT), bien connu en synthèse peptidique pour obtenir un ester actif [20] et améliorer la 

réaction. 
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Schéma 30. Estérification de la catéchine tetra-benzyée avec le module hydrophobe 

acide glutamique -acide gras 

 

 

Schéma 31. Estérification de la catéchine tetra-benzyée avec le module hydrophobe 

lysine -acide gras 

A la fin de la réaction un précipite a été observé, il s’agit de la dicyclohexyluree, un sous-

produit du DCCI qui a été filtré par la suite. A ce stade de la synthèse des composés tri-

modulaires, une purification par chromatographie sur gel de silice est nécessaire pour enlever 

toute les traces du dicyclohexylurée et éviter les purifications dans l’étape suivante. 

Tableau 11. Rendements des réactions d’estérification des composés à base d’acide 

glutamique et de lysine en présence de DCCI, DMAP et HOBT 

Composés n Rendements (%) 

12a 8 78 

12b 12 82 

12c 14 88 
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12d 16 79 

13a 8 80 

13b 12 85 

13c 14 85 

13d 16 82 

 

Le tableau ci-dessus montre les rendements des estérifications avec la lysine et l’acide 

glutamique. L’ajout du HOBT permet d’obtenir des meilleurs rendements en comparaison aux 

estérifications ou ce produit n’était pas utilisé. 

 

Figure 39. Spectres infrarouge de la catéchine tetrabenzylée (en noir) et la catéchine 

tetrabenzylée acylée (en rouge) 

Le spectre infrarouge montre l'apparition d'une bande ester vers 1725 cm
-1 

pour la catéchine 

benzylée acylée. En revanche cette bande n'existe pas pour la catéchine benzylée. Cela peut 

montrer que l'estérification a bien eu lieu. Ces résultats ont été confirmés également par la 

suite par RMN. 
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3.2.3. Deprotection des groupements benzyliques 
 

Nous avons choisi de déprotéger les groupements benzyliques par hydrogénation afin 

d’obtenir des composés monocaténaires (schéma 32), bicaténaires (schéma 33) et des 

composés à deux têtes polaires (schéma 34). 

 

 

Schéma 32. Hydrogénation pour l’obtention du composé monocaténaire 

 

Schéma 33. Hydrogénation pour l’obtention du composé bicaténaire 

Schéma 34. Hydrogénation pour l’obtention du composé à deux têtes polaires 
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Tableau 12. Rendements des réactions d’hydrogénation des composés à base d’alanine, 

acide glutamique et lysine 

Composés n Rendements (%) 

14a 8 92 

14b 12 92 

14c 14 95 

14d 16 93 

15a 8 90 

15b 12 93 

15c 14 95 

15d 16 93 

16a 8 92 

16b 12 93 

16c 14 97 

16d 16 94 

 

Les composés obtenus ont été isolés par filtration sur célite. Les rendements de la dernière 

étape de cette synthèse multi-étapes varient entre 90 et 97% pour les trois acides aminés avec 

les différents acides gras sans purification par chromatographie. Le spectre IR montre 

qu'après hydrogénation une bande large vers 3300 cm
-1 

apparait correspondant aux OH 

phénolique, indiquant que la deprotection des groupements benzyle a bien lieu. On observe ce 

même profil de spectre infrarouge chez tous les autres composés tri-modulaires.  

La pureté des composés obtenus est suffisante pour tester leurs propriétés physico-chimiques 

et biologiques. 
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Figure 40. Spectres infrarouge de la catéchine tetrabenzylée acylée (en noir rouge) et la 

catéchine acylée et déprotégée (en bleu) 

 

 

4. Conclusion 
 

Dans ce chapitre, nous nous sommes intéressés à la valorisation de la biomasse en 

synthétisant des composés bi- et tri-modulaires amphiphiles biosourcés. 

Trois séries de molécules ont été synthétisés: 

 des composés bi-modulaires comportant une chaine grasse sur l'un des hydroxyles 

phénoliques de la catéchine (type I).  

 des composés bi-modulaires comportant une chaine grasse sur l'hydroxyle aliphatique 

de la catéchine (type II) 

 des composés tri-modulaires comportant un acide aminé et une chaine grasse sur 

l'hydroxyle aliphatique de la catéchine (type III). 

Pour les composés bi-modulaires de type 2, les groupements hydroxyles phénoliques ont été 

protégés par benzylation afin de cibler le greffage du module hydrophobe qui est l’acide gras 

sur le OH aliphatique, OH en position 3. Finalement une étape de deprotection a été réalisée. 

La synthèse des composés tri-modulaires consistait à préparer indépendamment le module 

hydrophobe avant de le relier par un module de jonction ici les acides aminés (alanine, lysine 
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et acide glutamique) au module hydrophile. Trois types de composés tri-modulaires ont été 

obtenus :  

 les composes monocaténaire ayant une seul tête polaire liée à une seul chaine grasse 

par l’alanine,  

 les composes bicaténaires ou on a une seul tête hydrophobe liée à deux chaines grasses 

par la lysine qui possède deux groupements amines,  

 les composés à deux têtes polaires, aussi appelés structures gémeaux car deux têtes 

polaires, deux catéchines, sont liées à une chaine grasse par le module de jonction, 

l’acide glutamique. 

Les résultats obtenus pour la synthèse des composés bi- et tri-modulaires étaient très 

satisfaisants dans l’ensemble car les ayant tous obtenus avec des rendements supérieurs à 70% 

avec une pureté nécessaire pour pouvoir étudier leurs propriétés physicochimiques. L’étude 

sur les propriétés physicochimiques et biologiques des composés synthétisés fera l’objet du 

chapitre suivant.  
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Partie 2:Fonctionnalisation par 

biocatalyse enzymatique 
 

 

 

 

 

 

 



 
 

  



 
 

Bien que les procédés de synthèse chimique d’esters de flavonoïdes permettent souvent 

d’obtenir de bons rendements, il y a quelques inconvénients comme l’utilisation de réactifs 

chimiques qui diminuent l’indice de naturalité des produits, et le manque de sélectivité qui 

aboutit à des purifications qui peuvent être difficiles. Beaucoup de chercheurs s’intéressent à 

l’acylation par voie enzymatique catalysée par des lipases, qui est plus régiosélective, utilise 

peu ou pas de réactifs chimiques, et se déroule dans des conditions réactionnelles douces. 

Les performances de la synthèse enzymatique d’esters de flavonoïdes dépendent de plusieurs 

facteurs tels que la teneur en eau du milieu réactionnel, les structures des donneurs et 

receveurs d’acyle, l’origine du biocatalyseur et la nature du solvant. Ce chapitre porte sur la 

synthèse enzymatique d’esters de flavonoïdes et d’acides gras catalysée par la lipase B de 

Candida antarctica (CAL-B) en milieu organique pauvre en eau.  

L’objectif de ce chapitre est de synthétiser des composés bi- et tri-modulaires par voie 

enzymatique en partant de flavonoïdes aglycones et de flavonoïdes glycosylés afin de générer 

une diversité de produits et de déterminer l’effet de la structure de ces derniers sur leurs 

propriétés. L’effet de la structure des substrats sur les performances réactionnelles sera 

également étudié.  
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1. Acylation enzymatique de flavonoïdes aglycones 
 

1.1. Conditions de départ issues de la littérature 

Comme il a été mentionné précédemment, différents facteurs peuvent jouer sur la synthèse 

des esters de flavonoïdes. Il nous a donc paru nécessaire d’effectuer une synthèse d’ester de 

flavonoïdes dans les mêmes conditions que celles citées dans la littérature afin d’avoir un 

point de départ. Trois flavonoïdes ont été choisis en raison de leurs structures intéressantes : la 

catéchine qui possède quatre groupements hydroxyles phénoliques et un groupement 

hydroxyle secondaire porté par l’hétérocycle central, la quercétine qui présente également 

quatre groupements phénoliques et une fonction hydroxyle tertiaire et la naringénine dont la 

structure comporte trois groupements phénoliques (figure 1). L’objectif est de synthétiser des 

composés bi-modulaires par hémi-synthèse et de comparer le potentiel de la voie chimique et 

de la voie enzymatique pour leur obtention. Les conditions expérimentales choisies 

initialement pour les réactions d’acylation enzymatique de ces flavonoïdes aglycones sont 

issues de la publication de Saik et al. (2016) [21]: l’acide oléique est utilisé comme donneur 

d’acyle, un ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle de 1 : 20 est fixé, la réaction est menée 

à une température de 60
 
°C dans l’acétonitrile comme solvant ; elle est catalysée par la lipase  

CAL-B et poursuivie pendant 7 jours. Dans ces travaux, trois esters de quercétine avaient pu 

être synthétisés : un 4’-monoester, un 3’,4’-diester et un 7,3’,4’-triester. Les auteurs indiquent 

un taux de conversion de la quercétine de 25%. Dans notre étude, aucune acylation ne semble 

avoir eu lieu. L’observation du milieu réactionnel a révélé une solubilisation limitée des 

flavonoïdes, pouvant expliquer l’absence de réaction. Pour contourner cette difficulté, 

d’autres solvants ont été utilisés pour mener les réactions.  
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Figure 41. Structure chimique de la catéchine, de la quercétine et de la naringénine 

1.2. Effet du solvant sur la réaction d’acylation enzymatique de flavonoïdes 

aglycones 

La solubilité des substrats et leur vitesse de dissolution peuvent affecter les performances des 

réactions dans lesquelles ils sont engagés en limitant la quantité de substrat disponible dans le 

milieu. Ces éléments sont d’autant plus importants que les flavonoïdes sont connus pour leur 

faible solubilité dans de nombreux milieux. Trois solvants ont été choisis comme milieu pour 

les réactions d’acylation : le 2-méthyle 2-butanol (M2B2), l’acétone et l’acétonitrile. Ces trois 

solvants ont été séchés pendant cinq jours sur du tamis moléculaire. 

Malgré l’utilisation de trois solvants différents, aucune acylation n’a eu lieu, quelle que soit la 

nature du flavonoïde et quel que soit le solvant. Comme précédemment, la solubilité 

incomplète des flavonoïdes a été observée dans l’acétonitrile ; une concentration importante 

du milieu par évaporation du solvant a été constatée avec l’acétone malgré la solubilisation 

totale des substrats dans ce solvant ; en revanche avec le M2B2 une solubilisation totale des 

substrats est observée. Ce dernier solvant a donc été choisi pour poursuivre les travaux relatifs 

à l’acylation des flavonoïdes aglycones. 

Tableau 13. Résultats obtenus lors de l’acylation enzymatique de flavonoïdes aglycones 

menée dans différents solvants 

Flavonoïdes 
Donneur 

d'acyle 

Ratio 

molaire 
Solvant 

Température 

(
o
C) 

Enzyme Acylation 

Catéchine 

Quercétine 

Naringénine 

Acide 

oléique 
1:20 

Acétonitrile 

60 CAL-B Pas d'acylation Acétone 

M2B2 
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1.3. Effet du ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle sur la réaction 

d’acylation enzymatique de flavonoïdes aglycones 

En raison du mécanisme réactionnel des lipases, il est généralement admis qu’il est préférable 

de travailler en présence d’un excès de donneur d’acyle par rapport aux substrats accepteurs 

d’acyle. En effet, l’étape cinétiquement limitante est la formation du complexe enzyme-

donneur d’acyle. D’un autre côté, un excès de donneur d’acyle peut rendre la purification de 

l’ester plus complexe. Dans la littérature, la plupart des travaux sur l’acylation de flavonoïde 

par des lipases ou des protéases a été effectuée en présence d’un excès d’au moins trois 

équivalents de donneur d’acyle (Kontogianni et al., 2001 ; Riva et al., 1996) [22], [23]. 

Kontogianni et al. ont utilisé des ratios molaires flavonoïde : donneur d’acyle allant de 1 :3 

jusqu’à 1 :18 pour synthétiser des esters de naringine avec des taux de conversion de 65%, 

alors que Riva et al. ont utilisé un ratio 1 :15 pour synthétiser des esters de l’acide malonique. 

Cet excès peut monter jusqu’à 600 équivalents lorsque la synthèse se déroule en milieu fondu 

(Enaud et al., 2003) [24]. Il est donc nécessaire de trouver un compromis entre la 

concentration résiduelle en acide compatible avec la purification des esters produits et une 

vitesse de réaction suffisamment élevée. Pour chercher ce compromis quatre ratios molaires 

flavonoïde : donneur d’acyle différents ont été testés : 1 : 5, 1 :10, 1 : 20 et 1 :100. Le tableau 

14 montre les conditions expérimentales ainsi que les résultats obtenus pour l’acylation de la 

catéchine, la quercétine et la naringenine avec l’acide octanoïque ou l’acide laurique, en 

présence de différents ratios molaires de substrats. 

Tableau 14. Résultats obtenus lors de l’acylation de la catéchine, quercétine et 

naringénine en présence de différents ratios molaires flavonoïde : acide gras 

Flavonoïdes 
Donneur 

d'acyle 

Ratio 

molaire 
Solvant 

Température 

(
o
C) 

Enzyme Acylation 

Catéchine 

Queréctine 

Naringénine 

Acide 

oléique et 

acide 

octanoique 

1:5, 1:10, 

1:20, 

1:100 

M2B2 60 CAL-B 
Pas 

d'acylation 

 

De même que précédemment, malgré une solubilisation totale des flavonoïdes et différents 

excès de substrat donneur d’acyle, aucune réaction n’a été observée. Ceci nous a poussés à 

modifier un facteur essentiel dans cette synthèse qui est l’enzyme. 
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1.4. Effet de l’origine de l’enzyme sur la réaction d’acylation enzymatique 

de flavonoïdes aglycones 

Les enzymes doivent tout d'abord se lier à leurs substrats avant de pouvoir catalyser toute 

réaction chimique. Les enzymes sont plus ou moins spécifiques en ce qui concerne à la fois 

les substrats auxquels elles peuvent se lier et les réactions qu'elles sont susceptibles de 

catalyser. Cette spécificité résulte de la configuration de leurs sites de liaison, qui sont des 

poches présentant une complémentarité de forme avec les substrats. La distribution spatiale 

des charges et des résidus hydrophiles ou hydrophobes dans la structure protéique entre en jeu 

également. Les enzymes peuvent ainsi faire la différence entre des molécules très semblables, 

ce qui assure leur chimiosélectivité, leur régiosélectivité et leur stéréospécificité. Six enzymes 

ont été choisies pour catalyser l’acylation de la quercétine par l’acide oléique. Les enzymes 

testées sont les lipases produites par Candida antarctica, Burkholderia cepacia, Rhizomucor 

miehei, Aspergillus oryzae, Candida rugosa et Thermomyces lanuginosus. 

Tableau 15. Résultats obtenus lors de l’acylation de la quercétine par l’acide oléique, en 

présence de différentes lipases 

Flavonoïdes 
Donneur 

d'acyle 

Ratio 

molaire 
Solvant 

Température 

(
o
C) 

Enzymes Acylation 

Quercétine 
Acide 

octanoique 
1:20 M2B2 60 

Candida 

antarctica 

Pas 

d'acylation 

Burkholderia 

cepacia 

Acylation 

59% 

Rhizomucor 

miehei 

Pas 

d'acylation 

Aspergillus 

oryzae 

Candida 

rugosa 

Thermomyces 

lanuginosus 
 

Le tableau 14 montre qu’en présence de la lipase de Burkholderia cepacia (PSL-C) la 

quercétine est convertie en dérivé acylé à hauteur de 59%, ce qui est en accord avec la 

littérature. En effet, Chebil et al. (2007) ont montré que des esters de quercétine ont été 

synthétisés en présence de cette enzyme, au niveau du groupement hydroxyle en position 4’ 

du cycle B [25]. En contrepartie aucune acylation n’a été observée avec les autres enzymes. 

Ces résultats sont en contradiction à ceux de la littérature. Saik et al. (2016) (2020) ont réussi 

à synthétiser des esters de quercétine avec CAL-B au niveau des positions 3’-OH, 4’-OH et 7-

https://fr.wikipedia.org/wiki/Substrat_enzymatique
https://fr.wikipedia.org/wiki/Catalyse
https://fr.wikipedia.org/wiki/R%C3%A9action_chimique
https://fr.wikipedia.org/wiki/Hydrophile
https://fr.wikipedia.org/wiki/Hydrophobe
https://fr.wikipedia.org/wiki/Chimios%C3%A9lectivit%C3%A9
https://fr.wikipedia.org/wiki/R%C3%A9gios%C3%A9lectivit%C3%A9
https://fr.wikipedia.org/wiki/St%C3%A9r%C3%A9osp%C3%A9cificit%C3%A9
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OH [26] [27]. Kyriakou et al. (2018) avec la CAL-B ainsi que Xie et al. (2012) avec une 

estérase thermophile (APE1547) ont également réussi à synthétiser des esters de quercétine 

avec des taux de conversion respectifs de 33% et 74% [28]. Patti et al. (2000) ont réussi à 

synthétiser avec Mucor miehei des esters de catéchine avec un taux de conversion de 90% 

[29]. Zhou et al. (2021), quant à eux, ont montré que la lipase de Candida antarctica permet 

de synthétiser des esters de catéchine avec un rendement de conversion du flavonoïde de 60% 

[30]. Par contre, des travaux ultérieurs réalisés au Laboratoire Réaction et Génie des Procédés 

(LRGP) par Ardhaoui et al. (2004), Chebil et al. (2006, 2007), De Oliveira et al. (2010), et 

Bidouil et al. (2011) ont montré l’absence d’acylation de la quercétine en présence de CAL-B 

[31]–[35]. Les résultats portant sur l’acylation enzymatique de flavonoïdes aglycones sont 

donc contradictoires et semblent dépendre des conditions réactionnelles appliquées. En 

particulier, l’hypothèse d’un effet de l’activité de l’eau dans les milieux réactionnels peut être 

formulée même si l’aw mesurée dans nos milieux réactionnels (0,13) est similaire à celle 

indiquée par les auteurs des publications mentionnées. 

1.5. Effet de la nature du donneur d’acyle sur la réaction d’acylation 

enzymatique de flavonoïdes aglycones  

La nature du donneur d’acyle est un élément important dans les réactions d’acylation 

enzymatique des flavonoïdes. Elle peut jouer sur les performances de la réaction ainsi que sur 

les propriétés de l’ester synthétisé. L’étude de la spécificité de substrat des lipases est à 

l’origine de travaux concernant l’effet des donneurs d’acyle sur l’activité de l’enzyme et sur 

les performances réactionnelles. 

Au vu des résultats peu encourageants obtenus lors de l’acylation des flavonoïdes aglycones 

par les acides gras simples en présence de CAL-B,  la transestérification de la quercétine par 

des esters vinyliques a été étudiée. La transestérification nommée aussi alcoolyse est une 

réaction entre un ester et un alcool conduisant à la formation d’un nouvel ester [36]. Les esters 

de vinyle constituent des substrats donneurs d’acyle intéressants pour les réactions de 

transestérification. En effet, cette réaction étant réversible, elle nécessite d’éliminer 

continuellement l’alcool produit, afin de déplacer l’équilibre réactionnel en faveur de l’ester 

d’intérêt. Or, dans le cas des esters de vinyle, l’alcool vinylique produit au cours de la 

réaction, se tautomérise en acétaldéhyde qui ne peut intervenir en tant que substrat de cette 

réaction. Ceci confère un caractère irréversible à la réaction de transestérification. De plus 

l’acylation à partir des esters de vinyle permet d’utiliser des conditions de réaction plus 
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douces (catalyse par des bases faibles comme K2CO3), et de greffer une grande variété de 

fonctions esters avec un taux de conversion élevé [37]–[39]. Kyriakou et al. (2012) ont étudié 

l’acylation de la quercétine par l’acétate de vinyle. Des esters de quercétine ont été obtenus : 

4’-O-acétyle quercétine et 3’-O-acétyle quercétine [40]. Jiang et al. (2021), quant à eux, ont 

réussi à obtenir des esters d’epigallocatéchine en présence de laurate de vinyle [41]. 

Dans notre étude, l’acylation de la quercétine en présence d’acétate de vinyle, de propionate 

de vinyle, de butyrate de vinyle ou de cinnamate de vinyle a été mise en oeuvre (Figure 42). 

 

Figure 42. Structures chimiques de l’acétate de vinyle, du propionate de vinyle, du 

butyrate de vinyle et du cinnamate de vinyle 

Ces réactions de transestérification ont été menées avec les ratios molaires flavonoïdes : 

donneur d’acyle suivant : 1 :5, 1 :10, 1 :20, 1 :50, 1 :100 et 1 :333 à 60
°
C, pendant 7 jours, 

dans du M2B2, en présence de CAL-B.  

L’analyse des milieux réactionnels montre que le pourcentage de conversion de la quercétine 

varie en fonction du ratio molaire pour tous les donneurs d’acyle. Plus ce ratio est élevé, plus 

le taux de conversion augmente. Pour l’acétate de vinyle par exemple, en variant le ratio 

molaire quercétine : acétate de vinyle de 1 :5 à 1 :10, 1 :20, 1 :50, 1 :100 ou 1 :333, des taux 

de conversion du flavonoïde de 57%, 68%, 77%, 89%, 92% et 96% sont obtenus 

respectivement, après 72 heures de réaction. Une tendance similaire est observée avec le 

butyrate de vinyle, le propionate de vinyle, ainsi que le cinnamate de vinyle (Figure 43). Ces 

résultats sont cohérents avec ceux rapportés par Chebil et al. (2007). 
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Figure 43. Variation du taux de conversion de la quercétine en présence d’acétate de 

vinyle, butyrate de vinyle, propionate de vinyle ou cinnamate de vinyle, selon les ratios 

molaires quercétine : donneur d’acyle 1 :5, 1 :10, 1 :20, 1 :50, 1 :100 ou 1 :333, en 

présence de CAL-B. Les réactions sont menées à 60°C, dans le M2B2, sous agitation 

magnétique. 

Les esters vinyliques étant très réactifs, il convient de vérifier l’avancement réactionnel en 

absence d’enzyme. Des réactions témoins ont été menées sans enzyme, dans les mêmes 

conditions que celles appliquées précédemment.  

Dans cette étude expérimentale, le potentiel catalytique de CAL-B dans la réaction 

d’acétylation de la quercétine a été éclairci. La réaction menée pendant 7 jours dans le M2B2, 

à 60
°
C, en absence d’enzyme et avec des différents ratios molaires des substrats, a permis de 

montrer qu’un large excès de donneur d’acyle (ratio 1 :333) conduit à un taux de conversion 

similaire à celui obtenu en présence d’enzyme. Pour des excès plus modérés d’accepteur 

d’acyle, les taux de conversion observés sont toutefois moins élevés en l’absence d’enzyme.  

Pour exemple, des taux de conversion de 35%, 40%, 44%, 52%, 64% et 92% ont été atteints 

pour les ratios 1 :5, 1 :10, 1 :20, 1 :50, 1 :100 et 1 :333 respectivement, lors de l’acylation de 

la quercétine par l’acétate de vinyle, en l’absence d’enzyme (Figure 44). Ces résultats sont 

cohérents avec ceux présentés par Bidouil et al. (2011), qui ont montré un taux de conversion 

de la quercétine de 90 %, en absence de CAL-B, avec un ratio molaire quercétine : acétate de 

vinyle de 1 : 333. 
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Figure 44. Variation des taux de conversion de la quercétine en présence d’acétate de 

vinyle, butyrate de vinyle, propionate de vinyle ou cinnamate de vinyle, selon les ratios 

molaires quercétine : donneur d’acyle 1 : 5, 1 :10, 1 :20, 1 :50, 1 :100 ou 1 :333, en 

absence de CAL-B. Les réactions sont menées à 60°C, dans le M2B2, sous agitation 

magnétique. 

Certaines études citées ci-dessus ayant montré que l’acylation enzymatique des flavonoïdes 

aglycones avec les esters vinyliques est performante ne rapportent pas la mise en œuvre de 

réactions témoin, menées sans biocatalyseur. Or notre étude met bien en évidence la 

possibilité d’acyler la quercétine par un donneur d’acyle vinylique, sans enzyme. La 

comparaison de nos résultats avec ceux de la littérature doit donc se faire avec prudence. 

1.6. Conclusions 

Ces résultats expérimentaux sur l’acylation des flavonoïdes aglycones nous permet de 

parvenir aux conclusions suivantes : 

 Dans nos travaux, l’enzyme CAL-B n’a pas permis de catalyser l’acétylation des 

flavonoïdes aglycones avec des acides gras simples, quel que soit le ratio molaire des 

substrats. Certaines études de la littérature rapportent la possibilité d’effectuer cette 

réaction, ce qui est contradictoire avec nos résultats. Toutefois la plupart des 

rendements restent inférieurs à 40%.  D’autres travaux réalisés au laboratoire avaient 

au contraire permis de conclure à une absence de réaction ; ceci avait d’ailleurs été 

justifié par une faible réactivité des hydroxyles phénoliques de la quercétine au niveau 

de la machinerie catalytique de l’enzyme (Bidouil et al. 2011). Ceci semble cohérent 

avec le fait que les lipases catalysent préférentiellement l’acylation de groupements 
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hydroxyle primaires [42]. Ces résultats contradictoires demeurent inexpliqués et 

pourraient résulter de conditions opératoires comme l’aw des milieux légèrement 

différente d’une étude à l’autre.  

 Parmi toutes les enzymes utilisées dans cette partie, la lipase de Burkholderia cepacia 

est la seule enzyme capable de catalyser l’acylation de la quercétine avec l’acide 

octanoique. Le rendement de conversion du flavonoïde est de 59 %. 

 Des taux de conversions élevés ont été obtenus avec les donneurs d’acyle de type 

esters de vinyles, en présence de CAL-B ; des esters ont également été produits en 

l’absence d’enzyme, avec des rendements généralement inférieurs. Une corrélation 

positive a été observée entre le taux de conversion du flavonoïde et l’excès de 

donneur d’acyle. Nous pouvons conclure que cette réaction d’acétylation menée en 

présence d’un large excès d’esters de vinyle est essentiellement de nature chimique. 

Bien que l’acylation ait lieu avec de tels substrats donneurs d’acyle, cette voie 

d’obtention de dérivés acylés de flavonoïdes ne nous paraît toutefois pas pertinente 

dans une optique de procédé vert. 

En résumé, la synthèse de composés bi-modulaires à partir de flavonoïdes aglycones par voie 

enzymatique ne semble pas la voie idéale, comparativement à la voie chimique. Même si 

d’autres études menées par des chercheurs montrent que l’acylation des flavonoïdes 

aglycones par CAL-B fonctionne, les rendements restent faibles dans la plupart des cas ou 

font appel à des donneurs d’acyle dont l’origine synthétique nous éloigne de notre objectif de 

développement d’un procédé vert.  Dans la partie suivante il s’agit d’étudier le potentiel de la 

biocatalyse pour la synthèse de composés tri-modulaires par hémisynthèse, à partir de 

flavonoïdes glycosylés. 

 

 

 

 

 

 



134 
 

2.  Acylation enzymatique des flavonoïdes glycosylés 
 

Dans la partie précédente l’acylation des flavonoïdes aglycones, catéchine, quercétine et 

naringénine en présence de CAL-B a été étudiée afin de synthétiser des composés bi-

modulaires par voie enzymatique. Plusieurs paramètres comme le solvant, l’enzyme, la nature 

du donneur d’acyle ainsi que le ratio molaire flavonoïde / donneur d’acyle ont été modifiés 

pour obtenir des esters de flavonoïdes. Malgré ces différents essais, les performances 

réactionnelles sont limitées ou les substrats permettant l’obtention des produits d’intérêt sont 

des esters vinyliques peu pertinents dans le cadre du développement d’un procédé vert. 

L’étude a été poursuivie avec des flavonoïdes glycosylés, dont l’acylation a fait l’objet de 

nombreux travaux. Etant donné que les flavonoïdes glycosylés possèdent des groupements 

sucre, leur acylation permet d’envisager l’obtention de composés tri-modulaires constitués 

d’un aglycone phénolique, d’une ou deux entités sucre (glucose et rhamnose ou mannose) et 

d’une chaine grasse. 

 

 

 

 

Figure 45. Représentation schématique de la structure d’un composé tri-modulaire 

synthétisé par biocatalyse enzymatique 

Ces molécules présentent une structure porteuse de nombreuses fonctions hydroxyles de 

différentes natures (des OH primaires, des OH secondaires et des OH phénoliques), et leur 

acylation sélective par voie chimique nécessite des étapes de protection et déprotection. La 

voie enzymatique apparaît donc comme une voie particulièrement pertinente en raison des 

propriétés de régiosélectivité des biocatalyseurs.  

Pour ces synthèses, deux flavonoïdes modèles ont été choisis, la rutine qui appartient à la 

famille des flavonols et la naringine qui est une flavanone, en raison de leur accessibilité 

d’une part, et d’autre part en raison de leur structure aromatique permettant de penser que ces 

molécules ont une forte propension à l’auto-assemblage. 

Aglycone 

phénolique 
Chaine grasse Sucre 
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2.1. Rappel des structures de la rutine et de la naringine et choix des 

conditions de départ 

2.1.1. Structures de la naringine et de la rutine 
 

La rutine (aussi appelée rutoside) est une molécule de type flavonol. C’est un hétéroside 

dérivé de la quercétine. La quercétine est donc l’aglycone de la rutine ; elle est liée au rutinose 

(diholoside) en position 3. Le rutinose est constitué d’une unité rhamnose liée à une unité 

glucose [43]. La partie glycosidique de la rutine comporte uniquement des groupements 

hydroxyles secondaires. 

La naringine est une flavanone-7-O-glycoside résultant de l’association entre la flavanone 

naringénine et le disaccharide néohespéridose. Elle possède la structure flavanone de base sur 

laquelle une unité rhamnose suivie d’une unité glucose est liée en position 7. La partie 

glycosidique de la naringine comporte un hydroxyle primaire et plusieurs hydroxyles 

secondaires. [44]. 

A                            B       

Figure 46. A. Structure de la rutine. B. Structure de la naringine 

2.2. Choix des conditions de départ des réactions d’acylation 

Les premières réactions d’acylation enzymatique des flavonoïdes glycosylés ont été menées 

dans du M2B2 à 60
o
C, pendant 7 jours, en présence de 5 g/L de rutine ou de naringine, 

d’acide laurique en tant qu’agent donneur d’acyle et de CAL-B. Un ratio molaire flavonoïde : 

donneur d’acyle de 1 : 2 a été fixé. Un suivi cinétique des réactions a été réalisé. 
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Les cinétiques obtenues montrent que dans le cas des deux flavonoïdes une réaction a lieu. La 

concentration de flavonoïde diminue progressivement avec le temps pour atteindre une 

concentration de 3,03 g/L pour la naringine et 3,21  g /L pour la rutine au bout de 144 heures. 

Pour chaque synthèse, un produit plus hydrophobe que le flavonoïde de départ se forme dès 

l’introduction du catalyseur dans le milieu et sa concentration augmente progressivement 

également avec le temps pour atteindre 2,57 g/L dans le cas de la naringine et 2,32 g/L dans le 

cas de la rutine. Ces deux produits sont supposés être des monoesters de naringine et de 

rutine. Après 7 jours de réaction, les substrats limitant de la réaction ne sont pas totalement 

consommés.   

A 

 

B 

 

Figure 47. A. suivi cinétique des réactions d’acylation de la naringine (A) et de la rutine 

(B), en présence de CAL-B et d’un ratio molaire flavonoïde : acide gras de 1 : 2. 
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Les taux de conversion dans ces conditions expérimentales sont de 36% pour la rutine et 39% 

pour la naringine.  

2.2.1. Conclusion 
 

Cette toute première série de synthèses a montré qu’avec les flavonoïdes glycosylés, 

contrairement aux flavonoïdes aglycones, des produits se forment. Les taux de conversion des 

substrats obtenus pour les deux flavonoïdes sont faibles. Pour améliorer ces résultats, 

plusieurs paramètres ont été identifiés dans la littérature comme étant de potentiels leviers 

d’amélioration des performances réactionnelles. 

2.3. Influence du rapport molaire flavonoïde : donneur d’acyle 

La concentration du donneur d’acyle est un facteur important dans la synthèse enzymatique 

d’esters de flavonoïde. Elle influence la sélectivité de la réaction, l’activité de l’enzyme et 

l’équilibre réactionnel. Dans la plupart des études concernant la synthèse d’esters de 

flavonoïde, un excès de donneur d’acyle est utilisé pour améliorer les vitesses réactionnelles 

ainsi que les taux de conversion des substrats. 

2.3.1. Synthèse d’esters de flavonoïdes avec un ratio molaire flavonoïde : 

acide gras de 1 : 5 
 

Le ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle a été augmenté en vue de déplacer l’équilibre 

réactionnel en faveur de la synthèse des esters de flavonoïdes, tous les autres paramètres étant 

maintenus par ailleurs : le donneur d’acyle est l’acide laurique, le solvant est le M2B2, 

l’enzyme est la CAL-B, l’acylation est menée pendant 7 jours à 60
°
C, et un suivi cinétique a 

été réalisé.  

Les cinétiques réactionnelles ont montré la formation de produits présentant les mêmes temps 

de rétention que les produits obtenus en présence d’un ratio molaire 1 : 2. Dans le cas de la 

naringine, après 7 jours de réaction, la concentration de substrat diminue de 5 g/L jusqu’à 

2,38 g/L et on obtient 3,44 g/L de produit. On observe le même cas de figure avec la rutine 

dont la concentration diminue également de 5g/L jusqu’à 2,74 g/L après 144 heures et on 

observe la formation de 2,93 g/L de produit. Ces résultats correspondent à des taux de 

conversion de 52% de la naringine et de  45% de la rutine.  
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                                                                A 

 

B  

Figure 48. A. Suivi cinétique des réactions d’acylation de la naringine (A) et de la rutine 

(B), en présence de CAL-B et d’un ratio molaire flavonoïde : acide gras de 1 : 5. 

 

Des résultats similaires ont été rapportés par Couto et al. (2021) et Vaisali et al. (2017) lors de 

la synthèse d’ester de rutine avec des acides gras en présence de CAL-B avec un ratio molaire 

flavonoïde : donneur d’acyle de 1 :5 [45] [46] et Gayot et al. (2003) lors de la synthèse d’ester 

de naringine [47]. 

Afin de mettre en évidence l’effet du ratio molaire des substrats sur les performances 

réactionnelles, les résultats obtenus en présence des ratios 1 : 2 et 1 : 5 sont présentés dans le 

tableau ci-dessous. 
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Tableau 16.  Performances des réactions d’acylation de la naringine et de la rutine par 

l’acide laurique pour des ratios molaires flavonoïde : donneur d’acyle de 1 :2 et 1 :5. 

Ratio molaire 

(Flavonoïde :Donneur 

d’acyle) 

Naringine Rutine 

Taux de 

conversion 

(%) 

Vitesse 

initiale 

(g/L/h) 

Taux de 

conversion 

(%) 

Vitesse 

initiale 

(g /L/h) 

1 :2 39 0.0342 35 0.0333 

1 :5 52 0.0611 45 0.0472 

 

Ce tableau montre qu’avec le ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle 1 :5 on a des taux de 

conversion du flavonoïde supérieurs à ceux obtenus avec le ratio 1 :2.  Ce taux passe de 39% 

à 52% dans le cas de la naringine, et de 35% à 45% dans le cas de la rutine. On remarque 

également que l’augmentation du ratio molaire entraine une augmentation de la vitesse initiale 

qui passe de 0.0342 à 0.0611 g/L/h pour la naringine et de 0.0333 à 0.0472 g/L/h pour la 

rutine.  

Nos résultats sont cohérents avec la littérature où des chercheurs ont montré que les 

performances des réactions d’estérification par biocatalyse augmente avec l’augmentation  de 

l’excès de donneur d’acyle [48]. Des auteurs ont rapporté que le ratio flavonoïde : donneur 

d’acyle de 1 :5 est le ratio le plus efficace pour les réactions d'acylation des flavonoïdes [47], 

[49]–[51]. 

Par ailleurs, les performances réactionnelles obtenues lors de l’acylation de la naringine sont 

supérieures à celles observées lors de l’acylation de la rutine, quel que soit le ratio molaire 

appliqué. Généralement l’acylation avec des acides gras en présence de CAL-B se produit sur 

le groupe hydroxyle primaire de la partie glycosidique de la naringine [22]. L’absence de ce 

groupement hydroxyle primaire chez la rutine explique la plus importante spécificité envers la 

naringine et donc ces taux de conversion plus élevés [42]. 

Au vu de ces résultats, des expériences ont été entreprises pour mettre en évidence l’effet de 

très forts excès de l’un des deux substrats sur les performances réactionnelles et tenter 

d’améliorer la production des produits d’intérêt. Pour cela, une stratégie consistant à conduire 
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a réaction en mode fed-batch, en alimentant progressivement et de façon discontinue le 

réacteur avec l’un des substrats de la réaction a été mise en œuvre. 

2.3.2. Synthèse d’ester de flavonoïdes en mode fed-batch 
 

Les réactions d’acylation de la naringine et de la rutine par l’acide laurique ont été menées en 

mode fed-batch, soit en présence d’un fort excès de donneur d’acyle grâce à une alimentation 

progressive du réacteur en flavonoïde, soit en présence d’un fort excès de flavonoïde grâce à 

une alimentation progressive du réacteur en acide gras. Les quantités totales de réactifs mises 

en jeu ont été fixées de manière à avoir un ratio flavonoïde total : acide laurique total de 1 :5.  

Ce mode de conduite du procédé peut aboutir à des excellents résultats et des bonnes 

performances. Ainsi, Roby et al. (2015) ont synthétisé des esters phénoliques d’acides gras en 

présence de CAL-B avec un rendement de 91% par ce mode fed-batch où ils ont alimenté le 

réacteur en alcool vanillique [52]. 

Deux systèmes d’alimentation différents ont été réalisés : 

 Le premier consiste à placer dans le réacteur 0.95 g/L
-1

  de flavonoïde solubilisé dans 

10 mL de solvant et à effectuer une alimentation en acide gras solubilisé également 

dans 10 mL de solvant, pendant 8 heures, en présence d’enzyme (Figure 49). 

 

 

 

 

Figure 49. Représentation schématique du processus d’alimentation du réacteur en 

acide gras. 

 Le deuxième est l’inverse du premier ; une solution de flavonoïde est ajoutée 

progressivement à une solution d’acide gras, en présence d’enzyme (Figure 50). 

 

 

 

6 h 8 h 4 h 2 h 1 h 30 min t0 

1,5 mL 1,5 mL 1,5 mL 1,5 mL 1,5 mL 1,5 mL 1 mL 

Naringine (10 mL) 

Acide 

laurique 
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Figure 50. Représentation schématique du processus d’alimentation du réacteur en 

naringine. 

Les conditions expérimentales étaient les suivantes : on a choisi la naringine comme 

flavonoïde (5 g/L dans le volume total), l’acide laurique (C12) comme donneur d’acyle, 

l’enzyme était la CAL-B, le M2B2 comme solvant, la température était de 60
o
C, et comme on 

a déjà mentionné, le ratio molaire flavonoïde : acide gras était de 1 :5. Un suivi cinétique a été 

réalisé pendant 7 jours. 

Les deux synthèses mises en œuvre ont conduit à la formation d’un  produit selon les 

cinétiques présentées sur les figures 51 et 52. 

Quel que soit le mode d’alimentation du réacteur, des résultats similaires sont obtenus : des 

taux de conversion de la naringine proches de 50 % sont obtenus (52% et 51% pour les 

synthèses avec alimentation en acide laurique et en naringine, respectivement).  

  

Figure 51. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine, en présence de 

CAL-B, avec une alimentation discontinue en acide laurique.  
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Figure 52. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine, en présence de 

CAL-B, avec une alimentation discontinue en naringine.  

Ces résultats sont également similaires à ceux obtenus précédemment en réacteur agité.  

Quant aux vitesses initiales, le même cas de figure se présente. Les vitesses initiales de 

consommation de la naringine sont de 0.0616 g /L/h pour l’alimentation en acide gras et 

0.0695 g/L/h pour l’alimentation en naringine. Ces valeurs sont similaires à celle obtenue en 

réacteur agité (0.0611 g/L/h). 

Tableau 17.  Performances de la réaction d’acylation de la naringine en fonction du 

mode de conduite du procédé 

 

Ratio molaire 1 : 5 

Naringine 

Taux de conversion (%) Vitesse initiale (g/L/h) 

Mode batch 52 0.0611 

Mode fed-batch avec 

alimentation en acide laurique 
52 0.0616 

Mode fed-batch avec 

alimentation en naringine 
51 0.0695 

 

2.3.3. Conclusions 
 

Cette partie de l’étude a permis de vérifier la faisabilité de la réaction d’acylation des 

flavonoïdes glycosylés rutine et naringine, en présence de CAL-B comme biocatalyseur. 
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Quels que soient les ratios molaires flavonoïde : donneur d’acyle et le mode de conduite du 

procédé (batch ou fed-batch), un produit unique est obtenu, correspondant à un mono-ester de 

flavonoïde. Des taux de conversion du flavonoïde proches de 50 % ont été obtenus à 

l’équilibre avec un ratio molaire de 1 : 5. L’alimentation du réacteur en flavonoïde ou en acide 

gras n’a pas permis d’améliorer ces résultats. 

Cette limitation des rendements à l’équilibre pourrait s’expliquer par la présence d’eau dans 

les milieux, susceptible de favoriser les réactions hydrolytiques et de limiter la formation 

d’ester. En effet des mesures de l’aw des milieux ont indiqué des valeurs de 0.195, ce qui est 

élevé. Ce phénomène est largement décrit dans la littérature et mérite qu’on lui porte une 

attention particulière. 

2.4. Etude de l’effet de l’activité de l’eau du milieu réactionnel sur les 

performances des réactions d’acylation 

L’activité de l’eau du milieu réactionnel est un paramètre crucial dans la synthèse d’ester par 

voie enzymatique en milieu non conventionnel. Elle modifie l’équilibre thermodynamique de 

la réaction et l’activité catalytique. En fonction de sa valeur, elle peut favoriser les 

phénomènes hydrolytiques et limiter la synthèse d’ester ; elle peut également affecter 

l’activité de l’enzyme. L’activité de l’eau d’un milieu réactionnel  a deux origines : elle peut 

soit provenir de l’hydratation initiale des différents composants du milieu (substrat, solvant, 

support du biocatalyseur), soit être produite au cours de la synthèse comme c’est le cas dans 

les réactions d’estérification directe. La réaction d’estérification étant une réaction équilibrée,  

selon le principe de Le Chatelier, il peut y avoir une augmentation de l'hydrolyse du complexe 

acyl-enzyme à forte activité de l'eau, ce qui entraîne une limitation de la synthèse d'esters 

[53]. Au niveau de l’enzyme, Banik et al. (2017) ont montré que les molécules d'eau se lient à 

certaines régions qualifiées de "points chauds" sur la surface de CAL-B et forment des amas. 

La taille de ces amas d'eau augmente progressivement et s'étend avec l'augmentation de 

l'activité de l'eau. Par conséquent, la surface de la protéine recouverte par des molécules d'eau 

augmente également [54]. Ainsi, Mora-pale et al. (2007) ont mis en évidence un phénomène 

d’hydrolyse des diesters de lutéine catalysée par la lipase B de Candida antarctica (CAL-B) 

et la lipase de Rhizomucor miehei favorisée même à faible activité de l'eau (<0,2) en raison de 

l'accumulation de molécules d'eau à la surface de l'enzyme qui est indépendante de la nature 

du solvant considéré dans l'étude (isooctane, toluène ouCO2 supercritique) [55]. 
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Afin d’évaluer l’effet de l’eau sur la réaction d’acylation des flavonoïdes glycosylés, des 

synthèses ont été menées en éliminant l’eau en continu, au cours de la réaction. 

2.4.1. Effet de l’élimination en continu de l’eau sur l’acylation enzymatique 

des flavonoïdes glycosylés 
 

Afin d’effectuer ces synthèses, un nouveau dispositif a été conçu en utilisant un tube a reflux 

contenant du tamis moléculaire de manière à dessécher le solvant au cours de la réaction. 

Razak et al. (2015) en synthétisant des esters de rutine avec l’acide laurique en présence de 

CAL-B ont montré que la présence de tamis moléculaire dans le milieu de synthèse améliore 

les performances réactionnelles mais le risque de détériorer l’enzyme par frottement avec les 

billes de tamis est réel. Le système conçu dans notre étude permet de contourner cette 

difficulté. Les systèmes réactionnels demeurent inchangés par rapport aux travaux 

précédents : acide laurique comme donneur d’acyle, naringine et rutine comme accepteurs 

d’acyle, ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle 1 : 5, en présence de CAL-B, dans le 

M2B2. Le M2B2 ayant un point d’ébullition de 102 °C, la température des milieux 

réactionnels a été portée à 100 °C afin de travailler à reflux. Ceci est possible car la CAL-B 

est très stable et ne sera pas dénaturée à cette température [56], [57]. Comme précédemment, 

les substrats, l’enzyme ainsi que le solvant ont été séchés préalablement. Les substrats ont été 

mis à solubiliser pendant 24 heures en mettant en place le reflux ce qui permet de bien sécher 

le milieu réactionnel avant de démarrer la réaction, puis ce reflux est maintenu pendant toute 

la réaction pour éliminer l’eau produite. 

Le suivi cinétique des réactions montre qu’en l’absence de tamis moléculaire, la vitesse 

initiale de conversion de la naringine est de 0.0611 g/L/h ; un taux de conversion du 

flavonoïde de 52% est obtenu. La conduite de la réaction à reflux, en présence de tamis 

permet d’atteindre une vitesse initiale de 0.1384 g/L/h et un taux de conversion de 87%. 

L’activité de l’eau mesurée à la fin des deux synthèses est de 0,0234 et 0,112 avec et sans 

tamis respectivement.  

Dans le cas de la réaction d’acylation de la rutine, une tendance similaire est observée. Les 

performances réactionnelles en présence de tamis moléculaire sont largement améliorées par 

rapport à celles obtenues en absence de tamis. La rutine est convertie à hauteur de 77% en 

présence de tamis, contre 45 % en l’absence de tamis. La vitesse initiale de la réaction est 

également améliorée puisqu’elle passe de de 0.0472 g/L/h à 0.0801 g/L/h. Les mesures de 

l’activité de l’eau dans les milieux en fin de réaction montrent l’efficacité du dispositif 
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puisque l’aw passe de 0,134 à 0,0245 grâce à l’ajout de tamis dans le dispositif de 

condensation du solvant.  

La présence de tamis moléculaire permet de pré-sécher le milieu réactionnel et d’éliminer 

l’eau produite au cours de la réaction. Dans notre cas, la conduite de la réaction à reflux 

implique d’augmenter la température ce qui peut également avoir un effet sur les 

performances réactionnelles. L’amélioration des performances observée est donc certainement 

dûe à un effet combiné de diminution de l’aw et d’augmentation de la température. L’effet 

bénéfique de l’élimination de l’eau sur le rendement de la réaction d’acylation de flavonoïdes 

par des acides gras a également été  observé dans d’autres travaux [18] [19]. Gayot et al. 

(2003) ainsi que Youn et al. (2007) ont réussi à augmenter le taux de conversion de la 

naringine pour synthétiser des esters de naringine de 17 à 41 % et de 24 à 43 % 

respectivement en ajoutant du tamis moléculaire directement dans le réacteur pour diminuer 

l’activité de l’eau (aw inferieure a 0,11) [59]. Guo et al. (2022) ont obtenu un taux 

d’estérification enzymatique de la naringine élevé (> 80%) en présence d’une aw de 0,11 [60]. 

Concernant la réaction d’acylation de la rutine, Vaisali et al. (2017) ont obtenu un taux de 

conversion de 60% en présence d’une aw de 0,07. Cet effet bénéfique de la diminution de l’aw 

sur les performances réactionnelles a également été observé dans d’autres réactions 

d’acylation comme démontré par Chamouleau et al. (2001) et Watanabe et al. (2001) lors de 

la synthèse d’esters de sucre [61]. 

2.4.2. Conclusion 
 

Ces séries des synthèses nous ont permis de mettre en évidence l’importance de maîtriser l’aw 

dans les réactions d’acylation enzymatique de flavonoïdes. La conduite de la réaction à reflux, 

en présence de tamis moléculaire dans le dispositif de condensation du solvant, permet 

d’obtenir des performances significativement plus élevées que dans les synthèses précédées 

d’un simple séchage des réactifs et du solvant. L’élimination de l’eau du milieu réactionnel 

tout au long de la réaction apparaît comme un levier d’amélioration  des performances des 

réactions d’acylation enzymatique des flavonoïdes glycosylés. A notre connaissance ce type 

de dispositif permettant l’élimination continue de l’eau durant la réaction d’estérification n’a 

pas été réalisé avant. 
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2.5. Acylation de la rutine et naringine par des acides gras de différentes 

longueurs de chaîne 

Dans la littérature, les meilleurs résultats, en terme de taux de conversion et de vitesse initiale 

de réaction, ont été obtenus en utilisant des acides gras ou des esters vinyliques comme 

donneurs d’acyle (Chebil et al., 2006). La nature du donneur d’acyle est un facteur important 

dans l’acylation enzymatique des flavonoïdes. Elle influe sur les performances de la réaction 

ainsi que sur les propriétés de l’ester synthétisé. L’un des objectifs de cette thèse étant de 

définir l’effet de la structure des produits issus de la voie chimique ou de la voie enzymatique 

sur leurs propriétés, il paraissait intéressant de générer une diversité d’esters de flavonoïdes 

glycosylés en faisant varier la longueur de la chaîne acyle. Le chapitre qui suit présente les 

résultats obtenus lors de l’acylation des flavonoïdes rutine et naringine par des acides gras de 

différentes longueurs de chaîne.  

2.5.1. Effet de la longueur de chaine du donneur d’acyle sur les 

performances de la réaction d’acylation de la rutine et de la naringine 
 

Deux séries de synthèses ont été réalisées, l’une avec la rutine, l’autre avec la naringine. Ces 

deux flavonoïdes ont été acylés par des acides gras de différentes longueurs de chaine 

notamment l’acide octanoique (C8 :0), l’acide laurique (C12 :0), l’acide myristique (C14 :0, 

l’acide palmitique (C16 :0), l’acide stéarique (C18 :0) et finalement l’acide oléique (C18 :1) 

en présence de CAL-B  dans du M2B2. En se basant sur les résultats obtenus dans les 

synthèses précédentes, le ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle a été maintenu à 1 : 5, les 

réactions ont été menées à reflux à 100 °C pour permettre l’élimination en continu de l’eau 

par piégeage sur tamis moléculaire.  

Les figures 53 et 54  présentent les cinétiques obtenues pour les différentes synthèses. Quel 

que soit le flavonoïde et quel que soit l’acide gras, le flavonoïde est consommé au cours du 

temps.  Un produit unique est formé dans le cas de la rutine tandis qu’un produit majoritaire 

est synthétisé avec la naringine, suivi d’un second produit plus hydrophobe après 48h de 

réaction. L’équilibre réactionnel semble atteint après 6 jours et 2 jours pour la rutine et la 

naringine, respectivement. 
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A                                                      B 

       

 

C       D 

        

E       F  

      

 

Figure 53. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la rutine par différents acides 

gras : A : acide octanoïque (C8), B : acide laurique (C12), C : acide myristique (C14), 

D : acide palmitique (C16), E : acide stéarique (C18), F : acide oléique (C18 :1). Les 

réactions sont menées en présence d’un ratio molaire flavonoïde : acide gars de 1 : 5, de 

CAL-B, avec élimination en continu de l’eau. 
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A                                                      B 
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Figure 54. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine par différents acides 

gras : A : acide octanoïque (C8), B : acide laurique (C12), C : acide myristique (C14), 

D : acide palmitique (C16), E : acide stéarique (C18), F : acide oléique (C18 :1). Les 

réactions sont menées en présence d’un ratio molaire flavonoïde : acide gars de 1 : 5, de 

CAL-B, avec élimination en continu de l’eau. 
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Comme indiqué sur les figure 55 et 55, ces séries de réactions enzymatiques donnent des taux 

de conversion élevés avec les six acides gras utilisés, compris entre 70 et 81% pour la rutine 

et entre 80 et 90% pour la naringine. Les taux de de conversion les plus élevés sont obtenus 

avec les donneurs d’acyle à courte et moyenne chaine carbonée. Aucune différence 

significative n’est observée au niveau des taux de conversion de la rutine en présence des 

acides octanoïque, laurique et myristique. Ceux-ci sont proches 80 %. En revanche, pour les 

acides gras de plus de 14 atomes de carbone, une augmentation de la longueur de chaîne 

conduit à une diminution du rendement de conversion.  

 Dans le cas de la naringine, le taux de conversion le plus élevé est obtenu avec l’acide 

myristique (C14) mais globalement la longueur de chaîne du donneur d’acyle a peu d’effet sur 

les performances de la réaction. Quel que soit le flavonoïde, les taux de conversion observés 

avec l’acide oléique sont plus faibles qu’avec les acides gras saturés. Ils sont ainsi de 69% 

pour la rutine et 80% pour la naringine. Des résultats similaires concernant les acides gras 

insaturés ont été obtenus par Ardhaoui et al. (2004), Couto et al. (2021) ainsi que par 

Viskupicova et al. (2010) qui ont synthétisé des esters de flavonoïdes avec des acides gras 

saturés et insaturés, où les rendements des esters avec les acides gras insaturés (une et deux 

insaturation), sont inférieurs à ceux obtenus avec les acides gras saturés [31], [45], [62].  

 

Figure 55. Variation du taux de conversion de la rutine (en %) à l’équilibre lors de son 

acylation par des acides gras de différentes longueurs de chaine 
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Figure 56. Variation du taux de conversion de la naringine (en %) à l’équilibre lors de 

son acylation par des acides gras de différentes longueurs de chaine 

En termes de vitesse initiale, celle-ci augmente avec l’augmentation de la longueur de la 

chaine carbonée pour les deux flavonoïdes (tableau 18). L’estérification de la naringine et de 

la rutine avec l’acide myristique (C14) est la plus rapide avec des vitesses initiales de 0.159 et 

0.09 g/L/h respectivement. Au-delà de 14 atomes de carbones, cette vitesse diminue 

légèrement. On observe par ailleurs que l’acylation de la naringine est plus rapide que celle de 

la rutine. 

Tableau 18. Valeurs des vitesses initiales des réactions d’acylation de la rutine et la 

naringine en fonction de la longueur de chaîne des substrats donneurs d’acyle.  

Longueur de chaine 

Vitesse initiale (g/L/h) 

Rutine Naringine 

C8 0.069 ± 0.012 0.131 ± 0.004 

C12 0.080 ± 0.007 0.138 ± 0.007 

C14 0.090 ± 0.005 0.159 ± 0.005 

C16 0.058 ± 0.011 0.129 ± 0.002 

C18 0.052 ± 0.006 0.123 ± 0.014 

C18 :1 0.048 ± 0.01 0.095 ± 0.003 
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Concernant l’effet de la longueur de la chaine carbonée des donneurs d’acyle sur le rendement 

de la réaction d’acylation de flavonoïdes, des tendances diverses sont rapportées dans la 

littérature. En effet, Kontogianni et al. (2001) et Guo et al. (2022) n’ont remarqué aucun effet 

de la longueur de la chaîne carbonée sur le rendement de conversion de la rutine et de la 

naringine lors de leur acylation par des acides gras à 8 et 12 atomes de carbone, en présence 

de CAL-B. Melou et al. (2005) rapportent que lors de l’acylation de la naringine la longueur 

de la chaîne carbonée du donneur d’acyle n’influence que très légèrement le rendement et la 

vitesse initiale de la réaction [49]. Katsoura et al. (2006) ont indiqué que la nature du donneur 

d’acyle a un effet sur l’efficacité de la réaction d’acylation de la rutine et de la naringine, en 

présence de CAL-B. Pour la naringine, le meilleur taux de conversion (65 %) a été obtenu 

avec les donneurs d’acyle à courte chaîne carbonée. En utilisant des donneurs d’acyle à 

longue chaîne carbonée, le taux de conversion ne dépasse pas 23% [63]. Couto et al. (2021) 

ont déterminé qu’un donneur d’acyle à 4 atomes de carbone conduit à une conversion 

maximale de la rutine (40 %) et que l’allongement de la chaîne acyle s’accompagne d’une 

diminution du rendement réactionnel (20 % pour une chaîne à 18 atomes de carbone). 

Cependant, d’autres tendances sont rapportées. Ainsi, Ardhaoui et al. (2004) qui ont étudié 

l’acylation de la rutine en utilisant des acides gras libres dont la longueur de chaîne varie entre 

6 et 18 atomes de carbone, ont trouvé que pour les acides gras à chaîne inférieure à 12 atomes 

de carbone la performance de la réaction augmente avec la longueur de chaîne. En revanche, 

pour les chaînes comportant plus de 12 atomes de carbone, aucun effet de l’allongement de la 

chaîne sur le rendement de conversion  n’a été observé [64]. Ces différents résultats 

dépendent du type d’enzyme, de la composition du milieu réactionnel ainsi que des conditions 

expérimentales. Les rendements rapportés dans la littérature sont proches de ceux que nous 

avons obtenus lorsque ces réactions sont réalisés dans les même conditions opératoires que les 

nôtres [64].  

2.5.2. Conclusions 
 

L’objectif de ces séries de synthèses était d’étudier l’effet de la longueur de la chaîne 

carbonée du donneur d’acyle sur les performances réactionnelles. Globalement, les résultats 

obtenus montrent que la nature du donneur d’acyle a peu d’effet dans le cas des acides gras 

saturés. En revanche la présence d’une insaturation sur la chaîne acyle conduit à une 

diminution significative du rendement réactionnel. 
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2.6. Synthèse enzymatique d’esters de flavonoïdes en milieu fondu 

Un milieu fondu consiste à substituer un solvant organique classiquement utilisé pour 

solubiliser les substrats de la réaction d’acylation par un excès de donneur d’acyle jouant à la 

fois le rôle de substrat et de solvant pour l’accepteur d’acyle. De tels procédés permettent de 

s’affranchir de l’utilisation de solvant organique ce qui limite leur impact environnemental ; 

cela limite également le volume du milieu réactionnel et permet de travailler à haute 

concentration en substrats. Par ailleurs, un fort excès de donneur d’acyle permet de déplacer 

l’équilibre thermodynamique de la réaction en faveur de la synthèse d’esters. La majorité des 

études concernant les réactions enzymatiques en milieu fondu décrivent des bioconversions de 

type estérification et amidification [65].  

2.6.1. Synthèse de laurate de rutine et de naringine en milieu fondu 
 

Les synthèses menées en milieu fondu reposent sur la réaction d’acylation de la naringine et 

de la rutine par l’acide laurique, en présence de CAL-B. Dans ces conditions, le solvant 

M2B2 utilisé dans les synthèses précédentes, a été substitué par un large excès d’acide 

laurique à l’état fondu. L’objectif était de déterminer l’effet de telles conditions réactionnelles 

sur les performances et la sélectivité de l’acylation.  

L’importance d’une faible aw dans le milieu ayant été mise en évidence au cours des synthèses 

précédentes et l’effet bénéfique de l’élimination en continu de l’eau produite en cours de 

réaction ayant été démontré, les synthèses ont été menées à haute température de manière à 

éliminer l’eau produite, par distillation et piégeage dans du tamis moléculaire.  

L’acylation de la rutine par l’acide laurique en milieu fondu  a conduit à la synthèse de quatre 

produits. L’analyse par LC-MS des milieux réactionnels a permis de montrer que ces produits 

sont un mono-,  un di-, un tri- et finalement un tetra-ester de rutine. En chromatographie en 

phase inverse, ces différents produits apparaissent à des temps de rétention d’autant plus 

élevés que le nombre de chaînes grasses greffées est important (Figure 57). 
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Figure 57. Analyse par LC-MS des milieux réactionnels relatifs à l’acylation 

enzymatique de la rutine par l’acide laurique en milieu fondu, en présence de CAL-B.  

Le suivi cinétique des réactions montre une consommation importante de la rutine dès les 

premières heures de réaction, ainsi que l’apparition rapide de mono- et de di-ester de rutine. 

La quantité de mono-ester atteint son maximum (4,17 g /L) après 8 heures de réaction puis 

diminue en faveur de la formation d’un di-ester qui atteint sa concentration maximale (5,7 

g/L) après 24 heures de réaction et d’un tri-ester dont la concentration augmente jusqu’à la fin 

de la réaction (6,5 g/L après 72h). Au-delà de 24h, la concentration du di-ester diminue 

légèrement tandis qu’un quatrième produit identifié comme un tetra-ester de rutine apparaît.  
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A l’arrêt de la réaction (72h), le produit majoritaire est le tri-ester (6,5 g/L), suivi du di-ester 

(5,0 g/L), du tetra-ester (1,5 g/L) et finalement du mono-ester (0,3 g/L). Quant à la rutine, sa 

concentration semble se stabiliser à 0,9 g/L après 24h de réaction, ce qui représente un taux de 

conversion de 82 %.  Les points expérimentaux présentés dans la figure 58 ont été reliés pour 

en faciliter la lecture. 

 

Figure 58. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la rutine par l’acide laurique en 

large excès (milieu fondu), en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.   

En termes de performances, la réaction menée en milieu fondu conduit à un taux de 

conversion de la rutine de 82% et une vitesse initiale de 0.4305 g/L/h. Pour rappel, un taux de 

conversion de 77% et une vitesse initiale de 0.0801 g/L/h avaient été obtenus en milieu 

solvant avec un rapport molaire flavonoïde : acide laurique de 1 :5.  

Tableau 19. Performances de la réaction d’acylation de la rutine en milieu solvant 

(rapport molaire rutine : acide laurique de 1 :5) et dans un milieu fondu, après 72 

heures de réaction, avec élimination en continu de l’eau produite. 

 

 

Rutine 

Taux de conversion (%) Vitesse initiale (g/L/h) 

Milieu fondu 81 0.4305 

Milieu solvant 77 0.0801 
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Concernant la naringine, la réaction d’acylation en milieu fondu a conduit à l’obtention de 

quatre produits identifiés par LC-MS comme étant un mono-, un di-, un tri- et un tetra-ester.  

(Figure 59) 

 

Figure 59. Analyse par LC-MS des milieux réactionnels relatifs à l’acylation 

enzymatique de la naringine par l’acide laurique en milieu fondu, en présence de CAL-

B. Mise en évidence de la présence de quatre produits d’acylation.  

Le suivi cinétique de l’acylation de la naringine indique des tendances similaires à celles 

observées lors de l’acylation de la rutine. Après 72 heures de réaction, le produit majoritaire 

est le tri-ester (7,1 g/L), suivi du di-ester (5,5 g/L), du tetra-ester (1,8 g/L) et finalement du 

mono-ester (0,3 g/L). A l’arrêt de la réaction (72h) la consommation de la naringine n’est pas 

totale ; la consommation du flavonoïde se stabilise aux alentours de 85 % après 8 h de 

réaction (Figure 60). La vitesse initiale de consommation du flavonoïde est de 0,4579 g/L/h. 
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Figure 60. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine par l’acide laurique 

en large excès (milieu fondu), en présence de CAL-B, avec élimination en continu de 

l’eau.   

 Après 72 heures de réaction le taux de conversion de l’acylation de la naringine dans un 

milieu fondu est légèrement supérieur à celui de l’acylation classique (87%). Par contre la 

vitesse initiale de consommation de naringine augmente de 0.1384 g/L/h à 0.4579 g/L/h 

lorsqu’on passe en milieu fondu. 

Tableau 20. Performance de l’acylation de la naringine en  milieu solvant (rapport 

molaire naringine : acide laurique de 1:5) et dans un milieu fondu, après 72 heures de 

réaction, avec élimination en continu de l’eau produite. 

 

 

Naringine 

Taux de conversion (%) Vitesse initiale (g/L/h) 

Milieu fondu 85 0.4579 

Milieu classique 87 0.1384 

 

Les données rapportées dans les tableaux 19 et 20 montrent que les performances de 

l’acylation de la naringine et de la rutine sont très proches lorsque le procédé est conduit en 

milieu fondu. 
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Tableau 21. Comparaison des performances de la réaction d’acylation de la naringine et 

de la rutine en milieu fondu, après 72 heures de réaction 

 

Flavonoïdes 

Performances 

Taux de conversion (%) Vitesse initiale (g/L/h) 

Rutine 81 0.4305 

Naringine 85 0.4579 

 

Sorour et al. (2012) ont synthétisé en milieu fondu des lipides phénoliques par 

transestérification de l’huile de lin, en présence d’une lipase. Des  rendements compris entre 

62% et 77% ont été obtenus avec l’acide 3,4-dihydroxyphenyl acétique comme donneur 

d’acyle [66], [67]. Des résultats similaires ont été obtenus par Aziz et al. (2014) en estérifiant  

des acides phénoliques avec des huiles essentielles en présence de CAL-B [68]. Des mono- et 

di-acylglycérols féruloylés ont été synthétisés par biocatalyse en milieu fondu avec des 

rendements de 96% et 66% par Sun et al. (2007) et Feltes et al. (2012) respectivement [69], 

[70]. Sun et al. (2012) ont également utilisé des milieux fondus pour synthétiser des dérivés 

féruloylés lipophiles avec un taux de conversion de 98% et Chaibakhsh et al. (2009) des 

esters d’acide adipique avec un rendement de 96% [71], [72]. 

2.6.2. Conclusions 
 

L’acylation de la rutine et de la naringine catalysée par la lipase CAL-B, en milieu fondu et 

avec élimination en continu de l’eau nous a permis d’obtenir quatre types de produits : mono-

ester, di-ester, tri-ester et tetra-ester. La concentration de ces produits varie au cours du temps, 

les produits présentant le plus bas degré d’acylation étant eux-mêmes acylés pour générer les 

produits multi-acylés ; la conversion du flavonoïde se stabilise quant à elle après 8 h de 

réaction. Au vu des cinétiques obtenues, il paraît envisageable d’arrêter la réaction au moment 

où le produit désiré est majoritaire dans le milieu : 8 h pour le mono-ester, 24 h pour le di-

ester, 72 h pour le tri-ester. Le tetra-ester reste minoritaire dans ces conditions.  

2.7. Synthèse enzymatique d’esters de flavonoïdes et de diacides 

Dans l’optique de générer des composés multi-fonctionnels de différentes structures, la 

synthèse d’esters de flavonoïdes et de diacides a été entreprise. Les diacides présentent 

l’avantage de posséder deux groupements fonctionnels pouvant être exploités soit pour greffer 
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deux entités flavonoïdes sur une même chaîne grasse, soit pour greffer deux accepteurs 

d’acyle de natures différentes (par exemple un flavonoïde et un acide aminé).  

En dehors de ces aspects structuraux, les diacides présentent des avantages par rapport aux 

acides monocarboxyliques. D'une part, ils présentent plus de flexibilité en raison de leur 

deuxième groupe carboxyle. D'autre part, selon leur structure, ils ont des propriétés 

bactériostatiques et bactéricides contre une variété de bactéries aérobies et anaérobies [73]. 

Cependant, peu de données sont disponibles concernant leur utilisation comme donneurs 

d'acyle avec des flavonoïdes. Seuls Theodosiou et al. (2011) [74], Ardhaoui et al. (2004) et 

Vavříková et al. (2016) [75] ont rapporté la modification enzymatique de flavonoïdes par des 

diacides sans aucune optimisation des conditions opératoires de cette réaction.  

Notre objectif est de synthétiser des esters de rutine et de naringine avec l’acide  

dodécanedioïque, établir la cinétique réactionnelle et notamment déterminer le potentiel de 

cette réaction pour générer une diversité de produits. Un produit particulièrement intéressant 

dans le cadre de cette étude est le composé penta-modulaire issu du greffage de deux entités 

flavonoïdes glycosylées sur une chaîne grasse. Pour atteindre ces objectifs, le principal 

paramètre étudié est le rapport molaire flavonoïde : diacide.  

2.7.1. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur la nature et la 

distribution des produits d’acylation de la rutine et de la naringine 
 

Etant donné que les diacides possèdent deux groupements carboxyliques aux extrémités 

opposées de la chaîne hydrocarbonée, le greffage de deux entités flavonoïde peut être 

envisagé. Par ailleurs, ainsi que nous l’avons vu précédemment, les flavonoïdes étant des 

composés polyhydroxylés le greffage d’une ou plusieurs chaînes grasses est possible selon les 

conditions réactionnelles. Les questions scientifiques posées ici portent donc sur l’effet du 

ratio molaire des substrats sur la stœchiométrie de la réaction et par suite, l’effet de cette 

stœchiométrie sur la structure et les propriétés des produits.  

La rutine et la naringine ont été mises en présence de l’acide dodécanedioïque, de CAL-B, 

dans du M2B2. La réaction d’acylation a été menée à reflux, avec élimination en continu de 

l’eau produite au cours de la réaction. Cinq ratios molaires flavonoïde : acide dicarboxylique 

ont été testés : 1 :1, 1 :5, 1 :20, 5 :1 et 20 :1. Le suivi cinétique des réactions a été réalisé 

pendant 7 jours.  
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Quel que soit le ratio molaire et le flavonoïde utilisé, trois produits ont été obtenus. Des 

analyses LC-MS ont permis de recueillir des informations relatives à leur structure. Le 

premier produit (P1) est un mono-ester résultant du greffage d’une chaîne diacide sur une 

entité flavonoïde. Le deuxième produit (P2) qui est légèrement plus lipophile que le premier 

est un composé penta-modulaire dans lequel deux entités flavonoïdes sont liées de part et 

d’autre de la chaîne diacide. Enfin, le troisième produit (P3) est un di-ester plus lipophile que 

les deux premiers produits, résultant du greffage de deux chaînes diacide sur une entité 

flavonoïde (Figure 61). 

       

 

Figure 61. Représentation schématique des structures des produits attendus de 

l’acylation de la naringine et de la rutine par l’acide dodécanedioïque catalysée par 

CAL-B 
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Figure 62. Analyse par LC-MS des milieux réactionnels relatifs à l’acylation 

enzymatique de la naringine par l’acide dodécanedioïque, en milieu solvant, en présence 

de CAL-B. Mise en évidence de la présence des produits P1, P2. 

Même si des produits identiques sont obtenus avec les cinq ratios molaires étudiés, leurs 

proportions et les quantités produites varient en fonction du ratio molaire appliqué. 

Prenons l’exemple de la cinétique d’acylation de la naringine en présence d’un ratio molaire 

flavonoïde : acide dicarboxylique 1 :1 (Figure 63). La concentration de naringine diminue 

progressivement tout au long de la réaction et on observe la formation du produit P1 (mono-

ester) dès les premières heures. Après 8 heures de réaction, les produits P2 et P3 apparaissent 

dans le milieu. A la fin de la réaction, on remarque que la concentration massique du composé 

P2 (penta-module) (5,4 g/L) est plus importante que celle des deux autres produits, 3,8 et 2 
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g/L pour P1 et P3 respectivement. En termes de concentrations molaires, il y a dans le milieu      

4.10
-3

 mol/L de P2, 4,8.10
-3

 mol/L de P1 et 2.10
-3

 mol/L de P3. 

 La naringine n’est pas consommée totalement et on évalue à 71% son taux de conversion. La 

vitesse initiale de la réaction est de 0.08 g/L/h ; elle est inférieure à celle de l’acylation de la 

naringine avec l’acide laurique avec élimination en continu de l’eau (0,14 g/L/h) 

 

Figure 63. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine par l’acide 

dodécanedioïque en quantité equimolaire, en présence de CAL-B, avec élimination en 

continu de l’eau 

En présence d’un ratio molaire de 1 :5, le diacide est en excès par rapport à la naringine 

(figure 64). La cinétique réactionnelle montre qu’à la fin de la réaction le produit P1 (5,1 g/L) 

est majoritaire en masse, suivi du produit P3 (3,5 g/L) et du produit P2 (3,1 g/L). En terme de 

concentration molaire le milieu réactionnel contient 6,4.10
-3

 mol/L de P1, 2,3.10
-3

 mol/L de 

P2 et 3,5.10
-3

 de P3. La concentration de naringine se stabilise après 48 heures de réaction 

autour de 0,7 g/L ce qui représente un taux de conversion de 85%. La vitesse initiale 

réactionnelle est de 0.15 g/L/h, elle est similaire à celle de l’acylation de la naringine avec 

l’acide laurique avec élimination en continu de l’eau (0,14 g/L/h). 
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Figure 64. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine par l’acide 

dodécanedioïque en excès, en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.  

Ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle 1 :5 

En augmentant encore l’excès de diacide dans le milieu (ratio molaire1 :20) (figure 65), on 

obtient des quantités encore plus élevées de P1 (5,8 g/L). En revanche ces conditions ne 

semblent pas favoriser la formation des produits P3 (3,4 g/L) et P2 (1,2 g/L) comparativement 

au ratio molaire 1 :5. Ce milieu contient 7,3.10
-3

 mol/L de P1, 3,3.10
-3

 mol/L de P3 et 8,9.10
-4

 

mol/L de P2. Le taux de conversion de la naringine se stabilise après 48h de réaction à 87%. 

La vitesse initiale dans ces conditions réactionnelles est de 0.16 g/L/h. 

 

Figure 65. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine par l’acide 

dodécanedioïque en excès, en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.  

Ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle 1 :20 

En comparant les performances obtenues avec les ratios molaires 1 :1, 1 :5 et 1 :20, il apparaît 

que le taux de conversion de la naringine est d’autant plus élevé que l’excès de diacide est 

important. Au niveau des produits formés, le mono-ester P1 est majoritaire en masse, suivi du 
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di-ester P3 et du composé penta-modulaire P2 qui est minoritaire. Le taux de conversion le 

plus faible (71%) est obtenu lorsque les substrats sont présents en quantités équimolaires ; 

dans ce cas, le produit majoritaire en masse est le composé penta-modulaire P2, suivi du 

mono-ester P1 puis du di-ester P3. 

 

Figure 66. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur le taux de conversion de la 

naringine lors de son acylation par l’acide dodécanedioïque, en présence de CAL-B, avec 

élimination en continu de l’eau 

Une tendance similaire est observée pour la vitesse réactionnelle qui augmente avec l’excès 

de donneur d’acyle.  

 

Figure 67. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur la vitesse initiale d’acylation de 

la naringine par l’acide dodecandioïque, en présence de CAL-B, avec élimination en 

continu de l’eau 
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Des réactions ont également été menées en présence d’un excès de flavonoïde (ratio molaire 

flavonoïde : diacide 5 :1. Dans ces conditions, c’est le composé penta-modulaire P2 qui est 

majoritaire en masse dans le milieu (2 g/L), tandis que les produits P1 et P3 restent 

minoritaires (0,7 et 0,1 g/L respectivement). Ce milieu contient 1,5.10
-3

 mol/L de P2, 8,8.10
-4

 

mol/L de P1 et 8.10
-4

 mol/L de P3. 

  Ces résultats sont conformes à nos attentes. En effet, l’excès de naringine dans le milieu 

favorise le greffage du flavonoïde sur chacune des extrémités du diacide, conduisant ainsi au 

produit penta-modulaire. La naringine n’est pas consommée totalement dans cette réaction ; 

son taux de conversion est estimé à 26%. La vitesse initiale réactionnelle est de 0.04 g/L/h  

qui est de loin inférieure aux vitesses initiales obtenues en présence d’un excès de diacide. 

 

Figure 68. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine par l’acide 

dodécanedioïque, en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.  Ratio 

molaire flavonoïde : donneur d’acyle 5 :1. 

En augmentant encore l’excès de naringine dans le milieu pour atteindre un ratio molaire 

naringine : acide dodécanedioïque de 20 :1, on remarque que le composé penta-modulaire P2 

est toujours majoritaire en masse (4,1 g/L) (3.10
-3

 mol/L) par rapport aux produits P1 (2,6 

g/L) (3,3.10
-3

 mol/L) et P3 (1 g/L) (1.10
-3

 mol/L). La production de P2 est deux fois plus 

élevée qu’avec le ratio molaire 5 :1. En termes de performances réactionnelles, la naringine 

est convertie à hauteur de 57% avec une vitesse initiale de conversion de 0.07 g/L/h. 
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Figure 69. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la naringine par l’acide 

dodécanedioïque, en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.  Ratio 

molaire flavonoïde : donneur d’acyle 20 :1. 

En comparant les performances des réactions menées avec les ratios molaires 

flavonoïde : diacide 1 :1, 5 :1 et 20 :1, on conclut que des quantités équimolaires de substrats 

ou un excès de substrat accepteur d’acyle favorisent la formation du composé penta-

modulaire P2. Le ratio molaire 1 : 1 conduit au meilleur taux de conversion de la naringine 

(71%), suivi du ratio 20 :1 (57%) puis 5 :1 (26%).   

 

Figure 70. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur le taux de conversion de la 

naringine lors de son acylation par l’acide dodécanedioïque, en présence de CAL-B, avec 

élimination en continu de l’eau 
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La vitesse réactionnelle la plus élevée est observée avec le ratio molaire 1 :1 (0.08 g/L/h). Un 

excès de flavonoïde dans le milieu tend à ralentir la réaction (0.04 g/L/h pour le ratio 5 : 1). 

 

Figure 71. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur la vitesse initiale d’acylation de 

la naringine lors de son acylation par l’acide dodécanedioïque, en présence de CAL-B, 

avec élimination en continu de l’eau 

L’acylation de la naringine par l’acide dodécanedioïque en présence de CAL-B avec 

différents ratios molaires permet d’obtenir plusieurs produits. En comparant les résultats 

obtenus, il apparaît qu’un excès de diacide favorise la production des produits P1 et P3. En 

revanche, un excès de flavonoïde dans le milieu ou un ratio 1 :1 favorise l’obtention du 

produit P2.  

Concernant l’estérification de la rutine par l’acide dodécanedioïque en présence de CAL-B 

avec les ratios molaires 1 :1, 1 :5, 1 :20, 5 :1 et 20 :1, des cinétiques similaires à celles 

observées pour la naringine ont été obtenues. Dans des conditions équimolaires de substrats, 

les produits P1, P2 et P3 sont obtenus à hauteur de 3,28 g/L (4.10
-3

 mol/L), 4,5 g/L (3,2.10
-3

 

mol/L), et 1,55 g/L (1,5.10
-3

 mol/L), respectivement. Comme pour la naringine, le produit 

pentamodulaire P2 est majoritaire. Le taux de conversion de la rutine se stabilise à 62%. 
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Figure 72. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la rutine par l’acide 

dodécanedioïque en quantité équimolaire, en présence de CAL-B, avec élimination en 

continu de l’eau  

 

Avec un ratio molaire de 1 :5, la cinétique réactionnelle montre qu’en fin de réaction le 

produit P1 (5,07 g/L) est majoritaire en masse et en moles (6,2.10
-3

 mol/L), suivi du produit 

P3 (2,39 g/L) (2,3.10
-3

 mol/L) et du produit P2 (2 g/L) (1,40.10
-3

 mol/L). La concentration de 

rutine se stabilise après 48 heures de réaction autour de 1.22 g/L, correspondant à un 

rendement de conversion de 75%. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 73. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la rutine par l’acide 

dodécanedioïque en excès, en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.  

Ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle 1 :5 
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En augmentant encore l’excès de diacide dans le milieu (ratio molaire 1 :20), on obtient des 

quantités encore plus élevées de P1 (5,39 g/L) (6,7.10
-3

 mol/L). Le taux de conversion de la 

rutine passe à 78%. Par contre ces conditions ne semblent pas favoriser la formation des 

produits P3 (2,37 g/L) (2,3.10
-3

 mol/L) et P2 (0,72 g/L) (5.10
-4

 mol/L), comparativement au 

ratio molaire 1 :5. 

 

Figure 74. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la rutine par l’acide 

dodécanedioïque en excès, en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.  

Ratio molaire flavonoïde : donneur d’acyle 1 :20. 

En termes de performances réactionnelles, il apparaît que le taux de conversion de la rutine 

est d’autant plus élevé que l’excès de diacide est important. En effet, des taux de conversion 

de 76% et 78% ont été obtenus pour les ratios molaires 1 :5 et 1 :20, respectivement.  

 

Figure 75. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur le taux de conversion de la 

rutine lors de son acylation par l’acide dodécanedioïque, en présence de CAL-B, avec 

élimination en continu de l’eau 
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Une tendance similaire est observée pour la vitesse réactionnelle qui augmente avec l’excès 

de donneur d’acyle.  

 

Figure 76. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur la vitesse initiale d’acylation de 

la rutine par l’acide dodécandioïque 

Des réactions ont également été menées en présence d’un excès de flavonoïde (ratios molaires 

flavonoïde : diacide 5 :1 et 20 : 1). Un ratio molaire de 5 : 1 conduit à la formation majoritaire 

du composé penta-modulaire P2 (1,88 g/L) (1,3.10
-3

 mol/L), tandis que les produits P1 (0 ,61 

g/L ; 7,5.10
-4

 mol/L) et P3 (0,15 g/L ; 1,5.10
-4

 mol/L) restent minoritaires. 

 

Figure 77. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la rutine par l’acide 

dodécanedioïque, en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.  Ratio 

molaire flavonoïde : donneur d’acyle 5 :1 

En augmentant encore l’excès de rutine pour atteindre un ratio de 20 :1, on remarque que le 

composé penta-modulaire P2 est toujours majoritaire (3,54 g/L) (2,50.10
-3

 mol/L) par rapport 

aux produits P1 (2,26 g/L) (2,7.10
-3

 mol/L) et P3 (0,76g/L) (7,3.10
-4

 mol/L). Dans ces 
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conditions la production de P2 est deux fois plus élevée que celle obtenue avec un ratio 

molaire 5 :1. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 78. Suivi cinétique de la réaction d’acylation de la rutine par l’acide 

dodécanedioïque, en présence de CAL-B, avec élimination en continu de l’eau.  Ratio 

molaire flavonoïde : donneur d’acyle 20 :1 

En comparant les performances des réactions menées avec les ratios molaires flavonoïde : 

diacide 1 :1, 5 :1 et 20 :1, on conclut que des quantités équimolaires de substrats ou un excès 

de substrat accepteur d’acyle favorisent la formation du composé penta-modulaire P2. Le ratio 

molaire 1 : 1 conduit au meilleur taux de conversion de la rutine (62%), suivi du ratio 20 :1 

(49%) puis 5 :1 (22%).   

 

Figure 79. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur le taux de conversion de la 

rutine lors de son acylation par l’acide dodécanedioïque, en présence de CAL-B, avec 

élimination en continu de l’eau 

La vitesse réactionnelle la plus élevée est observée avec le ratio molaire 1 :1 (0.07 g/L/h). Un 

excès de flavonoïde dans le milieu tend à ralentir la réaction. 
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Figure 80. Effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur la vitesse initiale d’acylation de 

la rutine par l’acide dodécanedioïque 

Les résultats obtenus avec la rutine sont donc similaires à ceux relevés pour la naringine. Il 

apparaît de cette étude que l’ajustement du ratio molaire flavonoïde : diacide constitue un 

moyen efficace d’orienter la réaction vers la synthèse de produits spécifiques. La production 

des composés P1 et P3 est favorisée par un excès de diacide tandis que des conditions 

équimolaires ou un excès de flavonoïde favorise la synthèse du composé P2.  

2.7.2. Conclusions 
 

L’estérification de la naringine et de la rutine avec l’acide dodécanedioïque en présence de 

CAL-B nous a permis d’obtenir trois types de produits : un mono-ester résultant du greffage 

d’une chaîne grasse sur une entité flavonoïde, un di-ester correspondant au greffage de deux 

chaînes grasses sur une entité flavonoïde et un composé penta-modulaire comportant une 

chaîne grasse et deux entités flavonoïde glycosylées. Un excès de diacide dans le milieu 

favorise la formation du mono- et du di-ester avec des performances réactionnelles 

importantes à un ratio molaire flavonoïde : diacide de 1 :20. Par ailleurs, des quantités 

équimolaires de flavonoïde et de diacide ou dans une moindre mesure un excès de flavonoïde 

dans le milieu favorise la synthèse du composé penta-modulaire majoritairement. L’ensemble 

de ces résultats montre que l’ajustement du ratio molaire flavonoïde : diacide constitue un 

moyen efficace d’orienter la réaction vers la synthèse de produits spécifiques.  
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2.8. Régiosélectivité des réactions d’acylation  

Les lipases présentent des propriétés de chimio- et régio-sélectivité particulièrement 

intéressantes dans le cadre de l’acylation de composés polyfonctionnels. Ces enzymes 

permettent de catalyser l’acylation sélective de groupements hydroxyle spécifiques des 

molécules de flavonoïde. Ces propriétés de sélectivité varient d’une lipase à l’autre, mais pour 

une enzyme donnée, le nombre de produits d’acylation est limité ; la plupart du temps un 

produit unique est obtenu, dont la structure est « contrôlée » via la sélectivité de l’enzyme et 

conduit à des propriétés physico-chimiques et biologiques bien déterminées. La position des 

chaînes acyle dans la structure des esters de flavonoïdes est déterminante pour ces propriétés 

dans la mesure où des groupements fonctionnels spécifiques sont impliqués. Il est donc très 

important de déterminer la position exacte de la chaîne grasse ou des  chaînes grasses dans la 

structure des produits issus de l’acylation de la rutine et de la naringine.  

L'analyse par résonance magnétique nucléaire (RMN) des composés tri-modulaires 

synthétisés à partir de rutine et de divers acides gras, en présence de CAL-B, a montré que 

seule la position 4'''-OH de l’entité rhamnose du flavonoïde est acylée (Figure 81). 

 

Figure 81. Schéma réactionnel de l’acylation sélective de la rutine en position 4'''- OH 

quelle que soit la longueur de chaîne de l'acide gras donneur d’acyle 

La position du greffage de la chaîne grasse sur la rutine a été déterminée par comparaison des 

spectres RMN 
1
H de la rutine et de l'ester. Pour les protons aromatiques aucune modification 

de déplacement chimique n'a été observée. En revanche, un décalage est observé au niveau 

des pics relatifs à la partie glycosidique du flavonoïde : plus précisément, le triplet du proton 

en position 4’’’ bouge de 3.07 ppm à 4.7 ppm (Figure 83). Donc l'acylation a eu lieu 

précisément sur le 4’’’-OH secondaire du fragment rhamnose. 
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Figure 82. Spectre RMN 
1
H de la rutine 

 

Figure 83. Spectre RMN 
1
H du mono-ester de rutine 

 

Ces résultats sont cohérents avec ceux rapportés par Mellou et al. (2005, 2006) [49], Razak et 

al. (2015) [76], Katsoura et al. (2006) et par Ardhaoui et al. (2004). D'autres groupes de 

recherche ont montré que l'acylation de la rutine pouvait également avoir lieu en position 3''-

OH du fragment glucose avec des acides gras simples et l’acide cinnamique en présence de 

CAL-B [51], [77]. Danieli et al. (1997) ont rapporté que l'acylation de la rutine avec un excès 
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d'acétate de vinyle, en utilisant la même lipase, se produisait à la fois sur le 4’’’-OH du 

rhamnose et sur le 3’’-OH du glucose, ce qui donne la rutine 3'',4'''-O-diester [78]. Une étude 

récente de Li et al. (2021) a montré qu’avec un excès de benzoate de vinyle, l’acylation de la 

rutine se fait sur les positions 2’’’-OH et 4’’’-OH du rhamnose et sur le 2’’-OH du glucose 

avec la lipase de Thermomyces lanuginosus [79]. La nature de l’enzyme et du donneur d’acyle 

sont certainement à l’origine des différences observées lorsqu’on compare ces travaux.  

Concernant la naringine, la RMN a montré que le greffage des chaînes grasses s’effectue sur 

l’hydroxyle primaire de l’entité glycosidique en position 6’’.  

 

Figure 84. Schéma réactionnel de l’acylation sélective de la naringine en position 6''- OH 

quelle que soit la longueur de chaîne de l'acide gras 

La position du greffage de la chaîne grasse sur la naringine a été déterminée par comparaison 

des spectres RMN 
1
H de la naringine et de son ester. Comme pour la rutine, aucune 

modification de déplacement chimique n’a été observée pour les protons aromatiques. Par 

contre un décalage a été observé au niveau des signaux relatifs à la fraction glycosidique du 

flavonoïde : le signal du proton en position 6’’ bouge de 3.21 ppm à 4.02 ppm ; le proton du 

6’’- OH qui apparaît entre 3.04 et 3.81 ppm dans le spectre de la naringine disparaît dans le 

spectre de l’ester (Figure 86). Par ailleurs, les  données RMN 
13

C indiquent que deux signaux  

relatifs à la partie glycosidique de la naringine  diffèrent lorsque le spectre de l’ester est 

comparé à celui du flavonoïde: les signaux du C’’-6 et du C’’-5 se décalent respectivement de 

2,75 ppm et 3,4 ppm vers les plus hauts déplacements chimiques, suggérant la présence  d’une 

liaison ester au niveau de l’hydroxyle primaire de la naringine, en position 6’’. 
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Figure 85. Spectre RMN 
1
H de la naringine 

 

Figure 86. Spectre RMN 
1
H du mono-ester de naringine 

Ces résultats sont cohérents avec ceux obtenus par Kontogianni et al. (2001), Watanabe et al. 

(2009), Li et al. (2020) ainsi que Sun et al. (2017) [22], [80]–[82].  

Cette haute régio-sélectivité de la lipase CAL-B vis-à-vis de l’acylation de composés 

polyhydroxylés tels que la rutine et la naringine est l’un des atouts majeurs de la voie 

enzymatique pour l’obtention de structures ciblées d’esters de flavonoïdes, dans lesquelles les 

groupements phénoliques responsables de l’activité antioxydante sont préservés. 
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Différents facteurs peuvent expliquer cette sélectivité. Le premier repose sur les modes 

d’interaction préférentiels entre les substrats flavonoïdes et le site actif du biocatalyseur.  

De Oliveira et al. (2009) ont établi un protocole de docking pour étudier les positions, les 

orientations et les interactions de l’isoquercitrine et de la rutine dans la cavité du site actif de 

la lipase CAL-B, en choisissant la réaction d’acétylation comme réaction modèle. L’analyse 

des résultats des simulations a montré que les deux flavonoïdes sont stabilisés dans la cavité 

catalytique de la CAL-B avec leur partie aglycone ancrée à l’entrée de la cavité. Des liaisons 

hydrogène formées entre les fonctions phénol des flavonoïdes et les carbonyles peptidiques de 

résidus localisés à l’entrée du site catalytique contribuent à stabiliser les complexes. Les 

parties glycosidiques des flavonoïdes s’orientent vers le fond de la cavité, plaçant les 

hydroxyles 6’’-OH de l’isoquercitrine et 4’’’-OH de la rutine à proximité des résidus 

catalytiques [83]. 

Le deuxième critère susceptible d’intervenir est la réactivité chimique intrinsèque des 

différents groupements hydroxyles présents dans la structure des flavonoïdes. Afin d’évaluer 

celle-ci, des calculs de modélisation moléculaire ont été menés en appliquant la théorie de la 

fonctionnelle de la densité (DFT). Plus spécifiquement, la différence d’énergie ΔE entre les 

orbitales  HOMO et LUMO a été calculée d’une part pour la rutine et d’autre part pour chaque 

alcoolate/phénolate pouvant être généré à partir de la rutine, par élimination d’un proton. 

Nous sommes partis du postulat que plus la différence d’énergie entre les orbitales HOMO et 

LUMO est faible, plus la molécule est susceptible de perdre un proton et d’effectuer une 

attaque nucléophile [11], [12]. 

Les valeurs des énergies des orbitales HOMO et LUMO de la rutine avant et après 

arrachement des protons des différents groupements hydroxyle sont résumées dans le tableau 

ci-dessous. L’arrachement d’un atome d’hydrogène en position 4’’’ conduit à la valeur de ΔE 

la plus faible.  Les autres hydroxyles classés en ordre croissant selon leur valeur de ΔE sont 

ceux des positions 3’’, 4’’, 2’’, 2’’’, 3’’’, 4’, 3’, 5 et 7. Ces calculs suggèrent une plus grande 

réactivité des groupements hydroxyle glycosidiques comparativement aux groupements 

phénoliques. Par ailleurs, ils suggèrent une plus grande réactivité du groupement hydroxyle en 

position 4’’’, ce qui est cohérent avec la sélectivité observée expérimentalement. 
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Tableau 22. Valeurs des énergies des orbitales HOMO et LUMO de la rutine, et de ses 

différents alcoolates/phénolates 

 

 

EHOMO (eV) 

 

ELUMO (eV) ΔE (eV) 

ELUMO– EHOMO 

 

Rutine -6,108 -1,907 4,201 

Rutine 2’’-OH -5,135 -3,024 2,111 

Rutine 2’’’-OH -5,132 -3,012 2,119 

Rutine 3’-OH -5,318 -3,130 2,187 

Rutine 3’’-OH -5,005 -3,026 1,978 

Rutine 3’’’-OH -5,214 -3,070 2,144 

Rutine 4’-OH -5,274 -3,089 2,184 

Rutine 4’’-OH -5,090 -3,017 2,073 

Rutine 4’’’-OH -4,235 -3,053 1,182 

Rutine 5-OH -5,228 -2,768 2,459 

Rutine 7-OH -5,409 -3,015 2,303 

 

Des calculs similaires ont été entrepris avec la naringine ; les valeurs d’énergie sont données 

dans le tableau ci-dessous.  

Les valeurs de ΔE calculées suggèrent une plus grande réactivité de l’hydroxyle primaire en 

position 6’’ ainsi qu’une réactivité décroissante pour les hydroxyles au niveau des positions 

3’’’, 4’’’, 2’’’, 4’’, 3’’, 4’ et finalement 5. Cela est cohérent avec l’acylation majoritaire de la 

position 6’’ de la naringine observée expérimentalement. Ces calculs sont également en 

accord avec l’observation d’un deuxième site d’acylation au niveau de la position 3’’’. 

 



178 
 

Tableau 23. Valeurs des énergies des orbitales HOMO et LUMO de la naringine, et de 

ses différents alcoolates/phénolates 

 

 

EHOMO (eV) 

 

ELUMO (eV) ΔE (eV) 

ELUMO– EHOMO 

 

Naringine -6,546 -1,919 4,626 

Naringine 2’’’-OH -5,175 -2,334 2,840 

Naringine 3’’-OH -5,185 -2,314 2,870 

Naringine 3’’’-OH -5,055 -2,302 2,752 

Naringine 4’-OH -5,229 -2,290 2,938 

Naringine 4’’-OH -5,244 -2,400 2,844 

Naringine 4’’’-OH -5,143 -2,319 2,824 

Naringine 6’’-OH -4,914 -2,308 2,606 

Naringine 5-OH -5.287 -2.235 

 

3.052 

 

Concernant les produits mono-, di-, tri-, et tetra-esters issus de l’acylation de la rutine et de la 

naringine en milieu fondu, à défaut de pouvoir purifier et caractériser chacun d’entre eux, les 

résultats des simulations moléculaires peuvent aider à formuler des hypothèses quant à la 

position des chaînes grasses greffées. Les groupements hydroxyle classés selon leurs valeurs 

de ΔE croissantes conduisent à l’ordre suivant : 4’’’, 3’’, 4’’, 2’’, 2’’’, 3’’’, 4’, 3’, 5 et 7. Ces 

résultats suggèrent la position 4’’’ comme premier site d’acylation (mono-ester en 4’’’) et la 

position 3’’ comme second site d’acylation (di-ester en 4’’’ et 3’’), ce qui est cohérent avec 

les résultats expérimentaux. En suivant le même raisonnement, l’hypothèse d’un troisième site 

d’acylation en 4’’ (tri-ester en 4’’’, 3’’ et 4’’) et d’un quatrième site en 2’’ (tetra-ester en 4’’’, 

3’’, 4’’ et 2’’) peut être formulée. Dans le cas de la naringine, les groupements hydroxyle 

classés selon leurs valeurs de ΔE croissantes sont 6’’, 3’’’, 4’’’, 2’’’, 4’’, 3’’, 4’ et 5. Ceci 
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suggère l’acylation séquentielle des positions 6’’, 3’’’, 4’’’ et 2’’’ conduisant à un mono- (en 

6’’), un di- (en 6’’ et 3’’’), un tri- (en 6’’, 3’’’ et 4’’’) et un tetra-ester (en 6’’, 3’’’, 4’’’, 2’’’). 

Concernant les produits issus de l’acylation de la naringine et de la rutine par l’acide 

dodecanedioïque, seules des hypothèses peuvent être formulées dans la mesure où tous les 

produits n’ont pas été purifiés. Dans le cas du produit P1 dérivé de la naringine et résultant du 

greffage d’une seule chaîne grasse, les résultats expérimentaux et de modélisation obtenus 

précédemment suggèrent une acylation en position 6’’. En suivant le même raisonnement, on 

peut supposer que le produit P3 résulte de l’acylation des positions 6’’ et 3’’’ de la naringine. 

Pour le produit P2 porteur de deux entités flavonoïde reliées entre elles par une chaîne grasse, 

il est logique de penser que la position 6’’ de chaque entité naringine est impliquée.  

Concernant la rutine, les calculs de modélisation suggèrent l’implication de la position 4’’’ 

dans le produit P1, des positions 4’’’ et 3’’ pour le produit P3 et enfin de la position 4’’’ de 

chaque entité rutine pour le produit P2. 

2.8.1. Conclusions 
 

Les analyses par RMN des produits purifiés ont montré que l’acylation de la naringine et de la 

rutine par des acides gras est régiosélective lorsque la réaction est catalysée par la lipase 

CAL-B, conduisant à des mono-esters de flavonoïde. Quel que soit l’acide gras utilisé en tant 

que donneur d’acyle, l’acylation de la naringine se fait préférentiellement sur la position 6’’ 

porteuse d’un hydroxyle primaire, tandis que la position 4’’’ de la rutine est acylée. Les 

résultats de modélisation moléculaire sont cohérents avec cette sélectivité observée 

expérimentalement laquelle paraît logique si l’on considère l’encombrement, la localisation et 

donc l’accessibilité de chacun de ces deux groupements hydroxyle. Dans le cas des di-, tri- et 

tetra-esters synthétisés, la modélisation suggère l’acylation de groupements hydroxyles 

glycosidiques spécifiques des flavonoïdes. On souligne ici que les hypothèses relatives à la 

structure des di-, tri- et tetra-esters s’appuient uniquement sur des calculs de la réaction 

chimique des différents groupements fonctionnels des flavonoïdes susceptibles d’être acylés. 

Dans l’idéal, ces résultats devraient être complétés par des simulations de docking 

moléculaire afin de déterminer les modes d’interaction préférentiels entre l’enzyme et ses 

substrats pour évaluer la contribution du biocatalyseur dans la régiosélectivité observée.  
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2.9. Conclusions 

La synthèse enzymatique d’esters de naringine et de rutine catalysée par la lipase B de C. 

antarctica permet l’obtention d’une diversité d’esters de flavonoïdes selon la nature du 

donneur d’acyle impliqué. Des taux de conversion du flavonoïde élevés sont obtenus en 

présence d’un excès de donneur d’acyle. Les performances réactionnelles ont été 

significativement améliorées par l’élimination en continu de l’eau produite au cours de la 

réaction. Un mono-ester est obtenu dans le cas de la rutine tandis que l’acylation de la 

naringine conduit à un mono- et un di-ester. 

Ces réactions sont régiosélectives. Le greffage de la chaine grasse s’effectue sur l’hydroxyle 

en position 4’’’ de la rutine ; dans le cas de la naringine, l’acylation a lieu majoritairement au 

niveau de l’hydroxyle primaire en position 6’’.  

Des réactions ont été menées en mode fed-batch avec une alimentation discontinue soit en 

flavonoïde, soit en acide gras. Toutefois, ce mode de conduite du procédé d’acylation n’a pas 

permis d’améliorer les performances comparativement aux réactions menées en mode batch. 

La conduite des réactions en milieu fondu a permis l’obtention d’une plus grande diversité de 

produits ; des mono-, di-, tri- et tetra-esters ont en effet été obtenus pour les deux flavonoïdes 

naringine et rutine. Ces différents produits apparaissent séquentiellement dans le milieu ce qui 

permet d’envisager des temps spécifiques d’arrêt de la réaction en fonction du produit 

recherché prioritairement. Les taux de conversion sont élevés. 

L’acylation de la rutine et de la naringine par un diacide a permis de générer une nouvelle 

famille de composés. En particulier, cette réaction mène à un composé penta-modulaire 

présentant deux entités flavonoïdes glycosylées reliées par une chaîne grasse. Deux autres 

produits d’intérêt peuvent également être obtenus par cette voie de synthèse, un mono- et di-

ester. L’intérêt de ces composés réside dans la présence d’une ou deux fonctions 

carboxyliques libres permettant d’envisager le greffage ultérieur d’entités complémentaires 

comme des acides aminés. Une contribution important de cette étude est la mise en évidence 

de l’effet du ratio molaire flavonoïde : diacide sur la distribution des différents produits dans 

le milieu réactionnel. 
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1. Etude des propriétés antioxydantes des flavonoïdes et leurs 

dérivés 
 

 La fonctionnalisation enzymatique ou chimique des flavonoïdes est susceptible d’affecter 

leurs propriétés biologiques.  

L’effet du greffage chimique ou enzymatique de divers motifs carbonés sur des molécules 

modèles (catéchine, rutine et naringine) sur leurs propriétés antioxydantes a été étudié selon 

deux méthodes : i) l’activité anti-radicalaire vis-à-vis du radical DPPH et l’inhibition de 

l’oxydation induite du linoléate de méthyle. 

1.1. Etude du potentiel anti-radicalaire des flavonoïdes et leurs dérivés 

Il est bien connu que la principale caractéristique responsable de l’activité antioxydante d’un 

composé phénolique est sa capacité à piéger les radicaux libres. Afin d'évaluer cette capacité, 

l'une des méthodes les plus répandues et les plus faciles à utiliser consiste à mesurer la 

capacité d'une molécule à réduire le radical 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH●) [1]. Dans 

ce test, le substrat est un radical stable qui, en réagissant avec une molécule antioxydante, se 

transforme en DPPH-H (2,2-diphényl-1-picrylhydrazine) avec perte de son absorbance 

caractéristique à 517 nm [1] 

 

Figure 87. Réaction entre un antioxydant et le radical DPPH 

1.1.1. Activité anti-radicalaire des composés bi-modulaires 
 

Des mesures du pouvoir antioxydant de la catéchine et de ses dérivés bi-modulaires issus de 

son acylation chimique par les acides octanoïque, laurique, myristique, palmitique, stéarique 

et oléique au niveau de l’hydroxyle phénolique en position 4’ ou 3’ (composés bi-modulaires 
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de type I) ou au niveau de l’hydroxyle aliphatique en position 3 (composés bi-modulaires type 

II), ont été effectuées. 

La concentration inhibitrice médiane (notée IC50) de la catéchine est de 16 µM. Kumar et al. 

ont obtenu une valeur similaire [2]. Cette valeur montre le caractère antioxydant de ce 

composé. Les antioxydants catéchiques se lient de manière covalente aux chaînes de protéines 

[3]. Concernant les esters de catéchine les valeurs des IC50 obtenues sont résumées dans le 

tableau 23. 

Tableau 24. Capacité à inhiber le radical DPPH (exprimée en IC50) de la catéchine et de 

ses dérivés bi-modulaires, selon la fonction hydroxyle acylée 

Composés IC50 (µM) 

Composés bi-modulaires de 

type I 

Composés bi-modulaires 

de type II 

Catéchine  16 ± 0.35 

Catéchine – C8 24 ± 0.22 22 ± 0.15 

Catéchine – C12 25 ± 0.16 23 ± 0.09 

Catéchine – C14 32 ± 0.08 24 ± 0.21 

Catéchine – C16 36 ± 0.11 26 ± 0.19 

Catéchine – C18 40 ± 0.21 34 ± 0.12 

Catéchine – C18 : 1 33 ± 0.24 - 

 

On remarque que tous les composés bi-modulaires synthétisés possèdent une activité 

antioxydante et sont capables de piéger le radical DPPH. La valeur d’IC50 est inversement liée 

à la capacité antioxydante d’un composé, puisqu’elle exprime la quantité de l’antioxydant 

nécessaire pour diminuer de 50% la concentration du radical. Plus l’IC50 est faible plus 

l'activité antioxydante d'un composé est élevée [4].  

Comme le montre le tableau 23, tous les dérivés de catéchine synthétisés présentent une 

activité anti-radicalaire inférieure à celle de la catéchine. Quelle que soit la position de 

l’acylation, la valeur d’IC50 augmente faiblement avec l’augmentation de la longueur de la 

chaîne carbonée ce qui suggère qu’une augmentation de la longueur de la chaîne acyle greffée 

provoque une diminution du pouvoir antioxydant des esters de flavonoïdes. Ces résultats sont 

cohérents avec ceux de la littérature [5], [6]. Le composé bi-modulaire avec la chaîne grasse 
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la plus courte (C8) est l’ester ayant le pouvoir antioxydant le plus fort ; en revanche l’ester 

portant la chaîne grasse la plus longue (C18) présente l’activité antioxydante la plus faible. 

A                                                                                      B 

        

Figure 88. Effet de la longueur de la chaîne acyle sur l’activité anti-radicalaire des 

composés bi-modulaires de type I (A) et de type II (B) 

Par ailleurs, pour une même longueur de chaîne acyle, la présence d’une insaturation améliore 

l’activité anti-radicalaire de l’ester de flavonoïde. Ainsi, l’oléate de catéchine (C18:1) a un 

pouvoir antioxydant plus élevé que celui du stéarate de catéchine (C18: 0). Des résultats 

similaires ont été obtenus par Hadj Salem et al. avec l’isoquercitrine ainsi que Rao et al avec 

le mesquitol. [7]. 

Une autre observation est que les valeurs d’IC50 des composés bi-modulaires de type I sont 

légèrement supérieures à celles obtenues pour les des composés bi-modulaires de type II.   

En effet, la structure d’une molécule a un impact important sur son activité antioxydante. Van 

Acker et al. (1996) ont montré qu’un des critères structuraux pour obtenir une activité 

antioxydante est la présence d’une fonction catéchol sur le cycle B. La configuration des 

hydroxyles du noyau B est le paramètre structural le plus significatif de l’activité 

antioxydante. Les radicaux phénoxy sont stabilisés par la présence d’un hydroxyle en ortho de 

celui qui a cédé son atome d’hydrogène. En effet, cette stabilité résulte de la délocalisation de 

l’électron non apparié et de la formation d’une liaison hydrogène [8], [9]. L’estérification de 

l’hydroxyle en position 3 de la catéchine conduit à une diminution de l’activité antioxydante. 

Cet effet est moins marqué lorsque les autres groupements phénoliques ne sont pas substitués.  
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1.1.2. Activité anti-radicalaire des composés tri-modulaires 
 

Concernant les composés tri-modulaires résultant du greffage de l’acide aminé couplé à 

l’acide gras au niveau du groupement hydroxyle en position 3 de la catéchine, les valeurs 

d’IC50 sont résumées dans le tableau suivant. 

Tableau 25. Capacité à inhiber le radical DPPH (exprimée en IC50) de la catéchine et de 

ses dérivés tri-modulaires 

Composés IC50 (µM) 

Catéchine 16 ± 0.35 

Catéchine – Alanine – C8 19 ± 0.12 

Catéchine – Alanine – C12 20 ± 0.07 

Catéchine – Alanine – C14 23 ± 0.26 

Catéchine – Alanine – C16 24 ± 0.19 

Catéchine – Lysine – (C8)2 26 ± 0.30 

Catéchine – Lysine – (C12)2 30 ± 0.26 

Catéchine – Lysine – (C14)2 33 ± 0.15 

Catéchine – Lysine – (C16)2 37 ± 0.28 

(Catéchine)2 – Acide glutamique – C8 37 ± 0.16 

(Catéchine)2 – Acide glutamique – C12 39 ± 0.14 

(Catéchine)2 – Acide glutamique – C14 42 ± 0.25 

(Catéchine)2 – Acide glutamique – C16 45 ± 0.09 
 

Tous les composés tri-modulaires synthétisés possèdent une activité antioxydante. Toutefois, 

quel que soit le dérivé, son activité anti-radicalaire est inférieure à celle de la catéchine. Les 

composés à base d’alanine présentent la plus grande capacité à inhiber le radical DPPH, suivis 

par les dérivés à base de lysine, eux-mêmes suivis par les dérivés à base d’acide glutamique. 

Une étude a été menée par Xu et al. (2017) pour étudier l’effet antioxydant des différents 

acides aminés [10]. Il a été démontré que la lysine fait partie des sept acides aminés les plus 

antioxydants (9,9.10
-4

 µM) [11], [12], suivie de l’alanine (20 µM ) [13] ; l’acide glutamique 

quant à lui ne possède pas d’activité antioxydante. Malgré le pouvoir antioxydant de la lysine, 

la capacité des tri-modules incluant cet acide aminé à piéger les radicaux DPPH● est plus 

faible que celle de la catéchine en raison de la présence de deux chaines grasses dans la 

structure. Les dérivés à base d’acide glutamique présentent l’activité anti-radicalaire la plus 

faible malgré la présence de deux entités catéchine. Quel que soit le type de composé tri-
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modulaire, comme précédemment, un allongement de la chaîne acyle s’accompagne d’une 

diminution de l’activité antioxydante (Figure 89). 

A                                                                                             B 

            

C 

 

Figure 89. Effet de la longueur de la chaîne acyle sur l’activité anti-radicalaire des 

composés tri-modulaires à base d’alanine (A), de lysine (B) ou d’acide glutamique (C) 

 

Concernant la rutine et la naringine, les valeurs IC50 de ces flavonoïdes et de leurs esters 

synthétisés par voie enzymatique sont résumées dans le tableau 25. Tous les esters de rutine 

synthétisés présentent une capacité à inhiber le radical DPPH inférieure à celle de la rutine. 

De plus, plus la longueur de la chaîne grasse augmente, moins le produit est antioxydant. Lu 

et al. (2010) ont déterminé l’activité antioxydante de la rutine et de certains de ses esters, et 

ont obtenu des résultats comparables. Ainsi ils rapportent que le lauréate de rutine ainsi que le 

palmitate de rutine ont une activité anti-radicalaire moins importante que la rutine. Ces 

résultats peuvent être expliqués en fonction de l'accessibilité de l'antioxydant au radical DPPH 
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combiné à la stabilité du radical libre antioxydant après l'abstraction d'hydrogène par le 

DPPH. La rutine et ses esters possèdent 4 groupes hydroxyle phénol qui sont disponibles en 

tant que donneurs H. En tant que tels, les radicaux libres produits via l'abstraction d'hydrogène 

de ces groupes peuvent être stabilisés en résonance dans une large mesure par leur grande 

structure cyclique conjuguée, selon la théorie de l'hybridation par résonance. La capacité de 

piégeage des radicaux de la rutine n'a pas été améliorée suite à la fixation de groupes acyle de 

longueur de chaîne croissante au cycle sucre de la rutine (c'est-à-dire le rutinose). Cela est 

probablement dû à une diminution des effets inducteurs d'électrons des groupes acyle via le 

rutinose vers le fragment 2-phénylchromène-4-one de la rutine. De plus, l'incorporation de 

groupes acyle à chaîne plus longue peut interférer avec l'accès au DPPH en raison de 

l'encombrement stérique résultant de la rotation des liaisons et de la torsion des groupes à 

chaîne acyle. Cela pourrait expliquer la diminution de l'activité de piégeage des radicaux des 

esters de rutine par rapport à la rutine à de faibles concentrations. [14].  

D’après les résultats obtenus, la naringine présente une activité anti-radicalaire inférieure à 

celle de la rutine, elle-même moins antioxydante que la catéchine.  

Tableau 26. Capacité à inhiber le radical DPPH (exprimée en IC50) de la rutine, de la 

naringine et de leurs dérivés tri-modulaires 

Composés IC50 (µM) 

Rutine 22 ± 0.12 

Rutine – C8 26 ± 0.07 

Rutine – C12 27 ± 0.26 

Rutine – C14 31 ± 0.19 

Rutine – C16 35 ± 0.16 

Rutine – C18 39 ± 0.14 

Rutine – C18 :1 33 ± 0.25 

Naringine 138 ± 0.12 

Naringine – C8 145 ± 0.07 

Naringine – C12 149 ± 0.26 

Naringine – C14 154 ± 0.19 

Naringine – C16 158 ± 0.16 

Naringine – C18 162 ± 0.14 

Naringine – C18 :1 155 ± 0.25 
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A                                                                                                 B 

         

Figure 90. Effet de la longueur de la chaîne acyle sur l’activité anti-radicalaire des 

composés tri-modulaires à base de rutine (A) et de naringine (B) 

1.2. Etude de la capacité des flavonoïdes et leurs dérivés à inhiber 

l’oxydation lipidique 

Dans cette étude, l’activité antioxydante a été définie en comparant la consommation 

d’oxygène en un temps donné en présence des composés bi- et tri-modulaires synthétisés et la 

consommation d’oxygène en absence de ces composés. Le linoléate de méthyle (LH) est 

choisi pour cette étude, en raison de sa sensibilité à l’oxydation. L’activité antioxydante des 

composés est exprimée en pourcentage d’inhibition de l’oxydation au bout de 2,5 heures.  

La cinétique de l’oxydation est décrite en deux étapes : 

 Oxydation de LH avec consommation d’O2 

 Rupture de la chaine d’oxydation de LH en présence de l’antioxydant (ΦH) et 

formation de radical (Φ●) qui est stable et inhibe la réaction globale d’oxydation. 

 Plus la stabilité de ce radical est élevée, plus l’inhibition de l’oxydation du linoléate de 

méthyle sera importante [15], [16]. 

1.2.1. Capacité des composés bi-modulaires à inhiber l’oxydation lipidique 
 

Le suivi de l’oxygène consommé au cours du temps a permis de déterminer le 

pourcentage d’inhibition du linoléate de méthyle en présence de la catéchine ou ses 

dérivés bi-modulaires (Figure 91). 
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A                                                                                                 B 

      

Figure 91. Consommation d’oxygène exprimée en torrs lors de l’oxydation du linoléate 

de méthyle en présence de la catéchine ou de ses esters bi-modulaires de type I (A) et de 

type II (B)  

Les résultats obtenus sont présentés dans le tableau 26.  Quel que soit le dérivé, sa capacité à 

inhiber l’oxydation du linoléate de méthyle est inférieure à celle de la catéchine, démontrant 

une fois de plus que le greffage d’une chaîne acyle diminue le potentiel antioxydant du 

flavonoïde. Pour une même chaîne acyle, le greffage de la chaîne sur un hydroxyle 

phénolique affecte davantage le potentiel antioxydant du dérivé comparativement à un 

greffage sur l’hydroxyle aliphatique.  

Tableau 27. Capacité de la catéchine et ses dérivés bi-modulaires à inhiber l’oxydation 

du linoléate de méthyle 

Composés  Pourcentage d’inhibition (%) 

Composés bi-modulaires de 

type I 

Composés bi-modulaires 

de type II 

Catéchine 91 ± 0.53 

Catéchine – C8 66 ± 0.34 71 ± 0.57 

Catéchine – C12 65 ± 0.20 70 ± 0.32 

Catéchine – C14 64 ± 0.43 69 ± 0.53 

Catéchine – C16 64 ± 0.12 68,5 ± 0.15 

Catéchine – C18 63 ± 0.32 66 ± 0.43 

Catéchine – C18 : 1 64 ± 0.42 - 
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1.2.2. Capacité des composés tri-modulaires à inhiber l’oxydation lipidique 
 

L’oxygène consommé au cours de l’oxydation induite du linoléate de méthyle en présence et 

en absence des composés tri-modulaires est illustrée dans la figure 92. Les pourcentages 

d’inhibition de l’oxydation du linoléate de méthyle sont résumés dans le tableau 27. 

A                                                                                                 B 

 

C 

 

Figure 92. Consommation d’oxygène exprimée en torrs lors de l’oxydation du linoléate 

de méthyle en présence de la catéchine ou de ses dérivés tri-modulaires à base d’alanine 

(A), de lysine (B) et d’acide glutamique (C) 
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Tableau 28. Capacité de la catéchine et ses dérivés tri-modulaires à inhiber l’oxydation 

du linoléate de méthyle. 

Composés Pourcentage d’inhibition (%) 

Catéchine 91 ± 0.32 

Catéchine – Alanine – C8 86 ± 0.45 

Catéchine – Alanine – C12 84 ± 0.24 

Catéchine – Alanine – C14 83 ± 0.25 

Catéchine – Alanine – C16 81 ± 0.25 

Catéchine – Lysine – (C8)2 80 ± 0.32 

Catéchine – Lysine – (C12)2 78,5 ± 0.84 

Catéchine – Lysine – (C14)2 78 ± 0. 34 

Catéchine – Lysine – (C16)2 77 ± 0.37 

(Catéchine)2 – Acide glutamique – C8 72 ± 0.63 

(Catéchine)2 – Acide glutamique – C12 68 ± 0.24 

(Catéchine)2 – Acide glutamique – C14 64 ± 0.05 

(Catéchine)2 – Acide glutamique – C16 57 ± 0.12 
 

Les composés tri-modulaires à base d’alanine possèdent les pourcentages d’inhibition les plus 

élevés, suivis par les composés tri-modulaires à base de lysine et finalement par les composés 

à base d’acide glutamique. Quel que soit le dérivé, sa capacité antioxydante est inférieure à 

celle de la catéchine. L’allongement de la chaîne acyle a peu d’effet sur le potentiel 

antioxydant des dérivés à base d’alanine ou de lysine, mais fait chuter le pouvoir antioxydant 

des dérivés à base d’acide glutamique. 

Les pourcentages d’inhibition du linoléate de méthyle par la rutine (86 %) et la naringine (57 

%), sont supérieurs à ceux de leurs esters. L’augmentation de la longueur de la chaine grasse 

diminue légèrement le pourcentage d’inhibition. 
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A                                                                                                 B 

  

Figure 93. Consommation d’oxygène exprimée en torrs au cours de l’oxydation induite 

du linoléate de méthyle en présence de la rutine ou de ses esters (A), et de la naringine 

ou de ses esters (B)  

Tableau 29. Capacité de la rutine, de la naringine et de leurs esters tri-modulaires à 

inhiber l’oxydation du linoléate de méthyle. 

Composés Pourcentage d’inhibition (%) 

Rutine 86 ± 0.46 

Rutine – C8 80 ± 0.28 

Rutine – C12 79 ± 0.63 

Rutine – C14 79 ± 0.27 

Rutine – C16 78,5 ± 0.47 

Rutine – C18 77 ± 0.32 

Rutine – C18 :1 78,5 ± 0.55 

Naringine 57 ± 0.12 

Naringine – C8 43 ± 0.24 

Naringine – C12 37 ± 0.34 

Naringine – C14 29 ± 0.22 

Naringine – C16 23 ± 0.42 

Naringine – C18 17± 0.12 

Naringine – C18 :1 26 ± 0.11 
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Quel que soit l’ester de flavonoïde synthétisé, sa capacité à inhiber l’oxydation du linoléate de 

méthyle est inférieure à celle de la rutine et la naringine, démontrant une fois de plus que le 

greffage d’une chaîne acyle diminue le potentiel antioxydant du flavonoïde. 

1.3. Conclusions 

L’activité antioxydante des flavonoïdes aglycones ou glycosylés a été déterminée et comparée 

à celles de leurs dérivés bi- ou tri-modulaires synthétisés par voie chimique ou enzymatique. 

Plus précisément, le potentiel de ces composés à inhiber le radical DPPH et l’oxydation 

induite du linoléate de méthyle a été évalué. Les résultats montrent que tous les composés 

synthétisés possèdent un pouvoir antioxydant. Les composés tri-modulaires à base d’alanine 

présentent l’activité antioxydante la plus élevée tandis que les composés tri-modulaires à base 

de naringine sont les moins antioxydants. Concernant les composés bi-modulaires, la position 

du greffage de la chaîne acyle a un effet sur le pouvoir antioxydant des dérivés. Ainsi, nous 

avons montré que le greffage d’une chaîne grasse sur un hydroxyle phénolique de la catéchine 

conduit à un pouvoir antioxydant inférieur à celui des composés issus de l’acylation d’un 

hydroxyle aliphatique. Ceci s’explique par une participation des groupements phénoliques à 

l’activité antioxydante. La structure ortho-dihydroxy sur le cycle B (groupement catéchol) 

confère la stabilité au radical flavonoxy, participe à la délocalisation des électrons et 

augmente la capacité du flavonoïde à piéger les radicaux libres. Une autre tendance 

importante est la diminution du pouvoir antioxydant avec l’allongement de la chaîne acyle, 

quelle que soit l’entité flavonoïde. De plus, le pouvoir antioxydant de la catéchine est 

supérieur à celui de la rutine et de la naringine. 

Il apparaît que pour un flavonoïde donné, le potentiel antioxydant de la molécule naturelle est 

supérieur à celui de ses dérivés, quels qu’ils soient. Cette baisse du pouvoir antioxydant des 

flavonoïdes provoquée par leur fonctionnalisation peut sembler diminuer l’intérêt des 

composés synthétisés si l’on considère la capacité antioxydante en tant que telle. Toutefois, 

n’oublions pas que ces dérivés conservent des propriétés antioxydantes et présentent par 

ailleurs des propriétés tensioactives intéressantes pour certains d’entre eux. La conception de 

composés multifonctionnels appelle à faire consensus au regard de l’ensemble des propriétés 

recherchées. 

 

 



213 
 

1.4. Modélisation moléculaire 

La stabilité, la réactivité et les effets physiologiques des flavonoïdes sont couramment reliés à 

leur famille, la nature de leurs substituants et à leur structure moléculaire [8], [9], [17].  

Afin d’expliquer les données expérimentales obtenues précédemment, une recherche de 

corrélation entre ces données et   les propriétés structurales et électroniques des flavonoïdes et 

leurs dérivés a été entreprise, en mettant en œuvre des études théoriques réalisées par 

modélisation moléculaire. L’objectif de la modélisation moléculaire entreprise dans ce travail 

est de tenter d’expliquer les différences de propriétés observées, en particulier la réactivité 

chimique des groupements hydroxyles portés par les flavonoïdes, l’activité antioxydante et la 

stabilité des flavonoïdes naturels et de leurs dérivés. Les composés étudiés sont la catéchine, 

la rutine et la naringine, ainsi que tous leurs dérivés bi- et tri-modulaires synthétisés par voie 

chimique ou enzymatique. 

1.4.1. Calcul de l’énergie de dissociation homolytique 
 

Les composés phénoliques sont des inhibiteurs reconnus des radicaux libres. L’activité de ces 

molécules est reliée à leur structure. Ainsi, elle dépend de la capacité du phénol à céder un 

atome d’hydrogène qui peut être quantifiée par l’énergie de dissociation homolytique de la 

liaison OH (bond dissociation energy, BDE), de la délocalisation électronique du radical 

phénol et de l’encombrement stérique des substituants des cycles aromatiques [18]–[20]. 

Cette BDE réfère à l'une des mesures de l'énergie d'une liaison chimique. Elle correspond au 

changement d'enthalpie lors d'un clivage homolytique avec des réactifs et des produits de la 

réaction d'homolyse. D'ailleurs, l'énergie de dissociation d'une liaison est parfois appelée 

l'enthalpie de dissociation d'une liaison. 

La BDE est égal à Hr + Hh - Hp où Hr est l'enthalpie du radical généré par abstraction d’un 

proton, Hh est l'enthalpie de l'atome H et Hp est l'enthalpie de la molécule parent. Plus la BDE 

d’un phénol est faible, plus son caractère donneur d’hydrogène est élevé. En d’autres termes, 

des BDE plus faibles sont associées à une activité antioxydante plus élevée [21]. 

Les valeurs de BDE calculées pour la catéchine sont répertoriées dans le tableau 29 et suivent 

l'ordre suivant : 4’-OH (71,7 kcal/mol) < 3’-OH (74 kcal/mol) < 5-OH (77,9 kcal/mol) < 7-

OH (79,9 kcal/mol) < 3-OH (94,1 kcal/mol), ce qui signifie que le groupement 4’-OH 

présente la plus faible valeur de BDE, suivi du groupement 3’-OH. On en déduit que les 

groupements hydroxyle phénoliques du cycle B sont principalement à l’origine de l’activité 

https://fr.wikipedia.org/wiki/%C3%89nergie
https://fr.wikipedia.org/wiki/Liaison_chimique
https://fr.wikipedia.org/wiki/Enthalpie
https://fr.wikipedia.org/wiki/Homolyse
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anti-radicalaire de la catéchine. Ces résultats sont en accord avec ceux de la littérature. En 

effet, Zhu et al. (2017),  Veiko et al. (2021), Anitha et al. (2020) ainsi que Wang et al. (2020) 

ont montré que les groupements hydroxyles du cycle B possèdent les valeurs de BDE les plus 

faibles. Selon Zhu et al., Anitha et al. et Veiko et al., l’hydroxyle de plus faible BDE est le 4’-

OH tandis que  pour Wang et al. Il s’git de l’hydroxyle 3’-OH [22]–[24][25]. Les différentes 

conditions opératoires ainsi que la méthode utilisée, comme la B3LYp / 6-31 (d), la AM1, la 

LSA, la B3LYp / 6-311++G peuvent expliquer cette différence. 

Tabelau 30. Valeurs calculées de l’énergie de dissociation homolytique des liaisons O-H 

de la catéchine 

 BDE (kcal/mol) 

3-OH 94,1 

5-OH 77,9 

7-OH 79,9 

3’-OH 74 

4’-OH 71,7 
 

L’énergie de dissociation homolytique de chacune des liaisons O-H de la rutine a été 

également calculée. Le tableau 30 montre les valeurs de BDE calculées pour les quatre 

radicaux formés par abstraction d’un atome d’hydrogène sur la rutine. Les résultats montrent 

la séquence BDE suivante pour les différents groupements OH : 3’-OH (72,8 Kcal/mol) < 4’-

OH (74,3 Kcal/mol) < 7-OH (82,3 Kcal/mol) < 5-OH (93,5 Kcal/mol).  

Comme prévu, la valeur de BDE pour le groupement 5-OH a la valeur la plus élevée. Ceci 

s’explique par l’implication de cet hydroxyle dans une liaison hydrogène interne ce qui rend 

l’arrachement du proton défavorable sur le plan thermodynamique. Ces résultats confirment 

clairement que le transfert d’hydrogène est énergétiquement plus favorable à partir du cycle 

B, en particulier à partir de l’hydroxyle 3’-OH. Ainsi, le cycle B est le site le plus important 

pour la formation d’un radical par arrachement d’un atome d’hydrogène et par conséquent 

pour la capacité antioxydante du flavonoïde.  

Ces résultats sont également en accord avec la littérature. Ghiasi et al. (2011) et Cai et al. 

(2014) ont calculé les BDE des différents hydroxyles de la rutine et ont montré que le 3’-OH 

possède la BDE la plus faible tandis que le 5-OH présente la BDE la plus élevée [18], [26]. 
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Tableau 31. Valeurs calculées de l’énergie de dissociation homolytique des liaisons O-H 

de la rutine 

 BDE (kcal/mol) 

5-OH 93,5 

7-OH 82,3 

4’-OH 74,3 

3’-OH 72,8 
 

Quant à la naringine, qui ne possède que deux fonctions hydroxyle phénoliques, le 

groupement 4’-OH possède la plus faible BDE (79,4 kcal/mol) tandis que celle de l’hydroxyle 

7-OH est de 83,8 kcal/mol (Tableau 31). Des résultats similaires ont été obtenus par Tavadyan 

et al. (2019) [27]. La naringine ne possède qu’un seul hydroxyle sur son cycle B ; ceci 

explique sa faible activité antioxydante comparativement à la rutine et la catéchine qui 

présentent un motif ortho-diphénol au niveau de ce cycle. 

Tableau 32. Valeurs calculées de l’énergie de dissociation homolytique des liaisons O-H 

de la naringine 

 BDE (Kcal/mol) 

4’-OH 79,4 

7-OH 83,8 

 

1.4.2. Calcul des descripteurs de réactivité chimique 
  

Les descripteurs de réactivité chimique tels que la dureté chimique (η), le potentiel chimique 

électronique (μ) et le potentiel d’ionisation (PI) sont d'excellents outils pour décrire la dureté, 

la réactivité et la stabilité des composés. La dureté chimique (η) est associée à la stabilité et à 

la réactivité d'un système chimique. Dans une molécule, elle mesure la résistance au 

changement dans la distribution des électrons ou le transfert de charge. Sur la base des 

orbitales moléculaires frontières, la dureté chimique correspond à l'écart entre la plus haute 

orbitale moléculaire occupée (HOMO) et la plus basse orbitale moléculaire inoccupée 

(LUMO). η est associée à la stabilité et à la réactivité d'un système chimique. La dureté 

chimique peut être évaluée en utilisant l'équation suivante : 

η = (ELUMO − EHOMO) /2 

où ELUMO et EHOMO sont les énergies de la LUMO et de la HOMO. 
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Plus l'écart d'énergie entre la HOMO et la LUMO est grand, plus la molécule est dure et 

stable, et donc moins elle est réactive [28]–[33]. 

Le potentiel chimique électronique est défini comme le négatif de l'électronégativité d'une 

molécule et déterminé en utilisant l'équation suivante : 

μ = (EHOMO + ELUMO) /2 

μ décrit la tendance des électrons à s'échapper d'un système à l’équilibre. Plus le potentiel 

chimique électronique est élevé, moins la molécule est stable et donc plus elle est réactive 

[28]. 

Le potentiel d'ionisation est défini comme la quantité d'énergie nécessaire pour éliminer un 

électron d'une molécule. Par conséquent, des valeurs élevées de PI indiquent que le système 

ne perd pas facilement d'électrons [34], [35]. Il est calculé selon la relation suivante : 

PI = - EHOMO 

Mebi a calculé les descripteurs de réactivité chimique globale DFT (dureté chimique, 

différence d’énergie et potentiel chimique électronique) pour trois cis-isomères de 

[(NC5H4S)2Fe(CO)2] afin de prédire leurs stabilités relatives et leur réactivité [36]. Wang et 

al. (2017) ont mesuré la capacité de la catéchine, de l’epigallocatéchine et de leurs dérivés à 

inhiber le radical DPPH ; les descripteurs de réactivité chimique ont par ailleurs été calculés. 

Ils ont montré que le composé ayant l’activité antioxydante la plus élevée, possède la valeur 

de µ la plus élevée et la valeur d’η la plus faible [37].  

Les descripteurs de réactivité décrits précédemment ont été calculés pour la catéchine, la 

rutine, la naringine ainsi que leurs dérivés bi- et tri-modulaires. Les valeurs des indices de 

réactivité de la catéchine et de ses dérivés bi-modulaires résultant du greffage de la chaîne 

grasse sur un hydroxyle phénolique (type I) ou sur l’hydroxyle aliphatique (type II) sont 

résumées dans le tableau 32. Les valeurs d’IC50 relatives à l’inhibition du radical DPPH sont 

rappelées.  

La catéchine possède le potentiel chimique électronique (μ) le plus élevé (-3,171 eV), la 

dureté chimique (η) la plus faible (2,043 eV), le plus faible écart d’énergie entre la HOMO et 

la LUMO (4,086) et le PI le plus faible (5,215 eV) comparativement à ses dérivés bi-

modulaires. Ceci suggère que la catéchine peut facilement céder un électron ; elle est moins 
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stable et plus réactive que ses dérivés, ce qui peut expliquer sa forte capacité à inhiber le 

radical DPPH● comparativement à ses dérivés bi- et tri-modulaires.  

Les composés bi-modulaires résultant du greffage de la chaîne grasse sur l’hydroxyle 

aliphatique, ont un pouvoir antioxydant plus élevé que ceux obtenus par acylation d’un 

hydroxyle phénolique (cycle B). Comme évoqué précédemment, le groupement catéchol du 

cycle B confère cette activité. Les descripteurs de la réactivité chimique confirment cette 

constatation. Enfin, on note que la réactivité des dérivés diminue avec l’allongement de la 

chaîne acyle, ce qui est cohérent avec les résultats d’activité antioxydante obtenus. 

En ce qui concerne les composés tri-modulaires, les descripteurs calculés confirment que les 

dérivés synthétisés à base d’alanine ont un potentiel antioxydant plus élevé que ceux à base 

de lysine et d’acide glutamique.  

Tableau 33. Valeurs calculées des descripteurs de réactivité chimique et capacité à 

inhiber le radical DPPH (exprimée en IC50) de la catéchine et de ses dérivés bi- et tri-

modulaires. 

 

Composé 
HOMO 

(eV) 

LUMO 

(eV) 

ΔE (eV) 

(EHOMO – 

ELUMO) 

μ (eV) η (eV) 
PI 

(eV) 

IC50 

(µM) 

Catéchine -5,215 -1,128 4,086 -3,171 2,043 5,215 16 

Cat-C8 

(type I) 
-6,183 -1,980 4,202 -4,082 2,101 6,183 24 

Cat-C12 

(type I) 
-6,192 -1,967 4,224 -4,079 2,112 6,192 25 

Cat-C14 

(type I) 
-6,217 -1,969 4,247 -4,093 2,123 6,217 32 

Cat-C16 

(type I) 
-6,330 -1,998 4,332 -4,164 2,166 6,330 36 

Cat-C18 

(type I) 
-6,580 -1,769 4,811 -4,175 2,405 6,580 40 

Cat-C18:1 

(type I) 
-6,263 -1,932 4,330 -4,097 2.165 6,263 33 

Cat-C8 

(type II) 
-5,292 -1,100 4,192 -3,196 2,096 5,292 22 
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Cat-C12 

(type II) 
-5,299 -1,099 4,199 -3,199 2,099 5,299 23 

Cat-C14 

(type II) 
-5,323 -1,105 4,217 -3,214 2,108 5,323 24 

Cat-C16 

(type II) 
-5,332 -1,100 4,231 -3,216 2,115 5,332 26 

Cat-C18 

(type II) 
-5,440 -1,128 4,311 -3,284 2,155 5,440 34 

Cat-Ala-C8 -5,498 -1,355 4,142 -3,427 2,071 5,498 19 

Cat-Ala-C12 -5,521 -1,342 4,178 -3,432 2,089 5,521 20 

Cat-Ala-C14 -5,583 -1,389 4,193 -3,486 2,096 5,583 23 

Cat-Ala-C16 -5,592 -1,379 4,212 -3,485 2,106 5,592 24 

Cat-Lys-

(C8)2 

-5,893 -1,659 4,234 -3,776 2,117 5,893 26 

Cat-Lys-

(C12)2 

-5,928 -1,664 4,263 -3,796 2,131 5,928 30 

Cat-Lys-

(C14)2 

-5,992 -1,677 4,315 -3,834 2,157 5,992 33 

Cat-Lys-

(C16)2 

-5,999 -1,679 4,320 -3,839 2,157 5,999 37 

(Cat)2-Glu-

C8 
-5,391 -1,054 4,337 -3,223 2,168 5,391 37 

(Cat)2-Glu-

C12 
-5,477 -1,083 4,394 -3,280 2,197 5,477 39 

(Cat)2-Glu-

C14 
-5,520 -1,073 4,447 -3,296 2,223 5,520 42 

(Cat)2-Glu-

C16 
-5,645 -1,085 4,560 -3,365 2,280 5,645 45 

 

Une recherche de corrélation entre la capacité d’inhibition du radical DPPH● et l’écart 

d’énergie entre les orbitales LUMO et HOMO,  la dureté chimique (η) le potentiel chimique 

électronique (μ), et le potentiel d’ionisation (PI) a été menée (figure 94).  
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A             B 

 

C             D 

  

Figure 94. Recherche de corrélation entre les descripteurs chimiques ΔE (A), η (B), μ 

(C) et PI (D) et les valeurs d’IC50 relatives à l’inhibition du radical DPPH pour la 

catéchine et ses dérivés. 

Ces différents graphes montrent une corrélation positive entre ΔE,  η  et les valeurs d’IC50. En 

revanche aucune corrélation n’a été observée entre μ, PI et l’IC50. Des résultats similaires ont 

été observés par Rahmani et al. (2015) ou aucune corrélation n’a été établie entre le PI et 

l’IC50 pour les flavonoïdes aglycones qui ont été testés. 

Une démarche similaire a été menée pour la rutine, la naringine et leurs dérivés tri-

modulaires. Les valeurs calculées des descripteurs de réactivité et un rappel de la capacité des 

molécules à inhiber le radical DPPH sont présentés dans le tableau 33. 

En comparant les valeurs des descripteurs obtenues pour la rutine et ses dérivés, les valeurs 

de ΔE, η, μ et PI suggèrent que la rutine présente une activité antioxydante plus élevée que 

ses dérivés, ce qui est cohérent avec les données expérimentales. Ce même cas de figure se 

présente pour la naringine et ses dérivés.  
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Comme précédemment, une recherche de corrélation entre les descripteurs moléculaires 

calculés et la capacité à inhiber le radical DPPH a été recherchée pour la rutine et ses esters.  

Tableau 34. Valeurs calculées des descripteurs de réactivité chimique et capacité à 

inhiber le radical DPPH (exprimée en IC50) de la rutine, la naringine et leurs composés 

tri-modulaires.  

Composé HOMO 

(eV) 

LUMO 

(eV) 

ΔE (eV) 

(EHOMO – 

ELUMO) 

μ (eV) η (eV) PI 

(eV) 

IC50 

(µM) 

Rutine -6,108 -1,907 4,202 -4,007 2,100 6,108 22 

R-C8 -6,340 -1,103 5,136 -3,222 2,568 6,340 26 

R-C12 -6,362 -1,117 5,245 -3,240 2,622 6,362 27 

R-C14 -6,447 -1,189 5,257 -3,318 2,628 6,447 31 

R-C16 -6,489 -1,186 5,303 -3,337 2,651 6,489 35 

R-C18 -6,581 -1,195 5,385 -3,388 2,692 6,581 39 

R-C18 :1 -6,495 -1,189 5,305 -3,342 2,652 6,495 33 

Naringine -6,546 -1,919 4,626 -4,233 2,313 6,546 138 

N-C8 -6,536 -1,846 4,689 -4,191 2,344 6,536 145 

N-C12 -6,636 -1,801 4,834 -4,218 2,417 6,636 149 

N-C14 -6,725 -1,865 4,859 -4,295 2,429 6,725 154 

N-C16 -6,805 -1,763 5,042 -4,284 2,251 6,805 158 

N-C18 -6,859 -1,783 5,075 -4,321 2,537 6,859 162 

N-C18:1 -6,838 -1,800 5,037 -4,319 2,518 6,838 155 
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C       D 

   

Figure 95. Recherche de corrélation entre les descripteurs chimiques ΔE (A), η (B), μ (C) 

et PI (D) et les valeurs d’IC50 relatives à l’inhibition du radical DPPH pour la rutine et 

ses dérivés. 

Les figures 94 montrent qu’il existe une corrélation positive entre la capacité de la rutine et 

ses esters à inhiber le radical DPPH et la différence d’énergie entre les orbitales HOMO et 

LUMO (ΔE) et la dureté chimique (η). Contrairement à la catéchine et ses dérivés, il existe 

une corrélation  entre le potentiel chimique électronique (μ), le potentiel d’ionisation (PI) et 

les valeurs d’IC50 obtenus pour la rutine et ses esters.  
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C       D 

  

Figure 96. Recherche de corrélation entre les descripteurs chimiques ΔE (A), η (B), μ (C) 

et PI (D) et les valeurs d’IC50 relatives à l’inhibition du radical DPPH pour la naringine 

et ses dérivés. 

Pareil comme la rutine, il existe une corrélation positive également entre la différence 

d’énergie entre les orbitales HOMO et LUMO (ΔE), les descripteurs chimiques, et la capacité 

de la naringine et de ses dérivés synthétisés à inhiber le radical DPPH. 

1.5. Conclusions 

Les descripteurs de réactivité chimique, calculés pour les flavonoïdes et leurs dérivés, 

montrent qu’il existe une corrélation entre la capacité des molécules à inhiber le radical 

DPPH et la différence d’énergie entre les orbitales HOMO et LUMO (ΔE) ; de même, une 

corrélation est observée entre l’activité anti-radicalaire de la catéchine et ses esters  et les 

valeurs calculées de dureté chimique (η), et une corrélation positive entre l’activité anti-

radicalaire de la rutine, la naringine et leurs esters et les valeurs calculées de dureté chimique 

(η)  du potentiel chimique électronique (μ), et du potentiel d’ionisation (PI) pour la rutine, la 

naringine et leurs esters. L’existence de telles corrélations permet d’envisager la prédiction 

du potentiel anti-radicalaire de nouveaux dérivés de flavonoïdes à partir du calcul des 

descripteurs moléculaires ; cela permet également d’envisager l’optimisation des structures in 

silico afin de maximiser l’activité anti-radicalaire des dérivés (démarche d’ingénierie 

réverse). Au regard de ces deux descripteurs, la catéchine, la rutine et la naringine ont une 

activité anti-radicalaire supérieure à celle de leurs esters. L’allongement de la chaîne acyle 

s’accompagne d’une diminution du pouvoir anti-radicalaire. Par ailleurs, les valeurs de BDE 

calculées par modélisation moléculaire ont confirmé que l’entité catéchol portant des 

groupements hydroxyle en position 4’ et /ou 3’, contribue majoritairement à l’activité 
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antioxydante des flavonoïdes, qu’ils soient glycosylés ou non. Ces résultats sont cohérents 

avec ceux rapportés dans la littérature : le motif catéchol des flavonoïdes est majoritairement 

responsable de leur activité antioxydante ; on en déduit que les voies de synthèse à privilégier 

pour obtenir des dérivés à fort potentiel antioxydant sont celles maintenant ce motif 

inchangé. Les dérivés de flavonoïdes synthétisés dans cette étude présentent une capacité 

antioxydante plus faible que les molécules naturelles ; toutefois, ces molécules demeurent des 

antioxydants, susceptibles de présenter par ailleurs d’autres propriétés d’intérêt dans 

l’optique d’obtenir des composés multi-fonctionnels. 
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2. Etude des propriétés physico-chimiques des composés 

synthétisés 
 

2.1. Détermination de l’hydrophobie et de la solubilité maximale dans 

l’eau des composés synthétisés 

 

2.1.1. Détermination de la solubilité maximale dans l’eau des composés tri-

modulaire (dérivés d’acides aminés et de sucre) 
 

Avant la mesure de la tension superficielle des produits synthétisés, leur solubilité dans l’eau 

a été déterminée.  

Nous avons dans un premier temps évalué la solubilité maximale dans l’eau des composés tri-

modulaires à base d’alanine (composés de type III a) dans l’eau dont la structure est rappelée 

dans la figure 97. 

 

                    

 Figure 97. Structure des composés tri-modulaires de type III a 

Les tests de solubilité maximale ont été réalisé en saturant l’eau avec les composés a tester, 

puis prélever un volume précis, lyophiliser et peser afin de déterminer la masse du produit 

solubilisé dans le volume exact d’eau  prélevé. Les résultats sont rassemblés dans le tableau  

ci-dessous. 

Tableau 35. Solubilité des composés tri-modulaires III a dans l’eau 

Produits Solubilité (M) 

Catéchine-Alanine-C8 10
-3

 

Catéchine-Alanine-C12 2,5.10
-4

 

n = 8 

n = 12 

n = 14 

n = 16 
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Catéchine-Alanine-C14 7,5.10
-5

 

Catéchine-Alanine-C16 2,5.10
-5

 

 

Les composés à base d’alanine sont bien solubles dans l’eau avec toutes les longueurs de 

chaines. En revanche cette solubilité devient de plus en plus difficile plus la chaine grasse est 

longue. 

La solubilité dans l’eau des composés tri-modulaires à base de lysine (composés de type III 

b), dont la structure est rappelée dans la figure 98, sont résumés dans le tableau 35.  

 

Figure 98. Structure des composés tri-modulaires de type III b 

Tableau 36. Solubilité des composés tri-modulaires III b dans l’eau 

Produits Solubilité (M) 

Catéchine-Lysine-(C8)2 10
-5

 

Catéchine-Lysine-(C12)2 2,5.10
-6

 

Catéchine-Lysine-(C14)2 7,5.10
-7

 

Catéchine-Lysine-(C16)2 2,5.10
-7

 

 

Ces composés sont moins solubles dans l’eau en comparaison aux composés à base d’alanine 

en raison de la présence de deux chaines grasse greffées sur les deux fonctions amine de la 

lysine. 

n = 8 

n = 12 

n = 14 

n = 16 
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La solubilité dans l’eau des composés tri-modulaires à base d’acide glutamique (composés de 

type III c), dont la structure est rappelée dans la figure 99, sont résumés dans le tableau 36.  

 

Figure 99. Structure des composés tri-modulaires de type III c 

Tableau 37. Solubilité des composés tri-modulaires III b dans l’eau 

Produits Solubilité (M) 

(Catéchine)2-Acide glutamique-C8 10
-2

 

(Catéchine)2-Acide glutamique-C12 7,5.10
-3

 

(Catéchine)2-Acide glutamique-C14 7,5.10
-4

 

(Catéchine)2-Acide glutamique-C16 2,5.10
-4

 

 

Les composés tri-modulaires à base d’acide glutamique (composés de type III c) possèdent 

deux têtes polaires et sont donc plus solubles que les composés à base de lysine et d’alanine.  

La solubilité maximale dans l’eau des composés tri-modulaire à base de sucre (composés de 

type IV) a été étudiée également. La structure des composés à base de rutine et les composés 

à base de naringine sont rappelés dans les figures 100 et 101 respectivement et les valeurs de 

solubilités obtenues sont résumées dans le tableau 37. 

n = 8 

n = 12 

n = 14 

n = 16 
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Figure 100. Structure des composés tri-modulaires de type IV de la naringine 

 

Figure 101. Structure des composés tri-modulaires de type IV de la rutine 

Tableau 38. Solubilité des composés tri-modulaires de type IV dans l’eau 

Produits Solubilité (M) 

Rutine-C8 2,5.10
-4

 

Rutine-C12 5.10
-4

 

Rutine-C14 2,5.10
-5

 

Rutine-C16 7,5.10
-5

 

Rutine-C18 2,5.10
-6

 

Rutine-C18 :1 5.10
-5

 

Naringine-C8 2,5.10
-2

 

n = 8 

n = 12 

n = 14 

n = 16 

n = 18 

n = 8 

n = 12 

n = 14 

n = 16 

n = 18 
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Naringine-C12 5.10
-3

 

Naringine-C14 10
-3

 

Naringine-C16 5.10
-4

 

Naringine-C18 10
-4

 

Naringine-C18 :1 2,5.10
-4

 

 

Ces composés sont plus solubles dans l’eau que les composés tri-modulaires à base 

d’aminoacide et cela est à cause de la présence des groupements sucres qui facilitent la 

solubilité de ces composés dans les milieux aqueux 

2.2. Etude des coefficients de partition des composés tri-modulaires à 

base d’alanine 

 

2.2.1. Principe 
 

Le coefficient de partage (P) est le rapport des concentrations d’équilibre d’une substance 

dissoute dans un système à deux phases composé de deux solvants largement non miscibles. 

Dans le cas du n-octanol et de l’eau. L’octanol constitué d’une chaine alkyle hydrophobe et 

d’un groupement hydroxyle susceptible de former des liaisons hydrogène, va mimer la 

membrane lipidique. Ce coefficient est calculé par la formule suivante qui a été défini par 

Hansch et al. [38], [39]. 

 

avec α : degré de dissociation du composé dans l’eau 

En mesurant la concentration du composé dans des volumes variables d’octanol et d’eau, P 

est expérimentalement déterminé par décantation. 

De plus, Collander a également étudié l'hydrophobicité et a pu montrer que le mouvement des 

composés organiques au travers est à peu près proportionnel au logarithme du coefficient de 
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partage P [40]. A partir de ces observations, Hansch et al. [41] ont pu établir de nouvelles 

relations 

log 1/C = -k (log P)
2 

+ k’ (log P) + k’’ 

avec C : concentration molaire produisant une réponse biologique standard 

k, k’, k’’ : constantes déterminées par la méthode des moindres carrés 

De cette relation, il a été conclu que plus la valeur de log P est élevée, plus l'hydrophobicité 

du composé est élevée, et inversement, plus la valeur de log P est proche de 0, plus 

l'hydrophilie du composé est élevée. 

 

2.2.2. Détermination du coefficient de partition par HPLC 
 

La chromatographie liquide à haute performance en phase inversée est une autre méthode de 

mesure du coefficient de partage, qui est représenté par log k’W. Cette méthode présente les 

avantages d'être applicable à une très large gamme de composés organiques, nécessitant très 

peu de volume de produit, et d'être simple et rapide à mettre en œuvre. Les composés injectés 

dans de telles colonnes se répartissent entre la phase mobile du solvant et la phase stationnaire 

hydrocarbonée et sont transportés le long de la colonne par la phase mobile. Ces composés 

sont retenus proportionnellement au coefficient de partage hydrocarboné-eau, les substances 

hydrophiles étant éluées en premier et les substances lipophiles en dernier. Le temps de 

rétention est décrit par le facteur de capacité k, donné par l’expression suivante : 

 

Avec tR : le temps de rétention de la substance d’essai 

t0 : le temps mort, c’est-à-dire le temps moyen nécessaire à une molécule du solvant pour  

passer la colonne. 

Le tableau 38 résume les valeurs de t0, log k’ ainsi que log k’W pour les composés tri-

modulaires à base d’alanine. 
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Tableau 39. Temps de retentions, log k’ et log k’W pour les composés tri-modulaires à 

base d’alanine. 

Composés tR log k’ 

R
2
 

log 

k’W 

Eluant 

MeOH / H2O MeOH / H2O 

70/30 75/25 80/20 85/15 70/30 75/25 80/20 85/15   

Cat-Ala-C8 2.13 1.68 1.41 - -0.11 -0.39 -0.75 - 0.995 4.42 

Cat-Ala-C12 7.60 4.23 2.00 1.87 0.72 0.40 -0.17  0.999 5.22 

Cat-Ala-C14 7.60 4.25 2.60 1.90 0.72 0.40 0.06 -0.23 0.932 5.63 

Cat-Ala-C16 - 17.34 7.71 3.93 - 1.12 0.73 0.35 0.999 6.91 

Les valeurs des coefficients de partition des quatre composés étudiés sont représentées dans 

l’histogramme suivant (Figure 102). 

 

Figure 102. Variation de l’hydrophobie des composés tri-modulaires à base d’alanine 

Les valeurs obtenues pour les quatre composés tri-modulaires à base d’alanine montrent que 

le greffage du bi-module hydrophobe, alanine – acide gras,  sur la catéchine augmente 

fortement son hydrophobie. Cette hydrophobie augmente avec l’augmentation de la longueur 

de la chaine grasse. En effet  avec l’acide octanoique (C8) la valeur de log k’ W est de 4.42. 

Cette valeur augmente avec le greffage de l’acide laurique (C12) (5.22) et l’acide myristique 

(C14) (5.63). En revanche pour ces deux acides gras, les valeurs de log k’ W sont proches et 

donc ces deux composés ont une hydrophobie à peu près semblable mais supérieure à celle 
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avec la chaine à 8 atomes de carbones. Finalement le composés le plus hydrophobe de la série 

est logiquement celui issue de l’acide palmitique (C16) avec une valeur de log k’ W de 6.91.  

Rosselin et al. ont synthétisés des composés amphiphiles à base d’aminoacide ayant des 

coefficient de partition entre 4.92 et 6.37 [42] (Figure 103). 

 

Figure 103. Composés amphiphiles à base d’aminoacide (Rosselin et al. 2016) 

2.3. Propriétés tensioactives 
 

2.3.1. Principe de la mesure de tension superficielle par la technique de 

Wilhelmy 
 

Nous avons ensuite caractérisé les propriétés tensioactives des différents composés 

synthétisés,  afin de connaître le domaine d'éventuelles applications. Nous avons ainsi 

déterminé la concentration d’agrégation critique (CAC) qui correspond à la concentration où 

des agrégats se forment. Ces agrégats sont le plus souvent des micelles donc cette 

concentration est aussi appelée concentration micellaire critique (CMC). La technique de la 

tensiométrie a été utilisée tout au long de cette étude. 

Cette technique permet de déterminer la CMC par mesure de la tension superficielle γ. Nous 

avons utilisé la méthode de la lame de Wilhelmy [45].  

Le dispositif est constitué d'une lame de platine dépolie suspendue à une balance 

électromagnétique. Elle est plongée dans la solution puis remontée jusqu'à ce que le bord 

inférieur affleure la surface et provoque la formation d'un ménisque. A ce moment, la force 

mesurée par la balance pour compenser le poids du ménisque est: 

F =2.l.γ.cos θ 
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Figure 104. Illustration de la méthode de la lame de Wilhelmy 

L'équation précédente permettant la détermination de la tension superficielle ne peut être 

utilisée en réalité que si est nul, car on ne peut pas le mesurer. Le mouillage de la lame doit 

donc être total. On a alors γ = F / (2.l).  

Gibbs a étudié les variations de tension superficielle causées par des faibles ajouts de 

tensioactifs [46]. Il a établi une relation à partir de l'expression de l'énergie libre de surface 

qui, après simplification, conduit à l'Equation 1. 

 

avec A: aire de la surface  

ni : nombre de moles de l'espèce i à la surface 

 µi = µi
0 
+ 2,303.R.T.log C : potentiel chimique de l'espèce i  

γ : tension superficielle 

L'équation de Gibbs (Equation 2) permet de relier la quantité de tensioactif adsorbé à la 

surface et l'effet produit sur la tension superficielle. 

 

avec C : concentration totale en tensioactif en mol/l  
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R: constante des gaz parfaits =8.314 J.K
-1

.mol
-1

  

T : température en Kelvin  

Γ = n/A: concentration d'excès de surface du tensioactif 

Cette relation démontre que l'augmentation de la concentration en tensioactifs provoque une 

saturation progressive de la surface. Ceci se traduit par un abaissement linéaire de la tension 

superficielle en fonction du logarithme de la concentration.  

Selon que le tensioactif soit ionique ou non, il faut ajouter un facteur (z+1) dans le membre de 

droite de l'équation de Gibbs, z étant égal à la charge du tensioactif. 

 Lorsque le tensioactif est non-ionique, z =0 (Equation 2). 

Lorsque le tensioactif porte une charge, z = 1, il faut alors ajouter un facteur 2 et ainsi de 

suite.  

En effet, lorsqu'un tensioactif est ionique, il est accompagné d'un ou plusieurs contre-ions 

dont il faut tenir compte dans l'Equation 1.  

L'inverse de la concentration d'excès de surface Γ est égal à la surface occupée par une mole 

de tensioactif. On en déduit ainsi la surface par tête polaire minimum (σ) en divisant par le 

nombre d'Avogadro Ɲ. 

 

avec σ : en Å
2
/molecule 

Les variations de la tension superficielle d'une solution aqueuse de tensioactif obéissent à 

l'équation de Gibbs jusqu’à la concentration micellaire critique. Au-delà de cette 

concentration, il y a une rupture de pente (Figure 2). 
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Figure 105. Représentation d’une courbe de tensiomètrie γ = f (logC) 

En effet, à faible concentration en tensioactif, les molécules forment une vraie solution et sont 

ainsi entourées par le liquide. Lorsque la concentration augmente, certaines molécules sont 

repoussées vers la surface : celles-ci cherchent alors à trouver le maximum de surface libre. 

La tension superficielle diminue alors et par conséquent le travail nécessaire pour augmenter 

la surface diminue avec l’augmentation de la concentration en tensioactif. Lorsque la surface 

est saturée, et toujours pour minimiser l’énergie du système, les queues hydrophobes 

s’agrègent entre elles pour former différents agrégats suivant le type de molécules. La tension 

superficielle γ est alors stabilisée à un palier : au-delà de la CAC, aucun effet de surface n’est 

observé. Expérimentalement, la CAC est déterminé par le point d’inflexion de la courbe. 

Ce phénomène d’agrégation peut donc être considéré comme un mécanisme permettant 

d’abaisser l’énergie interfaciale du surfactant lorsque toutes les interfaces sont saturées en 

molécules adsorbées. 

2.3.2. Mesure des tensions superficielles des composés synthétisés 
 

Les composés bi-modulaires ayant une très faible solubilité dans l’eau, leur tension de surface 

n’a pas été mesurée. La tension superficielle a donc été mesuré pour les composés tri-

modulaires à base d’acide aminés (composés de type III) et les composés tri-modulaires à 

base de sucre (composés de type IV). Les mesures de tensiométrie ont été effectuées,  à partir 

de solutions aqueuses à différentes concentration à partir d’eau déminéralisée (pH ≈ 6-7)  à 

25
o
C. 
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2.3.2.1. Mesure des tensions superficielles des composés tri-modulaires à 

base d’acide aminé (composé de type III) 
 

2.3.2.1.1. Composés à base d’alanine 
 

Tout d’abord nous avons mesuré la tension superficielle des composés tri-modulaires à base 

d’alanine. 

 

 

Figure 106. Structure des composés tri-modulaires de type III a 

Les courbes d’évolution de la tension superficielle en fonction du logarithme de la 

concentration des composés tri-modulaires III a en solution aqueuse à 25
o
C, sont présentées 

sur la figure 107. 

 

Figure 107. Tension superficielle des composés tri-modulaires de type III a en solution 

aqueuse à 25
o
C 
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Le tableau 39 rassemble les valeurs des CAC et des γ (CAC) ainsi que les valeurs de la 

surface par tête polaire, pour ces composés tri-modulaires. Tous les composés testés 

permettent d’abaisser la tension de surface de 71 mN/m à des valeurs entre 30 et 35 mN/m, 

donc les produits ont des propriétés tensioactives ; la plus forte diminution étant observée 

pour le composé Catéchine-Alanine-C16 (γ = 30 mN/m). 

Tableau 40. CAC, tensions superficielles à la CAC (γ) et surface par tête polaire des 

composés tri-modulaires de type III a en solution aqueuse à 25
o
C 

Composé CAC (mol/L) γ (mN/m) σ (Å
2
/molécule) 

Catéchine-Alanine-C8 10
-4

 35 0,14 

Catéchine-Alanine-C12 2,5.10
-5

 34 0,14 

Catéchine-Alanine-C14 1,5.10
-5

 33 0,15 

Catéchine-Alanine-C16 2,5.10
-6

 30 0,19 

 

Les valeurs de la tension de surface, notées γ, sont relativement similaires (Figure 107).  

Plus la CAC est faible, plus l’effet hydrophobe se fait sentir et plus les molécules s’organisent 

facilement entre elles à faible concentration. Les résultats montrent que la longueur de chaîne 

influence le profil de décroissance de la tension de surface en fonction de la concentration. Le 

palier de tension de surface, et donc la CAC, sont atteints d’autant plus rapidement que le 

nombre de carbones de la chaîne grasse est élevé.  

Le composé 14d (Cat-Ala-C16), est le composé de la gamme possédant le plus important 

pouvoir tensioactif, ayant à la fois la CAC (2,5.10
-6

 mol/L) et la valeur de la tension à la CAC 

(30 mN/m) les plus faibles. C’est donc le composé le plus puissant de la gamme, ne 

nécessitant qu’une faible quantité de produit pour abaisser la tension de surface aux alentours 

de 30 mN/m. Tous les autres composés semblent eux aussi prometteurs, permettant d’abaisser 

la tension de surface vers 35 mN/m avec une valeur de CAC de 2,5.10
-5

 mol/L pour le 

composé 14a (Cat-Ala-C8), 34 mN /m avec une CAC de 1,5.10
-5 

 mol/L pour le composé 14b 

(Cat-Ala-C12) et 33 mN/m avec une CAC de 1,5.10
-5 

mol/L pour le composé 14c (Cat-Ala-

C14). Les surfaces par tête polaire calculés augmentent avec l’augmentation de la longueur de 

la chaine grasse, ce qui explique la saturation rapide à la surface [47]–[50]. 
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Figure 108. A. CAC en fonction du nombre de carbone des composes de type III a  

Bougueroua et al. (2016) ont synthétisé des et testés la tension superficielle des tensioactifs à 

base d’alanine. Les sels de sodiums de n-alkanesulfonamido-2-proapnoique acide (C12-Ala, 

C14-Ala, C16- Ala et C18-Ala) ont montré de propriétés tensioactives avec des valeurs de γ 

entre 31 et 33 mN/m. Ainsi les surfaces par tête polaire calculés augmentent avec 

l’augmentation de la chaine hydrocarbonée [48]. 

2.3.2.1.2. Composés à base de lysine 
 

Nous avons mesuré la tension superficielle des composés tri-modulaires à base de lysine. 

 

 

Figure 109. Structure des composés tri-modulaires de type III b 
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Figure 110. Tension superficielle des composés tri-modulaires de type III b en solution 

aqueuse à 25
o
C 

Tous les composés de type III b testés permettent d’abaisser la tension de surface de 71 

mN/m à des valeurs entre 35 et 22 mN/m, avec une forte diminution pour le composé 16d 

(Cat-Lys-(C16)2) (γ = 22 mN/m).  

Le tableau 40 rassemble les valeurs des CAC et des γ (CAC) ainsi que les valeurs de la 

surface par tête polaire, pour ces composés tri-modulaires. 

Tableau 41. CAC, tensions superficielles à la CAC (γ) et surface par tête polaire des 

composés tri-modulaires de type III b en solution aqueuse à 25
o
C 

Composé CAC (mol/L) γ (mN/m) σ (Å
2
/molécule) 

Catéchine-Lysine-(C8)2 10
-6

 35 0,16 

Catéchine-Lysine-(C12)2 2,5.10
-7

 32 0,12 

Catéchine-Lysine-(C14)2 1.10
-7

 28 0,15 

Catéchine-Lysine-(C16)2 1,6.10
-8

 22 0,09 

 

A 10
-6 

M, la catéchine-lysine-(C8)2 possède une valeur de tension superficielle de 35 mN/m. 

Les valeurs de la tension de surface à la CAC pour ces composés à base de lysine (composés 

de type III b) sont inferieurs qu’à celles des composés à base d’alanine (composés de type III 
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a), et donc les composés de type III b sont plus tensioactifs que les composés de type III a. 

Le fait que deux chaines grasses sont greffées sur les deux fonctions amine de la lysine peut 

expliquer le pouvoir tensioactif de ces produits.   

En augmentant la longueur de la chaine grasse, la concentration d’agrégation critique diminue 

ainsi que les valeurs de tension de surface (γ). Avec le C12, la CAC est de 2,5.10
-7 

M et γ est 

de 32 mN/m. Ces valeurs diminuent encore avec le C14 dont le produit forme des agrégats a 

1.10
-7 

M avec une tension superficielle de 28 mN/m. Et finalement seulement avec une 

concentration de 1,6.10
-8 

M les composés avec le C16 forme des agrégats avec une tension 

superficielle de 22 mN/m. Avec les composés à base de lysine, composés de type III b, les 

surfaces par tête polaire calculés diminuent avec la longueur de chaîne, reflétant la croissance 

de l'hydrophobicité des molécules, ce qui favorise une forte adsorption à l'interface eau/air. 

Ces résultats sont identiques à ceux de la littérature [51], [52].  

 

Figure 111. B. CAC en fonction du nombre de carbone des composes de type III b 

Brito et al. (2013) ont synthétisé des tensioactifs à deux chaines grasses à base de lysine avec 

le C8, le C10 et le C12. Les valeurs de tension superficielle (γ) sont entre 35,1 et 24,8 mN/m. 

Plus la longueur de la chaine grasse augmente, plus la tension superficielle diminue et donc 

plus le produit synthétisé est tensioactif. En plus, les surfaces par tête polaire calculés 

diminuent avec la longueur de chaîne [52].  

 

Figure 112. Structure moléculaire des tensioactifs à base de lysine (Brito et al. 2013) 
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Des études pareilles ont été menées par Shi et al. (2019) avec des composés à base de lysine, 

et ont montré que les produits sont plus tensioactifs quand la chaine grasse possède plus que 

douze carbones. Ainsi les surfaces par tête polaire calculés diminuent avec la longueur de 

chaîne [51].  

 

Figure 113. Structure moléculaire des tensioactifs à base de lysine (Shi et al. 2019) 

Infante et al. (1990) et Oliveira et al. (2021) ont synthétisé des tensioactifs à base de lysine 

avec deux chaines grasses différentes. Les valeurs de tension superficielle (γ) étaient 

relativement faibles, et les valeurs de surface par tête polaire étaient plus faibles que prévus, 

ce qui implique que les tensioactifs à chaînes plus longues peuvent former des monocouches 

nettement plus compactes à l'interface [53], [54]. 

 

Figure 114. Structure moléculaire des tensioactifs à base de lysine avec deux chaines 

grasses de longueurs différentes (Oliveira et al. 2021) 
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2.3.2.1.3. Composés à base d’acide glutamique 
3.  

Nous avons mesuré la tension superficielle des composés tri-modulaires à base d’acide 

glutamique. 

 

 

Figure 115. Structure des composés tri-modulaires de type III c 

 

Figure 116. Tension superficielle des composés tri-modulaires de type III c en solution 

aqueuse à 25
o
C  

Les valeurs de tension superficielle (γ) des composés de type III c sont entre 45 et 35 mN/m 

(Figure 114). 
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Tableau 42. CAC, tensions superficielles à la CAC (γ) et surface par tête polaire des 

composés tri-modulaires de type III c en solution aqueuse à 25
o
C 

Composé CAC (mol/L) γ (mN/m) σ (Å
2
/molécule) 

(Catéchine)2-Acide glutamique-C8 10
-3

 44,5 0,18 

(Catéchine)2-Acide glutamique-C12 1,5.10
-4

 38 0,13 

(Catéchine)2-Acide glutamique-C14 1.10
-4

 36,5 0,19 

(Catéchine)2-Acide glutamique-C16 1,9.10
-5

 35 0,11 

 

Ces valeurs sont inférieures à celle des composés à base de lysine, mais également inferieures 

à celle des composés à base d’alanine. Les composés de type III c possèdent deux têtes 

polaires, deux catéchines, et une seul chaine grasse. Ces deux têtes polaires augmente la 

solubilité de ces composés dans l’eau ce qui les rend moins tensioactifs que les autres 

produits. Les composés 15b ((Cat)2-AcGlu-C12), 15c ((Cat)2-AcGlu-C14) et 15d ((Cat)2-

AcGlu-C16) sont les trois composés tensioactifs de cette gammes avec des valeurs de tension 

de surface respective de 38 mN/m, 36,5 mN/m et 35 mN/m.  

Pareil que les composés de type III a et III b, plus longueur de la chaine carbonée augmente, 

les composés s’auto-assemblent à de faibles concentrations. (Tableau 41).  

  

Figure 117. C. CAC en fonction du nombre de carbone des composes de type III c 

Qiao et al. (2012) ont synthétisé des tensioactifs à base d’acide glutamique avec des acides 

gras de différentes longueurs de chaine. Les valeurs de γ sont entre 35 et 28 mN/m [55]. 
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Figure 118. Structure moléculaire des tensioactifs à base d’acide glutamique (Qiao et al. 

2012) 

Tous les composés de type III sont tensioactifs et ce pouvoir augmente avec l’augmentation 

de la longueur de la chaine grasse. L’évolution de la CMC en fonction de la longueur de la 

chaine grasse a été trace pour les composés tri-modulaires à base d’alanine, de lysine et 

d’acide glutamique. La figure 116 montre que les valeurs de CAC diminuent linéairement 

avec l'augmentation du nombre d'atomes de carbone des composés de type III. 

Différents chercheurs ont synthétisés des tensioactifs non-ioniques tels que les dérivés de 

sucre. El-Sukkary et al. ont synthétisé des alkylpolyglucosides (APGCn) avec différentes 

longueurs de chaine grasse. Pour la petite longueur de chaine (C8, C9, C10) les CMC obtenus 

sont 1,7.10
-3

, 1,2.10
-3

 et 7,8.10
-4

 M respectivement. Quant aux chaines plus longues, C12 et 

C14, les CMC sont moins élevés, 2,9.10
-4

 M pour le C12 et 2,6.10
-5

 M pour le C14 [56], [57]. 

Ces valeurs de CMC ressemble aux composes tri-modulaires à base d’alanine, par contre les 

composés à base de lysine possèdent des CAC inferieurs a ceux des APGCn et donc ils sont 

plus tensioactifs. 

 

Figure 119. Structure moléculaire des tensioactifs APGCn (El-sukkary et al. 2008, 2009) 

Par contre les tensioactifs à base de xylose (AXCn) ayant des faibles longueur de chaines (C6, 

C8 et C10) synthétisés par Klai et al., les CMC de ses composés ressemblent à celle des 

composés tri-modulaires à base d’acide glutamique (10
-4

 et 10
-3

 M). Pour les composés avec 

des chaines carbonées plus longues, (C12, C16 et C18) la CMC diminue fortement, 2.10
-5

 M 
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pour le C12, 3.10
-8

 M pour le C16 et 5.10
-8

 M pour le C18 [58]. Ces valeurs de CMC sont 

plus faibles que celles de composés tri-modulaires à base d’acide glutamique. En revanche la 

CMC des AXCn avec le C12 ressemble à celle des composés à base d’alanine avec le C12 et 

le C14 mais reste supérieure à celles de tous les composés à base de lysine. C’est les CMC des 

AXCn avec le C16 et le C18 qui ressemble à celles des composés tri-modulaires à base de 

lysine avec l’acide palmitique (C16). 

 

Figure 120. Structure moléculaire des tensioactifs à base de xylose (AXCn) (Klai et al. 

2015) 

Goddard et al. ont synthétisé des esters de polyols avec des acides gras de différentes 

longueurs de chaine allant de C6 jusqu’à C18. Les CMC obtenus sont de loin supérieurs que 

celles de nos composés. Ils ont démontré également que les CMC diminue plus la longueur de 

chaine carbonée augmente, ainsi l’ester de polyols avec l’acide stéarique (C18) possède la 

CMC la plus faible [59].  

 

 

Figure 121. Structure moléculaire des tensioactifs à base de polyols (Goddard et al. 

2021) 

Agach et al. ont également synthétisé des esters de polyols tensioactifs et ont démontré que 

les valeurs de CMC évoluent en fonction de la longueur de la chaîne acyle, plus la longueur 

de chaine augmente, plus la CMC est faible [60]. Ce profile est identique à celui que nous 

avons obtenus. 
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Figure 122. Structure moléculaire des tensioactifs d’acyl poly(glycerol-succinate (Agach 

et al. 2016) 

3.1.1.1. Mesure des tensions superficielles des composés tri-modulaires à 

base de sucre (composé de type IV) 
 

La tension superficielle des composés tri-modulaires à base de sucre a été mesurée également. 

 

 

Figure 123. Structure des composés tri-modulaires de type IV de la naringine 

 

 Figure 124. Structure des composés tri-modulaires de type IV de la rutine 
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Les mesures de tension superficielle  des esters de naringine et de rutine ont montré des 

valeurs tensions superficielles à la CAC (γ) supérieurs à 40 mN/m pour la plupart des 

produits. Les courbes d’évolution de la tension superficielle en fonction du logarithme de la 

concentration des composés tri-modulaires IV possédant des valeurs de γ inferieur a 40  N/m  

en solution aqueuse à 25
o
C, sont présentées sur la figure 123. 

 

Figure 125. Tension superficielle des composés tri-modulaires de type IV en solution 

aqueuse à 25
o
C 

Les esters de rutine avec les chaines grasse de longueur allant de 8 jusqu’à 16 ne confère pas 

des propriétés tensioactif. La valeur de la tension superficielle est trop élevée, entre 60 et 48 

mN/m. En revanche la rutine-C18 semble être le composé le plus tensioactif de cette gamme, 

38,5 mN/m, suivi de la rutine avec l’acide oléique, rutine-C18 :1, avec une valeur de tension 

superficielle de 39 mN/m (tableau 42).  

Tableau 43. CAC, tensions superficielles à la CAC (γ) et surface par tête polaire des 

composés tri-modulaires de type IV en solution aqueuse à 25
o
C 

Composé CAC (mol/L) γ (mN/m) σ (Å
2
/molécule) 

Rutine-C18 5.10
-4

 38,5 0,175 

Rutine-C18 :1 6.10
-4

 39 0,20 

Naringine-C16 7,5.10
-5

 40 0,22 

Naringine-C18 2,5.10
-5

 36 1,93 
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Naringine-C18 :1 3.10
-5

 38 1,91 

 

En ce qui concerne la naringine, ses esters ayant des chaines grasses de longueur inférieure à 

16 carbones ne présentent pas des propriétés tensioactives. Pareil comme la rutine, l’ester de 

naringine avec l’acide stéarique (C18) possède la γ la plus faible (36 mN/m) suivie par la 

naringine-C18 :1 et la naringine-C16 avec des valeurs de tension superficielle de 38 et 40 

mN/m respectives. 

Les esters de naringine sont légèrement plus tensioactifs que ceux de la rutine. En revanche 

les composés tri-modulaire à base de sucre sont de loin moins tensioactifs que les composés 

tri-modulaire à base d’acide aminé qui avec des longue chaine grasse, leurs valeurs de tension 

superficielle à la CAC sont inferieurs a 30 mN/m. Cela peut être expliqué par la présence de 

deux groupement sucre chez la rutine et la naringine en plus des groupements hydroxyles de 

ses deux flavonoïdes, qui rendent les esters synthétisés plus hydrophiles et donc moins 

tensioactifs. 

3.1.2. Conclusions 
 

Les composés tri-modulaires à base d’aminoacide ainsi qu’à base de sucre ont une certaine 

solubilité dans l’eau, avec une solubilité plus importante pour les composés à base de sucre 

que celle des composés à base d’aminoacide.  

La détermination du coefficient de partition par HPLC des composés tri-modulaires à base 

d’alanine a montré que le greffage du bi-module hydrophobe (acide aminé – acide gras) sur 

la catéchine augmente l’hydrophobie de cette dernière, et cette hydrophobie augmente 

l’allongement de la chaine hydrocarbonée. 

Tous les composés tri-modulaires à base d’acide aminé (composés de type III), sont 

tensioactifs. Dans chaque série de ces composés, le produit avec la plus longue chaine grasse 

possède le pouvoir tensioactif le plus grand. La CAC dépend de la longueur de la chaine, plus 

celle-ci est importante, plus l’effet hydrophobe se fait sentir et plus les molécules 

s’organisent à faible concentration. 

Les composés à base de lysine, sont les plus tensioactifs, suivi des composés à base d’alanine 

et finalement les composés à base d’acide glutamique. Cela s’explique par la présence de 

deux chaines grasses greffées sur la lysine. Les dérivés à base de lysine forment 
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potentiellement des vésicules. Ces propriétés seront à caractériser par d’autres techniques, 

telles que la microscopie.  Dans le cas des composés dérivés de l’acide glutamique, la 

présence de deux têtes polaires, deux catéchines, diminuent légèrement le pouvoir 

tensioactifs. 

Les composés à base de sucres, ne sont pas tous tensioactifs. Les produits avec des chaines 

grasses inférieures à 18 pour la rutine et inférieur à 16 pour la naringine possèdent des 

valeurs de tension superficielle très élevée. C’est avec l’acide stéarique, C18, que les esters 

de naringine et rutine possèdent un pouvoir tensioactif acceptable. Ces valeurs de  γ trop 

élevées peuvent s’expliquer par le faite de la présence de deux sucre sur la narignine et la 

rutine et donc rendent ces molécules très hydrophiles. 
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4. Propriétés antiprolifératives 
 

In vitro, les flavonoïdes sont considérés comme des agents antiprolifératifs et cytotoxiques 

vis-à-vis de plusieurs lignées cellulaires cancéreuses. Ainsi des études ont montré que les 

esters de flavonoïdes peuvent être également des agents antiprolifératifs [61]–[63]. 

Nous avons choisi les molécules suivantes que nous avons synthétisées : catéchine -alanine-

C8, catéchine-alanine-C12, catéchine-alanine-C14, catéchine-lysine-C8, catéchine-lysine-

C12, catéchine-lysine-C14, catéchine-lysine-C16, catéchine-acide glutamique-C14, rutine-

C12, rutine-C14, rutine-C16, rutine-C18, naringine-C12, naringine-C14, naringine-C16, 

naringine-C18, naringine-C18 :1, ainsi que la catéchine, la rutine et la naringine. Après 

purification, leurs activités antiprolifératives, après 72h d’incubation, ont été évaluées par test 

MTT sur des cellules Caco-2, qui est une lignée cellulaire immortalisée de cellules 

d'adénocarcinome colorectal humain. 

En premier lieu tous les composés cités ci-dessus ont été testés à une concentration de 50 µM, 

une concentration  choisie en se basant sur des travaux rapportés dans la littérature [5]. 

Tout d’abord la catéchine et les composés tri-modulaires de type III (composés tri-modulaire 

à base d’acide aminés) ont été testés. A une concentration de 50 µM, le pourcentage de 

viabilité des cellules Caco 2 est de 79% se référant à la croissance des cellules Caco2 sans 

catéchine. A cette même concentration, ce pourcentage de viabilité cellulaire varie entre 20 et 

70 % pour les composés tri-modulaires à base de lysine et d’acide glutamique. Quant aux 

composés à base de lysine, le pourcentage de viabilité des cellules Caco 2 est similaire à celui 

de la catéchine (Figure 124). Ainsi, à une concentration de 50 µM, les composés tri-

modulaires à base de lysine et d’acide glutamique testés semblent présenter une activité 

antiproliférative supérieure à celle de la catéchine. 

Pour la rutine, à une concentration de 50 µM, le pourcentage de viabilité des cellules Caco2 

est de 76%. Donc à cette concentration, son activité antiproliférative est faible. En ce qui 

concerne ses esters (composés tri-modulaires à base de sucre), à cette même concentration, le 

pourcentage de viabilité des cellules est supérieur à 50%, mais c’est avec les longueurs de 

chaine C12 et C14 que ce pourcentage atteint 50%. Ainsi l’IC50 pour la rutine et ses esters 

doit être supérieure à 50 µM (Figure 125). 

En ce qui concerne la naringine, 71 % des cellules Caco 2 restent vivantes à 50 µM, après 72h 

de culture. En revanche ce pourcentage diminue avec ses esters surtout avec la longueur de 
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chaine C14, suivie par C16 et C18 où le pourcentage de viabilité des cellules cancéreuses est 

de 25, 46 et 47 % respectivement. Ainsi, les esters de naringine semblent avoir une activité 

antiproliférative supérieure à celle de la naringine (Figure 125). 

Figure 126. Pourcentage de viabilité des cellules CaCo2 en présence de la catéchine et 

des composés tri-modulaires à base d’amino-acide à 50 µM  

 

Figure 127. Pourcentage de viabilité des cellules CaCo2 en présence de la rutine, de la naringine 

ainsi que de leurs esters (composés tri-modulaires à base de sucre) à 50 µM 
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Apres les premiers tests nous avons choisi les molécules pour lesquelles le pourcentage de 

viabilité était inférieur à 50%, afin de préciser leur activité antiproliférative avec les 

concentrations suivantes, 10, 25, 50 et 70 µM afin de pouvoir déterminer leur IC50. Les 

molécules choisies étaient les suivantes : catéchine-lysine-C8, catéchine-lysine-C12, 

catéchine-lysine-C14, catéchine-lysine-C16, catéchine-acide glutamique-C14, naringine-C14, 

naringine-C16 et naringine-C18, ainsi que la catéchine et la naringine. 

Pour la catéchine et la naringine, leurs IC50 sont supérieures à 75 µM puisqu’à cette 

concentration le pourcentage de viabilité cellulaire est supérieur à 50%, elle est de70% pour la 

catéchine et 67% pour la naringine. Quant aux composés suivants, catechine-lysine-C8, 

catechine-lysine-C14, catechine-lysine-C16, naringine-C14, naringine-C16 et naringine-C18, 

l’IC50 est comprise entre 25 et 50 µM puisqu’entre ces deux concentrations 50% des cellules 

cancéreuses Caco2 restent vivantes. En ce qui concerne la catéchine-lysine-C12 sa valeur 

d’IC50 se trouve entre 50 et 75 µM. 

 

Figure 128. Pourcentage de viabilité des cellules CaCo2 en présence de la catechine, la 

narignine ainsi que leurs esters (composés tri-modulaires à base d’amino-acide et de 

sucre) à 10, 25, 50 et 75 µM 

Afin de bien cibler l’IC50 des composés testés précédemment, une gamme plus élargie de 

concentrations a été réalisée. Des concentrations de 75, 80, 85 et 90 µM  ont été réalisées pour 

la catéchine et la naringine, des concentrations de 40, 50, 75 et 80 µM pour la catéchine-
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lysine-C12 et des concentrations de 25, 30, 40 et 50  µM pour les autres composés (Figure 

127).   

 

Figure 129. Pourcentage de viabilité des cellules CaCo2 en présence de la catéchine, de 

la narignine ainsi que de leurs esters (composés tri-modulaires à base d’acide aminé et 

de sucre) à 10, 25, 30, 40, 50, 75, 80, 85 et 90 µM 

Tableau 44. Valeurs des IC50 de la catéchine, la naringine et leurs esters (composés tri-

modulaires à base d’amino-acide et de sucre) 

Composés  IC50 (µM) 

Catéchine 81 

Catéchine-Lysine-C8 40 

Catéchine-Lysine-C12 75 

Catéchine-Lysine-C14 32 

Catéchine-Lysine-C16 33 

Catéchine-Acide Glutamique-C14 49 

Naringine 92 
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Naringine-C14 41 

Naringine-C16 42 

Naringine-C18 48 

 

Les résultats de l’activité antiproliférative de la catéchine, de la naringine et de leurs esters ont 

montré que l’acylation de ces molécules accroît d’une façon significative l’activité de ces 

deux flavonoïdes, quel que soit l’acide aminé ou le nombre de carbone de la chaine grasse 

(Tableau 43). Aucune relation n’a pu toutefois être établie entre la structure des esters et leur 

activité. Cette absence de corrélation peut s’expliquer par le fait que la lipophilie d’une 

molécule et donc sa capacité à être transférée à travers les membranes cellulaires, n’est pas un 

critère suffisant pour justifier son activité antiproliférative. D’autres facteurs doivent être pris 

en compte tels que l’affinité de la molécule avec les récepteurs membranaires. Hadj Salem et 

al. (2010) ont obtenu des résultats similaires pour l’activité antiproliférative de 

l’isoquercitrine et de ses esters.  
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Ce travail s’inscrit dans le cadre de la conception de nouveaux composés multifonctionnels de 

type poly phénolique biosourcés amphiphiles à partir de molécules naturelles provenant des 

extractibles de l’industrie de première transformation du bois pour des applications 

pharmaceutiques et cosmétiques. Notre choix s’est porté sur les flavonoïdes, plus précisément 

la catéchine, la rutine et la naringine, qui sont des molécules intéressantes en raison de leurs 

nombreuses propriétés et activités biologiques. Cependant, leur utilisation reste limitée par 

leur faible solubilité dans de nombreux milieux, et leur stabilité et biodisponibilité 

insuffisantes. Ces limitations peuvent être contournées par la modification de leur structure, et 

notamment le greffage d’entités de différentes natures.  Cette approche vise en outre 

l’introduction de nouvelles fonctionnalités dans l’optique de générer de la multifonctionnalité.  

Les travaux ont porté sur la fonctionnalisation de composés accessibles et abondants dans le 

but d’obtenir des composés multifonctionnels très recherchés à l’échelle industrielle. La 

fonctionnalisation d’un flavonoïde aglycone, la catéchine, et de deux flavonoïdes glycosylés, 

la rutine et la naringine, a été étudiée. Ces composés ont été choisis d’une part en raison de 

leur accessibilité et d’autre part en raison de leurs propriétés antioxydantes et de leur structure 

aromatique permettant de penser que ces molécules ont une forte propension à l’auto-

assemblage. Les modifications structurales envisagées présentent plusieurs intérêts. Il s’agit 

en effet, d’une part, d’exacerber leurs activités biologiques par la modulation de leur balance 

hydrophile / hydrophobe, notamment pour faciliter leur passage à travers les barrières 

biologiques et d’autre part, de faciliter leur formulation en leur apportant des propriétés 

d’auto-assemblage.  

La fonctionnalisation a été envisagée selon deux voies : l’hémisynthèse chimique et 

l’hémisynthèse enzymatique. Les produits visés sont des composés multimodulaires aux 

fonctionnalités multiples.  

La voie chimique nous a permis d’accéder à des composés bi-modulaires de type I et de type 

II, obtenus par estérification classique entre un acide gras et un groupement hydroxyle 

aliphatique ou un groupement phénolique de la catéchine, respectivement. L’estérification 

d’une fonction phénolique de la catéchine a pu être réalisée en une seule étape grâce à la 

régiosélectivité de la réaction qui favorise l’acylation des hydroxyles phénoliques qui sont 

plus acides que l’hydroxyle aliphatique. L’estérification des groupements phénoliques conduit 

à un mélange de deux mono-esters, qui constituent des régioisomères dont les proportions 

sont de 70/30 pour l’ester en position 4’ et l’ester en position 3’, respectivement.  Ces 
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résultats expérimentaux sont cohérents avec ceux issus des calculs de modélisation 

moléculaire qui montrent une réactivité importante des groupements hydroxyles portés par le 

noyau catéchol, et plus précisément une réactivité de l’hydroxyle en position 4’ supérieure à 

celle de l’hydroxyle en position 3’.L’acylation de l'hydroxyle aliphatique nécessite en 

revanche des étapes de protection / déprotection antérieures et postérieures à l’étape 

d’estérification à proprement parlé.  

Par ailleurs, des composés tri-modulaires ont été produits par hémisynthèse chimique en 

associant la catéchine àdifférents acides aminés, ainsi que des acides gras de longueur de 

chaîne variable. Trois structures tri-modulaires ont ainsi été synthétisées, afin d’obtenir 

différents types de composés amphiphiles, tels que des composés amphiphiles conventionnels, 

ou geminis, ou encore bicaténaires. Les acides aminés ont été choisis, soit en tant que 

modèles, soit en raison de leur accessibilité comme la lysine, sous-produit de l’industrie 

sucrière ou encore l’acide glutamique, présent dans de nombreuses protéines végétales et 

animales.  

Nous avons synthétisé par voie enzymatique des composés tri-modulaires associant une entité 

phénolique, une entité glycosidique et une chaîne grasse, en menant des réactions d’acylation 

de la rutine et de la naringine en présence de la lipase B de Candida antarctica. Des synthèses 

analogues ont également été envisagées avec des flavonoïdes aglycones dans le but d’obtenir 

des dérivés bi-modulaires associant une entité phénolique et une chaîne grasse. Les études 

cinétiques menées dans le cadre de ces synthèses nous ont permis de formuler les conclusions 

suivantes : 

 Les flavonoïdes aglycones comme la quercétine peuvent être acylés en présence de la 

lipase de Burkholderia cepacia ; aucun produit n’est obtenu en présence de la lipase B 

de Candida antarctica.  

 Des taux de conversions élevés ont été obtenus lors de l’acylation de la quercétine 

avec les donneurs d’acyle de type esters de vinyle, en présence de la lipase B de 

Candida antarctica. Ces résultats s’expliquent en grande partie par la réactivité élevée 

de ces donneurs d’acyle ; en effet, l’acylation par ces substrats a lieu même en 

l’absence d’enzyme, avec des rendements toutefois inférieurs à ceux obtenus en 

présence d’enzyme. 

 Dans le cas des flavonoïdes glycosylés, quels que soient les ratios molaires 

flavonoïde : donneur d’acyle et le mode de conduite du procédé (batch ou fed-batch), 
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un produit unique est obtenu avec la rutine et la naringine, correspondant à un mono-

ester de flavonoïde. Des taux de conversion du flavonoïde proches de 50 % ont été 

obtenus à l’équilibre avec un ratio molaire de 1 : 5. L’alimentation du réacteur en 

flavonoïde ou en acide gras n’a pas permis d’améliorer ces résultats. 

 La conduite de la réaction à reflux avec piégeage en continu de l’eau produite sur 

tamis moléculaire a permis d’améliorer les performances. Dans ces conditions, des 

rendements de 87 % et 77 % pour la naringine et la rutine respectivement, ce qui 

constitue une amélioration significative par rapport aux rendements obtenus à l’issue 

d’un simple séchage des réactifs et du solvant avant synthèse. L’élimination de l’eau 

du milieu réactionnel apparaît donc comme un levier très intéressant d’amélioration 

des performances de ces réactions d’estérification. 

 Les taux de conversion de la naringine et de la rutine lors de leur acylation augmentent 

avec l’augmentation de la longueur de chaîne du donneur d’acyle.  Toutefois, pour des 

longueurs de chaînes supérieures à 14 atomes de carbones, ces taux de conversion 

diminuent légèrement. De plus, l’utilisation d’un acide gras insaturé en tant que 

donneur d’acyle conduit à une baisse des rendements. 

 L’acylation de la rutine et la naringine catalysée par CALB, en milieu fondu et avec 

élimination en continu de l’eau nous a permis d’obtenir des produits de type mono-

ester, di-ester, tri-ester et tetra-ester. Les proportions relatives de ces différents 

produits varient au cours du temps, tandis que le taux de conversion du flavonoïde se 

stabilise quant à lui après 8 h de réaction. Au vu des cinétiques obtenues, il paraît 

envisageable d’arrêter la réaction au moment où le produit désiré est majoritaire dans 

le milieu : 8 h pour le mono-ester, 24 h pour le di-ester, 72 h pour le tri-ester. Le tetra-

ester reste minoritaire dans ces conditions, quel que soit le temps réactionnel. 

 L’acylation de la rutine et de la naringine catalysée par CALB est régiosélective. Le 

greffage de l’entité acyle s’effectue sur l’hydroxyle en position 4’’’ de la rutine et 

majoritairement au niveau de l’hydroxyle primaire en position 6’’ de la naringine. 

Aucune acylation des fonctions phénoliques n’est observée. 

 Trois produits différents ont été obtenus lors de l’acylation de la naringine et de la 

rutine par un diacide tel que l’acide dodecanedioïque, en présence de CAL-B : un 

mono-ester correspondant au greffage d’une chaîne grasse sur une entité flavonoïde, 

un di-ester correspondant au greffage de deux chaînes grasses sur une entité 

flavonoïde et un composé penta-modulaire comportant une chaîne grasse et deux 
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entités flavonoïde glycosylées. L’ajustement du ratio molaire flavonoïde : diacide 

constitue un moyen efficace d’orienter la réaction vers la synthèse de produits 

spécifiques. Les produits obtenus possèdent des structures intéressantes et innovantes, 

mais malheureusement leurs propriétés n’ont pu être déterminées. 

L’ensemble de ce travail montre que la voie chimique et la voie enzymatique présentent un 

intérêt certain pour fonctionnaliser les flavonoïdes et l’obtention de dérivés multi-

fonctionnels. Dans le cas des flavonoïdes aglycones comme la catéchine qui comportent 

uniquement des groupements hydroxyles phénoliques, la voie chimique conduit à des esters 

avec des rendements élevés.  Elle semble toutefois moins adaptée pour l’acylation de 

flavonoïdes glycosylés comportant non seulement des fonctions phénol mais également des 

groupements hydroxyles primaires et secondaires. Associé à un manque de sélectivité de la 

voie chimique, ce nombre important de groupements potentiellement acylables laisse 

supposer la nécessité de mettre en place une stratégie de protection/déprotection/purification 

complexe en vue d’obtenir des structures bien définies. Pour de tels substrats polyhydroxylés, 

la voie enzymatique semble adaptée du fait de sa haute régiosélectivité. En vue d’obtenir des 

dérivés dotés de propriétés antioxydantes, l’acylation catalysée par CALB conduisant à 

l’acylation sélective des groupements hydroxyle glycosidiques et préservant les fonctions 

phénoliques est particulièrement intéressante.  

Une étude comparative des propriétés physico-chimiques et biologiques a été menée sur les 

composés synthétisés et les flavonoïdes parents afin de déterminer si l’acylation permet 

d’apporter de nouvelles propriétés.  

Tous les composés tri-modulaires sont solubles dans l’eau, avec une solubilité plus importante 

pour les composés à base de sucre et cela à cause de l’entité sucre qui se trouve sur ces 

flavonoïdes.   

La détermination du coefficient de partition par HPLC pour le composé tri-modulaire a base 

d’alanine montre que ce produit est hydrophobe et sont hydrophobie augmente avec 

l’augmentation de la longueur de la chaine grasse. 

Tous les composés tri-modulaires à base d’acides aminés possèdent des propriétés 

tensioactives et s’auto-assemblent. Les dérivés présentant les propriétés tensioactives les plus 

élevées sont ceux à base de lysine, suivis de ceux à base d’alanine et finalement les composés 

à base d’acide glutamique. Quant aux esters de rutine et naringine produits par voie 
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enzymatique, seuls les produits incluant les chaînes grasses en C16, C18 et C18 :1 possèdent 

des propriétés tensioactives. Les composés bi-modulaires résultant de l’acylation de 

flavonoïdes aglycones et d’acides gras n’ont pas été testés à cause de leur insolubilité dans 

l’eau.  

Du point de vue de l’activité antioxydante, qu’il s’agisse de l’inhibition du radical DPPH ou 

de l’inhibition de l’oxydation du linoléate de méthyle, les composés bi-modulaires de type I et 

II, ainsi que les composés tri-modulaires de type III et IV sont antioxydants, toutefois dans 

une moindre mesure que les flavonoïdes parents. Une corrélation négative entre la longueur 

de la chaîne acyle greffée et l’activité antioxydante a été observée ; ainsi, plus la longueur de 

la chaîne acyle greffée augmente, moins l’activité antioxydante de l’ester est élevée. Les 

études de modélisation moléculaire suggèrent que le groupement catéchol des flavonoïdes est 

principalement responsable de l’activité antioxydante. Par ailleurs, nous avons pu corréler 

certains descripteurs de réactivité chimique avec des grandeurs mesurées pour les propriétés 

antioxydantes. Pour la rutine, la naringine et leurs esters, il existe une corrélation entre la 

capacité de ces molécules à inhiber le radical DPPH et la différence d’énergie entre les 

orbitales HOMO et LUMO (ΔE) ; et une corrélation positive entre l’activité anti-radicalaire 

de la ces composés et les valeurs calculées de dureté chimique (η) du potentiel chimique 

électronique (μ), et du potentiel d’ionisation (PI) pour la rutine, la naringine et leurs esters. 

Quant à la catéchine et ses dérivés, la corrélation observée est seulement entre l’activité anti-

radicalaire et les valeurs calculées de dureté chimique (η), 

Concernant l’activité antiproliférative des produits synthétisés, les résultats obtenus montrent 

que ces derniers possèdent un effet cytotoxique vis-à-vis des cellules Caco 2, notamment les 

composés tri-modulaires à base de lysine. L’activité antiproliférative de ces composés est 

supérieure à celle des flavonoïdes parents. Aucune corrélation n’a été observée entre la 

longueur de la chaîne acyle des esters et leur activité antiproliférative. 

A partir de ces résultats, un certain nombre de perspectives peuvent être envisagées. 

Concernant l’hémisynthèse chimique, il serait intéressant de synthétiser des composés bi- et 

tri-modulaires en utilisant des technologies comme la synthèse assistée par micro-ondes afin 

d’améliorer les rendements comparativement aux modes de synthèse chimique classiques. La 

fonctionnalisation d’autres flavonoïdes aglycones comme la quercétine, la naringénine et le 

mesquitol constitue une autre piste d’investigation à étudier. En effet, la quercétine et la 

naringénine sont les aglycones de la rutine et de la naringine sur lesquelles les réactions de 
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bioconversion enzymatique ont été menées. La comparaison des propriétés de composés 

possédant une même entité phénolique permettrait de mieux comprendre l’effet de chaque 

élément structural sur une propriété donnée. Les composés tri-modulaires synthétisés, 

notamment ceux à base de lysine, possèdent des propriétés tensioactives ; celles-ci pourraient 

être mises à profit pour former des structures telles que les liposomes / vésicules. 

En ce qui concerne la production de dérivés de flavonoïdes par biocatalyse, l’acylation en 

milieu fondu semble prometteuse pour l’obtention de produits présentant des niveaux 

variables d’acylation et donc une balance hydrophile/hydrophobe variable, selon la durée de 

la réaction appliquée.  Afin de déterminer l’effet du niveau d’acylation sur les propriétés des 

composés, ces derniers doivent être produits dans des quantités permettant leur purification et 

leur caractérisation. Des simulations de docking pourraient permettre de déterminer les modes 

d’interaction préférentiels entre les substrats et le site actif du biocatalyseur pour comprendre 

la sélectivité réactionnelle observée expérimentalement.  

Les produits présentant un flavonoïde et une entité diacide sont particulièrement intéressants 

puisqu’il est possible d’envisager de greffer ensuite un acide aminé, comme la lysine, sur la 

fonction acide libre. Cette réaction pourrait être catalysée par les aminoacylases produites au 

LRGP, en milieu aqueux. 

Le LERMaB s’intéresse également à la synthèse de produits biosourcés ayant des propriétés 

gélifiantes, donc il sera intéressant de voir la capacité de nos molécules synthétisées à gélifier, 

afin d’obtenir des composés tensioactifs ayant des propriétés biologiques et gélifiantes 

intéressantes pour l’industrie cosmétique. 
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Chapitre 4 : Matériels et méthodes 
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Généralités 

 

Les spectres infrarouges (IR) ont été réalisés sur un spectromètre PERKIN-ELMER FTIR 

Spectrum en mode ATR.  

Les spectres RMN 
1
H ont été enregistrés sur un spectromètre BRUKER 400. Les 

déplacements chimiques sont les suivantes : s = singulet, d = doublet, t = triplet, q = 

quadruplet, mu = multiplet, ma = massif, J = constante de couplage en Hertz (Hz). Les 

spectres RMN 
13

C ont été enregistrés sur un spectromètre BRUKER 400 avec découplage des 

protons. Les déplacements chimiques sont exprimés en ppm par rapport au TMS comme 

référence interne. Sont exprimés en ppm par rapport au tétraméthylsilane (TMS) comme 

référence interne. Les abréviations utilisées pour décrire la multiplicité des signaux. 

Les solvants utilisés pour réaliser les analyses RMN étaient le chloroforme deutéré (CDCl3) 

(99,9% D), le diméthylsulfoxyde deutéré (DMSO-d) (99,8% D), l’acétone deutéré (CD3OD) 

(99,9% D), le méthanol deutéré (MeOD) (99,8% D), et l’eau deutérée (D2O) (99,9% D). 

Les analyses élémentaires ont été réalisées au service d’analyse élémentaire de l’UMR 7565 

de l’UHP à Nancy sur un appareil Thermofinnigan Flash EA 1112. 

L’évolution des réactions a été suivie qualitativement par chromatographie sur couche mince 

(CCM) réalisée sur plaque de silice KIESELGEL 60F 254 MERCK, et par UV-Visible ou 

spectrométrie InfraRouge (spectromètre PERKIN-ELMER FTIR en ATR). 

Les réactions d’acylation ont été suivies par HPLC. La chaine CLHP utilisée est une 

Shimadzu LC 10 AD-VP (Shimadzu®, France) équipée d’une colonne Alltima HP C18 « 

amide » (125 x 2,1 mm, 5µm, Alltech Grace®) maintenue à 30°C dans un four colonne 

(CTO-10 AS VP ; Shimadzu®), et d’un injecteur automatique d’échantillons (SIL-10 AD VP 

; Shimadzu®), d’un détecteur UV à barrette de diode (SPD-M10A VP 190 – 290 nm ; 

Shimadzu®) et d’un détecteur évaporatif à diffusion de lumière à faible température (ELSD – 

LT ; Shimadzu®). 
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1. Synthèse 

 

1.1. Synthèse des composés bi-modulaires de type I 

 

Dans un ballon de 250 mL muni d’un système d’agitation magnétique sont dissout 1.5 eq 

d’acide gras dans 10 mL de dichlorométhane sous azote. 6.89 mmoles (2 g) de catéchine 

séchée au préalable par flux azéotropique dissout dans 10 mL du dichlorométhane sont ajouté 

au milieu. Après 10 minutes d’agitation, 10.33 mmoles (2.1 g) de DCCI solubilisés dans 10 

mL de dichlorométhane sont ajoutés gouttes à gouttes à 0
o
C. La réaction est laissée sous 

agitation durant 18 heures. Une fois la réaction terminée, un précipité, la dicycloexylurée, est 

filtré sur Buchner. Le solvant du filtrat est évaporé, repris dans 150 mL d’acétate d’éthyle, 

puis lavé successivement par avec 2*25 mL de NH4Cl, 25 mL de NaCl saturé, 2*25 mL de 

NaHCO3 et finalement 25 mL de NaCl saturé. Après séchage sur MgSO4 et évaporation de la 

phase organique on obtient un solide brun. Le produit est purifié sur une colonne 

chromatographique (6 :4 cyclohexane / acétate d’éthyle). Le produit final est un cristal brun. 

Composé 1a :  

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz):  δ (ppm) du regioisomère 4’ [regioisomère 3’] =  0.83 (t, 

3H, J = 7 Hz, Ha); 1.18–1.32 (m, 8 H, H-b); 1.57–1.65 (m, 2 H, H-c), 2.50–2.58 (m, 2 H, H-f) 

2.35 [2.32] (dd, 1 H, J = 8, 4 Hz, J = 19 Hz, H-4α); 2.68 [2.70] (dd, 1 H, J = 5.6 Hz, J = 19 

Hz, H-4β); 3.81–3.87 (m, 1 H, H-3); 4.57 [4.51] (d, 1H, J = 7.6 Hz, 2-H); 5.03 [4.95] (d, 1H, J 

= 5.5 Hz, 3-OH); 5.71 [5.68] (d, 1H, J = 2.3 Hz, 6-H); 5.92 [5.85] (d, 1H, J = 2.3 Hz, 8); 6.77 

[6.75] (dd, 1H, J = 2 Hz, J = 8.2 Hz, 6’); 6.93 [6.96] (d, 1H, J = 8.2 Hz, 5’); 7.03[7.06] (d, 1H, 

J = 2.1 Hz, J = 8.2 Hz, 2’); 8.95 [8.80] (s, 1H, 4’-OH); 9.22 [9.19] (s, 1H, 5-OH); 9.61 [9.59] 

(s, 1H, 7-OH).  

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHZ): δ (ppm) = 14.6 (C-a); 22.7 (C-b1); 25 (C-c); 29.1 (C-d); 

31.8 (C-b3,4); 33.8 (C-b2); 66.3 (C-3); 80.7 (C-2); 93.9 (C-8); 95.4 (C-6); 98.9 (C-10); 115.9 
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(C-2’); 125.7 (C-5’); 122.2 (C-6’); 130.6 (C-1’); 138.1 (C-3’); 148.7 (C-4’); 155.3 (C-5); 

156.14 (C-9); 156.5 (C-7); 171.2 (C-g). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique) 

Pf = 100 
o
C  

Composé 1b :  

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) =  0.85 [0.90] (t, 3H, J = 7 Hz, H-a); 1.16–1.30 (m, 

16 H, H-b); 1.64–1.57 (m, 2 H, H-c); 2.37 [2.30] (dd, 1H, J = 8.4 Hz, J = 19 Hz, H-4α); 2.50 

(m, 2 H, H-d); 2.68 [2.65] (dd, 1 H, J = 5, 6 Hz, J = 19 Hz, H-4β); 3.81–3.83 (m, 1 H, 3-H); 

4.57 [4.45] (d, 1 H, J = 7.6 Hz, 2-H); 5.05 [5.10] (d, 1 H, J = 1, 5 Hz, 3-OH); 5.72 [5.68] (d, 1 

H, J = 2, 3 Hz, 6-H); 5.92 [5.88] (d, 1 H, J = 2, 3 Hz, 8-H); 6.76 [6.85] (dd, 1 H, J = 2 Hz, J = 

8, 2 Hz, 6’-H); 6.95 (d, 1H, J = 8, 2 Hz, 5’-H); 7.10 [7.05] (d, 1 H, J = 2.1 Hz, J = 8.2 Hz, 2’-

H); 8.85 [8.81] (s, 1 H, 4’-OH); 9.30 [9.22] (s, 1 H, 5-OH); 9.65 [9.66] (s, 1 H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHZ): δ (ppm) = 14 (C-a); 22 (C-b1); 24.8 (C-c); 28.6 (C-4); 29 

(C-b8), 29.3 (C-b3,7), 29.6 (C-b4,5,6), 31.4 (C-b2); 33.1 (C-d); 66.3 (C-3); 80.6 (C-2); 93.8 

(C-8); 95.4 (C-6); 98.9 (C-4a); 115.9 (C2’); 120.2 (C-6’); 125.5 (C-5’); 130.7 (C-1’); 141(C-

4’); 148.6 (C-3’); 155 (C-5); 157.3 (C-8a); 156.5 (C-7) 171.6 (C-COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique) 

Pf = 110 
o
C  
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Composé 1c :  

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.83 (t, 3H, J = 7 Hz, H-a); 1.18–1.32 (m, 20 H, 

H-b); 1.57–1.65 (m, 2H, H-c), 2.50–2.58 (m, 2H, H-d) 2.35 [2.32] (dd, 1H, J = 8, 4 Hz, J = 19 

Hz, H-4α);; 2.68 [2.70] (dd, 1H, J = 5.6 Hz, J = 19 Hz, H-4β); 3.81–3.87 (m, 1 H, H-3); 4.57 

[4.51] (d, 1 H, J = 7.6 Hz, H-2); 5.03 [4.95] (d, 1 H, J = 5.5 Hz, 3-OH); 5.71 [5.68] (d, 1 H, J 

= 2.3 Hz, H-6); 5.92 [5.89] (d, 1 H, J = 2.3 Hz, H-8); 6.77 [6.74] (dd, 1 H, J = 2 Hz, J = 8.2 

Hz, H-6’); 6.93 [6.97] (d, 1 H, J = 8.2 Hz, H-5’); 7.03 [7.07] (d, 1 H, J = 2.1 Hz, J = 8.2 Hz, 

H-2’); 8.95 [8.82] (s, 1 H, 4’-OH); 9.22 [9.19] (s, 1 H, 5-OH); 9.61 [9.59] (s, 1 H, 7-OH).  

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHZ): δ (ppm) = 14.1 (C-a); 22.7 (C-b1); 25 (C-c); 28.1 (C-4); 29 

(C-b10); 29.3 (C-b3,10); 29.6 (C-b4,5,6,7,8); 31.9 (C-b2); 33.8 (C-d); 67.7 (C-3); 85.7 (C-2); 

94.8 (C-8); 95.4 (C-6); 99.8 (C-4a); 114.2 (C-2’); 122.2 (C-6’); 125.7 (C-5’); 135.7 (C-1’); 

138.1 (C-3’); 150.2 (C-4’); 154.5 (C-5); 156.4 (C-8a); 156.9 (C-7); 171.2 (COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique) 

Pf = 135 
o
C  

Composé 1d :  

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, 3 H, J = 7.2 Hz, H-a), 1.18–1.34 (m, 24 

H, H-b), 1.55–1.65 (m, 2 H, H-c), 2.51–2.58 (m, 2 H, H-d), 2.37 [2.33] (dd, 1H, J = 8,4 Hz, J 

= 19 Hz, H-4α), 2.67 [2.69] (dd, 1H, J = 5.6 Hz, J = 19 Hz, H-4β), 3.81–3.89 (m, 1 H, H-3), 

4.57 [4.51] (d, 1 H, J = 7.6 Hz, H-2), 5.03 [4.95] (d, 1 H, J = 5.5 Hz, 3-OH), 5.71 [5.68] (d, 1 

H, J = 2.3 Hz, H-6), 5.92 [5.85] (d, 1 H, J = 2.3 Hz, H-8), 6.77 [6.75] (dd, 1 H, J = 2 Hz, J = 



278 
 

8.2 Hz, H-6’), 6.93 [6.96] (d, 1 H, J = 8.2 Hz, H-5’), 7.03 [7.07] (d, 1 H, J = 2.1 Hz, J = 8.2 

Hz, H-2’), 8.95 [8.82] (s, 1 H, 4’-OH), 9.23 [9.19] (s, 1 H, 5-OH), 9.62 [9.59] (s, 1 H, 7-OH).  

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHZ): δ (ppm) = 14.1 (C-a); 22.9 (C-b1); 25.3 (C-c); 28.4 (C-4); 

29.2 (C-b12); 29.4 (C-b3,11); 29.6 (C-b4,5,6,7,8,9,10); 32 (C-b2); 33.9 (C-d); 67.7 (C-3); 

85.7 (C-2); 95 (C-8); 95.4 (C-6); 100.1 (C-4a); 114.2 (C-2’); 122.2 (C-6’); 125.9 (C-5’); 136.1 

(C-1’); 138.1 (C-3’); 149.9 (C-4’); 154.5 (C-5); 156.4 (C-8a); 157.1 (C-7); 171.2 (COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique). 

Pf = 150 
o
C  

Composé 1e : 
 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, 3 H, J = 7.2 Hz, H-a), 1.17–1.34 (m, 28 

H, H-b), 1.55–1.67 (m, 2 H, H-c), 2.5–2.58 (m, 2 H, H-d), 2.39 [2.34] (dd, 1 H, J = 8,4 Hz, J = 

19 Hz, H-4α), 2.67 [2.7] (dd, 1 H, J = 5.6 Hz, J = 19 Hz, H-4β), 3.82–3.89 (m, 1 H, H-3), 4.55 

[4.52] (d, 1 H, J = 7.6 Hz, H-2), 5.02 [4.92] (d, 1 H, J = 5.5 Hz, 3-OH), 5.71 [5.67] (d, 1 H, J 

= 2.3 Hz, H-6), 5.91 [5.84] (d, 1 H, J = 2.3 Hz, H-8), 6.78 [6.75] (dd, 1 H, J = 2 Hz, J = 8.2 

Hz, H-6’), 6.94 [6.97] (d, 1 H, J = 8.2 Hz, H-5’), 7.03 [7.06] (d, 1 H, J = 2.1 Hz, J = 8.2 Hz, 

H-2’), 8.95 [8.80] (s, 1 H, 4’-OH), 9.22 [9.19] (s, 1 H, 5-OH), 9.61 [9.59] (s, 1 H, 7-OH).  

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHZ): δ (ppm) = 14.1 (C-a); 22.9 (C-b1); 25.3 (C-c); 28.4 (C-4); 

29.2 (C-b14); 29.4 (C-b3,13); 29.6 (C-b4,5,6,7,8,9,10,11,12); 32 (C-b2); 33.9 (C-d); 67.7 (C-

3); 85.7 (C-2); 95 (C-8); 95.4 (C-6); 100.1 (C-4a); 114.2 (C-2’); 122.2 (C-6’); 125.9 (C-5’); 

136.1 (C-1’); 138.1 (C-3’); 149.9 (C-4’); 154.5 (C-5); 156.4 (C-8a); 157.1 (C-7); 171.2 

(COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phenolique). 

Pf = 170 
o
C  
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Composé 1f :
 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.82 (t, 3 H, J = 7.4 Hz, H-a), 1.14–1.30 (m, 20 

H, H-b1,2,3,4,5,6,11,12,13,14), 1.50–1.63 (m, 2 H, H-c), 2.15-2.20 (m, 4 H, H-b7,10), 2.52–

2.57 (m, 2 H, H-d), 2.4 [2.37] (dd, 1 H, J = 8,5 Hz, J = 19,1 Hz, H-4α), 2.65 [2.68] (dd, 1 H, J 

= 5.6 Hz, J = 19,2 Hz, H-4β), 3.8–3.89 (m, 1 H, H-3), 4.55 [4.54] (d, 1 H, J = 7.5 Hz, H-2), 5 

[4.95] (d, 1 H, J = 5.5 Hz, 3-OH), 5.49-5.54 (ma, 2 H, H-b8,9), 5.71 [5.68] (d, 1 H, J = 2.5 Hz, 

H-6), 5.9 [5.87] (d, 1 H, J = 2.3 Hz, H-8), 6.8 [6.77] (dd, 1 H, J = 2 Hz, J = 8.2 Hz, H-6’), 6.94 

[7.01] (d, 1 H, J = 8.2 Hz, H-5’), 7.05 [7.08] (d, 1 H, J = 2.1 Hz, J = 8.2 Hz, H-2’), 8.97 [8.81] 

(s, 1 H, 4’-OH), 9.23 [9.20] (s, 1 H, 5-OH), 9.61 [9.6] (s, 1 H, 7-OH).  

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHZ): δ (ppm) = 14.1 (C-a); 22.7 (C-b1); 25 (C-c); 28.1 (C-4); 29 

(C-b14); 29.3 (C-b3); 29.4 (C-b13); 29.7 (C-b4,5,6,12); 29.9 (C-b11); 31.9 (C-b2); 33.5 (C-

d); 33.7 (C-b7,10), 67.7 (C-3); 85.2 (C-2); 94.8 (C-8); 95.5 (C-6); 99.4 (C-4a); 114.2 (C-2’); 

121.3 (C-5’); 124.7 (C-6’); 130.6 (C-b8,9), 135.7 (C-1’); 135.2 (C-3’); 147.2 (C-4’); 157.2 

(C-5); 157.3 (C-8a); 157.8 (C-7); 172.3 (COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique). 

Pf = 180 
o
C  

1.2. Synthèse des composés bi-modulaires de type II 

Benzylation de la catéchine :  

Dans un ballon de 500 mL, 13 mmoles (4 g) de catéchine séchée au préalable sont dissout 

dans 25 mL d’acétone anhydre. 58.5 mmoles (10 g) de bromure de benzyle et 97 mmoles 

(13.47 g) de carbonate de potassium dissout chacun dans 20 mL d’acétone anhydre sont 

ajoutés dans le milieu. Après agitation pendant 48h sous reflux, un précipité blanc est filtré et 

lavé 2 fois avec de l’acétone. Le solvant du filtrat est évaporé, repris dans 150 mL d’acétate 

d’éthyle, puis lavé successivement par avec 25 mL de HCl (1M), 25 mL de NaCl saturé, 25 

mL de NaHCO3 et finalement 25 mL de NaCl saturé. Après séchage sur MgSO4 et 
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évaporation de la phase organique on obtient un solide brun. Le produit est purifié sur une 

colonne chromatographique (9 :1 cyclohexane / acétate d’éthyle) puis recristallisé (2 :1 

cyclohexane / acétate d’éthyle).  

 

 

1
H NMR (CDCl3): δ =2.53-2.60 (dd, J = 16.4, 8.7 Hz,1 H, 4-H-α), 3.00-3.05 (dd, J = 16.4, 5.8 

Hz, 1 H, 4-H-β), 3.91 (m, 1 H, 3-H), 4.54-4.56 (d, J = 8.3 Hz, 1 H, 2-H), 4.91 (s, 2 H, 

OCH2Ph), 4.95 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.08 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.10 (s, 2 H, OCH2Ph), 6.13-6.14 

(d, J = 2.3 Hz, 1 H, 6-H), 6.19-6.20 (d, J = 2.3 Hz, 1 H, 8-H), 6.87 (s, 2’ H, 5’-H, 6’-H ), 6.95 

(s, 1 H, 2’-H), 7.21–7.33 (m, 20 H, Ar-H). 

13
C NMR (CDCl3): δ = 27.6 (C-4), 68.2 (C-3), 69.9 (OCH2Ph), 70.1 (OCH2Ph), 71.2 

(OCH2Ph), 71.3 (OCH2Ph), 81.5 (C-2), 93.85 (C-6), 94.4 (C-8), 102.3 (C-4a), 113.9 (C-2’), 

115.0 (C-5’), 120.6 (C-6’), 127.1, 127.2, 127.4, 127.5, 127.8, 127.8, 127.9, 128.4, 128.5, 

128.5 (C-Ar), 130.9 (C-1’), 136.8, 136.9, 137.0, 137.1 (C-Ar) 149.1 (C-4’), 149.3 (C-3’), 

155.2 (C-8a), 157.7 (C-5), 157.8 (C-7) ppm. 

Estérification :  

Dans un ballon de 250 mL muni d’un système d’agitation magnétique sont dissout 1 eq 

d’acide gras dans 10 mL de dichlorométhane sous azote. 4.07 mmoles (2.65 g) de catéchine 

tetrabenzylée et 0.11 g de DMAP chacun dissout dans 10 mL du dichlorométhane sont ajouté 

dans milieu. Après 10 minutes d’agitation, 4.07 mmol (0.83 g) de DCCI solubilisé dans 10 

mL de dichlorométhane sont ajoutés gouttes à gouttes à 0
o
C. La réaction est laissée sous 

agitation durant 18 heures. Une fois la réaction terminée, un précipité, la dicycloexylurée, est 

filtré sur Buchner. Le solvant du filtrat est évaporé, repris dans 150 mL d’acétate d’éthyle, 

puis lavé successivement par avec 2*25 mL de HCl (1M), 25 mL de NaCl saturé, 2*25 mL de 

NaHCO3 et finalement 25 mL de NaCl saturé. Après séchage sur MgSO4 et évaporation de la 
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phase organique on obtient un solide brun. Le produit est purifié sur une colonne 

chromatographique (8 :2 cyclohexane / acétate d’éthyle). Le produit final est un solide blanc. 

Composé 3a :  

 

1
H NMR (CDCl3): δ =0.78-0.82 (t, J = 6.9 Hz, 3 H, Ha), 1.05-1.22 (m, 8 H, Hb1-4), 1.33-1.42 

(m, 2 H, Hc), 2.06-2.11 (m, 2 H, Hd), 2.60-2.65 (dd, J = 16.6, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.75-2.88 

(dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.88 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.91 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 2 

H, OCH2Ph), 4.96 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.01-5.10 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, 2-H), 5.12-5.31 (q, J = 

5.3 Hz, 1 H, 3-H), 6.15-6.17 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 6-H), 6.18-6.20 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 

6.81 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.90 (s, 1 H, 2’-H), 7.21–7.38 (m, 20 H, Ar-H). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.7 (C-b1), 25 (C-c), 25.1 (C-4), 29 (C-b3,4), 31.8 

(C-b2), 34.2 (C-d), 69 (C-3), 70.8 (OCH2Ph), 71.1 (OCH2PH), 71.2 (OCH2Ph), 71.3 

(OCH2PH), 82.4 (C-2), 92.1 (C-6), 92.9 (C-8), 101.1 (C-4a), 110.4 (C-2’), 112.5 (C-5’), 

120.3 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 

130.8 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-Ar) 147.1 (C-4’), 149.9 (C-3’), 155.8 (C-8a), 

156.5 (C-5), 197.3 (C-7), 173.1 (COO). 

IR: 1736 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 
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Composé 3b :  

 

1
H NMR (CDCl3): δ =0.79-0.82 (t, J = 6.9 Hz, 3 H, Ha), 1.04-1.22 (m, 16 H, Hb1-8), 1.33-

1.43 (m, 2 H, Hc), 2.07-2.10 (m, 2 H, Hd), 2.60-2.65 (dd, J = 16.4, 8.5 Hz,1 H, 4-H-α), 2.75-

2.87 (dd, J = 16.4, 5.3 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.87 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.94 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.95 

(s, 2 H, OCH2Ph), 4.97 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.02-5.11 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, 2-H), 5.12-5.31 (q, J 

= 5.3 Hz, 1 H, 3-H), 6.16-6.18 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 6-H), 6.19-6.20 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 

6.82 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.89 (s, 1 H, 2’-H), 7.20–7.37 (m, 20 H, Ar-H) ppm. 

13
C NMR (CDCl3): δ = 14.2 (C-a), 22.7 (C-b1), 25 (C-c), 25.1 (C-4), 29 (C-b8), 29.3 (C-

b3,7), 29.6 (C-b4,5,6) ,31.9 (C-b2), 34.2 (C-d), 69 (C-3), 70.8 (OCH2Ph), 71.1 (OCH2PH), 

71.2 (OCH2Ph), 71.3 (OCH2PH), 82.4 (C-2), 92.1 (C-6), 92.9 (C-8), 101.1 (C-4a), 110.4 (C-

2’), 112.5 (C-5’), 120.3 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 

128.9 (C-Ar), 130.8 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-Ar) 147.1 (C-4’), 149.9 (C-3’), 

155.8 (C-8a), 156.5 (C-5), 197.3 (C-7), 173.1 (COO) ppm. 

IR: 1736 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 3c :  
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1
H NMR (CDCl3): δ =0.80-0.82 (t, J = 6.9 Hz, 3 H, Ha), 1.04-1.25 (m, 20 H, Hb1-4), 1.32-

1.44 (m, 2 H, Hc), 2.06-2.10 (m, 2 H, Hd), 2.61-2.66 (dd, J = 16.4, 8.5 Hz,1 H, 4-H-α), 2.77-

2.88 (dd, J = 16.4, 5.3 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.85 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.94 

(s, 2 H, OCH2Ph), 4.97 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.03-5.11 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, 2-H), 5.11-5.30 (q, J 

= 5.3 Hz, 1 H, 3-H), 6.17-6.20 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 6-H), 6.20-6.21 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 

6.81 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.90 (s, 1 H, 2’-H), 7.19–7.36 (m, 20 H, Ar-H) ppm. 

13
C NMR (CDCl3): δ = 14.2 (C-a), 22.6 (C-b1), 24.9 (C-c), 25 (C-4), 29 (C-b10), 29.3 (C-

b3,9), 29.6 (C-b4,5,6,7,8) ,31.8 (C-b2), 34.3 (C-d), 69.1 (C-3), 70.9 (OCH2Ph), 71.0 

(OCH2PH), 71.2 (OCH2Ph), 71.3 (OCH2PH), 82.5 (C-2), 92 (C-6), 93 (C-8), 101.2 (C-4a), 

110.6 (C-2’), 112.8 (C-5’), 120.1 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 

128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 130.5 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.2 (C-Ar) 147.3 (C-4’), 150 

(C-3’), 155.6 (C-8a), 156.4 (C-5), 197.2 (C-7), 173 (COO). 

IR: 1736 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 3d : 

 

1
H NMR (CDCl3): δ =0.78-0.82 (t, J = 6.9 Hz, 3 H, Ha), 1.04-1.26 (m, 24 H, Hb1-4), 1.31-

1.44 (m, 2 H, Hc), 2.06-2.11 (m, 2 H, Hd), 2.59-2.65 (dd, J = 16.6, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.74-

2.87 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.9 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.92 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.95 (s, 

2 H, OCH2Ph), 4.96 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.99-5.11 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, 2-H), 5.12-5.31 (q, J = 

5.3 Hz, 1 H, 3-H), 6.15-6.17 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 6-H), 6.19-6.21 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 

6.82 (s, 2’ H, 5’-H, 6’-H ), 6.91 (s, 1 H, 2’-H), 7.22–7.39 (m, 20 H, Ar-H). 

13
C NMR (CDCl3): δ = 14 (C-a), 22.7 (C-b1), 25 (C-c), 25.2 (C-4), 29 (C-b12), 29.3 (C-

b3,11), 29.6 (C-b4,5,6,7,8,9,10) ,31.9 (C-b2), 34.2 (C-d), 69 (C-3), 70.9 (OCH2Ph), 71.0 

(OCH2PH), 71.2 (OCH2Ph), 71.3 (OCH2PH), 82.8 (C-2), 92.2 (C-6), 93.3 (C-8), 101.2 (C-

4a), 110.6 (C-2’), 113 (C-5’), 121 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 
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128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 130.5 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.2 (C-Ar) 147.3 (C-4’), 150 

(C-3’), 155.4 (C-8a), 156.2 (C-5), 197.2 (C-7), 173 (COO). 

IR: 1736 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 3e :  

 

1
H NMR (CDCl3): δ =0.78-0.84 (t, J = 6.9 Hz, 3 H, Ha), 1.03-1.28 (m, 28 H, Hb1-4), 1.30-

1.42 (m, 2 H, Hc), 2.06-2.11 (m, 2 H, Hd), 2.57-2.66 (dd, J = 16.6, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.73-

2.88 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.88 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.90 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.94 

(s, 2 H, OCH2Ph), 4.95 (s, 2 H, OCH2Ph), 5-5.10 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, 2-H), 5.11-5.31 (q, J = 

5.3 Hz, 1 H, 3-H), 6.15-6.18 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 6-H), 6.19-6.22 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 

6.81 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.91 (s, 1 H, 2’-H), 7.22–7.37 (m, 20 H, Ar-H). 

13
C NMR (CDCl3): δ = 14.1 (C-a), 22.7 (C-b1), 24.9 (C-c), 25.2 (C-4), 29.1 (C-b14), 29.3 (C-

b3,13), 29.6 (C-b4,5,6,7,8,9,10,11,12) ,32 (C-b2), 34.2 (C-d), 69.1 (C-3), 70.9 (OCH2Ph), 

71.0 (OCH2PH), 71.2 (OCH2Ph), 71.3 (OCH2PH), 82.5 (C-2), 92.1 (C-6), 93.4 (C-8), 101.2 

(C-4a), 110.6 (C-2’), 113.2 (C-5’), 121.5 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 

127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 130.4 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.2 (C-Ar) 147.3 (C-

4’), 150 (C-3’), 155.4 (C-8a), 156.2 (C-5), 197.3 (C-7), 173 (COO). 

IR: 1736 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Hydrogénation :  

L’ester de catéchine benzylé est dissout dans un mélange d’éthanol absolu et acétate d’éthyle 

1 :1 puis hydrogéné dans un réacteur avec du palladium sur charbon (Pd(OH) 2/C) à 10% 

pendant 20h à température ambiante a la pression de 50 bars. Le milieu réactionnel est ensuite 

filtré sur verre fritte comportant une couche de plusieurs centimètres d’épaisseur de célite. La 

célite est lavée abondamment par de l’acétate d’éthyle et du méthanol. Après évaporation, une 
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cire verdâtre est obtenue. Cette cire lavée avec 2* 25 mL de HCl (1 M) et 25 mL de NaCl 

saturé. Le produit final est un solide brun. 

Composé 4a : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.80-0.84 (t, J = 7 Hz, 3 H, Ha), 1.03-1.20 (m, 8 

H, Hb1-4), 1.33-1.50 (m, 2 H, Hc), 2.15-2.26 (m, 2 H, Hd), 2.59-2.65 (dd, J = 16, 8.4 Hz,1 H, 

4-H-α), 2.84-2.90 (dd, J = 15.8, 5.2 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.99-5.11 (d, J = 7.8 Hz, 1 H, 2-H), 5.87-

5.9 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 6-H), 5.91-5.92 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 5.93-5.95 (m, 1 H, 3-H), 

6.55-6.6 (dd, J= 2.1, 8 Hz, 1H, 6’-H), 6.65-6.68 (d, J=8 Hz, 1H, 5’-H), 6.69-6.72 (d, J= 2.1 

Hz, 1 H, 2’-H), 8.79 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.83 (s, 1H, 5-OH), 8.92 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 22.7 (C-b1), 24.8 (C-c), 25 (C-4), 29 

(C-b3,4), 31.9 (C-b2), 34.2 (C-d), 69 (C-3), 82.4 (C-2), 94.8 (C-8), 95.3 (C-6), 99.4 (C-4a), 

115.2 (C-2’), 116.1 (C-5’), 121 (C-6’), 131.5 (C-1’), 144.6 (C-4’), 145.8 (C-3’), 157.2 (C-5), 

157.3 (C-8a), 157.8 (C-7), 173 (COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique). 

Pf = 105 
o
C  

Composé 4b : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81-0.85 (t, J = 7 Hz, 3 H, Ha), 1.16-1.30 (m, 16 

H, Hb1-8), 1.33-1.47 (m, 2 H, Hc), 2.13-2.24 (m, 2 H, Hd), 2.58-2.64 (dd, J = 16, 8.2 Hz,1 H, 
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4-H-α), 2.80-2.91 (dd, J = 16.1, 5.2 Hz, 1 H, 4-H-β), 5-5.10 (d, J = 7.6 Hz, 1 H, 2-H), 5.86-5.9 

(d, J = 2.4 Hz, 1 H, 6-H), 5.91-5.93 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 5.94-5.96 (m, 1 H, 3-H), 6.57-

6.62 (dd, J= 2.1, 8 Hz, 1H, 6’-H), 6.66-6.69 (d, J=8 Hz, 1H, 5’-H), 6.70-6.72 (d, J= 2.1 Hz, 1 

H, 2’-H), 8.78 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.8 (s, 1H, 5-OH), 8.93 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.6 (C-b1), 24.9 (C-4), 25 (C-c), 29 

(C-b8), 29.3 (C-b3,7), 29.6 (C-b4,5,6), 32 (C-b2), 34.3 (C-d), 69.1 (C-3), 83 (C-2), 95.1 (C-

8), 95.4 (C-6), 100.2 (C-4a), 115.2 (C-2’), 117.2 (C-5’), 122 (C-6’), 132.5 (C-1’), 145.3 (C-

4’), 145.9 (C-3’), 157.1 (C-5), 157.4 (C-8a), 158.3 (C-7), 173 (COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique). 

Pf = 120 
o
C  

Composé 4c : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.22-0.87 (t, J = 6.7 Hz, 3 H, Ha), 1.12-1.30 (m, 

20 H, Hb1-10), 1.31-1.51 (m, 2 H, Hc), 2.10-2.20 (m, 2 H, Hd), 2.57-2.66 (dd, J = 16.2, 8.1 

Hz,1 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.1, 5 Hz, 1 H, 4-H-β), 5.05-5.21 (d, J = 8 Hz, 1 H, 2-H), 

5.82-5.87 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 6-H), 5.89-5.92 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 8-H), 5.94-5.97 (m, 1 H, 3-

H), 6.52-6.61 (dd, J= 2.1, 8.2 Hz, 1 H, 6’-H), 6.65-6.67 (d, J= 7.8 Hz, 1 H, 5’-H), 6.71-6.73 

(d, J= 2.1 Hz, 1 H, 2’-H), 8.75 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.78 (s, 1H, 5-OH), 8.90 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 22.8 (C-b1), 24.7 (C-4), 24.9 (C-c), 

29.1 (C-b10), 29.4 (C-b3,9), 29.7 (C-b4, 5, 6, 7, 8), 31.8 (C-b2), 34.1 (C-d), 69.2 (C-3), 82.5 

(C-2), 94.9 (C-8), 95.2 (C-6), 94.4 (C-4a), 115 (C-2’), 117.2 (C-5’), 121.5 (C-6’), 130.9 (C-

1’), 145.5 (C-4’), 145.8 (C-3’), 156.8 (C-5), 157.1 (C-8a), 157.5 (C-7), 174 (COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique). 

Pf = 130 
o
C  



287 
 

Composé 4d : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.35-0.88 (t, J = 7 Hz, 3 H, Ha), 1.11-1.32 (m, 24 

H, Hb1-12), 1.29-1.48 (m, 2 H, Hc), 2.12-2.19 (m, 2 H, Hd), 2.55-2.67 (dd, J = 16.1, 7.9 Hz, 1 

H, 4-H-α), 2.78-2.91 (dd, J = 15.9, 5.3 Hz, 1 H, 4-H-β), 5.10-5.22 (d, J = 8.2 Hz, 1 H, 2-H), 

5.80-5.85 (d, J = 2.2 Hz, 1 H, 6-H), 5.86-5.91 (d, J = 2.1 Hz, 1 H, 8-H), 5.93-5.95 (m, 1 H, 3-

H), 6.50-6.59 (dd, J= 2.3, 8 Hz, 1H, 6’-H), 6.61-6.65 (d, J= 8 Hz, 1H, 5’-H), 6.72-6.75 (d, J= 

2.4 Hz, 1 H, 2’-H), 8.80 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.82 (s, 1H, 5-OH), 8.92 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.2 (C-a), 22.6 (C-b1), 24.8 (C-4), 25.1 (C-c), 

29 (C-b12), 29.2 (C-b3,11), 29.6 (C-b4, 5, 6, 7, 8, 9, 10), 32.1 (C-b2), 34.3 (C-d), 68.8 (C-3), 

83.1 (C-2), 94.8 (C-8), 95.3 (C-6), 99.5 (C-4a), 114.8 (C-2’), 116.2 (C-5’), 120.3 (C-6’), 

129.8 (C-1’), 144.8 (C-4’), 145.8 (C-3’), 155.7 (C-5), 157.2 (C-8a), 157.6 (C-7), 173.7 

(COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phénolique). 

Pf = 150 
o
C  

Composé 4e : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.30-0.87 (t, J = 7 Hz, 3 H, Ha), 1.09-1.34 (m, 28 

H, Hb1-14), 1.28-1.45 (m, 2 H, H-c), 2.12-2.19 (m, 2 H, H-d), 2.50-2.67 (dd, J = 16.3, 8 Hz, 1 

H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.2, 5.2 Hz, 1 H, 4-H-β), 5.11-5.24 (d, J = 8.1 Hz, 1 H, 2-H), 

5.80-5.84 (d, J = 2.2 Hz, 1 H, 6-H), 5.86-5.92 (d, J = 2.1 Hz, 1 H, 8-H), 5.94-5.96 (m, 1 H, 3-
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H), 6.48-6.58 (dd, J= 2.5, 8 Hz, 1H, 6’-H), 6.62-6.67 (d, J= 8 Hz, 1H, 5’-H), 6.73-6.77 (d, J= 

2.4 Hz, 1 H, 2’-H), 8.78 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.80 (s, 1H, 5-OH), 8.90 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.5 (C-b1), 24.9 (C-4), 25.1 (C-c), 

29.1 (C-b14), 29.3 (C-b3,13), 29.7 (C-b4,5,6,7,8,9,10,11,12), 32.2 (C-b2), 34.3 (C-d), 68.9 

(C-3), 83.5 (C-2), 94.9 (C-8), 95.3 (C-6), 99.4 (C-4a), 115 (C-2’), 116.1 (C-5’), 121.4 (C-6’), 

130.2 (C-1’), 144.5 (C-4’), 145.7 (C-3’), 155.5 (C-5), 157 (C-8a), 158.2 (C-7), 173.5 (COO). 

IR: 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-1

 (OH phenolique). 

Pf = 175 
o
C  

1.3. Synthèse des composés bi-modulaires de type III 

Couplage alanine et acide aminé : 

Dans un bicol de 250 mL surmonté d’une garde de CaCl2, 1eq d’acide gras est dissout dans 

20 ml de dichlorométhane anhydre. 13 mmoles (2 g) d’hydrochlorure de L-alanine éthyle 

ester et 13 mmoles (5.7 g) de BOP sont dissout également dans 20 mL de dichlorométhane 

anhydre et ajoutés dans le bicol. Et finalement 26 mmoles (2.6 g) de triéthylamine sont 

dissouts dans 10 mL de dichlorométhane anhydre et ajoutés dans le milieu. Apres 15 minutes, 

le pH du milieu est de 6. De petits volumes de triéthylamine sont ajoutés jusqu’à obtenir un 

ph de 7-8. Apres 3h30min, la réaction est arrêtée et le solvant est évaporé. Le liquide trouble 

obtenu est repris dans 150 mL d’acétate d’éthyle puis lavé successivement par 2*30 mL 

d’HCl (1M), 20 mL de NaCl saturé, 2*30 mL de NaHCO3 et 20 mL de NaCl  saturé. La 

phase organique est séchée sur MgSO4 puis évaporée. Le produit final est une huile jaune 

pour l’acide octanoique et un solide blanc pour les autres acides gras. 

Composé 5a : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.82 (t, J= 7, 3H, H-a), 1.11-1.29 (ma, 11 H, H-b, H-

i), 1.32 (d, J= 7.1 Hz, 3H, H-g), 1.48-1.63 (ma, 2 H, H-c), 2.13 (t, J= 7.6 Hz, 2H, H-d), 4.13 

(q, J= 7.16, 2 H H-h), 4.51 (ma, J= 7.28 Hz, 1H, H-f), 6.03 (s, 1H, H-e). 
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13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a, C-i), 17.3 (C-g), 22.7 (C-b1), 25.6 (C-

c), 28.6 (C-b3,4), 31.8 (C-b2), 36.5 (C-d), 52.1 (C-f), 61.3 (C-h), 171.5 (C-fa), 173.9 (C-da). 

IR: 1649 cm
-1

 (CO amide), 1738 cm
-1

 (CO-O), 2850-2920 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 5b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.74 (t, J= 6.9, 3H, H-a), 1.05-1.17 (ma, 19 H, H-b, 

H-i),1.19 (d, J= 7 Hz, 3H, H-g), 1.38-1.51 (ma, 2 H, H-c), 2.05 (t, J= 7.5 Hz, 2H, H-d), 3.98 

(q, J= 7.2, 2 H, H-h), 4.26 (ma, J= 7.5 Hz, 1H, H-f), 7.13 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.3 (C-a, C-i), 17.5 (C-g), 23.1 (C-b1), 25.2 (C-

c), 28.6 (C-b8), 28.9 (C-b7), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 31.9 (C-b2), 36.6 (C-d), 52 (C-f), 

61.3 (C-h), 172 (C-fa), 173.9 (C-da). 

IR: 1647 cm
-1

 (CO amide), 1738 cm
-1

 (CO-O), 2850-2921 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 5c : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J= 7.1, 3H, H-a), 1.12-1.29 (ma, 23 H, H-b, 

H-i), 1.32 (d, J= 7.1 Hz, 3H, H-g), 1.49-1.64 (ma, 2 H, H-c), 2.13 (t, J= 7.4 Hz, 2H, H-d), 4.13 

(q, J= 7.1, 2 H, H-h), 4.51 (ma, J= 7.2 Hz, 1H, H-f), 5.96 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a, C-i), 17.1 (C-g), 22.5 (C-b1), 25.9 (C-

c), 28.6 (C-b10), 28.9 (C-b9), 29.5 (C-b3), 29.9 (C-b4,5,6,7,8), 32.5 (C-b2), 37.5 (C-d), 52.2 

(C-f), 62.7 (C-h), 170.2 (C-fa), 174.2 (C-da). 

IR: 1648 cm
-1

 (CO amide), 1738 cm
-1

 (CO-O), 2850-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 
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Composé 5d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.83 (t, J= 7.2, 3 H, H-a), 1.10-1.34 (ma, 27 H, H-b, 

H-i), 1.35 (d, J= 7.1 Hz, 3 H, H-g), 1.35-1.49 (ma, 2 H, H-c), 2.09 (t, J= 7.4 Hz, 2 H, H-d), 

4.25 (q, J= 7.1, 2 H, H-h), 4.43 (ma, J= 7.2 Hz, 1 H, H-f), 6.54 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 13.9 (C-a, C-i), 17.5 (C-g), 23.1 (C-b1), 25.2 (C-

c), 28.8 (C-b12), 29.3 (C-b11), 29.5 (C-b3), 29.8 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 31.5 (C-b2), 36.7 (C-d), 

53.6 (C-f), 61.7 (C-h), 171.2 (C-fa), 173.7 (C-da).  

IR: 1644 cm
-1

 (CO amide), 1735 cm
-1

 (CO-O), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Saponification : 

1 g du couple acide gras-acide amine et du NaOH (5 eq) en solution 2M dans un mélange 

MeOH :H2O (9 :1) sont mis dans un ballon sous agitation. Apres 4h un précipité est formé. 7 

mL d’HCl (1M) sont introduits dans le ballon, le trouble disparait. Apres 5 minutes 

d’agitation, le méthanol est évaporé. Le milieu est place dans un bain de glace et 9 mL d’HCl 

(1M) sont ajoutes. Un précipité blanc se forme. Apres filtration sur Buchner, une cire blanche 

est récupérée. Apres lyophilisation, un solide blanc est obtenu. 

Composé 8a : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.80 (t, J= 7, 3 H, H-a), 1.11-1.33 (ma, 8 H, H-b), 

1.39 (d, J= 7.2 Hz, 3 H, H-g), 1.51-1.62 (ma, 2 H, H-c), 2.17 (t, J= 7.6 Hz, 2 H, H-d), 4.51 

(ma, J= 7.4 Hz, 1 H, H-f), 6.01 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 17 (C-g), 22.7 (C-b1), 25.6 (C-c), 

28.6 (C-b3,4), 31.9 (C-b2), 36.5 (C-d), 51.3 (C-f), 173.9 (C-da), 174.7 (C-fa). 
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IR: 1644 cm
-1

 (CO amide), 1703 cm
-1

 (COOH), 2850-2920 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 8b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.80 (t, J= 7, 3 H, H-a), 1.12-1.33 (ma, 16 H, H-b), 

1.40 (d, J= 7.2 Hz, 3 H, H-g), 1.51-1.62 (ma, 2 H, H-c), 2.16 (t, J= 7.6 Hz, 2 H, H-d), 4.50 

(ma, J= 7.4 Hz, 1 H, H-f), 6.25 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 17 (C-g), 22.7 (C-b1), 25.6 (C-c), 

28.6 (C-b8), 28.9 (C-b7), 29.6 (C-b4,5,6), 29.3 (C-b3), 31.9 (C-b2), 36.5 (C-d), 51.3 (C-f), 

173.9 (C-da), 174.7 (C-fa). 

IR: 1643 cm
-1

 (CO amide), 1702 cm
-1

 (COOH), 2851-2920 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 8c : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.82 (t, J= 6.8, 3 H, H-a), 1.1-1.33 (ma, 20 H, H-b), 

1.39 (d, J= 7.5 Hz, 3 H, H-g), 1.52-1.62 (ma, 2 H, H-c), 2.17 (t, J= 7.6 Hz, 2 H, H-d), 4.49 

(ma, J= 7.4 Hz, 1 H, H-f), 6.12 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 17.2 (C-g), 22.5 (C-b1), 25.6 (C-c), 

28.6 (C-b10), 28.9 (C-b9), 29.6 (C-b4,5,6,7,8), 29.3 (C-b3), 31.9 (C-b2), 36.6 (C-d), 51.3 (C-

f), 174 (C-da), 174.7 (C-fa). 

IR: 1644 cm
-1

 (CO amide), 1705 cm
-1

 (COOH), 2851-2923 cm
-1

 (chaine aliphatique). 
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Composé 8d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J= 6.8, 3 H, H-a), 1.12-1.31 (ma, 24 H, H-b), 

1.41 (d, J= 7.5 Hz, 3 H, H-g), 1.52-1.62 (ma, 2 H, H-c), 2.15 (t, J= 7.6 Hz, 2 H, H-d), 4.51 

(ma, J= 7.4 Hz, 1 H, H-f), 6.07 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.2 (C-a), 17.1 (C-g), 22.7 (C-b1), 25.6 (C-c), 

28.6 (C-b12), 28.9 (C-b11), 29.6 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 29.4 (C-b3), 32 (C-b2), 36.2 (C-d), 51.4 

(C-f), 174 (C-da), 174.7 (C-fa). 

IR: 1644 cm
-1

 (CO amide), 1703 cm
-1

 (COOH), 2850-2920 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Couplage lysine et acide aminé : 

Dans un bicol de 250 mL surmontee d’une garde de CaCl2, 2eq d’acide gras (n= 8,12, 14, 16, 

18) sont dissouts dans 20 ml de dichlorométhane anhydre. 4 mmoles (2 g) de dihydrochlorure 

de L-lysine ethylester et 8 mmoles (7 g) de BOP sont dissout également dans 20 mL de 

dichlorométhane anhydre et ajoutés dans le bicol. Et finalement  32 mmoles (3,2 g) de 

triethylamine est dissoute dans 10 mL de dichlorométhane anhydre et ajoutée dans le milieu. 

Apres 15 minutes, le pH du milieu est de 6. De petits volumes de triméthylamine sont ajoutés 

jusqu’à obtenir un ph de 7-8. Apres 3h30min, un precipite blanc se forme. Ce précipité est 

filtré. Le solvant du milieu est évaporé. Le liquide trouble obtenu est repris dans 150 mL de 

dichlorométhane puis lavé successivement par 2*30 mL d’HCl (1M), 20 mL de NaCl saturé, 

2*30 mL de NaHCO3 et 20 mL de NaCl saturé. La phase organique est séchée sur MgSO4 

puis évaporée. Le produit final est un solide blanc. 

Composé 7a : 
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1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.80 (t, J= 6.9, 6 H, H-a), 1.15-1.36 (ma, 21 H, H-

b,j,n), 1.39-1.69 (ma, 6 H, H-c,i), 2.03-2.24 (ma, 6 H, H-d,k), 3,16 (q, J= 6.6 Hz, 2 H, H-h), 

4.12 (q, J= 7.3 Hz, 2 H, H-m), 4.48 (ma, J= 4.2 Hz, 1 H, H-l), 5.6 (s, 1H, H-g), 6.12 (s, 1 H, 

H-f). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a,n), 22.7 (C-b1,j), 25.6 (C-c), 28.6 (C-

b3,4), 29.7 (C-i), 30.9 (C-k), 31.9 (C-b2), 36.5 (C-d), 39.2 (C-h), 56.6 (C-ka), 61.3 (C-m), 

171.5 (C-kb), 172.6 (C-ca), 173.9 (C-cb). 

IR: 1642 cm
-1

 (CO amide), 1727 cm
-1

 (CO-O), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 7b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.82 (t, J= 7.1, 6 H, H-a), 1.16-1.38 (ma, 37 H, H-

b,j,n), 1.41-1.70 (ma, 6 H, H-c,i), 2.12-2.35 (ma, 6 H, H-d,k), 3,17 (q, J= 6.6 Hz, 2 H, H-h), 

4.15 (q, J= 7.3 Hz, 2 H, H-m), 4.49 (ma, J= 4.2 Hz, 1 H, H-l), 5.6 (s, 1H, H-g), 6.12 (s, 1 H, 

H-f). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a,n), 22.7 (C-b1,j), 25.6 (C-c), 28.6 (C-

b8), 28.9 (C-b7), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 29.7 (C-i), 30.9 (C-k), 31.9 (C-b2), 36.5 (C-d), 

39.2 (C-h), 56.6 (C-ka), 61.3 (C-m), 171.5 (C-kb), 172.6 (C-ca), 173.9 (C-cb). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1729 cm
-1

 (CO-O), 2850-2924 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 7c : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.80 (t, J= 7, 6 H, H-a), 1.15-1.36 (ma, 45 H, H-

b,j,n), 1.38-1.71 (ma, 6 H, H-c,i), 2.05-2.24 (ma, 6 H, H-d,k), 3,19 (q, J= 6.6 Hz, 2 H, H-h), 
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4.12 (q, J= 7.3 Hz, 2 H, H-m), 4.48 (ma, J= 4.2 Hz, 1 H, H-l), 5.6 (s, 1H, H-g), 6.12 (s, 1 H, 

H-f). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a,n), 22.8 (C-b1,j), 25.7 (C-c), 28.6 (C-

b10), 28.9 (C-b9), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6,7,8), 29.7 (C-i), 30.8 (C-k), 31.9 (C-b2), 36.7 

(C-d), 39.1 (C-h), 56.5 (C-ka), 61.4 (C-m), 171.4 (C-kb), 172.8 (C-ca), 174 (C-cb). 

IR: 1641 cm
-1

 (CO amide), 1727 cm
-1

 (CO-O), 2852-2923 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 7d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.82 (t, J= 7, 6 H, H-a), 1.14-1.36 (ma, 53 H, H-

b,j,n), 1.40-1.81 (ma, 6 H, H-c,i), 2.05-2.24 (ma, 6 H, H-d,k), 3,20 (q, J= 6.6 Hz, 2 H, H-h), 

4.14 (q, J= 7.3 Hz, 2 H, H-m), 4.48 (ma, J= 4.2 Hz, 1 H, H-l), 5.62 (s, 1H, H-g), 6.14 (s, 1 H, 

H-f). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a,n), 22.6 (C-b1,j), 25.5 (C-c), 28.7 (C-

b12), 28.9 (C-b11), 29.4 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 29.7 (C-i), 31.1 (C-k), 31.9 (C-b2), 

36.4 (C-d), 39.3 (C-h), 56.7 (C-ka), 61.9 (C-m), 171.6 (C-kb), 172.7 (C-ca), 175.1 (C-cb). 

IR: 1639 cm
-1

 (CO amide), 1731 cm
-1

 (CO-O), 2855-2927 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Saponification : 

1 g du couple acide gras-acide amine et du NaOH (5 eq) en solution 2M dans un mélange 

MeOH : H2O (9 :1) sont mis dans un ballon sous agitation. Apres 4h un précipite est formé. 7 

mL d’HCl (1M) sont introduits dans le ballon, le trouble disparait. Apres 5 minutes 

d’agitation, le méthanol est évaporé. Le milieu est place dans un bain de glace et 9 mL d’HCl 

(1M) sont ajoutes. Un précipité blanc se forme. Apres filtration sur Buchner, une cire blanche 

est récupérée. Apres lyophilisation, un solide blanc est obtenu. 
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Composé 10a : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J= 7.1, 6 H, H-a), 1.08-1.35 (ma, 18 H, H-

b,j), 1.42-1.56 (ma, 6 H, H-c,i), 1.57-1.81 (ma, 2 H, H-k), 2.01-2.22 (ma, 4 H, H-d), 3.07 (t, 

J= 6.8, 2 H, H-h),  3,16 (q, J= 6.6 Hz, 2 H, H-h), 4,25 (q, J= 4.4 Hz, 1 H, H-l). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.6 (C-b1,j), 25.6 (C-c), 28.6 (C-b3,4), 

29.7 (C-i), 30.6 (C-k), 31.8 (C-b2), 36.5 (C-d), 39.2 (C-h), 56.6 (C-ka), 172.6 (C-ca), 173.9 

(C-cb), 174.7 (C-kb). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1702 cm
-1

 (COOH), 2851-2920 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 10b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J= 7.1, 6 H, H-a), 1.07-1.32 (ma, 34 H, H-

b,j), 1.40-1.55 (ma, 6 H, H-c,i), 1.56-1.82 (ma, 2 H, H-k), 2.02-2.24 (ma, 4 H, H-d), 3.08 (t, 

J= 6.9, 2 H, H-h),  3,15 (q, J= 6.6 Hz, 2 H, H-h), 4,24 (q, J= 4.4 Hz, 1 H, H-l). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.7 (C-b1,j), 25.6 (C-c), 28.6 (C-b8), 

28.9 (C-b7), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 29.7 (C-i), 30.6 (C-k), 31.9 (C-b2), 36.6 (C-d), 39.2 

(C-h), 56.6 (C-ka), 172.6 (C-ca), 173.9 (C-cb), 174.7 (C-kb). 

IR: 1641 cm
-1

 (CO amide), 1700 cm
-1

 (COOH), 2852-2919 cm
-1

 (chaine aliphatique). 
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Composé 10c : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.80 (t, J= 7.1, 6 H, H-a), 1.09-1.33 (ma, 42 H, H-

b,j), 1.39-1.54 (ma, 6 H, H-c,i), 1.56-1.82 (ma, 2 H, H-k), 2.01-2.24 (ma, 4 H, H-d), 3.10 (t, 

J= 7.1, 2 H, H-h),  3,11 (q, J= 6.6 Hz, 2 H, H-h), 4,26 (q, J= 4.4 Hz, 1 H, H-l). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 22.5 (C-b1,j), 25.7 (C-c), 28.7 (C-b10), 29 

(C-b9), 29.4 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6,7,8), 29.9 (C-i), 30.7 (C-k), 31.9 (C-b2), 36.6 (C-d), 39.2 

(C-h), 56.6 (C-ka), 172.6 (C-ca), 173.9 (C-cb), 174.7 (C-kb). 

IR: 1643 cm
-1

 (CO amide), 1702 cm
-1

 (COOH), 2851-2920 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 10d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.78 (t, J= 6.9, 6 H, H-a), 1.10-1.33 (ma, 50 H, H-

b,j), 1.40-1.54 (ma, 6 H, H-c,i), 1.56-1.81 (ma, 2 H, H-k), 2.01-2.25 (ma, 4 H, H-d), 3.11 (t, 

J= 6.9, 2 H, H-h),  3,11 (q, J= 6.6 Hz, 2 H, H-h), 4,23 (q, J= 4.4 Hz, 1 H, H-l). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 13.9 (C-a), 22.5 (C-b1,j), 25.7 (C-c), 28.7 (C-b12), 

29 (C-b11), 29.4 (C-b3), 29.7 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 29.8 (C-i), 30.7 (C-k), 31.9 (C-b2), 36.6 

(C-d), 39.2 (C-h), 56.6 (C-ka), 172.6 (C-ca), 173.8 (C-cb), 174.7 (C-kb). 

IR: 1641 cm
-1

 (CO amide), 1703 cm
-1

 (COOH), 2854-2921 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Couplage acide glutamique et acide aminé : 

Dans un bicol de 250 mL surmonté d’une garde de CaCl2, 1 eq d’acide gras (n= 8,12, 14, 16, 

18) est dissout dans 20 ml de dichlorométhane anhydre. 9 mmoles (2 g) d’hydrochlorure de L-

acide glutamique diméthylester et 9 mmoles (4 g) de BOP sont dissout également dans 20 mL 
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de dichlorométhane anhydre et ajoutés dans le bicol. Et finalement 18 mmoles (1,8 g) de 

triéthylamine sont dissouts dans 10 mL de dichlorométhane anhydre et ajoutés dans le milieu. 

Apres 15 minutes, le pH du milieu est de 6. De petits volumes de triéthylamine sont ajoutés 

jusqu’à obtenir un ph de 7-8. Apres 3h30min, un  précipité se forme. Ce précipité est évaporé 

et le solvant du milieu est évaporé. Le liquide trouble obtenu est repris dans 150 mL de 

dichlorométhane puis lavees successivement par 2*30 mL d’HCl (1M), 20 mL de NaCl 

saturé, 2*30 mL de NaHCO3 et 20 mL de NaCl saturé. La phase organique est séchée sur 

MgSO4 puis évaporée. Le produit final est un solide blanc. 

Composé 6a : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J= 6.5, 3 H, H-a), 1.11-1.34 (ma, 8 H, H-b), 

1.47-1.67 (ma, 2 H, H-c), 1.71-2.02 (ma, 2 H, H-f), 2.08 (t, J= 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.35 (t, J= 

7.5 Hz, 2 H, H-h), 3.61 (s, 3 H, H-i), 3.69 (s, 3 H, H-j), 4.47-4.65 (ma, 1 H, H-g), 6.25 (s, 1 H, 

H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.7 (C-b1), 25.6 (C-c), 26.3 (C-h), 26.6 

(C-g), 28.6 (C-b3,4), 31.8 (C-b2), 36.5 (C-d), 51.9 (C-i,j), 55.6 (C-f), 172.9 (C-fa), 173.1 (C-

ha), 173.9 (C-da). 

IR: 1641 cm
-1

 (CO amide), 1727 cm
-1

 (CO-O), 2852-2923 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 6b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.80 (t, J= 6.5, 3 H, H-a), 1.12-1.34 (ma, 16 H, H-b), 

1.47-1.65 (ma, 2 H, H-c), ), 1.69-2.05 (ma, 2 H, H-f), 2.10 (t, J= 7.2 Hz, 2 H, H-d), 2.36 (t, J= 

7.5 Hz, 2 H, H-h), 3.66 (s, 3 H, H-i), 3.70 (s, 3 H, H-j), 4.48-4.65 (ma, 1 H, H-g), 6.20 (s, 1 H, 

H-e). 
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13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.6 (C-b1), 25.7 (C-c), 26.4 (C-h), 26.7 

(C-g), 28.6 (C-b8), 28.9 (C-b7), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 31.9 (C-b2), 36.6 (C-d), 52.1 

(C-i,j), 55.7 (C-f), 173.1 (C-fa), 173.3 (C-ha), 173.4 (C-da). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1731 cm
-1

 (CO-O), 2850-2924 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 6c : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.82 (t, J= 6.5, 3 H, H-a), 1.14-1.34 (ma, 20 H, H-b), 

1.45-1.64 (ma, 2 H, H-c), ), 1.75-2.07 (ma, 2 H, H-f), 2.11 (t, J= 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.32 (t, J= 

7.8 Hz, 2 H, H-h), 3.67 (s, 3 H, H-i), 3.69 (s, 3 H, H-j), 4.47-4.65 (ma, 1 H, H-g), 6.20 (s, 1 H, 

H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 13.9 (C-a), 22.6 (C-b1), 25.7 (C-c), 26.4 (C-h), 26.7 

(C-g), 28.6 (C-b10), 28.9 (C-b9), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6,7,8), 32.1 (C-b2), 36.3 (C-d), 

52.5 (C-i,j), 55.7 (C-f), 173.1 (C-fa), 173.3 (C-ha), 173.4 (C-da). 

IR: 1642 cm
-1

 (CO amide), 1729 cm
-1

 (CO-O), 2851-2923 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 6d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J= 6.5, 3 H, H-a), 1.14-1.34 (ma, 24 H, H-b), 

1.42-1.63 (ma, 2 H, H-c), ), 1.75-2.03 (ma, 2 H, H-f), 2.14 (t, J= 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.45 (t, J= 

7.2 Hz, 2 H, H-h), 3.60 (s, 3 H, H-i), 3.64 (s, 3 H, H-j), 4.47-4.64 (ma, 1 H, H-g), 6.20 (s, 1 H, 

H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 13.9 (C-a), 22.6 (C-b1), 25.7 (C-c), 26.4 (C-h), 26.7 

(C-g), 28.2 (C-b12), 28.9 (C-b11), 29.3 (C-b3), 29.5 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 31.7 (C-b2), 36.3 

(C-d), 52.5 (C-i,j), 55.8 (C-f), 173.1 (C-fa), 173.5 (C-ha), 173.4 (C-da). 
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IR: 1641 cm
-1

 (CO amide), 1727 cm
-1

 (CO-O), 2852-2923 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Saponification : 

1 g du couple acide gras-acide amine et du NaOH (5 eq) en solution 2M dans un mélange 

MeOH :H2O (9 :1) sont mis dans un ballon sous agitation. Après 4h un précipite est formé. 7 

mL d’HCl (1M) sont introduits dans le ballon, le trouble disparait. Après 5 minutes 

d’agitation, le méthanol est évaporé. Le milieu est place dans un bain de glace et 9 mL d’HCl 

(1M) sont ajoutes. Un précipité blanc se forme. Apres filtration sur Buchner, une cire blanche 

est récupérée. Apres lyophilisation, un solide blanc est obtenu. 

Composé 9a : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.78 (t, J= 6.9, 6 H, H-a), 1.06-1.26 (ma, 8 H, H-b), 

1.31-1.52 (ma, 2 H, H-c), ), 1.72-2.01 (ma, 2 H, H-f), 2.10 (t, J= 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.33 (t, J= 

7.2 Hz, 2 H, H-h), 4.01-4.23 (ma, 1 H, H-g), 7.95 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.7 (C-b1), 25.6 (C-c), 26.5 (C-g), 28.6 

(C-b3,4), 30.4 (C-h), 31.8 (C-b2), 36.5 (C-d) , 55.5 (C-f), 173.9 (C-da), 174.7 (C-fa), 178.4 

(C-ha). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1703 cm
-1

 (COOH), 2854-2921 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 9b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J= 7.1, 6 H, H-a), 1.10-1.30 (ma, 16 H, H-b), 

1.33-1.54 (ma, 2 H, H-c), ), 1.72-2.01 (ma, 2 H, H-f), 2.11 (t, J= 7.5 Hz, 2 H, H-d), 2.33 (t, J= 

7.2 Hz, 2 H, H-h), 4.03-4.25 (ma, 1 H, H-g), 7.94 (s, 1 H, H-e). 
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13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 13.9 (C-a), 22.6 (C-b1), 25.6 (C-c), 26 (C-g), 28.6 

(C-b8), 28.9 (C-b7), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 30.8 (C-h), 31.9 (C-b2), 36.9 (C-d) , 55.8 

(C-f), 172.4 (C-da), 172.7 (C-fa), 179.6 (C-ha). 

IR: 1638 cm
-1

 (CO amide), 1702 cm
-1

 (COOH), 2852-2924 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 9c : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J= 7.1, 6 H, H-a), 1.04-1.26 (ma, 20 H, H-b), 

1.29-1.50 (ma, 2 H, H-c), ), 1.70-2 (ma, 2 H, H-f), 2.09 (t, J= 7.5 Hz, 2 H, H-d), 2.35 (t, J= 7.2 

Hz, 2 H, H-h), 4-4.22 (ma, 1 H, H-g), 7.97 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.2 (C-a), 22.5 (C-b1), 25.7 (C-c), 26.4 (C-g), 28.6 

(C-b10), 28.9 (C-b9), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6,7,8), 31.4 (C-h), 31.9 (C-b2), 37.4 (C-d) , 

55.8 (C-f), 173.9 (C-da), 174.7 (C-fa), 178.4 (C-ha). 

IR: 1642 cm
-1

 (CO amide), 1705 cm
-1

 (COOH), 2850-2921 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 9d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.78 (t, J= 6.9, 6 H, H-a), 1.10-1.29 (ma, 24 H, H-b), 

1.32-1.53 (ma, 2 H, H-c), ), 1.72-2.01 (ma, 2 H, H-f), 2.15 (t, J= 7.5 Hz, 2 H, H-d), 2.30 (t, J= 

7.6 Hz, 2 H, H-h), 4.01-4.25 (ma, 1 H, H-g), 7.99 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 22.6 (C-b1), 25.4 (C-c), 26.3 (C-g), 28.5 

(C-b12), 29 (C-b11), 29.4 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 31.2 (C-h), 32.1 (C-b2), 37.5 (C-

d) , 55.8 (C-f), 173.9 (C-da), 174.7 (C-fa), 178.4 (C-ha). 

IR: 1641 cm
-1

 (CO amide), 1702 cm
-1

 (COOH), 2854-2921 cm
-1

 (chaine aliphatique). 
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Estérification : 

Dans un ballon de 250 mL muni d’un système d’agitation magnétique sont dissout 1,1 eq du 

couple acide aminé-acide gras dans 10 mL de THF sous azote. 1 eq de catéchine 

tetrabenzylée, 1,1 eq de DMAP et 1,1 eq de HOBT sont chacun dissout dans 20 mL de THF et 

ajoutés dans le milieu. Après 10 minutes d’agitation, 1,1 eq de DCCI solubilisé dans 10 mL 

de THF sont ajoutés à 0
o
C. La réaction est laissée sous agitation durant 18 heures. Une fois la 

réaction terminée, un précipité, la dicycloexylurée, est filtré sur Buchner. Le solvant du filtrat 

est évaporé, repris dans 150 mL d’acétate d’éthyle, puis lavé successivement par avec 2*25 

mL de HCl (1M), 25 mL de NaCl saturé, 2*25 mL de NaHCO3 et finalement 25 mL de NaCl 

saturé. Après séchage sur MgSO4 et évaporation de la phase organique on obtient un solide 

brun. Le produit est purifié sur une colonne chromatographique (8 :2 cyclohexane / acétate 

d’éthyle). Le produit final est un solide blanc. 

Composé 11a : 

 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J = 6.9 Hz, 3 H, H-a), 1.12 (d, J= 7.1 Hz, 3H, 

H-g), 1.15-1.25 (ma, 8 H, H-b1-4), 1.33-1.42 (ma, 2 H, H-c), 2.06-2.11 (ma, 2 H, H-d), 2.60-

2.65 (dd, J = 16.6, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.75-2.88 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.35 (mu, 

J= 7.28 Hz, 1H, H-f), 4.88 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.91 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 2 H, OCH2Ph), 

4.96 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.08 (d, J = 7.9 Hz, 1 H, 2-H), 5.25 (q, J = 5.3 Hz, 1 H, 3-H), 6.16 (d, 

J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.19 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.81 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.90 (s, 1 H, 

2’-H), 7.25–7.40 (ma, 20 H, Ar-H), 10.82 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm)  = 14.1 (C-a), 17.3 (C-g), 22.7 (C-b1), 25.1 (C-4), 25.6 (C-c), 

28.6 (C-b3,4), 31.8 (C-b2), 36.5 (C-d), 52.4 (C-f), 69 (C-3), 70.8 (OCH2Ph), 71.1 

(OCH2PH), 71.2 (OCH2Ph), 71.3 (OCH2PH), 82.4 (C-2), 92.5 (C-6), 93.2 (C-8), 101.3 (C-

4a), 110.4 (C-2’), 112.5 (C-5’), 120.3 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 
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128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 131.1 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-OCH2Ph) 147.1 (C-

4’), 149.9 (C-3’), 155.8 (C-7), 156.5 (C-8a), 159.3 (C-7), 173.9 (COO). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1736 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 11b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.78 (t, J = 6.9 Hz, 3 H, H-a), 1.11 (d, J= 7.1 Hz, 3H, 

H-g), 1.18-1.29 (ma, 16 H, H-b1-8), 1.32-1.41 (ma, 2 H, H-c), 2.06-2.11 (ma, 2 H, H-d), 2.62-

2.67 (dd, J = 16.6, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.77-2.89 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.35 (mu, 

J= 7.2 Hz, 1H, H-f), 4.91 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.94 (s, 2 H, OCH2Ph), 

4.95 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.11 (d, J = 7.9 Hz, 1 H, 2-H), 5.23 (q, J = 5.3 Hz, 1 H, 3-H), 6.17 (d, 

J = 2.7 Hz, 1 H, 6-H), 6.2 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.82 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.90 (s, 1 H, 2’-

H), 7.24–7.41 (ma, 20 H, Ar-H), 10 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.3 (C-a), 17.4 (C-g), 22.7 (C-b1), 25.1 (C-4), 25.6 

(C-c), 28.6 (C-b8), 28.9 (C-b7), 29.6 (C-b3,4,5,6), 32.1 (C-b2), 36.8 (C-d), 52.1 (C-f), 69.5 

(C-3), 70.5 (OCH2Ph), 71 (OCH2PH), 71.2 (OCH2Ph), 71.4 (OCH2PH), 82.2 (C-2), 92.8 (C-

6), 93.4 (C-8), 101.3 (C-4a), 111.1 (C-2’), 112.5 (C-5’), 120.3 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 

127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 131.1 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 

137.1 (C-OCH2Ph) 147.3 (C-4’), 149.7 (C-3’), 155.2 (C-7), 156.1 (C-8a), 159.3 (C-7), 173.9 

(COO). 

IR: 1639 cm
-1

 (CO amide), 1735 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 11c : 
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1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.17 (d, J= 7.1 Hz, 3H, 

H-g), 1.20-1.32 (ma, 20 H, H-b1-10), 1.34-1.45 (ma, 2 H, H-c), 2.10-2.17 (ma, 2 H, H-d), 

2.64-2.67 (dd, J = 16.6, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.74-2.87 (dd, J = 16.1, 5.1 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.3 

(mu, J= 7.4 Hz, 1H, H-f), 4.92 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.95 (s, 2 H, 

OCH2Ph), 4.97 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.12 (d, J = 8 Hz, 1 H, 2-H), 5.23 (q, J = 5.6 Hz, 1 H, 3-

H), 6.18 (d, J = 2.7 Hz, 1 H, 6-H), 6.34 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 8-H), 6.84 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 

6.90 (s, 1 H, 2’-H), 7.21–7.40 (ma, 20 H, Ar-H), 9.57 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.5 (C-a), 17.2 (C-g), 22.4 (C-b1), 25 (C-4), 25.4 

(C-c), 28.4 (C-b10), 28.7 (C-b9), 29.5 (C-b3,4,5,6,7,8), 32.2 (C-b2), 36.7 (C-d), 52.5 (C-f), 

69.2 (C-3), 70.5 (OCH2Ph), 71 (OCH2PH), 71.3 (OCH2Ph), 71.4 (OCH2PH), 82.4 (C-2), 93 

(C-6), 93.5 (C-8), 101.3 (C-4a), 111 (C-2’), 112.2 (C-5’), 120.4 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 

127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 131 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 

(C-OCH2Ph) 147.5 (C-4’), 149.9 (C-3’), 155.7 (C-7), 156.1 (C-8a), 159.8 (C-7), 173.9 

(COO). 

IR: 1639 cm
-1

 (CO amide), 1735 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 11d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.18 (d, J= 7.2 Hz, 3H, 

H-g), 1.24-1.33 (ma, 24 H, H-b1-12), 1.35-1.45 (ma, 2 H, H-c), 2.10-2.18 (ma, 2 H, H-d), 

2.64-2.67 (dd, J = 16.4, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.75-2.87 (dd, J = 16.1, 5.1 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.5 

(mu, J= 7.5 Hz, 1H, H-f), 4.90 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.96 (s, 2 H, 

OCH2Ph), 4.97 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.13 (d, J = 8.1 Hz, 1 H, 2-H), 5.25 (q, J = 5.7 Hz, 1 H, 3-

H), 6.20 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.34 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 8-H), 6.85 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 

6.91 (s, 1 H, 2’-H), 7.21–7.39 (ma, 20 H, Ar-H), 9.67 (s, 1H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 14.2 (C-a), 17.3 (C-g), 22.5 (C-b1), 25.2 (C-4), 25.4 

(C-c), 28.2 (C-b12), 28.7 (C-b11), 29.4 (C-b3,4,5,6,7,8,9,10), 32.4 (C-b2), 36.2 (C-d), 52.4 

(C-f), 69.3 (C-3), 70.6 (OCH2Ph), 71.2 (OCH2PH), 71.3 (OCH2Ph), 71.4 (OCH2PH), 82.4 
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(C-2), 93 (C-6), 93.5 (C-8), 101.3 (C-4a), 111.1 (C-2’), 112.2 (C-5’), 120.5 (C-6’), 127.1, 

127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 131 (C-1’), 136.7, 136.7, 

137.0, 137.1 (C-OCH2Ph) 147.4 (C-4’), 149.9 (C-3’), 155.5 (C-7), 156.2 (C-8a), 159.8 (C-7), 

173.9 (COO). 

IR: 1642 cm
-1

 (CO amide), 1730 cm
-1

 (O-CO), 2851-2925 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 13a : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J = 7.1 Hz, 6 H, H-a), 1.08-1.35 (ma, 18H, H-

b,j), 1.42-1.56 (ma, 6H, H-c,i), 1.57-1.81 (ma, 2 H, H-k), 2.06-2.11 (ma, 2 H, H-d), 2.58-2.62 

(dd, J = 16.7, 8.5 Hz,1 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 3.07 (t, J = 6.8, 

2 H, H-h), 4.25 (q, J = 4.4 Hz, 1 H, H-l), 4.88 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.91 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 

(s, 2 H, OCH2Ph), 4.98 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.08 (d, J = 7.9 Hz, 1 H, 2-H), 5.25 (q, J = 5.3 Hz, 

1 H, 3-H), 6.26 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.28 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.87 (s, 2 H, 5’-H, 6’-

H ), 6.97 (s, 1 H, 2’-H), 7.32–7.48 (ma, 20 H, Ar-H), 7.70 (s, 1H, H-g), 8.32 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm)  = 14.1 (C-a), 22.6 (C-b1,j), 25.1 (C-4), 25.6 (C-c), 28.6 (C-b3,4), 

29.7 (C-i), 30.9 (C-k), 31.8 (C-b2), 37.2 (C-d), 39.2 (C-h), 56.8 (C-l), 68.4 (C-3), 71 

(OCH2Ph), 71.1 (OCH2PH), 71.2 (OCH2Ph), 71.3 (OCH2PH), 81.3 (C-2), 92.1 (C-6), 92.9 

(C-8), 101 (C-4a), 110.8 (C-2’), 112.9 (C-5’), 121.5 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 

127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 130.8 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-

OCH2Ph), 144.9 (C-4’), 148.6 (C-3’), 156.1 (C-7), 156.6 (C-8a), 159.3 (C-7), 172.6 (COO), 

173.9 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1642 cm
-1

 (CO amide), 1729 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 
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Composé 13b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.80 (t, J = 6.9 Hz, 6 H, H-a), 1.10-1.34 (ma, 34H, H-

b,j), 1.45-1.55 (ma, 6H, H-c,i), 1.58-1.86 (ma, 2 H, H-k), 2.08-2.15 (ma, 2 H, H-d), 2.59-2.66 

(dd, J = 16.5, 8.5 Hz,1 H, 4-H-α), 2.79-2.95 (dd, J = 16.4, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 3.09 (t, J = 7.1, 

2 H, H-h), 4.26 (q, J = 4.4 Hz, 1 H, H-l), 4.82 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.90 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.92 

(s, 2 H, OCH2Ph), 4.94 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.10 (d, J = 7.9 Hz, 1 H, 2-H), 5.24 (q, J = 5.3 Hz, 

1 H, 3-H), 6.23 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.28 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 8-H), 6.88 (s, 2 H, 5’-H, 6’-

H ), 6.99 (s, 1 H, 2’-H), 7.30–7.46 (ma, 20 H, Ar-H), 7.71 (s, 1H, H-g), 8.30 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm)  = 14 (C-a), 22.7 (C-b1,j), 25.5 (C-4), 25.7 (C-c), 28.6 (C-b8,7), 

29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 29.7 (C-i), 31.3 (C-k), 31.9 (C-b2), 36.2 (C-d), 38.6 (C-h), 56.4 

(C-l), 69 (C-3), 71.2 (OCH2Ph), 71.3 (OCH2PH), 82.4 (C-2), 92.5 (C-6), 93 (C-8), 101.3 (C-

4a), 110.4 (C-2’), 112.5 (C-5’), 120.3 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 

128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 130.6 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-OCH2Ph), 147.1 (C-

4’), 149.9 (C-3’), 155.8 (C-7), 156.5 (C-8a), 160.1 (C-7), 172.6 (COO), 173.9 (COO), 174.1 

(COO). 

IR: 1640cm
-1

 (CO amide), 1730 cm
-1

 (O-CO), 2849-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 13c : 
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1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.82 (t, J = 6.7 Hz, 6 H, H-a), 1.09-1.33 (ma, 42 H, H-

b,j), 1.44-1.53 (ma, 6 H, H-c,i), 1.57-1.86 (ma, 2 H, H-k), 2.10-2.16 (ma, 2 H, H-d), 2.60-2.66 

(dd, J = 16.4, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.79-2.95 (dd, J = 16.4, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 3.11 (t, J = 7.4, 

2 H, H-h), 4.20 (q, J = 4.5 Hz, 1 H, H-l), 4.86 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.89 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.91 

(s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.12 (d, J = 8 Hz, 1 H, 2-H), 5.25 (q, J = 5.5 Hz, 1 

H, 3-H), 6.23 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.29 (d, J = 2.3 Hz, 1 H, 8-H), 6.88 (s, 2 H, 5’-H, 6’-

H), 6.99 (s, 1 H, 2’-H), 7.29–7.44 (ma, 20 H, Ar-H), 7.74 (s, 1H, H-g), 9 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.7 (C-b1,j), 25.1 (C-4), 25.6 (C-c), 28.6 (C-b10), 

28,9 (C-b9), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6,7,8), 30.6 (C-i), 31.3 (C-k), 32.1 (C-b2), 36.9 (C-d), 

39.3 (C-h), 56.4 (C-l), 69 (C-3), 71 (OCH2Ph), 71.2 (OCH2Ph), 71.3 (OCH2PH), 82.5 (C-2), 

92.9 (C-6), 93 (C-8), 101.3 (C-4a), 110.4 (C-2’), 112.5 (C-5’), 120.3 (C-6’), 127.1, 127.1, 

127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 131.9 (C-1’), 136.7, 136.7, 

137.0, 137.1 (C-OCH2Ph), 147.5 (C-4’), 150 (C-3’), 155.8 (C-5), 156.5 (C-8a), 161.5(C-7), 

172.6 (COO), 173.9 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1725 cm
-1

 (O-CO), 2850-2924 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 13d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J = 7 Hz, 6 H, H-a), 1.10-1.32 (ma, 50 H, H-

b,j), 1.43-1.54 (ma, 6H, H-c,i), 1.57-1.86 (ma, 2 H, H-k), 2.11-2.16 (ma, 2 H, H-d), 2.61-2.66 

(dd, J = 16.5, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.79-2.95 (dd, J = 16.4, 5.3 Hz, 1 H, 4-H-β), 3.12 (t, J = 7.5, 

2 H, H-h), 4.21 (q, J = 4.2 Hz, 1 H, H-l), 4.88 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.89 (s, 2 H, OCH2Ph), 4.91 

(s, 2 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.19 (d, J = 8.1 Hz, 1 H, 2-H), 5.25 (q, J = 5.3 Hz, 

1 H, 3-H), 6.21 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.31 (d, J = 2.3 Hz, 1 H, 8-H), 6.84 (s, 2 H, 5’-H, 6’-

H), 6.97 (s, 1 H, 2’-H), 7.30–7.44 (ma, 20 H, Ar-H), 7.74 (s, 1H, H-g), 9 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm)  = 14.2 (C-a), 22.4 (C-b1,j), 25.4 (C-4), 25.9 (C-c), 28.6 (C-b12), 

28,9 (C-b11), 29.5 (C-b3), 29.7 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 30.9 (C-i), 31.5 (C-k), 33.3 (C-b2), 37.1 
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(C-d), 39.5 (C-h), 56.5 (C-l), 68.7 (C-3), 71 (OCH2Ph), 71.2 (OCH2Ph), 71.4 (OCH2PH), 

82.4 (C-2), 92.9 (C-6), 93.3 (C-8), 101.6 (C-4a), 110.2 (C-2’), 113.5 (C-5’), 122.1 (C-6’), 

127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 130.9 (C-1’), 

136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-OCH2Ph), 147.5 (C-4’), 150 (C-3’), 155.8 (C-7), 156.5 (C-8a), 

161.2 (C-7), 172.9 (COO), 174 (COO), 174.5 (COO). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1727 cm
-1

 (O-CO), 2852-2923 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 12a : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.78 (t, J = 6.9 Hz, 3 H, H-a), 1.06-1.26 (ma, 8H, H-

b,), 1.31-1.52 (ma, 2 H, H-c), 2.10 (t, J = 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.25-2.37 (ma, 4 H, H-g,h), 2.58-

2.62 (dd, J = 16.7, 8.5 Hz, 2 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 2 H, 4-H-β), 4.50-4.53 

(ma, 1 H, H-f), 4.88 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.91 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.98 

(s, 4 H, OCH2Ph), 5.10 (d, J = 8 Hz, 2 H, 2-H), 5.34 (q, J = 5.5 Hz, 2 H, 3-H), 6.27 (d, J = 2.5 

Hz, 2 H, 6-H), 6.28 (d, J = 2.5 Hz, 2 H, 8-H), 6.87 (s, 4 H, 5’-H, 6’-H ), 6.97 (s, 2 H, 2’-H), 

7.32–7.48 (ma, 40 H, Ar-H), 8.84 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm) = 14.2 (C-a), 22.7 (C-b1), 25.1 (C-4), 25.6 (C-c), 26.6 (C-g), 28.6 

(C-b3,4), 30.8 (C-h), 31.8 (C-b2), 36.6 (C-d), 56.2 (C-f), 69 (C-3), 70.8 (OCH2Ph), 71.1 

(OCH2PH), 82.4 (C-2), 92.1 (C-6), 92.9 (C-8), 101.1 (C-4a), 110.4 (C-2’), 112.5 (C-5’), 

120.3 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 

130.9 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-OCH2Ph), 147.1 (C-4’), 149.9 (C-3’), 155.8 (C-

5), 156.6 (C-8a), 159.3 (C-7), 173.1 (COO), 173.9 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1644 cm
-1

 (CO amide), 1735 cm
-1

 (O-CO), 2854-2923 cm
-1

 (chaine aliphatique). 
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Composé 12b : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.09-1.28 (ma, 16H, H-

b,), 1.33-1.52 (ma, 6H, H-c), 2.10 (t, J = 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.27-2.38 (ma, 4 H, H-g,h), 2.59-

2.63 (dd, J = 16.7, 8.5 Hz, 2 H, 4-H-α), 2.80-2.90 (dd, J = 16.5, 5.5 Hz, 2 H, 4-H-β), 4.51-4.54 

(ma, 1 H, H-f), 4.89 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.91 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.94 

(s, 4 H, OCH2Ph), 5.12 (d, J = 7.7 Hz, 2 H, 2-H), 5.35 (q, J = 5.5 Hz, 2 H, 3-H), 6.30 (d, J = 

2.6 Hz, 2 H, 6-H), 6.34 (d, J = 2.6 Hz, 2 H, 8-H), 6.85 (s, 4 H, 5’-H, 6’-H ), 7 (s, 2 H, 2’-H), 

7.35–7.45 (ma, 40 H, Ar-H), 9.1 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.8 (C-b1), 25.3 (C-4), 25.9 (C-c), 26.9 (C-g), 28.5 

(C-b7,8), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 30.8 (C-h), 31.9 (C-b2), 36.7 (C-d), 57.1 (C-f), 69.5 

(C-3), 70.8 (OCH2Ph), 71.1 (OCH2PH), 83 (C-2), 92.2 (C-6), 93 (C-8), 101.3 (C-4a), 110.6 

(C-2’), 112.7 (C-5’), 121.2 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 128.9, 

128.9, 128.9 (C-Ar), 131.4 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-OCH2Ph), 147.5 (C-4’), 150 

(C-3’), 155.4 (C-5), 156.3 (C-8a), 159.7 (C-7), 173.5 (COO), 174 (COO), 174.4 (COO). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1737 cm
-1

 (O-CO), 2850-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 12c : 
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1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.78 (t, J = 6.8 Hz, 3 H, H-a), 1.07-1.29 (ma, 20H, H-

b,), 1.33-1.52 (ma, 6H, H-c), 2.15 (t, J = 7.5 Hz, 2 H, H-d), 2.26-2.38 (ma, 4 H, H-g,h), 2.58-

2.63 (dd, J = 16.5, 8.5 Hz, 2 H, 4-H-α), 2.81-2.90 (dd, J = 16.5, 5.5 Hz, 2 H, 4-H-β), 4.51-4.54 

(ma, 1 H, H-f), 4.85 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.91 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.94 

(s, 4 H, OCH2Ph), 5.14 (d, J = 7.5 Hz, 2 H, 2-H), 5.34 (q, J = 5.7 Hz, 2 H, 3-H), 6.32 (d, J = 

2.4 Hz, 2 H, 6-H), 6.36 (d, J = 2.6 Hz, 2 H, 8-H), 6.87 (s, 4 H, 5’-H, 6’-H ), 6.95 (s, 2 H, 2’-

H), 7.32–7.46 (ma, 40 H, Ar-H), 9.5 (s, 1 H, H-e). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm) = 13.9 (C-a), 22.8 (C-b1), 25.4 (C-4), 26 (C-c), 26.9 (C-g), 28.5 

(C-b10,9), 29.2 (C-b3), 29.8 (C-b4,5,6,7,8), 31.2 (C-h), 31.7 (C-b2), 36.1 (C-d), 57.2 (C-f), 69 

(C-3), 70.8 (OCH2Ph), 71.1 (OCH2PH), 82.7 (C-2), 92.2 (C-6), 92.5 (C-8), 102.4 (C-4a), 

111.1 (C-2’), 113.4 (C-5’), 124.1 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 

128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 132.1 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-OCH2Ph), 147.2 (C-

4’), 149.8 (C-3’), 155.6 (C-5), 156.1 (C-8a), 160.2 (C-7), 173.1 (COO), 174.3 (COO), 174.5 

(COO). 

IR: 1642 cm
-1

 (CO amide), 1727 cm
-1

 (O-CO), 2849-2921 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Composé 12d : 

 

1
H NMR (CDCl3, 400 MHz): δ (ppm) = 0.82 (t, J = 6.8 Hz, 3 H, H-a), 1.010-1.29 (ma, 24 H, 

H-b,), 1.33-1.55 (ma, 6H, H-c), 2.14 (t, J = 7.5 Hz, 2 H, H-d), 2.26-2.40 (ma, 4 H, H-g,h), 

2.59-2.65 (dd, J = 16.5, 8.5 Hz, 2 H, 4-H-α), 2.81-2.90 (dd, J = 16.5, 5.5 Hz, 2 H, 4-H-β), 

4.51-4.55 (ma, 1 H, H-f), 4.89 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.91 (s, 4 H, OCH2Ph), 4.93 (s, 4 H, 

OCH2Ph), 4.94 (s, 4 H, OCH2Ph), 5.15 (d, J = 7.5 Hz, 2 H, 2-H), 5.30 (q, J = 5.7 Hz, 2 H, 3-

H), 6.32 (d, J = 2.4 Hz, 2 H, 6-H), 6.37 (d, J = 2.6 Hz, 2 H, 8-H), 6.89 (s, 4 H, 5’-H, 6’-H ), 

6.94 (s, 2 H, 2’-H), 7.32–7.46 (ma, 40 H, Ar-H), 10.1 (s, 1 H, H-e). 
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13
C NMR (CDCl3): δ (ppm)  = 14.1 (C-a), 23.2 (C-b1), 25.4 (C-4), 25.7 (C-c), 26.9 (C-g), 

28.2 (C-b10,9), 29.1 (C-b3), 29.8 (C-b4,5,6,7,8), 30.4 (C-h), 31.8 (C-b2), 36.4 (C-d), 57.4 (C-

f), 68.7 (C-3), 70.4 (OCH2Ph), 71.1 (OCH2PH), 82.9 (C-2), 92.4 (C-6), 93.1 (C-8), 102.4 (C-

4a), 111.9 (C-2’), 113.1 (C-5’), 124.5 (C-6’), 127.1, 127.1, 127.1, 127.6, 127.6, 127.6, 127.9, 

128.9, 128.9, 128.9 (C-Ar), 132.1 (C-1’), 136.7, 136.7, 137.0, 137.1 (C-OCH2Ph), 147.8 (C-

4’), 150.1 (C-3’), 155.1 (C-5), 156.5 (C-8a), 159.7 (C-7), 173.1 (COO), 174 (COO), 174.5 

(COO). 

IR: 1639 cm
-1

 (CO amide), 1735 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique). 

Hydrogénation : 

L’ester de catéchine benzylé est dissout dans un mélange d’éthanol absolu et acétate d’éthyle 

1 :1 puis hydrogéné dans un réacteur avec du palladium sur charbon (Pd(OH)2/C) a 10% 

pendant 20h a température ambiante a la pression de 50 bars. Le milieu reactionnel est ensuite 

filtree sur verre fritte comportant une couche de plusieurs centimetre d’epaisseur de celite. La 

celite est est lavee abondamment par de l’acetate d’ethyle et du mtehanol. Après évaporation, 

une cire verdatre est obtenue. Cette cire lavée avec 2* 25 mL de HCl (1 M) et 25 mL de NaCl 

saturé. Le produit final est un solide brun. 

Composé 14a : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 0.73 (t, J = 7 Hz, 3 H, H-a), 1.07 (d, J= 7.1 Hz, 

3H, H-g), 1.09-1.25 (ma, 8 H, H-b1-4), 1.37-1.51 (ma, 2 H, H-c), 1.96-2.06 (ma, 2 H, H-d), 

2.47-2.58 (dd, J = 16.6, 8.4 Hz,1 H, 4-H-α), 2.76-2.86 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.19 

(mu, J= 7.15 Hz, 1H, H-f), 4.87 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, 2-H), 5-5.1 (ma, 1 H, 3-H), 5.81 (d, J = 

2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.65 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.75 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.90 (s, 1 H, 2’-

H), 8.5 (s, 1 H, H-e), 8.78 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.80 (s, 1H, 5-OH), 8.90 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm)  = 14.2 (C-a), 17.3 (C-g), 22.7 (C-b1), 24.8 (C-4), 

25.6 (C-c), 28.6 (C-b3,4), 31.8 (C-b2), 36.5 (C-d), 52.4 (C-f), 69.1 (C-3), 82.4 (C-2), 94.8 (C-



311 
 

8), 95 (C-6), 99 (C-4a), 115.2 (C-2’), 116.1 (C-5’), 121.3 (C-6’), 131.5 (C-1’),  144.6 (C-4’), 

145.8 (C-3’), 157.2 (C-7), 157.3 (C-8a), 157.3 (C-7), 173.9 (COO). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1735 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3367 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 120 
o
C 

Composé 14b : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J = 7.2 Hz, 3 H, H-a), 1.10 (d, J= 7.1 Hz, 

3H, H-g), 1.10-1.27 (ma, 16 H, H-b1-8), 1.37-1.21 (ma, 2 H, H-c), 1.99-2.10 (ma, 2 H, H-d), 

2.49-2.60 (dd, J = 16.6, 8.3 Hz,1 H, 4-H-α), 2.76-2.88 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.25 

(mu, J= 7.15 Hz, 1H, H-f), 4.88 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, 2-H), 5.1-5.3 (ma, 1 H, 3-H), 5.84 (d, J = 

2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.67 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.75 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.92 (s, 1 H, 2’-

H), 8.57 (s, 1 H, H-e), 8.79 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.85 (s, 1H, 5-OH), 8.94 (s, 1H, 7-OH) 

ppm. 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 14.3 (C-a), 17.4 (C-g), 22.7 (C-b1), 25.2 (C-4), 

25.9 (C-c), 28.6 (C-b8), 28.9 (C-b7), 29.6 (C-b3,4,5,6), 32.2 (C-b2), 36.8 (C-d), 52.8 (C-f), 

70.1 (C-3), 82.6 (C-2), 94.9 (C-8), 96.4 (C-6), 99.2 (C-4a), 115.2 (C-2’), 116.4 (C-5’), 120.9 

(C-6’), 131.5 (C-1’),  144.6 (C-4’), 145.4 (C-3’), 157 (C-7), 157.3 (C-8a), 157.7 (C-7), 173.9 

(COO). 

IR: 1636 cm
-1

 (CO amide), 1735 cm
-1

 (O-CO), 2852-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3368 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 140 
o
C 
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Composé 14c : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.80 (t, J = 7.2 Hz, 3 H, H-a), 1.11 (d, J= 7.1 Hz, 

3H, H-g), 1.12-1.30 (ma, 20 H, H-b1-10), 1.37-1.21 (ma, 2 H, H-c), 2-2.10 (ma, 2 H, H-d), 

2.50-2.60 (dd, J = 16.6, 8.3 Hz,1 H, 4-H-α), 2.74-2.88 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.26 

(mu, J= 7.15 Hz, 1H, H-f), 4.92 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, 2-H), 5.12-5.36 (ma, 1 H, 3-H), 5.87 (d, J 

= 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.69 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.72 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.96 (s, 1 H, 2’-

H), 8.61 (s, 1 H, H-e), 8.72 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.81 (s, 1H, 5-OH), 9.12 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (CDCl3): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 17.2 (C-g), 22 (C-b1), 25.1 (C-4), 26.2 (C-c), 28.8 

(C-b10), 29 (C-b9), 29.3 (C-b3,4,5,6,7,8), 32.2 (C-b2), 37 (C-d), 52.3 (C-f), 69.7 (C-3), 82.3 

(C-2), 95 (C-8), 96.2 (C-6), 100.4 (C-4a), 115.5 (C-2’), 116.2 (C-5’), 121.1 (C-6’), 131.2 (C-

1’),  144.7 (C-4’), 145.9 (C-3’), 157.4 (C-7), 157.3 (C-8a), 157.3 (C-7), 173.9 (COO). 

IR: 1642 cm
-1

 (CO amide), 1734 cm
-1

 (O-CO), 2849-2923 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3370 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 135 
o
C 

Composé 14d : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J = 7.2 Hz, 3 H, H-a), 1.12 (d, J= 7.5 Hz, 

3H, H-g), 1.1-1.34 (ma, 24 H, H-b1-12), 1.37-1.21 (ma, 2 H, H-c), 2-2.10 (ma, 2 H, H-d), 

2.50-2.60 (dd, J = 16.6, 8.3 Hz,1 H, 4-H-α), 2.74-2.88 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 4.27 

(mu, J= 7.15 Hz, 1H, H-f), 4.9 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, 2-H), 5.12-5.33 (ma, 1 H, 3-H), 5.8 (d, J = 
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2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.71 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.71 (s, 2 H, 5’-H, 6’-H ), 6.9 (s, 1 H, 2’-H), 

8.62 (s, 1 H, H-e), 8.71 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 8.8 (s, 1H, 5-OH), 8.94 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 17.2 (C-g), 22 (C-b1), 25.1 (C-4), 

26.2 (C-c), 28.8 (C-b12), 29 (C-b11), 29.3 (C-b3,4,5,6,7,8,9,10), 32 (C-b2), 37.4 (C-d), 52.4 

(C-f), 69.56 (C-3), 82.3 (C-2), 95.2 (C-8), 96.3 (C-6), 99.3 (C-4a), 115.3 (C-2’), 116.1 (C-5’), 

121.7 (C-6’), 131.2 (C-1’),  144.2 (C-4’), 146 (C-3’), 157.4 (C-7), 157.3 (C-8a), 157.3 (C-7), 

173.9 (COO). 

IR: 1641 cm
-1

 (CO amide), 1737 cm
-1

 (O-CO), 2850-2927 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3366 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 150 
o
C 

Composé 16a : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J = 7.1 Hz, 6 H, H-a), 1.08-1.35 (ma, 18 

H, H-b,j), 1.42-1.56 (ma, 6H, H-c,i), 1.57-1.81 (ma, 2 H, H-k), 2.06-2.13 (ma, 2 H, H-d), 

2.58-2.62 (dd, J = 16.7, 8.5 Hz,1 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 3.10 

(t, J = 7, 2 H, H-h), 4.25 (q, J = 4.4 Hz, 1 H, H-l), 5.37 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, 2-H), 5.91 (q, J = 

5.3 Hz, 1 H, 3-H), 5.96 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.28 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.87 (s, 2 H, 

5’-H, 6’-H ), 6.97 (s, 1 H, 2’-H), 7.75 (s, 1H, H-g), 8.32 (s, 1 H, H-e), 8.80 (s, 2H, 3’-OH, 4’-

OH), 9.02 (s, 1H, 5-OH), 9.09 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.7 (C-b1,j), 24.8 (C-4), 25.6 (C-c), 

28.6 (C-b3,4), 29.3 (C-b2), 29.7 (C-i), 30.9 (C-k), 31.8 (C-b2), 36.5 (C-d), 39.2 (C-h), 56.8 

(C-l), 69 (C-3), 82.4 (C-2), 94.8 (C-6), 95.3 (C-8), 99.4 (C-4a), 115.2 (C-2’), 116.1 (C-5’), 

121.5 (C-6’), 131.5 (C-1’), 144.6 (C-4’), 145.8 (C-3’), 157.2 (C-5), 157.3 (C-8a), 157.8 (C-7), 

172.6 (COO), 173.9 (COO), 174.1 (COO). 
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IR: 1638 cm
-1

 (CO amide), 1727 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3375 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 145 
o
C 

Composé 16b : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.8 (t, J = 7.3 Hz, 6 H, H-a), 1.08-1.37 (ma, 34 H, 

H-b,j), 1.42-1.56 (ma, 6H, H-c,i), 1.57-1.81 (ma, 2 H, H-k), 2.06-2.13 (ma, 2 H, H-d), 2.58-

2.62 (dd, J = 16.7, 8.5 Hz,1 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 1 H, 4-H-β), 3.10 (t, J 

= 7, 2 H, H-h), 4.25 (q, J = 4.4 Hz, 1 H, H-l), 5.35 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, 2-H), 5.9 (q, J = 5.3 Hz, 

1 H, 3-H), 5.97 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.23 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.8 (s, 2 H, 5’-H, 6’-

H ), 6.97 (s, 1 H, 2’-H), 7.72 (s, 1H, H-g), 8.36 (s, 1 H, H-e), 8.82 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 

9.02 (s, 1H, 5-OH), 9.09 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 22.7 (C-b1,j), 25.5 (C-4), 25.7 (C-c), 

28.6 (C-b8,7), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 29.7 (C-i), 31.4 (C-k), 32 (C-b2), 36.5 (C-d), 39.6 

(C-h), 56.7 (C-l), 69.5 (C-3), 82.5 (C-2), 95 (C-6), 95.7 (C-8), 100.5 (C-4a), 115.2 (C-2’), 

116.2 (C-5’), 121.7 (C-6’), 131.9 (C-1’), 144.2 (C-4’), 146 (C-3’), 157.2 (C-5), 157.3 (C-8a), 

157.8 (C-7), 172.6 (COO), 173.9 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1725 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3371 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 160 
o
C 
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Composé 16c : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J = 7.5 Hz, 6 H, H-a), 1.06-1.37 (ma, 42 

H, H-b,j), 1.42-1.52 (ma, 6H, H-c,i), 1.57-1.85 (ma, 2 H, H-k), 2.07-2.13 (ma, 2 H, H-d), 

2.59-2.63 (dd, J = 16.5, 8.5 Hz,1 H, 4-H-α), 2.75-2.92 (dd, J = 16.5, 5.2 Hz, 1 H, 4-H-β), 3.12 

(t, J = 7, 2 H, H-h), 4.27 (q, J = 4.4 Hz, 1 H, H-l), 5.36 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, 2-H), 6 (q, J = 5.3 

Hz, 1 H, 3-H), 6.12 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.23 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.82 (s, 2 H, 5’-

H, 6’-H ), 7.1 (s, 1 H, 2’-H), 7.73 (s, 1H, H-g), 8.37 (s, 1 H, H-e), 8.97 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 

9.02 (s, 1H, 5-OH), 9.09 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm)  = 14.1 (C-a), 22.7 (C-b1,j), 25.1 (C-4), 25.6 (C-c), 

28.6 (C-b10), 28,9 (C-b9), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6,7,8), 30.6 (C-i), 31.3 (C-k), 32.1 (C-

b2), 36.7 (C-d), 39.6 (C-h), 56.3 (C-l), 70.1 (C-3), 82.3 (C-2), 94.89 (C-6), 95.68 (C-8), 101.4 

(C-4a), 115.2 (C-2’), 116.2 (C-5’), 121.7 (C-6’), 132.4 (C-1’), 144.1 (C-4’), 146.1 (C-3’), 

157.4 (C-5), 157.5 (C-8a), 158.1 (C-7), 172.6 (COO), 174 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1728 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3365 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 170 
o
C 

Composé 16d : 
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1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.79 (t, J = 7.2 Hz, 6 H, H-a), 1.08-1.40 (ma, 50 

H, H-b,j), 1.42-1.52 (ma, 6H, H-c,i), 1.55-1.85 (ma, 2 H, H-k), 2.1-2.15 (ma, 2 H, H-d), 2.6-

2.65 (dd, J = 16.5, 8.5 Hz,1 H, 4-H-α), 2.75-2.92 (dd, J = 16.5, 5.2 Hz, 1 H, 4-H-β), 3.13 (t, J 

= 7, 2 H, H-h), 4.28 (q, J = 4.4 Hz, 1 H, H-l), 5.31 (d, J = 7.5 Hz, 1 H, 2-H), 5.97 (q, J = 5.3 

Hz, 1 H, 3-H), 6.13 (d, J = 2.5 Hz, 1 H, 6-H), 6.25 (d, J = 2.4 Hz, 1 H, 8-H), 6.84 (s, 2 H, 5’-

H, 6’-H ), 7.13 (s, 1 H, 2’-H), 7.74 (s, 1H, H-g), 8.39 (s, 1 H, H-e), 8.99 (s, 2H, 3’-OH, 4’-

OH), 9.02 (s, 1H, 5-OH), 9.09 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 22.8 (C-b1,j), 25.3 (C-4), 25.6 (C-c), 

28.7 (C-b12), 28,9 (C-b11), 29.3 (C-b3), 29.7 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 30.7 (C-i), 31.8 (C-k), 32.1 

(C-b2), 36.9 (C-d), 40.1 (C-h), 56.4 (C-l), 70.1 (C-3), 82.5 (C-2), 94.5 (C-6), 95.7 (C-8), 

101.7 (C-4a), 115.4 (C-2’), 116.6 (C-5’), 121.3 (C-6’), 132.4 (C-1’), 144 (C-4’), 146.1 (C-3’), 

157.4 (C-5), 157.5 (C-8a), 158.1 (C-7), 172.8 (COO), 174 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1639 cm
-1

 (CO amide), 1727 cm
-1

 (O-CO), 2854-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3365 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 180 
o
C 

Composé 15a : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.07-1.28 (ma, 8H, 

H-b,), 1.31-1.53 (ma, 2 H, H-c), 2.05 (t, J = 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.24-2.37 (ma, 4 H, H-g,h), 

2.58-2.62 (dd, J = 16.7, 8.5 Hz, 2 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 2 H, 4-H-β), 

4.51-4.53 (ma, 1 H, H-f), 5.10 (d, J = 8 Hz, 2 H, 2-H), 5.34 (q, J = 5.5 Hz, 2 H, 3-H), 6.27 (d, 

J = 2.5 Hz, 2 H, 6-H), 6.28 (d, J = 2.5 Hz, 2 H, 8-H), 6.87 (s, 4 H, 5’-H, 6’-H ), 6.97 (s, 2 H, 

2’-H), 8.32 (s, 1 H, H-e), 8.80 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 9.02 (s, 1H, 5-OH), 9.09 (s, 1H, 7-OH). 
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13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 14.2 (C-a), 22.7 (C-b1), 24.8 (C-4), 25.6 (C-c), 

26.6 (C-g), 28.6 (C-b3,4), 30.8 (C-h), 31.8 (C-b2), 36.6 (C-d), 56.6 (C-f), 69 (C-3), 82.4 (C-

2), 94.8 (C-8), 95.3 (C-6), 99.4 (C-4a), 115.2 (C-6’), 116.3 (C-3’), 121 (C-2’), 136.1 (C-1’), 

144.6 (C-4’), 145.9 (C-5’), 155.8 (C-5), 156.6 (C-8a), 159.3 (C-7), 173.1 (COO), 173.9 

(COO), 174.1 (COO). 

IR: 1638 cm
-1

 (CO amide), 1730 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3370 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 140 
o
C 

Composé 15b : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.1-1.28 (ma, 16 H, 

H-b,), 1.31-1.56 (ma, 2 H, H-c), 2.08 (t, J = 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.24-2.37 (ma, 4 H, H-g,h), 

2.6-2.68 (dd, J = 16.7, 8.5 Hz, 2 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 2 H, 4-H-β), 4.51-

4.53 (ma, 1 H, H-f), 5.16 (d, J = 8 Hz, 2 H, 2-H), 5.36 (q, J = 5.5 Hz, 2 H, 3-H), 6.28 (d, J = 

2.5 Hz, 2 H, 6-H), 6.39 (d, J = 2.5 Hz, 2 H, 8-H), 6.89 (s, 4 H, 5’-H, 6’-H ), 6.97 (s, 2 H, 2’-

H), 8.32 (s, 1 H, H-e), 8.80 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 9.02 (s, 1H, 5-OH), 9.09 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm)  = 14.1 (C-a), 22.8 (C-b1), 25.3 (C-4), 25.9 (C-c), 

26.9 (C-g), 28.5 (C-b7,8), 29.3 (C-b3), 29.6 (C-b4,5,6), 30.8 (C-h), 31.9 (C-b2), 36.7 (C-d), 

56.6 (C-f), 69.4 (C-3), 82.4 (C-2), 94.8 (C-8), 95.3 (C-6), 100.5 (C-4a), 115.2 (C-6’), 116.7 

(C-3’), 121.4 (C-2’), 136.1 (C-1’), 144.7 (C-4’), 145.9 (C-5’), 155.8 (C-5), 156.2 (C-8a), 

159.3 (C-7), 173.1 (COO), 173.9 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1640 cm
-1

 (CO amide), 1734 cm
-1

 (O-CO), 2850-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3375 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 166 
o
C 
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Composé 15c : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm)  = 0.81 (t, J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.15-1.28 (ma, 20 

H, H-b,), 1.31-1.59 (ma, 2 H, H-c), 2.10 (t, J = 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.24-2.38 (ma, 4 H, H-g,h), 

2.6-2.68 (dd, J = 16.7, 8.5 Hz, 2 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 2 H, 4-H-β), 4.36-

4.53 (ma, 1 H, H-f), 5.18 (d, J = 8 Hz, 2 H, 2-H), 5.40 (q, J = 5.5 Hz, 2 H, 3-H), 6.32 (d, J = 

2.5 Hz, 2 H, 6-H), 6.41 (d, J = 2.5 Hz, 2 H, 8-H), 6.87 (s, 4 H, 5’-H, 6’-H ), 6.98 (s, 2 H, 2’-

H), 8.32 (s, 1 H, H-e), 8.96 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 9.02 (s, 1H, 5-OH), 9.09 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm)  = 13.9 (C-a), 22.8 (C-b1), 25.4 (C-4), 26 (C-c), 

26.9 (C-g), 28.5 (C-b10,9), 29.2 (C-b3), 29.8 (C-b4,5,6,7,8), 31.2 (C-h), 31.7 (C-b2), 36.1 (C-

d), 57.2 (C-f), 69 (C-3), 82.6 (C-2), 94.8 (C-8), 95.3 (C-6), 100.9 (C-4a), 115.2 (C-6’), 116.7 

(C-3’), 121.4 (C-2’), 136.1 (C-1’), 144.7 (C-4’), 145.9 (C-5’), 155.8 (C-5), 156.4 (C-8a), 

159.3 (C-7), 173.1 (COO), 173.9 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1638 cm
-1

 (CO amide), 1728 cm
-1

 (O-CO), 2851-2925 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3372 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 175 
o
C 

Composé 15d : 
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1
H NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 0.81 (t, J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.15-1.28 (ma, 24 

H, H-b,), 1.31-1.59 (ma, 2 H, H-c), 2.06 (t, J = 7.3 Hz, 2 H, H-d), 2.23-2.38 (ma, 4 H, H-g,h), 

2.62-2.68 (dd, J = 16.7, 8.5 Hz, 2 H, 4-H-α), 2.77-2.90 (dd, J = 16.5, 5.4 Hz, 2 H, 4-H-β), 

4.35-4.53 (ma, 1 H, H-f), 5.12 (d, J = 8 Hz, 2 H, 2-H), 5.37 (q, J = 5.5 Hz, 2 H, 3-H), 6.30 (d, 

J = 2.5 Hz, 2 H, 6-H), 6.41 (d, J = 2.5 Hz, 2 H, 8-H), 6.85 (s, 4 H, 5’-H, 6’-H ), 6.9 (s, 2 H, 2’-

H), 8.32 (s, 1 H, H-e), 8.98 (s, 2H, 3’-OH, 4’-OH), 9.02 (s, 1H, 5-OH), 9.09 (s, 1H, 7-OH). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400MHz): δ (ppm) = 14.2 (C-a), 22.9 (C-b1), 25.7 (C-4), 26.3 (C-c), 

26.9 (C-g), 28.6 (C-b12,11), 29.2 (C-b3), 29.8 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 31.3 (C-h), 31.8 (C-b2), 

36.8 (C-d), 57 (C-f), 69.5 (C-3), 82.7 (C-2), 94.9 (C-8), 96 (C-6), 101.6 (C-4a), 115.3 (C-6’), 

116.8 (C-3’), 121.2 (C-2’), 136.3 (C-1’), 144.9 (C-4’), 146 (C-5’), 155 (C-), 156.4 (C-8a), 

159.3 (C-7), 173.1 (COO), 173.9 (COO), 174.1 (COO). 

IR: 1641 cm
-1

 (CO amide), 1735 cm
-1

 (O-CO), 2851-2922 cm
-1

 (chaine aliphatique), 3369 cm
-

1
 (OH phénolique) 

Pf : 190 
o
C 

1.4. Synthèse des composés bi-modulaires de type IV et V 

Tous les flavonoïdes ont été séchés au préalable, ainsi que le solvant avec du tamis 

moléculaire 4 Å.                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                 

La synthèse a été réalisé dans un carrousel radley’s tech muni d’un thermostat. 5g /L de 

flavonoïdes sont solubilisé dans 75 mL de 2-methyl 2-butanol préalablement séché avec du 

tamis moléculaire 4Å, et les acides gras sont ajoutés dans le ballon. Le mélange est agité 

pendant 24 heures en présence de tamis moléculaires présent dans un petit sachet. Les 

enzymes sont ajoutés. Des échantillons sont prélevés toutes les demie heures, 1h, 2h, 4h, 6h, 

8h, 24 h, 48h, 72h, 96 h, 120h et 144h puis dilués 30 fois avec du méthanol, et filtrés afin 

d’éliminer CALB puis analysés en HPLC. Les réactions ont été répétées 3 fois. A la fin de la 

réaction, le milieu réactionnelle a été filtré sur Buchner afin d’éliminer l’enzyme, une partie 

du solvant a été évaporée avant de passer à la purification par chromatographie semi-

préparative.    
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Composé 17a : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.76 (d, J = 6.18 Hz, 3 H, CH3 rhamnose), 0.85 (t, 

J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.12-1.34 (ma, 8 H, H-b), 1.38-1.54 (ma, 2 H, H-c), 2.11, 2.18 (ma, 2 

H, H-d), 3.11-3.56 (ma, 8 H, H sucre), 3.68 (d, J = 10.6 Hz, 1 H, H sucre), 4.45 (s, 1 H, H-

1’’’), 4.46 (t, J = 9.8 Hz, 1 H, H-4’’’), 5.43 (d, J = 7.3 Hz, 1 H, H-1’’), 6.18 (d, J = 2.3 Hz, 1 

H, H-6), 6.36 (d, J = 1.9 Hz, 1 H, H-8), 6.84 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, H-5), 7.5 (s, 1 H, H-6’), 7.52 

(s, 1 H, H-2’). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ = 14.8 (C-a), 17.9 (C-rhamnose), 23 (C-b1), 25.3 (C-c), 30 

(C-b3,4), 32 (C-b2), 34.2 (C-d), 66.5 (C-6’’), 67.6 (C-5’’’), 68.9 (C-4’’), 70.3 (C-3’’’), 71.2 

(C-2’’’), 74.1 (C-4’’’), 74.9 (C2’’), 76.3 (C-5’’), 77.3 (C-3’’), 94.3 (C-8), 99.5 (C-6), 101.3 

(C-1’’’), 101.7 (C-1’’), 104.7 (C-5a), 116 (C-2’’), 117.1 (C-5’), 122 (C-6’), 122.4 (C-1’), 

134.1 (C-3), 145.5 (C-3’), 149.2 (C-4’), 157.2 (C-2), 157.46 (C-5), 162, (C-8a), 165 (C-7), 

173.5 (CO ester), 178.2 (C-4). 

Composé 17b : 
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1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.76 (d, J = 6.18 Hz, 3 H, CH3 rhamnose), 0.85 (t, 

J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.12-1.34 (ma, 16 H, H-b), 1.37-1.57 (ma, 2 H, H-c), 2.11-2.20 (ma, 2 

H, H-d), 3.15-3.56 (ma, 8 H, H sucre), 3.70 (d, J = 10.4 Hz, 1 H, H sucre), 4.48 (s, 1 H, H-

1’’’), 4.48 (t, J = 10 Hz, 1 H, H-4’’’), 5.43 (d, J = 7.3 Hz, 1 H, H-1’’), 6.18 (d, J = 2.3 Hz, 1 

H, H-6), 6.42 (d, J = 1.9 Hz, 1 H, H-8), 6.84 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, H-5), 7.51 (s, 1 H, H-6’), 

7.53 (s, 1 H, H-2’). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ = 14.1 (C-a), 17.9 (C-rhamnose), 23.1 (C-b1), 25.5 (C-c), 

29.1 (C-b8), 29.3 (C-b3,7), 29.6 (C-b4,5,6), 32.2 (C-b2), 34.2 (C-d), 66.9 (C-6’’), 67.6 (C-

5’’’), 69.1 (C-4’’), 70.7 (C-3’’’), 71.2 (C-2’’’), 74.2 (C-4’’’), 74.9 (C2’’), 76.7 (C-5’’), 77.8 

(C-3’’), 94.7 (C-8), 100 (C-6), 101.4 (C-1’’’), 101.7 (C-1’’), 104.7 (C-5a), 116.4 (C-2’’), 

117.5 (C-5’), 122.1 (C-6’), 122.4 (C-1’), 134.5 (C-3), 145.7 (C-3’), 149.5 (C-4’), 157.8 (C-2), 

157.9 (C-5), 162, (C-8a), 165.8 (C-7), 173.5 (CO ester), 178.2 (C-4). 

Composé 17c : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.77 (d, J = 6.18 Hz, 3 H, CH3 rhamnose), 0.86 (t, 

J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.12-1.33 (ma, 20 H, H-b), 1.38-1.57 (ma, 2 H, H-c), 2.11-2.18 (ma, 2 

H, H-d), 3.13-3.56 (ma, 8 H, H sucre), 3.71 (d, J = 10.6 Hz, 1 H, H sucre), 4.47 (s, 1 H, H-

1’’’), 4.48 (t, J = 9.8 Hz, 1 H, H-4’’’), 5.45 (d, J = 7.3 Hz, 1 H, H-1’’), 6.19 (d, J = 2.3 Hz, 1 

H, H-6), 6.36 (d, J = 1.9 Hz, 1 H, H-8), 6.87 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, H-5), 7.51 (s, 1 H, H-6’), 

7.53 (s, 1 H, H-2’). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ = 14.8 (C-a), 17.9 (C-rhamnose), 23 (C-b1), 25.3 (C-c), 29 

(C-b10), 29.3 (C-b3,9), 29.6 (C-b4,5,6,7,8), 32 (C-b2), 34.2 (C-d), 66.5 (C-6’’), 67.6 (C-5’’’), 

68.9 (C-4’’), 70.3 (C-3’’’), 71.2 (C-2’’’), 74.1 (C-4’’’), 74.9 (C2’’), 76.3 (C-5’’), 77.3 (C-3’’), 

94.3 (C-8), 99.5 (C-6), 101.3 (C-1’’’), 101.7 (C-1’’), 104.7 (C-5a), 116 (C-2’’), 117.1 (C-5’), 
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122 (C-6’), 122.4 (C-1’), 134.1 (C-3), 145.5 (C-3’), 149.2 (C-4’), 157.2 (C-2), 157.46 (C-5), 

162 (C-8a), 165 (C-7), 173.5 (CO ester), 178.2 (C-4). 

Composé 17d : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.75 (d, J = 6.2 Hz, 3 H, CH3 rhamnose), 0.87 (t, 

J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.10-1.33 (ma, 24 H, H-b), 1.38-1.6 (ma, 2 H, H-c), 2.11-2.18 (ma, 2 H, 

H-d), 3.13-3.59 (ma, 8 H, H sucre), 3.72 (d, J = 10.5 Hz, 1 H, H sucre), 4.5 (s, 1 H, H-1’’’), 

4.53 (t, J = 9.8 Hz, 1 H, H-4’’’), 5.47 (d, J = 7.3 Hz, 1 H, H-1’’), 6.21 (d, J = 2.3 Hz, 1 H, H-

6), 6.34 (d, J = 1.9 Hz, 1 H, H-8), 6.88 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, H-5), 7.5 (s, 1 H, H-6’), 7.53 (s, 1 

H, H-2’) ppm. 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ = 14.1 (C-a), 18.1 (C-rhamnose), 23.5 (C-b1), 25.3 (C-c), 

29.2 (C-b12), 29.4 (C-b3,11), 29.8 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 32.7 (C-b2), 34.3 (C-d), 66.7 (C-6’’), 

67.6 (C-5’’’), 69.6 (C-4’’), 70.1 (C-3’’’), 71.2 (C-2’’’), 74.5 (C-4’’’), 75.1 (C2’’), 76.3 (C-

5’’), 77.3 (C-3’’), 94.3 (C-8), 100.6 (C-6), 101.3 (C-1’’’), 101.7 (C-1’’), 104.9 (C-5a), 116 

(C-2’’), 117.1 (C-5’), 122.5 (C-6’), 125.84 (C-1’), 134.1 (C-3), 145.6 (C-3’), 149.2 (C-4’), 

157.2 (C-2), 157.46 (C-5), 162.8 (C-8a), 165.5 (C-7), 173.5 (CO ester), 178.2 (C-4) ppm. 
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Composé 17e : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.73 (d, J = 6.5 Hz, 3 H, CH3 rhamnose), 0.89 (t, 

J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.14-1.33 (ma, 28 H, H-b), 1.38-1.6 (ma, 2 H, H-c), 2.1-2.21 (ma, 2 H, 

H-d), 3.13-3.56 (ma, 8 H, H sucre), 3.7 (d, J = 10.5 Hz, 1 H, H sucre), 4.51 (s, 1 H, H-1’’’), 

4.55 (t, J = 9.8 Hz, 1 H, H-4’’’), 5.48 (d, J = 7.3 Hz, 1 H, H-1’’), 6.24 (d, J = 2.3 Hz, 1 H, H-

6), 6.35 (d, J = 1.9 Hz, 1 H, H-8), 6.85 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, H-5), 7.51 (s, 1 H, H-6’), 7.53 (s, 1 

H, H-2’) ppm. 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 18.2 (C-rhamnose), 23.6 (C-b1), 25.7 

(C-c), 29.3 (C-b14), 29.6 (C-b3,13), 29.8 (C-b4,5,6,7,8,9,10,11,12), 32 (C-b2), 34.8 (C-d), 

66.1 (C-6’’), 68.3 (C-5’’’), 69.1 (C-4’’), 70.7 (C-3’’’), 71.5 (C-2’’’), 74.6 (C-4’’’), 75.2 

(C2’’), 76.4 (C-5’’), 77.6 (C-3’’), 94 (C-8), 100.4 (C-6), 101.2 (C-1’’’), 101.7 (C-1’’), 105.1 

(C-5a), 116.3 (C-2’’), 117.4 (C-5’), 122.7 (C-6’), 125.9 (C-1’), 135.4 (C-3), 145.6 (C-3’), 

149.2 (C-4’), 157.1 (C-2), 157.6 (C-5), 162.4 (C-8a), 165.8 (C-7), 173.5 (CO ester), 178 (C-

4). 
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Composé 17f : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.73 (d, J = 6.5 Hz, 3 H, CH3 rhamnose), 0.89 (t, 

J = 7.1 Hz, 3 H, H-a), 1.14-1.33 (ma, 28 H, H-b1,2,3,4,5,611,12,13,14), 1.38-1.6 (ma, 2 H, H-

c), 1.98-2.09 (ma, 4 H, H-b7,10), 2.1-2.21 (ma, 2 H, H-d), 3.13-3.56 (ma, 8 H, H sucre), 3.7 

(d, J = 10.5 Hz, 1 H, H sucre), 4.51 (s, 1 H, H-1’’’), 4.55 (t, J = 9.8 Hz, 1 H, H-4’’’), 5.40-

5.43 (ma, 2 H, H-b,9), 5.48 (d, J = 7.3 Hz, 1 H, H-1’’), 6.24 (d, J = 2.3 Hz, 1 H, H-6), 6.35 (d, 

J = 1.9 Hz, 1 H, H-8), 6.85 (d, J = 8.4 Hz, 1 H, H-5), 7.51 (s, 1 H, H-6’), 7.53 (s, 1 H, H-2’). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 18.2 (C-rhamnose), 23.6 (C-b1), 25.7 

(C-c), 29 (C-b14), 29.3 (C-b3), 29.4 (C-b13), 29.7 (C-b4,5,12), 29.9 (C-b6,11), 31.9 (C-b2), 

33.7 (C-b7,10), 34.2 (C-d), 66.1 (C-6’’), 68.3 (C-5’’’), 69.1 (C-4’’), 70.7 (C-3’’’), 71.5 (C-

2’’’), 74.6 (C-4’’’), 75.2 (C2’’), 76.4 (C-5’’), 77.6 (C-3’’), 94 (C-8), 100.4 (C-6), 101.2 (C-

1’’’), 101.7 (C-1’’), 105.1 (C-5a), 116.3 (C-2’’), 117.4 (C-5’), 122.7 (C-6’), 125.9 (C-1’), 

130.6 (C-b8,9), 135.4 (C-3), 145.6 (C-3’), 149.2 (C-4’), 157.1 (C-2), 157.6 (C-5), 162.4 (C-

8a), 165.8 (C-7), 173.5 (CO ester), 178 (C-4). 

Composé 18a : 
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1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.85 (t, J = 6.85 Hz, 3 H, H-a), 1.17 (d, J = 5.8 

Hz, 3 H, CH3), 1.2-1.31 (ma, 8 H, H-b), 1.32-1.54 (ma, 2 H, H-c), 2.12-2.33 (ma, 2 H, H-d), 

2.76 (dd, J = 17.2, 2.8 Hz, 1 H, H-3α), 3.15-3.17 (ma, 1 H, H-3β), 3.36–3.94 (ma, 8H, H-5′″, 

H-5″, H-3′″, H-3″, H-2′″, H-2″, H-4′″, H-4″), 4.51 (s, 1 H, OH-3’’’), 4.71 (s, 1 H, OH-3’’), 

4.77 (s, 1 H, OH-2’’’), 4.88 (s, 2 H, OH-4’’, OH-4’’’), 5.11–5.13 (ma, 1 H, H-1″), 5.24-5.25 

(ma, 1 H, H-1′″), 5.36–5.40 (ma, 1 H, H-2), 6.16 (d, J = 2.1 Hz, 1 H, H-8), 6.19 (d, J = 2.1 Hz,  

1H, H-6), 6.83 (d, J = 8.5 Hz, 2 H, H-3′, H-5′), 7.32 (d, J = 8.5 Hz, 2 H, H-2′; H-6′), 9.06 (s, 1 

H, OH-4’), 12.06 (s, 1 H, OH-5). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 17 (C-CH3), 22.7 (C-b1), 25 (C-c), 29 

(C-b3,4), 31.8 (C-b2), 33.9 (C-d), 43 (C-3), 63.1 (C-6’’), 72 (C-4’’), 72.4 (C-3’’’), 73.7 (C-

4’’’), 74.1 (C-2’’’), 74.2 (C-5’’’), 75.7 (C-3’’’), 78.2 (C-5’’), 82.5 (C-2), 84.8 (C-2’’), 94.1 

(C-8), 94.9 (C-6), 101.8 (C-5a), 107 (C-1’’), 110.1 (C-1’’’), 116.1 (C-5’, 3’), 127.4 (C-6’,2’), 

130.1 (C-1’), 145.7 (C-4’), 162.8 (C-8a), 163 (C-5), 166.5 (C-7), 173 (CO ester), 196.8 (CO). 

Composé 18b : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.82 (t, J = 7 Hz, 3 H, H-a), 1.17 (d, J = 5.7 Hz, 3 

H, CH3), 1.22-1.34 (ma, 16 H, H-b), 1.37-1.56 (ma, 2 H, H-c), 2.17-2.34 (ma, 2 H, H-d), 2.80 

(dd, J = 17, 2.8 Hz, 1 H, H-3α), 3.16-3.18 (ma, 1 H, H-3β), 3.38–3.96 (ma, 8H, H-5′″, H-5″, 

H-3′″, H-3″, H-2′″, H-2″, H-4′″, H-4″), 4.50 (s, 1 H, OH-3’’’), 4.73 (s, 1 H, OH-3’’), 4.75 (s, 

1 H, OH-2’’’), 4.89 (s, 2 H, OH-4’’, OH-4’’’), 5.12–5.15 (ma, 1 H, H-1″), 5.26-5.28 (ma, 1 H, 

H-1′″), 5.36–5.40 (ma, 1 H, H-2), 6.16 (d, J = 2.1 Hz, 1 H, H-8), 6.19 (d, J = 2.1 Hz,  1H, H-

6), 6.83 (d, J = 8.5 Hz, 2 H, H-3′, H-5′), 7.35 (d, J = 8.5 Hz, 2 H, H-2′; H-6′), 9.06 (s, 1 H, 

OH-4’), 12.1 (s, 1 H, OH-5). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14.1 (C-a), 17 (C-CH3), 22.7 (C-b1), 25 (C-c), 29 

(C-b8), 29.3 (C-b3,7), 29.6 (C-b4,5,6), 31.9 (C-b2), 33.9 (C-d), 43 (C-3), 63.1 (C-6’’), 72 (C-
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4’’), 72.4 (C-3’’’), 73.7 (C-4’’’), 74.1 (C-2’’’), 74.5 (C-5’’’), 75.7 (C-3’’’), 78.3 (C-5’’), 82.5 

(C-2), 84.8 (C-2’’), 94.1 (C-8), 95 (C-6), 101.8 (C-5a), 107.4 (C-1’’), 110.9 (C-1’’’), 116.1 

(C-5’, 3’), 127.4 (C-6’,2’), 130.1 (C-1’), 145.8 (C-4’), 162.8 (C-8a), 163 (C-5), 166.5 (C-7), 

173.5 (CO ester), 196.8 (CO).Composé 18c : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.81 (t, J = 7 Hz, 3 H, H-a), 1.17 (d, J = 5.7 Hz, 3 

H, CH3), 1.20-1.35 (ma, 20 H, H-b), 1.37-1.57 (ma, 2 H, H-c), 2.17-2.32 (ma, 2 H, H-d), 2.78 

(dd, J = 17, 3 Hz, 1 H, H-3α), 3.16-3.19 (ma, 1 H, H-3β), 3.40–4 (ma, 8H, H-5′″, H-5″, H-3′″, 

H-3″, H-2′″, H-2″, H-4′″, H-4″), 4.49 (s, 1 H, OH-3’’’), 4.74 (s, 1 H, OH-3’’), 4.76 (s, 1 H, 

OH-2’’’), 4.9 (s, 2 H, OH-4’’, OH-4’’’), 5.12–5.15 (ma, 1 H, H-1″), 5.26-5.29 (ma, 1 H, H-

1′″), 5.35–5.40 (ma, 1 H, H-2), 6.15 (d, J = 2.1 Hz, 1 H, H-8), 6.19 (d, J = 2.1 Hz,  1H, H-6), 

6.82 (d, J = 8.4 Hz, 2 H, H-3′, H-5′), 7.34 (d, J = 8.5 Hz, 2 H, H-2′; H-6′), 9.04 (s, 1 H, OH-

4’), 12.1 (s, 1 H, OH-5). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 17.1 (C-CH3), 22.8 (C-b1), 25.2 (C-c), 

29 (C-b10), 29.3 (C-b3,9), 29.7 (C-b4,5,6,7,8), 32 (C-b2), 33.9 (C-d), 43.5 (C-3), 63.1 (C-

6’’), 72 (C-4’’), 72.4 (C-3’’’), 73.7 (C-4’’’), 74.1 (C-2’’’), 74.5 (C-5’’’), 75.7 (C-3’’’), 78.3 

(C-5’’), 82.5 (C-2), 84.8 (C-2’’), 94 (C-8), 94.9 (C-6), 101.5 (C-5a), 107.2 (C-1’’), 111 (C-

1’’’), 116.2 (C-5’, 3’), 127.4 (C-6’,2’), 130 (C-1’), 145.9 (C-4’), 162.8 (C-8a), 163.1 (C-5), 

166.5 (C-7), 173.5 (CO ester), 196.8 (CO). 
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Composé 18d : 

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.80 (t, J = 7.3 Hz, 3 H, H-a), 1.18 (d, J = 5.5 Hz, 

3 H, CH3), 1.19-1.35 (ma, 24 H, H-b), 1.37-1.58 (ma, 2 H, H-c), 2.15-2.32 (ma, 2 H, H-d), 

2.78 (dd, J = 17, 3 Hz, 1 H, H-3α), 3.15-3.19 (ma, 1 H, H-3β), 3.40–3.97 (ma, 8H, H-5′″, H-

5″, H-3′″, H-3″, H-2′″, H-2″, H-4′″, H-4″), 4.50 (s, 1 H, OH-3’’’), 4.72 (s, 1 H, OH-3’’), 4.74 

(s, 1 H, OH-2’’’), 4.87 (s, 2 H, OH-4’’, OH-4’’’), 5.12–5.15 (ma, 1 H, H-1″), 5.27-5.29 (ma, 1 

H, H-1′″), 5.34–5.40 (ma, 1 H, H-2), 6.15 (d, J = 2.1 Hz, 1 H, H-8), 6.17 (d, J = 2.1 Hz,  1H, 

H-6), 6.8 (d, J = 8.3 Hz, 2 H, H-3′, H-5′), 7.33 (d, J = 8.5 Hz, 2 H, H-2′; H-6′), 9.05 (s, 1 H, 

OH-4’), 12.(s, 1 H, OH-5). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 13.9 (C-a), 17.1 (C-CH3), 22.8 (C-b1), 25.2 (C-c), 

29 (C-b12), 29.3 (C-b3,11), 29.7 (C-b4,5,6,7,8,9,10), 32.5 (C-b2), 34 (C-d), 43.5 (C-3), 63.1 

(C-6’’), 72.1 (C-4’’), 72.4 (C-3’’’), 73.7 (C-4’’’), 74.1 (C-2’’’), 74.5 (C-5’’’), 75.7 (C-3’’’), 

78.3 (C-5’’), 82.5 (C-2), 84.8 (C-2’’), 93.9 (C-8), 94.9 (C-6), 101.5 (C-5a), 107.3 (C-1’’), 111 

(C-1’’’), 116.2 (C-5’, 3’), 127.4 (C-6’,2’), 130.1 (C-1’), 145.9 (C-4’), 162.8 (C-8a), 163.2 (C-

5), 166.5 (C-7), 173.5 (CO ester), 196.8 (CO). 

Composé 18e : 
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1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.81 (t, J = 7 Hz, 3 H, H-a), 1.17 (d, J = 5.7 Hz, 3 

H, CH3), 1.20-1.35 (ma, 28 H, H-b), 1.37-1.57 (ma, 2 H, H-c), 2.17-2.32 (ma, 2 H, H-d), 2.78 

(dd, J = 17, 3 Hz, 1 H, H-3α), 3.16-3.19 (ma, 1 H, H-3β), 3.40–4 (ma, 8H, H-5′″, H-5″, H-3′″, 

H-3″, H-2′″, H-2″, H-4′″, H-4″), 4.49 (s, 1 H, OH-3’’’), 4.74 (s, 1 H, OH-3’’), 4.76 (s, 1 H, 

OH-2’’’), 4.9 (s, 2 H, OH-4’’, OH-4’’’), 5.12–5.15 (ma, 1 H, H-1″), 5.26-5.29 (m, 1 H, H-

1′″), 5.35–5.40 (ma, 1 H, H-2), 6.15 (d, J = 2.1 Hz, 1 H, H-8), 6.19 (d, J = 2.1 Hz,  1H, H-6), 

6.82 (d, J = 8.4 Hz, 2 H, H-3′, H-5′), 7.34 (d, J = 8.5 Hz, 2 H, H-2′; H-6′), 9.04 (s, 1 H, OH-

4’), 12.1 (s, 1 H, OH-5). 

13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 14 (C-a), 17.1 (C-CH3), 22.8 (C-b1), 25.2 (C-c), 

29 (C-b14), 29.3 (C-b3,13), 29.7 (C-b4,5,6,7,8,9,10,11,12), 32 (C-b2), 33.9 (C-d), 43.5 (C-3), 

63.1 (C-6’’), 72 (C-4’’), 72.4 (C-3’’’), 73.7 (C-4’’’), 74.2 (C-2’’’), 74.5 (C-5’’’), 75.7 (C-

3’’’), 78.3 (C-5’’), 82.5 (C-2), 84.8 (C-2’’), 94 (C-8), 94.9 (C-6), 101.5 (C-5a), 107.2 (C-1’’), 

111 (C-1’’’), 116.2 (C-5’, 3’), 127.4 (C-6’,2’), 130 (C-1’), 145.9 (C-4’), 162.8 (C-8a), 163.1 

(C-5), 166.5 (C-7), 173.5 (CO ester), 196.8 (CO). 

Composé 18f :

 

1
H NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm)  = 0.80 (t, J = 7.3 Hz, 3 H, H-a), 1.18 (d, J = 5.5 Hz, 

3 H, CH3), 1.19-1.35 (ma, 20 H, H-b1,2,3,4,5,6,11,12,13,14), 1.37-1.58 (ma, 2 H, H-c), 2.10-

2.13 (ma, 4 H, H-b7,10), 2.15-2.32 (ma, 2 H, H-d), 2.78 (dd, J = 17, 3 Hz, 1 H, H-3α), 3.15-

3.19 (ma, 1 H, H-3β), 3.40–3.97 (ma, 8H, H-5′″, H-5″, H-3′″, H-3″, H-2′″, H-2″, H-4′″, H-4″), 

4.50 (s, 1 H, OH-3’’’), 4.72 (s, 1 H, OH-3’’), 4.74 (s, 1 H, OH-2’’’), 4.87 (s, 2 H, OH-4’’, 

OH-4’’’), 4.98-5.08 (ma, 2 H, b8,9), 5.12–5.15 (ma, 1 H, H-1″), 5.27-5.29 (ma, 1 H, H-1′″), 

5.34–5.40 (ma, 1 H, H-2), 6.15 (d, J = 2.1 Hz, 1 H, H-8), 6.17 (d, J = 2.1 Hz,  1H, H-6), 6.8 (d, 

J = 8.3 Hz, 2 H, H-3′, H-5′), 7.33 (d, J = 8.5 Hz, 2 H, H-2′; H-6′), 9.05 (s, 1 H, OH-4’), 12.(s, 

1 H, OH-5). 
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13
C NMR (DMSO-d6, 400 MHz): δ (ppm) = 13.9 (C-a), 17.1 (C-CH3), 22.8 (C-b1), 25.2 (C-c), 

29 (C-b14), 29.3 (C-b3), 29.4 (C-b13), 29.7 (C-b4,5,12,13), 29.9 (C-b6,11), 31.9 (C-b2), 33.7 

(C-b7,10), 34 (C-d), 43.5 (C-3), 63.1 (C-6’’), 72.1 (C-4’’), 72.4 (C-3’’’), 73.7 (C-4’’’), 74.1 

(C-2’’’), 74.5 (C-5’’’), 75.7 (C-3’’’), 78.3 (C-5’’), 82.5 (C-2), 84.8 (C-2’’), 93.9 (C-8), 94.9 

(C-6), 101.5 (C-5a), 107.3 (C-1’’), 111 (C-1’’’), 116.2 (C-5’, 3’), 127.4 (C-6’,2’), 130.1 (C-

1’), 130.6 (C-b8,9), 145.9 (C-4’), 162.8 (C-8a), 163.2 (C-5), 166.5 (C-7), 173.5 (CO ester), 

196.8 (CO). 

2. Propriétés physico-chimiques et biologiques 
 

2.1. Détermination des coefficients de partage (log k’W) par HPLC 

Les mesures ont été effectué sur un HPLC « Shimadzu » composé d’une colonne analytique 

(Luna
®
 3 µm C18(2) 100 Å – 150 x 2 mm) à une température stable de 25

o
C. Les composés 

ont été dissous dans du méthanol à une concentration de 1M. Les temps de rétention ont été 

ensuite mesurés par injection des différentes solutions avec quatre phases mobiles de polarité 

différentes constitués d’eau et de méthanol. Le paramètre k’ a été défini par la relation 

suivante : 

k’ = (tR-t0) / t0 

avec tR : temps de rétention du composé élué, et t0 : temps d’élution de la phase mobile (temps 

mort). 

La variation du log k’ en fonction de la proportion en éthanol présente dans chaque éluant a 

été tracée. La régression linéaire obtenus a permis d’établir l’équation de droite y = ax + b 

avec y étant le log k’, x étant la fraction en méthanol, a étant la pente de la droite et 

finalement b étant le coefficient de partition (log k’W). 

2.2. Détermination de la solubilité maximale dans l’eau 

Dans un erlenmeyer contenant 10 mL d’eau, les produits synthétisés ont été ajoutés jusqu’à 

saturation. Après décantation, un volume de 5 mL a été prélevé et lyophilisé. Le volume 

prélevé après lyophilisation a été pesé afin de déterminer la masse de produit qui a été 

solubilisée dans 5 mL d’eau.  
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2.3. Détermination de la tension superficielle 

Les mesures de la tension superficielle ont été déterminées à l’aide d’un tensiomètre Krüss K-

100 avec la méthode de la plaque de Wilhelmy avec un thermostat réglé à 25
o
C 

Les molécules à tester ont été solubilisés dans de l’eau afin d’obtenir neuf solutions de 

concentrations différentes. Chaque mesure a été effectuée trois fois. Des blancs (eau distillée) 

ont été réalisés avant chaque série de mesures. Le cristallisoir a été nettoyé à l’eau distillée et 

à l’éthanol et placé à l’étuve à 40°C entre chaque composé.  

2.4. Evaluation de la disparition du radical DPPH 

 

Une solution de DPPH a été préparée par solubilisation de 7,8 mg de DPPH dans 200 ml de 

méthanol, différentes concentrations de solutions échantillons et témoin ont été ajoutées à 1ml 

de la solution de DPPH, après incubation de 30 min à l’obscurité et à température ambiante, 

les absorbances sont mesurées à 517 nm contre le blanc correspondant. Les résultats ont été 

exprimés par la moyenne de trois mesures séparées ± écart type. L’IC50 est défini comme 

étant la concentration du substrat qui cause la perte de 50% de l’activité de DPPH.  

2.5. Inhibition de l’oxydation induite du linoléate de méthyle 

 

La mesure de l’activité antioxydant est mesurée par la capacité d’une substance à inhiber 

l’oxydation du linoléate de méthyle choisi comme référence pour cette étude. C’est un 

composé très sensible à l’oxygène sous l’effet de la présence d’un atome d’hydrogène (en 

C11) en position α par rapport aux doubles liaisons. L’accélération de l’oxydation est 

accompagnée en augmentant la température et l’ajout d’un amorceur radicalaire 

l’azobisisobutyronitrile (AIBN).  

La réaction d’oxydation de linoléate de méthyle a été effectuée en présence des composés 

antioxydants avec du butan-1-ol dans un Pyrex à double enveloppe thermostatée maintenu 

sous température de 60°C relié à une vanne attaché à une pompe pour assurer le vide dans le 

Pyrex, une autre vanne reliée à l’arrivé de dioxygène et un réfrigérant à 4°C au dessue de 

réacteur pour condenser le solvant de la solution à traiter. Ce réacteur contient deux phases 

liquides de volume 4 cm
2
, et une phase gazeuse doit être de volume 100 cm

2
. Tout ce système 

est relié à un ordinateur pour mesurer la pression de dioxygène. Après refroidissement à 5°C, 

les réactifs suivants ont été ajouté successivement ; 1 mL de linoléate de méthyle à 0.4 M,  2 
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mL d’AIBN à 9.10
-3

 M, 1 mL de nos composés synthétisés à 2.10
-2

 M, avec une pression 

d’oxygène de 147 Torr. Le milieu réactionnel a été porté à 60°C pendant 3 heures. 

L’évolution de la pression en oxygène au cours du temps qui révèle la quantité d’oxygène 

consommée durant cette oxydation a été enregistrée automatiquement par un système 

informatisé grâce à un logiciel OXY BAR.  

La mesure de l’activité antioxydante a été définie en comparant la consommation de 

dioxygène en un temps donné de chaque composé par rapport à la consommation de 

dioxygène en absence de ce composé. 

 

Figure130. Méthode de détermination de l’efficacité antioxydante 

Chaque point (A ou B ou C) représente la pression de dioxygène pendant un instant donné qui 

nous permettent à décrire la formule de calcul de l’efficacité antioxydante suivante : 

 

2.6. Propriétés antipolifératives  

Des cellules CaCo2 ont été cultivées dans un milieu de culture DMEM (dulbecco’s modified 

eagles medium) constitué de 4.5 g/L de glucose, L-glutamine et bicarbonate de sodium, avec 

10% de sérum de veau fœtal et 1% d’antibiotique antimycotique. 5 mL d’une solution de 

tampon phosphate (PBS) ont été ajoutés sur les cellules pour enlever les traces de sérum, puis 
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éliminés. 1 mL de trypsine EDTA 0,25% a été ajouté et laisse agir à 37
o
C pendant quelques 

minutes. L’activité de la trypsine a été arrêtée en ajoutant 4 mL de milieu. Le volume totale a 

été mis dans un falcone pour centrifuger à 100 G pendant 5 minutes. Apres centrifugation, le 

milieu a été éliminé et le culot a été récupéré et 5 mL de milieu ont été ajouté. Les cellules ont 

été comptées en utilisant un Vi-Cell XR cell viability analyzer Beckman avec la méthode bleu 

trypan. Les cellules ont été placées dans des plaques de 96 puits. Après 24 heures, les 

molécules à tester ont été ajoutées. Après deux jours les plaques ont été vidées et du MTT a 

été ajoute dans ces plaques. Après 3 heures une caractérisation par UV a été réalisée afin de 

déterminer la viabilité des cellules.  

2.7. Modélisation moléculaire 

Les calculs DFT de modélisation moléculaire one été réalisé avec le logiciel Material Studio 

avec la fonctionnelle B3LYP. Les calculs de différence d’énergie ont été réalisés par 

abstraction de proton des différentes positions de OH.  
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Résumé 
 

La diminution des ressources pétrochimiques facilement accessibles, suscite, depuis ces dix 

dernières années, un intérêt croissant pour l’utilisation de matières première d’origine 

renouvelable. L’industrie de première transformation du bois génère chaque année des 

volumes importants de déchets qui sont à l’heure actuelle, soit recyclés vers d’autres filières 

comme la papeterie ou l’industrie des panneaux, soit utilisés comme source d’énergie, et donc 

vers des marchés de faible valeur ajoutée.  Le projet se situe dans ce contexte de 

développement durable, d’économie circulaire et de valorisation des co-produits de l’industrie 

du bois par l’exploitation des métabolites secondaires présents dans le bois, comme les 

composés phénoliques, et plus précisément les flavonoïdes qui présentent en effet un intérêt 

dans différents domaines en raison de leurs activités biologiques. 

L’objectif de ce travail est de fonctionnaliser des composés accessibles et abondants afin 

d’obtenir des composés polyfonctionnels à propriétés 2 en 1 et pouvoir ainsi simplifier les 

formulations cosmétiques. La fonctionnalisation a été envisagée par deux voies : 

hémisynthèse chimique et/ou catalyse enzymatique.  

Par hemisynthèse chimique nous avons pu accéder à des composés bi-modulaires en associant 

un acide gras et un flavonoïde non glycosylé, en l’occurrence la catéchine. Des acylations 

directes au niveau des hydroxyles phénoliques de la catéchine ont été étudiées et la 

régiosélectivité a été demontrée par spectroscopie RMN et confirmée par modélisation 

moléculaire. Nous avons également préparé des composés tri-modulaires par hémisynthèse 

chimique en associant différents acides aminés, ainsi que des acides gras de longueur variable 

à la catéchine. Trois structures trimodulaires différentes ont ainsi été synthétisées, afin 

d’obtenir différents types de composés. 

Par hémisynthèse enzymatique nous avons synthétisé des composés tri-modulaires, à partir 

des flavonoïdes glycosylés, la rutine et la narignine, en visant le greffage d’acides gras de 

différentes longueurs de chaine mais cette fois ci sur la partie glycosidique des flavonoïdes. 

Nous avons également synthétisé des composés penta-modulaires issus du greffage d’un acide 

dicarboxylique sur la naringine ou la rutine. Ces composés comportent deux entités 

flavonoïdes greffées de part et d’autre de la chaine carbonée du diacide. 

A l’issue de ces synthèses, les propriétés physico-chimiques des produits ont été étudiées, 

notamment leur solubilité dans l’eau, leurs propriétés anti-radicalaires mais également les 

propriétés tensioactives. Certaines activités biologiques ont également été étudiées comme 

l’activité antiproliférative vis-à-vis de cellules CaCo2. Afin de comprendre l’effet de la 

structure des composés sur leur capacité antioxydante,  des travaux de modélisation 

moléculaire ont été entrepris ; des corrélations entre l’activité antioxydante  des composés 

déterminée expérimentalement et des descripteurs de réactivité chimique calculés in silico ont 

été recherchées.  
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Abstract 
 

The decrease in easily accessible petrochemical resources has given over the past ten years a 

growing interest in the use of raw materials of renewable origin. The primary wood 

processing industry generates large amounts of waste each year which are currently either 

recycled to other sectors such as paper mills or the panel industry, or used as a source of 

energy, and therefore to markets with low added value. The project is situated in this context 

of sustainable development, circular economy and valorization of co-products of the wood 

industry by the exploitation of secondary metabolites present in wood, such as phenolic 

compounds, and more precisely flavonoids, which are indeed of interest in various fields 

because of their biological activities. 

The objective of this work is to functionalize accessible and abundant compounds in order to 

obtain polyfunctional compounds with 2-in-1 properties and thus be able to simplify cosmetic 

formulations. Functionalization has been considered by two routes: chemical hemisynthesis 

and/or enzymatic catalysis. 

By chemical hemisynthesis we were able to obtain bi-modular compounds by combining a 

fatty acid and a non-glycosylated flavonoid, in this case we worked with catechin. Direct 

acylations on the phenolic hydroxyls of catechin have been studied and the regioselectivity 

has been demonstrated by NMR spectroscopy and confirmed by molecular modelling. We 

have also obtained tri-modular compounds by chemical hemisynthesis by combining different 

amino acids, as well as fatty acids of variable length with catechin. Three different trimodular 

structures have been synthesized. 

By enzymatic hemisynthesis we have synthesized tri-modular compounds, from glycosylated 

flavonoids, rutin and narignin, aiming for the grafting of fatty acids of different chain lengths 

but this time on the glycosidic part of the flavonoids. We have also synthesized penta-modular 

compounds resulting from the grafting of a dicarboxylic acid on naringin or rutin. These 

compounds comprise two flavonoid entities grafted on either side of the carbon chain of the 

diacid. 

At the end of these syntheses, the physico-chemical properties of the products were studied, in 

particular their solubility in water, their anti-radical properties but also the surfactant 

properties. Some biological activities have also been studied such as antiproliferative activity 

against CaCo2 cells. In order to understand the effect of the structure of the compounds on 

their antioxidant capacity, molecular modeling work has been undertaken; correlations 

between the antioxidant activity of compounds determined experimentally and chemical 

reactivity descriptors calculated in silico were sought. 
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