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A : Absorbance

A: Angstrém

B.E.T : Brunauer, Emmett et Teller

BSA : Bovine sérum albumine

C : Concentration (g/l)

Co : Concentration initiale

Cs : Concentration finale

Ce: Concentration al’ équilibre (g/l)

DVB : Divinylbenzéne

Eupergit : poly (méth-Acrylamide)

IRC 50 : Résine échangeuse de cation (Nat), polyacide méthacrylique/divinylbenzéne
IRN 78 : Résine échangeuse d’ anion (Cl-), d"anion polystyrene/divinylbenzéne
IRTF (FTIR): Infrarouge a transformée de Fourier

h : Heure

HPL C : Chromatographie liquide a haute performance

kDa: Kilo Daton

k1 : constante cinétique de premier ordre
k2 : constante cinétique du second ordre

Kr : Constante de Freundlich
K. : Constante de Langmuir
Km: Constante de Michaglis
K, : Constante de diffusion
LECI : Lecitase ultra

min : minute

n : parametre de Freundlich
nm : nanometre

n.d : non donné
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pl : point isoéectrique
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PL : Phospholipides



PLA : Phospholipase A

pNPP : para-nitro-phényl-pamiate

PP : polypropyléne
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t: Temps(s)

T : Température °C
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Tyr : Tyrosine

UV-Vis: Ultraviolet/Visible

v/v : volume /volume

wi/v: poids /volume
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Les lipases sont des enzymes exceptionnelles de par leur mécanisme d'action et leur
spécificité [1]. En fonction du microenvironnement, elles sont capables de catalyser | hydrolyse
des triglycérides en milieu agueux, ou agir comme catalyseurs en synthése organique, auss
catalyser la transestérification et I'interestérification de matiere grasse. Ces réactions sont
appliquées dans de nombreux domaines industriels tels que I'industrie des biocarburants pour la
synthése de biodiesel a partir des huiles végétales. Le biodiesel éant considéré comme une
aternative au diesel classique [2]. Et dans I'industrie pharmaceutique [3], ou la chiralité est un
facteur principa dans l'efficacité de beaucoup de meédicaments, les lipases sont employéees
comme catalyseur dans les procédés de deédoublement de mélanges racémiques pour la
production des intermédiaires de médicament. La firme Glaxo Welcome (actuellement GSK) a
développé, au début des années 90, un agent anti-leucémique par acylation de lapurine al'aide de
la lipase Candida antarctica immobilisée (Novozyme 435, Novo Nordisk, Danemark). Ce
procédé a rendu le produit plus soluble et donc plus bio-disponible [4]. Le domaine de
I’ agroalimentaire [5,6] concerne la production d’acide gras, et la transformation des matiéres
grasses par transestérification a |'aide des lipases afin d’ obtenir des triglycérides renfermant des
acides gras polyinsaturés (oméga 6 et oméga 9), réputés anti-inflammatoires, et réducteurs de la
pression sanguine. En outre, elles peuvent étre encore exploitées dans beaucoup de nouveaux

secteurs ou elles peuvent servir de biocatal yseurs potentiels.

Cependant, les enzymes en généra coutent cher et elles sont solubles dans le milieu
réactionnel généralement aqueux, leur récupération en fin de réaction n’est pas aisée et il est
indispensable, sur le plan économique de prolonger leur durée d'utilisation. Pour cela, des
recherches ont é&é entreprises pour les utiliser sous forme insolubles en procédant a leurs
immobilisations sur, ou dans, un support solide, permettant leur récupération aprés usage ou leur

utilisation dans des réacteurs fonctionnant en continu.

De nombreuses méthodes d’'immobilisation ont été rapportées dans la littérature, telle que
I’encapsulation [4], I"'immobilisation par liaisons covaentes [7], ou par inclusion [8], et
particuliérement I'immobilisation par adsorption sur des supports organiques [9,10]. Les lipases
immobilisées sur des supports microporeux hydrophobes présentent de plus grandes activités par

rapport aux lipases immobilisées sur des supports hydrophiles. Les supports microporeux

(1)
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hydrophobes communément utilisées sont le polypropylene (PP), le polyéthylene (PE),
poly(styréne-divinylbenzéne) [11] .

Généralement I'immobilisation sur les supports hydrophobes microporeux se fait par
adsorption. Cette méthode a été utilisée dans de nombreux travaux, mais la plupart de ces travaux
Se sont intéressés seulement a |’ optimisation de la quantité et al’ activité de la lipase immobilisée
ains qu'ala possibilité de sa réutilisation. Malheureusement, peu d'intérét a été porté a I’ é&ude
des isothermes et des parameétres cinétiques de I'immobilisation qui ont une importance non
negligeable dans la compréhension et I'amélioration du processus de I'interaction de chaque
couple enzyme/support et enzyme/substrat. L’ optimisation des parameétres de réaction a une
grande importance pour une utilisation a1’ échelle industrielle. A notre connaissance, |’ étude de
I"'immobilisation de la Lecitase® Ultra sur les résines Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78 n’a

pas était étudiée notamment son application pour I hydrolyse de I’ huile d’ olive.

Notre travail sinscrit dans un cadre thématique qui a pour objectif |'étude de
I'immobilisation d'une lipase appelée Lecitase® Ultra par adsorption sur deux types de
polymeres, styrénique et méthacrylique (résines échangeuse d'ions). Dans la premiére partie du
travail, nous avons effectué | adsorption sur deux résines styrénique et méethacryligue (Amberlite
IRC 50 et Amberlite IRN 78) dans diverses conditions (pH, concentration, temps et température).
Apres on a construit les isothermes d’ adsorption et déterminer leurs paramétres. La  deuxieme
partie consistait a étudier I’activité de la Lecitase®UlItra libre et immobilisée en fonction de

divers paramétres (pH, concentration, temps et température).

Nous présentons ce travail en quatre chapitres. Le premier chapitre consiste a faire une
synthése bibliographique sur les propriétés cinétiques et les caractéristiques des lipases, leur
mécanisme d’ action catalytique, les réactions catalysées par les lipases ainsi que les méthodes
d évaluation de I’ activité de lalipase et les applications des lipases. Le deuxieme chapitre résume
une recherche bibliographique sur I’'immobilisation des enzymes sur des supports polymeres. Le
troisiéme chapitre est consacré al’ étude de I’'immobilisation par adsorption de la Lecitase® Ultra
ainsi que la modélisation de I’ adsorption et les paramétres des isothermes d’ adsorption ont été
déterminés. Quand au quatrieme, il est consacré a |’ étude de I’ activité et de la réutilisation de la

Lecitase® Ultra immobilisée.

(2
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1.1 DEFINITION DESLIPASES

Les hydrolases (E.C.3.X1.X2.X3) constituent une classe d’ enzymes qui catalysent des
réactions d hydrolyse d'esters. Les lipases sont des triacylglycerol-acylhydrolases (EC
3.1.1.3), d origine animale, végétale ou microbienne. Elles sont tres répandues dans e monde
vivant ou elles jouent un réle essentiel dans le métabolisme des triglycérides [4]. Les lipases
ont également la capacité de réaliser des réactions de synthese telle que |’ estérification, la
transestérification et |’interestérification [10,12]. Un changement de la conformation de
I'enzyme se produit quand elle est en contact avec un substrat insoluble dans |'eau. Ce
phénomeéne d'activation interfaciadle avec le volet amphiphile qui est I'emplacement du site

actif est aujourd'hui un secteur étendu de recherche [5,13].

Les lipases présentent des propriétés catalytiques variables suivant les différentes
espéeces. Elles peuvent étre actives sur une large gamme de pH, concernant la température, de
nombreuses lipases microbiennes ont une activité maximale située entre 30 et 40°C. [14]. Il
existe cependant des enzymes actives a des températures extrémes. Cinnamomea antrodia
[15], Pseudomonas sp [16] qui produisent des lipases ayant une activité maximale a 45°C et

elles restent trés actives a des températures allant jusqu’ a 80°C.

Les phospholipases forment une autre classe d'enzymes optimisées pour hydrolyser
des phospholipides (PL) a des liaisons ester spécifiques. Il existe deux classes, des
phospholipases (les acyles hydrolases) et les phosphodiestérases. Ces enzymes, au sein de
chaque ensemble, sont classés en fonction de la coupure de la liaison ester pour lesguelles
elles sont spécifiques. Les Phospholipases A (PLA;), les phospholipases A, (PLA)), les

phospholipases B (PLB), et les lysophospholipide A/, (LysoPLAq2) constituent les acyles

hydrolases, alors que les phosphodiestérases sont représentées par les phospholipases C (PLC)
et les phospholipases D (PLD) [17].

PHOSPHOLIPASE A 1q
PHOSPHOLIPASE A, CH,-O-C-R;

nzcilo-lc:-ﬂ
I
o | I
CH,-0-P-0-X

S o

PHOSPHOLIPASE C PHOSPHOLIPASE D
X = H, CHOLINE, ETHANOLAMINE, SERINE, INOSITOL, ETC.

Figurel.l. Liaisons hydrolysées par |es phospholipases.
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Les PLA; (EC 3.1.1.32) catalysent spécifiquement I hydrolyse des esters d'acyle en
position sn-1 de phospholipides (Figure 1.1) et produisent des acides gras libres (AGL) et
lysophospholipide (lysoPL). Cependant, de nombreuses enzymes PLA; présentent une
activité lypolytique c'est-a-dire qu’ elles hydrolysent des triglycérides, tout en préférant le site
de clivage sn'1 [18]. La une grande quantité de résultats des premiéres études concernant la
détection de |'activité PLA a partir de tissus bruts étaient erronée en raison de l'incapacité a

déterminer avec précision quelles sont les enzymes présentes (lipases ou phospholipases).

1.2 SOURCESDESLIPASES

La premiére lipase a été découverte dans le jus pancréatique des animaux en 1856 par
Claude Bernard [19]. Les lipases sont largement répandues dans la nature ou elles ont un réle
physiologique important dans le métabolisme des graisses. On les retrouve aussi bien dans le
regne végétal, chez les invertébrés et les vertébrés mais egalement chez de nombreux

microorganismes, principa ement sous forme de protéines extracellulaires [1].

[.2.1. Sources microbiennes

Les lipases sont largement répandues chez les bactéries, les levures et |es champignons
filamenteux. Elles sont aussi bien produites par des bactéries telles que celles des genres
Bacillus et Staphylococcus ou du genre Pseudomonas. Elles sont également largement
répandues chez les levures du genre Candida ou Geotrichum ainsi que chez les champignons
filamenteux tels que Rhizopus ou Thermomyces [20]. Les lipases microbiennes présentent
comme avantages d'une part, d'avoir des procédés de fabrication relativement simples
comparés aux lipases d origine animale et d autre part, d’ avoir une plus grande stabilité vis-a-
vis de la température, des détergents et des enzymes protéol ytiques. Ces caractéristiques ont
permis le développement de nombreuses applications pour les lipases microbiennes qui ont

abouti a de nombreux produits commerciaux [4].

[.2.2. Sources végétales

Les lipases sont largement répandues au sein de la plante bien qu'on les retrouve
principalement dans les graines ou les triglycérides sont stockés dans des structures
intracellulaires appelées oléosomes [21]. Sous I'action des lipases, ces triglycérides sont
hydrolysés en acides gras dont le réle est de fournir I’ énergie nécessaire ala germination de la
graine et au développement de la jeune plante [22].
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Les lipases végétales peuvent étre classées en trois grands groupes. Le premier groupe
est constitué par les triacylglycérol hydrolases qui sont principalement présentes dans les
graines. Leur étude revét une importance économique capitale puisgu’ elles sont responsables
en grande partie de |’ atération des graines pendant le stockage. Les constituants du second
groupe, dénommés acylhydrolases (phospholipase), sont présents dans divers tissus de la
plante. Ces enzymes présentent peu de specificité pour leur substrat [23]. Les principales
acylhydrolases sont les phospholipases A et B. Le troisieme groupe est constitué par les
phospholipases C et D. Lesliaisons hydrolysees par |es phospholipases sont représentées dans

lafigurel.l.

D’un point de vue industriel, I'intérét des lipases végétales n’a cessé de s accroitre
depuis plusieurs décennies, notamment dans le domaine de la biotransformation des lipides.
Du point de vue de Hassanien et al., [24], les lipases végétal es sont facilement isolées a partir
de graines et elles présentent des spécificités de substrat atypique comparées aux lipases
microbiennes. Par exemple, Hassanien et al., [24] et Hills et al., [25] ont prouve que lalipase
des graines de colza (Brassica napus), obtenue par simple homogénéisation de graine dans un
tampon adéquat, est utilisée industriellement dans la modification de |’ huile de tournesol ou

dans |’ enrichissement de |” huile de primevére en acide y-linolénique.

[.2.3.  Sources animales

Les lipases de mammiferes peuvent étre classées en trois groupes: le premier est
constitué par les lipases associées a la digestion, telles que les lipases linguale, pharyngale,
gastrigue et pancréatique. Le second groupe correspond aux lipases présentes dans le cerveau,
les muscles, les arteres, les reins, larate, la langue, le foie et les tissus adipeux. Le troisieme
groupe correspond aux lipases produites par les glandes galactogenes produisant le lait
maternel. En effet, les lipases jouent un rdle important dans la digestion en particulier chez le
nouveau-né dont I’ alimentation est riche en lipides [26].

Les lipases de mammiféeres les plus étudiées sont les lipases liées a la digestion des
graisses et aleur absorption. Il s'agit de la lipase gastrique, de la lipase pancréatique, et de la
lipase hépatique. Des études de leurs structures suggérent que ces différentes enzymes
dérivent d’'un ancétre commun [27]. Elles sont capables d hydrolyser les glycérides, les
phospholipides et les esters de cholestérol. Elles peuvent aussi catalyser |a transestérification

entre glycérides.
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|.3. REACTIONSCATALYSEESPAR LESLIPASES

En fonction de I'environnement, des substrats mis en jeu et des conditions
réactionnelles, les lipases catalysent un trés large éventail de réactions que nous présenterons
brievement et qui permettent de mesurer les atouts de ces catalyseurs. Contrairement a
d'autres enzymes hydrophiles, les lipases de différentes origines sont particulierement stables

dans des solvants organi ques non-polaires et peuvent accepter une large gamme de substrats.

1.3.1. Reéaction d’hydrolyse

Les lipases catalysent naturellement I’ hydrolyse des triglycérides en acides gras et
glyceérol. Elles sont également actives sur de nombreux esters d’ acides gras. Dans tous les cas,
la réaction s effectue a I’interface entre le substrat hydrophobe et le milieu agueux, formant
un systéme réactionnel diphasique. Ce systeme diphasique résulte de la présence d’ une phase
organique non miscible a I’eau, cette phase étant constituée soit du substrat seul, soit du

substrat dissout dans un solvant non miscible al’ eau [28].

1
R,COOR, + H,0 =————= R,COOH + R,OH

[.3.2. Reéactions de syntheses

Les lipases catalysent une grande variété de réactions de synthese qui sont listées ci-
dessous. Ces réactions de synthése se produisent dans des milieux afaible teneur en eau ou en
I” absence de solvants (milieu fondu) ou en présence de solvants organiques dans lesquelles
elles présentent une grande stabilité, notamment sous forme immobilisées. Ces réactions sont

tres utilisées dans I’ industrie, dans les procédés industriels [29,30].

a) I'estérification :

R,COOH + R,OH R,COOR, + H,0

b) latransestérification :
- Alcoolyse : par échange du groupement al cool
R,COOR, + R,0OH R,COOR, + R,OH

- Interestérification : par échange des groupements acyle et alcool
R,COOR, + R,CO0R, R,CO0OR, + R,COOR,

- Thio-estérification : par échange du groupement thiol
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R,COOR, + R,SH R,COSR, * R,OH

c) Aminolyse, ou amidation : s Re=H

R,COOR, + R;NH, = = R,CONHR, + R,0OH

1.4, CARACTERISTIQUESSTRUCTURALES DESLIPASES

1.4.1. Structuretridimensionnelle des lipases

Les lipases peuvent étre extraites des animaux, des bactéries, et des végétaux et toutes
ces lipases ont tendance a avoir les mémes structures tridimensionnelles. Entre 1990 et 1995,
des cristallographes ont éucidé par diffraction des rayons-X les premiéres structures de 11
différentes lipases et estérases dont la lipase pancréatique humaine. Il a é&é constaté que
malgré les différences de taille, de séquence homologique, de substrats, d’activateurs,
d'inhibiteurs, et d'autres propriétés, la plupart des lipases adoptent une topologie de base

similaire qui se caractérise par un repliement o/p [31].

IIE

Figurel.2: Image ssmplifiée du repliement 3D des lipases d aprés |e schéma de Jaeger et
coll. Les hélices a sont représentées par des cylindres, les brins 8 sont indiqués par des fleches
[32].

Donc sur un plan structural, les lipases appartiennent toutes a la famille des o/f

hydrolases. Leur structure tridimensionnelle est constituée d un feuillet § central formeé par 7
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brins 3 paraléles et un brin B (B2) antiparalée. Les brins 3 a 8 sont connectés a des hélices
a (Figure 1.2). Le motif minimum de cette structure commune a toutes les lipases est
composeé de 5 brins  paralléles dans le feuillet B central et de 2 hélices a. Il y a cependant des
variations au sein des différentes familles de lipases. On peut noter que certaines lipases
possedent un ou plusieurs ponts disulfures qui peuvent étre important pour |’ activité
cata ytique ou la stabilité de I’ enzyme [33].

[.4.2. Triade catalytique

La triade catalytique est composée des résidus de sérine (nucléophile), d’histidine et
généralement, d'un acide I'aspartique ou plus rarement le I'acide glutamique. C'est un
élément tres conservé dans la structure des lipases. Elle a été mise en évidence par Brady et
al, [34]. Dans le repliement o/f les positions des résidus catalytiques sont representées : la
serine catalytique est positionnée aprés le brin 5, le résidu Asp/Glu apres le brin B7, et
I”histidine, est dans la boucle entre le brin 8 et I’ hélice aF qui est présenté dans la figure 1.2
précédente [32].

[.4.3. L’activation interfaciale

Les réactions catalysées par les lipases se déroulent a |’ interface eau/substrat apolaire.
Cette particularité catal ytique a été mise en évidence par la détermination des vitessesinitiales
d hydrolyse en fonction de la concentration de substrat. En effet, lorsque la solubilité du
substrat est dépassée (émulsion), il y a formation d’'une interface qui s accompagne d'une
augmentation brutale de la vitesse d hydrolyse (figure 1.3) Ce phénoméne est appelé

activation interfaciale [1].

Unités enzymatigues
nN

! 1
0 1 2
Saturation

Figurel.3. : Hydrolyse de latriacétine par une lipase gastrique en fonction de la solubilité de
cet ester dans | eau, exprimée en multiple de la saturation. Laligne verticale en pointillés

représente lalimite de solubilité de cet ester [1].
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Les premieres structures tridimensionnelles des lipases ont suggéré que I’ activation
interfaciale pourrait étre reliée a des changements de conformation d’ un volet amphiphile
fréqguemment rencontré chez les lipases. Ce volet, dont la longueur et la complexité varient
selon les enzymes, est constitué d'une ou plusieurs hélices a. Au contact d une interface
lipide/eau, cette boucle peptidique amphiphile s ouvre, libérant alors I’ acces au site actif. En
conformation fermée, cette boucle peptidique amphiphile obstrue totalement le site actif de
I”enzyme, larendant inactive (Figure 1.4)[12, 35].

La conformation fermée est supposée prédominer en milieu agqueux, comme indiqué
par I’ activité lipolytique plus faible des lipases dans I’ eau tandis que la forme ouverte serait
prépondérante en milieu organique et al’ interface eau/lipide. La conformation du volet (degré
d ouverture) mais aussi la nature amphiphile et la séquence spécifique des acides aminés qui
le composent joueraient un role clé dans I’ activité, la specificité et I’ énantiosélectivité des
lipases (Figure 1.4) [35].

=

Volet .-' -
+— amphiphile f" Volet

phiphile
'&‘P /m

Conformation ferme Conformation ouverte

Figure|.4.: schémas du volet amphiphile d’ une lipase [36].

[.5. MECANISME D’ACTION CATALYTIQUE
Les lipases sont des hydrolases a serine qui suivent le mécanisme généra d’ action
catal ytique décrit dans la Figure 1.5.
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Figurel.5. : Mécanisme d’ action catal ytique des lipases.
Action de latriade catal ytique (Serine, histidine, acide aspartique)[37].

Le transfert de proton entre I’ acide aspartique (ou acide glutamique), I’ histidine et la
sérine catalytiqgue permet d'activer |I'’oxygene de la sérine qui exerce aors une attaque
nucléophile sur la fonction carbonyle du substrat pour former le premier intermédiaire
tétraédrique (1). Cet intermédiaire est stabilisé par au moins cing liaisons hydrogéene dont au
moins deux entre |I’oxygene du substrat chargé négativement et les acides aminés du trou

oxyanion (oxyanion hole (Annexe I11)).

Le retour du doublet de I’ oxygene et le transfert d'un proton de I” histidine entraine la
libération du premier produit de la réaction (soit une molécule d’ eau soit une molécule
d alcool, en fonction du substrat mis en jeu) et laformation de I’ acyle-enzyme. Cette premiére
étape d’ acylation (formation de I’ acyle-enzyme) est suivie d’ une éape de déacylation faisant
intervenir une attague nucléophile qui peut étre exercée par une molécule d’ eau (réaction
d hydrolyse) ou par une molécule d’'alcool (réaction de synthése) sur le carbonyle de I’ acyle-
enzyme pour former le second intermédiaire tétraédrique (2). Cette étape de déacylation qui
suit un processus analogue a celui de I’ étape d’ acylation conduit a la formation du second

produit de laréaction (acide carboxylique ou ester) avec régénération de I’ enzyme libre [37].
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|.6. PROPRIETESDESLIPASES
[.6.1. Specificitésdeslipases

Certaines lipases hydrolysent indifféremment tout type de liaisons ester des
triglycérides, ne faisant pas de discrimination entre leurs positions dans la molécule. D’ autres
en revanche présentent des spécificités vis a vis du substrat, hydrolysant préférentiellement
les liaisons esters en positions snl et sn3 du triglycéride [38]. Cette sélectivité entraine
I” apparition d’une concentration équimolaire en diglycérides 1,2 et 2,3 lors de la réaction.
L'hydrolyse plus compléte entraine I'apparition de monoglycérides, puis de glycérol et des
acides gras. Au cours de la réaction d hydrolyse, on pourra distinguer les lipases par leurs

régiosel ectivité, typosél ectivité ou encore énantiosélectivité.

1. Larégiosélectivité : ele peut étre de type snl, sn2 ou sn3 et correspond a la position
préférentielle d hydrolyse des liaisons ester sur les triglycérides (Figure 1.6). Le résultat est
I’ obtention d'acides gras, de diacylglycérol et monoacylglycérol [39]. Par exemple, d apres
Jaeger et al., (1994) [40] les lipases de Pseudomonas fragi et de Pseudomonas geniculata

sont spécifiques de la position snlet sn2.

Alors que Sanz et al., (1990) [41] ont montré que la lipase de graine de lupin montre
une specificité pour la position snl et sn3. Cependant certaines lipases ne présentent aucune

régiospecificité. C'est le cas des lipases de Penocillium expansum [42] et de Pseudomonas

cepacia [43]. snl

Figurel.6. : Identification des liaisons esters potentiellement hydrolysables par les lipases.

2. La typosdlectivité : elle est définie par la sdlectivité observée en fonction de la
longueur des chaines carbonées, du degré d'insaturation et de substitution de I'ester. La
typosélectivité est souvent reliée alatopologie du site actif.

()
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Si la lipase de Penecillium requfori a une spécificité pour les triglycérides avec des
acide gras a chaines courtes [44], celle de Pseudomonas cepacia montre une préférence pour
I"hydrolyse des triglycérides a chaines longues supérieures a 8 carbones [44]. Il a été
démontré que la lipase de Geotrichum candidum est spécifique des acide gras cis- insaturé
alors que celle du tournesol hydrolyse efficacement tout les triglycérides mais avec une
préférence pour lestriglycérides avec des acide gras mono-insaturés [45].

3. L’ énantiosélectivité : elle traduit la préférence entre deux énantioméres. En effet,
I aptitude des lipases a distinguer des énantiomeres a été décrite pour les réactions de synthese
d ester a propriétés aromatiques [46, 47], et pour les réactions d hydrolyse [48]. Cabrera et
al., [49] ont effectué I'hydrolyse assymétriqgue du 3-phenylglutarate diméhylique par
différentes préparations d' une phospholipase A (Lecitase ultra (LECI)) immobilisées a pH 7
et a25°C.
Barbosa et al., [50] ont utilisé la lipase Candida antarctica B sous forme libre puis
immobilisée pour la résolution énantiomerique de I'atenolol acétate, par une réaction de
transestérification en utilisant I'acétate de vinyle en tant qu'agent acyles et un solvant

organique comme milieu de réaction.

[.6.2. pH optimum d’activité deslipases

Les lipases ont une activité seulement a certaines valeurs de pH, selon leur origine et
I'état d'ionisation des résidus dans le site actifs. Les pH optimums pour la plupart des lipases
se trouvent entre 5 et 9, bien que les lipases puissent étre actives sur un éventail de valeurs
acides et acalines de pH, environ de 4 a 10 [51].

Seyhan et al., [52] suggére que I'effet desions H* ou des ions OH™ sur I'activité d'une
enzyme est probablement provoquée par un changement dans la configuration a proximité de
I’emplacement du site actif. Presque toutes les réactions de protonation se produisent tres
rapidement. Les différentes configurations sont instantanément en équilibre. Les enzymes
protonées ou hydroxylées sont supposées étre complétement inactives ou moins actives. Ceci
peut étre représenté par les mécanismes suivants:

En + H* &5 Ent*
KEoH

En+ OH < EnOH™

OuK gH et Kgon : constantes d'équilibre des réactions, et En : enzyme.
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[.6.3. Températured’activité optimum des lipases

Les lipases sont connues pour étre active sur un large éventail de températures. Maisla
température optimale des lipases est souvent comprise entre 30 et 40 °C. En général, les
lipases microbiennes ont des températures optimales plus élevé que les lipases d'origine
végétale ou animale. En effet, Humicola lanuginosa produit une lipase dont I'activité
optimale est de 45 °C tandis que pour certaines souches de Pseudomonas fragi, €elle est de
75°C. D’autres lipases se sont adaptées aux plus basses températures. C'est le cas de celle
d Aspergillus niger qui a une température optimale de 25 °C, ainsi que celle de Pseudomonas

fluorescens qui possede encore 30 % de son activité maximaleal °C [1].

Rani et A. Panneerselvam [53] ont étudié |'activité enzymatique de plusieurs lipases
telles que Fusarium moniliforme (17.3 U/ml), Penicillium funiculosum (16.3 U/ml), P.
chrysogenum (15.4 U/ml) et A. fumigatus (14.6 U/ml) a différentes températures (10-50°C).
IIs ont constaté que la température optimale de chague enzyme était de 30°C. L’ activité
enzymatique de la lipase litopenaeus vannamei a été étudiée & différentes températures (20-
70°C) par Rivera-Pérez et al., [54]. L’ activité maximale a été détectée a 30°C. Et Song et
Rhee [55], on trouvé une température d’ activités optimum de 37°C apres I’ éude de I’ activité

d’ une phospholipase A a différentes températures (4-95°C).

| .7. METHODESD'EVALUATION DE L’ACTIVITE DES LIPASES

Pour étudier une enzyme, il est préférable de disposer d’ une ou plusieurs méthodes
pour mettre en évidence la réaction catalysée, et s possible de pouvoir mesurer
quantitativement |’importance de ces effets. L’activité d'une enzyme se traduit par une
quantité de matiere transformée dans une unité de temps. Par exemple le nombre de
micromoles d’ un substrat transformé par minutes. Or I’importance de cette activité dépend de
nombreux facteurs qui sont citées ci-dessous :

- Lanature du substrat ;
- Lacomposition ionique du milieu : pH, force ionique etc.... ;
- Latempérature

- Ladurée delaréaction.

La plupart des analyses pour évaluer |'activité de la lipase ont été développeées sur la
base de la mesure de la quantité des acides gras libérés. L’ utilisation des substrats spécifiques

ou fluorescents permet I'utilisation de la spectrophotométrie pour suivre directement et sans

(1)
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interruption le cours de la réaction d'hydrolyse par la lipase. D'autres approches sont
généralement moins employeées et sont basées sur |'instrumentation sophistiquée et/ou exploite
la capacité de mesurer les changements physico-chimiques provoqueés par action des lipases

sur les substrats.

| .7.1. Méthodetitrimétrique

Cette méthode consiste a déterminer la quantité des acides gras libérés lors de la
réaction d’ hydrolyse. Les acides gras libérés sont directement titré en utilisant généralement le
NaOH ou le KOH comme solution titrante et de |a phénolphtaléine comme indicateur coloré.
Cette méthode tient compte pratiquement de tout triacylglycérol comme substrat.

Salis et al., [2] ont employé |la méthode titrémétrique afin de déterminer |’ activité de
plusieurs lipases (Aspergillus Niger, Pseudomonas cepacia, Mucor javanicus, Pseudomonas
fluorescens, Penicillium roqueforti, Penicillium camembertii, Candida rugosa, Rhizopus
oryzae) en utilisant la trioleine et la tributyrine comme substrat.

Forest et Ferreira [56] ont évalué I'activité hydrolytique de la lipase candida
Antarctique B (5000 U/ml) par titrage en utilisant la trioleine comme substrat. Dans I’ étude
faite par Victor Sivozhelezov et al., [57], I'activité de la lipase Mucor Miehel a été mesurée
en titrant I'acide gras libéré par I'hydrolyse de I'huile d'olive. Song et Rhee [55], ont éudié
I’ activité d’une phospholipase A, en mesurant par titrage la quantité des acides gras libérés

aprées |” hydrolyse d’ une émulsion de phosphatidyl choline.

| .7.2. Méthodes spectrophotométriques
1. Détection del’alcool libéré apreés hydrolyse
Cette méthode consiste a mesurer la quantité du p-nitrophénol (Apax = 400 a420 nm)
libéré apres I'hydrolyse de p-nitrophenyl esters par la lipase. L'activité de la lipase peut étre
calculé en comparant les valeurs a une courbe standard préparée avec du p-nitrophénol [58].
Plusieurs auteurs ont utilisé le p-nitrophényl palmitate (pNPP) et le p-nitrophenyl
acétate comme substrat pour déterminé les activités de plusieurs lipases: la lipase

Pseudomonas cepacia [7], lalipase Fusarium oxysporum [59], lalipase Candida rugosa [60].

NO;
NO, . 0
9 O _Lipase /@ + ~Aon
0 HaC
@ Hsc/\)LO H-0 H ?
p-nitrophenyl butyrate p-nitrophénol Acide butyrique
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Figurel.7 : Réaction d’ hydrolyse par lalipase :

(&) p-nitrophenyl butyrate, (b) p-nitrophenyl palmitate.

2. Détection del’acide gras libéré aprés hydrolyse
Cette méthode consiste a mesuré la quantité d’'acides gras complexés avec un réactif
colorimétrique qui est I'acétate cuivrique/pyridine. Pendant I'hydrolyse du substrat par la
lipase, les acides gras complexent avec le cuivre pour former des sels ou des savons

cuivriques qui absorbent la lumiere dans la région du visible (Amgx=715 nm). La

quantification des acides gras libérés est déterminée en se référant a une courbe standard
préparée en utilisant I'acide oléque [58]. Angkanurukpun et al., [61] ont déterminé |'activité
de la lipase carica papaya (CPL) en utilisant cette méthode avec la triolein comme substrat.
Et Saisuburamaniyan et al., [62] rapporte que c’'est une méthode simple et sensible pour
I'évaluation de I'activité de lipase dans les sols.

| .7. 3. Méthodes chromatographiques

Une autre méthode qui est la méthode chromatographique par HPLC couplée a un
spectrophotomeétre UV-visible permet aussi la détermination de la quantité des acides gras
produit alafin del’ hydrolyse.

Hao et al., [63] ont combiné la HPLC a un spectrometre de masse pour mesurer la
quantité de I’ acide oléne libérée lors de I’ hydrolyse de latrioleine par lalipase. lIs ont misle
mélange réactionnel dans le system HPLC-SM ou les acides gras libéré ont été séparés du
reste de la réaction par HPLC et le spectromeétre de masse a mesuré leurs quantités. Les
résultats ont éé traduis sous forme de graphe ou, il est observé différents pics, les
concentrations des acides gras ont été calcul ées a partir des surfaces relative de ces pics.

Dans la méhode HPLC-SM, I'étape de |a détection et de la quantification des acides
gras libérés était completement indépendante de la réaction lipolytique. Par conséquent, cette
analyse est compatible avec divers substrats et les réactions peuvent se faire dans divers
solvants et elle est indépendante du pH de la réaction. De plus, cette méthode peut quantifier
des concentrations plus élevées |3, ou d’ autres détecteurs ne le peuvent pas.



Chapitre I Rappels bibliographiques sur les lipases

1.8. APPLICATIONSINDUSTRIELLESDESLIPASESLIBRESET
IMMOBILISEES

La polyvalence réactionnelle des lipases et la diversité de leurs propriétés catalytiques
leur conféerent une place de choix pour des applications industrielles potentielles, telles que la
production de produits alimentaires, de détergents, et de produits pharmaceutiques ainsi que la
fabrication du papier [4]. L’ utilisation des lipases dans ces nombreux secteurs requiert la
connaissance des propriétés spécifiques du substrat et de I’enzyme comme la spécificité, la
stabilité, la température et le pH [64]. Quelques applications principales des lipases sont
récapitul ées dans le tableau |.4.

Tableau |1.1: Applicationsindustrielles des lipases [65].

Industries action Production ou application
Déter gents Hydrolyse des grai sses. Enlévement des taches huileuses des
tissus.

Produitslaitiers Hydrolyse des matiéres grasse Dével oppement des aromatisants en
du lait, marissant des fromages,  lait, fromage, et beurre.

Boulangerie Amélioration de saveur. Prolongation de durée de
conservation.

Alimentaire. Amédlioration de laqualité. Mayonnaise, dressages.

Industriedu Bio  Transestérification Nourritures saine.

Desviandeset des Développent des aromes. Productions de produits a base de

poissons viande ou de poisson.

Graisses et huiles  Transestérification ; hydrolyse.  beurre de cacao, margarine, acides
gras, glycérol, mono -, et

diglycérides.
Produits Enantiosélectivité, synthése Produits chimique et modules
chimiques chiraux.

pharmaceutiques  Transestérification ; hydrolyse Aides digestifs, problemes
d’ assimilations des lipides.

Cosmétiques Synthése emulsifiants.
Cuir hydrolyse Produitsen cuirs.
Papier hydrolyse Papier avec une meilleure qualité.

[.8.1. Lipasesdans!'industrie alimentaire

L'utilisation des enzymes dans I'industrie aimentaire au lieu des processus chimiques
traditionnels a été développée au cours de ces dernieres années dues a l'intérét accru pour les
produits naturels ou le Bio.

De nos jours, des lipases sont utilistes dans I'industrie agroalimentaire pour
I’ accélération de la maturation de plusieurs fromages tels que le cheddar et le fromage bleu
[6]. Hasan et al,. [66], rapporte que des lipases d'origine microbienne différente ont été
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employées pour le raffinage du riz afin d’obtenir un meilleur arome, et pour le lait de soja
modifier afin d’ améliorer son go(t.

Le beurre de cacao est une matiére premiére importante dans la fabrication du chocolat
et pour lesindustries de confiserie. Sa consistance et ses qualités, dérivant de la composition
en acides gras de ses triglycérides, qui sont trés recherchées par le consommateur. Mais |'offre
est limitée, et la forte demande entraine la flambée des prix sur le marché. Un substitut de
beurre de cacao avec une composition en triacylglycérols semblable au beurre de cacao peut
étre prépareé a partir de graisses ou d’ huiles bon marché. Certaines éudes récentes ont montré
gu’ une lipase immobilisée par adsorption sur une résine macroporeuse, a permis la synthese
d'un substitut de beurre de cacao par transestérification d'huile de graines de thé, stéarate de
méthyle et palmitate de méthyle[67] . La transestérification implique |’ échange entre un

groupe acyle et un acool (alcoolyse) ou avec le glycérol (glycérolyse) [6].

1.8.2. Lipasespour laproduction debiodiesels

Les limites et la diminution rapide des ressources combustibles fossiles, les prix
croissants du pétrole brut, et des soucis environnementaux ont été a |’ origine de I'utilisation
des huiles végétales comme carburants alternatifs [68]. Le biodiesel a base d'huile végétale
ne produit pas d'oxyde de soufre et réduit les émissions de particules de suie d'un tiers en
comparaison avec les carburants issus du pétrole. En raison de ces avantages
environnementaux, le biodiesel peut ére prévu comme produit de remplacement pour le

carburant diesel conventionnel [2].

Laréaction de synthese de biodieseal est représentée danslafigurel.8:

lipase

Figure1.8: Synthese de biodiesel.
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Li et al,. [68] ont utilisé, |a lipase p. cepacia immobilisée sur une membrane a base de
polyacrylonitrile comme catalyseur pour la réaction de transestérification pour convertir
I'huile de soja en biodiesel. Dans |es conditions optimales de réaction, la conversion de I'huile
de soja en biodiesel a réalisé un rendement de 90% apres 24 h de réaction. En éudiant la
réutilisabilité, lalipase immobilisée p. cepacia garde 91% de son activité initiae apres 10 fois
de réutilisation.

Salis et al,. [2] ont utilisé, huit lipases commerciales qui ont été immobilisees sur le
polypropyléne par I'intermédiaire de |'adsorption physique pour la production de biodiesel. La
lipase immobilisée de Pseudomonas fluorescens était le biocatalyseur le plus actif (taux de
production de biodiesel = 58% aprés 22 h et un taux de 98% aprés 70 h), suivi de la lipase
immobilisée pseudomonas cepacia (taux de production de biodiesel = 37% aprés 51,5 h),
tandis que toutes les autres lipases (Rhizopus oryzae, candida rugosa, javanicus mucor,
penicillium roqueforti, aspergillus camembertii, penicillium), éaient inactives pour la
synthese du biodiesel.

[.8.3. Lipasesdanslesdétergents

Une enzyme a été employée pour la premiére fois en 1913 par I’ Allemand appel é Otto
Réhm, le fondateur de la compagnie chimique géante Rohm et Hass, pour améiorer
I'efficacité d'un détergent de blanchisserie. L'enzyme qu'il a employé, dérivée des pancréas
d animaux, qui était un extrait brut non purifier, qui aleur tour, ont parfois souill€ le textile
censé nettoyer. Le processus d'extraction assez couteux des enzymes ne permettait pas de les
inclure dans des détergents pour I’ usage ménagé [69]. De nos jours la puissance de nettoyage
des détergents est a la pointe de la technologie; tous les détergents contiennent les ingrédients
semblables et sont basés sur les mécanismes semblables. Pour améliorer la détergence, les
nouvelles variétés modernes de détergents en poudre ou liquide contiennent une ou plusieurs
lipases [70].

1.8.4. Lipasesdans I'industrie pharmaceutique

La chiralité est un facteur principal dans I'efficacité de beaucoup de médicaments.
Ainsi, la production des énantiomeres simples des intermédiaires de médicament est devenue
de plus en plus importante dans |'industrie pharmaceutique. Les intermédiaires chiraux sont
dans une demande éevée des industries pharmaceutiques et agrochimiques pour la

préparation des substances en bloc de médicaments et des produits agricoles. 1l y a eu une



Chapitre I Rappels bibliographiques sur les lipases

conscience croissante de I'énorme potentiel des enzymes pour |a transformation des produits

chimiques synthétiques avec une haute énantiosé ectivité [66].

Zhu et al., [71] ont utilisé la lipase candida rugosa, immobilisée par liaison covalente
a un support sensible au changement de pH. La lipase immobilisée peut effectuer I'hydrolyse
énantioséléctive de I'ester ketoprofen sous une forme soluble qui peut étre récupérée apres
précipitation en gjustant ssimplement le pH. L’ activité de lalipase immobilisée était de 1,5 fois
supérieures et I'énantiosélectivité était 8,7 fois supérieure par rapport a la lipase libre. Apres
huit cycles dutilisation la lipase immobilisee a gardé 46% de son activité et son
énantiosél ectivité est restée inchangée.

Zhang et al., [72] ont utilisé la lipase candida antarctica pour la résolution cinétique
de flurbiprofen racémique par la méthode d'estérification énantiosé éctive avec des alcools. Et
Zhang et al., [3] ont fait une éude cinétique de I'hydrolyse énantioséléctive de I’ ester
éthylique (R,S)-ketoprofen en utilisant la lipase T. laibacchii comme catalyseur. Les
expériences cinétiques ont été effectuées dans un réacteur a différentes températures (30-
45°C). Le rapport enantiomerique élevé (E=87) indique que cette métabolisation est un

exemple prometteur pour la production industrielle de (S)-ketoprofen.

1.8.5. Lipases dansI'industrie du papier

L’industrie de fabrication de papier nécessite des quantités énormes de biomasse
lignocellulosique chaque année. La technologie pour la fabrication de la pulpe est fortement
diverse, et les nombreuses occasions existent pour I'application des enzymes. Dans le passé,
les enzymes ont trouvé quelques utilisations dans I'industrie du papier, mais celles-ci ont été
principalement confinés aux secteurs des modifications d'amidon cru. Les lipases ont été
utilisées dans un processus de fabrication de papier a grande échelle comme opération

courante qu’ a partir du début des années 90 [66].

Bajpai et al., [73] ont utilisé la lipase pour le désencrage du papier, elle peut
augmenter le taux de la pulpe, et augmenter la blancheur et I'intensité du papier, et réduire
I'usage de produit chimique, et prolonger la vie de I'équipement, réduire le niveau de pollution

des eaux derejet, économiser I'énergie et le temps et ainsi réduire les colts.
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I1.1.PRINCIPALESMETHODESD’'IMMOBILISATION DESENZYMES

Des enzymes immobilisées sont définies par Katchaski-Katzir & la premiére
conférence de technologie d'enzymes, tenue chez Henniker, NH, Etats-Unis, en 1971, comme
I”’emprisonnement ou la localisation physique d'une enzyme dans une certaine région définie
de l'espace avec la conservation de I’activités catalytique, et qui peut ére employée a
plusieurs reprises [74]. La premiere éude dimmobilisation de lipase a été effectuée en 1956
par Brandenberger qui immobilise une lipase par liaison covalente sur des résines échangeuse
d’'ions [69]. Les premieres tentatives pour l'utilisation de la lipase immobilisée pour des
réactions de synthese d'ester ou d'hydrolyse ont été faites par Iwai et ces collaborateurs en
1964[69].

Le choix d’une technique d’immobilisation dépend de I’ application finale donnée a
I’enzyme. En tenant compte de plusieurs paramétres tels que l'activité enzymatique,
I’ efficacité des caractéristiques d'utilisation, de désactivation et de régénération de I’ enzyme,
du colt du procédé dimmobilisation, de toxicité des réactifs dimmobilisation, et des

propriétés final es désirées de I’ enzyme immobilisée.

Les enzymes peuvent étre immobilisées soit par rétention physique, soit par liaison
chimique. On peut aussi combiner les deux méthodes pour assurer une meilleure fixation de
I’enzyme. La rétention physique exploite la grande différence de taille entre I’enzyme et le
substrat, d’ou I'idée de créer une barriére semi-perméable pour retenir I’enzyme. Elle peut
étre un réseau, une capsule, ou une membrane [75]. Laliaison entres |’ enzyme et le support se
réalise soit par adsorption, soit par création d’'une liaison covalente (fixation covalente sur
support activé et co-réticulation). L'immobilisation présente souvent |’ avantage de stabiliser
la protéine et de permettre une utilisation prolongée [76]. Le principe de ces méthodes est

résumé dans letableau 11.1.

Tableau I1.1 : différentes méthodes d’ immobilisation des enzymes [77].

e Dans une matrice constituée par le réseau

| mmobilisation Inclusion tridimensionnel d’un polymere.
par rétention e Dans une membrane.
physique _ e Dansune microcapsule
encapsulation e Dansunefibre creuse.

Immobilisation par e Par adsorption.

Fixation sur un

interaction physique

ou liaison chimique Support e Par liaison covalente.
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[1.1.1. Immobilisation par inclusion

L’ enzyme est dispersée dans une solution homogene de monomere ou d’ émulsion. La
polymérisation du monomeére conduit a la formation d’ un réseau tridimensionnel au sein
duquel I'enzyme est emprisonnée. La maille de la matrice assure de maniere purement
physique la rétention de I’enzyme et permet la diffusion du substrat. Plusieurs polymeres,

entre autres I’ alginate, le chitosane, le gel polyacrylamide et le gel d’amidon, sont utilisés.

Des travaux sur I'inclusion de la lipase dans des gels d'aginate, de chitosane, et de
polyacrylamide ont été publiés [78, 79, 80, 81, 82]. Shafei et Allam [78], ont immobilise la
lipase penicillium chrysogenum par inclusion sur divers supports a savoir le gel d'aginate, de
k-carrageenan et le gel polyacrylamide. Le k-carrageenan a été mélangé simplement avec la
lipase a 50°C puis disposé dans une boite de pétri et laissé a I'air libre pour se solidifier.
Apres la solidification ce gel a été conservé dans du KCl a4°C. Le gel polyacrylamide a été
obtenu on mélangeant |’ acrylamide, du bisacrylamide, de I’ammonium persulfate, du SDS
(sodium dodécyle sulfate) et du N, N, N1, N1-tetramethyl ethylenediamine (TEMED) puis la
lipase a été gjouté. Les taux d’'inclusion de lalipase dans le gel d'aginate, de k-carrageenan et
le gel polyacrylamide étaient de 81,57%, 63,41% et 48,93% respectivement. Le gel d'alginate
agardeé 72.09% de son activité aprés | hydrolyse de I huile d' olive pendant 6 utilisations.

D’autre travaux sur I'inclusion de la lipase dans des gel de polyacrylamide ont été
mené part Knight et al., [79]. lls ont utilisé la méme technique que Shafel et al, pour
immobilisé la lipase Fusarium solani (FS1) par inclusion dans le gel de polyacrylamide. La

lipase garde 53% de son activité catal ytique en utilisant latriolein comme substrat.

L’ electrospinning a été utilisé par Sakai et al., [83], elle consiste a faire dissoudre la
lipase Rhizopus oryzae et le polystyréne dans une solution de N,N-diméthylformamide, et
effiler le polymere sous forme de nanofibres avec un diametre de 200nm, la lipase ainsi

immobilisée a montré 77% d'activité apres 10 cycles d'utilisation.

Liu et al., [84] ont immobilisé la lipase provenant de Sp. Burkholderia sur une
membrane a base de nitrate de cellulose (CN) par I'intermédiaire de lafiltration. La lipase de
CN-immobilisée pouvait maintenir 60% de son activité originale apres neuf fois d’ utilisations

répétées.

11.1.2. Immobilisation par encapsulation
Cette technique consiste a enfermer des enzymes dans une membrane semi-perméabl e.

La limitation a des substrats de faible poids moléculaire pour I’enzyme, constitue
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I’inconvénient de cette méthode. La polymeérisation interfaciale qui aboutit ala formation des
microcapsules entraine fréguemment une dénaturation des enzymes. Certains ont alors
proposé d' utiliser des fibres creuses atravers lesquelles I’ enzyme peut diffuser [8].

Une nouvelle technique consiste a I’ encapsulation de la lipase dans un aérogel a base
de silice qui a été utilisee par Uyanik et al., [8]. Cette technique appelée procédure sol-gel
utilise le séchage au dioxyde de carbone supercritique (SC-CO,) a haute et basse pression. Les
résultats montrent que cette méthode offre a I’enzyme une meilleure stabilité thermique et
donc une meilleure résistance a la dénaturation, et I'activité catalytique de la lipase Candida

rugosa encapsulée a été amélioreée.

Jegannathan et al., [85] ont immobilisé la lipase Burkholderia cepacia par
encapsulation dans un biopolymere, le k-carrageenan, pour la production du biodiesel a partir
de I'huile de palme, la lipase a garde 82% d’ activité catal ytique apres cinq cycles d’ utilisation.
L'encapsulation de la lipase a été effectuée par une technique de coextrusion, qui consiste a
emprisonner I'enzyme dans une membrane poreuse formant une double couche. La solution
d'enzymes se trouve dans l'aiguille interne de I’ appareil et le k-carrageenan est situé dans
l'aiguille externe. La lipase est co-extrudée avec un débit de 5 mi/h et le polymére avec un
débit de 50 ml/h a I'aide d'une pompe. Cette méthode d encapsulation présente un grand
avantage qui est le taux d’ encapsulation qui avoisine les 100%.

11.1.3. Immobilisation par liaison covalente

Cette immobilisation est réaisée par I'intermédiaire de liaisons irréversibles et
covalentes entre les groupements fonctionnels de I’ enzyme et les groupes réactifs du support.
Ces groupes, en général insuffisamment réactifs, nécessiteront une activation préalable. A
priori, il faut activer soit I’enzyme, soit le support. Pour des raisons qui tiennent aladifficulté
de maintenir I’ activité de I’enzyme (I’ activation des groupes fonctionnels de I’ enzyme peut
conduire a la dénaturation de I’enzyme) et aussi a la faible réactivité chimique des acides

aminés, on choisit généralement d’ activer le support [4].

Les principaux groupements réactionnels entre le support et I’ enzyme sont représenté dans le
tableau 11.2.
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Tableau I1.2. Principaux groupements réactionnel s entre le support et I’ enzyme [86].

Groupement fonctionnel au Composé bifonctionnel Groupement fonctionnel au

niveau du support niveau del’enzyme
Carbodiimide (R;-N=C=N-Ry) -NH-
iR Chlorure d' acide (PCls, PCls)
Chlorotriazine (C3N3Cl,) -NH>
-OH Hal ogénure de cyanogéne
(BrCN, CICN)
‘NH Glutaraldéhyde -NH>
2 (OHC~(CH,)s-CHO)
NH Carbodiimide (R;-N=C=N-Ry) -COOH
2 Isothi ocyanate (R-N=C=S)
Isothiocyanate (R-N=C=S) -Tyrosine
Isocyanate (R-N=C=0)
<O>-NH;

Sels de diazonium
R-@-N*zN, cr
-SH 4,4-Dithiodipyridine -SH

/Y =
' Vs—s—d Y
=Nh

=

Le principal avantage de la liaison covaente, c'est que cette immobilisation est trés
solide. Contrairement a |'adsorption physique, la force de liaison entre I'enzyme et le support
est s forte qu'aucune fuite des enzymes ne se produit, méme en présence de substrat ou
solution de force ionique élevée. En outre, les enzymes immobilisées obtenu sont
généralement tres stables et résistants aux conditions extrémes (pH, température). La structure
3-D de la protéine est considérablement modifiée aprés la fixation au support. Cette
modification entraine géné&alement une perte significative de I'activité initidle du
biocatalyseur [86].

Knight et al., [79], ont immobilisé la lipase Fusarium solani (FS1), par liaisons
covalentes sur des billes de polyacrylamide activé par le glutaraldéhyde, ils ont constaté 12%
de retenue de la lipase et 97% d'activité a éé maintenue en utilisant le triolein comme
substrat.

Pour leur part, Huang et al., [87], ont immobilisé lalipase Candida rugosa, par liaison
covaente sur des membranes fibreuses & base de poly(acrylonitrile-co-2-hydroxyéthyle
méthacrylate) activés par différents composés (I'épichlorhydrine, et la p-benzoquinone). lls
ont montré que les méthodes d'activation des groupes d'hydroxyle affecte I’activité de la

lipase.
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D’ autres études ont été publiées telle que celle de la lipase immobilisée par liaisons
covalentes sur une membrane a base de polypropyléne par Bayramoglu et al., [88]. Dans
cette étude ils ont démontré que la lipase Candida rugosa immobilisée sur une membrane a
base de polypropylene activée avec du glutaraldéhyde, avait une bonne rétention de |’ activité
apres I'hydrolyse de I'huile d'olive (76% de son activité initiae). Et Ye et al., [89] ont
également constaté que la lipase Candida rugosa immobilisée par liaison covalente avait une
meilleur activité (65%) que celle immobilisée par adsorption (38%). Contrairement aux
résultats observé par Fernandez et al., [7] qui ont remarqué que la lipase Pseudomonas
cepacia immobilisée par liaison covalentes sur du silicone poreux et activé par le

glutaraldéhyde n’ a pas donné une bonne activité.

11.1.4. Immobilisation par adsorption

L’ adsorption des enzymes est une méthode physique, elle se fait gréce aux interactions
ioniques entre le support et I’enzyme. L’ adsorption ionique est une méthode relativement
simple, économique et rapide, les supports utilisés sont stables. L’ avantage de |’ adsorption est
la désorption de I’enzyme du support aprés sa désactivation (en utilisant des conditions
drastiques), et ensuite le support peut étre utilisé pour |’ adsorption d enzyme fraiche [9, 86,
90].

Le succes et I'efficacité de |'adsorption des enzymes sur un support solide dépendent
de plusieurs parametres. La taille des protéines a adsorber, |a surface spécifique du support et
la nature de sa surface (porosité, taille des pores) sont cruciaux. Une immobilisation efficace
dépend également de la concentration en enzymes. En effet, la quantité d'enzyme adsorbée
par quantité de support augmente avec la concentration en enzymes atteignant un plateau a la
saturation du support. Cette opération est habituellement effectuée a une température
constante, et par conséquent, des isothermes d'adsorption sont obtenues et qui suivent les
équations de Langmuir ou de Freundlich etc. Le pH auquel |'adsorption est conduite est
également important puisque les interactions ioniques sont cruciales dans une telle
immobilisation. Habituellement, on observe I'adsorption maximum pour des valeurs de pH

pres du point isoélectrique de I'enzyme [86].

L’ octadécyle-Sepabeads a été utilisé par Palomo et al., [91] pour immobiliser les
lipases candida antarctica, mucor miehei et candida rugosa par adsorption. D’ aprés Palomo
et al., [91], en dépit d'étre immobilisées par ssmple adsorption les lipases ont été plus stables
gue celles immobilisées par liaison covalente multipoint et beaucoup plus stables que leurs

enzymes libres respectifs. Et Minovska et al., [92], ont constaté également que la lipase
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Candida rugosa immobilisée sur des résines échangeuse ions était stable et démontrait un

degré d'hydrolyse de I’ huile d’ olive de 99%.

Belhaj-Ben Romdhane et al., [10] ont immobilisé la lipase thermophile talaromyces
(TTL) par adsorption notamment, par échange ionique sur le chitosane, traité préalablement
avec du glutaraldéhyde, avec un taux d’immobilisation de 91%. La lipase immobilisée a pu
étre employée pendant dix cycles avec plus que 80% de son activité hydrolytique initiale
comparée a l'enzyme libre. Lafigure 1.1 suivante montre un schéma de |I'immobilisation par

adsorption.
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Figurell.1: Immobilisation par adsorption.

1.2 SUPPORTSUTILISES POUR L’'IMMOBILISATION DESLIPASES

Le choix d un support solide pour I'immobilisation des enzymes se fait souvent selon
les propriétés qui sont importantes pour des applications industrielles potentielles. force
meécanique, stabilité physique, caractere hydrophobique/hydrophile, capacité de charge
d'enzymes et |e codt.

Les supports généralement utilisés pour I'immobilisation peuvent étre classés en deux
groupes principaux. Les supports organiques peuvent étre chimiquement activés par
différentes techniques, ce qui constitue I’ un de leurs principaux avantages car ils permettent la
fixation d’enzymes par différentes voies. Les supports inorganiques sont genéralement plus
stables (résistance a |’ usure, aux agents chimiques et aux bactéries) mais la fixation covalente

sur ces supports est difficile a cause de leur faible réactivité.

©
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Tableau I1.3. Supports généralement utilisés pour |I'immobilisation des lipases.

L es Supports Organiques Références
. Cellulose
L espolyosides Acétate de cellulose (93]
Carboxymethyl cellulose [94]
Dextrane [4]
) Agarose
Macromolécules naturelles Alginate [80]
Chitosane [81]
Polystyrene (PS) [51]
Polypropylene (PP) [95]
R - Polyéthylene téréphtal ate (PET) [96]
Pol th
olymeres synthetiques Polyméthacrylate de méthyle (PMMA) [97]
Poly-acrylonitrile-co-2- [87]
“hydroxyéthylméthacrylate
lesrésinesd'échangeused'ions | Amberlite [92]
Duolite [98]
L es Supports I norganiques Références
Verre poreux
Gel desilice [92]
LesArgiles Aluminosilicates [99]

11.3. ACTIVITE DESLIPASESIMMOBILISEES

L'immobilisation semble offrir principadement des avantages économiques.
Cependant, il y a un certain nombre d'avantages & immobiliser les enzymes sur un support
solide. Dans certains cas I’ activité de |I’enzyme immobilisé s en trouve méme améliorée par
rapport a |I’enzyme libre notamment dans des conditions de température, de pH, ou de force

ionique plus élevé [91].

Pour déterminer I'effet de I'immobilisation sur I'activité des lipases immobilisée,
plusieurs études ont été effectuées sur différentes lipases de la famille Aspergillus [64]. Dans
ce but Da Silva et al. [64] ont comparé les activité des lipases Aspergillus flavus, Aspergillus
niger, Aspergillus oryzae, et Aspergillus terreus libre et immobilisée par adsorption sur la
celite. Les résultats montrent que I’ activité des lipases Aspergillus flavus, Aspergillus niger, et
Aspergillus terreus immobilisée par adsorption c’est améliorée par rapport a I’ activité des
lipases libre. Par contre, I’ activité de la lipase Aspergillus niger a baissé. Cette étude amis en
évidence que I'activité de I’enzyme immobilisée peut dépendre de la nature de I’enzyme

utilisée.
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Tableau I1.4. L'influence de I'immobilisation sur les activités des lipases de la famille
aspergillus [64].

Sour ces deslipases Forme Activité (U/ mg)

Aspergillusflavus . L'bfe. 5 o
immobilisée 0,45
Aspergillusoryzae . L'bfe. . 0,55
immobilisée 0,71
Aspergillusterreus * lere. . 047
immobilisée 0,51
Aspergillusniger *. lere. y 0.56
immobilisée 0,54

En effet, plusieurs études ont démontré que I’ activité de la plus part des lipases étudiée
diminuer apres immobilisation [100, 101]. C'est le cas de Nasratun et al., [102] qui ont
immobilisé la lipase candida rugosa par adsorption sur des billes de chitosane. Ils ont
comparé les activités relatives de la lipase libre et immobilisée. Le résultat expérimental
montre que I’ activité relative de la lipase immobilisée était de 72,25% alors que celle de la
lipase libre était de 76,5%. Nasratun et al [102] rappellent que malgré que |’ activité relative
de lalipase libre ait été plus élevée, il est plus facile de séparer le produit fina de la lipase

immobilisée et il est possible de la réutilisée.

Romdhane et al., [10] ont immobilisé par adsorption la lipase Talaromyces
thermophilus sur différent supports tels que le CaCOs, et les résines Amberlite IRC 50,
Duolite et DEAE-Sephadex. Les résultats obtenus ont mis en évidence que I’ activité et la
quantité de la lipase immobilisée dépend fortement du type de support utilisée (Tableau 11.5).
En effet la quantité et I’ activité de la lipase immobilisée sur la résine échangeuse d’ anions
Sephadex-DEAE est plus grande par rapport a celles de la lipase immobilisée sur les résines
échangeuses de cations Amberlite IRC 50 et Duolite. L’activité est donc non seulement

fonction du type de support mais aussi de la charge a la surface du support.

Tableau I1.5. L'influence du type de support I’ activité de lalipase Talaromyces thermophilus.

Typederésine CaCO3; AmberliteIRC 50 Duolite Sephadex-DEAE
Taux d’immobilisation 15 o 24,0 20,0 48,0

Taux d’activité ND 32 30.0 50.4

Deng et al., [103] quand a eux ont mis en évidence que I’ activité et la quantité de la

lipase immobilisée dépend fortement de la nature du support et du degré d’ hydrophobicité,

€
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lorsgu’ils ont immobilisé la lipase Candida rugosa sur le polypropyléne (PP), le PP-poly-
gamma stéaryle-L-glutamate (PSLG) et le PP-poly-alpha-alyle glucoside (PAG) avec des
hydrophobicité décroissante. Leurs résultats montrent que la quantité immobilisée est d’ autant

plus grande que le support est hydrophobe (Tableau 11.6).

Tableau I1.6. Activité et quantité immobilisée de la lipase candida rugosa [103].

supports Activité Quantitédelipase

(U/ mg) adsor bée (mg/m?)
polypropyléne (PP) 69,9 82,7
PP-poly-gamma stéaryle-L -glutamate (PSL G) 88,1 74,6
PP-poly-alpha-allyle glucoside (PAG) 60,7 62,5

Gréce a l'introduction du poly-gamma stéaryle-L-glutamate sur la surface du
polypropyléne I’ activité de la lipase Candida rugosa a augmenté par rapport a I’ activité de la
lipase adsorbée sur le polypropylene non modifié. Les longues chaines du PP-poly-gamma
stéaryle-L-glutamate (PSLG) interagissent avec la surface hydrophobe du site actif de la
lipase plus que celles du poly-alpha-alyle glucoside (PAG), parce quelles sont plus
hydrophobe et & cause de I’ encombrement stérique de ce dernier (figure 11.2).
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Figurell.2: Schémas représentatif de (a) PP-poly-alpha-alyle glucoside (PAG) et (b)
PP-poly-gamma stéaryle-L-glutamate (PSLG) [103].

Pereira et al [104], ont immobilisée par adsorption la lipase porcine pancréatique
(PPL) et lalipase (CRL) candida rugosa sur du chitosane mais sous deux forme différentes
(billes poreuses et flocons). Leurs résultats montrent que |’ activité des lipases immobilisée sur
les billes de chitosane était plus élevée que celle immobilisée sur les flocons, ils attribuent
cela a la surface spécifique des billes de chitosane qui est plus élevée que celle des flocons,
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par conséguent la quantité de lipases immobilisée par les billes est plus grande. Donc

I activité dépend également de la quantité immobilisée (Tableau 11.7).

Tableau I1.7. Influence de la quantité immobilisée sur I activité des lipases.

supports Typede Activité Taux
lipases (U/' mg) d’'immobilisation
Chitosane sous forme de billes poreuse PPL 8,6 4,3
CRL 22,9 7,1
Chitosane sous forme de flocons PPL 42,6 18,2
CRL 42,7 14,7

1.4 PROPRIETESCINETIQUESDESLIPASES IMMOBILISEES

Le comportement cinétique des lipases immobilisées en fonction du pH, de la

température est différent selon les supports utilisés et |es lipases étudiées.

11.4.1. Effet del’immobilisation sur le pH optimum d’activité

En générale le pH optimum d' activité des lipases immobilisée est le méme que celui
mesuré pour les lipases libre. Lo et Ibrahim [105] ont suivie |’ évolution de I’ activité de la
lipase pseudomonas sp libre et immobilisée par adsorption sur la résine Amberlite XAD-7 en
fonction du pH, les résultats qu’ils ont obtenus montrent que le pH optimum d’ activité de la
lipase libre et immobilisée est le méme (pH=7). Palomo et al., [91] qui a immobilisée les
lipases Candida rugosa, Candida antarctica B et Mucor Miehel sur |’ octadécyle-Sepabeads,
trouvent également le méme résultat (pH=7). Le pH optimum d’ activité de la lipase Candida

sp N’ apas été modifié apres son immobilisation sur des fibres en soie (pH=8) [106].

Par contre, le pH optimum d’ activité de certaines lipases immobilisées est déplacé vers
un pH acain par rapport a la lipase libre. C'est le cas de la lipase Rhizopus oryzae
immobilisée par adsorption sur un aérogel a base de silice le pH optimum d’ activité est décalé
vers le pH plus acain de 8 a 8.5 [103], également de la lipase Candida rugosa immobilisée
sur polypropyléne, le pH optimum d’ activité est décalé de pH 7,7 a4 8,5 [103], et auss de la
lipase Candida rugosa immobilisée sur le chitosane, le pH optimum d’ activité ¢’ est décalé de
pH 8,5a pH 9,0[101].

Plusieurs auteurs ont essayé d’ expliquer ce phénomene. Deng et al., [103] expliquent
gue I’'immobilisation sur un support a pour conséquence |’ orientation de la lipase vers la

conformation ouverte, par consequent le site actif est plus accessible. D’ apres Kharrat et al.,
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[107], habituellement, I'immobilisation de I'enzyme sur un support cationique cause un
décalage du pH optimum vers la gamme acide, tandis que, |'immobilisation sur un support
anionique cause un décalage vers des valeurs basique de pH.

11.4.2 Effet del’immobilisation sur latempérature optimum d’activité

L’ éude de I’ activité enzymatique des lipases libres et immobilisées en fonction de la
température ont montré que dans beaucoup de cas les lipases immobilisées présentent une
activité optimale a des températures plus élevées par rapport a celles observe pour les lipases
libres. C'est-ce qui a été rapporté par De Oliveira et al., [90]. Ils ont observé que la
température optimale de la lipase Candida rugosa immobilisée sur une résine a base de
styrene/divinylbenzéne est de 50°C alors que celle de la lipase libre est de 40°C et C'est le
méme constat qu'ont fait Karra-Chaabouni et al., [108] lorsqu’ils ont suivi I’évolution de
I’ activité de la lipase Rhizopus oryzae en fonction de latempérature. Alors que latempérature
optimale de la lipase libre est de 37°C celle de la lipase immobilisée sur la cellulose est de
45°C et elle garde 90% de son activité initial.

Le méme résultat a été observeé par Yilmaz et al., [109], la lipase candida rugosa
immobilisée sur des hilles de silice présente une température optimale d’ activité enzymatique
de 45°C, alors que celle de la lipase libre était de 35°C. L’améioration de la résistance des
enzymes a la dénaturation thermique semble étre due a la I'interaction entre le support et

I’ enzyme.

Dans d'autre cas, les lipases quelles soient immobilisée ou libres ont la méme
température optimal. La lipase Rhizopus oryzae libre et immobilisée sur un agrogels & base de
silice étudié par Kharrat et al., [107] présente une température optimum d’ activité de 30°C.
Et ¢’ est le méme résultats a été observé par Awang et al., [110] lalipase Candida Rugosa libre

et immobilisée sur le polyuréthane a gardé |la méme température optimum d’ activité de 40°C.

11.4.3 Effet del’immobilisation sur la stabilité thermique

La stabilité thermique des enzymes est affectée par au moins deux facteurs. Le premier
est la structure primaire de I'enzyme. Une teneur élevée en acides aminés hydrophobes dans la
molécule d'enzyme fournit une structure compacte, qui n'est pas dénaturée facilement par un
changement de I'environnement externe [111]. En outre, les ponts bisulfure et d'autres liaisons

fournissent une résistance élevée a l'inactivation thermique. D'une fagcon genérale, les lipases
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animales et végétales sont habituellement moins thermostables que les lipases microbiennes
[65].

Plusieurs éudes rapportent qu'il y a une amélioration de la stabilité thermique de
plusieurs lipases aprés immobilisation [107, 112, 90, 100]. Shafei et Allam [78] rapporte que
la lipase Penicillium chrysogenum immobilisée par inclusion dans |’ alginate est plus stable
gue I’enzyme libre. lls ont constaté qu’a 60 °C I'enzyme immobilisée avait retenu une activité
de 62,79%, aors que la lipase libre garde 52.45%. Et Uygun et al., [113], ont observé une
amélioration de la stabilité de la lipase pancréatique porcine aprés son immobilisation sur des
nanospheres a base de méthacrylate. L’ activité de la lipase ainsi immobilisé conserve 92%

d activité catalytique par rapport alalipase libre.

Dans I’ é&ude mené par Deng et al., [103] la stabilité thermique des lipases candida
rugosa immobilisée sur le polypropyléne s est amélioré par rapport a celle de la lipase libres.
Il constate que la lipase libre a perdu toute son activité initiale aprés 100 minutes, et la lipase
adsorbée sur le PP greffé au poly-gamma stéaryle-L-glutamate (PSLG) conserve 58% de son
activité initiale apres 2 h. mais la lipase adsorbée sur le PP greffé au poly-alpha-allyle
glucoside (PAG) conserve 42% apres la méme durée. 1l semble que les chaines stéaryliques
(Figure 11.4) stabilisent la conformation ouverte de la lipase et améliorent sa résistance a la
dénaturation thermique et également sa stabilité thermique.
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Chapitre 111 Immobilisation De La Lecitase Ultra

[11.1. MATERIELSMETHODES
111.1.1 Matériel

11.1.1.1. Lalipase utilisée

L’ enzyme utilisée est une phospholipase (PLA;) appelée lecitase®ultra (E.C 3.1.1.3).
Elle est commercialisée par la société Novozymes. Cette phospholipase est obtenue par la
fusion de la bactérie Thermomyces lanuginosa et de la bactérie Fusarium oxysporum. Cette
enzyme combine la stabilité de la lipase T. lanuginosa de et l'activité de I'enzyme F.
oxysporum. La lecitase®ultra est une phospholipase (PLA;) qui hydrolyse les ester et qui
montre une activité vers les phospholipides et les triglycérides (TG) en position sn; et les
gaactolipides. (Figure 111.1) [18].
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Figurelll.l: (a) Structure d’un phospholipide, (b) structure d’un triglycéride.

Elle se présente sous forme d'un liquide brunétre, de densité 1,2 g/cm®. Selon les
caractéristiques données par le fournisseur elle possede une masse moléculaire de 35 kDa
avec une activité de 10 000 U/ml (une unité est égale a la quantité d enzyme qui libere

1umole d' acide gras équivaent par minute a pH=5.0 et 2 40°C.

La lecitase®ultra hydrolyse essentiellement la fonction esters des triglycérides et des
phospholipides en position 1 (Figure I11.1). 1l a était déterminé par Yang et al [114] gqu'aune
température supérieure a 40°C c'est I'hydrolyse des phospholipides qui est largement
favorisée et a une température inferieure a 40°C c'est I"hydrolyse des triglycérides qui est
favorisée. Aoki et al, [18] ont gjouté que les PLA; sont généralement caractérisé par un volet
amphiphile court, alors que les autres lipases qui montrent une spécificité envers les

triglycérides seulement se caractérisent par un volet amphiphile long.
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Lorsgu'elle est stockée dans des récipients fermés a 25°C, elle conservera son activité
pendant au moins 3 mois. Elle absorbe la lumiére dans le domaine de I’'UV a 255 nm
correspondant a |’absorbance des noyaux aromatique que constituent des groupements
tryptophane, tyrosine ou phénylalanine gu’ elle posséde.

111.1.1.2. Lessupports

Deux résines échangeuses d’ions commerciales fournies par Prolabo (France), ont été
utilisées comme support pour I’'immobilisation de la lecitase®ultra, une résine méthacrylique
(Amberlite IRC 50) qui est un copolymeére a base de polyacide méthacrylique/divinylbenzéne,
et une résine styrénique (Amberlite IRN 78) a base de styrene/divinylbenzéne. Ces deux
résines ont été choisies pour leur remarquable stabilité et leur grande capacité d’ adsorption
Les caractéristiques principales de ces deux résines, données par le fournisseur, sont décrites
dans letableau I11.1.

Tableau 111.1: Caractéristiques des résines Amberlite utilisees comme supports pour

I’immobilisation de lalecitase® ultra.

Parametres AmberliteIRN 78 AmberliteIRC 50
_ \ polystyréne Poly (acide méthacrylique)
Matrice du polymere - ’ - ’
divinylbenzéne divinylbenzéne
Groupement fonctionnelle Trimethylammonium -COO, H*
Formeionique cl Na"
Capacité d’ échange 2,6-3eg kg’ derésineséche 10,0 eq kg™ de résine séche
Billes sphérique rouge dorés . -
Apparence _ Billes sphériques brunes
translucides
Taille effective 300-680pum 280-700um
Rétention d’ eau 43-53% 45%

Les résines cationique et anionique sont représentées respectivement par les figures
1.2 et 111.3.
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CH——CH,——CH——CH,——CH—

N* (CHa)s " (CHa)s
CH——CH;——CH——CH,——CH

N* (CHa)s (b) *(CHa)s

Figurelll.2.: Résine anionique polystyrenes divinylbenzéne. (a) Résine amberlite IRN78,
(b) : structure macromoléculaire de la résine anionique polystyrenes-divinylbenzéne.

CH;
—frL CHy——CH——CHy—
COO™ Na+

~CHy——CH——CH,—

(b)

Figurelll.3. : Résine cationique polyacide méthacrylique divinylbenzéne. (a) : Résine
amberlite IRC50, (b) : structure macromoléculaire de larésine cationique polyacide
méthacrylique-divinylbenzéne.

111.1.2. METHODES

[11.1.2.1. Spectroscopie Infrarouge

L’ échantillon de lecitase®ultra est sous forme liquide et il a éé anaysé par un
spectrophotomeétre infrarouge a transformé de Fourrier de marque IR Affinity-1 SHIMADZU,
avec une résolution de 4 cm™ et sur une région comprise entre 4000 et 400 cm™.
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111.1.2.2. Spectrophotométrie UV-visible

a) Courbed’étalonnage

Pour déterminer la courbe d'étalonnage de la Lecitase®ultra éudiée on commence
d’abord par préparer une solution-mere de concentration donnée, puis on fait des dilutions a
avec des concentrations bien déterminées sont préparées par dilutions successives. Ensuite ces
solutions sont mesurées par spectrophotométrie UV-visible de marque Spectoscan 50. Enfin,
une droite d’étalonnage a été établie représentant |’ absorbance A au maximum de la bande
d’ absorption, en fonction de la concentration C (Annexe 1V). Cette étude a été menée de
maniére a déterminer les quantités fixées de |’adsorbat depuis sa mise en contact avec
I" adsorbant.

Les concentrations en enzymes, les masses de I’adsorbant et les flacons sont tous
identiques et un tube témoin sans adsorbat a servi de référence. Les échantillons sont préleves

adesintervalles de temps bien définis.

111.1.2.3. Mesuredela surface spécifique (méthode BET)

La surface spécifique d’ une poudre est estimée a partir de la quantité d' azote adsorbée
en relation avec sa pression a la température d’ébullition de I'azote liquide et sous une
pression atmosphérique normale. Les informations sont interprétées selon le modéle de
Brunauer, Emmett et Teller (méhode BET). Les mesures sont effectuées a I'aide d'un
appareil de type «Quantachrome NovaWin2». Le méme appareil permet de calculer le volume

total des pores.

[11.1. 3. Préparation des solutionstampons
Tous les réactifs utilisés pour la préparation des solutions tampons ont été fournis par
BIOCHEM chemopharma (Montréal, Québec) et les pH ont tous éé vé&ifiés al’aide d'un
pH-métre de marque InoLab WTM tetracon 325.

Les solutions tampons phosphate utilisées ont éé préparées régulierement. Les
tampons de pH de 3 a 4 sont obtenues avec du tampon phosphate de sodium-acide citrique
50 mM.

Les solutions tampons acétate utilisées de pH 3 a 6 ont été préparées quotidiennement
utilisant le sel d’ acétate de sodium (0,2 M) et d acide acétique (0,2 M) et gjusté au pH deésiré
avec des solutions d'acide chlorhydrique (0,2 M) et d hydroxyde de sodium (0,2 M), puis

on guste avec de |’ eau distillée pour avoir une concentration de 50 mM.
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Les tampons de pH 5 a 8 sont obtenues avec du tampon phosphate
disodigue/monopotassique sodium 50 mM. Et Les tampons de pH de 9 a 12 sont obtenus
avec du tampon phosphate de sodium-NaOH 50 mM.

[11.1.4. Prétraitement desrésines

Le prétraitement s effectue dans une colonne en pyrex de 25cm de hauteur et de 3cm
de diametre bouchée avec de la laine de verre et fermée par un robinet ou une quantité de
résine (environ 100g) est introduite. La résine anionique (PS-DVB) est lavée avec de |’ eau
distillée puis activée par un lavage avec une solution d’acide chlorhydrique (1M) puis avec
une solution d’hydroxyde de sodium (1M), aternée par un lavage abondant a I’ eau distillée
jusqu’a I’ éimination de toute trace d’ acide ou de base en contrdlant le pH des eaux de lavage

al’aide d'un pH-metre. Larésine est ensuite équilibrée par une solution tampon au pH désiré.

Dans le cas de la résine cationique (PAM-DVB), le lavage débute par une solution
d’ hydroxyde de sodium (1M) puis par une solution d’ acide chlorhydrique (1M), alterné par un
lavage abondant a I’eau digtillé jusqu’'a I’ élimination de toute trace d’acide ou de base en
controlant le pH des eaux de lavage a I’aide d’un pH-métre. La résine est ensuite équilibrée

par une solution tampon au pH désiré.

111.1.5. Adsorption dela Lecitase® Ultra sur lesrésines

Pour I’ éude de I’ adsorption de la lecitase®ultra sur les résines échangeuse d’ions, on
met dans des tubes a essai des échantillons de 10 ml de solution de lecitase®ultra a différentes
concentrations initiales C, (de 0,06 & 6 g.I™%) préparées dans des solutions tampons au pH
désiré et placées dans un bain thermostaté muni d' un thermocouple a la température désirée.
Nous introduisons dans ces tubes a essai 0,59 de résine seche préalablement équilibrée au
méme pH de la solution enzymatique, ce pH est gjusté, si ¢ est nécessaire, avec des solutions
d’ acide acétique et d’hydroxyde de sodium. Les suspensions sont maintenues dans les méme
conditions jusgu’ al’ équilibre.

Pour I'étude de I’adsorption sur les deux résines échangeuses d’'ions (PS-DVB et
PAM-DVB), nous avons choisie de fixer la quantité de I’adsorbant et de faire varier la
concentration initiale de la lecitase®ultra. Les isothermes sont construites a différentes
températures (de 25 a 60°C).
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[11.1.5.1. Détermination des conditions optimales d’adsor ption

L’ adsorption de lalecitase®ultra a été effectuée a différentes valeurs de pH de (3 a 12)
pour les deux résines échangeuses d'ions (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78). Larésine
échangeuse d'anions est un polystyrene, réticulé avec du divinylbenzéne, porteur de
groupement ammonium—NH; . Pour permettre une bonne adsorption, il est préférable que la
lecitase®ultra soit dans une solution alcaline, dans laquelle la charge totale est négative. La
résine échangeuse de cations est un poly (acide méthacrylique), réticulé avec du
divinylbenzéne, et portant des groupements carboxylates COO~. Pour permettre une bonne
adsorption, lalecitase®ultra doit étre dans une solution acide, avec une charge totale positive.

Les températures de I'adsorption ne doivent pas dépasser 60°C pour éviter une
éventuelle dénaturation de I’ enzyme, la gamme de température choisie pour |’ étude de |’ effet
de latempérature sur I’ adsorption de lalipase est de 25 a 60°C. Les concentrations initiales de
lalecitase®ultra sont 0,06, 0,12, 0,5, 1, 2, 3 et 6 g/l. La quantité de support choisie est fixée a
0,5 g de résine dans une solution tampon de 10 ml en présence de I’ enzyme. Tous les calcules

des quantités adsorbées sont effectuées avec |les concentrations exprimees en mg/l.

[11.1.5.2. Etude desisothermesd’adsorption dela lecitase®ultraal’ équilibre
L’adsorption de la lecitase®ultra par les résines méthacrylique et styrénique, est
étudiée en tracant des isothermes d adsorption, obtenue en reportant la quantité de
lecitase®ultra adsorbée (Qc) en fonction de sa concentration de dans la solution (Ce). Les
échantillons utilisés pour construire ces isothermes sont obtenus en réacteur discontinu, en
mettant en contact une série de solutions de lecitase®ultra de concentration initiale Cy avec

une masse d’ adsorbant connue pendant un temps suffisant pour établir I’ équilibre.

A I'équilibre, I’ adsorbant chargé en enzyme est séparé de la solution. La concentration
de la lecitase®ultra non adsorbée dans la solution (C) est déterminée par spectrophotométrie
UV-visible. La quantité de lecitase®ultra adsorbée Q. est obtenue a partir de la différence Co-
Ce.

Une isotherme d adsorption permet donc de traduire graphiquement |’équilibre
S établissant entre les molécules de la lipase présente dans |a solution et celles adsorbées sur
les supports utilisés. Lorsque le matériau adsorbant est saturé en enzymes, |’isotherme
d’ adsorption présentera un palier correspondant a la capacité d adsorption maximum du

matériau, Noté Qmax.
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La quantité d'adsorption d'équilibre de cellulase sur les supports, Qe (mg/g) a été calculée
selon |'équation :

(CO_ Ce) x
m

Qe = 4 (D

Le pourcentage d adsorption est évalué par larelation suivante :

Co— C,
A%=(°C—e)x1oo 2)
0

Avec: V (ml) : est le volume de la solution de lipase en contact avec |’ adsorbant (les résines
méthacrylique et styrénique).

Co et Ce (%) : sont laconcentration initiale de lalipase et al’ équilibre respectivement.

m (g) : est lamasse du support.

111.1.5.3. Cinétiqued’adsorption

L’ analyse de cinétique d adsorption de la lecitase®ultra par les résines méthacrylique
et styrénique est effectuée de la méme fagon que I’ é&ude de I’ équilibre, en mettant en contact
plusieurs échantillons de résine séche d'une masse 0,59 avec 10 ml de solution de
lecitase®ultra avec une concentration initiale Co. A des intervalles de temps bien détermines,
les résines sont retirées tres rapidement de la solution enzymatique qui est analysee par
spectrophotométrie UV-visible afin de déterminer la concentration de lecitase®ultra non
adsorbé et calculer la quantité adsorbée. La lecitase®ultra immobilisée est stockée dans les
tubes a essai a4°C.
La quantité de lecitase®ultra adsorbée Q, en fonction du temps exprimé en mg de soluté par

gramme de support, est donnée par larelation suivante :

_(C—Cy)
Qp=—1— XV 3)

Avec: V (ml): est le volume de la solution de lipase en contact avec |’adsorbant (les

résines methacrylique et styrénique).

Co et G (%) : sont la concentration initiale de la lipase et au temps (t) respectivement.

m (g) : est lamasse du support.

Le pourcentage d’ adsorption est évalué par larelation suivante :
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A% = G- ) X 100 (4)
Co

I11.1.5.4. Modélisation desisothermes d’adsor ption

L’ analyse quantitative des données expérimentales est réalisée en les gjustant par des
modeles, ¢ est-a-dire des équations mathématiques établies a partir de mécanisme théorique.
Un bon accord entre les prédictions d’ un modél e et 1es données expérimentales indique que le
phénomene observé se déroule selon e mécanisme décrit par le modéle utilisé. De plus, le
meilleur gustement des données expérimentales permet de quantifier les paramétres
caractéristiques de ce mécanisme. 1l est aors possible de comparer facilement les résultats a
ceux obtenu par d’autres systemes employant le méme modéle et de faire les prévisions de
comportement. Différents modéles sont mis en place pour quantifier la relation entre Qe et
Ce. Les modéles de Freundlich et Langmuir sont utilisés dans notre étude pour interpréter les

données expérimental es.

a) ModeedelLangmuir
Le modele de Langmuir est béti a partir d'une analyse de I'équilibre entre les mol écules

adsorbées et les molécules libres en solution. 1l sappuie sur les hypothéses suivantes :

e Lessitesdadsorption sur le matériau sont indépendants et équivalents.
e Chaque site ne peut adsorber qu'une seule molécule, formant ainsi une monocouche
sur lasurface.

e Lesmolécules adsorbées n'interagissent pas entre elles.

Ce modele permet de prévoir la saturation d'un adsorbant lorsque tous les sites
susceptibles d’interagir avec les entités adsorbées sont occupés. Ce phénomene se traduit sur
I"isotherme d’adsorption par un palier, c'est-a-dire une valeur constante de Q., dénommeée
capacité d adsorption maximum Qma. Le modéle de Langmuir apparait donc comme
particulierement adapté a |'éude d'adsorbants possédant un nombre limité de sites actifs
lorsgue les ions ou molécules adsorbés se montrent peu capables de se condenser en couches

multiples. L’ équation de Langmuir, est donnée par larelation suivante n°5 :

_ QmaxKL Ce

Qe = 1+ K,C, ()
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Ol Qe est la quantité d'entités adsorbées & I'équilibre (mg.g™), Ce leur concentration dans la
solution (mg. 1), Qumax 1a capacité d'adsorption maximum de |’ adsorbant (mg .g™) et K, la
constante de Langmuir (I .g™).

Par ailleurs la linéarisation de la fonction de saturation (5) par passage a |'inverse

donne I’ équation (6):

o= @) @)+ @) ©

L’ équation obtenue permet de déterminé les paramétre d’ équilibre de la relation : Qmax et

Ky, . Avec Qp.x : Capacité maximal d' adsorption et K;, : constante de Langmuir.

Un facteur adimensionnel de séparation, Ry, est défini pour évaluer la validité du
processus d adsorption de type isotherme de Langmuir. Le facteur R est déterminé selon
I’ éguation (20) suivante [97] :

R = ! ) 7
L7 \1+ ¢k, 7)
Avec C, : laconcentration initial del’enzyme (g/l) et K, : constante de Langmuir.

e R=0 ———— (isothermeirréversible) ;

0<R;<1————— (isothermefavorable) ;

R,;=1 ————— (isothermelinéaire) ;
R;>1 —————= (isotherme non favorable).

b) Modélede Freundlich

Le modéle de Freundlich est un gjustement de I'isotherme a I’aide d’une loi de puissance

1

équation (21) : Qe = Kp CP (8)

ou Q. (%) est la quantité d enzymes adsorbées par gramme d adsorbant, Ce (%) leur
concentration dans la solution au contact de I’ adsorbant, n le paramétre de Freundlich, et K
(é) la constante de Freundlich, associées respectivement a I'infinité d adsorption et la

capacité d adsorption. Laforme logarithmique de I’ équation (8) donne une équation linéaire :

log Q. = logKy + %log C, 9)
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A partir des valeurs expérimentales de C. et Qc, nous avons calculé au moyen de la
régression linéaire, les vaeurs des constantes Ke et n, ainsi que les coefficients de corrélation
R2. L'importance de I'exposant 1/n donne une indication de I'adéquation et de la capacité du
systeme d'adsorbant/adsorbét [115], Dans la plupart des cas, les valeurs de n qui se situent

entre 1 et 10 montrent une adsorption bénéfique.

[11.1.5.5. Modélisation des cinétiques d’adsor ption
La modélisation des cinétiques dadsorption, a pour but [|'identification des

meécanismes contrdlant la vitesse de | adsorption.

Trois étapes limitantes sont généralement considérées :
e Letransfert de masse de la solution vers le matériau adsorbant,
e Ladiffusion al’intérieur du matériau vers les sites actifs,

e Lareéaction d’ adsorption elle-méme.

Aux cours des expériences d’ adsorption menées dans ce travail, une agitation des solutions est
maintenue ce qui permet de les considérer comme homogeénes et de négliger la diffusion des
espéces dans la solution. Trois modéles sont utilisés pour approcher les données

expérimentales : pseudo-ordrel, pseudo-ordre 2 et diffusion intraparticulaire.

a) Modéde pseudo-ordrel
Le plus ancien des modéles cinétique, le model pseudo-ordesl a été proposé par
Lagergren en 1898. Considérant |’ adsorption comme limitée par la formation de la liaison

entre soluté et |e site actif, laloi de vitesse peut étre décrite avec I’ éguation (10) :

d
= J Qe - Q) (10)

Avec: Q est la quantité de soluté adsorbé au temps t, Q¢ la quantité de soluté adsorbé a

I’ équilibre et k1 une constante cinétique. Apres intégration, on obtient I’ équation (11) :

n(Q. — Q(®) = In(Qe — Q) = In(Qe) — kyt (11)

Qo est la quantité initiale de soluté.
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b) Modéle pseudo-ordre 2
Développé par Ho et Mc Kay (1998) [116], pour traduire I’ existence d’un équilibre
entre especes en solution et especes adsorbées, e modél e pseudo-ordre 2 suit I’ équation (12) :

2O — ky(Qe — QD) (12)

at

Q(t) est la quantité de soluté adsorbé au temps t, Qe la quantité de soluté adsorbé a |’ équilibre

et ko une constante cinétique. Apres intégration, on obtient |’ équation (13) :

t 1 t

o Q2 Q.

(13)

c) Modéedediffusion intraparticulaire

Le model e de diffusion intraparticul aire suppose que I’ adsorption n’ est pas limitée par
la réaction entre soluté et site actif mais par la diffusion du soluté a I’intérieur du matériau.
L’ équation mathématique (14) est donnée par Weber et Morris[117].

0, =K, t2+ (14)

Kq est la constante de diffusion. Elle dépend du coefficient de diffusion de I’espéce
considérée, ains que de lalargeur des pores empruntés al’intérieur du matériau adsorbant. C;
nous renseigne sur I'épaisseur de la couche limite. Plus I'interception est grande, et plus |’ effet
couche limite est grande. En portant Q. en fonction de laracine carrée du temps, la pente de la

droite permet de déduire la constante de diffusion d’ adsorption K4 [118].

[11.2. RESULTATSET DISCUSSIONS

[11.2.1. Caractérisations des produits utilisés
111.2.1.1. Dosage dela quantitédela lecitase®ultra par spectrophotométrie UV- visible

La spectrophotométrie UV- visible est I’ une des méthodes de dosage des protéines la
plus utilisées, car ele est rapide et ne demande pas de réactifs particuliers. Le spectre UV-
visible de la lecitase® ultra a été enregistré entre 200 et 400 nm. Il est représenté dans la

figurelll.4.
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Figure I11.4. : Spectre UV- visible de lalecitase®ultra.

Lafigure I11.4 montre deux bandes d’ absorption maximale, la premiére 4223 nm et la
deuxieme a 255nm. La bande de 280 nm d’ absorption du tryptophane qui est I’ acide aminé le
plus opaque a cette longueur d’onde [119] n’a pas été détecté. Ceci est certainement dd au
fait que la lecitase®ultra est moins riche en tryptophane. C’est le méme résultat qu’a trouvé
Pinholt (2010) [120].

Toutes les mesures de concentration en enzyme sont déterminées a une longueur

d’onde de 255 nm al’ aide de la droite d’ éa onnage (Annexe 1V).

[11.2.1.2. Spectre infrarouge dela lecitase®ultra

Le spectre FTIR de I’ échantillon de lecitase®ultra, a été enregistré entre 400 et 4000
cm* (figure 111.5).

Les données spectrales IR des protéines en générale et des enzymes en particulier
présente neuf bandes caractéristiques d'absorption IR, asavoir, amide A, B, et amide | aVII et
sont caractérisés par des modes de vibration sensible a la structure secondaire des proténes
[121]. Parmi ces derniéres, les bandes amide | et 1l sont les deux plus importants groupes de

vibration pour les enzymes. Les hélices a présentent une bande amide | & 1652 cm™ et une
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bande amide 11 1548 cm™ et |es fevillets p antiparall&les dans |a chaine polypeptide ont deux

bandes une intense & 1630 cm™ et une autre faible 81680 cm™[121].

La spectroscopie IRTF de la lecitase®ultra montre I’ existence des bandes d’ absorption
centrées & 3276 et 2940 cm'™* caractéristique de I’ éongation du groupement N-H de I’ amide
A, et de |’ &ongation du groupement C-H respectivement. La bande d’ absorption & 2122 cm™*
correspond au recouvrement des deux absorbances de I’amide A et amide I11. La présence des
faibles bandes d absorption & 1668 cm™ correspond & I’ élongation des groupements C=0 des

feuillets B antiparalléles dans |a chaine pol ypeptides.

La bande d'absorption & 1653,84 cm™ est caractéristique de I’amide I, qui est due
presque entierement a |'élongation des groupements C=0 des liaisons peptidiques de
" asparagine. Nous remarquons également, la présence des bandes 1092, 1245 et 1412 cm™
attribuées respectivement aux groupements N-C, C=C et ala déformation du groupement C-H
du tryptophane. La bande d'absorption & 661 cm™ est caractéristique de la torsion du

groupement C-N del’amide V.
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Figurelll.5: Le spectre infrarouge de I’ échantillon de lecitase®ultra.

111.2.1.3. Mesure delaporosité et dela surface spécifique

L’ appareil de type « Quantachrome NovaWin2» a été utilisé dans cette étude. Les
résines méthacrylique et styrénique (Amberlite IRC 50 et amberlite IRN 78) (0.0625 g) ont

été dégazées & 80°C sous 10° mmHg jusqu'a I'équilibre, & la température de I'azote liquide
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77,3 °K. Les résultats concernant |’ étude de la surface spécifique et la porosité des résines
styrénique et méthacrylique (la résine méthacrylique et la résine styrénique) sont présentés
dansletableau I11.2.

Tableau I11.2 : Caractéristiques des résines.

Caractéristique Surface spécifique (m%g) Volume totale des pores
résines (cclg)
Résine méthacrylique 75.054 0.086

Résine styrénique - -

D’aprés ces résultats la surface spécifique de la résine méthacrylique est de 75,054
m%/g. De méme, le volume total des pores est de 0,086 (cc/g). Par contre I'analyse par le
B.E.T. de la résine styrénique n’a donné aucun résultat, qui peut ére attribué aux sites
d'échange qui étaient saturés la résine styrénique par des molécules ayant une grande taille
moléculaire, provoquant ainsi I'inaccessibilité de I'azote gazeux a la surface interne et le
blocage des micropores de larésine styrénique.

Les mesures de la surface spécifique qui ont été déterminées par le B.E.T. ne décrivent
pas la surface disponible pour |’ adsorption de la protéine. Les mesures B.E.T sont basées sur
I'adsorption de molécules de N, sur la surface du support. La longueur de la liaison d'une
molécule N est de 1,1 A° [122]. Les molécules de lipase ont un ou deux ordres de grandeur de
diametre plus grand que I’ azote. 1l peut y avoir de nombreux site pour effectuer I’ échange des
ions mais qui sont située dans des pores trop étroits ou la protéine ne peut pas pénétrer et ainsi

la zone d’ adsorption disponible pour I’ adsorption de la protéine, est réduite.

[11.2.2. Immobilisation dela lecitase ultra sur lesrésines échangeuse d’ions
Dans ce chapitre, |I'adsorption de la lecitase®ultra sur les résines styrénique et

méthacrylique est étudiée. La comparaison des quantités de lecitase®ultra adsorbées par

chacune des deux résines permet d’ évaluer I’influence de la nature et la charge du support sur

I’ adsorption.

Dans un premier temps, le comportement du systéme a |’ équilibre est observé. La
mesure de la quantité de la lecitase®ultra adsorbée par les résines a permis de construire les
isothermes d adsorption. Ces isothermes donnent des informations sur les mécanismes
d’adsorption impliqués et permettent de déterminer la capacité d'adsorption des résines.
L'impact de la température et du pH sur les quantités de lecitase®ultra adsorbée sera

également étudié. Dans un second temps, les cinétiques d’ adsorption de |a lecitase®ultra par
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les résines sont éudiées de maniére a déterminer les temps nécessaires pour atteindre

I’ équilibre d’ adsorption.

Les résines échangeuse d’ions doivent répondre a certaines exigences. Leur structure
poreuse doit étre assez forte pour résister aux pressions éevées qui sont habituellement
exercées dans les bioréacteurs en plus, de leur résistance aux agressions des produits
chimiques. Les résines poly(styrene-divinylbenzéne) et poly(acide méthacrylique-
divinylbenzéne), comme les résines amberlite IRC 50 et amberlite IRN 78, possédent ces
propriétés [92, 123].

111.2.2.1. Adsorption dela Lecitase® Ultra en fonction du pH

L’ adsorption de la lecitase®ultra sur les résines styrénique et méthacrylique a été
effectuée a différents pH et a 40°C pour un temps de contact de 60 minutes et une
concentration de la lecitase®ultra de 3 (g/l). Les résultats son représentés dans les figures
[11.6 et 111.7. Ces figures montrent d’une maniere genérale que la résine méthacrylique
(PAM-DVB) adsorbe mieux en milieu acide et que la résine styrénique (PS-DVB) adsorbe

mieux en milieu basique ce qui confirme nos prévisions.

Sur les figures I11.6 et 111.7 est observé |’ existence d un pH d adsorption maximal de
4.8, sur la résine méthacrylique on peut en déduire que la lecitase®ultra a certainement
changé de conformation apres I’ adsorption car le pH optimale de I’ enzyme libre est de 5. Et

on un trouvé un pH= 7 pour larésine styrénique.

On atrouve un pH d adsorption maximale de 7 pour la résine styrénique (PS-DVB) ce
gui n’est pas en accord avec les résultats obtenus par Boukraa-Oulad Daoud, et al [124] lors
de I'immobilisation de la cellulase sur une résine anionique similaire IRA 400 ou ils ont
obtenu un pH optimum de 8. Mais la charge a la surface de la protéine dépend du point
isoélectrique de I’ enzyme, donc au dessous de pl €elle est chargé positivement et en dessous de
pl elle est chargée négativement donc on suppose qu’'a pH=7 €elle est chargée négativement
donc elle est toujours attirée par la résine styrénique échangeuse d' anions (PS-DVB).
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Figurelll.6 : Influence du pH sur la quantité de lecitase® ultra adsorbée sur la résine
méthacrylique et le taux d adsorption, (T=40°C, temps de contact : 60min).

80 -

——-A%

—
€0 - ¢—Qa (mg/g)

50 A

40 -

30 A

Quantitédelalipase adsorbée Qa (mg/g)

pH

Figurell1.7 : Influence du pH sur la quantité de | ecitase ultra adsorbée sur la résine
styrénique et le taux d’ adsorption, (T=40°C, temps de contact : 60min).
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La figure I11.6 montre que le taux d adsorption de la lecitase®ultra sur la résine
méthacrylique (amberlite IRC 50) atteint 78% a un pH=4.8 puis, diminue jusgu’a 9.5% au
pH= 12. La figure I1Il.7, montre clairement que le taux d'adsorption augmente
progressivement jusqu'a attendre prés de 71% d adsorption pour la Lecitase® Ultra adsorbée
sur larésine styrénique (amberlite IRN 78) a un pH=7, au-dela de ce pH le taux d’ adsorption

diminue jusgu’ a atteindre 23% au pH= 12.

Les quantités de I’ enzyme adsorbé semblent étre influencées par la charge extérieure
de la Lecitase® Ultra et sur les résines. Dans une solution basique la Lecitase® Ultra a une
charge négative et dans une solution acide la lecitase®ultra a une charge positive, donc
I’enzyme est attirée par la résine styrénique (PS-DVB) aux valeurs de pH basique et par la
résine cationique (PAM-DVB) aux valeurs de pH acide. Dans notre cas les deux résines
méthacrylique et styrénique se lient avec I’ enzyme par interaction ionique s établissant par la
modification de la surface de la protéine d’ une part et des résines d’ autre part.

En ce qui concerne la résine méthacrylique (PAM-DVB): Pour des pH inférieurs 2 4.8
la diminution de la concentration des ions H* conduit & I’ augmentation de la proportion des
ions carboxylate COO~ favorisant |’ attraction de la lecitase®ultra dont la charge total est
positive. Au-dela de pH= 4.8, c'est la charge positive de la lecitase®ultra qui diminue

provoquant une plus faible attraction par le support (Figure I11.8).

$—coo- Na* + "‘NH—_ Lys

CH3 enzyme chargé positivement
clz—coo- ~*NH;7—_ LYyS + Na*
CH3

Figurelll.8: Schémareprésentatif de |’ adsorption de lalecitase®ultra sur larésine
méthacrylique (PAM-DVB).
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Pour la résine styrénigue échangeuse d’ anions (PS-DVB) : pour des pH inférieursa 7,
lorsgue la concentration desions H* diminue, les groupes ionisables de la lecitase®ultra font
gue la charge négative totale de la lecitase ultra augmente conduisant a une plus forte
attraction par le support. Au-dela de pH=7 la proportion des ions —NHj3 diminue, au profit

des —NH, , entrainant une attraction amoindrie de lalecitase®ultra, chargé négativement.

+ 0-Cc{_ Glu
|

(@]
enzyme

Chargé négativement

Figurelll.9 : Schémarepréesentatif de |’ adsorption de lalecitase ultrasur larésine
styrénique (PS-DVB).

Nous pouvons supposer gu'aux pH tres acides et aux pH trés hauts, que la
lecitase®ultra se comporte comme un polyélectrolyte. Les groupements ioniques de méme
nature éectronique se repoussent obligeant la macromolécule de lecitase®ultra a se déplier et
changer de conformation, perdant ainsi sa forme active. Les résultats obtenus concordent avec
les travaux menés par Yong et al., 2010 [125] qui ont adsorbé la lipase Burkholderia

pseudomallei sur un systeme alit fluidisé.

I11.2.2.2. Adsorption dela lecitase®ultra en fonction de latempérature

L’ adsorption de la lecitase®ultra sur les résines méthacrylique et styrénique a été
effectuée a différentes températures (25, 30, 35, 40, 45, 50 et 60°C) pendant 60 min a pH= 4,8
pour la résine méthacrylique, et a pH=7 pendant 60 min pour la résine styrénique. Les
quantités et les taux d’ adsorption sont représenté dans sur lesfigures 111.10 et 111.11.
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Figurell1.10 : Influence de latempérature sur la quantité de lecitase®ultra adsorbée sur la

résine méthacrylique et le taux d’ adsorption, (pH=4.8, temps de contact : 60min).
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Figurelll.11 : Influence de latempérature sur la quantité de lecitase®ultra adsorbée sur la

résine styrénique (PS-DVB) et e taux d’ adsorption, (pH=7, temps de contact : 60min).
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Pour les deux supports utilisés (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) la quantité de
lecitase®ultra adsorbée augmente avec |’augmentation de la température jusgu’a 40°C et
diminue au-deld. Ce comportement est souvent rencontré dans le cas de I’adsorption des
enzymes. L’adsorption suit la loi d Arrhenius jusqu'a 40°C ou la quantité adsorbée est
maximale, elle atteint 42.59 (mg/g de résine) pour la résine styrénique et 46.79 (mg/g de
résine) pour larésine méthacrylique, a cette température I’ enzyme présente la conformation la
plus propice al’ entrée en contact avec les résines. Au de-lade 40°C, I’ enzyme semble changé
de conformation a cause de la rupture des différentes faible liaisons, en particulier les liaisons
hydrogene. Ces résultats sont en accord avec ceux trouvés par Shamel et al., (2007)
[126] lorsqu’'il a immobilisé la lipase Mucor miehei par adsorption sur une membrane
commerciae a base de polysulfone. D’aprés eux, a cette température (40°C) I'enzyme est

thermiquement stable.

111.2.2.3. Effet du tempsde contact sur |I’adsorption dela lecitase®ultra
L’immobilisation de la lecitase®ultra sur les résines méthacrylique et styrénique a été
étudiée en fonction du temps de contact a 40°C et pH= 4,8 pour la résine méthacrylique
(amberlite IRC 50), et a40°C et pH= 7 pour larésine styrénique (amberlite IRN 78), pour une
concentration de 3g/l de lecitase®ultra. Les quantités de lecitase®ultra adsorbées sur les deux

résines et les taux d’ adsorption sont représentées dans lesfigures 111.12 et 111.13.
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Figurelll. 12 : Evolution de la quantité de la lecitase®ultra adsorbée et du taux d’ adsorption
en fonction du temps sur larésine méthacrylique (T=40°C, pH= 4.8, Co=3 g/l).
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Figure 111.13 : Evolution de la quantité de la lecitase®ultra adsorbée et du taux d’ adsorption

en fonction du temps sur larésine styrénique (T=40°C, pH=7, Co=3 g/l).

Les cinétiques d’ adsorption de la lecitase®ultra sur les deux résines méthacrylique et
styrénique (amberlite IRC 50 et amberlite IRN 78), sont rapides durant les 55 premiéres
minutes, durant cette phase I'adsorption se produit instantanément car le nombre de site
d’ adsorption disponible est assez éevé, puis un ralentissement est observé jusgu'a atteindre un
paier au-dela de 60 minutes. Nous supposons que la diminution du nombre de sites
d’ adsorption libres et |’ engorgement des pores présent a la surface des billes de résine (résine
styréniqgue ou la résine meéthacrylique) provoquerait la diminution des quantité de
lecitase®ultra adsorbée. Les quantités maximales et les taux d’ adsorption sont donnés dans le
tableau 111.3.

Tableau |11.3: Les quantités maximales et les taux d adsorption la lecitase®ultra (3 g/l) sur
les résines échangeuse d’ions (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) :

Type de support Quantité adsorbée Taux d’adsor ption
(mg/g) (%)
Résine PAM-DVB (amberlite IRC 50) 46,79 77,98

Résine PS-DVB (amberlite IRN 78) 42,59 70,99
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Nous remarquons que les quantités adsorbées sur la résine méthacrylique (PAM-DVB)
sont supérieurs a ceux adsorbées sur larésine sur la styrénique (PS-DVB). Et ¢’ est de méme
pour les taux d adsorption. Ceci pourrait étre attribués a la faible rigidité des chaines
méthacryliques par rapport aux styréniques permettant une plus grande facilité d’ approche et
de pénétration de lalecitase®ultra dans les réseaux méthacrylique.

Pour tous les essais d adsorption suivants, un temps de contact de 60min est choisi

dans lequel le pseudo-équilibre est supposé déja atteint.

111.2.2.4. Adsorption en fonction da la concentration de la lecitase®ultra

L’ adsorption de |a |lecitase®ultra a été étudiée pour diverses concertationsde 0 a 6 g/l
a 40°C, pH=4,8 pour la résine méthacrylique, pH=7 pour la résine styrénique, durant 60
minutes. Les quantités adsorbées et les temps d’ adsorption sont représentés dans la figure

[11.14.
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Figurell1.14 : Influence de la concentration initiale de lalecitase® ultra sur la quantité

adsorbée sur les résines styrénique et méthacrylique (T=40°C, temps de contact = 60 min).

D’apres la figure 111.14 la quantité de la lecitase®ultra adsorbée augmente avec la
concentration, on suppose donc que tous les sites actifs ne sont pas encore tous occupés. On
observe une proportionnalité entre la quantité adsorbée et la concentration initiale de la
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lecitase® ultra entre 0 et 6 g/l pour les deux résines (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78).
Ceci laisse supposer une cinétique d’ adsorption d’ ordre 1.

En ce qui concerne les taux d adsorption pour de trés faible concentrations inférieurs a
<0,05 les taux d absorption sont tres éleve avoisinant les 100% cela est di au nombre de sites
actifs qui constitue la capacité totale des deux résines (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN
78), ils sont assez nombreux pour adsorber toute la lecitase®ultra. Et pour les concentrations
supérieures a 0,05 (g/l) nous observons une proportionnalité entre les taux d’'adsorption et la
concentration initiale de la lecitase®ultra pour les deux résines méthacrylique et styrénique
(Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78), puis nous observons un ralentissement du taux
d adsorption tendent vers un équilibre. L’ adsorption de la lecitase®ultra peut impliquer une
série d' éapes. D’ abord |es molécules migrent de la phase agueuse vers la matrice de la résine
par diffusion, ensuite la molécule d’ enzyme est attirée par les charge é ectrique opposées de la
résine puis il s éablit par échange ionigque une liaison de faible énergie par interaction
électrostatique. Enfin, les molécules accédent al’intérieur de la matrice de larésine et restent
fixées en établissent un lien avec la paroi du support. De ce fait la facilité de diffusion de
I’enzyme est diminuer et donc les quantités de lecitase®ultra adsorbées sont amoindries

également, Ceci qui peut une expliquer probablement |e ralentissement observé.

111.2.2.5. Etudedel’équilibred’adsorption

Les isothermes d adsorption de la lecitase®ultra sur les résines méthacrylique et
styrénique (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) ont été étudiées (voire la section
111.1.5.2.).

Elles représentent la variation de la quantité de la lecitase®ultra adsorbée a I’ équilibre
(Qe en mg/g) en fonction de la concentration en enzymes dans la solution (C. en mg/l). Une
isotherme d’ adsorption permet donc de traduire graphiquement |’ équilibre s établissant entre
les molécules d’enzyme présentes dans la solution et celles adsorbées sur les résines. Les
propriétés de cet équilibre se répercutent sur la forme des isothermes. Lorsque le matériau
adsorbe une quantité finie d’ enzymes par unités de masses, |’isotherme d’ adsorption présente
un plateau correspondant a la capacité d' adsorption maximum du matériau, notée Qmax.

De fagon a édiminer I'influence de la quantité d’ adsorbant utilisée pour construire les

isothermes, Q. est normalisé par la masse du support utilisée; (équation (1), chapitre I11) ;

Les isothermes d' adsorption de la lecitase®ultra par les résines styrénique et
méthacrylique sont présentées dans lafigure 111.15.
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Figurelll.15: Isothermes d’ adsorption de lecitase®ultra par les résines styrenique et

méthacrylique (T=40°C, temps de contact : 60 minutes).

Les deux isothermes montrent que la quantité (Qc) de |a lecitase®ultra adsorbée par les
résines augmente avec la quantité de lecitase®ultra en solution (C¢). Bien que la
lecitase®ultra soit adsorbée par les deux résines utilisées, la résine méthacrylique (Amberlite
IRC 50) adsorbe une quantité Iégerement plus importante que la résine styrénique (Amberlite
IRN 78). Cet écart est di probablement a la différence de structure des deux résines, les
chaines de la résine poly (acide méthacrylique-divinylbenzéne) étant plus flexible que celles

delarésine poly (styrene-divinylbenzéne).

111.2.2.6. Moddisation desisothermes d’adsor ption

Les équations de Freundlich et de Langmuir, présentées dans le chapitre 111, ont été
utilistes pour modéliser des résultats expérimentaux concernant |'adsorption de la
lecitase®ultra par les résines styrénique et méthacrylique.

La linéarisation des isothermes avec le modéle de Freundlich et de Langmuir sont

représentées sur lesfigures 111.16, 111.17, 111.18, I11.19.
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Figurelll.16 : Lalinéarisation selon le modele de Langmuir des isothermes d adsorption de

lalecitase® ultra par larésine styrénique.

Figurelll.17 : Lalinéarisation selon le modele de Langmuir des isothermes d' adsorption de
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la lecitase® ultra par larésine méthacrylique.
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Figurelll.18: Lalinéarisation selon le modele de Freundlich des isothermes d’ adsorption de

lalecitase®ultra par larésine styrénique.
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Figurelll.19: Lalinéarisation selon le modéle de Freundlich des isothermes d’ adsorption de

la lecitase®ultra par larésine méthacrylique.
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A partir des pentes et des ordonnées a I’ origine, nous avons détermingé les différents
paramétres pour les deux types d'isotherme. Les résultats ainsi que les coefficients de
corrélation sont reportés dans le tableau 111.4.

Tableau 111.4 : Paramétres obtenus par les isothermes de I’ adsorption de la lecitase®ultra sur
la résine styrénique (Amberlite IRN 78) a pH=7 et la résine méthacrylique (Amberlite IRC
50) apH = 4.8 340°C.

Paramétres AmberliteIRN 78 AmberliteIRC 50

Parametres de Freundlich

Ke (mglg) (/)" 38,45 54,82

Un 0,954 1,035

r 0,946 0,965
Parametres de Langmuir

Qo (Mg/g) 40 250

K. (I/g) 1,47 0,22

r 0,977 0,994

RL 0,184 0,602

Les résultats montrent que le modele de Langmuir décrit raisonnablement les
isothermes d’ adsorption de la lecitase®ultra adsorbée par |es deux types de résines styrénique
et méthacryligue (PS-DVB et PAM-DVB). En effet, les coefficients de corrélation r2
correspondant sont trés proches de 1. Ceci suggere une adsorption de la lecitase® ultra sur les
deux et méthacrylique en monocouche, le solide éant saturé lors du remplissage de la
monocouche. Donc les interactions a la surface des résines sont faibles car le nombre de

couches adsorbées ne peut croitre librement.

[11.2.2.7. Cinétique d’adsorption de la lecitase®ultra par lesrésines échangeuse d’ions

Les isothermes d adsorption décrites jusqu’a présent permettent d éudier le
comportement al’ équilibre des résines styrenique et méthacryligue (PAM-DVB et PS-DVB),
et de recueillir les informations sur les réactions mise en ceuvre lors de |adsorption.
Toutefois, il Savére nécessaire d' étudier égaement la cinétique des réactions afin de
déterminer le temps nécessaire pour atteindre I’ équilibre. C'est, notamment un parametre
indispensable si on veut utiliser le systeme a plus grande échelle, notamment dans un cadre
industriel.
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L’ étude des cinétiques d’ adsorption de la lecitase®ultra sur les résines styrénique et
méthacrylique est menée en déterminant la quantité de lecitase®ultra adsorbée par les résines
pour des temps de contact variables. Les figures [11.20 et 111.21 montrent que la quantité de
lecitase®ultra adsorbée, augmente proportionnellement avec le temps de contact jusqu’a
atteindre un plateau. Un phénoméne similaire a été observépar Y. Li et al [127] lors de |'éude

de I'adsorption de |a lipase pancréatique porcine sur un polymere méso-poreux le SBA-15.

La premiére partie des courbes révéle une adsorption rapide avec des taux
d’ adsorption de la lecitase®ultra sur la résine méthacrylique de 72% atteints en 55 min et .
La résine styrénique adsorbe 67,6% de la lecitase®ultra aprés 55 min. Dans la deuxieme
partie, les quantités adsorbées de lecitase®ultra, évoluent plus lentement jusgu’ a atteindre un
plateau correspondant & I’ équilibre. Le taux d’'adsorption de la résine méthacrylique est de
78% et il est de 71% pour larésine styrénique et cela pour une concentration de 3g/l.

A I'équilibre, les quantités de lecitase®ultra adsorbée sont trés proches de celles

enregistrées lors de la construction des isothermes d’ adsorption.
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Figurelll.20 : Cinétique de |’ adsorption de la Lecitase ultra par la résine styrénique
(A 40°C, pour une concentration initiale de lalecitase ultra de 3g/l).
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Figurelll.21: cinétique de |’ adsorption de la lipase par la résine méthacrylique

(A 40°C, pour une concentration initiale de lalipase de 3g/l).

[11.2.2.8. Modédlisation

Les cinétiques d adsorption sont liées d’ une part aux réactions d’ adsorption et d’ autre
part ala diffusion externe des especes dans la solution ou a la diffusion interne des espéces
dans |e support.

Différents modeéles sont décrits dans la littérature pour rendre compte des cinétiques
d’adsorption, les plus couramment utilisés sont le modéle pseudo-ordre 1 et le modéle
pseudo-ordre 2 [116] dépendant des réactions d adsorption et le modéle de diffusion

intraparticulaire. Ces trois modeles sont détaillés dans ce chapitre.

1. modélepseudo- ordre 1 et modéle pseudo- ordre 2

Les figures, 111.22, 111.23, 111.24 111.25, représentent les courbes log(Q. — Q(t)) = f(©), &

% = f(t) , pour les deux types de résines.
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Figurelll.22: Cinétique d adsorption de lalecitase®ultra par larésine styrénique :

Modél e pseudo- ordre 1.
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Figurelll.23: Cinétique d adsorption de lalecitase®ultra par la résine méthacrylique :

Model e pseudo- ordre 1.
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Figurelll.24 : Cinétique d adsorption de lalecitase ultra par la résine styrénique :

Modéel e pseudo- ordre 2.
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Figurelll.25:

Cinétique d’ adsorption de la lecitase®ultra par |a résine méthacrylique:

Model e pseudo- ordre 2.
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Tableau I11.5: Paramétre des modél es pseudo-ordre 1 et pseudo-ordre 2 de I’ adsorption de la

lecitase®ultra sur les résines styrénigque et méthacrylique.

Modéle cinétique pseudo-ordrel Modéle cinétique pseudo-ordre 2

Paramétres Ok k, Qe ca r2 k, Qe ca r2
(min™1) (¢/mg.min)

AmberliteIRN 78 | 42,6 0,019 28,05 0,944 3,691073 42,64 0,993
Amberlite IRC 50 | 46,79 0,018 42,46 0,991 1,377 1073 46,71 0,975

D’ apres les résultats de cette étude (tableau 111.5) tous les coefficients de corrélation
obtenus sont proches de 1. En ce qui concerne la résine méthacrylique (Amberlite IRC 50), le
coefficient de corrélation dans le modél e cinétique pseudo-ordre 1 est supérieur au coefficient
de corrélation du modele pseudo-ordre 2, donc le modéle cinétique pseudo-ordre 1 est le
mieux adapté pour décrire les résultats expérimentaux pour cette résine. Mais la valeur de Qe
calculés dans le modéle cinétique pseudo-ordre 2 est plus proche que celle du modéle cinétique
pseudo-ordre 1. Ceci indique que l'immobilisation de la lecitase®ultra sur la résine

méthacrylique ne suit pas le modéle cinétique de pseudo-ordre 1.

Cependant en ce qui concerne la résine styrénique (Amberlite IRN78) le coefficient de
corrélation du modél e cinétique pseudo-ordre 2 est supérieur a 0,99 et la courbe de la figure
[11.24 montre une linéarité presque parfaite par rapport au modéle cinétique pseudo-ordre 1.
De plus, la valeur de Qe calculés est trés proche de la valeur expérimentale montrée dans le
tableau 111.5 donc |e model e cinétique pseudo-ordre 2 se révele le plus adapté pour décrire les
résultats expérimentaux pour cette résine (Amberlite IRN78) ce qui suggeére |'existence d'une
chimisorption, un échange ionique entre une molécule d'enzyme (lecitase® ultra) et

d'adsorbant solide (larésine).

2. Moddedediffusion intraparticulaire
Les figures, 111.26, 111.27 représentent les courbes Q, = f(t%>) , pour les deux types
de résines (styrénique et méthacrylique). Et le tableau 111.6 regroupe les parametres du modéle
de diffusion intraparticulaire de |’ adsorption de la | ecitase ultra sur les deux résines.
Tableau 111.6: Paramétre du modele de diffusion intraparticulaire de I’adsorption de la

lecitase®ultra sur les résines styrénigque et méthacrylique.

M odéle cinétique de diffusion intraparticulaire

Par amétres k, (mg/g.min®°) i Ci Domaine de linéarité
Amberlite IRN 78 3,059 0,985 17,85 0-5min
Amberlite IRC 50 4,663 0,987 8,249 15-55 min
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Figurelll.26 : Cinétique d adsorption de lalecitase ultra par larésine styrénique :

Modél e de diffusion intraparticulaire.
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Figure 111.27: Cinétigue d’ adsorption de lalecitase® ultra par larésine méthacrylique :

Modéele de diffusion intraparticulaire.
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Le modéle de diffusion intraparticulaire ne permet pas une bonne approche pour
décrire |’ adsorption de la lecitase®ultra sur la résine styrénique (Amberlite IRN 78) (figure
111.26), le coefficient de corrédation du modéle cinétique de diffusion intraparticulaire est de
0,985, seul le domaine situé au début de la courbe montre une linéarité avec t° (tableau
IV.6). Cependant, en ce qui concerne la résine méthacrylique le coefficient de corréation du
modeél e cinétique de diffusion intraparticulaire est de 0,987 il est inférieur aux coefficients de
corrédlation des modéles cinétiques, pseudo-ordre 1 (figure 111.27), il présente une linéarité
dans un domaine situé entre 15 et 55 min. Le modéle cinétique de diffusion intraparticulaire
ne permet pas une bonne approche pour |’ ensemble de la courbe, donc il n'est pas le mieux
adapté pour décrire les résultats expérimentaux pour cette résine (Amberlite IRC 50). Ces
résultats suggerent que la formation d'une couche a la surface des particules de résine est
rapide du fait des liaisonsioniques.

Des trois model es cinétiques le modél e pseudo-ordre 2 permet la meilleure description
des résultats expérimentaux pour la résine styrénique (Amberlite IRN 78) et la résine
méthacrylique (Amberlite IRC 50). La vitesse globale d’ adsorption de la lecitase®ultra par la
résine méthacrylique est donc limitée par |’ adsorption des molécules d’ enzyme sur les sites
actifs et la vitesse globale d’ adsorption de lalecitase®ultra sur la résine styrénique, dépend de
la concentration des ions sur la surface des adsorbants en conformité avec une nature d’ une

chimisorption.
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IV.1. MATERIELSET METHODES

IV.1.1. Produitset matériels utilisés

L’enzyme utilisée est la lecitase®ultra (E.C 3.1.1.3). Elle est commercialisée par la
société Novozymes.

Le substrat utilisé est I’ huile d’ olive vierge, achetée sur le marché local. Cette huile est
issue de la région de Bgaia de la commune de Seddouk, elle est mise en bouteille par
I établissement KHODJA & CO. Elle a été analysée par un spectrophotométre infrarouge a
transformé de Fourrier de marque IR Affinity-1 SHIMADZU, avec une résolution de 4 cm™ et
sur une région de 4000 & 400 cm™. La composition physico-chimique de I’ huile d olives,
dansletableau IV.1.

Tableau V.1 : Composition physico-chimique de |’ huile d olives utilisée comme substrat.

Compositions Taux
Acide gras satur és 13.50 %
Acide gras monoinsatur és 73.7%
acideoléique (C18:1)
Acide gras polyinsaturés 84 %
Indice d’acidité 3.3%
Indice de peroxyde 20 meg/g
Indiced’iode 7849
Indice de saponification 190 mg KOH/g
Humiditérelative 0.12 % (m/m)
Vitamine E 119

IV.1.2. Préparation dessolutionsd’ enzymeet d huiled’olive
Une solution d’ enzymes a C=3 ¢/l a é&é préparée par solubilisation de 0,0125 ml de

Lecitase ultradans 5 ml de solution tampon phosphate de sodium (50 mM) apH = 7.

La solution de substrat a été préparée comme suit : 50 ml d huile d’ olive, neutralisée

par 30 ml d’une solution NaOH a 0.1 M, sous agitation pendant 5min.

L’émulsifiant a été préparé en mélangeant 6g de gomme arabique, 54 ml glycéral,
1.79 g NaCl, 2 g CaCl; et 0.041g KH,PO, dans 40 ml d’ eau distillée. La gomme arabique a

été acheté sur le marché local, nettoyée, et broyée avec un broyeur ménager de marque
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Moulinex. Les autres réactifs ont été fournis par BIOCHEM chemopharma (Montréal,
Québec).

IV.1.3 Etudedel activitédela lecitase® ultralibre
L’ activité de lalecitase®ultra a été réalisée par titrimétrie en dosant la quantité d’ acide
graslibérée lors de |’ hydrolyse del’ huile d’ olive.

IV.1.3.1. Mesuredel’activitédelalecitase®ultralibre

Le substrat et I'émulsifiant ont été émulsionnés avec un rapport en volume de 0,8:4,2
et ont é&é mis sous forte agitation a 40°C. Puis ont été additionnés a 5 ml de solution
d’ enzyme a (pH=5) et incubés a 40 °C pendant 20 minutes. La réaction est arrétée par gjout de
20 ml d’un mélange éthanol/acétone 1/1 (v/v). Les acides gras libérés sont aors titrés par une
solution de NaOH 0.1 N en présence de phénophtaléine (solution a 1% dans |’ éthanol). La
lecture est effectuée contre un témoin fait dans les mémes conditions opératoires mais en
présence de la lecitase® ultra préalablement dénaturée a 100°C pendant 15 min. L’ activité

(U/ml d'enzymes) est calculée al’ aide de laformule suivante :

A= normalité de NaOH X 1000 X Quantité de NaOH (ml)
~ Quantité d'enzyme(ml) X temps d'incubation(min)

(15)

L’ activité enzymatique ainsi mesurée est exprimée en unité enzymatiques. Ici une
unité enzymatique correspond a la quantité d’ enzyme nécessaire pour former 1 umol d’ acide
gras par minute (2 40°C, pH 5).

1V.1.3.2. Déermination des conditions optimales del’activité delalecitase®ultra libre
Afin de déterminer les paramétres optimaux de I’ activité de la lecitase®ultra, |’ activité
lypolytique a éé mesurée a différentes températures (de 25 a 60°C) et a différents pH (de 3 a

12) et a différentes concentrations en enzyme et en substrat.

IV.1.4. Etudedel activitédela lecitase®ultra immobilisée
IV.1.4.1. Mesuredel’activité dela lecitase®ultra immobilisée
L’ activité de |a lecitase immobilisée sur les deux résines méthacrylique et styrénique a

éé déterminée en mélangeant 0,5 g de résine (chargée avec 46,64 mg/g pour la résine

méthacrylique et la résine styrénique est chargée avec 42,59 mg/g) avec 5 ml de solution
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tampon de 50 mM (pH=5) et 4 ml d'émulsifiant et 1 ml d" huile d’ olive. Ce mélange est incubé
a 40 °C pendant 20 minutes. La réaction est arrétée par gjout de 20 ml d’'un mélange éthanol
(95 %) /acétone 1/1 (v/v). Les acides gras libérés sont alors titrés par une solution de NaOH
0.1 N en présence de phénophtaléne. La lecture est effectuée contre un témoin fait dans les
mémes conditions opératoires mais en présence de lalecitase®ultra préalablement dénaturée a
100°C pendant 15 min.

IV.1.4.2. Détermination des conditions optimales de I'activité de la lecitase®ultra
immobilisée

Afin de déterminer les conditions optimaes de I'activité de la lecitase®ultra
immobilisée sur les résines styrénique et méthacrylique, les mesures de I’ activité ont été
effectuées a différentes températures de 25 a 60°C, a différents pH de 3 a 12 et a différentes

concentrations de substrat.

IV.1.5. Réutilisation delecitase®ultraimmobilisée

Dans le but d’examiner la réutilisation de lecitase®ultra immobilisée sur les deux
résines styrénique et méthacrylique, ces systemes ont été utilisés pendant plusieurs cycles
dans laréaction d’ hydrolyse enzymatique de I’ huile d’ olive émulsionnée. Chague cycle a duré
20 min, le support contenant la lecitase®ultra immobilisée est ensuite retiré du mélange
réactionnel et lavé avec la solution tampon fraiche au pH optimum. Le milieu réactionnel est
remplacé par une nouvelle solution d huile d olive émulsionnée pour effectuer une autre
réaction avec laméme lecitase®ultra immobilisée.

L’ activité de la lecitase®ultra immobilisée durant chagque cycle a été rapportée a celle
de la premiére utilisation (du premier cycle) et est exprimée par |’ efficacité de réutilisation
[134] définie comme suit :

Activité enzymatique dans le n™ cycle

Efficacité de réutilisation = — - - x 100
Activité enzymatique dans le premier cycle

IV.1.6. Etudedelastabilitéthermiquede lalecitase®ultraimmobilisée

La stabilité thermique de la lecitase®ultra immobilisée a été déterminée dans un
systéme en batch par mesure de I’ activité des échantillons de solutions du mélange réactionnel
prélevé a des intervalles de temps fixés (20 min, 1h, 2h, 6h, 8h et 24h) et dans les conditions
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optimales de I activité enzymatique (a 50°C). Elle est exprimée en activité relative Ag (%)
définie comme suit :
Activité au temps (t)

Ax (%) = x 100 17
r (%) Activité initial a7)

IV.2: RESULTATSET DISCUSSIONS

IV.2. 1. Spectroscopieinfrarouge du substrat
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FigurelV.1: Spectre infrarouge de I’ échantillon de I’ huile d’ olive extra vierge.

La figure 1V.1 montre le spectre infrarouge de |’ échantillon de I’ huile d olive extra
vierge utilisée pour I’ éude de I’ activité de |a lecitase®ultra, ce spectre est similaire au spectre
obtenue par Rohman et al., (2010) [128] d un échantillon d huile d’olive extra vierge de la
région de Serdang, (Maaisie). L'huile d olive utilisée dans ce travail est authentique et n’a

pas été contaminée par d’ autres huiles.

Les groupements fonctionnels et les modes de vibration dans le spectre d'huile d'olive

vierge sont montrés dans le tableau 1V.2.
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Tableau V.2 : Groupements fonctionnels et modes de vibration des différents groupements

del'huile d'olive extravierge [128].

Fréquence (cm™) L es groupements fonctionnels

2924 et 2852 asymétrique et symétrique vibration d'élongation du groupement
méthyléne (-CH,).

1743 Groupement fonctionnel carbonylique de I'ester des triglycérides.

1465 Vibrations de liaisons CH, et CH3 des groupes aliphatiques.

1377 Vibrations de liaisons CH..

1236 et1160 Elongation du groupement C-O.

1117 et 1098 Elongation du groupement C-O del’ ester.

1030 Elongation du groupement C-O.

962 Vibration de liaison des groupes fonctionnels C-H de I'oléfine-trans
isolé.

850 Déformation des groupes fonctionnels =CH,.

721 Recouvrement de la vibration du méthyléne (-CH2) et vibration hors

plant des oléfines cis di-substituées.

IV.2.2. Activitédelecitase®ultralibre
IV.2.2.1. Activitédela lecitase®ultra libre en fonction du temps

L’ activité de la lecitase®ultra a été suivie en fonction du temps a pH=5 et 40°C. La
concentration en enzyme est de 3g/l et celle du substrat est de 72 1073 g/ml. Les résultats

sont représentés sur lafigure 1V.2.

L’ activité de la lecitase®ultra augmente d’ une maniere rapide et quasi-linéaire durant
20 minutes, elle atteint une activité maximale de 9840 (U/ml). Au-dela de ce temps I’ activité
diminue graduellement, et atteint une activité de 7733 (U/ml). De nombreux travaux [129,
109,130] montrent que I’ activité de la plupart des lipases diminue avec le temps et d’ apres ces
scientifiques cette diminution est attribuée a la dénaturation de I’enzyme provoqué par des
changements de conformation. D’ autres auteurs [69, 114, 130, 131,132], attribuent, la perte
d’ activités des lipases a un appauvrissement en substrat dans le milieu et non a une désorption
ou a une dénaturation des enzymes comme |e suggerent de nombreuses autres études.
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Figure 1V.2: Evolution de |’ activité de la lecitase ultra libre en fonction du temps. (A pH=5,
T=40°C).

IV.2.2.2. Activitédela lecitase®ultra libre en fonction du pH

Les enzymes sont des macromol écules composées d’ acides aminés unis entre eux par
des liaisons amides -CO-NH-. Sous leur forme native, elles comportent des sites actifs adaptés
pour la fixation du substrat. Une variation de pH peut changer I'ionisation de ces chaines
latérales et la géométrie du site actif peut étre altérée et I’enzyme perd aors sa conformation
native et donc son activite.

Par conséguent, chaque enzyme a une gamme optimale de pH qui aide a la maintenir
dans sa conformation native dans I’ environnement opératoire [69]. Alors un contréle du pH au
moyen de tampons est nécessaire lors de toute mise en ceuvre d’ enzymes pour maintenir leur
activité aune valeur optimale.

L’ étude de I’ activité de la lecitase®ultra en fonction du pH a été effectuée a 40°C
pendant 20 min de réaction avec une émulsion d huile d'olive en utilisant des solutions
tampon alant de pH=3 & pH=12. La figure 1V.3 montre I’évolution de I'activité de la
Lecitase®ultra en fonction du pH.
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Figure 1V.3: Evolution de I’ activité de lalecitase ultra libre en fonction du pH d' hydrolyse
enzymatique de I’ huile d’ olive (A T=40°C, t= 20 min).

La figure V.3 montre que I’évolution de I'activité de la lecitase®ultra augmente
jusqu’ a atteindre un optimum a pH=5. Cette valeur est identique a celle observée par Yang et
al [114] et par K. Ramani et al [132]. Cependant, Mishra et al [133] ont rapporté un pH
optimum qui est situé vers 8,5 qu'ils ont attribué a la différence de préparation de la
Lecitase®ultra élaboré par Novozymes. Les divergences trouvées montrent que de nombreux

facteurs peuvent influer sur I’ activité des enzymes, entre de ce fait chague enzyme nécessite
une étude particuliere.

Nous remarquons une augmentation rapide de |’ activité de pH 3apH 5, puis 1l y aune
diminution dans I'activité & des pH supérieurs a 5. Cette perte d activité peut étre attribuée au
changement dans la structure de |a Lecitase®ultra rendant le site actif difficilement accessible
selon le pH de la solution. Le pH modifie les paramétres cinétiques de la réaction
enzymatique, et cela en affectant directement |’ association entre enzyme et substrat c'est-a-
dire le complexe enzyme-substrat. Et s la concentration en complexe enzyme-substrat

diminue, alorslavitesse de réaction diminue.
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1V.2.2.3. Activitédelalecitase®ultra libre en fonction de la température
L’ activité de la lecitase®ultra en fonction de la température a été suivie de 25°C a
60°C pendant un temps de réaction de 20 min, avec une émulsion d huile d’ olive a pH=5. La

figure 1V.4 montre |’ évolution de |’ activité de la lecitase®ultra en fonction de la température.
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Figure IV.4: Evolution de I’ activité de la lecitase ultralibre en fonction de latempérature.
(A pH=5, Co=3g/l t= 20min).

L’ activité enzymatique est dépendante de la température comme I’illustre la figure
V.4, ou on observe qu’'elle augmente avec la température, puis €elle atteint un optimum a
40°C, au-dela duquel €elle diminue. Ce résultat concorde avec celui trouvé par Yang et al
[114]. Et il est de méme pour la plupart des lipases microbiennes, elles montrent une activité
maximale vers 40°C, entre autre ¢’ est le cas de la lipase Candida rugosa étudié par Deng et al
[95].

Ce profil en forme de cloche de I’ activité enzymatique de la lecitase® ultra est tres
typique pour les cinétiques enzymatiques. Il résulte de I’ opposition de deux effets inverses:
en premier lieu |I’augmentation de I’ activité au fur et a mesure que la température augmente
dGe a I'activation thermique de I’enzyme. Et en second lieu, une diminution de I’ activité

enzymatique due a des changements de conformation de I’ enzyme, principalement au niveau
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du site actif. C'est-a-dire que le volet amphiphile change probablement de position, et ainsi
obstruant totalement ou partiellement le site actif de I’ enzyme, la rendant inactive. Deng et al
[95] a expliqué cette diminution de |’ activité enzymatique par 1a dénaturation thermique de la
lipase par I’ augmentation de la température. De plus Yang et al [114] ont démontré gu’ a une
température supérieure a 40°C la lecitase®ultra favorise plus I hydrolyse des phospholipides,
gue I hydrolyse des triglycérides certainement a cause du changement de conformation de la
lecitase®ultra. Ce qui confirme le résultat obtenu.

IV.2.2.4. Activitédelalecitase®ultra libre en fonction de la concentration du substrat

L’ é&ude de I’ évolution de I’ activité de la lecitase® ultra en fonction de la variation de
la concentration de substrat, a éé étudiée en effectuant |’hydrolyse d’une émulsion d' huile
d’olive dans un tampon acétate a pH=5. Cette étude a été effectuée a différentes concentration
en substrat (0,45, 9, 18, 27, 36, 45, 50, 60, 72, 80,90 g/l) pendant un temps de réaction de 20

min et incubé a 40°C. Les résultats obtenus sont illustrés dans lafigure 1V.5.
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Figure IV.5: Evolution de I’ activité de lalecitase ultra libre en fonction de la concentration
du substrat. (A pH=5, T=40°C, t= 20min).
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La figure IV.5 montre qu'il ya une augmentation progressive de I'activité de la
lecitase®ultra jusgu’a un point de saturation de I’enzyme a 72 g/l ou €lle atteint 9840 U/ml.
Puis, elle diminue brusquement et atteint 4300 U/ml a 9 ¢/l. La diminution de I’ activité
enzymatique est peut étre due a I’inhibition de la lecitase®ultra par un exces de substrat par
rapport a la quantité d’ enzymes présentes. Cette situation a mené a la diminution des

interfaces eau/lipide, ayant pour résultat a diminution de I'activité enzymatique.

En effet, cette enzyme comme toutes les lipases et phospholipases procede par une
activation a I'interface eau/lipide, donc une augmentation de la concentration en substrat
réduit les surfaces actives cest-a-dire les interfaces eau/lipide. Le substrat occupe
graduellement l'interface et finAlement la composition du mélange de la réaction devient
biphasée, ce qui n'est pas un éat idéal pour que la lecitase®ultra exerce son activité
catalytique. Par conséquent, elle se retrouve inhibée et son activité diminuer, et a de basses

concentrations en substrat I'interface est disponible pour |'activité catal ytique de I'enzyme.

Ejedegba et al., (2007) [134] ont obtenu le méme résultat, I’ étude de I’ activité de la
lipase cocos nucifera linn extraite des noix de coco en fonction de la concentration et cela en
utilisant plusieurs substrats (1" huile d’ olive I’ huile de coco, trioleine, tripalmitine) a donné la
méme allure des courbes et qui présente a chaque fois un optimum. D’ apres eux la diminution
de I'activité aprés la concentration optimum peut ére due a I’inhibition de I’enzyme par
I'excés de substrat ou a un changement dans | es caractéristiques physi cochimiques.

IV.2.25. Activitédelalecitase®ultra libre en fonction de la concentration en enzyme

Lavariation de I’ activité de la lecitase® ultra libre exprimé en U/ml en fonction de la

concentration est représentée dans lafigure 1V.6.

La figure 1V.6 montre que I’ activité augmente linéairement avec la concentration en
enzyme a des concentrations inférieures a 3 g/l, ou elle atteint un maximum d’ activité de 9840
U/ml. Au-dela de cette concentration I’ activité diminue, puis atteint un palier a partir d’une
concentration de 24 g/I. L’ activité en fonction de la concentration en enzyme ne suit donc pas
la cinétique classique de Michaglis-Menten ou la vitesse est d'ordre 1 par rapport al’enzyme

guelque soit sa concentration.

Dans le cas présent, la vitesse de la réaction est d'ordre 1 a des concentrations
inférieures a 3 g/l, et elle change d’ ordre si cette concentration est dépassée. Ce résultat peut
sexpliguer par un phénomene de saturation de I'interface eau/lipide. Du fait de
I"augmentation de la concentration en enzymes, la viscosité augmente et la diffusion de



Chapitre IV Etude de Lactivité de la lecitase ultra immobilisée

I”’enzyme diminue. C’ est laméme observation que Kartal et al [130] ont fait, en faisant varier
la concentration de la lipase pancréatique porcine. D’ apres eux, |'activité est indépendante de la
concentration molaire, mais contrélée par |a concentration de substrats aux interfaces. Reis et
al [131] constatent que les réactions dhydrolyse a l'interface présentent un effet
d'autolimitation due a des changements simultanés dans la composition de l'interface et de

I'accumulation des produits finaux réduisant |'acces du substrat au site actif.
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Figure IV.6: Evolution de I’ activité de la | ecitase ultra libre en fonction de la concentration
en enzyme (pH=>5, T=40°C, t=20 min).

IV.2.3. Activitédelecitase®ultraimmobilisée
IV.2.3.1. Activitédelalecitase®ultraimmobilisée en fonction du pH
Dans cette étude, I’ effet du pH sur I'activité de la lecitase®ultra immobilisée a été

étudié dans un domaine de pH variant de 3 & 12 a 40°C les résultats sont présentés dans les
figures V.7, IV.8, IV.9.
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a) Activitédelalecitase® ultraimmobilisée sur larésine méthacrylique

Lafigure IV.7 montre I’ évolution de |’ activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la
résine méthacrylique en fonction du pH.
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Figure 1V.7 : Evolution de |’ activité de la Lecitase® Ultraimmobilisée sur larésine

méthacrylique en fonction du pH (T=40°C, t=20 min).

D’apres la figure V.7 I'activité de la lecitase®ultra augmente jusqu'a atteindre un
optimum a pH=5, puis elle diminue. Nous observons également que les activés de la
lecitase®ultra dans la gamme de pH acide sont supérieures a celles de la gamme de pH
basique. Nous pouvons supposer gque la résine méthacrylique a maintenu la lecitase®ultra
dans une conformation assez stable ou le site actif est accessible a des pH acides. Et cette
conformation n'est plus stable dans la gamme de pH basique rendant le site actif moins
accessible. Yilmaz [109] et al ont fait les mémes observations, ils constatent que la lipase
Candida rugosa immobilisée sur un support a base de tétraethoxysilane et
d’ octyltriethoxysilane en présence de Fe30O, a une activité élevée dans une gamme de pH
acide. D’ apres eux ¢’ est due essentiellement au support qui a une variété d' effets sur I’ état
d’ionisation et la dissociation de la lipase et de son environnement. De plus, ils suggerent que
I'immobilisation est susceptible de provoquer a un changement de conformation de la lipase,
gui mene a sadésactivation.
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a) Activitédelalecitase®ultraimmobilisée sur larésine styrénique

La figure IV.8 montre I’ évolution de |’ activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la

résine styrénigque en fonction du pH.
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Figure 1V.8: Evolution de |’ activité de la Lecitase® Ultraimmobilisée sur larésine

styrénique en fonction du pH (T=40°C, t=20 min).

D’apres la figure 1V.8 nous observons que I’ activité de la lecitase®ultra augmente
d’une fagon proportionnelle au pH jusgu'a atteindre un optimum a pH=8, puis elle diminue.
On observe que |’ activé de la lecitase®ultra dans la gamme de pH= 7,6 a 9 varie peu. Nous
supposons que la résine styrénique a maintenu la lecitase®ultra dans une conformation stable
ou le site actif est accessible dans cette gamme de pH. Un résultat similaire a été rapporté par
De Oliveira e al [90]
polystyréne/divinylbenzéne.

pour la lipase Candida rugosa immobilisée sur le

b) Comparaison del’activité dela lecitase®ultra libre et immobilisée
L'activité enzymatique est nettement influencée par les conditions du milieu
réactionnel, nous avons particulierement observé que le pH est I'un des paramétres les plus
influents sur le changement de |'activité enzymatique dans un milieu agqueux. Par conséquent,
il est tres utile de comparer |'activité enzymatique de I'enzyme libre et de I'enzyme

immobilisée en fonction des variations du pH.
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La figure 1V.9 montre que I’activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine
méthacrylique en fonction du pH est inferieure a celle de I’ enzyme libre dans la plage de pH
allant de 4 a5.5 et il est de méme pour lalecitase®ultra immobilisée sur larésine styrénique,
ceci peut étre expliqué par la quantité d’ enzyme immobilisée qui est inférieur a la quantité
d’ enzyme libre utilisée. Malgré que les activités de la lecitase®ultra immobilisée sur les deux
résines soient inferieures a celles de I’ enzyme libre, 1a différence entre ces valeurs n'est pas

trés grande nous pouvons donc supposer que I’ enzyme immobilisée est maintenue dans une
conformation assez stable dans cette gamme de pH.
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Figure V.9 : Evolution de I’ activité de lalecitase ultralibre et immobilisée en fonction du
pH (T=40°C, t=20 min).

Nous constatons qu'au pH=3 et 3,8 et aux pH alant de 6 a 12 les activités de la
lecitase®ultra immobilisée sur la résine méthacrylique sont supérieures a celles de I’ enzyme
libre au méme pH. Ceci pourrait étre expliqué par le fait que I'immobilisation a limité les
changements de conformations de |a lecitase®ultra et |I’a maintenue dans une forme ou le site

actif est accessible au substrat. Alors que pour la lecitase®ultra immobilisée sur la résine
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styrénique on observe une augmentation significative de I’ activité du pH alant de 6,7 a 12 par

rapport al’enzyme libre.

L’ enzyme libre a un pH optimal de 5, aors que pour la lecitase®ultra immobilisée sur
larésine styrénique il est de 8, on remarque que le pH optimal s est décalé€ vers la plage de pH
plus basique. Ces observations ont suggéré un changement significatif du
microenvironnement immédiat du site actif de I'enzyme immobilisée sur la résine styrénique
et qui coincide avec les observations faites par de nombreux auteurs [90, 135]. Ces
changements peuvent étre causés par la liaison de larésine a un acide aminé qui compose le
volet amphiphile de la lecitase ultra qui se trouve en aval du site actif et ains changer sa
position ou sa géométrie. De nombreuses recherches ont été menées afin de déterminer le réle
du volet amphiphile, soit en le changeant ou en I’éliminant complétement de I’enzyme,
Jennens et al [136], Bezzine et al [137] et Thomas et al [138] expliquent que ce n’est pas le
volet amphiphile lui-méme qui est responsable de I’ activation interfacial mais plutdét son
mouvement et sa stabilisation de la conformation ouverte de I’ enzyme qui sont impliqués dans
I'activation de lalipase.

En ce qui concerne la lecitase®ultra immobilisée sur la résine méthacrylique
(Amberlite IRC 50) le pH optimal d activité est de pH= 5 il est identique a celui de |I’enzyme
libre. C’est le méme résultat qu’ ont obtenu Abbas et Comeau [139] en étudiant I’ activité de
lalipase Mucor sp immobilisée sur une résine méthacryligue identique a celle que nous avons

utilisé (Amberlite IRC 50). L’ enzyme a maintenu 87% de son activité initial.

1V.2.3.2. Activitédelalecitase®ultraimmobilisée en fonction de la température

Le profil de température de la lipase immobilisée est un des principaux paramétres
exigés pour savoir si le procédé dimmobilisation affecte I'activité enzymatique. Dans cette
étude, I'activité de la lecitase®ultra libre et immobilisée sur les deux résines méthacrylique et
styrénique (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) a été déterminée par hydrolyse de I’ huile
d’olive émulsionné a pH= 5 et a différentes températures de 25 a 60°C. Les résultats sont
présentés dans les figures V.10, 1V.11, IV.12.

a) Activitédelalecitase®ultraimmobilisée sur larésine méthacrylique

Lafigure 1V.10 montre I’ évolution de I’ activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la

résine méthacrylique en fonction de la température.
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Figure 1V.10 : Evolution de I’ activité de la lecitase®ultraimmobilisée sur larésine

méthacrylique en fonction de latempérature (A pH=5, [S]o=72 1073 g/ml).

D’ apres la figure 1V.10 nous observons que I’ activité de la lecitase®ultra augmente

avec |'augmentation de la température jusgu'a atteindre un optimum a 50°C, puis €lle

diminue. |.B.-B. Romdhane et al., [10] suggerent que I'immobilisation a peut étre réduit la

flexibilité des molécules denzymes et il afallut une énergie plus éevée pour que la molécule

puisse se réorganiser et avoir une conformation adéquate pour que le site actif soit accessible.

a) Activitédelalecitase®ultraimmobilisée sur larésine styrénique

Lafigure V.11 montre I’ évolution de I’ activité de |a lecitase®ultra immobilisée sur la

résine styrénique en fonction de la température. Nous observons que |'activité de la

lecitase®ultra augmente avec I’ augmentation de la température jusqu'a atteindre un optimum

a50°C, puis elle diminue. Un résultat similaire a été rapporté par De Oliveira et al [90] pour

la lipase Candida rugosa immobilisée sur une résine a base de polystyréne/divinylbenzéne.

D’ apres eux I'immobilisation a limité la conformation de I'enzyme a haute température.
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FigurelV.11: Evolution del’ activité de lalecitase®ultra libre et immobilisée en fonction de
latempérature (A pH=5, [S]o=72 1073 g/ml).

b) Comparaison del’activité dela lecitase®ultra libre et immobilisée
La figure V.12 montre I'évolution de I'activité de la lecitase®ultra libre et
immobilisée sur les résines méthacrylique et styrénique en fonction de latempérature.

Les deux systémes dimmobilisations (lecitase®ultra-résine) montrent des
températures optimales décalées vers des températures plus élevées que celle de la
lecitase®ultra libre. Nous constatons que la température optimale pour la lecitase®ultra libre
est de 40°C, tandis que celes de la lecitase®ultra immobilisée sur les deux résines
méthacrylique et styrénique ont décalé et elles sont de 50°C. Une augmentation considérable
de I’ activité est observeé a 60°C pour la lecitase®ultraimmobilisé sur les résine méthacrylique
et styrénique (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) par rapport a celle de I’ enzymelibre.

Ces résultats indiquent que la stabilité thermique de la lecitase ultra a é&é augmentée
gréce a I’immobilisation, les mémes observations ont été notées par Da Silva et al [64]. Ce
comportement est considéré comme avantageux et peut étre attribué a une structure plus
rigide de la lecitase®ultra immobilisée spécidlement celle immobilisée sur la résine
méthacrylique (Amberlite IRC 50). En outre, Bayramoglu et al [129] et Chen et al
[106] suggérent que ceci pourrait étre expliqué par la création des limitations de conformation

sur les mouvements d'enzymes comme résultats dinteraction ionique entre I'enzyme et le
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support, ou une résistance améliorée de la protéine a la dénaturation thermique. C'est-a-dire
gu’'a 50°C la lecitase® ultra est maintenue dans une bonne conformation ou le site actif est
accessible. C'est pour cela que son activité est plus grande que celle de I’ enzyme al’ état libre

a cette méme température.

De plus, la figure 1V.12 montre qu’'il y a une diminution de I'activité enzymatique
aprés immobilisation de la lecitase® ultra. Ceci est attribué a la modification mineure dans sa
structure tridimensionnel qui peut mener a la déformation des résidus d'acides aminés
concernés dans la catalyse, et a la présence d une immobilisation aéatoire qui obstrue
I'emplacement du site actif et aux limitations imposées par le transfert de masse lent du

substrat ou du produit &ou de I'emplacement actif de I'enzyme.
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Figure V.12 : Evolution del’ activité de lalecitase ultralibre et immobilisée en fonction de
latempérature (A pH=5, [S]o=72 1073 g/ml).

1V.2.3.3. Activitédela lecitase ultraimmobilisée en fonction du substrat
L’ étude de I’ évolution de I’ activité de la lecitase®ultra immobilisée sur les résines
méthacrylique et styrénique (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) en fonction de la

variation de la concentration du substrat, a é&é étudiée en effectuant |'hydrolyse d’ une
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emulsion d huile d olive. Cette éude a été effectuée a différentes concentrations en substrat
(0,451073,91073, 181073,271073,36 1073, 451073, 721073, 90103 g/ml) pendant
un temps de réaction de 20 min et incubé a 40°C. Les résultats obtenus sont illustré dans la
figure1V.13.
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Figure IV.13: Evolution de |’ activité de lalecitase®ultralibre et immobilisée en fonction du
substrat (A 40°C et pH=5).

Les résultats de lafigure 1V.13 montrent une augmentation progressive de |’ activité de
lalecitase®ultraimmobilisée sur les deux résines méthacrylique et styrénique (Amberlite IRC
50 et Amberlite IRN 78) avec I’ augmentation de la concentration du substrat jusqu’ a atteindre
un palier, a partir d'une concentration de 0.045 g/ml. On constate que pour de faibles
concentrations inférieurs a 0.045 |’ activité enzymatique de la lecitase®ultra immobilisée sur
la résine méthacrylique (Amberlite IRC 50) est supérieure a celle de I'enzyme libre. Ce
résultat est peut étre la consequence de I'immobilisation qui a maintenu |’ enzyme dans une

conformation favorable ou le site actif est accessible au substrat.

De plus, nous remarguons que |’ activité de lecitase®ultra immobilisée sur la résine
méthacrylique est supérieure a celle immobilisée sur la résine styrénique. Ces résultats

peuvent étre expliqués par le fait que la résine méhacrylique a adsorbé une quantité de
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lecitase®ultra plus éevée que la résine styrénique. Et il est probable que I’ échange ionique
s'est effectué entre la résine styrénique et un résidu d acide aminé proche du site actif de la
molécule d’ enzyme, et ainsi rendant le site actif partiellement accessible ou inaccessible au
substrat.

1V.2.3.4. Stabilitéthermique delalecitase®ultra

Pour des applications industrielles, 1a stabilité de I’ activité de |I'enzyme immobilisee
est un des facteurs significatifs pour évaluer ses propriétés, qui peuvent étre supérieures ou
non a celle de I’enzyme libre. La stabilité thermique de la lecitase®ultra immobilisée sur les
résines méthacrylique et styrénique a été effectuée dans les conditions optimales déterminée
de I’ activité enzymatique immobilisée a une température de 50°C et pH=5, pendant une durée
de 24h. les résultats obtenus sont comparés avec la stabilité de la lecitase®ultra libre. Les

résultats sont exprimés en activité relative Ag (%) (Figure 1V.14).
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Figure 1V.14 : Evolution de |’ activité relative de lalecitase ultralibre et immobilisée en
fonction du temps (A 50°C et pH=5).

Les résultats démontrent que la stabilité thermique de la lecitase®ultra immobilisee
sur les résines méthacrylique et styrénique est supérieure a celle de I’enzyme libre. Nous

constatons que la lecitase® ultra immobilisée sur la résine méthacrylique (Amberlite IRC 50)



Chapitre IV Etude de Lactivité de la lecitase ultra immobilisée

conserve 62% de son activité apres 24h, tandis que celle immobilisée sur larésine styrénique
(Amberlite IRN 78) conserve prés de 31% de son activité apres 24h alors que, I’ enzyme libre
maintien seulement 17% de son activité. De ce fait, lalecitase®ultraimmobilisée sur larésine
méthacrylique a une meilleure stabilité thermique, et elle est supérieure a celle de la
lecitase®ultra immobilisée sur la résine styrénique. Cette améioration de I’ activité selon
Mendes et al [140] peut étre attribuée a I'immobilisation qui stabilise la conformation de la

protéine enzymatique et améliore |la résistance des protéines ala dénaturation thermique.

Ces resultats sont en accord avec I'hypothése que la flexibilité de I'enzyme a été
réduite apres immobilisation, et que cette derniere a mené a une |égere augmentation de la
rigidité de I'enzyme a 50°C [90]. Par conséquent, I'immobilisation de la lecitase®ultra a
réduit le changement de conformation de I'enzyme, et a pu garder une activité enzymatique.
Ce résultat démontre clairement I'efficacité de la méthode d'immobilisation et qui prolonge

I'application potentielle de lalecitase®ultra comme biocatal yseur.

1V.2.3.5. Activitédelalipase immobilisée en fonction du nombre de cycles d’ utilisation

La stabilité opérationnelle du systéme d'enzymes immobilisées est tres importante
pour des applications industrielles. Dans cette étude, la réutilisation de la lecitase® ultra
immobilisée sur les deux résines styrénique et méthacrylique (Amberlite IRC 50 et Amberlite
IRN 78) a été évaluée par des hydrolyses successives de |’ huile d’ olive émulsionnée a 50°C et
apH=5 (Chaque cycle a duré 20 min), le processus a été répété jusqu' a 8 cycles. Les résultats

sont représentés dans lafigure 1V.15.

Comme il peut étre vu sur lafigure 1V.15, la lecitase®ultra immobilisée sur la résine
meéthacrylique (Amberlite IRC 50) a des activités relatives plus éevées que celle immobilisée
sur la résine styrénique (Amberlite IRN 78) supérieur a 95% durant les 3 premier cycles de
réutilisation. Ensuite, aprés trois cycle une réduction continue de I’activité relative a été
observée et cette perte a atteint 12% aprés 4 cycles, 36% apres 5 cycles jusgu’ a atteindre 90%
apres 8 cycles. Cette baisse d'activité est probablement due aux pertes d’une quantité
d’enzyme au cours du processus de réutilisation, causées spécialement par le lavage de la
lecitase immobilisée sur larésine méthacrylique entre chaque cycle, en effet, la lecitase®ultra
a était adsorbée par interactions ioniques qui sont des liaisons de faibles énergie. Et cette
baisse d activité peut étre attribuée a I'inactivation de la lecitase®ultra immobilisée durant la
réutilisation [141]. Par contre la lecitase®ultra immobilisée sur la résine styrénique
(Amberlite IRN 78) subit une perte brutale de son activité estimée & 51% dés le 2°™ cycle,



Chapitre IV Etude de Lactivité de la lecitase ultra immobilisée

apres cela, une réduction continue de I’ activité enzymatique est observée et atteint 96% de
perte aprés seulement 5 cycles. Cette perte d'activité est essentiellement causée par la
dégradation de la résine styrénique, apres chaque cycles une désintégration des billes de
résine a été observée, ce qui implique une désorption de I’enzyme qui part avec les eaux de
lavages entre chaque cycle et par conséquent conduit a une réduction de la concentration de
I’enzyme dans le milieu réactionnelle. Ramani et al [132] suggerent que I’ addition répétée du
substrat aprés chaque cycles d' utilisation aurait changé la structure conformationelle et la

géométrie du site actif de I’ enzyme, provoquant la diminution de I’ activité enzymatique.

Les résultats obtenus impliquent que la stabilité opérationnelle de la lecitase®ultra
immobilisée sur la résine méthacrylique (Amberlite IRC 50) est plus éevée que celle de la
lecitase®ultra immobilisée sur la résine styrénique (Amberlite IRN 78). En outre, la résine
méthacrylique a pu également fournir un microenvironnement  approprié pour la
lecitase®ultra en empéchant un exces d’accumulation en eau pendant le processus de
réutilisation. De plus, la stabilité opérationnelle de la lecitase ultra immobilisée sur la résine
meéthacrylique a donné de meilleurs résultats en comparaison avec la cellulase immobilisée

sur cette méme résine qui a été étudiée par Boukraa-Oulad Daoud et al [124].
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Figure IV.15: Evolution de I’ activité rel ative de la lecitase®ultraimmobilisée sur les résines
méthacrylique et styrénique en fonction du nombre de cycles d’ utilisation (A 50°C et pH=5,

durée de chague cycle 20min).
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Conclusion

L’ objectif de ce travail est I'immobilisation de la lecitase®ultra sur deux polymeres,
une résine styrénique et une résine méthacrylique par |'adsorption. Ainsi que I’ étude de son
activité enzymatique avant et apres I'immobilisation pour permettre sa réutilisation dans un
réacteur en continu et de juger de I’impact de la méthode d’ immobilisation sur son efficacité
enzymatique.

Dans le but de mieux comprendre le mécanisme d adsorption qui dépend de la
structure et de la morphologie de la phase solide, |es supports proposés ont été caractérisé par
analyse BET pour la détermination de la surface spécifique et de la taille des pores. Le
substrat et I’enzyme utilisés ont été caractérisés par la spectroscopie infrarouge IR et par
spectrophotométrie UV-Vis.

Dans un premier temps, le comportement des résines méthacrylique et styrénique vis-
a-vis de I’ adsorption de la lecitase®ultra et I'effet de plusieurs parametres expérimentaux ont
été étudiés. Les résultats obtenus ont montré que le mécanisme d adsorption dépend
étroitement du pH. Le pH optimal dadsorption de la lecitase® ultra sur la résine
méthacrylique est de 4.8, et sur larésine styrénique est de 7.

En utilisant une technique d'adsorption en batch, nous avons étudié |’ équilibre et la
cinétiqgue d adsorption de la lecitase®ultra dans une gamme trés large de concentration
initialle en enzyme de 0,06 & 6 gl™. La construction des isothermes d'adsorption des
molécules de lecitase®ultra par les deux résines méthacrylique et styrénique a permis de
déterminer leur capacité d’ adsorption maximale en relation avec leurs capacité d échange et
leur charge. Les résultats ont montré que I’ adsorption de la lecitase®ultra sur chague résine
peut étre modélisee en utilisant le modéle de Langmuir. L’ équilibre est atteint au bout de 1h a
pH 4.8 dans le cas de la lecitase®ultra adsorbée par 1a résine méthacrylique et a pH 7 dans le
cas de la lecitase®ultra adsorbée par larésine styrénique. La nature chimique des sites mis en
jeu dans I’ adsorption ne modifie pas la vitesse d’ adsorption. Les mémes quantités relatives de

molécules d’ enzyme étant adsorbées en méme temps.

Les régressions linéaires ont montré que les cinétiques sont contrdlées par le modéele
pseudo second ordre pour la lecitase®ultra adsorbée par les deux résines styrénique et
méthacrylique. A la fin de cette éude nous pouvons conclure que les supports présentent une
bonne efficacité d'adsorption ou le taux d adsorption de la lecitase®ultra sur la résine
méthacrylique (amberlite IRC 50) est de 78% et proche de 71% pour celle adsorbée sur la
résine styrénigue (amberlite IRN 78).



Conclusion

Dans un deuxieme temps, |’étude de la lecitase®ultra libre a permis de vérifier sa
réactivité par rapport au substrat choisi (I"huile d'olive) et I'efficacité de la méhode de
dosage de I’ activité qui a été adopté dans ce travail. L’ éude de plusieurs parametres affectant
son activité a permis de déterminer les conditions optimales de fonctionnement de I’ enzyme,
un pH de 5 et une température de 40°C, concentration de 3 g/l et concentration en substrat est
de 0.072 g/ml.

L’ effet de plusieurs parametres sur I’activité de la lecitase®ultra immobilisée a été
étudié (Température, pH et concentration en substrat). L'effet du pH a eu comme
conséquence, un décalage de la valeur du pH optimum de la lecitase immobilisée sur larésine
styrénique vers un pH=8. Et n'avait pas d' effet significatif sur I’ activité de la lecitase®ultra
immobiliseée sur la résine méthacrylique. Les températures optimales de la lecitase
immobilisée sur les deux résines se sont décalées vers des températures plus élevées (50°C)
par rapport a celle de I'enzyme libre (40°C). Donc une augmentation de la température
conviendra a l'ajustement de la conformation de la lecitase®ultra immobilisée sur les résines
méthacrylique et styrénique. Pour de faibles concentrations en substrat inférieur a 0.045
I’activité enzymatique de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine méthacrylique s’ est
améliorée.

Lors de I’ éude de la stabilité thermique, la lecitase®ultra immobilisée sur la résine
méthacrylique a perdu environ 38% de son activité apres 24h, tandis que celle immobilisée
sur la résine styrénique a perdu prés de 69% de son activité aprés 24h aors que, la
lecitase®ultra libre perd 83% de son activité apres 24h. Les résultats de la réutilisation
montrent que I’ activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine styrénique diminue
graduellement jusqu’a s annuler lors du Geme cycle d' utilisation. Par contre, la lecitase®ultra
immobilisée sur larésine méthacrylique conserve une activité de 64% par rapport a celle de la

premiere utilisation apres 5 cycles d’ utilisations consecutifs.

En conclusion la titrimétrie est une bonne méthode efficace et facile a utiliser pour
I’ étude de I’ activité de la lecitase®ultra. Nous pouvons conclure également que la résine
méthacrylique (Amberlite IRC 50) est un bon matériau comparée a la résine styrénique
(Amberlite IRN 78), elle reste stable a pH=5 et a 50°C en maintenant une bonne activité
enzymatique pendant plusieurs cycles d'utilisation. Ce systeme peut étre utilisé pour une
production continue d’acide gras dans un réacteur en continu contenant une membrane
adéquate afin de faciliter la séparation de I'acide gras libéré qui peu étre utilisé dans la
synthese du biodiesel.
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ANNEXE I : Nomenclature des lipases

Le composé transformé par une enzyme est nommé substrat et le composé obtenu est appelé
produit. Le « Nomenclature Committee of the International Union of Biochemistry and Molecular
Biology (NC-IUBM®B) » régit la nomenclature et la classification des enzymes. La nomenclature
EC (EC est le sigle de « Enzyme Commission numbers », la Commission des enzymes) est une
classification numérique des enzymes, basée sur la réaction chimique qu'elles catalysent. Toutes les
enzymes actuellement connues sont répertoriées sous un numéro portant 4 nombres séparés par des

points et précédés de EC soit (EC X1.X2.X3.X3). La signification des nombres est la suivante :

X1: Le premier nombre pouvant varier de 1 a 6 indique le type de réactions

1: Oxydoréductases (transfert d'électrons, d’atomes d hydrogéne ou fixation d oxygéne).

2 : Transférases (transfert d'atomes ou de groupes d'atomes autres que ceux de 1)

3 1 Hydrolases (Coupure des liaisons avec fixation de radicaux H et OH issus de [ean).

4 : Lyases (Coupure des liaisons par d autres modes autres que ['fydrolyse).

S Isomérases (réaction conservant la formule brute du composé).

6 : Ligases (formation des liaisons entre C et un autre métalloide en utilisant [énergie de [[ATP)
X2 Le deuxiéme désigne la sous-classe de lenzyme qui est définie suivant son mécanisme d action.

X3 @ Le 3éme nombre désigne la nature de la molécule qui sert daccepteur, lorsqu'il s'agit d'un
transfert d'électrons.

X4 Le 4 éme nombre est un numéro d'ordre dans le groupe et dans le sous-groupe.

Par exemple : LESHYDROLASES DESLIPIDES

1. Hydrolasesdestriglycérides
a) - Triglycéridelipase : Triglycéride + H20 % —» 2 Acides gras + 2-monoacylglycérol.
b) - Diglycérides lipase : Diglycérides + H20 % —» 2 Acides gras + glycérol.

2. Phospholipases : ces enzymes hydrolysent les phospholipides. On distingue selon le site
d'action de [enzyme :
- Phospholipase A1 (3.1.1.32) enléve lacide gras (ié a la fonction alcool primaire du glycérol.
-Phospholipase A2 (3.1.1.4) enléve lacide gras [ié a la fonction alcool secondaire du glycérol
- Phospholipase C (3.1.1.4) intervient sur la fonction ester liant le glycérol et le phosphate.
- Phospholipase D (3.1.4.4.) sépare [acide phosphatidique de [alcool.
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ANNEXE 11 : Les Principaux Acides Aminés

La charge des protéines dépend des acides aminés (groupements R) et du pH du milieu. Les
groupements R peuvent étre acides, basiques ou aussi avoir une nature fydrophobe.

Nom Nom
Symbole en  trois Symbole en trois
lettres Structure lettres Structure
Symbole en  une Symbole en une
lettre lettre
Acide Aminés a chaines latérales non polaire
Glycine L?O 0" Méthionine Co0
gfy BN %’Zt H—C— CHy— CHy—S—CHg
+ |
NH3 NH.;
Alanine CJ}OO Proline Hy
coo-,C~cH,
Ala H—C—CHq Pro ~ca "
4 i P i \N-CH:
NH3 Hy
Valine (J30 0 :_( 'Hag Phénylalanine ® QOO
Val H—C—CH Phe H—C—CH,
v rrre CHa 4 '
3 ' NHj3
Leucine l’_l‘,OCI ' CHa Tryptophane o0~
i - — C—CH, A
Leu H—C—CH,—CH Tip o el ;-
L [ “CH w NHj &
NHj e H
Isoleucine (?OO_ (l-; T
Ile H—C——C=—CH,—CHj
1 |
NHj H
Acide Aminés a chaines latérales polair e chargée
Lysine (lleO Acide aspartique COO— O
I &
%’5 &—ff—(*.n\v,—{'m— CH,—CH,—NHj J;SP I—l:—cl‘.—(?H2 c
%
NHj; NH3 O
ﬂlistit[ine o - Acide Glutamique COO i
His | S NHY Glu I 4
H—C—CH,—§ 2 H—C—CHy—CHz—C
H e - E 1 L.
NHj H NH3 o]
Arginine COO NH
I i
ﬂqég H—Cll—i"ll._,—{_".j-]-h, L‘.H._,—NH—L;'\
NHj NH3
Acide Aminés a chaineslatérales polaire non chargé
Serine (|300 o Asparagine CcOO- 0
Ser H—C—CH;—OH Asn H—C- -(Z.‘H-_g—(_?/?
S | N | N
NHg NH3 NHa
Thréonine CcoO- H Glutamine COO~ O
I 6% I /4
;ﬁr H—C——C*-CH, g[” H-—CL: CH,—CH,—C
|
NHi OH NHj NH,
Tyrosine coo Cystéine COO-
Tyr | S\ Oys |
H—C—CH,— | —OH H—C—CH,—SH
Y | o/ C i 2
NHj NH}
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ANNEXE III: Structure des triacylglycérols ou triglycérides et définition du trou
d’oxyanion

Une molécule de triacylglycerol est formée d’une molécule de glycérol (un alcool a trois carbones) et

de trois acides gras, c’est un triester d acides gras et de glycérol.

H p HO—'tlil—(CszHCHg
H—C—OH 0
HoC—OH '+ HCr—(l_l—(CszuCH:CHCHECH:CH(CHEJ;CHg
H—(:Z—DH < ‘ﬁ*
H HO — C— (CH,)7CH=CH(CH,);CH;
Glycerol Free fatty acids

H

I I

H—C—0O—C— I:CHE:I|6CH3
8]

Il
H—C—0—C—(CH,)4CH =CHCH,CH=CH(CH,);CH; + 3H,0
0

I
H—C— 0—C— (CHy),CH=CH(CHy)/CH

H
Triacylglycerol (triglyceride)

Figure 1 : Exemple d’une structure d’un triacylglycérol

Les acides gras sont des chaines de carbone, en nombre pair, associe a des atomes
d’hydrogéne, avec un groupe méthyle a une extrémité et un groupe acide carboxylique a [autre :
CH3—(CH2)n-2—COOH pour les acides gras satures, les acides gras insaturés présentant une

(monoinsaturées) ou plusieurs (polyinsaturées), une doubles liaisons entre les atomes de carbones.

Le trou d’oxyanion

Le trou oxyanion est constitué de deux acides aminés dont les groupements amides
stabilisent [état de transition du substrat en formant avec celui-ci deux liaisons hydrogénes. Le
premier de ces deux acides aminés est localisé dans le coude nucléophile, aprés la sérine catalytique.

L autre peut étre un acide aminé placé aprés une glycine. (Fernandez-Lorente et al., 2008).
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ANNEXE 1V: Courbe d’étalonnage

3,5 1

Absorbance

1,5 A

y =0.00041 x +0.07427
R?=0.9990

O T T T T T T T T 1

4
C (g/h

Figure 1: Courbe d étalonnage pour le dosage des protéines non lices sur les résines échangeuses

d’ions.
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ANNEXE V': Structure des hélices o et feuillet f

a) Structures en hélice o
L’hélice est ['une des deux grandes catégories de structures secondaires rencontrées dans les protéines. Les
hélices sont caractérisées par le nombre d acides aminés par tour d hélice (n), par le pas de [hélice c’est-a-dire
la translation (en A) par tour d’hélice (p), par la présence de liens I et par le couple ¢ /. représente le type
dhélice le plus couramment rencontré qu'est [hélice o de pas (n = 3,6 résidus ; p = 5,41 A ; lien I entre
Coxygéne du résidu n et Lazote du résidun +4; \ =-57°et ~ =-47°).

)
!
|
5 :
i
i3 i
pas i
054 nm i
c !
(R H i1
i = = sens du
pe:plide

b) Feuillet f

Les feuillets plissés f sont, apreés les hélices Y, les structures les plus couramment rencontrées dans
la nature. Les feuillets sont constitués de brins L qui sont reliés entre eux par des liens H entre le
groupement C=0 d’un premier brin et le groupement N-H d’un brin adjacent. Si les brins L sont orientés
dans le méme sens, on parle de feuillets p paralléles sinon, on parle de feuillets f antiparalléles.

\n/ Structure en Feillet plissé fi

1T ]

o~}
<,
b

H O

biiis aitiparalléles
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ANNEXE VI: Cinétique d’adsorption de la lecitase®ultra immobilisée sur les résines

échangeuse d’ions en fonction de la température.

45
40
35
30
25
20
15
10

Quantitéde |a lipase adsorbée Qa (mg/g)

Immobilisation de la lecitase ultra surla
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——40°C
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8’ [
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Tableau 1 : Cinétique d adsorption de la lecitase ultra immobilisée sur la résine échangeuse d anions

en fonction de la température.

Temps (min) | Qaa25°C | Qaa30°C | Qaa35°C | Qaad0°C | Qaad5°C [ Qaas0°C | Qaabo°C
0 0 0 0 0 0 0 0

5 20,5806 13,964 18,7922 24,7304 10,6474 3,1352 1,0864
10 22,702 14,2192 22,7858 27,5612 13,8106 4,5986 1,4766
15 23,9892 14,99 25,7782 28,4794 16,6474 5,5742 1,623
20 25,1108 15,767 26,9126 31,5612 19,9108 6,55 2,1596
25 25,4032 17,7206 29,3836 34,1786 23,0376 7,526 3,0864
30 25,9884 18,7314 31,0864 35,225 26,3548 11,9158 3,5742
35 27,028 20,1596 32,1694 36,5328 27,4766 17,874 4,11
40 27,9108 23,2816 34,862 36,8644 28,6084 19,234 5,5742
45 28,4522 25,428 36,3254 38,1804 30,306 20,1108 8,3888
50 28,95 27,8180 38,0132 38,8418 32,844 21,0864 9,004
55 29,8936 29,594 38,5852 40,5704 34,7938 26,001 9,805
60 30,9426 31,9644 40,1924 42,5986 36,4044 27,247 10,2006
80 30,9888 33,4874 40,3976 42,6022 37,2202 27,3818 12,3554
100 31,011 35,0864 40,5488 42,8914 37,2362 27,4182 12,4006
120 31,011 36,0132 40,6132 43,316 37,2596 27,447 12,4386
150 31,011 36,6816 40,6132 43,316 37,2596 27,447 12,4386
180 31,011 37,8036 40,6132 43,316 37,2596 27,447 12,4386
210 31,011 37,8036 40,6132 43,316 37,2596 27,447 12,4386
240 31,011 37,8036 40,6132 43,316 37,2596 27,447 12,4386
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Tableau 2 : Cinétique d’adsorption de la lecitase ultra immobilisée sur la résine échangeuse De

cations en _fonction de la température.

Temps (min) | Qaa25°C | Qaa30°C | Qaa35°C | Qaad40°C | Qaa45°C | Qaa50°C | Qaa60°C
0 0,0000 0,0000 0,0000 0,0000 0,0000 0,0000 0,0000

5 19,4278 22,1107 18,2083 14,1107 18,4522 19,8668 5,8668
10 23,7204 24,5010 25,1839 23,1839 20,5985 23,5254 6,8912
15 26,1107 26,8912 29,8668 24,6473 21,7205 25,1351 7,3302
20 27,7693 27,9156 30,6961 29,3790 24,6473 25,7693 7,7205
25 28,5985 29,9156 32,7937 31,0863 28,0620 25,9644 8,6961
30 29,3302 30,4034 34,0132 33,2327 29,2815 26,4034 8,9888
35 29,9644 30,8912 34,5498 34,8912 29,9156 26,5985 9,0863
40 30,0132 31,2327 35,5741 37,5741 31,5254 27,1839 9,1839
45 30,4034 31,4766 37,2815 40,5985 33,1839 27,7693 9,3302
50 30,9400 32,3546 37,4278 41,7693 34,7937 28,1107 9,3790
55 31,6229 33,4278 38,7937 43,1839 35,9156 28,7449 9,4766
60 32,2571 35,2815 41,9644 46,7937 36,7449 29,9644 10,0132
80 32,7449 35,3790 42,0132 46,8424 37,2327 30,0132 10,1107
100 32,8424 35,3790 42,1107 46,8424 36,8424 30,0132 10,1595
120 32,9400 35,3790 42,1107 46,8424 37,1351 30,0132 10,1595
150 32,9400 35,3790 42,1107 46,8424 37,1351 30,0132 10,1595
180 32,9400 35,3790 42,1107 46,8424 37,1351 30,0132 10,1595
210 32,9400 35,3790 42,1107 46,8424 37,1351 30,0132 10,1595
240 32,9400 35,3790 42,1107 46,8424 37,1351 30,0132 10,1595
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ANNEXE V II: Activité de la lecitase ultra immobilisée sur les résines échangeuses dions

Tableaw 3 : Activité en fonction du Temps de la lecitase ultra immobilisée sur les résines

échangeuses d’ions a pH=5 et 50°C.

Temps (mm) 20 60 180 360 480 1140
Activité de la lecitase ultra libre (“U/ml) 9840 7733,3 | 5991,1 5050 4081,7 | 1684,5
Activité de la lecitase ultra immobilisée sur

[ Amberlite IRC 50 (“U/ml) 9100 8990 8492 8390 7130 5680
Activité de la lecitase ultra immobilisée sur

[ Amberfite I