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Introduction

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 l’hydrolyse

des triglycérides en milieu aqueux, ou agir comme catalyseurs en synthèse organique, aussi

catalyser la transestérification et l’interestérification de matière grasse. Ces réactions sont

appliquées dans de nombreux domaines industriels tels que l’industrie des biocarburants pour la

synthèse de biodiesel à partir des huiles végétales. Le biodiesel étant considéré comme une

alternative au diesel classique [2]. Et dans l’industrie pharmaceutique [3], où la chiralité est un

facteur principal dans l'efficacité de beaucoup de médicaments, les lipases sont employées

comme catalyseur dans les procédés de dédoublement 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 la purine à l'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

l’agroalimentaire [5,6] concerne la production d’acide gras, et la transformation des matières

grasses par transestérification à l'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 être encore exploitées dans beaucoup de nouveaux

secteurs où elles peuvent servir de biocatalyseurs potentiels.

Cependant, les enzymes en général 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 été entreprises pour les utiliser sous forme insolubles en procédant à leurs

immobilisations sur, ou dans, un support solide, permettant leur récupération après usage ou leur

utilisation dans des réacteurs fonctionnant en continu.

De nombreuses méthodes d’immobilisation ont été rapportées dans la littérature, telle que

l’encapsulation [4], l’immobilisation par liaisons covalentes [7], ou par inclusion [8], et

particulièrement l’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
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hydrophobes communément utilisées sont le polypropylène (PP), le polyéthylène (PE),

poly(styrène-divinylbenzéne) [11] .

Généralement l’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 à l’optimisation de la quantité et à l’activité de la lipase immobilisée

ainsi qu’à la possibilité de sa réutilisation. Malheureusement, peu d’intérêt a été porté à l’étude

des isothermes et des paramètres cinétiques de l’immobilisation qui ont une importance non

négligeable dans la compréhension et l’amélioration du processus de l’interaction de chaque

couple enzyme/support et enzyme/substrat. L’optimisation des paramètres de réaction a une

grande importance pour une utilisation à l’échelle industrielle. À notre connaissance, l’étude de

l’immobilisation de la Lecitase® Ultra sur les résines Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78 n’a

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

Notre travail s’inscrit dans un cadre thématique qui a pour objectif l’étude de

l’immobilisation d’une lipase appelée Lecitase® Ultra par adsorption sur deux types de

polymères, styrénique et méthacrylique (résines échangeuse d’ions). Dans la première partie du

travail, nous avons effectué l’adsorption sur deux résines styrénique et méthacrylique (Amberlite

IRC 50 et Amberlite IRN 78) dans diverses conditions (pH, concentration, temps et température).

Après on a construit les isothermes d’adsorption et déterminer leurs paramètres. La deuxième

partie consistait à étudier l’activité de la Lecitase®Ultra libre et immobilisée en fonction de

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

Nous présentons ce travail en quatre chapitres. Le premier chapitre consiste à faire une

synthèse 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 l’activité de la lipase et les applications des lipases. Le deuxième chapitre résume

une recherche bibliographique sur l’immobilisation des enzymes sur des supports polymères. Le

troisième chapitre est consacré à l’étude de l’immobilisation par adsorption de la Lecitase® Ultra

ainsi que la modélisation de l’adsorption et les paramètres des isothermes d’adsorption ont été

déterminés. Quand au quatrième, il est consacré à l’étude de l’activité et de la réutilisation de la

Lecitase® Ultra immobilisée.
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I.1 DEFINITION DES LIPASES

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 très répandues dans le monde

vivant où elles jouent un rôle essentiel dans le métabolisme des triglycérides [4]. Les lipases

ont également la capacité de réaliser des réactions de synthèse telle que l’estérification, la

transestérification et l’interestérification [10,12]. Un changement de la conformation de

l'enzyme se produit quand elle est en contact avec un substrat insoluble dans l'eau. Ce

phénomène d'activation interfaciale avec le volet amphiphile qui est l'emplacement du site

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

Les lipases présentent des propriétés catalytiques variables suivant les différentes

espèces. Elles peuvent être 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 à des températures extrêmes: Cinnamomea antrodia

[15], Pseudomonas sp [16] qui produisent des lipases ayant une activité maximale à 45°C et

elles restent très actives à des températures allant jusqu’à 80°C.

Les phospholipases forment une autre classe d'enzymes optimisées pour hydrolyser

des phospholipides (PL) à 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 lesquelles

elles sont spécifiques. Les Phospholipases A1 (PLA1), les phospholipases A2 (PLA2), les

phospholipases B (PLB), et les lysophospholipide A1/2 (LysoPLA1/2) constituent les acyles

hydrolases, alors que les phosphodiestérases sont représentées par les phospholipases C (PLC)

et les phospholipases D (PLD) [17].

Figure I.1. Liaisons hydrolysées par les phospholipases.
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Les PLA1 (EC 3.1.1.32) catalysent spécifiquement l’hydrolyse des esters d'acyle en

position sn-1 de phospholipides (Figure I.1) et produisent des acides gras libres (AGL) et

lysophospholipide (lysoPL). Cependant, de nombreuses enzymes PLA1 présentent une

activité lypolytique c'est-à-dire qu’elles hydrolysent des triglycérides, tout en préférant le site

de clivage sn-1 [18]. Là une grande quantité de résultats des premières études concernant la

détection de l'activité PLA à partir de tissus bruts étaient erronée en raison de l'incapacité à

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

I.2 SOURCES DES LIPASES

La première lipase a été découverte dans le jus pancréatique des animaux en 1856 par

Claude Bernard [19]. Les lipases sont largement répandues dans la nature où elles ont un rôle

physiologique important dans le métabolisme des graisses. On les retrouve aussi bien dans le

règne végétal, chez les invertébrés et les vertébrés mais également chez de nombreux

microorganismes, principalement sous forme de protéines extracellulaires [1].

I.2.1. Sources microbiennes

Les lipases sont largement répandues chez les bactéries, les levures et les 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-à-

vis de la température, des détergents et des enzymes protéolytiques. Ces caractéristiques ont

permis le développement de nombreuses applications pour les lipases microbiennes qui ont

abouti à de nombreux produits commerciaux [4].

I.2.2. Sources végétales

Les lipases sont largement répandues au sein de la plante bien qu’on les retrouve

principalement dans les graines où les triglycérides sont stockés dans des structures

intracellulaires appelées oléosomes [21]. Sous l’action des lipases, ces triglycérides sont

hydrolysés en acides gras dont le rôle est de fournir l’énergie nécessaire à la germination de la

graine et au développement de la jeune plante [22].
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Les lipases végétales peuvent être classées en trois grands groupes. Le premier groupe

est constitué par les triacylglycérol hydrolases qui sont principalement présentes dans les

graines. Leur étude revêt une importance économique capitale puisqu’elles sont responsables

en grande partie de l’altération 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 spécificité pour leur substrat [23]. Les principales

acylhydrolases sont les phospholipases A et B. Le troisième groupe est constitué par les

phospholipases C et D. Les liaisons hydrolysées par les phospholipases sont représentées dans

la figure I.1.

D’un point de vue industriel, l’intérêt des lipases végétales n’a cessé de s’accroître

depuis plusieurs décennies, notamment dans le domaine de la biotransformation des lipides.

Du point de vue de Hassanien et al., [24], les lipases végétales sont facilement isolées à 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 prouvé que la lipase

des graines de colza (Brassica napus), obtenue par simple homogénéisation de graine dans un

tampon adéquat, est utilisée industriellement dans la modification de l’huile de tournesol ou

dans l’enrichissement de l’huile de primevère en acide γ-linolénique.

I.2.3. Sources animales

Les lipases de mammifères peuvent être classées en trois groupes : le premier est

constitué par les lipases associées à la digestion, telles que les lipases linguale, pharyngale,

gastrique et pancréatique. Le second groupe correspond aux lipases présentes dans le cerveau,

les muscles, les artères, les reins, la rate, la langue, le foie et les tissus adipeux. Le troisième

groupe correspond aux lipases produites par les glandes galactogènes produisant le lait

maternel. En effet, les lipases jouent un rôle important dans la digestion en particulier chez le

nouveau-né dont l’alimentation est riche en lipides [26].

Les lipases de mammifères les plus étudiées sont les lipases liées à la digestion des

graisses et à leur absorption. Il s’agit de la lipase gastrique, de la lipase pancréatique, et de la

lipase hépatique. Des études de leurs structures suggèrent que ces différentes enzymes

dérivent d’un ancêtre commun [27]. Elles sont capables d’hydrolyser les glycérides, les

phospholipides et les esters de cholestérol. Elles peuvent aussi catalyser la transestérification

entre glycérides.
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I.3. REACTIONS CATALYSÉES PAR LES LIPASES

En fonction de l’environnement, des substrats mis en jeu et des conditions

réactionnelles, les lipases catalysent un très large éventail de réactions que nous présenterons

brièvement et qui permettent de mesurer les atouts de ces catalyseurs. Contrairement à

d'autres enzymes hydrophiles, les lipases de différentes origines sont particulièrement stables

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

I.3.1. Réaction d’hydrolyse

Les lipases catalysent naturellement l’hydrolyse des triglycérides en acides gras et

glycérol. Elles sont également actives sur de nombreux esters d’acides gras. Dans tous les cas,

la réaction s’effectue à l’interface entre le substrat hydrophobe et le milieu aqueux, formant

un système réactionnel diphasique. Ce système diphasique résulte de la présence d’une phase

organique non miscible à l’eau, cette phase étant constituée soit du substrat seul, soit du

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

I.3.2. Réactions de synthèses

Les lipases catalysent une grande variété de réactions de synthèse qui sont listées ci-

dessous. Ces réactions de synthèse se produisent dans des milieux à faible teneur en eau ou en

l’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

très utilisées dans l’industrie, dans les procédés industriels [29,30].

a) l’estérification :

b) la transestérification :

- Alcoolyse : par échange du groupement alcool

- Interestérification : par échange des groupements acyle et alcool

- Thio-estérification : par échange du groupement thiol
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c) Aminolyse, ou amidation : si R2=H

I.4. CARACTERISTIQUES STRUCTURALES DES LIPASES

I.4.1. Structure tridimensionnelle des lipases

Les lipases peuvent être extraites des animaux, des bactéries, et des végétaux et toutes

ces lipases ont tendance à avoir les mêmes structures tridimensionnelles. Entre 1990 et 1995,

des cristallographes ont élucidé par diffraction des rayons-X les premières structures de 11

différentes lipases et estérases dont la lipase pancréatique humaine. Il a été 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 α/β [31].

Figure I.2 : Image simplifiée du repliement 3D des lipases d’après le schéma de Jaeger et

coll. Les hélices α sont représentées par des cylindres, les brins β sont indiqués par des flèches

[32].

Donc sur un plan structural, les lipases appartiennent toutes à la famille des α/β

hydrolases. Leur structure tridimensionnelle est constituée d’un feuillet β central formé par 7
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brins β parallèles et un brin β (β2) antiparallèle. Les brins β3 à β8 sont connectés à des hélices

α (Figure I.2). Le motif minimum de cette structure commune à toutes les lipases est

composé de 5 brins β parallèles dans le feuillet β central et de 2 hélices α. Il y a cependant des

variations au sein des différentes familles de lipases. On peut noter que certaines lipases

possèdent un ou plusieurs ponts disulfures qui peuvent être important pour l’activité

catalytique ou la stabilité de l’enzyme [33].

I.4.2. Triade catalytique

La triade catalytique est composée des résidus de sérine (nucléophile), d’histidine et

généralement, d’un acide l’aspartique ou plus rarement le l’acide glutamique. C’est un

élément très conservé dans la structure des lipases. Elle a été mise en évidence par Brady et

al, [34]. Dans le repliement α/β les positions des résidus catalytiques sont représentées : la

serine catalytique est positionnée après le brin β5, le résidu Asp/Glu après le brin β7, et

l’histidine, est dans la boucle entre le brin β8 et l’hélice αF qui est présenté dans la figure I.2

précédente [32].

I.4.3. L’activation interfaciale

Les réactions catalysées par les lipases se déroulent à l’interface eau/substrat apolaire.

Cette particularité catalytique a été mise en évidence par la détermination des vitesses initiales

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 I.3) Ce phénomène est appelé

activation interfaciale [1].

Figure I.3. : Hydrolyse de la triacétine par une lipase gastrique en fonction de la solubilité de

cet ester dans l’eau, exprimée en multiple de la saturation. La ligne verticale en pointillés

représente la limite de solubilité de cet ester [1].
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Les premières structures tridimensionnelles des lipases ont suggéré que l’activation

interfaciale pourrait être reliée à des changements de conformation d’un volet amphiphile

fréquemment rencontré chez les lipases. Ce volet, dont la longueur et la complexité varient

selon les enzymes, est constitué d’une ou plusieurs hélices α. Au contact d’une interface

lipide/eau, cette boucle peptidique amphiphile s’ouvre, libérant alors l’accès au site actif. En

conformation fermée, cette boucle peptidique amphiphile obstrue totalement le site actif de

l’enzyme, la rendant inactive (Figure I.4)[12, 35].

La conformation fermée est supposée prédominer en milieu aqueux, comme indiqué

par l’activité lipolytique plus faible des lipases dans l’eau tandis que la forme ouverte serait

prépondérante en milieu organique et à l’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 rôle clé dans l’activité, la spécificité et l’énantiosélectivité des

lipases (Figure I.4) [35].

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

I.5. MECANISME D’ACTION CATALYTIQUE

Les lipases sont des hydrolases à serine qui suivent le mécanisme général d’action

catalytique décrit dans la Figure I.5.
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Figure I.5. : Mécanisme d’action catalytique des lipases.

Action de la triade catalytique (Serine, histidine, acide aspartique)[37].

Le transfert de proton entre l’acide aspartique (ou acide glutamique), l’histidine et la

sérine catalytique permet d’activer l’oxygène de la sérine qui exerce alors une attaque

nucléophile sur la fonction carbonyle du substrat pour former le premier intermédiaire

tétraédrique (1). Cet intermédiaire est stabilisé par au moins cinq liaisons hydrogène dont au

moins deux entre l’oxygène du substrat chargé négativement et les acides aminés du trou

oxyanion (oxyanion hole (Annexe III)).

Le retour du doublet de l’oxygène et le transfert d’un proton de l’histidine entraîne 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 la formation de l’acyle-enzyme. Cette première

étape d’acylation (formation de l’acyle-enzyme) est suivie d’une étape de déacylation faisant

intervenir une attaque nucléophile qui peut être exercée par une molécule d’eau (réaction

d’hydrolyse) ou par une molécule d’alcool (réaction de synthèse) sur le carbonyle de l’acyle-

enzyme pour former le second intermédiaire tétraédrique (2). Cette étape de déacylation qui

suit un processus analogue à celui de l’étape d’acylation conduit à la formation du second

produit de la réaction (acide carboxylique ou ester) avec régénération de l’enzyme libre [37].

(1)

(2)

Substrat

Acide

aspartique

Histidine

Histidine
Acide

aspartique

Serine
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I.6. PROPRIÉTÉS DES LIPASES

I.6.1. Spécificités des lipases

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 à vis du substrat, hydrolysant préférentiellement

les liaisons esters en positions sn1 et sn3 du triglycéride [38]. Cette sélectivité entraîne

l’apparition d’une concentration équimolaire en diglycérides 1,2 et 2,3 lors de la réaction.

L'hydrolyse plus complète entraîne l'apparition de monoglycérides, puis de glycérol et des

acides gras. Au cours de la réaction d’hydrolyse, on pourra distinguer les lipases par leurs

régiosélectivité, typosélectivité ou encore énantiosélectivité.

1. La régiosélectivité : elle peut être de type sn1, sn2 ou sn3 et correspond à la position

préférentielle d’hydrolyse des liaisons ester sur les triglycérides (Figure I.6). Le résultat est

l’obtention d’acides gras, de diacylglycérol et monoacylglycérol [39]. Par exemple, d’après

Jaeger et al., (1994) [40] les lipases de Pseudomonas fragi et de Pseudomonas geniculata

sont spécifiques de la position sn1et sn2.

Alors que Sanz et al., (1990) [41] ont montré que la lipase de graine de lupin montre

une spécificité pour la position sn1 et sn3. Cependant certaines lipases ne présentent aucune

régiospécificité. C’est le cas des lipases de Penocillium expansum [42] et de Pseudomonas

cepacia [43].

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

2. La typosélectivité : elle est définie par la sélectivité observée en fonction de la

longueur des chaines carbonées, du degré d’insaturation et de substitution de l’ester. La

typosélectivité est souvent reliée à la topologie du site actif.

sn 2

sn 3

sn1
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Si la lipase de Penecillium requfori a une spécificité pour les triglycérides avec des

acide gras à chaines courtes [44], celle de Pseudomonas cepacia montre une préférence pour

l’hydrolyse des triglycérides à chaines longues supérieures à 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 les triglycérides avec des acide gras mono-insaturés [45].

3. L’énantiosélectivité : elle traduit la préférence entre deux énantiomères. En effet,

l’aptitude des lipases à distinguer des énantiomères a été décrite pour les réactions de synthèse

d’ester à propriétés aromatiques [46, 47], et pour les réactions d’hydrolyse [48]. Cabrera et

al., [49] ont effectué l'hydrolyse assymétrique du 3-phenylglutarate diméhylique par

différentes préparations d’une phospholipase A1 (Lecitase ultra (LECI)) immobilisées à pH 7

et à 25°C.

Barbosa et al., [50] ont utilisé la lipase Candida antarctica B sous forme libre puis

immobilisée pour la résolution énantiomerique de l'atenolol acétate, par une réaction de

transestérification en utilisant l'acétate de vinyle en tant qu'agent acyles et un solvant

organique comme milieu de réaction.

I.6.2. pH optimum d’activité des lipases

Les lipases ont une activité seulement à certaines valeurs de pH, selon leur origine et

l'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 être actives sur un éventail de valeurs

acides et alcalines de pH, environ de 4 à 10 [51].

Seyhan et al., [52] suggère que l'effet des ions H+ ou des ions OH- sur l'activité d'une

enzyme est probablement provoquée par un changement dans la configuration à proximité de

l’emplacement du site actif. Presque toutes les réactions de protonation se produisent très

rapidement. Les différentes configurations sont instantanément en équilibre. Les enzymes

protonées ou hydroxylées sont supposées être complètement inactives ou moins actives. Ceci

peut être représenté par les mécanismes suivants:

+݊ܧ ାܪ
ಶಹ
ሯሰ ାܪ݊ܧ

+݊ܧ ିܪܱ
ಶೀಹ
ሯልሰ ିܪܱ݊ܧ

Où K EH et KEOH : constantes d'équilibre des réactions, et En : enzyme.
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I.6.3. Température d’activité optimum des lipases

Les lipases sont connues pour être active sur un large éventail de températures. Mais la

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 l’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 possède encore 30 % de son activité maximale à 1 °C [1].

Rani et A. Panneerselvam [53] ont étudié l'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) à différentes températures (10-50°C).

Ils ont constaté que la température optimale de chaque enzyme était de 30°C. L’activité

enzymatique de la lipase litopenaeus vannamei a été étudiée à différentes températures (20-

70°C) par Rivera-Pérez et al., [54]. L’activité maximale a été détectée à 30°C. Et Song et

Rhee [55], on trouvé une température d’activités optimum de 37°C après l’étude de l’activité

d’une phospholipase A1 à différentes températures (4-95°C).

I .7. METHODES D’EVALUATION DE L’ACTIVITÉ DES LIPASES

Pour étudier une enzyme, il est préférable de disposer d’une ou plusieurs méthodes

pour mettre en évidence la réaction catalysée, et si possible de pouvoir mesurer

quantitativement l’importance de ces effets. L’activité d’une enzyme se traduit par une

quantité de matière transformée dans une unité de temps. Par exemple le nombre de

micromoles d’un substrat transformé par minutes. Or l’importance de cette activité dépend de

nombreux facteurs qui sont citées ci-dessous :

- La nature du substrat ;

- La composition ionique du milieu : pH, force ionique etc.… ;

- La température

- La durée de la réaction.

La plupart des analyses pour évaluer l'activité de la lipase ont été développées sur la

base de la mesure de la quantité des acides gras libérés. L’utilisation des substrats spécifiques

ou fluorescents permet l'utilisation de la spectrophotométrie pour suivre directement et sans
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interruption le cours de la réaction d'hydrolyse par la lipase. D'autres approches sont

généralement moins employées et sont basées sur l'instrumentation sophistiquée et/ou exploite

la capacité de mesurer les changements physico

sur les substrats.

I .7.1. Méthode titrimétrique

Cette méthode consiste à déterminer la quantité des acides gras libérés lors de la

réaction d’hydrolyse. Les acides gras libérés sont directement titré en utilisant généralement

NaOH ou le KOH comme solution titrante et de la phénol

Cette méthode tient compte pratiquement de tout triacylglycérol comme substrat

Salis et al., [2] ont employé

plusieurs lipases (Aspergillus

fluorescens, Penicillium roqueforti, Penicillium camembertii, Candida

oryzae) en utilisant la trioleine

Forest et Ferreira [

Antarctique B (5000 U/ml) par titrage en utilisant l

faite par Victor Sivozhelezov

en titrant l'acide gras libéré par

l’activité d’une phospholipase

après l’hydrolyse d’une émulsion

I .7.2. Méthodes spectrophotométrique

1. Détection de l’alcool libéré

Cette méthode consiste à

libéré après l'hydrolyse de p-nitrophenyl

calculé en comparant les valeurs

Plusieurs auteurs ont utilisé

acétate comme substrat pour déterminé les activités de plusieurs lipases

Pseudomonas cepacia [7], la lipase

p-nitrophenyl butyrate

(a)
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cours de la réaction d'hydrolyse par la lipase. D'autres approches sont

moins employées et sont basées sur l'instrumentation sophistiquée et/ou exploite

capacité de mesurer les changements physico-chimiques provoqués par action de

métrique

consiste à déterminer la quantité des acides gras libérés lors de la

Les acides gras libérés sont directement titré en utilisant généralement

solution titrante et de la phénolphtaléine comme indicateur coloré.

tient compte pratiquement de tout triacylglycérol comme substrat

employé la méthode titrémétrique afin de détermin

(Aspergillus Niger, Pseudomonas cepacia, Mucor javanicus, Pseudomonas

fluorescens, Penicillium roqueforti, Penicillium camembertii, Candida

e et la tributyrine comme substrat.

[56] ont évalué l’activité hydrolytique de la

(5000 U/ml) par titrage en utilisant la trioleine comme substrat

Victor Sivozhelezov et al., [57], l'activité de la lipase Mucor Miehei

par l'hydrolyse de l'huile d'olive. Song et Rhee

phospholipase A1 en mesurant par titrage la quantité des acides gras libérés

émulsion de phosphatidylcholine.

spectrophotométriques

libéré après hydrolyse

consiste à mesurer la quantité du p-nitrophénol (max

nitrophenyl esters par la lipase. L'activité de la lipase peut être

les valeurs à une courbe standard préparée avec du p-

Plusieurs auteurs ont utilisé le p-nitrophényl palmitate (pNPP)

comme substrat pour déterminé les activités de plusieurs lipases

la lipase Fusarium oxysporum [59], la lipase Candida rugosa

butyrate p-nitrophénol Acide butyrique

Lipase

H2O
+
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cours de la réaction d'hydrolyse par la lipase. D'autres approches sont

moins employées et sont basées sur l'instrumentation sophistiquée et/ou exploite

chimiques provoqués par action des lipases

consiste à déterminer la quantité des acides gras libérés lors de la

Les acides gras libérés sont directement titré en utilisant généralement le

phtaléine comme indicateur coloré.

tient compte pratiquement de tout triacylglycérol comme substrat.

afin de déterminer l’activité de

cepacia, Mucor javanicus, Pseudomonas

fluorescens, Penicillium roqueforti, Penicillium camembertii, Candida rugosa, Rhizopus

de la lipase candida

comme substrat. Dans l’étude

Mucor Miehei a été mesurée

Song et Rhee [55], ont étudié

es acides gras libérés

max = 400 à 420 nm)

la lipase. L'activité de la lipase peut être

-nitrophénol [58].

nitrophényl palmitate (pNPP) et le p-nitrophenyl

comme substrat pour déterminé les activités de plusieurs lipases : la lipase

Candida rugosa [60].

nitrophénol Acide butyrique



Chapitre I

p-nitrophenyl palmitate

Figure

(a) p-nitrophenyl butyrate

2. Détection de l’acide gras

Cette méthode consiste à mesuré la quantité

colorimétrique qui est l'acétate cuivri

lipase, les acides gras complexent

cuivriques qui absorbent la lumière

quantification des acides gras libéré

préparée en utilisant l'acide oléique

de la lipase carica papaya (CPL)

Et Saisuburamaniyan et al.,

l'évaluation de l'activité de lipase dans les sols.

I .7. 3. Méthodes chromatographique

Une autre méthode qui est la méthode

spectrophotomètre UV-visible permet aussi la détermination de la quantité des acides gras

produit à la fin de l’hydrolyse.

Hao et al., [63] ont combiné la

quantité de l’acide oléine libérée lors de l’hydrolyse de la trioleine par la lipase.

mélange réactionnel dans le system HPLC

reste de la réaction par HPLC

résultats ont été traduis sous forme de graphe ou

concentrations des acides gras ont été calculées à partir des

Dans la méthode HPLC

gras libérés était complètement indépendante de la réaction lipolytique. Par

analyse est compatible avec

solvants et elle est indépendante du pH de la réaction

des concentrations plus élevées l

(b)
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palmitate p-nitrophénol Acide palmique

Figure I.7 : Réaction d’hydrolyse par la lipase :

nitrophenyl butyrate, (b) p-nitrophenyl palmitate.

Détection de l’acide gras libéré après hydrolyse

mesuré la quantité d’acides gras complexé

l'acétate cuivrique/pyridine. Pendant l'hydrolyse du substrat par la

s complexent avec le cuivre pour former des sels ou

ivriques qui absorbent la lumière dans la région du visible (max

gras libérés est déterminée en se référant à une courbe standard

en utilisant l'acide oléique [58]. Angkanurukpun et al., [61] ont déterminé

(CPL) en utilisant cette méthode avec la triolein

et al., [62] rapporte que c’est une méthode simple et sensible pour

l'évaluation de l'activité de lipase dans les sols.

chromatographiques

Une autre méthode qui est la méthode chromatographique par HPLC couplée à un

visible permet aussi la détermination de la quantité des acides gras

produit à la fin de l’hydrolyse.

ont combiné la HPLC à un spectromètre de masse

quantité de l’acide oléine libérée lors de l’hydrolyse de la trioleine par la lipase.

mélange réactionnel dans le system HPLC-SM ou les acides gras libéré ont été séparé

HPLC et le spectromètre de masse à mesuré leurs quantités. Les

sous forme de graphe ou, il est observé différent

gras ont été calculées à partir des surfaces relative d

HPLC-SM, l'étape de la détection et de la quanti

était complètement indépendante de la réaction lipolytique. Par

divers substrats et les réactions peuvent se faire dans divers

lvants et elle est indépendante du pH de la réaction. De plus, cette méthode peut quantifier

des concentrations plus élevées là, où d’autres détecteurs ne le peuvent pas.

Lipase

H2O
+
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nitrophénol Acide palmique

.

és avec un réactif

endant l'hydrolyse du substrat par la

es sels ou des savons

max=715 nm). La

est déterminée en se référant à une courbe standard

ont déterminé l'activité

triolein comme substrat.

rapporte que c’est une méthode simple et sensible pour

par HPLC couplée à un

visible permet aussi la détermination de la quantité des acides gras

de masse pour mesurer la

quantité de l’acide oléine libérée lors de l’hydrolyse de la trioleine par la lipase. Ils ont mis le

libéré ont été séparés du

de masse à mesuré leurs quantités. Les

différents pics, les

relative de ces pics.

quantification des acides

était complètement indépendante de la réaction lipolytique. Par conséquent, cette

substrats et les réactions peuvent se faire dans divers

De plus, cette méthode peut quantifier

ne le peuvent pas.
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I.8. APPLICATIONS INDUSTRIELLES DES LIPASES LIBRES ET

IMMOBILISÉES

La polyvalence réactionnelle des lipases et la diversité de leurs propriétés catalytiques

leur confèrent 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 l’enzyme comme la spécificité, la

stabilité, la température et le pH [64]. Quelques applications principales des lipases sont

récapitulées dans le tableau I.4.

Tableau I.1: Applications industrielles des lipases [65].

Industries action Production ou application
Détergents Hydrolyse des graisses. Enlèvement des taches huileuses des

tissus.
Produits laitiers Hydrolyse des matières grasse

du lait, mûrissant des fromages,
Développement des aromatisants en
lait, fromage, et beurre.

Boulangerie Amélioration de saveur. Prolongation de durée de
conservation.

Alimentaire. Amélioration de la qualité. Mayonnaise, dressages.
Industrie du Bio Transestérification Nourritures saine.
Des viandes et des
poissons

Développent des aromes. Productions de produits à base de
viande ou de poisson.

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

Produits
chimiques

Enantiosélectivité, synthèse Produits chimique et modules
chiraux.

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

Cosmétiques Synthèse émulsifiants.
Cuir hydrolyse Produits en cuirs.
Papier hydrolyse Papier avec une meilleure qualité.

I.8.1. Lipases dans l'industrie alimentaire

L'utilisation des enzymes dans l'industrie alimentaire au lieu des processus chimiques

traditionnels a été développée au cours de ces dernières années dues à l'intérêt accru pour les

produits naturels ou le Bio.

De nos jours, des lipases sont utilisées dans l’industrie agroalimentaire pour

l’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 goût.

Le beurre de cacao est une matière première importante dans la fabrication du chocolat

et pour les industries de confiserie. Sa consistance et ses qualités, dérivant de la composition

en acides gras de ses triglycérides, qui sont très recherchées par le consommateur. Mais l'offre

est limitée, et la forte demande entraîne la flambée des prix sur le marché. Un substitut de

beurre de cacao avec une composition en triacylglycérols semblable au beurre de cacao peut

être préparé à partir de graisses ou d’huiles bon marché. Certaines études récentes ont montré

qu’une lipase immobilisée par adsorption sur une résine macroporeuse, a permis la synthèse

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 l’échange entre un

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

I.8.2. Lipases pour la production de biodiesels

Les limites et la diminution rapide des ressources combustibles fossiles, les prix

croissants du pétrole brut, et des soucis environnementaux ont été à l’origine de l'utilisation

des huiles végétales comme carburants alternatifs [68]. Le biodiesel à 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 être prévu comme produit de remplacement pour le

carburant diesel conventionnel [2].

La réaction de synthèse de biodiesel est représentée dans la figure I.8 :

Figure I.8: Synthèse de biodiesel.
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Li et al,. [68] ont utilisé, la lipase p. cepacia immobilisée sur une membrane à base de

polyacrylonitrile comme catalyseur pour la réaction de transestérification pour convertir

l'huile de soja en biodiesel. Dans les conditions optimales de réaction, la conversion de l'huile

de soja en biodiesel a réalisé un rendement de 90% après 24 h de réaction. En étudiant la

réutilisabilité, la lipase immobilisée p. cepacia garde 91% de son activité initiale après 10 fois

de réutilisation.

Salis et al,. [2] ont utilisé, huit lipases commerciales qui ont été immobilisées sur le

polypropylène par l'intermédiaire de l'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% après 22 h et un taux de 98% après 70 h), suivi de la lipase

immobilisée pseudomonas cepacia (taux de production de biodiesel = 37% après 51,5 h),

tandis que toutes les autres lipases (Rhizopus oryzae, candida rugosa, javanicus mucor,

penicillium roqueforti, aspergillus camembertii, penicillium), étaient inactives pour la

synthèse du biodiesel.

I.8.3. Lipases dans les détergents

Une enzyme a été employée pour la première fois en 1913 par l’Allemand appelé Otto

Röhm, le fondateur de la compagnie chimique géante Röhm et Hass, pour améliorer

l'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 à leur tour, ont parfois souillé le textile

censé nettoyer. Le processus d'extraction assez couteux des enzymes ne permettait pas de les

inclure dans des détergents pour l’usage ménagé [69]. De nos jours la puissance de nettoyage

des détergents est à 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].

I.8.4. Lipases dans l'industrie pharmaceutique

La chiralité est un facteur principal dans l'efficacité de beaucoup de médicaments.

Ainsi, la production des énantiomères simples des intermédiaires de médicament est devenue

de plus en plus importante dans l'industrie pharmaceutique. Les intermédiaires chiraux sont

dans une demande élevée des industries pharmaceutiques et agrochimiques pour la

préparation des substances en bloc de médicaments et des produits agricoles. Il y a eu une
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conscience croissante de l'énorme potentiel des enzymes pour la transformation des produits

chimiques synthétiques avec une haute énantiosélectivité [66].

Zhu et al., [71] ont utilisé la lipase candida rugosa, immobilisée par liaison covalente

à un support sensible au changement de pH. La lipase immobilisée peut effectuer l'hydrolyse

énantioséléctive de l'ester ketoprofen sous une forme soluble qui peut être récupérée après

précipitation en ajustant simplement le pH. L’activité de la lipase immobilisée était de 1,5 fois

supérieures et l'énantiosélectivité était 8,7 fois supérieure par rapport à la lipase libre. Après

huit cycles d'utilisation la lipase immobilisée a gardé 46% de son activité et son

énantiosélectivité 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 énantioséléctive avec des alcools. Et

Zhang et al., [3] ont fait une étude cinétique de l'hydrolyse énantioséléctive de l’ester

éthylique (R,S)-ketoprofen en utilisant la lipase T. laibacchii comme catalyseur. Les

expériences cinétiques ont été effectuées dans un réacteur à 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.

I.8.5. Lipases dans l'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 l'application des enzymes. Dans le passé,

les enzymes ont trouvé quelques utilisations dans l'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 à grande échelle comme opération

courante qu’à 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 l'intensité du papier, et réduire

l'usage de produit chimique, et prolonger la vie de l'équipement, réduire le niveau de pollution

des eaux de rejet, économiser l'énergie et le temps et ainsi réduire les coûts.
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II.1.PRINCIPALES MÉTHODES D’IMMOBILISATION DES ENZYMES

Des enzymes immobilisées sont définies par Katchalski-Katzir à la première

conférence de technologie d'enzymes, tenue chez Henniker, NH, Etats-Unis, en 1971, comme

l’emprisonnement ou la localisation physique d'une enzyme dans une certaine région définie

de l'espace avec la conservation de l’activités catalytique, et qui peut être employée à

plusieurs reprises [74]. La première étude d'immobilisation de lipase a été effectuée en 1956

par Brandenberger qui immobilise une lipase par liaison covalente sur des résines échangeuse

d’ions [69]. Les premières tentatives pour l'utilisation de la lipase immobilisée pour des

réactions de synthèse 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 l’application finale donnée à

l’enzyme. En tenant compte de plusieurs paramètres tels que l'activité enzymatique,

l’efficacité des caractéristiques d'utilisation, de désactivation et de régénération de l’enzyme,

du coût du procédé d'immobilisation, de toxicité des réactifs d'immobilisation, et des

propriétés finales désirées de l’enzyme immobilisée.

Les enzymes peuvent être immobilisées soit par rétention physique, soit par liaison

chimique. On peut aussi combiner les deux méthodes pour assurer une meilleure fixation de

l’enzyme. La rétention physique exploite la grande différence de taille entre l’enzyme et le

substrat, d’où l’idée de créer une barrière semi-perméable pour retenir l’enzyme. Elle peut

être un réseau, une capsule, ou une membrane [75]. La liaison entres l’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 l’avantage de stabiliser

la protéine et de permettre une utilisation prolongée [76]. Le principe de ces méthodes est

résumé dans le tableau II.1.

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

Immobilisation
par rétention

physique

Inclusion
 Dans une matrice constituée par le réseau

tridimensionnel d’un polymère.
 Dans une membrane.

encapsulation
 Dans une microcapsule
 Dans une fibre creuse.

Immobilisation par
interaction physique
ou liaison chimique

Fixation sur un
support

 Par adsorption.

 Par liaison covalente.
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II.1.1. Immobilisation par inclusion

L’enzyme est dispersée dans une solution homogène de monomère ou d’émulsion. La

polymérisation du monomère conduit à la formation d’un réseau tridimensionnel au sein

duquel l’enzyme est emprisonnée. La maille de la matrice assure de manière purement

physique la rétention de l’enzyme et permet la diffusion du substrat. Plusieurs polymères,

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

Des travaux sur l’inclusion de la lipase dans des gels d'alginate, de chitosane, et de

polyacrylamide ont été publiés [78, 79, 80, 81, 82]. Shafei et Allam [78], ont immobilisé la

lipase penicillium chrysogenum par inclusion sur divers supports à savoir le gel d'alginate, de

k-carrageenan et le gel polyacrylamide. Le k-carrageenan a été mélangé simplement avec la

lipase à 50°C puis disposé dans une boite de pétri et laissé à l’air libre pour se solidifier.

Apres la solidification ce gel a été conservé dans du KCl à 4°C. Le gel polyacrylamide a été

obtenu on mélangeant l’acrylamide, du bisacrylamide, de l’ammonium persulfate, du SDS

(sodium dodécyle sulfate) et du N, N, N1, N1-tetramethyl ethylenediamine (TEMED) puis la

lipase à été ajouté. Les taux d’inclusion de la lipase dans le gel d'alginate, de k-carrageenan et

le gel polyacrylamide étaient de 81,57%, 63,41% et 48,93% respectivement. Le gel d'alginate

a gardé 72.09% de son activité après l’hydrolyse de l’huile d’olive pendant 6 utilisations.

D’autre travaux sur l’inclusion de la lipase dans des gel de polyacrylamide ont été

mené part Knight et al., [79]. Ils ont utilisé la même technique que Shafei et al, pour

immobilisé la lipase Fusarium solani (FS1) par inclusion dans le gel de polyacrylamide. La

lipase garde 53% de son activité catalytique en utilisant la triolein comme substrat.

L’electrospinning a été utilisé par Sakai et al., [83], elle consiste à faire dissoudre la

lipase Rhizopus oryzae et le polystyrène dans une solution de N,N-diméthylformamide, et

effiler le polymère sous forme de nanofibres avec un diamètre de 200nm, la lipase ainsi

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

Liu et al., [84] ont immobilisé la lipase provenant de Sp. Burkholderia sur une

membrane à base de nitrate de cellulose (CN) par l'intermédiaire de la filtration. La lipase de

CN-immobilisée pouvait maintenir 60% de son activité originale après neuf fois d’utilisations

répétées.

II.1.2. Immobilisation par encapsulation

Cette technique consiste à enfermer des enzymes dans une membrane semi-perméable.

La limitation à des substrats de faible poids moléculaire pour l’enzyme, constitue
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l’inconvénient de cette méthode. La polymérisation interfaciale qui aboutit à la formation des

microcapsules entraîne fréquemment une dénaturation des enzymes. Certains ont alors

proposé d’utiliser des fibres creuses à travers lesquelles l’enzyme peut diffuser [8].

Une nouvelle technique consiste à l’encapsulation de la lipase dans un aérogel à base

de silice qui a été utilisée par Uyanik et al., [8]. Cette technique appelée procédure sol-gel

utilise le séchage au dioxyde de carbone supercritique (SC-CO2) à haute et basse pression. Les

résultats montrent que cette méthode offre à l’enzyme une meilleure stabilité thermique et

donc une meilleure résistance à la dénaturation, et l'activité catalytique de la lipase Candida

rugosa encapsulée a été améliorée.

Jegannathan et al., [85] ont immobilisé la lipase Burkholderia cepacia par

encapsulation dans un biopolymère, le k-carrageenan, pour la production du biodiesel à partir

de l'huile de palme, la lipase à garde 82% d’activité catalytique après cinq cycles d’utilisation.

L'encapsulation de la lipase a été effectuée par une technique de coextrusion, qui consiste à

emprisonner l'enzyme dans une membrane poreuse formant une double couche. La solution

d'enzymes se trouve dans l'aiguille interne de l’appareil et le k-carrageenan est situé dans

l'aiguille externe. La lipase est co-extrudée avec un débit de 5 ml/h et le polymère avec un

débit de 50 ml/h à l'aide d'une pompe. Cette méthode d’encapsulation présente un grand

avantage qui est le taux d’encapsulation qui avoisine les 100%.

II.1.3. Immobilisation par liaison covalente

Cette immobilisation est réalisée par l’intermédiaire de liaisons irréversibles et

covalentes entre les groupements fonctionnels de l’enzyme et les groupes réactifs du support.

Ces groupes, en général insuffisamment réactifs, nécessiteront une activation préalable. A

priori, il faut activer soit l’enzyme, soit le support. Pour des raisons qui tiennent à la difficulté

de maintenir l’activité de l’enzyme (l’activation des groupes fonctionnels de l’enzyme peut

conduire à la dénaturation de l’enzyme) et aussi à la faible réactivité chimique des acides

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

Les principaux groupements réactionnels entre le support et l’enzyme sont représenté dans le

tableau II.2.
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Tableau II.2. Principaux groupements réactionnels entre le support et l’enzyme [86].

Groupement fonctionnel au

niveau du support

Composé bifonctionnel Groupement fonctionnel au

niveau de l’enzyme

-COOH
Carbodiimide (R1-N=C=N-R2)

Chlorure d’acide (PCl3, PCl5)
-NH2

-OH

Chlorotriazine (C3N3Cl2)

Halogénure de cyanogène

(BrCN, ClCN)

-NH2

-NH2
Glutaraldéhyde

(OHC-(CH2)3-CHO)
-NH2

-NH2
Carbodiimide (R1-N=C=N-R2)

Isothiocyanate (R-N=C=S)
-COOH

- -NH2

Isothiocyanate (R-N=C=S)

Isocyanate (R-N=C=O)

Sels de diazonium

R-- -N+=N, Cl-

-Tyrosine

-SH 4,4-Dithiodipyridine -SH

Le principal avantage de la liaison covalente, c'est que cette immobilisation est très

solide. Contrairement à l'adsorption physique, la force de liaison entre l'enzyme et le support

est si forte qu'aucune fuite des enzymes ne se produit, même en présence de substrat ou

solution de force ionique élevée. En outre, les enzymes immobilisées obtenu sont

généralement très stables et résistants aux conditions extrêmes (pH, température). La structure

3-D de la protéine est considérablement modifiée après la fixation au support. Cette

modification entraîne généralement une perte significative de l'activité initiale 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 été maintenue en utilisant le triolein comme

substrat.

Pour leur part, Huang et al., [87], ont immobilisé la lipase Candida rugosa, par liaison

covalente sur des membranes fibreuses à base de poly(acrylonitrile-co-2-hydroxyéthyle

méthacrylate) activés par différents composés (l'épichlorhydrine, et la p-benzoquinone). Ils

ont montré que les méthodes d'activation des groupes d'hydroxyle affecte l’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 à base de polypropylène par Bayramoglu et al., [88]. Dans

cette étude ils ont démontré que la lipase Candida rugosa immobilisée sur une membrane à

base de polypropylène activée avec du glutaraldéhyde, avait une bonne rétention de l’activité

après l’hydrolyse de l’huile d’olive (76% de son activité initiale). 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.

II.1.4. Immobilisation par adsorption

L’adsorption des enzymes est une méthode physique, elle se fait grâce aux interactions

ioniques entre le support et l’enzyme. L’adsorption ionique est une méthode relativement

simple, économique et rapide, les supports utilisés sont stables. L’avantage de l’adsorption est

la désorption de l’enzyme du support après sa désactivation (en utilisant des conditions

drastiques), et ensuite le support peut être utilisé pour l’adsorption d’enzyme fraiche [9, 86,

90].

Le succès et l'efficacité de l'adsorption des enzymes sur un support solide dépendent

de plusieurs paramètres. La taille des protéines à adsorber, la 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 à la

saturation du support. Cette opération est habituellement effectuée à 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 l'adsorption est conduite est

également important puisque les interactions ioniques sont cruciales dans une telle

immobilisation. Habituellement, on observe l'adsorption maximum pour des valeurs de pH

près du point isoélectrique de l'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’après Palomo

et al., [91], en dépit d'être immobilisées par simple adsorption les lipases ont été plus stables

que 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 l’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

être employée pendant dix cycles avec plus que 80% de son activité hydrolytique initiale

comparée à l'enzyme libre. La figure II.1 suivante montre un schéma de l’immobilisation par

adsorption.

Figure II.1 : Immobilisation par adsorption.

II. 2 SUPPORTS UTILISÉS POUR L’IMMOBILISATION DES LIPASES

Le choix d’un support solide pour l’immobilisation des enzymes se fait souvent selon

les propriétés qui sont importantes pour des applications industrielles potentielles: force

mécanique, stabilité physique, caractère hydrophobique/hydrophile, capacité de charge

d'enzymes et le coût.

Les supports généralement utilisés pour l’immobilisation peuvent être classés en deux

groupes principaux. Les supports organiques peuvent être chimiquement activés par

différentes techniques, ce qui constitue l’un de leurs principaux avantages car ils permettent la

fixation d’enzymes par différentes voies. Les supports inorganiques sont généralement plus

stables (résistance à l’usure, aux agents chimiques et aux bactéries) mais la fixation covalente

sur ces supports est difficile à cause de leur faible réactivité.
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Tableau II.3. Supports généralement utilisés pour l’immobilisation des lipases.

Les Supports Organiques Références

Les polyosides
Cellulose

Acétate de cellulose
[93]

Carboxymethylcellulose [94]

Macromolécules naturelles

Dextrane [4]

Agarose

Alginate
[80]

Chitosane [81]

Polymères synthétiques

Polystyrène (PS) [51]

Polypropylène (PP) [95]

Polyéthylène téréphtalate (PET) [96]

Polyméthacrylate de méthyle (PMMA) [97]

Poly-acrylonitrile-co-2-

‘hydroxyéthylméthacrylate

[87]

les résines d'échangeuse d'ions Amberlite [92]

Duolite [98]

Les Supports Inorganiques Références

Verre poreux

Gel de silice
[92]

Les Argiles Aluminosilicates [99]

II.3. ACTIVITÉ DES LIPASES IMMOBILISÉES

L'immobilisation semble offrir principalement des avantages économiques.

Cependant, il y a un certain nombre d'avantages à immobiliser les enzymes sur un support

solide. Dans certains cas l’activité de l’enzyme immobilisé s’en trouve même améliorée par

rapport à l’enzyme libre notamment dans des conditions de température, de pH, ou de force

ionique plus élevé [91].

Pour déterminer l’effet de l’immobilisation sur l’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 l’activité des lipases Aspergillus flavus, Aspergillus niger, et

Aspergillus terreus immobilisée par adsorption c’est améliorée par rapport à l’activité des

lipases libre. Par contre, l’activité de la lipase Aspergillus niger a baissé. Cette étude a mis en

évidence que l’activité de l’enzyme immobilisée peut dépendre de la nature de l’enzyme

utilisée.
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Tableau II.4. L'influence de l'immobilisation sur les activités des lipases de la famille

aspergillus [64].

Sources des lipases Forme Activité (U/ mg)

Aspergillus flavus
Libre 0,42

immobilisée 0,45

Aspergillus oryzae
Libre 0,55

immobilisée 0,71

Aspergillus terreus
Libre 0,47

immobilisée 0,51

Aspergillus niger
Libre 0,56

immobilisée 0,54

En effet, plusieurs études ont démontré que l’activité de la plus part des lipases étudiée

diminuer après 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 l’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 l’activité relative

de la lipase libre ait été plus élevée, il est plus facile de séparer le produit final 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 CaCO3, et les résines Amberlite IRC 50,

Duolite et DEAE-Sephadex. Les résultats obtenus ont mis en évidence que l’activité et la

quantité de la lipase immobilisée dépend fortement du type de support utilisée (Tableau II.5).

En effet la quantité et l’activité de la lipase immobilisée sur la résine échangeuse d’anions

Sephadex-DEAE est plus grande par rapport à 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 à la surface du support.

Tableau II.5. L'influence du type de support l’activité de la lipase Talaromyces thermophilus.

Type de résine CaCO3 Amberlite IRC 50 Duolite Sephadex-DEAE
Taux d’immobilisation 15, 0 24,0 20,0 48,0

Taux d’activité ND 32. 30.0 50.4

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

lipase immobilisée dépend fortement de la nature du support et du degré d’hydrophobicité,
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lorsqu’ils ont immobilisé la lipase Candida rugosa sur le polypropylène (PP), le PP-poly-

gamma stéaryle-L-glutamate (PSLG) et le PP-poly-alpha-allyle glucoside (PAG) avec des

hydrophobicité décroissante. Leurs résultats montrent que la quantité immobilisée est d’autant

plus grande que le support est hydrophobe (Tableau II.6).

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

supports Activité

(U/ mg)

Quantité de lipase

adsorbée (mg/m2)

polypropylène (PP) 69,9 82,7

PP-poly-gamma stéaryle-L-glutamate (PSLG) 88,1 74,6

PP-poly-alpha-allyle glucoside (PAG) 60,7 62,5

Grâce à l’introduction du poly-gamma stéaryle-L-glutamate sur la surface du

polypropylène l’activité de la lipase Candida rugosa a augmenté par rapport à l’activité de la

lipase adsorbée sur le polypropylène 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-allyle glucoside (PAG), parce qu’elles sont plus

hydrophobe et à cause de l’encombrement stérique de ce dernier (figure II.2).

Figure II.2 : Schémas représentatif de (a) PP-poly-alpha-allyle 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 la lipase (CRL) candida rugosa sur du chitosane mais sous deux forme différentes

(billes poreuses et flocons). Leurs résultats montrent que l’activité des lipases immobilisée sur

les billes de chitosane était plus élevée que celle immobilisée sur les flocons, ils attribuent

cela à la surface spécifique des billes de chitosane qui est plus élevée que celle des flocons,
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par conséquent la quantité de lipases immobilisée par les billes est plus grande. Donc

l’activité dépend également de la quantité immobilisée (Tableau II.7).

Tableau II.7. Influence de la quantité immobilisée sur l’activité des lipases.

supports Type de

lipases

Activité

(U/ mg)

Taux

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

II.4 PROPRIETÉS CINETIQUES DES LIPASES IMMOBILISÉES

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

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

II.4.1. Effet de l’immobilisation sur le pH optimum d’activité

En générale le pH optimum d’activité des lipases immobilisée est le même que celui

mesuré pour les lipases libre. Lo et Ibrahim [105] ont suivie l’évolution de l’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 même (pH=7). Palomo et al., [91] qui a immobilisée les

lipases Candida rugosa, Candida antarctica B et Mucor Miehei sur l’octadécyle-Sepabeads,

trouvent également le même résultat (pH=7). Le pH optimum d’activité de la lipase Candida

sp n’a pas été modifié après 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 alcalin par rapport à la lipase libre. C’est le cas de la lipase Rhizopus oryzae

immobilisée par adsorption sur un aérogel à base de silice le pH optimum d’activité est décalé

vers le pH plus alcalin de 8 à 8.5 [103], également de la lipase Candida rugosa immobilisée

sur polypropylène, le pH optimum d’activité est décalé de pH 7,7 à 8,5 [103], et aussi de la

lipase Candida rugosa immobilisée sur le chitosane, le pH optimum d’activité c’est décalé de

pH 8,5 à pH 9,0[101].

Plusieurs auteurs ont essayé d’expliquer ce phénomène. Deng et al., [103] expliquent

que l’immobilisation sur un support a pour conséquence l’orientation de la lipase vers la

conformation ouverte, par conséquent le site actif est plus accessible. D’après Kharrat et al.,
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[107], habituellement, l'immobilisation de l'enzyme sur un support cationique cause un

décalage du pH optimum vers la gamme acide, tandis que, l'immobilisation sur un support

anionique cause un décalage vers des valeurs basique de pH.

II.4.2 Effet de l’immobilisation sur la température optimum d’activité

L’étude de l’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 à des températures plus élevées par rapport à celles observé 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 à base de

styrène/divinylbenzéne est de 50°C alors que celle de la lipase libre est de 40°C et c’est le

même constat qu’ont fait Karra-Chaabouni et al., [108] lorsqu’ils ont suivi l’évolution de

l’activité de la lipase Rhizopus oryzae en fonction de la température. Alors que la température

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 même résultat a été observé par Yilmaz et al., [109], la lipase candida rugosa

immobilisée sur des billes de silice présente une température optimale d’activité enzymatique

de 45°C, alors que celle de la lipase libre était de 35°C. L’amélioration de la résistance des

enzymes à la dénaturation thermique semble être due à la l’interaction entre le support et

l’enzyme.

Dans d’autre cas, les lipases quelles soient immobilisée ou libres ont la même

température optimal. La lipase Rhizopus oryzae libre et immobilisée sur un aérogels à base de

silice étudié par Kharrat et al., [107] présente une température optimum d’activité de 30°C.

Et c’est le même résultats a été observé par Awang et al., [110] la lipase Candida Rugosa libre

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

II.4.3 Effet de l’immobilisation sur la stabilité thermique

La stabilité thermique des enzymes est affectée par au moins deux facteurs. Le premier

est la structure primaire de l'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 l'environnement externe [111]. En outre, les ponts bisulfure et d'autres liaisons

fournissent une résistance élevée à l'inactivation thermique. D'une façon générale, les lipases
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animales et végétales sont habituellement moins thermostables que les lipases microbiennes

[65].

Plusieurs études rapportent qu’il y a une amélioration de la stabilité thermique de

plusieurs lipases après immobilisation [107, 112, 90, 100]. Shafei et Allam [78] rapporte que

la lipase Penicillium chrysogenum immobilisée par inclusion dans l’alginate est plus stable

que l’enzyme libre. Ils ont constaté qu’à 60 °C l'enzyme immobilisée avait retenu une activité

de 62,79%, alors que la lipase libre garde 52.45%. Et Uygun et al., [113], ont observé une

amélioration de la stabilité de la lipase pancréatique porcine après son immobilisation sur des

nanosphères à base de méthacrylate. L’activité de la lipase ainsi immobilisé conserve 92%

d’activité catalytique par rapport à la lipase libre.

Dans l’étude mené par Deng et al., [103] la stabilité thermique des lipases candida

rugosa immobilisée sur le polypropylène s’est amélioré par rapport à celle de la lipase libres.

Il constate que la lipase libre a perdu toute son activité initiale après 100 minutes, et la lipase

adsorbée sur le PP greffé au poly-gamma stéaryle-L-glutamate (PSLG) conserve 58% de son

activité initiale après 2 h. mais la lipase adsorbée sur le PP greffé au poly-alpha-allyle

glucoside (PAG) conserve 42% après la même durée. Il semble que les chaînes stéaryliques

(Figure II.4) stabilisent la conformation ouverte de la lipase et améliorent sa résistance à la

dénaturation thermique et également sa stabilité thermique.
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III.1. MATÉRIELS MÉTHODES

III.1.1 Matériel

III.1.1.1. La lipase utilisée

L’enzyme utilisée est une phospholipase (PLA1) 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 l'enzyme F.

oxysporum. La lecitase®ultra est une phospholipase (PLA1) qui hydrolyse les ester et qui

montre une activité vers les phospholipides et les triglycérides (TG) en position sn1 et les

galactolipides. (Figure III.1) [18].

(a) (b)

Figure III.1 : (a) Structure d’un phospholipide, (b) structure d’un triglycéride.

Elle se présente sous forme d’un liquide brunâtre, de densité 1,2 g/cm3. Selon les

caractéristiques données par le fournisseur elle possède une masse moléculaire de 35 kDa

avec une activité de 10 000 U/ml (une unité est égale à la quantité d’enzyme qui libère

1µmole d’acide gras équivalent par minute à pH=5.0 et à 40°C.

La lecitase®ultra hydrolyse essentiellement la fonction esters des triglycérides et des

phospholipides en position 1 (Figure III.1). Il à était déterminé par Yang et al [114] qu’à une

température supérieure à 40°C c’est l’hydrolyse des phospholipides qui est largement

favorisée et à une température inferieure à 40°C c’est l’hydrolyse des triglycérides qui est

favorisée. Aoki et al, [18] ont ajouté que les PLA1 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.



Chapitre III Immobilisation De La Lecitase Ultra

33

Lorsqu'elle est stockée dans des récipients fermés à 25°C, elle conservera son activité

pendant au moins 3 mois. Elle absorbe la lumière dans le domaine de l’UV à 255 nm

correspondant à l’absorbance des noyaux aromatique que constituent des groupements

tryptophane, tyrosine ou phénylalanine qu’elle possède.

III.1.1.2. Les supports

Deux résines échangeuses d’ions commerciales fournies par Prolabo (France), ont été

utilisées comme support pour l’immobilisation de la lecitase®ultra, une résine méthacrylique

(Amberlite IRC 50) qui est un copolymère à base de polyacide méthacrylique/divinylbenzéne,

et une résine styrénique (Amberlite IRN 78) à base de styrène/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 le tableau III.1.

Tableau III.1 : Caractéristiques des résines Amberlite utilisées comme supports pour

l’immobilisation de la lecitase® ultra.

Paramètres Amberlite IRN 78 Amberlite IRC 50

Matrice du polymère
polystyrène

divinylbenzéne

Poly (acide méthacrylique)

divinylbenzéne

Groupement fonctionnelle Trimethylammonium -COO-, H+

Forme ionique Cl- Na+

Capacité d’échange 2,6-3 eq kg-1 de résine sèche 10,0 eq kg-1 de résine sèche

Apparence
Billes sphérique rouge dorés

translucides
Billes sphériques brunes

Taille effective 300-680µm 280-700µm

Rétention d’eau 43-53% 45%

Les résines cationique et anionique sont représentées respectivement par les figures

III.2 et III.3.
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Figure III.2. : Résine anionique polystyrènes divinylbenzéne. (a) Résine amberlite IRN78,

(b) : structure macromoléculaire de la résine anionique polystyrènes-divinylbenzéne.

Figure III.3. : Résine cationique polyacide méthacrylique divinylbenzéne. (a) : Résine

amberlite IRC50, (b) : structure macromoléculaire de la résine cationique polyacide

méthacrylique-divinylbenzéne.

III.1.2. MÉTHODES

III.1.2.1. Spectroscopie Infrarouge

L’échantillon de lecitase®ultra est sous forme liquide et il a été analysé par un

spectrophotomètre infrarouge à transformé de Fourrier de marque IR Affinity-1 SHIMADZU,

avec une résolution de 4 cm-1 et sur une région comprise entre 4000 et 400 cm-1.

N+ (CH3)3
N+ (CH3)3

N+ (CH3)3N+ (CH3)3

(a) (b)

CH3

COO- Na+

(b)
(a)
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III.1.2.2. Spectrophotométrie UV-visible

a) Courbe d’étalonnage

Pour déterminer la courbe d’étalonnage de la Lecitase®ultra étudiée on commence

d’abord par préparer une solution-mère de concentration donnée, puis on fait des dilutions à

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 l’absorbance A au maximum de la bande

d’absorption, en fonction de la concentration C (Annexe IV). Cette étude a été menée de

manière à déterminer les quantités fixées de l’adsorbat depuis sa mise en contact avec

l’adsorbant.

Les concentrations en enzymes, les masses de l’adsorbant et les flacons sont tous

identiques et un tube témoin sans adsorbat a servi de référence. Les échantillons sont prélevés

à des intervalles de temps bien définis.

III.1.2.3. Mesure de la surface spécifique (méthode BET)

La surface spécifique d’une poudre est estimée à partir de la quantité d’azote adsorbée

en relation avec sa pression à la température d’ébullition de l’azote liquide et sous une

pression atmosphérique normale. Les informations sont interprétées selon le modèle de

Brunauer, Emmett et Teller (méthode BET). Les mesures sont effectuées à l’aide d’un

appareil de type «Quantachrome NovaWin2». Le même appareil permet de calculer le volume

total des pores.

III.1. 3. Préparation des solutions tampons

Tous les réactifs utilisés pour la préparation des solutions tampons ont été fournis par

BIOCHEM chemopharma (Montréal, Québec) et les pH ont tous été vérifiés à l’aide d’un

pH-mètre de marque InoLab WTM tetracon 325.

Les solutions tampons phosphate utilisées ont été préparées régulièrement. Les

tampons de pH de 3 à 4 sont obtenues avec du tampon phosphate de sodium-acide citrique

50 mM.

Les solutions tampons acétate utilisées de pH 3 à 6 ont été préparées quotidiennement

utilisant le sel d’acétate de sodium (0,2 M) et d’acide acétique (0,2 M) et ajusté au pH désiré

avec des solutions d’acide chlorhydrique (0,2 M) et d’hydroxyde de sodium (0,2 M), puis

on ajuste avec de l’eau distillée pour avoir une concentration de 50 mM.
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Les tampons de pH 5 à 8 sont obtenues avec du tampon phosphate

disodique/monopotassique sodium 50 mM. Et Les tampons de pH de 9 à 12 sont obtenus

avec du tampon phosphate de sodium-NaOH 50 mM.

III.1.4. Prétraitement des résines

Le prétraitement s’effectue dans une colonne en pyrex de 25cm de hauteur et de 3cm

de diamètre bouchée avec de la laine de verre et fermée par un robinet où une quantité de

résine (environ 100g) est introduite. La résine anionique (PS-DVB) est lavée avec de l’eau

distillée puis activée par un lavage avec une solution d’acide chlorhydrique (1M) puis avec

une solution d’hydroxyde de sodium (1M), alternée par un lavage abondant à l’eau distillée

jusqu’à l’élimination de toute trace d’acide ou de base en contrôlant le pH des eaux de lavage

à l’aide d’un pH-mètre. La résine 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 à l’eau distillé jusqu’à l’élimination de toute trace d’acide ou de base en

contrôlant le pH des eaux de lavage à l’aide d’un pH-mètre. La résine est ensuite équilibrée

par une solution tampon au pH désiré.

III.1.5. Adsorption de la Lecitase® Ultra sur les résines

Pour l’étude de l’adsorption de la lecitase®ultra sur les résines échangeuse d’ions, on

met dans des tubes à essai des échantillons de 10 ml de solution de lecitase®ultra à différentes

concentrations initiales C0 (de 0,06 à 6 g.l-1) préparées dans des solutions tampons au pH

désiré et placées dans un bain thermostaté muni d’un thermocouple à la température désirée.

Nous introduisons dans ces tubes à essai 0,5g de résine sèche préalablement équilibrée au

même pH de la solution enzymatique, ce pH est ajusté, si c’est nécessaire, avec des solutions

d’acide acétique et d’hydroxyde de sodium. Les suspensions sont maintenues dans les même

conditions jusqu’à l’équilibre.

Pour l’étude de l’adsorption sur les deux résines échangeuses d’ions (PS-DVB et

PAM-DVB), nous avons choisie de fixer la quantité de l’adsorbant et de faire varier la

concentration initiale de la lecitase®ultra. Les isothermes sont construites à différentes

températures (de 25 à 60°C).
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III.1.5.1. Détermination des conditions optimales d’adsorption

L’adsorption de la lecitase®ultra a été effectuée à différentes valeurs de pH de (3 à 12)

pour les deux résines échangeuses d’ions (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78). La résine

échangeuse d’anions est un polystyrène, réticulé avec du divinylbenzéne, porteur de

groupement ammonium−ܰܪଷ
ା . 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 ିܱܱܥ . Pour permettre une bonne

adsorption, la lecitase®ultra doit être dans une solution acide, avec une charge totale positive.

Les températures de l’adsorption ne doivent pas dépasser 60°C pour éviter une

éventuelle dénaturation de l’enzyme, la gamme de température choisie pour l’étude de l’effet

de la température sur l’adsorption de la lipase est de 25 à 60°C. Les concentrations initiales de

la lecitase®ultra sont 0,06, 0,12, 0,5, 1, 2, 3 et 6 g/l. La quantité de support choisie est fixée à

0,5 g de résine dans une solution tampon de 10 ml en présence de l’enzyme. Tous les calcules

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

III.1.5.2. Etude des isothermes d’adsorption de la lecitase®ultra à l’équilibre

L’adsorption de la lecitase®ultra par les résines méthacrylique et styrénique, est

étudiée en traçant des isothermes d’adsorption, obtenue en reportant la quantité de

lecitase®ultra adsorbée (Qe) 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 C0 avec

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

A l’équilibre, l’adsorbant chargé en enzyme est séparé de la solution. La concentration

de la lecitase®ultra non adsorbée dans la solution (Ce) est déterminée par spectrophotométrie

UV-visible. La quantité de lecitase®ultra adsorbée Qe est obtenue à partir de la différence C0-

Ce.

Une isotherme d’adsorption permet donc de traduire graphiquement l’équilibre

s’établissant entre les molécules de la lipase présente dans la solution et celles adsorbées sur

les supports utilisés. Lorsque le matériau adsorbant est saturé en enzymes, l’isotherme

d’adsorption présentera un palier correspondant à 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 l'équation :

ܳ =
−ܥ) (ܥ

݉
× ܸ (1)

Le pourcentage d’adsorption est évalué par la relation suivante :

%ܣ =
−ܥ) (ܥ

ܥ
× 100 (2)

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

méthacrylique et styrénique).

C0 et Ce ቀ



ቁ: sont la concentration initiale de la lipase et à l’équilibre respectivement.

m (g) : est la masse du support.

III.1.5.3. Cinétique d’adsorption

L’analyse de cinétique d’adsorption de la lecitase®ultra par les résines méthacrylique

et styrénique est effectuée de la même façon que l’étude de l’équilibre, en mettant en contact

plusieurs échantillons de résine sèche d’une masse 0,5g avec 10 ml de solution de

lecitase®ultra avec une concentration initiale C0. A des intervalles de temps bien déterminés,

les résines sont retirées très rapidement de la solution enzymatique qui est analysée 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 à essai à 4°C.

La quantité de lecitase®ultra adsorbée ܳ en fonction du temps exprimé en mg de soluté par

gramme de support, est donnée par la relation suivante :

ܳ =
−ܥ) (௧ܥ

݉
× ܸ (3)

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

résines méthacrylique et styrénique).

C0 et Ct ቀ



ቁ: sont la concentration initiale de la lipase et au temps (t) respectivement.

m (g) : est la masse du support.

Le pourcentage d’adsorption est évalué par la relation suivante :
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%ܣ =
−ܥ) (௧ܥ

ܥ
× 100 (4)

III.1.5.4. Modélisation des isothermes d’adsorption

L’analyse quantitative des données expérimentales est réalisée en les ajustant par des

modèles, c’est-à-dire des équations mathématiques établies à partir de mécanisme théorique.

Un bon accord entre les prédictions d’un modèle et les données expérimentales indique que le

phénomène observé se déroule selon le mécanisme décrit par le modèle utilisé. De plus, le

meilleur ajustement des données expérimentales permet de quantifier les paramètres

caractéristiques de ce mécanisme. Il est alors possible de comparer facilement les résultats à

ceux obtenu par d’autres systèmes employant le même modèle et de faire les prévisions de

comportement. Différents modèles sont mis en place pour quantifier la relation entre Qe et

Ce. Les modèles de Freundlich et Langmuir sont utilisés dans notre étude pour interpréter les

données expérimentales.

a) Modèle de Langmuir

Le modèle de Langmuir est bâti à partir d'une analyse de l'équilibre entre les molécules

adsorbées et les molécules libres en solution. Il s'appuie sur les hypothèses suivantes :

 Les sites d'adsorption sur le matériau sont indépendants et équivalents.

 Chaque site ne peut adsorber qu'une seule molécule, formant ainsi une monocouche

sur la surface.

 Les molécules adsorbées n'interagissent pas entre elles.

Ce modèle permet de prévoir la saturation d’un adsorbant lorsque tous les sites

susceptibles d’interagir avec les entités adsorbées sont occupés. Ce phénomène se traduit sur

l’isotherme d’adsorption par un palier, c'est-à-dire une valeur constante de Qe, dénommée

capacité d’adsorption maximum Qmax. Le modèle de Langmuir apparaît donc comme

particulièrement adapté à l'étude d'adsorbants possédant un nombre limité de sites actifs

lorsque les ions ou molécules adsorbés se montrent peu capables de se condenser en couches

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

ܳ =
ܳ ௫ܭܥ
1 + ܥܭ

(5)
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Où Qe est la quantité d'entités adsorbées à l'équilibre (mg.g-1), Ce leur concentration dans la

solution (mg. l-1), Qmax la capacité d'adsorption maximum de l’adsorbant (mg .g-1) et KL la

constante de Langmuir (l .g-1).

Par ailleurs la linéarisation de la fonction de saturation (5) par passage à l’inverse

donne l’équation (6):

ଵ

ொ
= ቂቀ

ଵ

ொబಽ
ቁቀ

ଵ


ቁ+ ቀ

ଵ

ொ ೌೣ
ቁቃ (6)

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

K . Avec Q୫ ୟ୶ : capacité maximal d’adsorption et K : constante de Langmuir.

Un facteur adimensionnel de séparation, RL, est défini pour évaluer la validité du

processus d’adsorption de type isotherme de Langmuir. Le facteur RL est déterminé selon

l’équation (20) suivante [97] :

ܴ = ൬
1

1 + ܭܥ
൰ (7)

Avec C : la concentration initial de l’enzyme (g/l) et K : constante de Langmuir.

 ܴ= 0 (isotherme irréversible) ;

 0 <ܴ< 1 (isotherme favorable) ;

 ܴ= 1 (isotherme linéaire) ;

 ܴ> 1 (isotherme non favorable).

b) Modèle de Freundlich

Le modèle de Freundlich est un ajustement de l’isotherme à l’aide d’une loi de puissance

équation (21) : ܳ = ிܭ ܥ

భ

 (8)

Où Qe (
 


) est la quantité d’enzymes adsorbées par gramme d’adsorbant, Ce ቀ




ቁ leur

concentration dans la solution au contact de l’adsorbant, n le paramètre de Freundlich, et KF

ቀ



ቁ la constante de Freundlich, associées respectivement à l’infinité d’adsorption et la

capacité d’adsorption. La forme logarithmique de l’équation (8) donne une équation linéaire :

logܳ = ݈݃ ிܭ +
ଵ


logܥ (9)



Chapitre III Immobilisation De La Lecitase Ultra

41

À partir des valeurs expérimentales de Ce et Qe, nous avons calculé au moyen de la

régression linéaire, les valeurs des constantes KF et n, ainsi que les coefficients de corrélation

R². L'importance de l'exposant 1/n donne une indication de l'adéquation et de la capacité du

système d'adsorbant/adsorbât [115], Dans la plupart des cas, les valeurs de n qui se situent

entre 1 et 10 montrent une adsorption bénéfique.

III.1.5.5. Modélisation des cinétiques d’adsorption

La modélisation des cinétiques d’adsorption, a pour but l’identification des

mécanismes contrôlant la vitesse de l’adsorption.

Trois étapes limitantes sont généralement considérées :

 Le transfert de masse de la solution vers le matériau adsorbant,

 La diffusion à l’intérieur du matériau vers les sites actifs,

 La réaction d’adsorption elle-même.

Aux cours des expériences d’adsorption menées dans ce travail, une agitation des solutions est

maintenue ce qui permet de les considérer comme homogènes et de négliger la diffusion des

espèces dans la solution. Trois modèles sont utilisés pour approcher les données

expérimentales : pseudo-ordre1, pseudo-ordre 2 et diffusion intraparticulaire.

a) Modèle pseudo-ordre 1

Le plus ancien des modèles cinétique, le model pseudo-ordes1 a été proposé par

Lagergren en 1898. Considérant l’adsorption comme limitée par la formation de la liaison

entre soluté et le site actif, la loi de vitesse peut être décrite avec l’équation (10) :

௧ݍ݀
ݐ݀

= ଵ݇(ܳ− ܳ௧) (10)

Avec : Qt est la quantité de soluté adsorbé au temps t, Qe la quantité de soluté adsorbé à

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

݈݊ ൫ܳ − =൯(ݐ)ܳ ݈݊ (ܳ− ܳ௧) = ݈݊ (ܳ) − ଵ݇ݐ (11)

Q0 est la quantité initiale de soluté.
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b) Modèle pseudo-ordre 2

Développé par Ho et Mc Kay (1998) [116], pour traduire l’existence d’un équilibre

entre espèces en solution et espèces adsorbées, le modèle pseudo-ordre 2 suit l’équation (12) :

ௗொ(௧)

ௗ௧
= ଶ݇൫ܳ − ൯(ݐ)ܳ

ଶ
(12)

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

et k2 une constante cinétique. Apres intégration, on obtient l’équation (13) :

ݐ

ܳ௧
=

1

ଶ݇ܳଶ
+

ݐ

ܳ
(13)

c) Modèle de diffusion intraparticulaire

Le modèle de diffusion intraparticulaire suppose que l’adsorption n’est pas limitée par

la réaction entre soluté et site actif mais par la diffusion du soluté à l’intérieur du matériau.

L’équation mathématique (14) est donnée par Weber et Morris [117].

ܳ௧ = ௗܭ ݐ
ଵ
ଶൗ + C୧ (14)

Kd est la constante de diffusion. Elle dépend du coefficient de diffusion de l’espèce

considérée, ainsi que de la largeur des pores empruntés à l’intérieur du matériau adsorbant. Ci

nous renseigne sur l'épaisseur de la couche limite. Plus l'interception est grande, et plus l’effet

couche limite est grande. En portant Qe en fonction de la racine carrée du temps, la pente de la

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

III.2. RESULTATS ET DISCUSSIONS

III.2.1. Caractérisations des produits utilisés

III.2.1.1. Dosage de la quantité de la lecitase®ultra par spectrophotométrie UV- visible

La spectrophotométrie UV- visible est l’une des méthodes de dosage des protéines la

plus utilisées, car elle 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

figure III.4.
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plus opaque à cette longueur

fait que la lecitase®ultra est moins riche en

Pinholt (2010) [120].

Toutes les mesures de concentration en enzyme sont déterminées à

d’onde de 255 nm à l’aide de la droite d’étalonnage (Annexe IV).

III.2.1.2. Spectre infrarouge

Le spectre FTIR de l’échantillon de

cm-1 (figure III.5).

Les données spectrales IR

présente neuf bandes caractéristiques d'absorption IR, à savoir, amide A, B, et

sont caractérisés par des modes de vibration sensible à la structure secondaire des protéines

[121]. Parmi ces dernières, les bandes amide I et II sont les deux plus importants groupes de
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montre deux bandes d’absorption maximale, la première à 223 nm et la

a bande de 280 nm d’absorption du tryptophane qui est

plus opaque à cette longueur d’onde [119] n’a pas été détecté. Ceci est certai

est moins riche en tryptophane. C’est le même résultat qu’a trouvé

Toutes les mesures de concentration en enzyme sont déterminées à

à l’aide de la droite d’étalonnage (Annexe IV).
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par des modes de vibration sensible à la structure secondaire des protéines

, les bandes amide I et II sont les deux plus importants groupes de

Les hélices α présentent une bande amide I à 1652
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longueur d'onde (nm)

255nm

Immobilisation De La Lecitase Ultra

43

lecitase®ultra.

la première à 223 nm et la

u tryptophane qui est l’acide aminé le

Ceci est certainement dû au

C’est le même résultat qu’a trouvé

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

été enregistré entre 400 et 4000

des protéines en générale et des enzymes en particulier

neuf bandes caractéristiques d'absorption IR, à savoir, amide A, B, et amide I à VII et

par des modes de vibration sensible à la structure secondaire des protéines

, les bandes amide I et II sont les deux plus importants groupes de

ésentent une bande amide I à 1652 cm-1 et une

400
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bande amide II à 1548 cm-1 et les feuillets β antiparallèles dans la chaine polypeptide ont deux

bandes une intense à 1630 cm-1 et une autre faible à 1680 cm-1[121].

La spectroscopie IRTF de la lecitase®ultra montre l’existence des bandes d’absorption

centrées à 3276 et 2940 cm-1 caractéristique de l’élongation du groupement N-H de l’amide

A, et de l’élongation du groupement C-H respectivement. La bande d’absorption à 2122 cm-1

correspond au recouvrement des deux absorbances de l’amide A et amide III. La présence des

faibles bandes d’absorption à 1668 cm-1 correspond à l’élongation des groupements C=O des

feuillets β antiparallèles dans la chaine polypeptides.

La bande d’absorption à 1653,84 cm-1 est caractéristique de l’amide I, qui est due

presque entièrement à l’élongation des groupements C=O des liaisons peptidiques de

l’asparagine. Nous remarquons également, la présence des bandes 1092, 1245 et 1412 cm-1

attribuées respectivement aux groupements N-C, C=C et à la déformation du groupement C-H

du tryptophane. La bande d’absorption à 661 cm-1 est caractéristique de la torsion du

groupement C-N de l’amide V.

Figure III.5 : Le spectre infrarouge de l’échantillon de lecitase®ultra.

III.2.1.3. Mesure de la porosité et de la 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 à 80°C sous 10-3 mmHg jusqu'à l'équilibre, à la température de l'azote liquide
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77,3 °K. Les résultats concernant l’étude de la surface spécifique et la porosité des résines

styrénique et méthacrylique (la résine méthacrylique et la résine styrénique) sont présentés

dans le tableau III.2.

Tableau III.2 : Caractéristiques des résines.

Caractéristique
résines

Surface spécifique (m2/g) Volume totale des pores
(cc/g)

Résine méthacrylique 75.054 0.086

Résine styrénique - -

D’après ces résultats la surface spécifique de la résine méthacrylique est de 75,054

m2/g. De même, le volume total des pores est de 0,086 (cc/g). Par contre l’analyse par le

B.E.T. de la résine styrénique n’a donné aucun résultat, qui peut être attribué aux sites

d'échange qui étaient saturés la résine styrénique par des molécules ayant une grande taille

moléculaire, provoquant ainsi l’inaccessibilité de l'azote gazeux à la surface interne et le

blocage des micropores de la résine styrénique.

Les mesures de la surface spécifique qui ont été déterminées par le B.E.T. ne décrivent

pas la surface disponible pour l’adsorption de la protéine. Les mesures B.E.T sont basées sur

l'adsorption de molécules de N2 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

diamètre plus grand que l’azote. Il peut y avoir de nombreux site pour effectuer l’échange des

ions mais qui sont située dans des pores trop étroits où la protéine ne peut pas pénétrer et ainsi

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

III.2.2. Immobilisation de la lecitase ultra sur les résines échangeuse d’ions

Dans ce chapitre, l’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 l’influence de la nature et la charge du support sur

l’adsorption.

Dans un premier temps, le comportement du système à l’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 la lecitase®ultra par
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les résines sont étudiées de manière à déterminer les temps nécessaires pour atteindre

l’équilibre d’adsorption.

Les résines échangeuse d’ions doivent répondre à certaines exigences. Leur structure

poreuse doit être assez forte pour résister aux pressions élevées qui sont habituellement

exercées dans les bioréacteurs en plus, de leur résistance aux agressions des produits

chimiques. Les résines poly(styrène-divinylbenzéne) et poly(acide méthacrylique-

divinylbenzéne), comme les résines amberlite IRC 50 et amberlite IRN 78, possèdent ces

propriétés [92, 123].

III.2.2.1. Adsorption de la Lecitase® Ultra en fonction du pH

L’adsorption de la lecitase®ultra sur les résines styrénique et méthacrylique a été

effectuée à différents pH et à 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

III.6 et III.7. Ces figures montrent d’une manière générale 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 III.6 et III.7 est observé l’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 après l’adsorption car le pH optimale de l’enzyme libre est de 5. Et

on un trouvé un pH= 7 pour la résine styrénique.

On a trouvé un pH d’adsorption maximale de 7 pour la résine styrénique (PS-DVB) ce

qui n’est pas en accord avec les résultats obtenus par Boukraa-Oulad Daoud, et al [124] lors

de l’immobilisation de la cellulase sur une résine anionique similaire IRA 400 ou ils ont

obtenu un pH optimum de 8. Mais la charge à la surface de la protéine dépend du point

isoélectrique de l’enzyme, donc au dessous de pI elle est chargé positivement et en dessous de

pI 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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Figure III.6 : Influence du pH sur la quantité de

méthacrylique et le taux d’adsorption

Figure III.7 : Influence du pH sur la quantité de

styrénique et le taux d’adsorption
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et le taux d’adsorption, (T=40°C, temps de contact

: Influence du pH sur la quantité de lecitase ultra adsorbée sur l

et le taux d’adsorption, (T=40°C, temps de contact : 60min).
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, (T=40°C, temps de contact : 60min).
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La figure III.6 montre que le taux d’adsorption de la lecitase®ultra sur la résine

méthacrylique (amberlite IRC 50) atteint 78% à un pH=4.8 puis, diminue jusqu’à 9.5% au

pH= 12. La figure III.7, montre clairement que le taux d’adsorption augmente

progressivement jusqu'à attendre près de 71% d’adsorption pour la Lecitase® Ultra adsorbée

sur la résine styrénique (amberlite IRN 78) à un pH=7, au-delà de ce pH le taux d’adsorption

diminue jusqu’à atteindre 23% au pH= 12.

Les quantités de l’enzyme adsorbé semblent être 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

l’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 l’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 à 4.8

la diminution de la concentration des ions H+ conduit à l’augmentation de la proportion des

ions carboxylate ିܱܱܥ favorisant l’attraction de la lecitase®ultra dont la charge total est

positive. Au-delà de pH= 4.8, c’est la charge positive de la lecitase®ultra qui diminue

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

C ିܱܱܥ Na+ + +NH2

CH3 enzyme chargé positivement

C ିܱܱܥ … +NH2 + Na+

CH3

Figure III.8 : Schéma représentatif de l’adsorption de la lecitase®ultra sur la résine

méthacrylique (PAM-DVB).
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Pour la résine styrénique échangeuse d’anions (PS-DVB) : pour des pH inférieurs à 7,

lorsque la concentration des ions H+ diminue, les groupes ionisables de la lecitase®ultra font

que la charge négative totale de la lecitase ultra augmente conduisant à une plus forte

attraction par le support. Au-delà de pH=7 la proportion des ions ଷܪܰ−
ା diminue, au profit

des ଶܪܰ− , entrainant une attraction amoindrie de la lecitase®ultra, chargé négativement.

CH3

CH N+, Cl- + -O-C--

CH3 CH3 enzyme

Chargé négativement

CH3

CH N+… -O-C-- + Cl-

CH3 CH3

Figure III.9 : Schéma représentatif de l’adsorption de la lecitase ultra sur la résine

styrénique (PS-DVB).

Nous pouvons supposer qu’aux pH très acides et aux pH très hauts, que la

lecitase®ultra se comporte comme un polyélectrolyte. Les groupements ioniques de même

nature électronique se repoussent obligeant la macromolécule de lecitase®ultra à 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 système à lit fluidisé.

III.2.2.2. Adsorption de la lecitase®ultra en fonction de la température

L’adsorption de la lecitase®ultra sur les résines méthacrylique et styrénique a été

effectuée à différentes températures (25, 30, 35, 40, 45, 50 et 60°C) pendant 60 min à pH= 4,8

pour la résine méthacrylique, et à pH=7 pendant 60 min pour la résine styrénique. Les

quantités et les taux d’adsorption sont représenté dans sur les figures III.10 et III.11.
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Figure III.10 : Influence de la température

résine méthacrylique et le taux d’adsorption

Figure III.11 : Influence de la température sur la quantité de

résine styrénique (PS-DVB
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de la température sur la quantité de lecitase®ultra

et le taux d’adsorption, (pH=4.8, temps de contact

e la température sur la quantité de lecitase®ultra

DVB) et le taux d’adsorption, (pH=7, temps de contact
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Pour les deux supports utilisés (Amberlite IRC 50 et Amb

lecitase®ultra adsorbée augmente avec l’augmentation de la température jusqu’à 40°C et

diminue au-delà. Ce comportement est souvent rencontré dans le cas de l’adsorption des

enzymes. L’adsorption suit la loi d’Arrhenius jusqu’à 40°C où la quantité adsorbé

maximale, elle atteint 42.59 (mg/g de résine

résine) pour la résine méthacryli

plus propice à l’entrée en contact avec les résines. Au de

de conformation à cause de la rupture des différ

hydrogène. Ces résultats sont en accord avec ceux trouvé

[126] lorsqu’il a immobilisé la lipase

commerciale à base de polysulfone

thermiquement stable.

III.2.2.3. Effet du temps de contact sur l’adsorption de la

L’immobilisation de la

étudiée en fonction du temps de contact à 40°C et pH= 4,8

(amberlite IRC 50), et à 40°C et pH= 7 pour la résine

concentration de 3g/l de lecitase®ultra

résines et les taux d’adsorption sont représentées dans les figures I

Figure III. 12 : Evolution de la quantité de la

en fonction du temps sur la résine
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Pour les deux supports utilisés (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) la quantité de

adsorbée augmente avec l’augmentation de la température jusqu’à 40°C et

portement est souvent rencontré dans le cas de l’adsorption des

enzymes. L’adsorption suit la loi d’Arrhenius jusqu’à 40°C où la quantité adsorbé

e atteint 42.59 (mg/g de résine) pour la résine styrénique

méthacrylique, à cette température l’enzyme présente la conformation la

plus propice à l’entrée en contact avec les résines. Au de-là de 40°C, l’enzyme semble changé

de conformation à cause de la rupture des différentes faible liaisons, en particulier les liaisons

hydrogène. Ces résultats sont en accord avec ceux trouvés par Shamel

lorsqu’il a immobilisé la lipase Mucor miehei par adsorption sur une membrane

commerciale à base de polysulfone. D’après eux, à cette température (40°C)

Effet du temps de contact sur l’adsorption de la lecitase®ultra

de la lecitase®ultra sur les résines méthacrylique et styrénique

étudiée en fonction du temps de contact à 40°C et pH= 4,8 pour la résine

40°C et pH= 7 pour la résine styrénique (amberlite IRN 78), pour une

lecitase®ultra. Les quantités de lecitase®ultra adsorbées sur les deux

résines et les taux d’adsorption sont représentées dans les figures III.12 et I

: Evolution de la quantité de la lecitase®ultra adsorbée et du taux d’adsorption

en fonction du temps sur la résine méthacrylique (T=40°C, pH= 4.8, C

50 100 150 200

t (min)

A% Qt(mg/g)
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erlite IRN 78) la quantité de

adsorbée augmente avec l’augmentation de la température jusqu’à 40°C et

portement est souvent rencontré dans le cas de l’adsorption des

enzymes. L’adsorption suit la loi d’Arrhenius jusqu’à 40°C où la quantité adsorbée est

et 46.79 (mg/g de

que, à cette température l’enzyme présente la conformation la

là de 40°C, l’enzyme semble changé

liaisons, en particulier les liaisons

Shamel et al., (2007)

par adsorption sur une membrane

(40°C) l'enzyme est

ultra

méthacrylique et styrénique à été

pour la résine méthacrylique

(amberlite IRN 78), pour une

adsorbées sur les deux

et III.13.

adsorbée et du taux d’adsorption

(T=40°C, pH= 4.8, C0=3 g/l).
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Figure III.13 : Evolution de la quantité de la lecitase

en fonction du temps sur la résine

Les cinétiques d’adsorption

styrénique (amberlite IRC 50 et amberlite IRN 78), sont rapides durant les 55 premières

minutes, durant cette phase l’adsorption se produit instantanément car le nombre de site

d’adsorption disponible est assez élevé, puis un ralentissement est observé jusqu'à atteindre un

palier au-delà de 60 minutes.

d’adsorption libres et l’engorgement des pores présent à la surface des billes de résine

styrénique ou la résine m

lecitase®ultra adsorbée. Les quantités maximales et les taux d’adsorption so

tableau III.3.

Tableau III.3: Les quantités maximales et les taux d’adsorption l

les résines échangeuse d’ions (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78)

Type de support

Résine PAM-DVB (amberlite IRC 50)

Résine PS-DVB (amberlite IRN 78)
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: Evolution de la quantité de la lecitase®ultra adsorbée et du taux d’adsorption

en fonction du temps sur la résine styrénique (T=40°C, pH=7, C

cinétiques d’adsorption de la lecitase®ultra sur les deux résines

(amberlite IRC 50 et amberlite IRN 78), sont rapides durant les 55 premières

minutes, durant cette phase l’adsorption se produit instantanément car le nombre de site

t assez élevé, puis un ralentissement est observé jusqu'à atteindre un

delà de 60 minutes. Nous supposons que la diminution du nombre de sites

d’adsorption libres et l’engorgement des pores présent à la surface des billes de résine

méthacrylique) provoquerait la diminution des quantité de

adsorbée. Les quantités maximales et les taux d’adsorption so

Les quantités maximales et les taux d’adsorption la lecitase®ultra

les résines échangeuse d’ions (Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) :

Quantité adsorbée

(mg/g)

Taux d’adsorption

(amberlite IRC 50) 46,79

(amberlite IRN 78) 42,59

50 100 150 200
t (min)

A%

Qt(mg/g)
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ultra adsorbée et du taux d’adsorption

(T=40°C, pH=7, C0=3 g/l).

sur les deux résines méthacrylique et

(amberlite IRC 50 et amberlite IRN 78), sont rapides durant les 55 premières

minutes, durant cette phase l’adsorption se produit instantanément car le nombre de site

t assez élevé, puis un ralentissement est observé jusqu'à atteindre un

que la diminution du nombre de sites

d’adsorption libres et l’engorgement des pores présent à la surface des billes de résine (résine

provoquerait la diminution des quantité de

adsorbée. Les quantités maximales et les taux d’adsorption sont donnés dans le

lecitase®ultra (3 g/l) sur

Taux d’adsorption

(%)

77,98

70,99

250

Qt(mg/g)
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Nous remarquons que les quantités adsorbées sur la résine

sont supérieurs à ceux adsorbées sur la résine

pour les taux d’adsorption.

méthacryliques par rapport aux styrénique

de pénétration de la lecitase®ultra

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

dans lequel le pseudo-équilibre est supposé déjà atteint.

III.2.2.4. Adsorption en fonction da la concentration de la

L’adsorption de la lecitase®ultra

à 40°C, pH=4,8 pour la résine

minutes. Les quantités adsorbées et les temps d’adsorption sont représentés dans la figure

III.14.

Figure III.14 : Influence de la concentration initiale de la

adsorbée sur les résines styrénique

D’après la figure III.1
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que les quantités adsorbées sur la résine méthacrylique

adsorbées sur la résine sur la styrénique (PS-DVB)

pour les taux d’adsorption. Ceci pourrait être attribués à la faible rigidité

méthacryliques par rapport aux styréniques permettant une plus grande facilité d’approche et

lecitase®ultra dans les réseaux méthacrylique.

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

équilibre est supposé déjà atteint.

Adsorption en fonction da la concentration de la lecitase®ultra

lecitase®ultra a été étudiée pour diverses concertations de 0 à 6 g/l

résine méthacrylique, pH=7 pour la résine styrénique

minutes. Les quantités adsorbées et les temps d’adsorption sont représentés dans la figure

Influence de la concentration initiale de la lecitase® ultra sur la quantité

styrénique et méthacrylique (T=40°C, temps de contact = 60 min)

.14 la quantité de la lecitase®ultra adsorbée augmente avec la

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

1,5 2,5 3,5 4,5 5,5
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méthacrylique (PAM-DVB)

). Et c’est de même

rigidité des chaines

permettant une plus grande facilité d’approche et

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

lecitase®ultra

a été étudiée pour diverses concertations de 0 à 6 g/l

styrénique, durant 60

minutes. Les quantités adsorbées et les temps d’adsorption sont représentés dans la figure

ultra sur la quantité

(T=40°C, temps de contact = 60 min).

adsorbée augmente avec la

e sont pas encore tous occupés. On

observe une proportionnalité entre la quantité adsorbée et la concentration initiale de la

6,5

(g/l)

Qe IRN78 pH=7

Qe IRC 50 pH=4,8

A% IRN 78

A% IRC 50
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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 très faible concentrations inférieurs à

<0,05 les taux d’absorption sont très élevé avoisinant les 100% cela est dû 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 à 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’étapes. D’abord les molécules migrent de la phase aqueuse vers la matrice de la résine

par diffusion, ensuite la molécule d’enzyme est attirée par les charge électrique opposées de la

résine puis il s’établit par échange ionique une liaison de faible énergie par interaction

électrostatique. Enfin, les molécules accèdent à l’intérieur de la matrice de la résine et restent

fixées en établissent un lien avec la paroi du support. De ce fait la facilité de diffusion de

l’enzyme est diminuer et donc les quantités de lecitase®ultra adsorbées sont amoindries

également, Ceci qui peut une expliquer probablement le ralentissement observé.

III.2.2.5. Etude de l’équilibre d’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

III.1.5.2.).

Elles représentent la variation de la quantité de la lecitase®ultra adsorbée à l’équilibre

(Qe en mg/g) en fonction de la concentration en enzymes dans la solution (Ce en mg/l). Une

isotherme d’adsorption permet donc de traduire graphiquement l’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, l’isotherme d’adsorption présente

un plateau correspondant à la capacité d’adsorption maximum du matériau, notée Qmax.

De façon à éliminer l’influence de la quantité d’adsorbant utilisée pour construire les

isothermes, Qe est normalisé par la masse du support utilisée; (équation (1), chapitre III) ;

Les isothermes d’adsorption de la lecitase®ultra par les résines styrénique et

méthacrylique sont présentées dans la figure III.15.
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Figure III.15: Isothermes

méthacrylique

Les deux isothermes montrent que la quantité (Q

résines augmente avec la quantité de lecitase®ultra en solution (C

lecitase®ultra soit adsorbée par les deux résines utilisées,

IRC 50) adsorbe une quantité légèrement plus importante que la résine styrénique (Amberlite

IRN 78). Cet écart est dû probablement à la différence de structure des deux résines, les

chaines de la résine poly (acide méthac

de la résine poly (styrène-divinylbenzène).

III.2.2.6. Modélisation des isothermes d’adsorption

Les équations de Freundlich et de Langmuir, présentées dans le chapitre I

utilisées pour modéliser des résultats expérimentaux concernant l’adsorption de la

lecitase®ultra par les résines styrénique et méthacrylique

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

représentées sur les figures III
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s d’adsorption de lecitase®ultra par les résines

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

Les deux isothermes montrent que la quantité (Qe) de la lecitase®ultra adsorbée par les

résines augmente avec la quantité de lecitase®ultra en solution (C

lecitase®ultra soit adsorbée par les deux résines utilisées, la résine méthacrylique (Amberlite

IRC 50) adsorbe une quantité légèrement plus importante que la résine styrénique (Amberlite

IRN 78). Cet écart est dû probablement à la différence de structure des deux résines, les

chaines de la résine poly (acide méthacrylique-divinylbenzéne) étant plus flexible que celles

divinylbenzène).

Modélisation des isothermes d’adsorption

Les équations de Freundlich et de Langmuir, présentées dans le chapitre I

modéliser des résultats expérimentaux concernant l’adsorption de la

styrénique et méthacrylique.

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

II.16, III.17, III.18, III.19.
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par les résines styrénique et

: 60 minutes).

lecitase®ultra adsorbée par les

résines augmente avec la quantité de lecitase®ultra en solution (Ce). Bien que la

la résine méthacrylique (Amberlite

IRC 50) adsorbe une quantité légèrement plus importante que la résine styrénique (Amberlite

IRN 78). Cet écart est dû probablement à la différence de structure des deux résines, les

divinylbenzéne) étant plus flexible que celles

Les équations de Freundlich et de Langmuir, présentées dans le chapitre III, ont été

modéliser des résultats expérimentaux concernant l’adsorption de la

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

1,4 1,6

(g/l)
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Figure III.16 : La linéarisation selon le modèle de Langmuir des isothermes d’adsorption de

la lecitase

Figure III.17 : La linéarisation selon le modèle de

la lecitase
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La linéarisation selon le modèle de Langmuir des isothermes d’adsorption de

la lecitase® ultra par la résine styrénique.

La linéarisation selon le modèle de Langmuir des isothermes d’adsorption de

lecitase® ultra par la résine méthacrylique.

y = 0,017x + 0,025
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La linéarisation selon le modèle de Langmuir des isothermes d’adsorption de

Langmuir des isothermes d’adsorption de

y = 0,017x + 0,025
R² = 0,977

30

y = 0,018x + 0,004
R² = 0,994

30
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Figure III.18 : La linéarisation selon le modèle de Freundlich des isothermes d’adsorption de

la lecitase

Figure III.19: La linéarisation selon le modèle de

la lecitase
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La linéarisation selon le modèle de Freundlich des isothermes d’adsorption de

la lecitase®ultra par la résine styrénique.

La linéarisation selon le modèle de Freundlich des isothermes d’adsorption de

lecitase®ultra par la résine méthacrylique.
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La linéarisation selon le modèle de Freundlich des isothermes d’adsorption de

Freundlich des isothermes d’adsorption de
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A partir des pentes et des ordonnées à l’origine, nous avons déterminé les différents

paramètres pour les deux types d’isotherme. Les résultats ainsi que les coefficients de

corrélation sont reportés dans le tableau III.4.

Tableau III.4 : Paramètres obtenus par les isothermes de l’adsorption de la lecitase®ultra sur

la résine styrénique (Amberlite IRN 78) à pH=7 et la résine méthacrylique (Amberlite IRC

50) à pH = 4.8 à 40°C.

Paramètres Amberlite IRN 78 Amberlite IRC 50

Paramètres de Freundlich

KF (mg/g) (g/l) 1/n

1/ n

r²

38,45 54,82

0,954 1,035

0,946 0,965

Paramètres de Langmuir

Q0 (mg/g)

KL (l/g)

r²

40 250

1,47 0,22

0,977 0,994

RL 0,184 0,602

Les résultats montrent que le modèle de Langmuir décrit raisonnablement les

isothermes d’adsorption de la lecitase®ultra adsorbée par les deux types de résines styrénique

et méthacrylique (PS-DVB et PAM-DVB). En effet, les coefficients de corrélation r²

correspondant sont très proches de 1. Ceci suggère une adsorption de la lecitase® ultra sur les

deux et méthacrylique en monocouche, le solide étant saturé lors du remplissage de la

monocouche. Donc les interactions à la surface des résines sont faibles car le nombre de

couches adsorbées ne peut croître librement.

III.2.2.7. Cinétique d’adsorption de la lecitase®ultra par les résines échangeuse d’ions

Les isothermes d’adsorption décrites jusqu’à présent permettent d’étudier le

comportement à l’équilibre des résines styrénique et méthacrylique (PAM-DVB et PS-DVB),

et de recueillir les informations sur les réactions mise en œuvre lors de l’adsorption.

Toutefois, il s’avère nécessaire d’étudier également la cinétique des réactions afin de

déterminer le temps nécessaire pour atteindre l’équilibre. C’est, notamment un paramètre

indispensable si on veut utiliser le système à plus grande échelle, notamment dans un cadre

industriel.
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L’étude des cinétiques d’adsorption de la

méthacrylique est menée en déterminant la quantité de

pour des temps de contact variables.

lecitase®ultra adsorbée, augmente proportionnellement avec

atteindre un plateau. Un phénomène similaire

de l'adsorption de la lipase pancréatique

La première partie des courbes révèle une adsorption rapide avec des taux

d’adsorption de la lecitase®ultra sur la

La résine styrénique adsorbe

partie, les quantités adsorbées

plateau correspondant à l’équilibre.

78% et il est de 71% pour la résine

À l’équilibre, les quantités d

enregistrées lors de la construction

Figure III.20 : Cinétique de l
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L’étude des cinétiques d’adsorption de la lecitase®ultra sur les résines

est menée en déterminant la quantité de lecitase®ultra adsorbée par les résines

pour des temps de contact variables. Les figures III.20 et III.21 montrent que l

augmente proportionnellement avec le temps de contact jusqu’à

Un phénomène similaire a été observé par Y. Li et al [

pancréatique porcine sur un polymère méso-poreux le

La première partie des courbes révèle une adsorption rapide avec des taux

d’adsorption de la lecitase®ultra sur la résine méthacrylique de 72% atteints en

La résine styrénique adsorbe 67,6% de la lecitase®ultra après 55 min.

les quantités adsorbées de lecitase®ultra, évoluent plus lentement jusqu’à atteindre un

plateau correspondant à l’équilibre. Le taux d’adsorption de la résine méthacrylique est

71% pour la résine styrénique et cela pour une concentration de 3g/l.

, les quantités de lecitase®ultra adsorbée sont très proche

lors de la construction des isothermes d’adsorption.

inétique de l’adsorption de la Lecitase ultra par la résine

(À 40°C, pour une concentration initiale de la lecitase ultra de 3g/l).
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sur les résines styrénique et

adsorbée par les résines

ontrent que la quantité de

le temps de contact jusqu’à

[127] lors de l'étude

poreux le SBA-15.

La première partie des courbes révèle une adsorption rapide avec des taux

résine méthacrylique de 72% atteints en 55 min et .

55 min. Dans la deuxième

évoluent plus lentement jusqu’à atteindre un

Le taux d’adsorption de la résine méthacrylique est de

pour une concentration de 3g/l.

adsorbée sont très proches de celles

par la résine styrénique

de 3g/l).

250

A%

Qt(mg/g)
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Figure III.21 : cinétique de l

(À 40°C, pour une concentration initiale de la lipase de 3g/l).

III.2.2.8. Modélisation

Les cinétiques d’adsorption sont liées d’une part aux réactions d’adsorption et d’autre

part à la diffusion externe des espèces dans la solution ou à la diffusion interne des espèces

dans le support.

Différents modèles sont décrits dans la littérature pour re

d’adsorption, les plus couramment utilisés sont le modèle pseudo

pseudo-ordre 2 [116] dépendant des réactions d’adsorption et le modèle de diffusion

intraparticulaire. Ces trois modèl

1. modèle pseudo- ordre 1

Les figures, III.22, III.23, III.2
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cinétique de l’adsorption de la lipase par la résine méthacrylique

(À 40°C, pour une concentration initiale de la lipase de 3g/l).

cinétiques d’adsorption sont liées d’une part aux réactions d’adsorption et d’autre

part à la diffusion externe des espèces dans la solution ou à la diffusion interne des espèces

Différents modèles sont décrits dans la littérature pour rendre compte des cinétiques

d’adsorption, les plus couramment utilisés sont le modèle pseudo-ordre 1 et le modèle

ndant des réactions d’adsorption et le modèle de diffusion

intraparticulaire. Ces trois modèles sont détaillés dans ce chapitre.

ordre 1 et modèle pseudo- ordre 2

.24 III.25, représentent les courbes ݈݃ ൫ܳ 

, pour les deux types de résines.
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méthacrylique

(À 40°C, pour une concentration initiale de la lipase de 3g/l).

cinétiques d’adsorption sont liées d’une part aux réactions d’adsorption et d’autre

part à la diffusion externe des espèces dans la solution ou à la diffusion interne des espèces
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Figure III.22 : Cinétique d’adsorption de la lecitase

Figure III.23 : Cinétique d’adsorption de la lecitase
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Cinétique d’adsorption de la lecitase®ultra par la résine

Modèle pseudo- ordre 1.

Cinétique d’adsorption de la lecitase®ultra par la résine

Modèle pseudo- ordre 1.
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ultra par la résine styrénique :

ultra par la résine méthacrylique :
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Figure III.24 : Cinétique d’adsorption de la lecitase ultra

Figure III.25 : Cinétique d’adsorption de la lecitase
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Cinétique d’adsorption de la lecitase ultra par la résine

Modèle pseudo- ordre 2.

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

Modèle pseudo- ordre 2.
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par la résine styrénique :

®ultra par la résine méthacrylique:

60
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Tableau III.5 : Paramètre des modèles pseudo-ordre 1 et pseudo-ordre 2 de l’adsorption de la

lecitase®ultra sur les résines styrénique et méthacrylique.

Modèle cinétique pseudo-ordre 1 Modèle cinétique pseudo-ordre 2

Paramètres Qe, exp ଵ݇

(݉ ݅݊ ିଵ)

Qe, Cal r² ଶ݇

(g/mg.min)

Qe, Cal r²

Amberlite IRN 78 42,6 0,019 28,05 0,944 3,69 10ିଷ 42,64 0,993

Amberlite IRC 50 46,79 0,018 42,46 0,991 1,377 10ିଷ 46,71 0,975

D’après les résultats de cette étude (tableau III.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 modèle cinétique pseudo-ordre 1 est supérieur au coefficient

de corrélation du modèle pseudo-ordre 2, donc le modèle cinétique pseudo-ordre 1 est le

mieux adapté pour décrire les résultats expérimentaux pour cette résine. Mais la valeur de Qe

calculés dans le modèle cinétique pseudo-ordre 2 est plus proche que celle du modèle cinétique

pseudo-ordre 1. Ceci indique que l'immobilisation de la lecitase®ultra sur la résine

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

Cependant en ce qui concerne la résine styrénique (Amberlite IRN78) le coefficient de

corrélation du modèle cinétique pseudo-ordre 2 est supérieur à 0,99 et la courbe de la figure

III.24 montre une linéarité presque parfaite par rapport au modèle cinétique pseudo-ordre 1.

De plus, la valeur de Qe calculés est très proche de la valeur expérimentale montrée dans le

tableau III.5 donc le modèle cinétique pseudo-ordre 2 se révèle le plus adapté pour décrire les

résultats expérimentaux pour cette résine (Amberlite IRN78) ce qui suggère l'existence d'une

chimisorption, un échange ionique entre une molécule d'enzyme (lecitase® ultra) et

d'adsorbant solide (la résine).

2. Modèle de diffusion intraparticulaire

Les figures, III.26, III.27 représentent les courbes ܳ௧ = (,ହݐ݂) , pour les deux types

de résines (styrénique et méthacrylique). Et le tableau III.6 regroupe les paramètres du modèle

de diffusion intraparticulaire de l’adsorption de la lecitase ultra sur les deux résines.

Tableau III.6 : Paramètre du modèle de diffusion intraparticulaire de l’adsorption de la

lecitase®ultra sur les résines styrénique et méthacrylique.

Modèle cinétique de diffusion intraparticulaire

Paramètres ݇ (mg/g.min0.5) r² Ci Domaine de linéarité

Amberlite IRN 78 3,059 0,985 17,85 0-5 min

Amberlite IRC 50 4,663 0,987 8,249 15-55 min
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Figure III.26 : Cinétique d’adsorption de la lecitase ultra par la résine

Modèle de diffusion intraparticulaire

Figure III.27: Cinétique d’adsorption de la lecitase
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Cinétique d’adsorption de la lecitase ultra par la résine

Modèle de diffusion intraparticulaire.

Cinétique d’adsorption de la lecitase® ultra par la résine

Modèle de diffusion intraparticulaire.
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Cinétique d’adsorption de la lecitase ultra par la résine styrénique :

ultra par la résine méthacrylique :

y = 3,059x + 17,85
R² = 0,985

8,5

y = 4,663x + 8,249
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Le modèle de diffusion intraparticulaire ne permet pas une bonne approche pour

décrire l’adsorption de la lecitase®ultra sur la résine styrénique (Amberlite IRN 78) (figure

III.26), le coefficient de corrélation du modèle cinétique de diffusion intraparticulaire est de

0,985, seul le domaine situé au début de la courbe montre une linéarité avec ,ହݐ (tableau

IV.6). Cependant, en ce qui concerne la résine méthacrylique le coefficient de corrélation du

modèle cinétique de diffusion intraparticulaire est de 0,987 il est inférieur aux coefficients de

corrélation des modèles cinétiques, pseudo-ordre 1 (figure III.27), il présente une linéarité

dans un domaine situé entre 15 et 55 min. Le modèle cinétique de diffusion intraparticulaire

ne permet pas une bonne approche pour l’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 suggèrent que la formation d'une couche à la surface des particules de résine est

rapide du fait des liaisons ioniques.

Des trois modèles cinétiques le modèle 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 l’adsorption des molécules d’enzyme sur les sites

actifs et la vitesse globale d’adsorption de la lecitase®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. MATERIELS ET METHODES

IV.1.1. Produits et 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 l’huile d’olive vierge, achetée sur le marché local. Cette huile est

issue de la région de Béjaia de la commune de Seddouk, elle est mise en bouteille par

l’établissement KHODJA & CO. Elle a été analysée par un spectrophotomètre infrarouge à

transformé de Fourrier de marque IR Affinity-1 SHIMADZU, avec une résolution de 4 cm-1 et

sur une région de 4000 à 400 cm-1. La composition physico-chimique de l’huile d’olives,

dans le tableau IV.1.

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

Compositions Taux

Acide gras saturés 13.50 %

Acide gras monoinsaturés

acide oléique (C18:1)

73.7 %

Acide gras polyinsaturés 8.4 %

Indice d’acidité 3.3 %

Indice de peroxyde 20 meq/g

Indice d’iode 78 g

Indice de saponification 190 mg KOH/g

Humidité relative 0.12 % (m/m)

Vitamine E 11 g

IV.1.2. Préparation des solutions d’enzyme et d’huile d’olive

Une solution d’enzymes à C=3 g/l a été préparée par solubilisation de 0,0125 ml de

Lecitase ultra dans 5 ml de solution tampon phosphate de sodium (50 mM) à pH = 7.

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

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

L’émulsifiant a été préparé en mélangeant 6g de gomme arabique, 54 ml glycérol,

1.79 g NaCl, 2 g CaCl2 et 0.041g KH2PO4 dans 40 ml d’eau distillée. La gomme arabique à

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 Étude de l’activité de la lecitase® ultra libre

L’activité de la lecitase®ultra à été réalisée par titrimétrie en dosant la quantité d’acide

gras libérée lors de l’hydrolyse de l’huile d’olive.

IV.1.3.1. Mesure de l’activité de la lecitase®ultra libre

Le substrat et l’émulsifiant ont été émulsionnés avec un rapport en volume de 0,8:4,2

et ont été mis sous forte agitation à 40°C. Puis ont été additionnés à 5 ml de solution

d’enzyme à (pH=5) et incubés à 40 °C pendant 20 minutes. La réaction est arrêtée par ajout de

20 ml d’un mélange éthanol/acétone 1/1 (v/v). Les acides gras libérés sont alors titrés par une

solution de NaOH 0.1 N en présence de phénophtaléine (solution à 1% dans l’éthanol). La

lecture est effectuée contre un témoin fait dans les mêmes conditions opératoires mais en

présence de la lecitase® ultra préalablement dénaturée à 100°C pendant 15 min. L’activité

(U/ml d’enzymes) est calculée à l’aide de la formule suivante :

ܣ =
ݎ݉݊ éݐ݈݅ܽ ܪܱܽܰ݁݀ × 1000 × éݐݐ݅݊ܽݑܳ ܪܱܽܰ݁݀ (݉ )݈

éݐݐ݅݊ܽݑܳ ݀ᇱ݁ ݉ݕݖ݊ (݁݉ )݈ × ݐ݁ ݉ ᇱ݅݊݀ݏ ܾܽݑܿ ݊ݐ݅ (݉ ݅݊ )
(15)

L’activité enzymatique ainsi mesurée est exprimée en unité enzymatiques. Ici une

unité enzymatique correspond à la quantité d’enzyme nécessaire pour former 1 µmol d’acide

gras par minute (à 40°C, pH 5).

IV.1.3.2. Détermination des conditions optimales de l’activité de la lecitase®ultra libre

Afin de déterminer les paramètres optimaux de l’activité de la lecitase®ultra, l’activité

lypolytique a été mesurée à différentes températures (de 25 à 60°C) et à différents pH (de 3 à

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

IV.1.4. Étude de l’activité de la lecitase®ultra immobilisée

IV.1.4.1. Mesure de l’activité de la lecitase®ultra immobilisée

L’activité de la lecitase immobilisée sur les deux résines méthacrylique et styrénique a

été 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

à 40 °C pendant 20 minutes. La réaction est arrêtée par ajout 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 phénophtaléine. La lecture est effectuée contre un témoin fait dans les

mêmes conditions opératoires mais en présence de la lecitase®ultra préalablement dénaturée à

100°C pendant 15 min.

IV.1.4.2. Détermination des conditions optimales de l’activité de la lecitase®ultra

immobilisée

Afin de déterminer les conditions optimales de l’activité de la lecitase®ultra

immobilisée sur les résines styrénique et méthacrylique, les mesures de l’activité ont été

effectuées à différentes températures de 25 à 60°C, à différents pH de 3 à 12 et à différentes

concentrations de substrat.

IV.1.5. Réutilisation de lecitase®ultra immobilisée

Dans le but d’examiner la réutilisation de lecitase®ultra immobilisée sur les deux

résines styrénique et méthacrylique, ces systèmes ont été utilisés pendant plusieurs cycles

dans la réaction d’hydrolyse enzymatique de l’huile d’olive émulsionnée. Chaque 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 la même lecitase®ultra immobilisée.

L’activité de la lecitase®ultra immobilisée durant chaque cycle a été rapportée à celle

de la première utilisation (du premier cycle) et est exprimée par l’efficacité de réutilisation

[134] définie comme suit :

��ϐ������±de réutilisation =
ܣ ݒ݅ݐܿ݅ éݐ ݁݊ ݈݁ݏ݊ܽ݀݁ݑݍݐ݅ܽ݉ݕݖ ݊é  ݈݁ܿݕܿ

ܣ ݒ݅ݐܿ݅ éݐ ݁݊ ݈݁ݏ݊ܽ݀݁ݑݍݐ݅ܽ݉ݕݖ ݎ݁ ݉ ݎ݁݅ ݈݁ܿݕܿ
× 100

IV.1.6. Etude de la stabilité thermique de la lecitase®ultra immobilisée

La stabilité thermique de la lecitase®ultra immobilisée a été déterminée dans un

système en batch par mesure de l’activité des échantillons de solutions du mélange réactionnel

prélevé à des intervalles de temps fixés (20 min, 1h, 2h, 6h, 8h et 24h) et dans les conditions
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optimales de l’activité enzymatique (à 50°C). Elle est exprimée en activité relative AR (%)

définie comme suit :

Aୖ (%) =
ܣ ݒ݅ݐܿ݅ éݐ ݑܽ ݐ݁ (ݐ)ݏ݉

ܣ ݒ݅ݐܿ݅ éݐ ݅݊ ݈ܽݐ݅݅
× 100 (17)

IV.2 : RESULTATS ET DISCUSSIONS

IV.2. 1. Spectroscopie infrarouge du substrat

Figure IV.1 : Spectre infrarouge de l’échantillon de l’huile d’olive extra vierge.

La figure IV.1 montre le spectre infrarouge de l’échantillon de l’huile d’olive extra

vierge utilisée pour l’étude de l’activité de la 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, (Malaisie). 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 IV.2.
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Tableau IV.2 : Groupements fonctionnels et modes de vibration des différents groupements

de l'huile d'olive extra vierge [128].

Fréquence (cm-1) Les groupements fonctionnels

2924 et 2852 asymétrique et symétrique vibration d'élongation du groupement

méthylène (-CH2).

1743 Groupement fonctionnel carbonylique de l'ester des triglycérides.

1465 Vibrations de liaisons CH2 et CH3 des groupes aliphatiques.

1377 Vibrations de liaisons CH2.

1236 et1160 Elongation du groupement C-O.

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

1030 Elongation du groupement C-O.

962 Vibration de liaison des groupes fonctionnels C-H de l'oléfine-trans

isolé.

850 Déformation des groupes fonctionnels =CH2.

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

plant des oléfines cis di-substituées.

IV.2.2. Activité de lecitase®ultra libre

IV.2.2.1. Activité de la lecitase®ultra libre en fonction du temps

L’activité de la lecitase®ultra a été suivie en fonction du temps à pH=5 et 40°C. La

concentration en enzyme est de 3g/l et celle du substrat est de 72 10ିଷ g/ml. Les résultats

sont représentés sur la figure IV.2.

L’activité de la lecitase®ultra augmente d’une manière rapide et quasi-linéaire durant

20 minutes, elle atteint une activité maximale de 9840 (U/ml). Au-delà de ce temps l’activité

diminue graduellement, et atteint une activité de 7733 (U/ml). De nombreux travaux [129,

109,130] montrent que l’activité de la plupart des lipases diminue avec le temps et d’après ces

scientifiques cette diminution est attribuée à la dénaturation de l’enzyme provoqué par des

changements de conformation. D’autres auteurs [69, 114, 130, 131,132], attribuent, la perte

d’activités des lipases à un appauvrissement en substrat dans le milieu et non à une désorption

ou à une dénaturation des enzymes comme le suggèrent de nombreuses autres études.
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Figure IV.2: Evolution de l’activité de la

IV.2.2.2. Activité de la lecitase
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T= 40°C).
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Figure IV.3: Evolution de l’activité de la lecitase ultra
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IV.2.2.3. Activité de la lecitase
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du site actif. C'est-à-dire que le volet amphiphile

obstruant totalement ou partiellement

[95] a expliqué cette diminution de l’activité enzymatique

lipase par l’augmentation de la

température supérieure à 40°C

que l’hydrolyse des triglycérides

lecitase®ultra. Ce qui confirme le résultat obtenu.
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La figure IV.5 montre qu’il ya une augmentation progressive de l’activité de la

lecitase®ultra jusqu’à un point de saturation de l’enzyme à 72 g/l où elle atteint 9840 U/ml.

Puis, elle diminue brusquement et atteint 4300 U/ml à 9 g/l. La diminution de l’activité

enzymatique est peut être due à l’inhibition de la lecitase®ultra par un excès de substrat par

rapport à la quantité d’enzymes présentes. Cette situation a mené à la diminution des

interfaces eau/lipide, ayant pour résultat la diminution de l'activité enzymatique.

En effet, cette enzyme comme toutes les lipases et phospholipases procède par une

activation à l’interface eau/lipide, donc une augmentation de la concentration en substrat

réduit les surfaces actives c'est-à-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 état idéal pour que la lecitase®ultra exerce son activité

catalytique. Par conséquent, elle se retrouve inhibée et son activité diminuer, et à de basses

concentrations en substrat l'interface est disponible pour l'activité catalytique de l'enzyme.

Ejedegba et al., (2007) [134] ont obtenu le même résultat, l’étude de l’activité de la

lipase cocos nucifera linn extraite des noix de coco en fonction de la concentration et cela en

utilisant plusieurs substrats (l’huile d’olive l’huile de coco, trioleine, tripalmitine) a donné la

même allure des courbes et qui présente à chaque fois un optimum. D’après eux la diminution

de l’activité après la concentration optimum peut être due à l’inhibition de l’enzyme par

l'excès de substrat ou à un changement dans les caractéristiques physicochimiques.

IV.2.2.5. Activité de la lecitase®ultra libre en fonction de la concentration en enzyme

La variation de l’activité de la lecitase® ultra libre exprimé en U/ml en fonction de la

concentration est représentée dans la figure IV.6.

La figure IV.6 montre que l’activité augmente linéairement avec la concentration en

enzyme à des concentrations inférieures à 3 g/l, où elle atteint un maximum d’activité de 9840

U/ml. Au-delà de cette concentration l’activité diminue, puis atteint un palier à partir d’une

concentration de 24 g/l. L’activité en fonction de la concentration en enzyme ne suit donc pas

la cinétique classique de Michaelis-Menten où la vitesse est d’ordre 1 par rapport à l’enzyme

quelque soit sa concentration.

Dans le cas présent, la vitesse de la réaction est d’ordre 1 à des concentrations

inférieures à 3 g/l, et elle change d’ordre si cette concentration est dépassée. Ce résultat peut

s’expliquer par un phénomène de saturation de l’interface eau/lipide. Du fait de

l’augmentation de la concentration en enzymes, la viscosité augmente et la diffusion de
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l’enzyme diminue. C’est la même observation que

la concentration de la lipase pancréatique porcine

concentration molaire, mais contrôlé

al [131] constatent que les

d'autolimitation due à des changements simultanés dans la composition de l'interface et

l'accumulation des produits finaux rédui

Figure IV.6: Evolution de l’a

en enzyme

IV.2.3. Activité de lecitase®ultra immobilisée

IV.2.3.1. Activité de la lecitase

Dans cette étude, l’effet du pH sur l’activité de la lecitase

étudié dans un domaine de pH variant de 3 à 12 à 40°C les résultats sont présentés dans l

figures IV.7, IV.8, IV.9.
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. C’est la même observation que Kartal et al [130] ont fait,

pancréatique porcine. D’après eux, l'activité est indépendante de la

concentration molaire, mais contrôlée par la concentration de substrats aux interfaces.

que les réactions d’hydrolyse à l'interface présentent un effet

d'autolimitation due à des changements simultanés dans la composition de l'interface et

finaux réduisant l'accès du substrat au site actif

: Evolution de l’activité de la lecitase ultra libre en fonction de

en enzyme (pH=5, T=40°C, t=20 min).

Activité de lecitase®ultra immobilisée

lecitase®ultra immobilisée en fonction du pH

’effet du pH sur l’activité de la lecitase®ultra

étudié dans un domaine de pH variant de 3 à 12 à 40°C les résultats sont présentés dans l
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ont fait, en faisant varier

est indépendante de la

substrats aux interfaces. Reis et

'interface présentent un effet

d'autolimitation due à des changements simultanés dans la composition de l'interface et de

au site actif.

libre en fonction de la concentration

ultra immobilisée a été

étudié dans un domaine de pH variant de 3 à 12 à 40°C les résultats sont présentés dans les

70 80



Chapitre IV

a) Activité de la lecitase®

La figure IV.7 montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra

résine méthacrylique en fonction du pH.

Figure IV.7 : Evolution de l’activité de la Lecitase® Ultra immobilisée sur la résine

méthacrylique en

D’après la figure IV.7 l’activité de la lecitase®ultra augmente

optimum à pH=5, puis elle diminue.

lecitase®ultra dans la gamme de pH acide sont supérieur

basique. Nous pouvons suppos

dans une conformation assez stable ou le site acti

conformation n’est plus stable dans la gamme de pH basique rendant le site actif moins

accessible. Yilmaz [109] et al

Candida rugosa immobilis

d’octyltriethoxysilane en présence de

acide. D’après eux c’est due essentiellement au support

d’ionisation et la dissociation de la lipase

l'immobilisation est susceptible de

qui mène à sa désactivation.
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7 montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra

méthacrylique en fonction du pH.

Evolution de l’activité de la Lecitase® Ultra immobilisée sur la résine

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

7 l’activité de la lecitase®ultra augmente jusqu'à atteindre un

, puis elle diminue. Nous observons également que les activés de la

lecitase®ultra dans la gamme de pH acide sont supérieures à celles de

supposer que la résine méthacrylique a maintenu la lecitase®ultra

dans une conformation assez stable ou le site actif est accessible à des pH acides. Et cette

conformation n’est plus stable dans la gamme de pH basique rendant le site actif moins

et al ont fait les mêmes observations, ils constatent que

immobilisée sur un support à base de tétraethoxysilane

en présence de Fe3O4 a une activité élevée dans une gamme de

D’après eux c’est due essentiellement au support qui a une variété

d’ionisation et la dissociation de la lipase et de son environnement. De plus, ils

obilisation est susceptible de provoquer à un changement de conformation de
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pH

e la lecitase ultra immobilisée
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résine méthacrylique

7 montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la

Evolution de l’activité de la Lecitase® Ultra immobilisée sur la résine

usqu'à atteindre un

également que les activés de la

de la gamme de pH

que la résine méthacrylique a maintenu la lecitase®ultra

pH acides. Et cette

conformation n’est plus stable dans la gamme de pH basique rendant le site actif moins

ils constatent que la lipase

traethoxysilane et

dans une gamme de pH

une variété d’effets sur l’état

De plus, ils suggèrent que

un changement de conformation de la lipase,

12
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a) Activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine

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

résine styrénique en fonction du pH.

Figure IV.8 : Evolution de l’activité de la Lecitase® Ultra

styrénique en fonction du pH

D’après la figure IV.8

d’une façon proportionnelle au pH jusqu'à atteindre un

On observe que l’activé de la lecitase®ultra dans la gamme de

supposons que la résine styrénique

ou le site actif est accessible dans

De Oliveira et al [90]

polystyrène/divinylbenzéne.

b) Comparaison de l’activité de la lecitase®ultra

L'activité enzymatique est nettement influencée par les conditions du milieu

réactionnel, nous avons particulièrement observé que le pH est l’un des paramètres les plus

influents sur le changement de l'activité enzymatique dans un milieu aqueux.

il est très utile de comparer l’activité enzymatique de l'enzyme libre et de l'enzyme

immobilisée en fonction des variations d
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Evolution de l’activité de la Lecitase® Ultra immobilisée sur la rési

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

8 nous observons que l’activité de la lecitase®ultra augmente

d’une façon proportionnelle au pH jusqu'à atteindre un optimum à pH=8, puis elle diminue.

activé de la lecitase®ultra dans la gamme de pH= 7,6 à 9 varie peu

styrénique a maintenu la lecitase®ultra dans une conformation stable

ou le site actif est accessible dans cette gamme de pH. Un résultat similair

[90] pour la lipase Candida rugosa immobilisé

ctivité de la lecitase®ultra libre et immobilisée

L'activité enzymatique est nettement influencée par les conditions du milieu

particulièrement observé que le pH est l’un des paramètres les plus

influents sur le changement de l'activité enzymatique dans un milieu aqueux.

il est très utile de comparer l’activité enzymatique de l'enzyme libre et de l'enzyme

immobilisée en fonction des variations du pH.
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ique

montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la

immobilisée sur la résine

que l’activité de la lecitase®ultra augmente

, puis elle diminue.

7,6 à 9 varie peu. Nous

a maintenu la lecitase®ultra dans une conformation stable

Un résultat similaire a été rapporté par

immobilisée sur le

immobilisée

L'activité enzymatique est nettement influencée par les conditions du milieu

particulièrement observé que le pH est l’un des paramètres les plus

influents sur le changement de l'activité enzymatique dans un milieu aqueux. Par conséquent,

il est très utile de comparer l’activité enzymatique de l'enzyme libre et de l'enzyme

12
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La figure IV.9 montre que l’activité de la lecitase

méthacrylique en fonction du pH est inferieure

allant de 4 à 5.5 et il est de même pour la lecitase®

ceci peut être expliqué par la quantité d’enzyme immobilisé

d’enzyme libre utilisée. Malgré

résines soient inferieures à celles de l’enzyme libre

très grande nous pouvons donc

conformation assez stable dans

Figure IV.9 : Evolution de l’activité de la lecitase ultra libre

Nous constatons qu’au pH=3

lecitase®ultra immobilisée sur la résine

libre au même pH. Ceci pourrait être expliqué par le fait

changements de conformations de l

actif est accessible au substrat
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ceci peut être expliqué par la quantité d’enzyme immobilisée qui est inférieur à la quantité

Malgré que les activités de la lecitase®ultra immobilisée sur les deux

s à celles de l’enzyme libre, la différence entre ces valeurs n’est pas

donc supposer que l’enzyme immobilisée est maintenue dans une

dans cette gamme de pH.

Evolution de l’activité de la lecitase ultra libre et immobilisée

pH (T=40°C, t=20 min).

au pH=3 et 3,8 et aux pH allant de 6 à 12

immobilisée sur la résine méthacrylique sont supérieures à celles

rrait être expliqué par le fait que l’immobilisation

conformations de la lecitase®ultra et l’a maintenue dans une forme où le site

actif est accessible au substrat. Alors que pour la lecitase®ultra immobilisée su
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immobilisée sur la résine

à celle de l’enzyme libre dans la plage de pH

sée sur la résine styrénique,

qui est inférieur à la quantité

lecitase®ultra immobilisée sur les deux

la différence entre ces valeurs n’est pas

que l’enzyme immobilisée est maintenue dans une

et immobilisée en fonction du

pH allant de 6 à 12 les activités de la

supérieures à celles de l’enzyme

que l’immobilisation a limité les

dans une forme où le site

ultra immobilisée sur la résine
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styrénique on observe une augmentation significative de l’activité du pH allant de 6,7 à 12 par

rapport à l’enzyme libre.

L’enzyme libre a un pH optimal de 5, alors que pour la lecitase®ultra immobilisée sur

la résine 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 l'enzyme immobilisée sur la résine styrénique

et qui coïncide avec les observations faites par de nombreux auteurs [90, 135]. Ces

changements peuvent être causés par la liaison de la résine à un acide aminé qui compose le

volet amphiphile de la lecitase ultra qui se trouve en aval du site actif et ainsi changer sa

position ou sa géométrie. De nombreuses recherches ont été menées afin de déterminer le rôle

du volet amphiphile, soit en le changeant ou en l’éliminant complètement de l’enzyme,

Jennens et al [136], Bezzine et al [137] et Thomas et al [138] expliquent que ce n’est pas le

volet amphiphile lui-même qui est responsable de l’activation interfacial mais plutôt son

mouvement et sa stabilisation de la conformation ouverte de l’enzyme qui sont impliqués dans

l'activation de la lipase.

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 à celui de l’enzyme

libre. C’est le même résultat qu’ont obtenu Abbas et Comeau [139] en étudiant l’activité de

la lipase Mucor sp immobilisée sur une résine méthacrylique identique à celle que nous avons

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

IV.2.3.2. Activité de la lecitase®ultra immobilisée en fonction de la température

Le profil de température de la lipase immobilisée est un des principaux paramètres

exigés pour savoir si le procédé d'immobilisation affecte l'activité enzymatique. Dans cette

étude, l'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 l’huile

d’olive émulsionné à pH= 5 et à différentes températures de 25 à 60°C. Les résultats sont

présentés dans les figures IV.10, IV.11, IV.12.

a) Activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine méthacrylique

La figure IV.10 montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la

résine méthacrylique en fonction de la température.
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Figure IV.10 : Evolution de l’activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine

méthacrylique en fonction de

D’après la figure IV.10

avec l’augmentation de la température jusqu'à atteindre un optimum à 50°C, puis elle

diminue. I.B.-B. Romdhane

flexibilité des molécules d'enzymes et il a fallut

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

a) Activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine styrénique

La figure IV.11 montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ult

résine styrénique en fonction de la température.

lecitase®ultra augmente avec l’augmentation de la température jusqu'à atteindre un optimum

à 50°C, puis elle diminue. Un résultat

la lipase Candida rugosa immobilisé
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10 nous observons que l’activité de la lecitase®ultra augmente

de la température jusqu'à atteindre un optimum à 50°C, puis elle

Romdhane et al., [10] suggèrent que l’immobilisation a peut être réduit la

flexibilité des molécules d'enzymes et il a fallut une énergie plus élevée pour que la molécule

puisse se réorganiser et avoir une conformation adéquate pour que le site actif soit accessible.
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montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra immobilisée sur l

résine styrénique en fonction de la température. Nous observons que l’activité de la

lecitase®ultra augmente avec l’augmentation de la température jusqu'à atteindre un optimum

Un résultat similaire a été rapporté par De Oliveira
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Figure IV.11 : Evolution de l’activité de la lecitase

la température (À pH=5, [S]

b) Comparaison de l’activité de la lecitase®ultra

La figure IV.12 montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra

immobilisée sur les résines méthacrylique et styrénique

Les deux systèmes

températures optimales décalées vers

lecitase®ultra libre. Nous constat

est de 40°C, tandis que celle
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de l’activité est observé à 60°C
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méthacrylique (Amberlite IRC 50)

[106] suggèrent que ceci pourrait être expliqué par la création des

sur les mouvements d'enzymes comme résultats

0

1000

2000

3000

4000

5000

6000

7000

20 25

A
ct

iv
it

é
en

zy
m

a
ti

q
u

e
(U

/m
l)

Etude de l’activité de la lecitase

l’activité de la lecitase®ultra libre et immobilisée en fonction de

la température (À pH=5, [S]0=72 10ିଷ g/ml).

ctivité de la lecitase®ultra libre et immobilisée

montre l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra

s méthacrylique et styrénique en fonction de la température

s deux systèmes d’immobilisations (lecitase®ultra-résine)

températures optimales décalées vers des températures plus élevées que celle de la

constatons que la température optimale pour la
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à 60°C pour la lecitase®ultra immobilisé sur les résine méthacrylique
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indiquent que la stabilité thermique de la lecitase ultra

, les mêmes observations ont été notées par Da Silva
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support, ou une résistance améliorée de la protéine à la dénaturation thermique

qu’à 50°C la lecitase® ultra est maintenue dans une bonne conformation

accessible. C’est pour cela que son

à cette même température.

De plus, la figure IV.

après immobilisation de la lecitase® ultra

structure tridimensionnel qui peut mener

concernés dans la catalyse,

l'emplacement du site actif et aux

substrat ou du produit à/ou de l'emplacement actif de l'enzyme.

Figure IV.12 : Evolution de l’activité de la lecitase ultra

la température

IV.2.3.3. Activité de la lecitase ultra
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IV.12 montre qu’il y a une diminution de l'activité enzymatique

e la lecitase® ultra. Ceci est attribué à la modification

structure tridimensionnel qui peut mener à la déformation des résidus d'acide

et à la présence d’une immobilisation aléatoire qui obstrue

actif et aux limitations imposées par le transfert de masse lent d

ou de l'emplacement actif de l'enzyme.

Evolution de l’activité de la lecitase ultra libre et immobilisée en fonction de

la température (À pH=5, [S]0=72 10ିଷ g/ml).

lecitase ultra immobilisée en fonction du substrat

L’étude de l’évolution de l’activité de la lecitase®ultra immobilisée sur les résines

(Amberlite IRC 50 et Amberlite IRN 78) en fonction de la

variation de la concentration du substrat, a été étudiée en effectuant l’hydrolyse d’une
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émulsion d’huile d’olive. Cette étude à été effectuée à différentes concentration

(0, 45 10ିଷ, 9 10ିଷ , 18 10ିଷ

un temps de réaction de 20 min et incubé à 40°C. Les résultats obtenus sont illustré dans la

figure IV.13.
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Evolution de l’activité de la lecitase®ultra libre et immobilisée en fonction du

substrat (À 40°C et pH=5).

Les résultats de la figure IV.13 montrent une augmentation progressive de l’activité de

ultra immobilisée sur les deux résines méthacrylique et styrénique

l’augmentation de la concentration du substrat jusqu’à atteindre

à partir d’une concentration de 0.045 g/ml. On constate que pour de faibles

inférieurs à 0.045 l’activité enzymatique de la lecitase®ultra

(Amberlite IRC 50) est supérieure à celle de l’enzyme libre. Ce

résultat est peut être la conséquence de l’immobilisation qui a maintenu l’enzyme dans une

conformation favorable ou le site actif est accessible au substrat.

De plus, nous remarquons que l’activité de lecitase®ultra immobilisée sur la résine

est supérieure à celle immobilisée sur la résine styrénique
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2 4 6 8

Concentration initial en substrat, [S]0

Enzyme libre

Enzyme immobilisée sur IRC 50

Enzyme immobilisée sur IRN 78

e la lecitase ultra immobilisée

84

émulsion d’huile d’olive. Cette étude à été effectuée à différentes concentrations en substrat
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lecitase®ultra plus élevée que la résine styrénique

s’est effectué entre la résine styrénique

molécule d’enzyme, et ainsi rendant le site actif

substrat.

IV.2.3.4. Stabilité thermique

Pour des applications industrie

est un des facteurs significatifs pour évaluer

non à celle de l’enzyme libre.

résines méthacrylique et styrénique

de l’activité enzymatique immobilisée à une température de 50°C et

de 24h. les résultats obtenus sont comparé

résultats sont exprimés en activité relative A

Figure IV.14 : Evolution de l’activité relative de la lecitase ultra libre et immobilisée en

fonction du temps
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résultats obtenus sont comparés avec la stabilité de la lecitase®ultra libre.

résultats sont exprimés en activité relative AR (%) (Figure IV.14).
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conserve 62% de son activité après 24h, tandis que celle immobilisée sur la résine styrénique

(Amberlite IRN 78) conserve prés de 31% de son activité après 24h alors que, l’enzyme libre

maintien seulement 17% de son activité. De ce fait, la lecitase®ultra immobilisée sur la résine

méthacrylique a une meilleure stabilité thermique, et elle est supérieure à celle de la

lecitase®ultra immobilisée sur la résine styrénique. Cette amélioration de l’activité selon

Mendes et al [140] peut être attribuée à l’immobilisation qui stabilise la conformation de la

protéine enzymatique et améliore la résistance des protéines à la dénaturation thermique.

Ces résultats sont en accord avec l'hypothèse que la flexibilité de l'enzyme a été

réduite après immobilisation, et que cette dernière a mené à une légère augmentation de la

rigidité de l'enzyme à 50°C [90]. Par conséquent, l’immobilisation de la lecitase®ultra a

réduit le changement de conformation de l'enzyme, et a pu garder une activité enzymatique.

Ce résultat démontre clairement l'efficacité de la méthode d'immobilisation et qui prolonge

l'application potentielle de la lecitase®ultra comme biocatalyseur.

IV.2.3.5. Activité de la lipase immobilisée en fonction du nombre de cycles d’utilisation

La stabilité opérationnelle du système d'enzymes immobilisées est très 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 l’huile d’olive émulsionnée à 50°C et

à pH=5 (Chaque cycle à duré 20 min), le processus a été répété jusqu' à 8 cycles. Les résultats

sont représentés dans la figure IV.15.

Comme il peut être vu sur la figure IV.15, la lecitase®ultra immobilisée sur la résine

méthacrylique (Amberlite IRC 50) a des activités relatives plus élevées que celle immobilisée

sur la résine styrénique (Amberlite IRN 78) supérieur à 95% durant les 3 premier cycles de

réutilisation. Ensuite, après trois cycle une réduction continue de l’activité relative a été

observée et cette perte a atteint 12% après 4 cycles, 36% après 5 cycles jusqu’à atteindre 90%

après 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 la résine 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 être attribuée à l'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 à 51% dés le 2éme cycle,
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après cela, une réduction continue

perte après seulement 5 cycles. Cette perte d’activité est essentiellement causé

dégradation de la résine styrénique, après chaque cycles une désintégration des billes de

résine a été observée, ce qui implique une désorption de l’enzyme qui part avec les eaux de

lavages entre chaque cycle et

l’enzyme dans le milieu réactionnelle.

substrat après chaque cycles d’utilisation

géométrie du site actif de l’enzyme

Les résultats obtenus

immobilisée sur la résine méthacrylique (Amberlite IRC 50) est plus élevée que celle de

lecitase®ultra immobilisée sur la

méthacrylique a pu également fournir un microenvironnement approprié pour

lecitase®ultra en empêchant un excès

réutilisation. De plus, la stabilité

méthacrylique a donné de meilleurs résultats en

sur cette même résine qui a été étudié
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cycles d’utilisation aurait changé la structure conformation

l’enzyme, provoquant la diminution de l’activité enzymatique.

résultats obtenus impliquent que la stabilité opérationnelle de la lecitase®ultra

résine méthacrylique (Amberlite IRC 50) est plus élevée que celle de

sur la résine styrénique (Amberlite IRN 78).
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en empêchant un excès d’accumulation en eau pendant

a stabilité opérationnelle de la lecitase ultra immobilisée sur

méthacrylique a donné de meilleurs résultats en comparaison avec la cellulase immobilisée

qui a été étudiée par Boukraa-Oulad Daoud et al [124

Evolution de l’activité relative de la lecitase®ultra immobilisée sur les résines
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L’objectif de ce travail est l’immobilisation de la lecitase®ultra sur deux polymères,

une résine styrénique et une résine méthacrylique par l'adsorption. Ainsi que l’étude de son

activité enzymatique avant et après l’immobilisation pour permettre sa réutilisation dans un

réacteur en continu et de juger de l’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, les supports proposés ont été caractérisé par

analyse BET pour la détermination de la surface spécifique et de la taille des pores. Le

substrat et l’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-

à-vis de l’adsorption de la lecitase®ultra et l'effet de plusieurs paramètres expérimentaux ont

été étudiés. Les résultats obtenus ont montré que le mécanisme d’adsorption dépend

étroitement du pH. Le pH optimal d’adsorption de la lecitase® ultra sur la résine

méthacrylique est de 4.8, et sur la résine styrénique est de 7.

En utilisant une technique d'adsorption en batch, nous avons étudié l’équilibre et la

cinétique d’adsorption de la lecitase®ultra dans une gamme très large de concentration

initiale en enzyme de 0,06 à 6 g.l-1. 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 l’adsorption de la lecitase®ultra sur chaque résine

peut être modélisée en utilisant le modèle de Langmuir. L’équilibre est atteint au bout de 1h à

pH 4.8 dans le cas de la lecitase®ultra adsorbée par la résine méthacrylique et à pH 7 dans le

cas de la lecitase®ultra adsorbée par la résine styrénique. La nature chimique des sites mis en

jeu dans l’adsorption ne modifie pas la vitesse d’adsorption. Les mêmes quantités relatives de

molécules d’enzyme étant adsorbées en même temps.

Les régressions linéaires ont montré que les cinétiques sont contrôlées par le modèle

pseudo second ordre pour la lecitase®ultra adsorbée par les deux résines styrénique et

méthacrylique. A la fin de cette étude nous pouvons conclure que les supports présentent une

bonne efficacité d'adsorption où 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 styrénique (amberlite IRN 78).
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Dans un deuxième temps, l’étude de la lecitase®ultra libre a permis de vérifier sa

réactivité par rapport au substrat choisi (l’huile d’olive) et l’efficacité de la méthode de

dosage de l’activité qui a été adopté dans ce travail. L’étude de plusieurs paramètres affectant

son activité a permis de déterminer les conditions optimales de fonctionnement de l’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 paramètres sur l’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 la résine

styrénique vers un pH=8. Et n’avait pas d’effet significatif sur l’activité de la lecitase®ultra

immobilisée 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 à celle de l’enzyme libre (40°C). Donc une augmentation de la température

conviendra à l'ajustement de la conformation de la lecitase®ultra immobilisée sur les résines

méthacrylique et styrénique. Pour de faibles concentrations en substrat inférieur à 0.045

l’activité enzymatique de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine méthacrylique s’est

améliorée.

Lors de l’étude de la stabilité thermique, la lecitase®ultra immobilisée sur la résine

méthacrylique a perdu environ 38% de son activité après 24h, tandis que celle immobilisée

sur la résine styrénique a perdu prés de 69% de son activité après 24h alors que, la

lecitase®ultra libre perd 83% de son activité après 24h. Les résultats de la réutilisation

montrent que l’activité de la lecitase®ultra immobilisée sur la résine styrénique diminue

graduellement jusqu’à s’annuler lors du 5éme cycle d’utilisation. Par contre, la lecitase®ultra

immobilisée sur la résine méthacrylique conserve une activité de 64% par rapport à celle de la

première utilisation après 5 cycles d’utilisations consécutifs.

En conclusion la titrimétrie est une bonne méthode efficace et facile à utiliser pour

l’étude de l’activité de la lecitase®ultra. Nous pouvons conclure également que la résine

méthacrylique (Amberlite IRC 50) est un bon matériau comparée à la résine styrénique

(Amberlite IRN 78), elle reste stable à pH=5 et à 50°C en maintenant une bonne activité

enzymatique pendant plusieurs cycles d’utilisation. Ce système peut être utilisé pour une

production continue d’acide gras dans un réacteur en continu contenant une membrane

adéquate afin de faciliter la séparation de l’acide gras libéré qui peu être utilisé dans la

synthèse 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-IUBMB) » 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.X4). La signification des nombres est la suivante :

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

1 : Oxydoréductases (transfert d'électrons, d’atomes d’hydrogène ou fixation d’oxygène).

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

3 : Hydrolases (Coupure des liaisons avec fixation de radicaux H et OH issus de l’eau).

4 : Lyases (Coupure des liaisons par d'autres modes autres que l'hydrolyse).

5 : Isomérases (réaction conservant la formule brute du composé).

6 : Ligases (formation des liaisons entre C et un autre métalloïde en utilisant l'énergie de l'ATP).

X2 : Le deuxième désigne la sous-classe de l'enzyme qui est définie suivant son mécanisme d'action.

X3 : Le 3éme nombre désigne la nature de la molécule qui sert d'accepteur, 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 : LES HYDROLASES DES LIPIDES

1. Hydrolases des triglycérides

a) - Triglycéride lipase : Triglycéride + H2O ¾ 2 Acides gras + 2-monoacylglycérol.

b) - Diglycérides lipase : Diglycérides + H2O ¾ 2 Acides gras + glycérol.

2. Phospholipases : ces enzymes hydrolysent les phospholipides. On distingue selon le site

d'action de l'enzyme :

- Phospholipase A1 (3.1.1.32) enlève l'acide gras lié à la fonction alcool primaire du glycérol.

-Phospholipase A2 (3.1.1.4) enlève l'acide gras lié à 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 l'acide phosphatidique de l'alcool.
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ANNEXE II : Les Principaux Acides Aminés

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

Nom
Symbole en trois
lettres
Symbole en une
lettre

Structure

Nom
Symbole en trois
lettres
Symbole en une
lettre

Structure

Acide Aminés à chaines latérales non polaire
Glycine
Gly
G

Méthionine
Met
M

Alanine
Ala
A

Proline
Pro
P

Valine
Val
V

Phénylalanine
Phe
F

Leucine
Leu
L

Tryptophane
Trp
W

Isoleucine
Ile
I

Acide Aminés à chaines latérales polaire chargée
Lysine
Lys
K

Acide aspartique
Asp
D

Histidine
His
H

Acide Glutamique
Glu
E

Arginine
Arg
R

Acide Aminés à chaines latérales polaire non chargé
Serine
Ser
S

Asparagine
Asn
N

Thréonine
Thr
T

Glutamine
Gln
Q

Tyrosine
Tyr
Y

Cystéine
Cys
C
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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.

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'hydrogène, avec un groupe méthyle a une extrémité et un groupe acide carboxylique a l’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 l’état de transition du substrat en formant avec celui-ci deux liaisons hydrogènes. Le

premier de ces deux acides aminés est localisé dans le coude nucléophile, après la sérine catalytique.

L’autre peut être un acide aminé placé après une glycine. (Fernandez-Lorente et al., 2008).
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ANNEXE IV : Courbe d’étalonnage

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

d’ions.
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ANNEXE V : Structure des hélices α et feuillet β

a) Structures en hélice α
L’hélice est l’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 l’hélice c’est-à-dire
la translation (en Å) par tour d’hélice (p), par la présence de liens H et par le couple φ/ψ. représente le type
d’hélice le plus couramment rencontré qu’est l’hélice α de pas (n = 3,6 résidus ; p = 5,41 Å ; lien H entre
l’oxygène du résidu n et l’azote du résidu n + 4 ; \ = -57° et ^ = -47°).

b) Feuillet β
Les feuillets plissés β sont, après 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=O d’un premier brin et le groupement N-H d’un brin adjacent. Si les brins L sont orientés
dans le même sens, on parle de feuillets β parallèles sinon, on parle de feuillets β antiparallèles.
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ANNEXE V I: Cinétique d’adsorption de la lecitase®ultra immobilisée sur les résines
échangeuse d’ions en fonction de la température.

Tableau 1 : Cinétique d’adsorption de la lecitase ultra immobilisée sur la résine échangeuse d’anions

en fonction de la température.

Temps (min) Qa à 25°C Qa à 30°C Qa à 35°C Qa à 40°C Qa à 45°C Qa à 50°C Qa à 60°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) Qa à 25°C Qa à 30°C Qa à 35°C Qa à 40°C Qa à 45°C Qa à 50°C Qa à 60°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 d’ions

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

échangeuses d’ions à pH=5 et 50°C.

Temps (min) 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
l’Amberlite IRC 50 (U/ml)

9100 8990 8492 8390 7130 5680

Activité de la lecitase ultra immobilisée sur
l’Amberlite IRN78 (U/ml)

6400 5700 5210 4170 4170 1960

Tableau 4: Activité en fonction du nombre de cycles d’utilisation de la lecitase ultra immobilisée sur

les résines échangeuses d’ions à pH=5 et 50°C.

Cycles 1 2 3 4 5 6 7 8

Activité de la lecitase ultra immobilisée sur
l’Amberlite IRC 50 (U/ml)

9100 8900 8660 8040 6380 3550 2850 850

Activité de la lecitase ultra immobilisée sur
l’Amberlite IRN78 U/ml)

6400 3100 2100 860 250 0 0 0
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