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Introduction Générale



Introduction générale

A u cours des derniéres décennies, notre vie a trés rapidement changé. En
effet, la profonde modification de la nature et de la composition des aliments et de
nos habitudes alimentaires est inévitablement venue perturber notre métabolisme.
En outre, notre monde moderne nous inonde de produits chimiques auxquels nous
sommes exposés quotidiennement et qui génerent insidieusement des toxines dans
notre organisme difficiles a éliminer. D’autre part, le consommateur d'aujourd'hui
est de mieux en mieux averti et s'intéresse davantage a son alimentation.
Cependant, il est continuellement exposé a des annonces sur les risques associés
avec les aliments, avec les additifs alimentaires, principalement les colorants de
synthése, ou avec les différentes pratiques diététiques. Ces avertissements sont
souvent sans fondement scientifique, générent la peur et influent sur les attitudes
du consommateur vis-a-vis des aliments. Le public est aussi mal informé sur des

bénéfices de certains aliments ou suppléments.

Tous les organismes vivants sont exposés en permanence a une variété de
substances exogénes d’origines diverses, rassemblées sous le terme de
xénobiotiques. Ces derniéres comprennent a la fois des produits naturels et
synthétiques tels que les médicaments, les pesticides, les produits chimiques
industriels, les polluants, les métabolites secondaires des végétaux, les toxines
produites par les moisissures, les plantes et les animaux (Liska, 1998; Heymann,
1982). De nombreux xénobiotiques peuvent étre absorbés par la peau, les
poumons ou le tractus gastro-intestinal grace a leur caractére lipophile qui est un
obstacle a leur élimination (Parkinson, 2001). En effet, ils ont une tendance
naturelle a s’accumuler dans les phases lipidiques des membranes cellulaires
engendrant ainsi une toxicité, voire une mort cellulaire inéluctable. Pour cela, les
organismes vivants ont perfectionné des outils visant a favoriser I’élimination des
xénobiotiques, ce qui constitue, en quelque sorte, un moyen de défense contre
l’action néfaste de certains d’entre eux. Le processus de biotransformation est I'un
de ces outils. La biotransformation désigne l’ensemble des réactions qui se
traduisent en des modifications, par lintermédiaire d’enzymes, de la structure
chimique d’'un xénobiotique. Ces réactions ont pour effet de rendre les

xénobiotiques, qui sont plutot
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liposolubles au départ, plus polaires (ionisables) et ainsi plus facilement excrétés

dans les urines.

Le foie est le principal organe impliqué dans la biotransformation des
xénobiotiques, bien que la peau, le rein, la muqueuse intestinale et le poumon
puissent également métaboliser certaines substances. En régle générale, les
réactions de biotransformation ont pour effet de diminuer, voire d’annuler
complétement la toxicité dun xénobiotique (détoxication) (Damon et Guillouzo,
1996). Cependant, il existe de plus en plus d’exemples montrant que la
biotransformation rend, au contraire, certaines substances plus toxiques ou leur
confére, dans certains cas, une toxicité nouvelle comparativement a celle qui est

associée a la substance meére (bioactivation).

La conception classique du métabolisme des xénobiotiques suit un caractére
bi-phasique comportant une premiére phase de « fonctionnalisation » qui a pour but
d’augmenter la polarité de ces substances et les préparer a subir d’autres
transformations au cours des réactions de la deuxiéme phase dites de
« conjugaison ». Cette derniére permet l'ajout d'un radical chimique hydrophile tel
que le glutathion ou le groupement acétyle, soit directement sur le xénobiotique
inchangé, soit sur les métabolites fonctionnalisés générés par la premiére phase.
L’¢limination de ces produits conjugués hydrophiles s’effectue par des
glycoprotéines membranaires permettant le transport actif des produits de la

deuxiéme phase, hors de la cellule (Viau et Tardif, 2003; Dean et al., 1995).

Ainsi, les deux phases réactionnelles principales constituant les étapes de
détoxication ne sont possibles que par lintervention de systémes enzymatiques
spécifiques. Etant donné la grande diversité des xénobiotiques aux quels
l'organisme est exposé, il existe une multitude d’enzymes présentant des spécificités
variées. Parmi les principaux enzymes qui sont impliqués dans la biotransformation
des xénobiotiques, les carboxylestérases (EC 3.1.1.1), appartenant a la famille des
a/P hydrolases et qui font partie des enzymes des réactions de la premiére phase

meétabolisant les xénobiotiques.
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Ces enzymes peuvent hydrolyser une variété de médicaments et des
pro-médicaments contenant des esters, tels que : les inhibiteurs d’enzymes de
conversion de l'angiotensine (Témocapril, Cilazapril, Quinapril et Imidapril), des
meédicaments anticancéreux (CPT-11, capécitabine) et des stupéfiants (la cocaine,

I'héroine et la mépéridine) (Hosokawa, 2008).

Notre théme de recherche consiste a étudier l'effet de deux colorants azoiques
alimentaires, sachant que leurs produits de dégradation sont des dérivés aminés
aromatiques réputés cancérigénes (Chetioui, 2010), sur lactivité de l'estérase
hépatique porcine. Cette enzyme joue un role important dans le processus de
détoxication de l'organisme et elle est capable d’agir sur de nombreux substrats
(Wheelock et al., 2008). L’estérase a ¢été choisie pour mener une étude
d’interaction enzyme-colorant afin de savoir si 'enzyme a un effet sur les colorants
choisis et par conséquent, il faut caractériser les produits formés et estimer leur
nocivité, ou au contraire les colorants peuvent avoir un effet activateur ou

inhibiteur sur l’'activité de l'enzyme.

En effet, de nombreuses substances colorées sont des substrats ou des
produits de réactions enzymatiques. On désigne par le terme colorant toute
substance colorée utilisée pour changer la couleur dun support (textile, papier,
aliment,...). L’origine des colorants peut étre naturelle ou synthétique et, parmi ces
derniers, on trouve les colorants azoiques. Les azo-composés constituent la famille
la plus importante tant sur le plan des applications, puisqu'ils représentent plus de
la moitié des colorants préparés dans le monde. Ces structures caractérisées par le
groupe fonctionnel azo (-N=N -) portant deux radicaux alkyle ou aryle identiques ou
non (azoiques symétriques et dissymétriques) (Maclaren, 1985). Le groupe azo peut
étre répété dans une méme molécule : on a affaire a des diazoiques, des triazoiques

et plus généralement a des polyazoiques.

Les colorants alimentaires de synthése choisis pour mener cette étude sont la
tartrazine (E102) et le colorant vert (E124-E171). La tartrazine est un colorant
alimentaire monoazoique jaune, trés soluble dans l’eau, pouvant provoquer des
allergies. Elle est trés employée dans le domaine alimentaire et pharmaceutique. Ce

colorant est aussi utilisé pour la coloration de certaines fibres textiles comme la
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laine et la soie (Jain, 2003). D’autre part, le colorant vert est aussi utilisé pour

donner une couleur verte a certains produits alimentaires et pharmaceutiques.

Par conséquent, notre travail est consacré a la recherche d'un éventuel effet
de deux colorants alimentaires de synthése sur l’activité enzymatique de la

carboxylestérase du foie de porc. Nous avons donc procédé de la maniére suivante:

v La détermination des conditions optimales et des parameétres cinétiques de la
carboxylestérase.
v' Tester l'effet de deux colorants alimentaires sur l’activité de la carboxylestérase

en utilisant le butyrate d’éthyle comme substrat de réaction.

Ainsi, la présente thése commence par une introduction générale abordant la

problématique du travail, suivie de quatre chapitres :

Le premier chapitre est consacré aux rappels théoriques sur la
carboxyléstérase et les colorants azoiques alimentaires testés. Ensuite, les
différentes expériences effectuées au cours de ce travail sont abordées dans le
second chapitre.

Le troisieme chapitre présente les résultats obtenus ainsi que leur
interprétation.

Le dernier chapitre regroupe une conclusion générale pour restituer les
principaux résultats obtenus et les perspectives afin de compléter et d’améliorer ce

travail.



Chapitre 1.
Rappels Théorigues
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I. La carboxylestérase
I.1. Généralités

Toutes les réactions chimiques qui permettent le fonctionnement des étres
vivants sont catalysées par des protéines particuliéres, les enzymes. Les enzymes
sont des catalyseurs d’une efficacité et d’'une spécificité fonctionnelle remarquables.
Elles interviennent dans tous les processus de biosynthése, de dégradation, de
régulation et de reproduction (Mouranche, 1985). Deux grands groupes
d’hydrolases sont d'une importance capitale, les estérases et les lipases. Les lipases
sont principalement actives contre les substrats insolubles dans l’eau tels que les
triglycérides constitués par de longues chaines d’acides gras, tandis que les
estérases hydrolysent préférentiellement les esters simples généralement composés
par des triglycérides a chaines plus courtes. Les estérases (EC 3.1.1.X) constituent
un groupe diversifié d’hydrolases qui catalysent la formation et le clivage des
liaisons ester (Bormnscheuer, 2002). Ces enzymes présentent également une
grandes stéréospécificité, ce qui en fait des biocatalyseurs attrayant dans la
production de composés chimiques optiquement purs destinés soit a la recherche

et/ou a des applications biologiques et thérapeutiques (Barata et al., 2004).

De nombreux produits chimiques de synthése, y compris les pesticides, les
meédicaments, sont des esters et dérivés, leur hydrolyse est catalysée par des

estérases (Kyeong et al., 1997).

Les estérases d’acides carboxyliques sont un groupe d’enzymes largement
distribuées dans la nature, on les trouve chez la plupart des organismes vivants.
Elles peuvent étre classées selon la spécificité au substrat et la sensibilité aux
inhibiteurs en deux groupes : les arylestérases (A-estérases) (EC 3.1.1.2) et les
aliestérases (B-estérase), le dernier groupe comprend les cholinestérases (EC 3.1.1.7

et EC 3.1.1.8) et les carboxylestérases (EC 3.1.1.1) (Einarsson et al., 1996).
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I1.2. Définition

La carboxylestérase (EC 3.1.1.1) compte parmi les principaux enzymes
impliquées dans la détoxification et le métabolisme des xénobiotiques, elle permet
I’hydrolyse de leurs esters carboxyliques (R-COOR’) en alcools (R-OH) et en acides

carboxyliques (R-COOH) comme l'indique la réaction suivante :

O

0
Carboxyledérase /_\)_L
/\)J\D/\\ + HO > A“DH . -
Leau (T25°C, pH 8.00)
Butyrate d'éthyle Ethanol Acide Butyrique

Figure 1 : Réaction d’hydrolyse du butyrate d’éthyle par la carboxylestérase.

La carboxylestérase appartient a la famille des a/f hydrolases et a la
superfamille des sérine estérases et son nom officiel est l'ester carboxylique
hydrolase (EC 3.1.1.1) (Satoh et Hosokawa, 2010; Wang et al., 2009 ; Wheelock
et al.,, 2008 ; Newman et al., 2005 ; Hotelier et al., 2004). L’activité et
l'expression de cette enzyme varient selon les tissus et les organismes
(Lima et al., 2013). La plupart des carboxylestérases ont été étudiées a partir des
tissus des mammiféres confirmant leur réle important dans la biotransformation
hydrolytique d’un grand nombre de médicaments (Pesaresi et al., 2005). En effet,
les carboxylestérases se trouvent dans de nombreux tissus y compris le foie, le
coeur, le cerveau, le rein, l'intestin gréle, les poumons, les muscles ainsi que dans le
tissu adipeux, les tissus des voies respiratoires et les leucocytes du sang.
Cependant, l'axe hépato-intestinal est d'une importance particuliére pour
I'expression des carboxylestérases en raison de la concentration élevée des toxines

contenant des esters qui peuvent étre ingérés par voie orale (Ross et al., 2010).
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I.3. Structure

Les estérases, les lipases, les protéases, les déshalogénases, les peroxydases
et les époxydes hydrolases font partie des hydrolases qui se caractérisent par les
repliements a/f, constitués par un noyau central formé de huit feuillets p paralléles
(seul le deuxieme feuillet B est antiparalléle) et d'une enveloppe de six hélices a.
Autour de ce domaine central, viennent se greffer diverses structures peptidiques
responsables des propriétés catalytiques de l'enzyme ainsi que de sa spécificité vis-

a-vis du substrat (Fickers et al., 2008 ; Nardini et Dijkstra, 1999).
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Comme de nombreuses hydrolases, le repliement a/f est le motif structural
de base des carboxylestérases (Fickers et al., 2008). Les carboxylestérases des
mammiféres sont localisées dans le réticulum endoplasmique de nombreux tissus,
elles possédent un peptide signal hydrophobe de 17 a 22 résidus d’acides aminés
prés de lextrémité N-terminal qui les marque pour le transport a travers le
réticulum endoplasmique. En outre, la séquence His-X-Glu-Leu, présente a
I'extrémité C-terminal de la protéine, peut se lier avec le récepteur KDEL pour la

rétention dans le site luminale du réticulum endoplasmique (figure 3) (Imai, 2006).

TIPPTTTTTTTTT PDIDDD Femb
T TTTTTTTTTTTT T HHHI Iem.rcme
||||||||||| | | LLLLLLLL L] I8 | plasmique

MRP2, BCRP stc. O
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Y
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R

R'-0O-GA
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< bbb dabibgo DD
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HXEL COOH Face luminale de
ﬁ réticulum endoplasmique
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Figure 3 : Interaction carboxylestérase-UGT dans la face luminale du réticulum
endoplasmique et interaction carboxylestérase-transporteur dans la cellule
(Hosokawa, 2010).

R

Les carboxylestérases adaptent une triade catalytique composée de Ser, His et
Glu ou Asp. D’autre part, les carboxylestérases ont quatre résidus Cys qui peuvent
étre impliqués dans les liaisons disulfures spécifiques. Parmi eux, la Cys98 est le
résidu le plus hautement conservé dans de nombreux isoenzymes des
carboxylestérases (Hosokawa, 2010). La triade catalytique est située en bas
d’environ 25A de profondeur du site actif, approximativement au centre de la
molécule et comprend une grande poche flexible d'un coté, Ser203, et une petite

poche rigide du co6té opposé.
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L'orientation et l'emplacement du site actif fournissent un environnement
hydrophobe idéal pour I’hydrolyse d'une grande variété de substrats hydrophobes.
La petite poche rigide du site actif est a co6té du trou d’oxyanion constitué par
Gly123-124 et rayée par plusieurs résidus hydrophobes. La plus grande poche
souple du site actif est bordée par plusieurs résidus non polaires et pourrait
s’adapter a de plus grandes ou polycycliques molécules tels que le cholestérol. La
grande poche est a coté d'une région secondaire qui permettrait a des petites
molécules (des substrats et des produits de réaction) d’entrer et de sortir du site

actif (Satoh et Hosokawa, 2010).

Trois structures cristallines de la carboxylestérase humaine (hCE1) et du foie
de lapin (rCES) ont été rapportées a ce jour (Djeridane et al., 2007). La hCE1l
existe sous forme de trimeéres, chaque monomeére est constitué d'un domaine
catalytique, un domaine a/f typique d'hydrolases, et un domaine de régulation qui
contient le site (Z) de liaison a un ligand de surface de faible affinité
(Fleming et al.,, 2005). La carboxylestérase humaine partage une identité de
séquence de 81% avec la carboxylestérase du foie de lapin (Liu, 2007) et de 80%

avec la carboxylestérase du foie de porc (Djeridane et al., 2007).

La carboxylestérase extraite du foie de porc comporte trois sous-unités a,f} et
y d’un poids moléculaire de 58,2 kDa, 59,7 kDa et 61,4 kDa respectivement
(Bornscheuer et al., 2006). Cependant, la carboxylestérase humaine hCES1 est
une enzyme de 180 kDa comportant trois sous-unités, chaque sous-unité est de
60 kDa. La carboxylestérase humaine hCES2 est constituée d’une seule sous-unité
de 60 kDa (Imai, 2006). D’autre part, la carboxylestérase synthétisée par des
microorganismes du genre Bacillus a un poids moléculaire de 32KDa

(Morana et al., 2002).

11
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(a) Sttede surface o aan
(Site Z) 0 '

Mo  Site actif
(Site A)

hCES1 rCES

Figure 4 : Structure cristalline de la hCES1 et de la rCES
(Liu, 2007; Fleming et al., 2005).

I.4. Sources

Les carboxylestérases sont des enzymes ubiquitaires identifiees dans
différentes espéces (Redinbo et Potter, 2005). Cependant, les carboxylestérases
purifiées a partir des mammiféres ont été bien étudiées par rapport a celles des
plantes et des micro-organismes. En effet, l'extrait aqueux du pois fut le premier a
étre séparé et purifié. Par la suite, cette enzyme a été purifiée a partir d’autres
sources végétales telles que lorge, les haricots verts, le sorgho, les feuilles de
Festuca pratensis (Fétuque des prés) et la pomme (Upadhya et al., 1985). La
carboxylestérase est aussi synthétisée par les microorganismes tel que
Sulfolobus sulfataricus, Acinetobacter lwoffii et Pseudomonas spp (Pesaresi et al.,
2005). Une enzyme hydrolytique de l’acétate d’isoamyle semblait étre une
carboxylestérase ; elle a été purifiée a partir de la levure Kyokai et est impliquée
dans la résistance aux insecticides organophosphorés. Cette enzyme a été purifiée
et caractérisée a partir du moustique Culex quinquefasciatus (Ketterman et al.,

1992; Wakai et al., 1990).
12
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Parmi les carboxylestérases purifiees d’origine animale, on trouve la
carboxylestérase hépatique de ’homme, celle du poulet, du cheval, du bceuf, du
mouton et celle du porc. Cette derniére est la plus étudiée. Le tableau 1 représente
la composition en acides aminés de la carboxylestérase hépatique extraite de

différentes espéeces (Scott et Zerner, 1975).

Tableaul : La composition en acides aminés des carboxylestérases
hépatiques (Scott et Zerner, 1975).

Acides aminés Poulet Boeuf Mouton Cheval Porc
Résidus/mol

Asp 49,46 56,07 56,21 46,75 52,87
Thr 24,52 29,93 30,29 32,14 34,87
Ser 37,60 42,75 39,62 41,67 40,50
Glu 78,08 55,39 55,58 64,80 60,52
Pro 29,12 46,41 47,71 43,19 45,67
Gly 45,40 46,10 51,16 53,56 55,34
Ala 55,39 47,58 47,21 51,06 48,82
Cys 07,26 05,98 05,21 06,07 04,27
Val 50,54 45,12 48,13 49,65 50,62
Met 15,14 16,09 14,81 19,16 13,50
Ile 28,90 24,14 22,76 26,10 20,02
Leu 48,56 64,84 67,15 55,07 61,64
Tyr 21,39 16,08 18,30 14,33 15,97
Phe 32,34 32,74 31,22 34,62 32,62
Lys 39,24 37,58 35,09 42,30 37,12
His 11,07 16, 35 15,19 16,50 14,17
Arg 26,07 20,77 20,57 13,99 20,25
Trp 9,20 11,20 11, 32 10,30 12,00

13
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I.5. Classification des carboxylestérases

Les carboxylestérases des mammiféres comprennent une famille multigénique
signalée dans la base de données de l'organisation du génome humain, bien que les
génes qui codent 'expression de la carboxylestérase CES1 et CES2 soient les mieux
caractérisés des geénes humains. En effet, la majorité des carboxylestérases
impliquées dans la détoxification des xénobiotiques appartiennent a la famille CES1
et CES2. Ces deux familles partagent une identité de 40 a 50% de la séquence
d’acides aminés mais qui ont des spécificités de substrats différentes. Les CES1 des
mammiféres sont hautement exprimées dans la plupart des organes, tandis que les
CES2 sont exprimées en un nombre limité d’organes, tels que l'intestin, le foie et les

reins (Taketani et al., 2007).

L’union internationale de biochimie de classification a proposé de classer les
carboxylestérases selon I’homologie et ’alignement de séquence d’acides aminés des
génes codant en cinq familles d’isoenzymes (CES1, CES2, CES3, CES4 et CESS).
Chaque famille est également divisée en sous familles (Imai, 2010;

Hosokawa, 2008).

e La famille des CES1 comprend les principales formes d’isoenzymes de la
carboxylestérase (plus de 60% d’homologie avec la CES1A1 humaine). Ainsi, elle
peut étre divisée en huit sous familles (CES1 A, B, C, D, E, F, G et H). La plupart de
la famille des CES1, a I’exception de CES1G, sont principalement exprimées dans le
foie. A titre d’exemple, la sous famille CES1A comprend les principales formes de la
carboxylestérase de l’homme, du singe et du lapin; la CES1B comprend les
isoformes majeures de la carboxylestérase du rat, de la souris et du hamster ; la
CES1C comprend les isoformes de la carboxylestérase du chien, du chat et du porc
et la sous famille CES1IH comprend RL1, ML1 et l’hydrolase B (CES1H 3) et C
(CES1H2) qui catalysent I’hydrolyse des longues chaines acyl-CoA. Cette famille a
une spécificité pour l'ester de méthyle de la cocaine, elle hydrolyse aussi l’ester

d’éthyle de la temocapril, la mépéridine et I'oseltamivir (Hosokawa, 2008).

14
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e La famille des CES2 comprend quatre sous familles selon l'espéce CES2A1
(humaine hCES), CES2A6 (de la souris mCES2), CES2A10 (du lapin rCES2),
CES2A11 (du hamster). Il s’agit d'une enzyme exprimée principalement dans
I'intestin gréle. Mais on peut aussi la trouver dans le foie, les poumons et les reins.
Elle hydrolyse les esters de benzoyle dela cocaine, de 1'héroine et du CPT-11
(Irinotécan). Ce dernier est I'un des promédicaments anti-tumoraux les plus utilisés
dans le traitement des cancers colorectaux avancés et qui nécessite une activation

par la carboxylestérase CES2 (Charasson et al., 2005).

e La famille des CES3 inclut la CES male (CES3A2) et la CES humaine (CES3A1).
Cette derniére a environ 40% d’identité d’acides aminés avec les CES1A et CES2A1,
et est exprimée dans le tractus gastro-intestinal et du foie avec une expression
faible par rapport au CES1A et CES2A1l. Selon Sanghani et al. (2009),
I'expression des génes de la carboxylestérase CES1A, CES2 et CES3 est détectée

dans les tumeurs du coélon humain.

e La famille des CES4 inclut essentiellement la CES4A2, il s’agit d’'une protéine

urinaire majeure excrétée dans les urines du chat (Hosokawa, 2008).

e La famille des CES5 comprend des isoenzymes de 46,5 KDa, qui ont une
structure différente de celle des autres isoenzymes de la carboxylestérase

(Hosokawa, 2008).

Une nouvelle classe de génes de la carboxylestérase désignée par CES6, est située
dans des régions spécifiques du cerveau, y compris le cervelet. La CES6 peut jouer
un role dans la détoxification des médicaments et des xénobiotiques dans le tissu
nerveux, le liquide céphalo-rachidien et d’autres parties du corps

(Holmes et al., 2009).
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Il existe une classification de la carboxylestérase selon Aldridge (1993) : ainsi,
les isoenzymes de la carboxylestérase ont été initialement classés selon leur
spécificité au substrat et le point isoélectrique en super famille des sérines estérases
qui comprend l’acétylcholine-estérase, la butyrylcholine-estérase et Ila
carboxylestérase qui, toutes, appartiennent a la famille B-estérase. Cependant, cette
classification est moins précise a cause du chevauchement des spécificités du
substrat. En effet, une seule réaction isoélectrique est souvent véhiculée par
plusieurs types d’enzymes (Satoh et Hosokawa, 2010; Hosokawa, 2010;
Hosokawa, 2008).

|.6. Mécanisme d’action

La reconnaissance spécifique enzyme-substrat selon le modéle de Fisher, avec
sa céleébre image de la « clé dans la serrure », posait dés 1894 les fondements de la
complémentarité structurale entre la partie du substrat transformée et une cavité
de la macromolécule enzymatique appelée « site actif ». Le substrat y est piégé dans
une position favorable a la déstabilisation de certaines de ses liaisons par certains

radicaux de 'enzyme.

La figure « 5 » illustre la formation du complexe enzyme-substrat par le
modéle de simple complémentarité stérique et conformationnelle, et par le modéle
de l'ajustement induit. En effet, les protéines sont douées d’une certaine plasticité
conformationnelle et l'approche d’un ligand peut induire une modification de la
géomeétrie du site actif plus favorable a une bonne orientation des groupements

réactionnels (Mouranche, 1985; Palmer, 1985).
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Figure 5 : Reconnaissance spécifique de ’enzyme et du substrat
- Modéle de la « clé dans la serrure ».
- Modéle de I'ajustement induit. (Mouranche, 1985).

L’enzyme et son substrat, associés par des interactions de forces diverses,
constituent un ou plusieurs intermeédiaires réactionnels instables qui permettent
d’abaisser la barriére d’énergie de la réaction; la vitesse de la réaction est reliée a la
difféerence d’énergie libre entre I’état de transition et ’état fondamental; on 'appelle

énergie d’activation « Ea » ou barriére de potentiel.

Dans les réactions enzymatiques, I’é¢tude d’'un mécanisme catalytique suppose
de préciser les résidus du site actif impliqués, la nature et le type de liaison des
intermédiaires, les échanges de protons, électrons et radicaux fonctionnels et les

changements conformationnels.

Quel que soit le type de réaction catalysée, un cycle catalytique enzymatique

se déroule toujours en quatre étapes successives :

La diffusion des réactifs dans le milieu;
La reconnaissance spécifique enzyme-substrat;

La catalyse par des mécanismes appropriés;

YV V VYV V

L’expulsion des produits formés qui libére 'enzyme et la rend fonctionnelle

pour un nouveau cycle catalytique.
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Le mécanisme catalytique par lequel les estérases hydrolysent leurs substrats
comprend une triade catalytique, constituée par une Ser, His et soit un résidu Glu
ou Asp. Les carboxylestérases clivent les esters via un processus en deux étapes qui
implique la formation et la dégradation d’un intermédiaire acyl-enzyme (Wheelock
et al., 2005).

Le meécanisme d’action de la carboxylestérase pourrait étre divisé en étapes

suivantes :

» La formation du complexe enzyme-substrat par la position du substrat dans
l'orientation correcte pour la réaction.

» L’hydrolyse de la liaison ester commence par une attaque par I'atome de l'oxygéne
du groupe hydroxyle de la Serzo3 sur 'atome du carbone carbonyle de la liaison
ester.

» Les liaisons hydrogénes entre l'oxygéne chargé négativement de lintermédiaire
tétraédrique et le groupement NH de la Glyi2s et la Glyiz4 stabilisent l'oxygéne
chargé négativement. Cette configuration est appelée trou d’oxyanion. La liaison
ester se clive et le groupe partant prend un proton de l’ion d’imidazolium del’His4so.
La partie acyle de l’ester d’origine est liée a ’enzyme comme intermédiaire enzyme-
acyle. Le composant d’alcool diffuse, complétant I'’étape d’acylation de la réaction
d’hydrolyse.

*» Une molécule d’eau attaque l'intermédiaire acyle-enzyme pour donner un second
intermédiaire tétraédrique.

» L’His4so donne alors le proton a 'atome d’oxygéne de la Serzo3, qui libére ainsi le
composant acide de substrat. Le composant acide diffuse plus loin, accompagné par
la régénération de l'enzyme (Satoh et Hosokawa, 2010; Fickers et al., 2008;
Godet, 2008).

18



Rappels théoriques

La réaction catalysée par la carboxylestérase suit un mécanisme réactionnel
linéaire (substrat et produits se fixent et se détachent selon un ordre obligatoire)
dit : ping-pong, dans lequel la réaction met en jeu des complexes binaires. L’acte
catalytique se réalise en deux phases, on parle de réaction par double déplacement.
Le principe du meécanisme ping-pong a €té initialement proposé par Cleland et
raffiné par Cornish-Bowden. Il est le suivant : les deux substrats A et B ne peuvent
jamais se trouver en méme temps sur ’enzyme. Il s’agit d’'un transfert entre A et B
ou A laisse sur l'enzyme un groupement qui sera renvoyé ultérieurement sur B ou
vice versa (Pelmont, 1993). Dans un premier temps, il y a fixation du substrat A
(I’ester carboxylique) sur 'enzyme pour former le complexe EA avec libération du
premier produit (’alcool). Le complexe acyl-enzyme E’ subit une attaque nucléophile
par un second substrat B (I’'eau) pour aboutir au complexe E’'B. Ce dernier subit un
réarrangement pour libérer le second produit Q (I’acide) et 'enzyme E est régénérée
(Fickers et al., 2008). La figure 6 représente les principales étapes du mécanisme

d’action de la carboxylestérase :
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Figure 6 : Mécanisme d’action de la carboxylestérase (Satoh et Hosokawa, 2010;

Antoniotti, 2008; Godet, 2008).
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|.7. Propriétés physico-chimiques

|.7.1. Le pH

Les enzymes présentent un pH optimum caractéristique, pH auquel leur
activité enzymatique est maximale. En dessous ou au-dessus de ce pH, lactivité
enzymatique décroit (Lehninger, 1977). En effet, la plupart des réactions
biologiques se déroulent a un pH neutre et beaucoup d’enzymes sont inactivés en

dehors d’'un pH compris entre S et 9 (Coutouly et al., 1991).

La relation entre le pH et l'activité d'une enzyme donnée dépend du comportement
acido-basique de ’enzyme et de son substrat ainsi que de nombreux autres facteurs
souvent difficiles a analyser de facon quantitative.

Les variations du pH peuvent avoir un effet :

* au niveau de l'enzyme, en provoquant la modification du degré d’ionisation de
certains groupements fonctionnels dont la charge, positive ou négative, est
nécessaire, soit a la formation et a la transformation du complexe
enzyme-substrat (il s’agit alors de groupements appartenant a des aminoacides du
site actif), soit au maintien de la conformation tridimensionnelle native de la
protéine enzymatique (il s’agit alors de groupements pouvant appartenir a des
aminoacides situés en dehors du site actif).

* au niveau du substrat, en changeant son degré d’ionisation, ce qui peut
permettre ou au contraire empécher la formation du complexe enzyme-substrat, si
le substrat doit étre sous une forme ionisée donnée pour pouvoir se fixer sur le site
actif de ’enzyme, en d’autres termes le substrat réel de 'enzyme n’est présent dans

ce cas que dans un intervalle de pH convenable (Weil, 2005).

La carboxylestérase présente une forte activité dans une gamme de pH allant de

6,5 a 8. Avec un optimum de 8,1 (Levine et al., 2008; Bertram et Krish, 1969).
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|.7.2. La température

Comme dans le cas de la plupart des réactions chimiques, la vitesse des
réactions enzymatiques augmente avec la température dans lintervalle des
températures ou l'enzyme reste stable et garde sa pleine activité selon la loi

d’Arrhenius :

= Ea/RT
Avec : Kcat= C x exp-Ea/

C : Constante,
T : Température en Kelvin,
R : Constante des gaz parfaits,

Ea: Energie d’activation de la réaction (au sens d’Arrhenius) (Loncle, 1992).

La vitesse de la plupart des réactions enzymatiques double
approximativement quand la température augmente de 10°C
(Lehninger, 1977). La température optimale d’'une enzyme résulte d'un compromis
entre l'augmentation d’activité accompagnant I’élévation de la température et la
dénaturation ou linactivation de la protéine enzymatique par la chaleur. La
carboxylestérase  présente une  activité - maximale a environ 40°C

(Wang et al., 2009; Wynne et al.,1973).

1.7.3. Le substrat

Lun des caracteres les plus évidents de l’action catalytique des enzymes est la
spécificitée. Chaque enzyme ne catalyse quun seul type de réaction et agit
exclusivement sur un seul substrat ou sur une classe de composés possédant en

commun certains éléments bien définis d’architecture moléculaire.

Des études récentes ont montré qu’il existe quelques différences entre les
familles des carboxylestérases en termes de spécificité vis-a-vis du substrat, la
distribution dans les tissus, les propriétés immunologiques et la régulation dans

I'expression des génes (Holmes et al., 2009).
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Les carboxylestérases des mammiféres catalysent les réactions d’hydrolyse et
de transestérification avec un large éventail de substrats comme les médicaments et
les xénobiotiques. D’une part, les carboxylestérases hydrolysent des composés
contenant des groupements fonctionnels tels que l’ester carboxylique, I’'amide et le
thioester avec des vitesses variables de réaction selon le type du substrat. Par
exemple, 'ester carboxylique de la procaine (un anesthésique local), est hydrolysé
plus rapidement que son homologue amide, le procainamide, utilisé dans le
traitement de l'arythmie cardiaque (Anzenbacher et al., 2012). D’autre part, la
carboxylestérase hCES1 peut effectuer la réaction de transestérification de la
cocaine avec de l’é¢thanol pour produire le cocaéthyléne qui est plus toxique

(Imai, 2006).

Les carboxylestérases peuvent hydrolyser un grand nombre de substrats
agrochimiques et pharmaceutiques (figure 7). Selon Wheelock et al. (2008), les
carboxylestérases hydrolysent les pyréthrinoides et les lient stoechiométriquement
aux carbamates et aux organophosphates. Les carboxylestérases jouent un role
important dans le métabolisme d'un grand nombre de médicaments, y compris la
lovastatine qui réduit le taux du cholestérol, 'antiviral 'oseltamivir, la mépéridine
analgésique narcotique, et certaines drogues comme la cocaine et ’héroine.

De plus, la carboxylestérase fait partie des enzymes métabolisant Iles
promédicaments (un composé qui, aprés administration, est métabolisé en un
principe actif sur le plan pharmacologique). En effet, chez les cancéreux traités
par le  7-éthyle-10-(4-1-pipéridino)-1-pépiridino) carbonyloxycamptothécine
(CPT-11), la carboxylestérase est responsable d’hydrolyser cette molécule en sa
forme active, le 7-éthyle-10-hydroxycamptothécine (SN-38 puissant inhibiteur de la

topo-isomérasel) (Yoon et al., 2004).
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Figure 7 : Différents substrats de la carboxylestérase (Wheelock
et al., 2008).

1.7.4. Les inhibiteurs

Comme beaucoup d’autres systémes enzymatiques, lactivité de la
carboxylestérase peut étre modulée soit par activation ou inhibition. Cependant,
I'inhibition a été largement étudiée contrairement a l’activation qui n’est pas bien
comprise jusqu’a présent. Plusieurs produits chimiques, tel que la pinacolone,
peuvent étre a lorigine de l'augmentation de Pactivité hydrolytique des
carboxylestérases, cette activation a été observée in vitro et in vivo

(Anzenbacher et al., 2012).

Pour ce qui concerne l'inhibition, d’'une maniére générale, on appelle un
inhibiteur tout composé dont la fixation sur la molécule enzymatique entraine son
inactivation partielle (ou totale), ce qui se traduit par une diminution (ou une

annulation) de la vitesse initiale (Pelmont, 1993).

24



Rappels théoriques

Plusieurs inhibiteurs des carboxylestérases ont été rapportés dans la
littérature (figure 8). Les principaux motifs structurels comprennent les cétones
trifluorométhylées, les dérivés organophosphorés, les carbamates, les sulfonamides,
I’éthane-1,2-diones, les benziles ainsi quun certain nombre de dérivés, y compris
I'indole-2,3-dione et les fluorobenziles (Harada et al., 2008). Chacune de ces
classes de composés a été utilisée pour étudier la biochimie et la fonction de la

carboxylestérase (Wheelock et al., 2005).

Les inhibiteurs les plus efficaces des carboxylestérases sont les cétones
trifluorométhylées : elles se lient de maniére covalente a l'enzyme, et la liaison
covalente est réversible si bien que 'enzyme peut étre réactivée au bout de quelques
jours a quelques semaines (Wheelock et al., 2002). Les formes oxons d’insecticides
organophosphorés, comme le paraoxon (O, O-diéthyl p.nitrophénylphosphate)
peuvent étre des inhibiteurs trés puissants de la carboxylestérase et peuvent
conduire potentiellement au vieillissement de l'enzyme aprés phosphorylation.
L’enzyme phosphorylée peut, soit libérer le substrat organophosphoré ou il subit
une hydrolyse similaire a un groupe acyle, mais avec un rythme beaucoup plus
lent, soit il peut subir un vieillissement ou l'enzyme est essentiellement
catalytiquement inactive, c’est-a-dire, il agit en tant que substrat de suicide. Une
réaction similaire peut se produire avec des carbamates, cependant, l'enzyme
meéthylcarbamoylée est moins stable que 'enzyme phosphorylée, ce qui explique la
diminution de la toxicité de certains carbamates par rapport aux organophosphorés.
Le caractére réversible de la liaison carbamate les rend utiles pour les études

cinétiques (Wheelocket al., 2005).

La carboxylestérase est inhibée par les extraits des mimosoides,
des crotonoides, des verbénacées (l'activité est inhibée a 56,20%) ainsi que par les
genres Camara et Singueana. L’activité de la carboxylestérase est inhibée aussi par

I’acide ascorbique (Bangou et al., 2011).
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Figure 8: Inhibiteurs de la carboxylestérase (Hatfield et Potter, 2011; Wheelock
et al., 2008; Redinbo et Potter, 2005).

|.8. Réles biologiques de la carboxylestérase

Les carboxylestérases sont une famille d’enzymes utile qui mérite d’étre
étudiée essentiellement pour les applications de surveillance de ’environnement, et
ainsi pour accroitre les connaissances sur le rdle biologique fondamental de ces
enzymes (Teruko, 2007). En effet, les fonctions biologiques spécifiques n’ont pas
été définies pour beaucoup de carboxylestérases a cause de leurs spécificités larges

de substrat. Parmi les réles biologiques connus de la carboxylestérase:

» La carboxylestérase est parmi les enzymes présentes principalement dans le foie
et qui sont impliquées dans la biotransformation d’un grand nombre de produits
exogénes et endogénes en produits polaires pour faciliter leur élimination. Cette
biotransformation est classée en deux types de réactions (les réactions de phase I et
les réactions de phase II). Les carboxylestérases appartiennent aux enzymes de la
phase I, elles peuvent hydrolyser une variété de meédicaments et des
promédicaments contenant des esters, tels que les inhibiteurs d’enzymes de
conversion de l'angiotensine (Témocapril, Cilazapril, Quinapril et Imidapril), des
anticancéreux et des stupéfiants (la cocaine, l'héroine et la mépéridine)

(Hosokawa, 2008).
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> Le meétabolisme des =xénobiotiques: Selon Streit et al. (2008), les
carboxylestérases permettent l’hydrolyse de plusieurs substrats exogénes tels
que les médicaments, les pesticides, les composés de l'environnement et les additifs
alimentaires. Beaucoup de médicaments cliniquement utiles, contenant des
groupements esters sont soumis a la catalyse par les carboxylestérases. Ces
composés comprennent les meédicaments anti-cancéreux (CPT-11 et Ila
capécitabine), le flumazénil, la procaine, ’aspirine, les salisylates, la dipivéfrine, la
palmitoyl-coenzyme A, ’halopéridol, I'imidapril, les alcaloides de pyrrolizidine et les

stéroides et une variété d’autres agents (Liu, 2008; Redinbo et Potter, 2005).

» L’activation des pro-drogues l'irinotécan (CPT-11) et la capécitabine
nécessitent une hydrolyse enzymatique pour produire des métabolites actifs. L’agent
anti-cancéreux CPT-11 est une pro-drogue activée en un métabolite actif par la
carboxylestérase préférentiellement dans le tissu tumoral, le SN-38 inhibant la
topoisomérase 1 (figure 9). L'inhibition de cette enzyme entraine un blocage de la
réplication de I'ADN, ce qui conduit finalement a la mort des cellules

(Humerickhouse et al., 2000).

» Le meétabolisme des endobiotiques: Les carboxylestérases permettent
I’hydrolyse de plusieurs substrats endogénes tels que: les esters de cholestérol, les

acides gras, les triacylglycérols et ’acyl-carnitine (Streit et al., 2008).

» Geénération d'esters éthyliques d'acides gras : Les carboxylestérases peuvent
étre impliquées dans le meétabolisme non oxydatif de 1’¢thanol suite a une
consommation excessive d’alcool. Ces enzymes catalysent une transestérification
des acides gras libres par 1’¢thanol, ce qui conduit a la formation des produits
potentiellement toxiques connus sous le nom d’esters éthyliques d’acides gras. Ces
composés s’accumulent dans les mitochondries des cellules ou ils peuvent entrainer
le découplage de la phosphorylation oxydative, ce qui provoque une inefficacité de la

production d’énergie (Beckemeier et Bora, 1998).
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» L’homeéostasie du cholestérol: Bien que le cholestérol soit essentiel a
I'intégrité structurale des membranes plasmiques, il peut €étre toxique s’il est
présent en exceés. Ainsi, le transport systémique du cholestérol est crucial au
meétabolisme et a l’élimination de ce composé. De ce fait, des acides gras sont
ajoutés en position 3 du cholestérol pour donner les esters de cholestérol par
l'action de la carboxylestérase qui a une activité similaire a celle de l'acyl-CoA
cholestérol-O-acyl transférase (ACAT). Cette derniére catalyse la réaction de
transestérification (figure 9). Les carboxylestérases permettent aussi I’hydrolyse des
esters de cholestérol présents en excés dans la cellule en acides gras libres et du

cholestérol (Redinbo et Potter, 2005).

» La carboxylestérase est utilisée dans le traitement d’overdose de la cocaine

(Wang et al., 2009).

» La carboxylestérase humaine (hCE1l) est présente dans les traitements

anti-Alzheimer (Bencharitt et al., 2003).

» La carboxylestérase peut jouer différents roles physiologiques en fonction de sa
localisation dans le systéme reproducteur masculin par la création des conditions
normales de la production des spermatozoides, la libération du sperme et la

protection contre divers xénobiotiques (Redinbo et al., 2003).

(a) Métabolisme des xénobiotiques (b) Métabolisme des produits endogénes
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Figure 9 : Roles biologiques de la carboxylestérase (Redinbo et Potter, 2005).
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II. Les colorants alimentaires
II.1. Généralités

La plupart des aliments produits industriellement, étant donné les
transformations qu’ils subissent, deviennent insipides, d'un aspect peu engageant,
dune valeur nutritive réduite, et dune conservation limitée.
Les industriels recourent aux additifs alimentaires afin de rendre commercialisables
ces produits. Les additifs alimentaires sont généralement utilisés dans des produits
alimentaires traités pour améliorer ’'aspect, la saveur, le gout, la couleur, la valeur
nutritive, et la conservation puisque l'aspect visuel est un facteur important pour la

sélection du produit par les consommateurs (Benaissa, 2011).

Prés de 60% des additifs alimentaires consistent en colorants, agents
d'aromatisation et autres, augmentant l'attrait des denrées pour le consommateur.
La croissance de la population mondiale et 1'accroissement de la demande des
aliments représentent le plus grand défi technologique de notre époque. Par
conséquent, l'utilisation des substances qui préservent la qualité et diminuent les
pertes des aliments est d'importance capitale. Toutefois, le consommateur craint
que l'effet cumulatif des additifs puisse mener aux cancers, hyperkinésie ou autres
maladies. Etant donné l'utilisation étendue des additifs, leur impact sur la santé
des populations est difficile a étudier méme si certaines différences observées entre
les pays sont attribuées a leur apport alimentaire (Vobecky, 1982). Au milieu du
siécle dernier, tous les colorants ajoutés aux aliments étaient d'origine naturelle,
comme par exemple : safran, oseille, rouge de betteraves, cochenille, caramel,
curcuma et autres. L'emploi de ces dérivés a reculé avec le développement des
colorants synthétiques qui sont plus stables et moins chers (Gallen et Pla, 2013).
Les colorants alimentaires synthétiques constituent une classe d’additifs essentielle

pour l'industrie alimentaire dans la conquéte du marché (Clydesdale, 1993).
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Les colorants sont ajoutés pour donner une couleur a une denrée alimentaire
ou a lui redonner sa couleur naturelle, mais leur usage est réglementé par une
législation stricte et rigoureuse. En effet, le premier sens du consommateur sollicité
lors de choix d'un aliment est la vue, ce qui explique que la couleur est une

caractéristique importante dans le choix des aliments (Amin et al., 2010).

I1.2. Définition

Depuis le début de l’humanité, les colorants ont été appliqués dans
pratiquement toutes les sphéres de notre vie quotidienne pour la peinture et la
teinture du papier, de la peau, des textiles et des aliments etc. Jusqu’a la moitié du
19éme siecle, les colorants appliqués étaient d’origine naturelle. Ces colorants sont
tous des composés aromatiques qui proviennent essentiellement des plantes, tel

que l’alizarine et I'indigo (Zhenwang et al., 2000).

Les colorants sont définis comme étant des composés chimiques colorés,
naturels ou synthétiques, en général organiques, qui ont la propriété de colorer
durablement le support sur lequel ils sont appliqués dans certaines conditions.
Tout colorant est généralement considéré comme composé organique insaturé et
aromatique, en présence de groupes chimiques appelés chromophores qui produit
la couleur intrinséque. Donc une molécule type de colorant est généralement
constituée de trois parties : un chromophore, un groupe auxochrome et un groupe
solubilisant. Le chromophore est la portion responsable de la couleur du composé.
L'auxochrome est la partie influencant l'intensité de la coloration et il fixe avec
efficacité le colorant sur le support, et enfin le groupe solubilisant améliore la
solubilité du colorant et ainsi, il peut étre potentiellement appliqué en milieu
aqueux. Le tableau 2 présente quelques groupes chromophores et auxotrophes

identifiés.
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Tableau 2: Principaux groupes chromophores et auxochromes, classés par
intensité croissante (Servais, 1999).

Groupes chromophores Groupes auxochromes

Azo (-N=N-) Amino (-NH>)

Nitroso (-NO ou -N-OH) Meéthylamino (-NHCH3)
Carbonyl (=C=0) Diméthylamino (-N(CHs),)
Vinyl (-C=C-) Hydroxyl (-HO)

Nitro (-NO; ou =NO-OH) Alkoxyl (-OR)

Sulfure (>C=S) Groupes donneurs d’électrons

Les principaux modes de classification des colorants reposent, soit sur leurs
méthodes d’application aux différents substrats, soit sur leur constitution chimique.
Leur noyau aromatique leur confére une grande stabilité a la chaleur et aux
variations du pH. On dénombre environ 8000 colorants synthétiques chimiquement
différents, répertoriés sous 40000 dénominations commerciales. Ils sont soumis a

une législation précise qui régit leur utilisation en agro-alimentaire (Multon, 2002).

Les colorants alimentaires sont testés par différents organismes a travers le
monde qui donnent parfois des avis différents sur leur innocuité. Aux Etats-Unis,
l'acronyme «FD&C», indique que 1'additif est approuvé comme colorant alimentaire,
pour les médicaments et les cosmétiques, tandis que 1'Union européenne utilise le
préfixe E (Journal officiel n° 197/EU, 1994) suivi du numéro international. Le
chiffre 1 pour les centaines (E1xx) indique que 1'additif est un colorant. Les dizaines

et unités indiquent la teinte.

La recherche effectuée dans le cadre de ce travail cible essentiellement les
colorants de nature azoiques, qui représentent environ 50 % de la production
mondiale de matiéres colorantes et qui forment une gamme étendue de nuances
tinctoriales (jaune, bleu, vert et noir). Il s’agit de composés contenant le groupement
d’atomes azo (-N=N-). De formule générale (R-N=N-R'). Ils ont pour prototype
l'azobenzéne (CeHs-N=N-Cg¢Hs).Le groupe « azo» a été découvert en 1860 par le
chimiste anglais Johann Griess. Il présente la capacité de la répétitivité au sein de

la molécule pour former les disazoiques, les trisazoiques, ...etc.
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Les colorants azoiques peuvent subir, dans l'organisme, des biodégradations
avec lapparition des amines aromatiques et/ou leurs dérivés, dont on a toujours

redouteé les effets cancérigénes (Vobecky, 1982).

Parmi les colorants alimentaires les plus utilisés, la tartrazine (E102)
remplace le plus souvent le safran dans les préparations culinaires de nombreux
pays, ainsi que le colorant vert utilisé dans beaucoup de produits alimentaires,

pharmaceutiques et cosmétiques.
I1.3. La tartrazine

La tartrazine est un colorant alimentaire synthétique de nature azoique trés
largement employé dans le secteur agroalimentaire (boissons aromatisées sans
alcool, chips, soupes instantanées, moutardes, sucreries (bonbons, pastillages,...),
glaces et crémes glacées) et dans la fabrication des produits cosmétiques et
pharmaceutiques (La vitamine C et l'aspirine) (Gallen et Pla, 2013). A titre
d’exemple, la tartrazine (E102) est utilisée avec le bleu patenté V synthétique (E131)
pour donner la couleur verte aux sirops de menthe. Ce colorant est employé aussi
dans les préparations de l’alcool modifié médical pour le rendre impropre a la

consommation.

La tartrazine est autorisée par I’Autorité Européenne de Sécurité des Aliments
(AESA) et par le Comité Scientifique de I’Alimentation Humaine (CSAH), mais de
nombreux pays interdisent ce colorant comme la Suisse et les Etats Unis. La dose
journaliere admissible (DJA) pour I’étre humain est de 7,5 mg/Kg du poids corporel
(Tanaka et al., 2008). Cependant, ses effets nocifs sur la santé restent encore peu

connus, ce qui laisse ouvert un champ d’investigation.

La tartrazine est incriminée dans des réactions comme l'urticaire, 1’eczéma,
I’hyperactivité infantile et la génotoxicité (Zhenwang et al., 2000), ainsi que dans le
développement des réactions croisées de type anaphylactique (asthme et rhinites
chroniques) chez des sujets présentant une intolérance a l'aspirine et aux anti-
inflammatoires non stéroidiens. Des recherches récentes ont montré que des
réactions dues a l'ingestion de la tartrazine ont été rapportées chez des individus

sensibles, chez qui elle a provoqué de l'asthme ainsi que d’autres symptomes
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comprenant des eéruptions cutanées, une congestion nasale et de l'urticaire
(Moutinhio et al., 2007; Inomata et al., 2006). 11 a été prouvé aussi que la
tartrazine aboutissait également a des actions mutagéniques et génotoxiques

portant sur 'ADN cellulaire (Sasaki et al., 2002).

Figure 10 : La tartrazine commerciale utilisée dans cette recherche.

I1.3.1. Propriétés physico-chimiques

La tartrazine est un colorant azoique, d’origine synthétique et dérivé du
goudron. Il s’agit d'un sel trisodique de l'acide (sulfo-4-phénylazo-1)-4-(sulfo-4-
phényl)-1-hydroxy-5 pyrazolecarboxylique-3, également connu sous différentes
appellations comme FD&C N°5 aux Etats Unis ou E102 en Europe. Sa formule
moléculaire chimique est Ci6HoNazOoS; (figures 11 et 12), et sa masse molaire est de
534,36 g/mol. Ce colorant alimentaire appartient a la classe des colorants mono
azoiques;il est de couleur jaune orange, fond a 350 °C (Amin et al., 2010). Il est
trés soluble dans l'eau et peu soluble dans 1’éthanol, son pH est acide (Chaveron,
1999). La pureté est spécifiée par sa composition, en fixant une teneur a pas moins
de 85 % de matiéres colorantes totales. Les 15 % restantes peuvent étre pris en
compte par le chlorure de sodium ou le sulfate de sodium, cependant, la matiére

insoluble dans I’eau ne dépasse pas les 0,2 %.
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Figure 11 : Structure chimique en trois dimensions de la tartrazine
(Kapor et al., 2001).
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Figure 12 : Structure moléculaire en deux dimensions de la tartrazine
(Agité et de Saint Blanquat, 2002).

I1.3.2. Métabolisme de la tartrazine

La tartrazine subit l'action du suc digestif et de la flore intestinale dans le
tractus gastro-intestinal. La flore bactérienne posséde une activité azo-réductase
responsable de la transformation de la liaison azo (-N=N-). Cette transformation
débouche sur un clivage réducteur de la liaison azoique faisant apparaitre des
amines cycliques qui peuvent alors avoir des cinétiques d'absorption différentes et a
difféerents niveaux (Christie et al., 2003). Les produits issus de cette
transformation sont l'acide sulfonique et 'aminopyrazolne (OuldElhkim et al.,
2007; Watabe et al., 1980). La vitesse de dégradation est assez rapide, puisque

41% de tartrazine seront dégradés en 4 heures dans la lumiére digestive.
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Quelques travaux expérimentaux ont confirmé que les molécules de colorants
ne sont en général que trés peu absorbées, mais il n'en est pas de méme pour les
meétabolites produits au cours de 1'azo-réduction microbienne. Ainsi, 95% de la dose
orale de tartrazine seraient absorbés par cette voie chez le rat et l'on retrouve dans
l'urine de 48 heures, 1% de tartrazine, 22% d'acide p-acétomidobenzéne sulfonique

et 75% d'acide sulfanilique (Combes et Haveland-Smith, 1982).

La réduction de la tartrazine peut avoir lieu également au niveau hépatique,
par voie enzymatique. La molécule du colorant alimentaire azoique est absorbée par
la muqueuse intestinale, elle est ensuite transportée par voie sanguine et atteindra
trés rapidement le foie. La, elle peut subir des dégradations qui auront lieu
essentiellement au niveau des microsomes par le biais des enzymes; ces réactions

seront surtout des réductions (Lepoittevin, 2005).

I1.3.3. Toxicité et effets indésirables de la tartrazine

La tartrazine est parmi les colorants les plus toxiques : elle est interdite aux
Etats Unis et son usage est trés réglementé en France. En ce qui concerne les
études toxicologiques de ce colorant chez les mammiféres, Davis et al. (1964) ainsi
que Maekawa et al. (1987) ont rapporté lors d'une étude toxicologique chronique
durant 2 ans chez les rats, que la tartrazine contenue dans l'alimentation (0,5% a
5%) et dans l'eau potable (1% a 2%) n’a pas montré d’effets cancérigénes.
Cependant, Amin et al. (2010) ont constaté que la tartrazine a un effet défavorable
et permet de changer certaines variables biochimiques (par exemple : la peroxydase
de glutathion (GSH-Px), la dismutase de superoxyde (SOD) et la catalase dans
certains organes vitaux comme le foie et les reins non seulement a des doses élevées

mais aussi a faibles doses.

La tartrazine administrée dans le régime alimentaire du rat a aussi été a
l'origine de l'inflammation de la muqueuse de 'estomac (augmentation du nombre

de lymphocytes et des €éosinophiles) pour une période de temps prolongeé.
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Chez 'homme, une variété de réponses pathologiques ont été attribuées a
Iingestion de la tartrazine y compris l'anxiété, une dépression clinique, des
migraines, une vision floue, des démangeaisons, une faiblesse générale, sensation
d’étouffement, des plaques violettes sur la peau et des troubles du sommeil
(Gao et al., 2011). La tartrazine peut aussi étre a l'origine des crises d’asthme, de
rhinites, d’urticaires, d’eczéma atopique et des chocs anaphylactiques

(Gallen et Pla, 2013).

Dans les études de Sasaki et al. (2002), des colorants alimentaires azoiques
dont la tartrazine, 'amarante, le rouge d'Allura et le nouveau coccine induisent des
dommages de la molécule de ’ADN dans le foie et le rein a des doses égales a
500 mg/kg. De ce fait, ces colorants sont reconnus pour étre des composés
génotoxiques qui figurent parmi les colorants azoiques les plus dangereux pour

'homme.

Les mécanismes pathogéniques de la réaction de la tartrazine sur le systéme
immunitaire restent mal connus (Moneret-Vautrin et Andre, 1983). Par ailleurs,
des explications le plus souvent proposées suggérent qu'il pourrait s'agir d'une
action inhibitrice de la tartrazine sur l'enzyme cyclo-oxygénase (Enzyme qui permet
la formation des prostaglandines, molécules liposolubles de signalisation, qui
activent de nombreux récepteurs membranaires. Les prostaglandines sont des
meédiateurs chimiques qui possédent divers effets physiologiques) et, dans ce cas, il
ne s'agit pas de réactions allergiques faisant intervenir la production des
immunoglobulines IgE, mais plutét des réactions d'intolérance a la tartrazine,
comme cela a été signalé chez 16 a 25% des sujets porteurs d'intolérance a
l'aspirine (Weber et al., 1979). Dans certains nombres de cas, il semble qu'il y ait
une dégranulation des mastocytes et libération de médiateurs chimiques tels que
l'histamine. Toutefois, de telles réactions peuvent étre développées
indépendamment des facteurs immunologiques, c'est-a-dire sans liaison d'antigéne
a des anticorps spécifiques IgE sur la paroi mastocytaire. En effet, aucune étude n'a
pu affirmer a l'heure actuelle l'existence d'une immunoglobuline IgE anti-tartrazine

spécifique (Miller, 1982).

36


http://www.adn.wikibis.com/enzyme.php
http://www.hormone.wikibis.com/prostaglandine.php
http://www.sexophysio.com/physiologie.php

Rappels théoriques

Parmi les produits de biotransformations de la tartrazine, la benzidine a été
I'une des premiéres substances cancérigénes classées par le Centre International de
Recherche sur le Cancer (CIRC). Les effets cancérigénes des composés azoiques
s’expriment indirectement par leurs dérivés amines. La liaison azo est la portion la
plus labile de ces molécules et peut facilement se rompre sous l'action enzymatique
des organismes mammiféres incluant 1'homme, pour se transformer en amines
aromatiques mutagéniques et cancérigenes. Cependant, la tartrazine n'a jamais fait
l'objet d'observations cancérigéenes in vivo, mais il faut souligner que la
cancérisation dépend aussi de multiples facteurs apparemment non liés, comme

l'état nutritionnel.

En association avec les benzoates, la tartrazine serait impliquée dans un
grand pourcentage des cas du syndrome d' TDAH (hyperactivité) chez les enfants
(McCann et al., 2007). Bien qu’une étude n'a montré aucun lien entre le trouble
déficitaire @ de  l'attention/hyperactivité et les colorants  alimentaires
(Wilens et al., 2002), une nouvelle étude suggére que six colorants notamment la
tartrazine E102, le jaune de quinoléine E104, le jaune orangé E110, l'azorubine
E122, le rouge cochenille A E124 et le rouge allura E129 pourraient, lorsqu'ils sont
associés a des conservateurs du type benzoates (E210 acide benzoique, E211
benzoate de sodium,...) modifier les parametres d'attention des enfants

diagnostiqués TDAH.

Entre 1990 et 1998, douze médicaments ont été retirés de la vente : parmi ces
produits on trouve la vitamine C Vitascorbol, désormais commercialisée avec une
nouvelle formule sans tartrazine. En effet, plusieurs publications établissent un lien
entre la prise d'antidépresseurs et d’analgésiques contenant de la tartrazine et des
manifestations allergiques ou intolérance chez des patients (Bhatia, 2000;
Volonakis et al., 1992; Rosenhall, 1982). La tartrazine cause souvent des
réactions indésirables aux personnes allergiques aux anti-inflammatoires telles que

l'aspirine (Corder et al., 1995).

La toxicité des azoiques par exposition aux colorants et a leurs métabolites
n'est pas un fait nouveau. Dés 1895, I'augmentation du nombre de cancers de la

vessie observés chez des ouvriers de l'industrie textile, est reliée a leur exposition

37



Rappels théoriques

prolongée aux colorants azoiques. Depuis, les travaux effectués sur ces colorants
ont démontré que ces composés chimiques présentaient des effets cancérigénes
pour 'homme et I'animal. Des examens complets de la génotoxicité de la tartrazine

ont été mis en évidence pour évaluer le risque de sa consommation.

Dans la plupart des tests a court terme, on n’a pas montré d’effet cancérigéne
ni génotoxique. Par contre d’autres études de toxicologie génétique ont révélé que la
tartrazine posseéde un effet mutagéne. La tartrazine peut inciter des aberrations
chromosomiques chez les hamsters chinois (Ishidate et al., 1981; Ishidate et al.,
1984), dans les cellules somatiques des rats (Giri et al., 1990) mais pas dans les
cellules des souris. Une augmentation significative est remarquée des échanges de
chromatides sceurs et des aberrations chromosomiques chez les souris et des
cellules de la moelle osseuse des rats, aprés l'exposition aigué et chronique aux
fortes doses de la tartrazine (Giri et al., 1990). Par ailleurs, elle n’est ni
génotoxique ni mutagéne aux doses de 50-200 mg/kg sur des souches bactériennes

du genre Salmonella (Das et Mukherjee, 2004).

Les effets mutagéniques des colorants alimentaires ont été recherchés sur
Escherichia Coli et aucun effet mutagéne n’a été noté, pour les produits autorisés,
et cela sur une gamme de doses. Les études conduites par OuldElhkim et al.
(2007) ont conclu qu’un grand nombre d’é¢tudes de toxicologie génétique ont montre

que la tartrazine n’a aucun potentiel mutagene in vivo et in vitro.

L'ingestion subchronique de la tartrazine a une dose de 1% modifie la réponse
immunitaire humorale chez les souris males et les organes lymphoides cellulaires,
ce qui affecte la fonction du systéme immunitaire (Mehedi et al., 2013). Aucun
changement carcinogénétique dans une zone gastrique n’a été observé suite a

l'ingestion de la tartrazine (Moutinho et al., 2007).

Selon Mehedi et al. (2009), la consommation excessive de la tartrazine peut

avoir des effets néfastes sur la reproduction masculine.
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En raison des effets mentionnés ci-dessus, il est clair que les colorants,

essentiellement les azoiques, ne devraient pas envahir notre alimentation.

II.4. Le colorant vert

L’étiquetage du colorant vert , indiqué dans la figure ci-dessous, montre que
ce colorant est constitué de deux colorants, le rouge ponceau (E124) et le dioxyde de

titane (E171), ainsi que du dextrose (D-glucose).

Figure 13 : Le colorant vert commercial utilisé dans cette recherche.

II.4.1. Le rouge ponceau
II1.4.1.1. Propriétés physico-chimiques

Le rouge ponceau est un colorant synthétique pétrochimique de couleur rouge
brillant, soluble dans l'eau, largement utilis€ dans les produits alimentaires
(bonbons, gateaux, biscuits, glaces, sirops, boissons), les médicaments, les
cosmeétiques et le tabac. Il est connu sous différentes appellations, le rouge
cochenille A, E124, CI 16255 (pour les produits cosmétiques), Brilliant Scarlet 4R,
C.I. acid red 18, Food red 7.
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Le rouge ponceau est un colorant alimentaire azoique de synthése, sa formule
chimique est C20H11N2Nasz010S3, il est constitué essentiellement par le sel trisodique
de l’acide 2-hydroxy-1-(4-sulfonato-1-naphthylazo) naphtaléne-6,8-disulfonique et
par des colorants accessoires; on y trouve aussi du chlorure de sodium et/ou du
sulfate de sodium comme principaux constituants non colorés (Wang et al., 2014).

Sa structure moléculaire est représentée dans la figure ci-dessous :

HO

st )
(o)

SO3N8

Figure 14 : Structure moléculaire du rouge ponceau (Wang et al., 2014).

I1.4.1.2. Toxicité du rouge ponceau

La dose journaliére admissible (DJA) pour 'homme est de 4 mg/kg du poids
corporel (Li et lei, 2012). Le rouge ponceau est interdit depuis longtemps dans
plusieurs pays, les Etats-Unis notamment. Dans 1'Union Européenne, seul le
concept théorique de la dose journaliéere admissible est revu de 4 a 0,7 mg et
depuis 2009 l'additif est étiqueté avec mention « Peut avoir des effets indésirables

sur l’activité et 'attention chez les enfants » (ainsi que E102).

Dans les études toxicologiques du rouge ponceau, Gaunt et al. (1967) ont
rapporté que la DLso par voie intrapéritonéale chez les rats (males et femelles) était
de 0,6 g/kg et 2,6 g/kg respectivement, et les valeurs correspondantes chez les
souris étaient de 1,9 g/kg et 1,6 g/kg. La DLso orale a dépassé 8 g/kg chez les

deux espeéces.

40



Rappels théoriques

En ce qui concerne les études de toxicité sur la reproduction et le
développement, Meyer et Hancen (1975) ont constaté que le rouge ponceau
n’induit aucun effet embryo-toxique chez le rat par gavage (1000-4000 mg/kg par
jour). Momma et al. (1981) ont rapporté que la présence de ce colorant dans le
régime alimentaire (0,05 a 0,7%) au cours de la grossesse chez les souris n’a

produit aucun effet tératogéne ou un effet sur le développement post-natal.

Les aberrations chromosomiques induites par ce colorant ont été étudiées sur
les cellules de la moelle osseuse de souris in vivo. Les résultats ont indiqué que le

rouge ponceau était clastogéne méme a faible dose (Agarwal et al., 1997).

En 2002, dans une étude publiée dans la revue « toxicological sciences » des
chercheurs japonais ont voulu vérifier si le rouge ponceau pouvait €tre génotoxique,
c’est-a-dire susceptible d’endommager le code génétique et conduire au cancer, ils
ont administré ce colorant dans le régime alimentaire des souris. Les résultats ont
montré que deés la dose de 10 mg/kg, cette substance induisait des dommages sur

I’ADN (Tsuda et al., 2001).

Les colorants pétrochimiques dont le ponceau 4R fait partie, sont liés a de
l'hyperactivité chez l'enfant et l'effet peut étre exacerbé avec des conservateurs

comme les benzoates.
I1.4.2. Le dioxyde de titane
I1.4.2.1. Propriétés physico-chimiques

Le dioxyde de titane (TiO2) est employé comme additif alimentaire sous la
référence E171, utilisé pour donner une couleur blanche a certains aliments, en
particulier les confiseries, les sauces blanches ainsi que certains produits
alimentaires en poudre (Chen et al., 2014). Sa masse molaire est de 79,86 g/mol.
Il est hautement stable a la chaleur, a la lumiére, a 'oxygéne et au pH. De méme, il
est insoluble dans leau, les acides et tous les solvants organiques
(Lomer et al., 2000).
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I1.4.2.2. Toxicité du dioxyde de titane

Bien qu'il soit abondamment utilisé dans les produits alimentaires,
cosmeétiques et pharmaceutiques, l'innocuité du dioxyde de titane est de plus en
plus controversée. En effet, le dioxyde de titane est en général mal absorbé chez les
mammiféres sans pour autant avoir un effet toxicologique ou indésirable sur la
santé. Cependant, sa nature chimiquement inerte et son insolubilité dans l'eau ne

garantissent pas qu’il soit inoffensif ou biologiquement inactif.

Le dioxyde de titane peut étre bien absorbé par le tractus gastro-intestinal et
plusieurs études montrent que la présence de ce colorant dans le tissu intestinal
humain peut provoquer une réponse anormale qui peut étre impliquée dans la

pathogéneése de la maladie de Crohn (Lomer et al., 2000).

De nombreuses autres études ont montré que le dioxyde de titane entraine
des effets génotoxiques, y compris les dommages d’ADN et des aberrations
chromosomiques structurelles dans différentes lignés cellulaires (Skocaj et al.,
2011). Il est classé comme peut-étre cancérigene pour l'homme (groupe 2B) au

Centre International de Recherches sur le Cancer (CIRC).

Remarque : Le colorant vert utilisé dans notre étude ne peut pas étre obtenu a
partir des deux colorants : le rouge ponceau (E124) et le dioxyde de titane (E171),
puisque en matiére de couleur le mélange du rouge et du blanc ne donne pas du
vert, et donc le colorant vert ne peut étre que le résultat de la combinaison du jaune
(tartrazine E102) et du bleu (I'indigotine E132). Le résultat obtenu lors de I’étude du
spectre d’absorption du colorant vert confirme cette remarque. C’est pour cette
raison nous avons développé dans cette partie des rappels théoriques, les propriétés

physicochimiques et la toxicité de 'indigotine.
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I1.4.3. L’indigotine
I1.4.3.1. Structure et nomenclature

Le carmin d’indigo appelé aussi l'indigotine et connu sous les références
suivantes FD&C bleu n°2, C.I.N°73015 ou le E132, est le sel disodique de ’acide 1-
indigotine-5,5’-disulfonique, de formule chimique CisHsN2Na2OsSo (figure 15). 11
s’agit d'un colorant artificiel pétrochimique bleu, une imitation approchée du
colorant naturel extrait de l'indigotier. De nos jours, la production d'origine
naturelle est minoritaire. Il est wutilisé comme colorant dans les produits
alimentaires, les comprimés et les capsules pharmaceutiques et aussi utilisé a des
fins de diagnostic médical (Hooson et al., 1975). Il est exclu de la filiere
d'alimentation biologique dans 1'Union Européenne comme aux Etats-Unis; la dose

journaliére admissible (DJA) pour ’homme est de 5 mg/kg du poids corporel.

-
N
Na0:S._ N
‘ A W N "SO;Na
2 N...H

Figure 15 : Structure moléculaire d’indigotine (Mittal et al., 2006).
I1.4.3.2. Toxicité de I’indigotine

L’indigotine est considérée comme une classe indigoide hautement toxique,
son contact avec I’étre humain peut lui provoquer des irritations de la peau et des
yeux. Il peut aussi causer des lésions permanentes a la cornée et la conjonctive. La
consommation des produits alimentaires contenant ce colorant peut se révéler
fatale, car il est cancérogéne et peut mener a une toxicité reproductrice et
développementale. Il a été aussi établi que ce colorant conduit a des tumeurs au
niveau du site d’application, comme il peut causer wune irritation
gastro-intestinale accompagnée de nausées, de vomissement et de diarrhée

(Mittal et al., 2006).
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Matériel et Méthodes

I. Préparation de la solution enzymatique de la carboxylestérase
commerciale du foie de porc

Afin de déterminer l'activité enzymatique de la carboxylestérase, une solution
d’enzyme est préparée pour chaque expérience afin d’éviter des pertes d’activité lors

du stockage.

v On dissout 0,0029g de carboxylestérase lyophilisée dans 1ml du tampon Borax

0,025M/HCI 0,1M- pH 8,00.

II. Dosage des protéines de la solution enzymatique par la méthode du

biuret

La détermination de l’activité spécifique dune préparation enzymatique

implique d’y doser les protéines (Loncle, 1992).

De nombreuses méthodes ont été mises au point pour doser les protéines. Ce
sont généralement des méthodes spectrophotométriques basées sur diverses
caractéristiques spectrales ou réactionnelles des acides aminés constituant les
protéines. Le choix d'une méthode dépend des besoins et des caractéristiques
recherchés: fiabilité, sensibilité, rapidité, possibilité de récupérer 1'échantillon aprées
dosage et la présence de substances interférentes dans 1'échantillon. La méthode du
biuret est parmi les méthodes de dosage des protéines les plus couramment

utilisées (Gavrilovie et al., 1996).
II.1. Principe

Développée par Gornall et al. en 1949, la méthode du biuret reste de loin la
réaction la plus générale caractéristique de la liaison peptidique. En milieu alcalin,
le biuret (NH2-CO-NH-CO-NH») se combine avec le cuivre pour donner une
coloration violette. Cette coloration révele en effet la présence de deux radicaux -CO-
NH- ou -CH-NH- séparés par un atome d’azote ou de carbone. Une chaine
polypeptidique (-NH-CHR-CO-NH-CHR’-CO-NH-CHR”-CO-)n offre de trés nombreux

groupements de ces deux radicaux.
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En milieu alcalin, on obtient une énolisation de la fonction peptidique qui se
lie au cuivre par une liaison covalente. De plus, les atomes d’azote de la chaine
peptidique donnent des liaisons de coordination avec le cuivre. Le complexe
résultant présente un maximum d’absorption a 540 nm et lintensité de la
coloration obtenue dépend du nombre de liaisons peptidiques par gramme de
protéine a analyser (Perrier et al., 1997). Elle est pratiquement indépendante du

poids moléculaire des protéines (Métais et al., 1977 ).

La réaction du biuret est assez peu sensible et s’applique difficilement a des
solutions diluées de protéine. La zone optimale de concentration se situe entre 2 et
6 g/l. Toutefois c’est I'une des méthodes les plus fiables, pratiques et rapides
utilisées pour le dosage des protéines totales d'un milieu biologique
(Gavrilovie et al., 1996). L’avantage de la méthode réside dans la non influence de
la nature des protéines mais linconvénient majeur en est la faible sensibilité

(Loncle, 1992).
II.2. Préparation de la gamme d’étalonnage

v On prépare une solution meére (10 g/l) d’albumine du sérum bovin (BSA) qui
présente la protéine étalon.
v Dans une série de 18 tubes a essais (3 tubes pour chaque manipulation), on

effectue les dilutions suivantes :

Tableau 3 : Dilutions de la solution mére de I’'albumine du sérum bovin (BSA).

Numeéro de tubes 1 2 3 4 5 6

Volume de la solution meére de la BSA (ml) 0 0,21 04| 0,6 | 0,8 1

Volume de la solution tampon (borax-HCI) (ml) 1 0,8 10,6 | 04 | 0,2 0

Concentration finale en protéine (g/1) 0 2 4 6 8 10
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v On ajoute a chaque tube a essais 4 ml du réactif de biuret, ensuite, on les incube
pendant 30 min a température ambiante et a labri de la lumiére
(La composition du réactif du biuret est indiquée dans la partie « annexes »).

v La densité optique est mesurée a 540 nm a l'aide d’un spectrophotométre contre

un blanc.

La figure 16 représente la droite d’é¢talonnage typiquement obtenue.
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Figure 16 : Droite d’étalonnage pour le dosage des protéines par la méthode du biuret.
(Absorbance = 0,048 x [protéines]; r2 = 0,999).

II.3.Calcule de la concentration en protéine de la solution
enzymatique de la carboxylestérase

v Dissoudre 0,05g de carboxyestérase hépatique porcine lyophilisée dans 10ml de
la solution tampon Borax 0,025M/HCI 0,1M (pH 8,00).
v Dans une série de 6 grands tubes a essais, on effectue les dilutions suivantes a

partir de la solution meére enzymatique (chaque expérience est répétée trois fois).

Tableau 4 : Dilutions de la solution mére enzymatique.

Numéro de tube 1 2 3 4 5 6

Volume de la solution enzymatique (ml) 0 /|0,2/]04|0,60,8] 1

Volume de la solution tampon (borax-HCl) ml) | 1 /0,8 0,6 | 0,4|0,2| O
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v On ajoute a chaque tube 4ml du réactif de biuret et on les laisse incuber pendant
30 min a température ambiante et a ’abri de la lumiére.
v On mesure la densité optique a 540 nm a l’aide d’un spectrophotométre contre

un blanc.

e La concentration en protéines de la préparation enzymatique est déterminée a
partir de la courbe d’é¢talonnage obtenue et la formule qui permet le calcul de la

concentration en protéines est la suivante :

Absorbance de I’échantillon x Facteur de dilution

[Protéine] (g/1)=
Pente de la droite d’é¢talonnage (unité d’absorbance.l.g1)

e La concentration en protéines de la préparation de l’estérase du foie du porc est
calculée en prenant la moyenne des cinq concentrations déterminées

expérimentalement.
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III. Détermination de I’activité enzymatique

Pour déterminer l’activité de la carboxylestérase, on procéde de la maniére

suivante (Adler et Kistiakowsky, 1962) :

v On prépare dans un bécher 25ml de la solution de substrat (0,2ml de butyrate
d’éthyle concentré dans 100ml du tampon Borax 0,025M/HCI1 0,1M; pH 8,00) et on
met le bécher dans un bain-marie équilibré a 25°C puis on ajoute 0,05 ml de

butyrate d’éthyle concentreé.

v  On ajuste le pH de cette solution a 8,1 a l'aide d'un pH-meétre en ajoutant
quelques gouttes de NaOH 0,1M puis on ajoute 0,1 ml de la solution enzymatique

(cf. Paragraphe « I » de la partie « matériel et méthodes »).

v' On déclenche le chronométre lorsque le pH atteint la valeur 8,00 et on laisse la
réaction pendant 1 min puis on place le bécher dans un récipient d’eau glacée

pendant 10 secondes.

v On maintient le pH de ce mélange réactionnel a 8,00 par l’addition de faibles

volumes d’environ 0,05ml de NaOH (10mM).

v  On note le volume de NaOH utilisé pour atteindre le pH 8,00 et le temps

nécessaire a la consommation du réactif NaOH (10mM).

v On refait ensuite la méme manipulation avec les mémes étapes en variant a

chaque fois le temps de réaction de minute en minute jusqu’a 8 minutes.

Remarque: Chaque réaction est répétée 3 fois.
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III. 1. Détermination de la vitesse initiale d’hydrolyse

La vitesse initiale d’hydrolyse du substrat (butyrate d’éthyle) par la
carboxylestérase est la quantité de substrat transformé (ou de produit apparu) par
unité de temps et par unité de volume du milieu réactionnel. Elle peut étre

déterminée par la formule suivante :

N x 103
Vin=

txV:

Avec :

Vin : Vitesse initiale d’hydrolyse du butyrate d’éthyle (umol de substrat transformeé.
L-1. min-1).

N : Nombre de pmol de substrat hydrolysé (pmol).

t : Temps de la réaction (min).

V: : Volume réactionnel (ml).

III. 2. Détermination de ’activité enzymatique volumique

L’activité enzymatique volumique correspond a la quantité d’enzyme pouvant
transformer une quantité de matiére donnée par unité de temps. Elle peut étre
exprimée en unité internationale. Une unité internationale (UI) est la quantité
d’enzyme catalysant la transformation d'une micromole de substrat par minute
dans des conditions définies et si possible optimales. L’activité enzymatique

volumique est déterminée par la formule suivante (Adler et Kistiakowsky, 1962):

(Cnaon)(Vnaon)(1000)(df)
AV =

(T)(Ve)
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Avec :

AV : Activité enzymatique volumique (UI/ml).

Cnaon : Concentration molaire de NaOH (mmol/]).

Vnaon : Volume de NaOH (ml).

1000 : Facteur de conversion de millimoles en micromoles (définition de 1'unité).

df : Facteur de dilution.

T : Temps nécessaire (en minutes) pour consommer le NaOH, tout en maintenant le
pH a 8,0.

Ve: Volume d’enzyme (0,1ml).

III. 3. Détermination de I’activité enzymatique spécifique

L’activité spécifique est le nombre d’unités d’enzyme par unité de masse de
protéines (Pelmont, 1993). L’activité spécifique traduit le degré de pureté de la
préparation enzymatique, elle est maximale lorsque l’enzyme est complétement
purifiée (Loncle, 1992). L’activité spécifique est déterminée par la formule

suivante :

AV
AS =

[Protéine]

Avec :
AS : Activité spécifique (Ul/mg).
AV : Activité volumique (UI/ml).

[Protéine] : concentration en protéines (mg/ml).
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IV. Etude de ’influence du pH, de la température et de la concentration
en substrat sur ’activité de la carboxylestérase

IV. 1. Influence du pH

En pratique, il est important de définir la zone de fonctionnement du systéme
enzymatique dans la gamme des pH. Pour la détermination du pH optimum, on

proceéde de la maniére suivante :

v' En variant le pH du milieu (pH 6; 6,5; 7; 7,2; 7,5; 7,8; 8; 8,2; 8,5; 8,8; 9), on
prépare dans un bécher 25ml de 1la solution de butyrate d’éthyle
(0,2ml de butyrate d’éthyle concentré dans 100ml du tampon phosphate (pH 5 a 11)
pour la gamme allant de pH « 6 a 7,8 » et du tampon Borax 0,025M/HCI 0,1M pour
la gamme allant de pH « 8 4 9 » ) et on met le bécher dans un bain-marie équilibré a

25°C puis on ajoute 0,05 ml de butyrate d’éthyle concentré.
v' Le méme protocole expérimental de la détermination de l’activité enzymatique est

réalisé pour I’étude de l'effet du pH (c¢f. Paragraphe « IIl » de la partie « matériel et

méthodes »). Le temps de réaction est de Smin.
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IV. 2. Influence de la température

La température affecte la vitesse des réactions enzymatiques. La
détermination de la température optimale de la carboxylestérase est effectuée

comme suit :

v' On prépare dans un bécher 25ml de la solution de butyrate d’éthyle a 2,9.102M
et on met le bécher dans un bain-marie équilibré a 25°C, 30°C, 37°C, 40°C, 45°C,
50°C, 55°C, 60°C, 65°C et 70°C.

v' Le méme protocole expérimental de la détermination de l’activité enzymatique est
réalisé pour I’étude de l'influence de la température (cf. Paragraphe « III » de la partie

« matériel et méthodes »). Le temps de réaction est de Smin.
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IV. 3. Influence de la concentration en substrat « le butyrate
d’éthyle » sur ’activité de la carboxylestérase

L’'influence de la concentration en substrat sur l’activité de la carboxylestérase

permet de déterminer les parametres cinétiques de 'enzyme Km et Vmax.

v' On prépare dans un bécher 25ml de la solution de butyrate d’éthyle a différentes
concentrations selon la gamme suivante: 0,5.10-2; 10-2; 1,2.102; 1,3.102; 1,5.10°2;

2,3.102%; 3.102; 4,5.10-%; 6.102; 7,5.102; 9.102;10,5.10-2M.

v' Le méme protocole expérimental de la détermination de l’activité enzymatique est
réalisé pour I’étude de l'influence de la température (cf. Paragraphe « III » de la partie

« matériel et méthodes »). Le temps de réaction est de Smin.
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V. Etude de l’influence de la tartrazine (E102) sur l’activité de la
carboxylestérase

V.1. Spectre d’absorption de la tartrazine

Pour établir le spectre d’absorption qui indique la longueur d’onde a laquelle
la tartrazine absorbe le plus de lumiére, on prépare une solution de ce colorant
(0,008g dans 200 ml du tampon Borax 0,025 M/HCI 0,1M; pH 8,00) et a 'aide d'un

spectrophotomeétre, on réalise le spectre de ce colorant.

V.2. Effet du pH sur la tartrazine

La tartrazine peut exister sous forme de plusieurs tautomeéres a des pH
différents. Pour cela, on prépare une série de solution tampon de maniére a couvrir
une large gamme de pH afin de savoir s’il y a un éventuel effet du pH sur le

colorant.

v' On prépare une solution de tartrazine a 0,02g/ml dans de l’eau distillée.

v On dilue ensuite cette solution a 1/1500 dans différentes solutions tampon :
Solution tampon KCI/HCI 0,2M (pH 1,2 et 2,0); solution tampon d’acide citrique
0,1M/phosphate disodique 0,2M (pH 3 et 4); Tampon phosphate (pH 5,2; 6; 7; 10 et
10,9) et le tampon Borax 0,025M/HCI 0,1M (pH 8; 8,5 et 9).

v On mesure la longueur d’onde dans laquelle I'absorbance est maximale a l’aide

d’un spectrophotomeétre pour chaque dilution.

V.3. Effet de la concentration en butyrate d’éthyle sur la

tartrazine

Afin de déceler un éventuel effet de la concentration en butyrate d’éthyle sur

la tartrazine, on procede de la maniére suivante :

v On prépare une série de 5 tubes a essais contenant chacun 5ml de la solution
tampon (Borax 0,025M/HCI 0,1M; pH 8), Sml de la solution de butyrate d’éthyle
préparée dans le méme tampon dont les concentrations étaient de : 1,5.102, 3.10-2,
4,5.102, 6.102 et 7,5.102 mol.l'! respectivement, et 2 ml de la solution de tartrazine
(0,1mmol/]).
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v Aprés chaque temps d’incubation (45 et 90 min respectivement), on mesure

I’'absorbance de chaque tube a 'aide d’un spectrophotomeétre a 424 nm.
V.4. Effet de la carboxylestérase sur la tartrazine

Afin de détecter un éventuel effet de la protéine enzymatique

« la carboxylestérase » sur la tartrazine, on procéde de la maniére suivante :

v' On prépare 200 ml de la solution de tartrazine a 0,03 g/1 dans du tampon Borax
0,025 M/HC1 0,1 M ; pH 8,00.

v Dans un erlenmeyer, on incube dans un bain-marie réglé a 25°C et contenant
100 ml de la solution préparée, on ajoute 1ml de la solution enzymatique
(cf. Paragraphe « I » de la partie « matériel et méthodes »), puis on suit I’évolution de
I’'absorbance de cette solution dans un spectrophotomeétre a 424 nm durant
3 heures en faisant des prélévements toutes les 10 min dans la premiére heure et
toutes les 15 min dans les deux heures qui suivent.

v/ On met dans un autre erlenmeyer 100 ml de la solution de tartrazine restante,
puis on suit l'évolution de l'absorbance en paralleéle avec la solution contenant le
colorant et ’enzyme dans les mémes conditions de température (25°C) et pendant la
méme durée de temps (3 heures) pour voir s’il y aura un changement significatif
dans les absorbances ce qui pourrait fausser nos résultats pour I’étude de l’activité
enzymatique en présence du substrat de I’enzyme. En effet, les prélévements ont été

faits simultanément avec ceux de la solution contenant le colorant.

V.5. Effet de la tartrazine sur I’activité de la carboxylestérase

L’étude de leffet de la tartrazine sur lactivité enzymatique de la

carboxylestérase est faite comme suit :

v’ Dans un bécher, on incube dans un bain-marie a 25°C, on prépare 25 ml d’une
solution de butyrate d’éthyle a difféerentes concentrations (1,2.102, 1,3.102,
1,5.102, 3.102, 4,5.102, 6.102M) et 0,9 ml de la solution de tartrazine (pour
chaque concentration en butyrate d’é¢thyle une concentration de tartrazine est

testée selon la gamme suivante : 0,1; 0,2; 0,5 mM).
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v En ajoutant quelques gouttes de NaOH (0,1M), on ajuste le pH a 8,1 puis on
ajoute 0,1 ml de la solution enzymatique.

v' On déclenche le chronomeétre lorsque le pH atteint 8,00 et on laisse la réaction
pendant 5 min puis on place le bécher dans un récipient d’eau glacée pendant
10 secondes.

v' On maintient le pH de ce mélange réactionnel a 8,00 en ajoutant goutte a goutte
la solution de NaOH (10mM) en notant le volume de NaOH utilisé pour maintenir le

pH 8 et le temps nécessaire a la consommation du réactif NaOH.
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VI. Etude de l’influence du colorant (E124-E171) sur lactivité de la
carboxylestérase

VI.1. Spectre d’absorption du colorant vert

Afin d’établir le spectre d’absorption du colorant vert (E124-E171), on prépare
une solution de ce colorant a 0,005 g/ml dans de l'eau distillée, cette solution est
diluée au 1/10 dans le tampon borax 0,025M/HCI 0,1M; pH 8, puis a l'aide d’un
spectrophotomeétre, on obtient le spectre d’absorbance qui indique la longueur

d’onde ou 'absorbance est maximale.

VI.2. Effet du pH sur le colorant vert

Afin d’étudier l'influence du pH sur ce colorant alimentaire, on procéde de la

maniére suivante :

v On prépare une solution du colorant vert a 0,01 g/ml dans de ’eau distillée.

v On dilue ensuite cette solution au 1/10 dans différentes solutions tampon:
tampon KCI/HCI1 0,2M (pH 1,2 et 2,0), tampon citrate 0,1M/phosphate disodique
0,2M (pH 3,00 et 4,00), tampon phosphate (pH 5,2; 6; 7; 10 et 10,9) et le tampon
Borax 0,025M/HC1 0,1M (pH 8 ; 8,5 et 9).

v Pour chaque dilution, on mesure la longueur d’onde dans laquelle ’absorbance

est maximale.

VI.3. Effet de la concentration en butyrate d’éthyle sur le colorant
vert

Pour étudier l'effet de la concentration en butyrate d’éthyle sur le colorant

alimentaire vert, on suit les étapes suivantes :

v On prend une série de 5 tubes a essais contenant chacun 5ml de la solution
tampon (Borax 0,025M/HCI 0,1M ; pH 8), 5 ml de la solution de butyrate d’éthyle a
différentes concentrations (1,5.102, 3.102, 4,5.102, 6.102 et 7,5.102 mol.l'1), et
2 ml de la solution du colorant vert (0,01 g/ml).

v Aprés 45 et 90 min d’incubation, on mesure les absorbances de chaque tube a

I'aide d'un spectrophotomeétre a une longueur d’onde de 611 nm.
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VI.4. Effet de la carboxylestérase sur le colorant vert

Pour savoir s’il y a un éventuel effet de la carboxylestérase sur le colorant
vert, on procéde de la méme maniére que pour l'effet de la carboxylestérase sur la
tartrazine (cf. Paragraphe « V.3 » de la partie « matériel et méthodes » sauf quon
prépare 200 ml d'une solution du colorant vert a 0,005 g/ml dans du tampon
Borax/HCI et le suivit de 1’évolution de 'absorbance durant 3 heures se fait a une

longueur d’onde de 611 nm.
VI.S5. Effet du colorant vert sur I’activité de la carboxylestérase

L’'influence du colorant vert sur l’activité enzymatique de la carboxylestérase
est effectuée dans les mémes conditions que celle de ’étude de ’effet de la tartrazine
sur l’activité de la carboxylestérase (cf. Paragraphe « V.5 » de la partie « matériel et
méthodes »). En effet, chaque concentration en butyrate d’éthyle est testée pour

trois concentration en colorant vert (0,4; 0,5 et 0,7 mM).

VII. Détermination de la concentration inhibitrice médiane ICso

La détermination de la concentration inhibitrice médiane (ICso) des deux
inhibiteurs de l’activité enzymatique de la carboxylestérase du foie de porc consiste
a mesurer l’activité de 'enzyme a 25°C et a pH 8,00 (tampon Borax 0,025M/HCI
0,1M) a une concentration constante en butyrate d’é¢thyle (3.10-2M), en absence et
en présence des différentes concentrations des deux inhibiteurs (la tartrazine et le
colorant vert). Les valeurs d’ICso sont déterminées a partir de la représentation de

l’'activité enzymatique en fonction de la concentration de l'inhibiteur.
VIII. Analyse des résultats expérimentaux

L’analyse des données cinétiques observées a été effectué par ajustement a
l'aide de régression linéaire, et de régression non linéaire par l'utilisation des
programmes suivants : Table Curve 2D™ (Jandel Scientific Windows v2.03
Copyright© 1989-1994), Excel® (Microsoft Excel 97-2003) et SigmaPlot (Windows
Version 12.0 Copyright© 2011 Software, Inc.).
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Résultats et discussion

I. Recherche de I’activité « carboxylestérase » dans la préparation
enzymatique

L’enzyme commerciale est convenablement préparée et utilisée pour I’étude de

la cinétique d’hydrolyse de 'ester « butyrate d’éthyle ».

La figure 17 permet de constater qu’en présence de la préparation
enzymatique, le butyrate d’éthyle est hydrolysé en acide butyrique et en éthanol.
Cette hydrolyse ne semble pas étre spontanée puisque, lors d’essais témoins
réalisés en 'absence d’enzyme, le butyrate d’éthyle n’était pas hydrolysé. L’activité
volumique atteint un maximum de 401.10%3 Ul/ml au-dela de six minutes
d’incubation. Il est donc vraisemblable que l'enzyme commerciale est active. En
effet, les carboxylestérases hydrolysent des composés contenant des groupements
fonctionnels tels que l'ester carboxylique, 'amide et le thioester avec des vitesses

variables de réaction selon le type du substrat (Anzenbacher et al., 2012).
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Figure 17 : Cinétique d’hydrolyse du butyrate d’éthyle en présence (A) et en
absence (#) de la préparation enzymatique de la carboxylestérase ([Butyrate

d’éthyle|= 3.10-2 M; solution tampon Borax/HC1 0,125M- pH 8 ; 25°C).
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Remarque: La concentration en protéines de la préparation enzymatique de la
carboxylestérase était 5,074+0,08 mg/ml et lactivité spécifique de la
carboxylestérase été estimée a 79119,6 *4839,3 Ul/mg dans les conditions
opératoires standards ([Butyrate d’é¢thyle] = 3.102 M, solution tampon Borax

0,025M/HCI 0,1M (pH 8,00), température 25°C, durée de la réaction 5 minutes).
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II. Effet du pH sur ’activité de la carboxylestérase

L’activité enzymatique est trés dépendante du pH. En général, une enzyme
posseéde une zone de pH optimum ou son activité catalytique est maximale. De part
et d’autre de cette zone, plus ou moins étroite, l'enzyme est progressivement
inactivée (Kamoun, 1997). Au pH optimum, l'enzyme posséde une conformation

bien déterminée qui lui confére son activité (Jawetz et al., 1973).

Selon Bertram et al. (1969) la carboxylestérase présente une activité
maximale a un pH de 8,1. Ainsi, Huang et al. (1996) ont rapporté que le pH

optimum de la carboxylestérase du foie du porc était de 8,00 et 8,5.

Une gamme de solutions de butyrate d’éthyle de pH allant de 6 a 9 est
préparée. Leffet du pH sur lactivité enzymatique de la carboxylestérase est

représenté dans la figure 18.
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Figure 18 : Effet du pH sur l’activité de la carboxylestérase. ([Butyrate d’éthyle|=
3.10-2 M; durée de la réaction: 5 min; 25°C).
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Les résultats obtenus font ressortir un pic caractérisé par une activité
maximale de la carboxylestérase (390.103UI/ml) a un pH de 8,00; ce pH correspond
au pH optimum de la carboxylestérase. De part et d’autre de cette valeur, l’'activité

enzymatique diminue.

Wang et al. (2009); Adler et Kistiakowsky (1961) affirment que l’'activité de
la carboxylestérase hépatique porcine est maximale a un pH de 8,00. Compte-tenu
de nos résultats et de ceux de ces auteurs, nous avons choisi, pour la suite de nos

expériences, de travailler avec une solution tampon Borax/HCI 0,125M de pH 8,00.

Le pH du milieu intervient sur I’état d’ionisation de nombreux sites internes
de la molécule d’enzyme. Ses effets sont donc multiples:
e Sur la structure de l'enzyme,;
e Sur l'association entre enzyme et substrat;

e Sur le mécanisme réactionnel (Pelmont, 1993).

En bref, l'effet du pH est souvent complexe: on peut ainsi avoir une
modification de l'ionisation de groupements intervenant dans la catalyse ou dans la
fixation du substrat, ou encore dans le maintien de la conformation native;
Iionisation du substrat lui-méme peut éventuellement étre modifiée

(Audigié et Zonszain, 1995; Loncle, 1992).
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III. Effet de la température sur I’activité de la carboxylestérase

Comme pour la plupart des réactions chimiques, la vitesse des réactions
enzymatiques augmente avec la température (Garrett et Grisham, 2000). La
représentation graphique de l’activité enzymatique de la carboxylestérase en
fonction de la température (figure 19) fait apparaitre une allure dissymétrique
présentant deux phases bien distinctes qui correspondent a deux phénomeénes

différents.

»Dans la partie ascendante de cette courbe (de 25°C a 45°C), l’activité croit avec la
température. L’augmentation de l’activité avec la température peut s’expliquer par
une augmentation de la concentration du complexe activé lorsque 1'on fournit plus
d’énergie thermique (énergie d’activation) au systéme en réaction. L’activité
enzymatique vaut 389,5.103 UI/ml a 25°C et 648.103 UI/ml a 45°C. Cette partie de
la courbe correspond a la courbe d’activation (Murray et al., 2003; Weil, 1997;
Coutouly, 1991).

»Dans la partie descendante de la courbe (au-dela de 45°C), l’activité enzymatique
diminue. On assiste alors a une dénaturation thermique. Cette derniére est due a
l’'agitation moléculaire qui détruit les liaisons faibles (liaisons hydrogénes, ioniques
et forces de Van der Walls) stabilisatrices de la structure spatiale de l’enzyme
(Augére, 2001). Il y a passage d'un état hautement ordonné a un état moins
ordonné traduisant une augmentation de l’entropie, correspondant a la
désorganisation de la structure de 'enzyme. La dénaturation a pour conséquence

une inactivation (Weil, 1997; Loncle, 1992).

Dans les conditions de mesures choisies, la température de 45°C a laquelle
correspond l’activité enzymatique maximale (648.103 Ul/ml), est la température
optimale de la carboxylestérase. Cette température correspond au point d’équilibre
entre l'activation et la dénaturation thermique (Robert et Vian, 2004; Kamoun,
1997).

Wynne et al. (1973) ont mesuré une température optimale de 40°C pour la

carboxylestérase.
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La température optimale a laquelle l'activité enzymatique est maximale est
souvent proche de la température critique (température a partir de laquelle l’effet
d’inactivation devient visible). C’est pourquoi, lors d'une détermination d’activite, il
est souhaitable de travailler a une température inférieure a cette température

« optimale » (Loncle, 1992).

Pour une enzyme donnée, la température optimale mesurée dépend des
conditions expérimentales, et en particulier, du pH et de la force ionique du milieu
et également de la durée de réaction. Plus cette durée est courte, plus la
température optimale peut étre élevée (Loncle, 1992; Coutouly, 1991). En fait, la
détermination de la température optimale ne donne qu’une indication sur le

caractére plus ou moins thermolabile de 'enzyme.
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Figure 19: Effet de la température sur l’activité de la carboxylestérase. ([Butyrate
d’éthyle]= 3.102 M; solution tampon Borax 0,025M/HCIl 0,1M-pH 8; durée de la

réaction : 5 min).
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La partie ascendante de la courbe d’activité relative en fonction de la
température du milieu réactionnel (figurel9) permet d’estimer I’énergie d’activation
de la réaction d’hydrolyse du butyrate d’éthyle par la carboxylestérase. Pour cela, on
représente le logarithme népérien (noté Ln) de la vitesse initiale d’hydrolyse en
fonction de linverse de la température absolue (figure 20). D’aprés la loi
d’Arrhenius, on devrait obtenir une droite de pente «-Ea/R » ou « Ea » est I’énergie
d’activation de la réaction d’hydrolyse du butyrate d’éthyle et « R » est la constante

des gaz parfaits (cf. Paragraphe 1.7.2 de la partie « synthése bibliographique »).

6,6 - y =-3840,9x + 18,567

6,5 - R?=0,9467

6,4 - g

6,3 -

6,2 -

6,1 - *
6 -

59 -

5,8 -

57 -

5,6 T T T T T 1
0,0031 0,00315 0,0032 0,00325 0,0033 0,00335 0,0034

1/7 (1/K)

Ln (Vin)

Figure 20: Graphique d’Arrhenius pour Jl’activation thermique de Ila
carboxylestérase.

L’équation d’Arrhenius montre que les molécules ne peuvent prendre part a
une réaction que si leur énergie atteint un certain seuil, correspondant a I’énergie
d’activation. Cette derniére donne parfois des indications intéressantes sur le

meécanisme chimique de la réaction au niveau de 'enzyme (Cornish-Bowden et al.,

2004; Pelmont, 1993).

L’énergie d’activation thermique déterminée a partir de la courbe d’Arrhenius
ci-dessus est de 32 KJ.mol1l. Ce résultat est proche de celui obtenu par Zhou et al.
(2001) qui ont déterminé une énergie d’activation de 34 KJ.mol! pour la

carboxylestérase du foie du porc.
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IV. Parameétres cinétiques de la carboxylestérase

Afin de déterminer les parameétres cinétiques Km et Vmax de la
carboxylestérase, nous avons fait varier de 0,5.102M a 3.102M la concentration en
butyrate d’éthyle soumis a l’enzyme. La vitesse d’hydrolyse de l’ester a ainsi été

mesurée a différentes concentrations en substrat.

En premier lieu, nous avons utilisé 1'’équation de Michaelis-Menten afin
d’évaluer les constantes cinétiques km et Vmax. La figure 21 représente la courbe

obtenue.

Vmax x [S]
Vin= — (Equation de Michaelis-Menten)
Km + [S]

Avec:

Vin:Vitesse initiale d’hydrolyse (pmol.l-l.min-1);

Vmax: Vitesse maximale d’hydrolyse (pmol.l-'l.min-1);

[S]: Concentration en substrat (butyrate d’éthyle) (mol.l}) ;

Km: Constante de Michaelis (mol.l-1); elle correspond a la valeur de [S]| pour laquelle

Vin= Vmax/2.
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Figure 21 : Représentation de la vitesse initiale en fonction de la concentration en
substrat selon l'’é¢quation de Michaelis-Menten.(25°C; solution tampon Borax

0,025 M/HC1 0,1 M (pH 8,00)).

A partir de cette courbe, nous avons obtenu:

Vmax = 407,8 pmol.l'l.min-1.
Km =6.10-3 mol.I'1.

Afin de déterminer des valeurs plus précises des parameétres cinétiques Km et
Vmax, il est préférable d’utiliser 'une des nombreuses représentations graphiques,
linéarisant les mesures expérimentales. La représentation en coordonnées inverses
(dite de Lineweaver-Burk) pour des concentrations en substrat non saturantes est
la plus employée (figure 22) (Weinman et Méhul, 2004; Burnstein, 2000;

Kamoun, 1997; Loncle, 1992; Palmer, 1985). On a la relation suivante :

= X + (Equation de Lineweaver-Burk)
Vin Vmax [S] Vmax
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Figure 22: Représentation en coordonnées inverses de Lineweaver-Burk de la
cinétique de la carboxylestérase. (cf. figure 21 pour les conditions opératoires).

A partir de cette représentation, nous avons obtenu :

Vmax =424,5 pmol.l"1.min-1.

Km = 7.10-3 mol.l-1.

Nous avons ensuite mesuré les vitesses initiales d’hydrolyse du substrat a des
concentrations supérieures a 3.102M qui entrainent une inhibition partielle de
l'enzyme. A ces concentrations, l’équation cinétique de Michaelis-Menten cesse
d’étre valable. Afin d’ajuster au mieux les données expérimentales, on utilise un
modeéle qui prend en compte linhibition de l'enzyme par excés de substrat

(Coutouly, 1991). L’expression de la vitesse initiale devient alors :
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Vmax x [S]

Vin =

Km + [S] + [S]?/Ks

Avec:

Vin : Vitesse initiale d’hydrolyse (pmol.l-1.min-1);
Vmax : Vitesse maximale d’hydrolyse (pmol.l-1.min-1);
[S] : Concentration en substrat (mol.1-1);

Km : Constante de Michaelis (mol.l'});

Ks: Constante d’inhibition par le substrat (mol.l-1).

La courbe (figure 23) Vin= f ([Butyrate d’éthyle]) tracée a 1’aide de ’équation
ci-dessus fait apparaitre une déviation par rapport au modéle michaelien, explicable

par une inhibition par excés de substrat.
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Figure 23 : Effet de la concentration en butyrate d’éthyle sur la vitesse initiale de la
réaction catalysée par la carboxylestérase. (cf. figure 21 pour les conditions

opératoires).

Avec un r2 = 0,96, ce graphe rend compte avec justesse les données

expérimentales obtenues. On en déduit :

Vmax =504,6 pmol.l-1.min-!.
Km = 9,5.10-3mol.l-L.
Ks = 1,6.10-'mol.1-1.
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D’aprés la figure 23, la vitesse initiale d’hydrolyse de lester par la
carboxylestérase, augmente dans un premier temps avec la concentration initiale de
substrat (So) jusqu’a atteindre un maximum a [So|]= 3.102M. Au-dela de cette
concentration, la vitesse initiale d’hydrolyse diminue, cette baisse d’activité
enzymatique peut é€tre due a linhibition de la carboxylestérase par un exceés de
substrat (le butyrate d’éthyle), ou par les produits de la réaction. L’inhibition de la
carboxylestérase a été rapportée par d’autres études, d’aprés Stoops et al. (1974),
I'inhibition de la carboxylestérase du foie de porc, de mouton, de beeuf et de lapin a

été observée aux fortes concentrations en butyrate d’éthyle.

En effet, pour un systéme défini en enzyme, pH, température et des
concentrations variables en substrat, on constate que la vitesse de la réaction croit
avec la concentration en substrat pour tendre vers une limite
(Vmax). Ceci signifie que pour des concentrations trés élevées en substrat, la vitesse
de la réaction est indépendante de la concentration en substrat

(Métais et al., 1977).

Aux fortes concentrations en substrat, la vitesse de la réaction décroit
progressivement au lieu d’approcher Vmax. Il y a inhibition par excés de substrat.
Cette inhibition peut recevoir des explications différentes selon le systéme étudié.
Dans certains cas, le substrat a forte concentration peut se loger dans le site actif
avec une orientation anormale, interdisant a la réaction de se produire. L’effet
correspond a une sorte d’inhibition compétitive du substrat avec lui-méme
(Weinman et Méhul, 2004). Dans d’autres cas, le substrat en excés peut réagir
avec des zones de la protéine en dehors du site, provoquant des désordres

réversibles ou non (Pelmont, 1993).

Selon Chaplin (2002) et Palmer (1985), l'inhibition par excés de substrat
représente un cas particulier d’inhibition incompétitive. A des concentrations
élevées de substrat, plusieurs molécules de substrat se fixent sur le site actif et
souvent différentes parties des molécules de substrat sont fixées sur différents

sous-sites du site de fixation du substrat.
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Par ailleurs, il est important de rappeler que la cinétique enzymatique a deux
substrats comporte un grand nombre de cas de figure aboutissant fréquemment a
des équations compliquées. Toute tentative de mise en équation part d'un modeéle
ou sont répertoriées toutes les formes d’association prises par l'enzyme (les
différents complexes formés avec les substrats et produits) et toutes les réactions
partielles faisant passer de I'une a 'autre. Ainsi, on sait que la carboxylestérase suit
un mécanisme réactionnel dit ping-pong (Fickers et al., 2008) et que ce
mécanisme est caractérisé par un mode particulier d’inhibition par les produits de
la réaction (Pelmont, 1993).

Le tableau 5 récapitule les parametres cinétiques de la carboxylestérase obtenus a

partir des difféerentes équations.

Tableau 5: Parameétres cinétiques de la carboxylestérase.

Parameétres cinétiques de la carboxylestérase

Equations cinétiques Vmax Km Ks
(pmol.I'l.min-1) (mmol.l-1) (mmol.l-1)
Vmax x [S]
Vin =
Km + [S] 407,8 6 _
1 Km 1 1
= X —+
Vin  Vmax [S] Vmax 424,5 7 -
Vmax x [S]
Vin =
504,6 9,5 165,3

Km + [S] + [S]2/Ks
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Les résultats présentés dans le tableau 5 montrent que les valeurs de Km et
Vmax déterminées a partir de l’équation, qui prend en compte linhibition de
l'enzyme par excés de substrat, sont plus élevées que celles obtenues a partir de

I’équation de Michaelis-Menten et de I’équation de Lineweaver-Burk.

Il existe une hétérogénéité dans les valeurs de la constante de Michaelis (Km)
de la carboxylestérase rapportées dans la littérature. En effet, les valeurs des
constantes cinétiques dépendent énormément de la source, de la pureté des
enzymes, mais aussi des conditions opératoires. Ainsi, Stoops et al. (1974) ont
mesuré une constante de Michaelis, Km = 7,2.10% pour la carboxylestérase

hépatique porcine.
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V. Spectres d’absorbance des colorants utilisés

V.1. Spectre d’absorption de la tartrazine

La figure 24 est une représentation du spectre d’absorption caractéristique de
la tartrazine. Ce spectre indique que la tartrazine a une absorbance maximale a une

longueur d’onde de 424 nm, ce qui correspond au domaine des radiations bleues.

concernant ce colorant.

Ce colorant sera donc de la couleur complémentaire du bleu, c’est-a-dire jaune. Par
conséquent, nous avons utilisé cette longueur d’onde pour les manipulations
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Figure 24 : Spectre d’absorption de la tartrazine
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V.2. Spectre d’absorption du colorant vert

Le spectre d’absorption du colorant vert représenté dans la figure 25 indique
deux pics d’absorption maximale, ce qui confirme que ce colorant est constitué a
base de deux colorants différents: un colorant jaune représentant une absorbance
maximale a une longueur d’onde de 414 nm et un colorant bleu ou son absorbance

maximale se situe a 611 nm.

Donc, le colorant vert ne peut pas étre le résultat de la combinaison du rouge
ponceau (E124) et du dioxyde de titane (E171) comme lindique l’étiquetage du
produit commercial. Selon Alturkmani (2011), le rouge ponceau absorbe a une
longueur d’onde de 503 nm, et le dioxyde de titane n’absorbe pas la lumiére dans la
région du visible. Par contre, il a la propriété d’adsorber les rayons UV (Armand,
2011). De ce fait et selon les données de la littérature, on peut admettre que le
colorant est obtenu a partir d'un meélange de tartrazine (E102) (la longueur d’onde
maximale (424 nm) de ce colorant est proche de 414 nm) et de l'indigotine (E132)
qui absorbe la lumiére a une longueur d’onde de 610 nm (Altinoz et Toptan, 2003)

trés proche au résultat obtenu (611 nm).

Dans la suite de notre travail, sachant que la tartrazine entre dans la
constitution du colorant vert et afin de discerner les effets de I'indigotine et ceux de
la tartrazine, nous avons préféré travailler a la longueur d’onde 611 nm plutét qu’a
414 nm car cette derniére est proche de la longueur d’onde des radiations

absorbées par la tartrazine.
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Figure 25 : Spectre d’absorption du colorant vert.
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VI. Suivi de I’éventuelle interaction du substrat « le butyrate d’éthyle »

et de la tartrazine

L’effet de la concentration en butyrate d’é¢thyle sur l’absorption de la

tartrazine est représenté dans la figure ci-dessous :
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Figure 26 : Evolution de l'absorbance de la tartrazine en présence de différentes

[Butyrate d’éthyle].

Les résultats représentés dans la figure « 26 » montrent qu’il n’y a pas de
changement significatif dans 1’évolution de I'absorbance de la tartrazine en présence
de différentes concentrations en butyrate d’éthyle pour les différentes valeurs de
temps (0, 45 et 90 minutes). Le butyrate d’éthyle ne présente donc aucun effet sur

le colorant.
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VII. Suivi de I’éventuelle interaction du butyrate d’éthyle et du colorant

vert

La représentation ci-dessous présente l'effet de la concentration en butyrate

d’éthyle sur I’'absorbance du colorant vert.
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Figure 27 : Evolution de 'absorbance du colorant vert en présence de différentes

[Butyrate d’éthyle].

Pendant tout le temps du suivi de O a 90 min, les valeurs d’absorbances du
colorant vert en présence de différentes concentrations du butyrate d’éthyle sont
stables et ne présentent aucun changement significatif, cela explique que le colorant

vert n’est pas influencé par le butyrate d’éthyle.
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VIII. Suivi de I’éventuel effet de la carboxylestérase sur la tartrazine et

le colorant vert
VIII.1. Effet de la carboxylestérase sur la tartrazine

La figure 28 est une représentation de l’évolution de l'absorbance de la

tartrazine en fonction du temps, en présence et en absence de la carboxylestérase

porcine.
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Figure 28 : Représentation graphique de I’évolution de ’'absorbance de la tartrazine

en présence et en absence de la carboxylestérase.

Les valeurs de 'absorbance de la solution contenant ’enzyme et la tartrazine
diluées dans du tampon Borax/HCI 0,125M (pH 8,00) restent stables pendant tout
le temps du suivi. Ces valeurs ne présentent donc aucun changement significatif
par rapport a celles obtenues pour la solution témoin (solution de tartrazine seule

diluée dans du tampon Borax/HCI).

De ce fait, la carboxylestérase n’a aucun effet sur la tartrazine, c’est-a-dire
que ce colorant n’est pas considéré comme un substrat de cette enzyme, ce qui
nous permettra d’entamer 1’€tude de la cinétique enzymatique d’hydrolyse du
butyrate d’éthyle par la carboxylestérase en présence de la tartrazine, en sachant

que ce colorant est stable dans les conditions opératoires utilisées.
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VIII.2. Effet de la carboxylestérase sur le colorant vert

La figure 29 ci-dessous représente l’évolution des absorbances des deux

solutions du colorant vert en absence et en présence de la carboxylestérase.
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Figure 29 : Représentation graphique de l’évolution de l'absorbance du colorant

vert en présence et en absence de la carboxylestérase.

Durant les trois heures du suivi, les absorbances des deux solutions
contenant la carboxylestérase et le colorant vert,ainsi que celle contenant le
colorant seul, restent stables et ne présentent aucun changement significatif. Cela

explique que le colorant vert n’est pas influencé par ’enzyme.

Ce résultat montre que le colorant vert est stable dans les conditions
opératoires utilisées, ce qui nous aidera a poursuivre ’étude de l'effet de ce colorant

sur la cinétique d’hydrolyse du butyrate d’éthyle par la carboxylestérase.
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IX. Effet du pH sur la tartrazine

La figure 30 représente l'effet du pH sur l'absorbance de la tartrazine a

424 nm.

Absorbance a 424 nm

0,3 T T T T T 1

Figure 30 : Effet du pH sur 'absorbance de la tartrazine.

D’apres le résultat obtenu, le pH a un effet visible sur I’'absorbance de la
tartrazine, en effet, le pH diminue dans les intervalles suivants [1,2 - 4] et
[9 -10,9], cependant, I’'absorbance reste plus ou moins stable dans une gamme de
pH compris entre 4 et 9. Selon Nevado et al. (1998), 'absorbance de la tartrazine

diminue fortement a des pH supérieur a 9.

L’évolution de la longueur d’onde maximale de la tartrazine en fonction du pH

est représentée dans la figure 31 ci-dessous.
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Figure 31 : Effet du pH sur l'absorption maximale de la tartrazine.

Les valeurs de la longueur d’onde maximale de la tartrazine en fonction du pH
sont stables dans une gamme de pH allant de 1,2 a 9, ce qui explique qu’il n’y a
pas d’effet du pH. Cependant, au-dela de pH 9, l'influence du pH est visible avec
une diminution des valeurs de la longueur d’onde maximale de 424 nm au pH 9 a
400 nm au pH 10 et 10,9. Selon Blanco et al. (1996), une diminution des valeurs
de la longueur d’onde maximale a été observée a des valeurs de pH supérieur a 8,8.
Cette diminution est due au changement d’ionisation du groupement auxochrome
de la tartrazine. Cela traduit l'existence du colorant sous une forme chimique
différente de celle qui a prévalu aux autres valeurs de pH, ce qui est généralement le

cas pour ce genre de substances.
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X. Effet du pH sur le colorant vert

La figure 32 est une représentation de leffet du pH sur l'absorbance du
colorant vert. En effet, les valeurs de I'absorbance du colorant vert a 611 nm se
stabilisent a des intervalles de pH allant de [1 a 3] et de [6 a 10,9]. Une légere

augmentation est constatée pour les valeurs de pH de 4 et 5,2.

0,9 -
0,8 -
0,7 -
0,6 -
0,5 1 M * o e o o
04 - ¢ o ¢

03 -
0,2 -
0,1 -

Absorbance a 611 nm

Figure 32 : Effet du pH sur ’'absorbance du colorant vert.

Chaque valeur d’absorbance représente un maximum d’absorption pour une
longueur d’onde bien définie comme le montre la figure 33. Le résultat obtenu
montre que les longueurs d’ondes maximales sont stables dans toute la gamme de
pH testé, ce qui indique que le pH des différentes solutions tampons utilisées n’a

aucune influence sur la longueur d’onde maximale du colorant vert.
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800 -
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Figure 33: Effet du pH sur l'absorption maximale du colorant vert.
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XI.Cinétique de la carboxylestérase en présence de la tartrazine et du

colorant vert

Les inhibiteurs peuvent avoir plusieurs modes d’action qui peuvent étre mis
en évidence, aprés étude cinétique de la vitesse initiale en fonction de la
concentration en substrat, par la représentation en double inverse. Le type
d’inhibiteur apporte des renseignements sur la spécificité de l'enzyme ou sur le
meécanisme de la réaction (Loncle, 1992). Les réactifs chimiques des protéines
peuvent inhiber irréversiblement ’enzyme, dans la mesure ou ils sont capables de
donner une liaison covalente stable avec la chaine latérale d'un (ou de plusieurs)
aminoacide(s) impliqué(s) dans la reconnaissance du substrat, dans la catalyse, ou

plus simplement dans le maintien de la structure tridimensionnelle active.

Puisque la tartrazine et le colorant vert n’ont pas été considérés comme
substrats de la carboxylestérase, nous avons essayé de savoir si ces deux
colorants exercaient un effet inhibiteur ou activateur sur lactivité de cette enzyme.
En effet, la Ilittérature fait état d’'un certain nombre d’inhibiteurs de la
carboxylestérase (cf. Paragraphe 1.7.4 de la partie « synthése bibliographique »).
Néanmoins, la tartrazine et le colorant vert ne figurent pas parmi les inhibiteurs

habituellement cités.

Pour cela, nous avons examiné l'effet de ces deux colorants en présentant le
comportement cinétique de la carboxylestérase en absence et en présence de la
tartrazine ainsi que du colorant vert a différentes concentrations (0,1 ; 0,2 et
0,5 mM) et (0,4; 0,5 et 0,7 mM), respectivement, selon la représentation de

Lineweaver-Burk (figures 34 et 35).
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Figure 34 : Représentation de Lineweaver-Burk de la cinétique de Ila

carboxylestérase en absence et présence de [Tartrazine]= O(4#), 0,1(m), 0,2(A),

0,5(®) mM.
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Figure 35: Représentation de Lineweaver-Burk de la cinétique de Ila

carboxylestérase en absence et présence du [colorant vert]= O(4), 0,4(W), 0,5(4A),

0,7(®) mM.
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La représentation graphique de Lineweaver-Burk des résultats obtenus en
absence et en présence de la tartrazine et du colorant vert a différentes
concentrations, semble indiquer que les deux colorants exercent une inhibition
incompétitive sur la carboxylestérase. En effet, les droites obtenues avec ou sans les

deux colorants sont paralléles.

Dans l'inhibition incompétitive, linhibiteur se lie directement au complexe

enzyme-substrat, sans pouvoir se fixer a I’enzyme libre comme l'indique le schéma

suivant :
K1 K2
E+S =—* ES —* E+P
Ko =+
I
EST
Avec :

E : Forme libre de l'enzyme;

S : Substrat de la réaction;

P : Produit de la réaction;

I : Inhibiteur;

ES : Complexe enzyme-substrat;

ESI : Complexe enzyme-substrat-inhibiteur;

Ki, K.1, K2 : Constantes de vitesse.

Dans ce type d’inhibition, linhibiteur se fixe réversiblement sur le complexe
« ES» et déplace l'équilibre de la réaction vers le complexe « ESI», ce qui, en
apparence, renforce la fixation du substrat sur l’enzyme. L’action de cet
inhibiteur se traduit par une diminution de la vitesse maximale (Vmax) et la
constante de Michaelis (Km). En augmentant la concentration de la tartrazine
ainsi que du colorant vert, les paramétres cinétiques Km et Vmax apparentés,
notés Km’ et vmax’ respectivement, diminuent, traduisant ainsi leffet dun

inhibiteur incompétitif. On a:
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Km Vmax

Km’ = Vmax’ =

1+ [1]/Ki 1 + [1]/Ki

L’inhibition incompétitive se rencontre rarement dans les réactions a un seul
substrat. Ce type d’inhibition est plus fréquent dans les systémes a multiples

substrats comme c’est le cas de la carboxylestérase (Weinman et Méhul, 2004).

Les valeurs des parameétres cinétiques Km’ et Vmax’ ainsi que la constante
d’inhibition « Ki » mesurées a partir des représentations graphiques de Lineweaver-

Burk sont regroupées dans le tableau ci-dessous.

Tableau 6 : Parameétres cinétiques de la carboxylestérase déterminés en absence et
en présence de la tartrazine et du colorant vert.

Parametres cinétiques
Colorants Concenftration Vmax Vmax' Km Km' Ki
(MM) (umol.l!.min-T) (umolllt.min-t) | (mol.l1) (mol.I7) (mol.l1)
0 424.,5 — 7.103 — —
Tartrazine P P
E102 0,1 299 2,6.10 2.10
0,2 — 284 —_— 2,3.103 3.8.104
0,5 — 250 — 1,8.103 8.104
0 424.,5 — 7.103 — —
Colorant
0.4 — 242,5 — 2,8.103 4,8.104
vert
E102-E132 0,5 — 234,3 — 2,7.103 6,7.104
0,7 — 211,21 — 2,1.103 7.2.104
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XII. Détermination de la concentration inhibitrice ICso

L’effet de différentes concentrations des deux colorants de synthése, la
tartrazine et le colorant vert, sur l’hydrolyse du butyrate d’éthyle par la
carboxylestérase du foie du porc, est représenté dans les figures 36-37

ci-dessous.

y = 98,84e X
120 -

100

80 -

40 -

Activité relative (%)
(2]
o

20 -

0 T T T T T 1
0 0,1 0,2 0,3 0,4 0,5 0,6
[Tartrazine] (mM)

Figure 36 : Effet de [Tartrazine| sur l'activité enzymatique de la carboxylestérase.

120 - y =97,72e048
100
80 -

60 -
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20 ~
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Figure 37 : Effet de [Colorant vert] sur l’activité enzymatique de la carboxylestérase.
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D’aprés les deux figures représentées ci-dessus, lactivité carboxylestérase
diminue significativement avec 'augmentation de la concentration d’inhibiteurs. Afin de
comparer le pouvoir inhibiteur de ces deux colorants, nous avons déterminé a partir

des deux représentations ci-dessus les valeurs d’ICso.

L’ICso est définie comme étant la concentration d’inhibiteur qui provoque une
diminution de l'activité enzymatique initiale a 50%. Sur les deux colorants testés, la
tartrazine présente un effet inhibiteur puissant par rapport au colorant vert. Les
valeurs d’ICso ainsi obtenues correspondent a 0,7 mM pour la tartrazine et 1,4 mM

pour le colorant vert.

91



Chapitre 4.
Conclusion et Perspectives



Conclusion et perspectives

I.es enzymes sont des catalyseurs d'une efficacité et d’une spécificité
fonctionnelle remarquables. In vivo, elles interviennent dans tous les processus
de biosynthése, de dégradation, de régulation et de reproduction. En effet, I’étude
cinétique des enzymes vis-a-vis de plusieurs composés peut améliorer les

connaissances concernant leurs mécanismes réactionnels.

Les multiples formes de la carboxylestérase jouent un role trés important
dans la biotransformation hydrolytique d'un grand nombre de xénobiotiques; ces
enzymes sont des déterminants majeurs du comportement pharmacocinétique de

la plupart des agents thérapeutiques.

La premieére phase de notre travail a consisté a étudier lactivité
enzymatique d’hydrolyse d’'un ester, le butyrate d’éthyle, par la carboxylestérase
du foie de porc (EC 3.1.1.1) en fonction du temps. Ensuite, nous avons étudié
Iinfluence du pH, de la température et de la concentration en substrat sur
l’activité de cette enzyme, ce qui nous a permis d’estimer un pH optimum de 8,00,
une température optimale de 45°C, ainsi qu’une énergie d’activation de
32 KJ.mol'l. Aussi, la courbe de la vitesse initiale en fonction de la
concentration en substrat a été décrite en utilisant une équation incluant une
constante d’inhibition traduisant que la carboxylestérase est inhibée par un exceés
de ce substrat. Nous avons obtenu les parameétres cinétiques suivants a une
température de 25°C et a pH 8: Vmax= 504,6 pmol.l-l.min-!, Km =9,5.10-3 mol.l!,
Ks =1,6.10-1 mol.l-1.

En dernier lieu, nous nous sommes intéressés a 1’étude de l'influence de
deux colorants azoiques de synthése, la tartrazine (E102) et le colorant vert,
(E124-E171) sur lactivité enzymatique de la carboxylestérase. D’aprés les
résultats obtenus, nous avons pu constater que ces deux colorants exercent une

inhibition incompétitive vis-a-vis de la carboxylestérase.

In vivo, le foie peut faire subir au colorant un certain nombre d’étapes de
dégradation par Vlintervention des enzymes de détoxication dont Ila
carboxylestérase. Par conséquent, l'identification de nouveaux agents inhibiteurs

de lactivité enzymatique de la carboxylestérase, comme c’est le cas pour les
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colorants testés, est trés recherchée et a pour utilité de moduler le métabolisme,
la distribution et la toxicité des agents qui sont soumis a une hydrolyse

enzymatique.

De plus, nous avons constaté que l'étiquetage du colorant vert utilisé au
cours de l'expérimentation ne correspond pas a la composition de ce dernier. En
effet, l'utilisation des colorants de synthése en Algérie est apparemment trés
répandue comme c’est le cas pour les pays industrialisés. Or, les données
publiées par les auteurs occidentaux et anglo-saxons ne peuvent étre le reflet de
la situation en Algérie. Toutefois, l'utilisation de ces substances ne cesse
d'augmenter, notamment dans l'industrie alimentaire. A notre connaissance,

aucun travail n'a été pratiqué dans ce sens.

Compte tenu de ces observations et des études toxicologiques, une
réglementation et un contrdle strict, vérifiant la conformité a la législation en
vigueur, de l'usage des colorants de synthése dans les aliments et dans les
médicaments a été mise au point, limitant le nombre des colorants utilisés et
précisant la dose journaliére admissible (DJA) ainsi que l'indication de la mention
« peut avoir des effets indésirables sur lactivité et l’attention chez les enfants » sur
les étiquettes des produits alimentaires préemballés. Malheureusement, cette
législation est loin d'étre respectée et d'autres études sont indispensables pour

une meilleure évaluation du risque de I'emploi de ces substances.

La biosécurité alimentaire est un sujet sensible et concerne directement la
protection de la santé humaine. Pour cela, 'utilisation des colorants alimentaires
doit étre conforme aux normes internationales codex alimentaires de la (FDA)
(Food and Drug Administration) et du comité mixte FAO/OMS (Organisation des
Nations Unies pour l'alimentation et l’agriculture/Organisation Mondiale de la
Santé). Aussi, les industriels et les artisans devraient chercher d’autres espéces
chimiques, y compris d’origine naturelle dont Ilinnocuité est avérée, qui
pourraient remplacer ces colorants azoiques afin de limiter, dans la mesure
du possible, la liste des colorants autorisés aux seules substances offrant le
maximum de garanties toxicologiques et d’applications agro-sanito-industrielles

potentielles possibles.
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Afin de compléter et d’approfondir ce travail, nous proposons :

L’extraction et la purification de la carboxylestérase a partir d’autres sources de
mammiféres, des végétaux et des micro-organismes, et I'¢tude des

parameétres cinétiques.

L’¢tude de la cinétique de la carboxylestérase en présence d’autres substrats
ainsi que d’autres colorants de la famille des azoiques afin d’avoir une idée
générale sur l'effet de ces colorants et des substances de structure apparentée

sur l'activité de la carboxylestérase en tant qu’enzyme de détoxication.

L’¢tude de la nature biologique de l’activité enzymatique et le réle endogéne de

la carboxylestérase.

L’étude de l'interaction de l’estérase hépatique et la fonction azo du point de
vue de la chimie organique et de la pharmacologie, soit pour mettre au point
une méthode de synthése/dégradation d'un composé par voie enzymatique,

soit pour concevoir un médicament agissant sur l’estérase.

Comparaison entre l'effet des colorants azoiques alimentaires et ceux utilisés
en textile dont le passage a travers la peau est prouvé, sur l’activité de la

carboxylestérase.
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Annexe 1. Préparation des solutions
I. Composition du réactif de biuret

e 6 g sulfate de cuivre CuSO4, SH20.

e 6 g de tétrate double de sodium et de potassium.
e 30 g d’hydroxyde de sodium.

e 1 gd’iodure de potassium.

e 1000 ml d’eau distillée.

Les réactifs doivent étre mélangés dans l'ordre indiqué ci-dessus. Le réactif de

biuret doit étre conservé a 1’abri de la lumiére.

II. Solution tampon Borax/HCI1 0,125M (pH 8,00)

e La solution « A » est une solution de NazxB4O7.10H20 a 0,025M, cette solution
est obtenue par dissolution de 9,534g de Tétraborate de sodium dans 1000ml
d’eau distillée.

e La solution « B » est une solution de HC1 a 0,1M, elle est obtenue aprés avoir

ajouté 8ml d’HCI dans de l'eau distillée pour obtenir un volume final de 1000ml.

Apres avoir préparé les deux solutions « A » et « B », on mélange 100ml de la solution
A et 41 ml de la solution « B », puis on ajoute 59ml d’eau distillée pour obtenir un

volume final de 200ml de solution tampon d’acide borique a pH 8,00.

III. Tampon phosphate

e La solution « A» est obtenue apres dissolution de 9,64g de Na2HPO4.12H2>0
dans 1000ml d’eau distillée.

e La solution « B » est une solution de potassium phosphate, elle est obtenue par

dissolution de 9,06g de KH2PO4 dans 1000ml d’eau distillée.

La solution « B » est stockée dans un bécher de 1000ml, puis on ajoute goutte a

goutte la solution « A » jusqu’a obtention du pH désiré (de 5,2 a 10,9).
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IV. Solution tampon KC1/HC1 0,2M - pH 1,2 - 2,0

e Pour obtenir une solution tampon (KCl1/HCl) d'un pH de 1,2 (2,0), on mélange
25ml (5,9ml) de la solution A (KCl1 0,2M) et 36ml (50,7ml) de la solution B (HCI

0,2M) puis on compléte le volume a 100ml par de 'eau distillée.

V.Solution tampon d’acide citrique/phosphate disodique O, 3M - pH 3 et 4

e Pour obtenir une solution de pH 3 (4), on mélange 80,3ml (62ml) de la solution
A (acide citrique 0,1M) et 19,7ml (48ml) de la solution B (phosphate disodique
0,2M).

Annexe 2. Publication internationale

Ce travail de theése a été effectué au sein du laboratoire de Chimie Organique,
Substances Naturelles et Analyses (COSNA) a l'université Aboubekr Belkaid de
Tlemcen, il a donné lieu a une publication dans une revue renommeée internationale

a comité de lecture :

Lemerini, W., Arrar, Z., Kajima Mulengi J., Dahmani, Z., Drici, W., Bouazzaoui, N.,
Bendiabdellah, D. Inhibitory effects of the Food Azo Dyes on Pig Liver
Carboxylesterase Activity. Current Enzyme Inhibition. 2015. Vol. 11, No 2.
pp-147-152.
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Résumeé

Ce travail est une contribution a l’¢tude de l'effet de quelques colorants
azoiques (la tartrazine (E102) et le colorant vert (E102-E132)) sur lactivité
enzymatique de la carboxylestérase hépatique porcine.

L’activité de la carboxylestérase a été étudiée en fonction du pH, de la
température, de la concentration en substrat (le butyrate d’éthyle) et en présence de
la tartrazine et du colorant vert. La mesure de la vitesse initiale de I’hydrolyse a
conduit aux résultats suivants : la carboxylestérase présente une activité maximale
a un pH de 8,00 et a une température de 45°C. L’énergie d’activation de la réaction
d’hydrolyse est estimée a 32 KJ.moll. Cette enzyme est inhibée par un exceés de
butyrate d’éthyle et les valeurs des parameétres cinétiques obtenues dans les
conditions  opératoires standards sont: Vmax= 504,6 pmol.l'l.min-,
Km = 9,5.10-3mol.lI'}, Ks = 1,6.10-1mol.I-1.

La tartrazine et le colorant vert exercent une inhibition de type incompétitive
sur la carboxylestérase en diminuant les valeurs des parameétres cinétiques Vmax et
Km. Ainsi, la tartrazine a montré un effet inhibiteur élevé par rapport au colorant
vert. Les valeurs d’ICso obtenues sont 0,7mM pour la tartrazine et 1,4 mM pour le
colorant vert.

De plus, on a constaté aprés des tests spectrophotométriques des colorants
que l’étiquetage du colorant vert utilisé au cours de l'expérimentation ne
correspondait pas a la composition de ce dernier. Pour cela, la réglementation, en ce
qui concerne les colorants, doit étre rigoureuse et suivie d’'un controle strict.

Mots clés : Carboxylestérase du foie de porc, estérase, butyrate d’éthyle, colorants
azoiques, tartrazine, inhibiteur.



Summary

This work is a contribution to the study of the effect of some azo dyes
(tartrazine (E102) and green dye (E102-E132)) on the enzymatic activity of the pig
liver carboxylesterase.

The activity of this enzyme was assessed as a function of pH, temperature,
substrate concentration (ethyl butyrate) and conducted in the presence of two dyes,
namely tartrazine and green dye. Measuring the initial rate of hydrolysis afforded
the following results: the carboxylesterase had a maximum activity at pH 8.00 at
45 ° C. The activation energy for the hydrolysis reaction was found to be
32 KJ.mol"!. Moreover, this enzyme was inhibited by an excess of ethyl butyrate and
the values found for kinetic parameters in the standard experimental conditions
were the following:Vmax= 504,6 pmol.llminl;Km = 9,5.103 mol.l}l;
Ks =1,6.10-! mol.I-1.

Tartrazine and green dye showed an uncompetitive inhibition on
carboxylesterase, thus reducing the kinetic parameters such as Vmax and Km.
Tartrazine had the highest inhibitory effect compared to green dye as seen through
ICso values, with 0,7mM for tartrazine and 1,4 mM for green dye.

In addition, spectral analysis showed that the actual content of the green
dye did not correspond to its label found on the can. As a matter of fact, this dye
was made of a mixture of two different dyes. Therefore, a strict control should be
kept on the use of food dyes whereas regulation should be enforced the closest way
possible.

Keywords: Pig liver carboxylesterase, esterase, ethyl butyrate, azo dyes, tartrazine,
inhibitor.
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