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Au cours de ces dernières années, l’utilisation des polymères naturels et de leurs dérivés

s’accroit dans de très nombreux domaines dans un souci de développement des ressources

renouvelables et des procédés de chimie verte.

Ils sont regroupés en trois grandes classes : les protéines, les élastomères hydrocarbonés

et les polysaccharides (Liu et al., 2015).

Ces derniers sont les plus connus pour la préparation de matériaux (nanoparticules,

films, membranes …). Ils sont non toxiques, biodégradables, biocompatibles

(Venkatesanet al., 2016)et le coût de leur production est généralement faible.

Les polysaccharides sont des polymères constitués d’un enchainement de molécules

dont les unités structurales de base sont des monomères de sucres. Ils sont généralement

d’origine naturelle, végétale ou animale. Les polysaccharides d’origine végétale sont les

plus valorisés.

Les polysaccharides peuvent être chargés ou neutres. L’existence de charges leur

confère des propriétés physico-chimiques remarquables qui donnent lieu à de nombreuses

applications dans les domaines de l’agro-alimentaire, de la médecine, de la pharmacie et

des cosmétiques. Une large gamme de polysaccharides a déjà trouvé des applications dans

la santé humaine, cas du chitosane, de la cellulose, des alginates, du dextrane, de l'amidon,

de l'acide hyaluronique, de l'héparine, du κ-carraghénane, des pectines et de la gomme de 

guar (Persinet al., 2011).

L’étude engagée dans le cadre de la réalisation de cette thèse de Doctorat repose

essentiellement sur la modification chimique de la carboxyméthylcellulose sodique, la

CMC, qui est un sel de sodium partiel d'un éther carboxyméthylique de cellulose.

La CMC est une poudre granuleuse ou fibreuse, blanche ou légèrement jaunâtre ou

grisâtre, faiblement hygroscopique, inodore et insipide. Elle est tout compte fait le produit

de la réaction d’un polysaccharide, la cellulose, partiellement O-alkylé en position 6 par un

groupe acétate de sodium qui provient du dérivé halogéné correspondant.

Au début, nous nous sommes consacrés à l'oxydation de la carboxyméthylcellulose.

L'agent d'oxydation est le peroxyde d’hydrogène. Différents paramètres sont investigués

parmi lesquels nous avons mis en jeu l'intervention de l'effet catalytique du cuivre. Nous

avons à cet effet utilisé le sulfate de cuivre. De disparates conversions des groupements

hydroxyles en aldéhydes puis dans certains cas suivies de la transformation de ces

aldéhydes nouvellement formés en groupements carboxyles qui sont aussi obtenus
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directement via un enchainement de réactions à partir des hydroxyles portés par la

molécule mère. Toutes ces fonctions organiques (alcools, carbonyles, carboxyles) sont

quantifiées par des méthodes de dosages spécifiques et établies dans une bibliographie

spécialisée dans le domaine traité.

Ensuite, suite à cette première étude, nous avons voulu rechercher et comprendre la

potentialité d’interaction du chitosane avec ces CMC oxydées obtenues.

Nous avons, par ailleurs, pris aussi la CMC non modifiée et nous l'avons additionnée au

chitosane. Là, nous avons ciblé l'obtention d'un réseau chimique entre la CMC et le

chitosane suite à la formation d'amides entre les deux macromolécules. Réactions entre les

amines primaires du chitosane et l'acide carboxylique porté par la CMC. Pour ce faire,

deux intermédiaires chimiques, le NHS et le DCC, sont utilisés.

En revanche, il nous semble judicieux d'évoquer l'importance du choix du chitosane.

C'est un polysaccharide dont l'intérêt est très attractif dans différents domaines, aussi bien

en chimie qu'en biologie. Sa structure chimique est très intéressante. Il est porteur de

groupements amines primaires réactifs avec les groupements électrophiles et les entités

chargées négativement.

En outre et en plus des quantifications des groupements carbonyles et carboxyles, des

caractérisations physico-chimiques par IR-TF et DRX, mécaniques par le test de

gonflement, thermiques par ATG et morphologiques par MEB, une biologie assez

diversifiée est mise au point. Nous avons élucidé le comportement de tous nos matériaux à

l'égard du sang humain en se servant des tests d'hémocompatibilité. Nous avons recherché

aussi leurs actions antimicrobiennes et notamment l'activité antibactérienne. L'activité anti-

inflammatoire est mise au point en présence de l'albumine issu des œufs de poule. Les

pouvoirs antioxydants par deux méthodes, celle du DPPH et du pouvoir réducteur sont

abordées en détail.

Toutes ces études ainsi faites permettent ultérieurement de mieux situer le domaine

d'application et d'utilisation de nos matériaux.

Notre manuscrit est alors conçu de la manière suivante :

- Une recherche bibliographique sur les polysaccharides est donnée au premier chapitre.

Nous y trouvons aussi un éventail de réactions chimiques faites jusqu'à ce jour sur les

polysaccharides et qui permettent de mieux comprendre leur réactivité et leur

comportement selon les conditions opératoires et les réactifs utilisées.
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- Les matériels utilisés et les méthodes suivies pour la réalisation expérimentale de notre

thèse sont illustrés dans le second chapitre.

- Au troisième et dernier chapitre, nous avons donné nos résultats obtenus accompagnés

d'interprétations qui sont le plus souvent argumentées par des références bibliographiques

diverses.
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CHAPITRE I :

REVUE GÉNÉRALE SUR LES POLYSACCHARIDES
ET

LEURS PRINCIPALES MODIFICATIONS CHIMIQUES.
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Les polymères naturels sont aussi appelés biopolymères. Ils sont obtenus à partir de la

biomasse, ressource renouvelable, de plantes, d’algues, de bactéries, d'animaux, de végétaux

et/ou des champignons.

Ils sont regroupés en trois familles principales, les polysaccharides (amidon, cellulose,

pectine, …), les protéines (collagène, gélatine, …) et la lignine.

Nous nous sommes particulièrement intéressés à mieux comprendre la notion des

polysaccharides, tant en chimie qu'en biologie ainsi que leurs origines car ils représentent nos

matrices polymériques étudiées dans le cadre de la réalisation de cette thèse de Doctorat.

I.1. Les polysaccharides

Les polysaccharides dénommés aussi polyosides ou glycanes sont définis comme des

polymères de haut poids moléculaire résultant d'une condensation d’un grand nombre d’oses

liés entre eux par des liaisons glycosidiques. Ces liaisons ainsi formées peuvent avoir les

configurations α ou β (Robyt, 1998).

Figure I.1. Configurations des liaisons α-(1,4) et β-(1,4)-glucane (Robyt, 1998).

Il existe dans la nature de nombreuses variétés de polysaccharides répertoriées auquel

l'intérêt porté est proportionnel aux propriétés ou aux applications potentielles.

Les polysaccharides peuvent être classés sur la base de leur structure chimique, leur

composition chimique, leur solubilité, leurs sources et leurs applications.

Suivant la composition chimique, les polysaccharides sont classés en deux types :
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- Les homopolysaccharides ou les homoglycanes sont constitués d'un seul type de

monosaccharide. Par exemple, la cellulose et le glycogène sont composés de glucose.

- Les hétéropolysaccharides ou les hétéroglycanes sont formés de plus d'un type de

monosaccharides, tel que l'héparine constitué d’acide α-L-idopyranosyluronique 2-sulfate et 

2-désoxy-2-sulfoamino-α-D-glucopyranose 6-sulfate. 

Les polysaccharides peuvent également être classés selon la nature des molécules liées au

glycane comme des protéoglycanes, des glycoprotéines et des glycolipides.

En se basant sur leurs origines, les polysaccharides peuvent être d'origine végétale, c'est le

cas de l'amidon, de la cellulose, des pectines et des gommes. Ils peuvent également être issus

des algues comme le alginate, le carraghénane, l'agar ou le fucane, ou encore être d'origine

animale (héparine, chitosane, acide hyaloronique), ou microbienne (dextrane, xanthane).

I.1.1. L’alginate de sodium

Les alginates sont des polysaccharides anioniques extraits à partir des algues marines

(algues brunes). Elles se composent de copolymères non ramifiés contenant des structures par

bloc «M» de α-D-acide mannuronique et bloc «G» de β-L-acide guluronique. Les liaisons

entre les différents monomères sont en position (14). Les résidus se trouvent dans divers

arrangements et proportions (Figure I.2) (Lee et Mooney, 2012).

Ce type de polysaccharide existe sous forme de sels solubles en présence de cation

monovalent tel que le Na+, et de gels ionotropiques avec des cations di, tri ou polyvalents

(Ca2+, Sr2+, Al2+).
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Figure I.2. Structure moléculaire de l’alginate (Salisu et al., 2013).
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Durant ces dernières années, les alginates attirent l'attention de nombreux chercheurs pour

leurs propriétés intéressantes, comme la biocompatibilité, la faible toxicité, la biodégradabilité

et leur aptitude à former des hydrogels dans des conditions modérées, qui font d’eux des

matériaux d’applications pharmaceutiques (Dalmoro et al., 2012). Aussi, en raison de ses

propriétés de gélification et stabilisation, il est utilisé en ingénierie tissulaire pour la

régénération du cartilage (Lee et Mooney, 2012). Les hydrogels d'alginate sont connus pour

leur efficacité dans la cicatrisation des plaies et la libération médicamenteuse (Lee et

Mooney, 2012).

I.1.2. La carraghénane

Les carraghénanes sont des polysaccharides sulfatés qui composent la paroi cellulaire des

algues rouges. Son nom dérive de celui du lichen Carageen (mousse d’Irlande), dont elles sont

initialement extraites. Elles sont obtenues par traitement thermique en milieu alcalin, filtrées,

précipitées dans l'alcool avant d'être récupérées sous forme de poudre (Bourrier, 2006). Leur

squelette est composé de D-galactopyranoses réliés alternativement par des liaisons α(1-3) et 

β(1-4) (Figure I.3). La structure des motifs disaccharidiques de répétition des carraghénanes

varie par la position et le nombre des groupements sulfates.

O
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HO SO3
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(a)

(b) O

O

O
O

O

OR1

OR2
CH2OH

HO

OH
CH2OH

H2C
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O

Figure I.3. Motif répétitif de (a) λ-carraghénanes (R = H ou SO3
-), (b) -carraghénanes

(R1 = R2 = SO3
-) et du -carraghénane (R = H, R2 = SO3

-) (Lafargue, 2007).

Les carraghénanes sont utilisées principalement pour leur capacité à former des gels

réversibles en milieu aqueux, dans l'industrie alimentaire comme agents de texture. On les

trouve également dans certaines applications cosmétiques ou pharmaceutiques pour stabiliser

les émulsions ou les dispersions (Lafargue, 2007).
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I.1.3. La gomme de xanthane

La gomme xanthane est un exo-polysaccharide hydrosoluble d'une espèce bactérienne

GRAM négatif Xanthomonas campestris (Pseudomonaceae) produite industriellement par

fermentation à partir d'une source de carbone (Palaniraj et Jayaraman, 2011). Cette gomme

est un hétéropolysaccharide ayant une structure primaire constituée d’unités

pentasaccharidiques répétées. La structure chimique de la chaîne principale est identique à

celle de la cellulose (β-D-(1→4)-glucopyrannose) (Figure I.4). Les chaînes latérales

trisaccharidiques contiennent une unité d'acide α-D-glucuronique entre deux unités D-

mannose liées à la position 3 de tous les résidus de glucose de la chaîne principale. Près de la

moitié des résidus D-mannose terminaux contient un résidu d'acide pyruvique lié aux

positions 4 et 6, avec une distribution inconnue. Le D- mannose lié à la chaîne principale

contient un groupe acétyle en position 6.

Figure I.4. Structure chimique de l’unité de base de la gomme xanthane

(Endo et al., 2015).

Ce polymère trouve ainsi des applications industrielles nombreuses et variées, notamment

en agroalimentaire, en cosmétologie (à des concentrations de 0,7-1%) pour stabiliser des

formules de shampooings ou de dentifrices et en pharmacie comme épaississant ou

émulsifiant (concentrations de 0,1-0,5 %) (Simon, 2001). La gomme xanthane est utilisée

comme une matrice hydrophile dans la libération contrôlée de drogues, comme la

théophylline (Parfitt, 1999 ; Raja et al., 2009) et la céphalexine (Kay et Alldred, 2003).
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I.1.4. Le pullulane

Le pullulane est un homopolysaccharide linéaire neutre dans lequel les unités de glucose

sont polymérisées en des unités répétitives maltotriose (trois unités de α-1,4-molécules de 

glucose liées) (Figure I.5) (Khachatourians, 1995). La coexistence de liaisons glucosidiques

α(1→4) et α(1→6) dans la structure de pullulane peut être souvent considérée comme un 

intermédiaire entre les structures d'amylose et de dextrane (Singh et al., 2015).

Figure I.5. Structure chimique du pullulane (Khachatourians, 1995).

Les principaux avantages du pullulane sont ses caractères non ionique, hémocompatible,

non toxique et biodégradable (Fujii et al., 1986). Il est actuellement largement utilisé dans

l'industrie alimentaire comme additif alimentaire à faible teneur. Il possède la propriété

barrière contre l'oxygène, une bonne rétention de l'humidité et aussi il inhibe la croissance des

champignons (Rekha et al., 2007). Il représente également un intérêt pour ses applications

biomédicales sous divers aspects, par exemple, dans la libration de médicaments et de gènes

ciblés, dans l'ingénierie tissulaire, la guérison des plaies et même aussi dans l'imagerie

diagnostique (Rekha et al., 2007).

I.1.5. Le chitosane

Le chitosane ou le chitosan est un polyoside composé de la distribution aléatoire de D-

glucosamine lié en ß-(1-4) (unité désacétylée) et de N-acétyl-D-glucosamine (unité acétylée)

(Figure I.6).

Il est produit par désacétylation chimique (en milieu alcalin) ou enzymatique de la chitine.

Il est le composant de l'exosquelette des arthropodes (crustacés) ou de l’endosquelette des

céphalopodes (calmars...) ou encore de la paroi des champignons. C’est le deuxième
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biopolymère naturel le plus abondant après la cellulose (Shahidi et al., 1999). Cette matière

première est déminéralisée par traitement à l'acide chlorhydrique, puis déprotéinée en

présence de la soude ou de la potasse ; et enfin, décolorée grâce à un agent oxydant (Shahidi

et al., 1991).

Figure I.6. Structure chimique de chitosane (Matute et al., 2013).

Le chitosane a un certain nombre d'utilisations commerciales et biomédicales possibles. Il

peut être utilisé en agriculture pour le traitement des semences et biopesticide, en aidant les

plantes à lutter contre les infections fongiques. En vinification, il peut être utilisé comme

agent de collage, aidant également à empêcher leur détérioration. Dans l'industrie, il peut être

utilisé dans un revêtement de peinture en polyuréthane. En médecine, il se trouve dans les

bandages pour réduire le saignement et il est aussi un agent antibactérien ; le chitosane a

l’exceptionnelle particularité d’être chargé positivement (en milieu acide). Ce qui lui permet

de réagir avec tous les composés biologiques chargés négativement (membranes des

muqueuses, parois des bactéries, lipides…) et de les fixer solidement par liaison ionique, cette

particularité lui confère de très nombreuses propriétés (bio-adhésion, agent

filmogène…)((Kumar, 2000).

I.1.6. L’acide hyaluronique ou l'hyaluronate

L’acide hyaluronique (AH) est un polysaccharide linéaire composé d’un enchaînement

d’unités disaccharides composées d’acide glucuronique et de N-acétyl-glucosamine reliées

par une liaison α(1-4) (Figure I.7). C’est l’un des principaux composants de la matrice

extracellulaire et du liquide synovial des articulations. L’immuno-neutralité de cet acide fait

de lui un excellent matériau de construction des biomatériaux employés dans la médecine des

tissus en raison de ses propriétés physico-chimiques et des interactions spécifiques avec les

cellules et la matrice extracellulaire et dans les systèmes de libération des médicaments

(Onesippe, 2005).
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Figure I.7. Structure chimique de l’acide hyaluronique (Onesippe, 2005).

I.1.7. L’amidon

L’amidon est la principale réserve glucidique des végétaux. C’est l’aliment glucidique le

plus important pour l’homme. Il peut présenter jusqu'à 30 ou 60 % du poids sec d’un tissu

végétal. Il est abondant dans les graines et les tubercules mais aussi largement répandu dans

certaines cellules végétales.

L’hydrolyse enzymatique de l’amidon par l'amylase conduit à la formation du maltose.

L’amidon est donc un polymère d’α-glucose. Les unités répétitives sont liées selon les 

positions respectives 14.

L’étude des propriétés de l’amidon ont permis de mettre en évidence deux constituants :

L’amylose et l’amylopectine (Berrada, 2009).

I.1.7.1. L’amylose

L’amylose est formée de chaînes de 250 à 600 résidus d’α-glucose associés par des liaisons 

osidiques 14. Cette chaîne possède une structure spatiale hélicoïdale (Figure I.8).

Figure I.8. Représentation schématique de l’amylose (Berrada, 2009).
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I.1.7.2. L’amylopectine

L’amylopectine présente une structure ramifiée comportant environ 1000 à 2500 résidus de

glucose groupés en chaînes de 20 à 25 résidus d’α-glucose reliés par des liaisons 14. Les

chaînes sont unies les unes aux autres par des liaisons 16 (Figure I.9). La spiralisation des

chaînes fournit à la macromolécule un aspect général buissonnant.

Figure I.9. Représentation schématique de l’amylopectine (Berrada, 2009).

Le grain d’amidon est formé par le mélange selon un ordre défini d’amylose et

d’amylopectine auxquels s’ajoutent des traces de lipides, de phosphates, d’ions calcium et de

potassium. Si l’amylopectine domine toujours (70 à 80 %), les proportions sont variables

selon les espèces et il serait plus correct de parler des amidons plutôt que de l’amidon

(Berrada, 2009). L'amidon est un excellent matériau pour des usages industriels en raison de

sa non-toxicité et sa biodégradabilité (Chi et al., 2008).

I.1.8. La gomme de guar

La gomme de guar est composée principalement de galactomannane, une fibre végétale

soluble et acalorique (Dodi et al., 2011).

Le galactomannane est un polymère linéaire composé d'une chaine de monomères de

mannose ((1,4)--D-mannopyranose) auxquelles sont ramifiés par un pont 1-6 une unité de

galactose (Figure I.10).
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Figure I.10. Structure de la gomme de guar (Embuscado, 2009).

Elle est fréquemment utilisée, en particulier, dans l'industrie alimentaire, cosmétique et

pharmaceutique, comme épaississant, liant, émulsifiant et stabilisant, ainsi que comme

adjuvant pour la libération contrôlée de médicaments. Elle est ajoutée à divers aliments tels

que les céréales pour petit déjeuner, les produits laitiers, les sauces, les légumes préparés...

(Embuscado, 2009).

I.1.9. La cellulose

La cellulose est le biopolymère naturel le plus abondant. C’est le constituant principal des

différentes fibres naturelles comme le coton (Kamel et al., 2008). C’est un

homopolysaccharide à très longues chaînes, de masse molaire très élevée et de formule brute

(C6(H2O)5)n (Atalla et al., 2010). Elle appartient à la famille des β-D-glucanes. Elle est 

constituée exclusivement d'unités β-D-glucose reliées entre elles par des liaisons de type β(1-

4), à chaque molécule de cellulose comportant trois groupes hydroxyles, à l'exception des

extrémités terminales. L'unité répétitive composée de l'association de deux glucoses est

appelée cellobiose (Figure I.11) (Atalla et al., 2010). La cellulose est un hydrogel

tridimensionnel hydrophile capable d'absorber et de créer des liaison polaires avec les

molécules d'eau par ses fonctions hydroxyles.

Figure I.11. Structure chimique de la cellulose (Khennaoui, 2009).
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I.1.10. La pectine

Les pectines sont des substances d'origine végétale. Ce sont des polysaccharides

complexes que l'on retrouve principalement dans la lamelle moyenne et la paroi primaire des

plantes supérieures (Ghuibet et al., 2007). La pectine est généralement extraite à partir de

sous -produits de fabrication de jus de citron et de pomme (Gharsallaoui, 2008) La structure

chimique consiste en un enchainement linéaire de résidus de l’acide galacturonique liés en α 

(1-4) qui peuvent être intercalés par des molécules de rhamnoses. Des ramifications,

principalement constituées par de courtes chaînes latérales de sucres neutres (galactanes,

arabanes, xylanes...), sont rattachées à la chaîne principale (Figure I.12) (Mkedder, 2013).

D’autres glucides sont présents dans les pectines, comme le β-D-galactose, le β-D-glucose, le 

β-L-arabinose, le β-D-xylose et le β -D-fucose (Joly, 2003).

Figure I.12. Structure moléculaire de la pectine (Fishman, 1986).

En raison de leur capacité de s’associer par l’intermédiaire des ions calcium (Ca2+), les

pectines jouent un rôle capital dans l’architecture de la paroi où elles assurent sa rigidité,

permettant l’adhésion cellulaire et participent au métabolisme cellulaire (Mkedder, 2013).

Les hydrogels de pectine se trouvent dans les comprimés comme liant dans les formulations à

libération contrôlée (Sriamornsak, 2003). La pectine s’est révélée aussi d’une action

prometteuse dans les colites ulcéreuses, la maladie de crohn et du cancer du colon

(Srivastava et al., 2011).

I.1.11. Le xylane

Les xylanes sont les polymères les plus abondants dans les végétaux et particulièrement

dans les bois durs (Gerois et al., 2000). Ils représentent entre 20 à 30 % des parois cellulaires.

Etant essentiellement des constituants de la paroi secondaire, ils sont associés à la lignine. La

solubilité du xylane dépend non seulement de sa masse moléculaire mai s aussi de la nature
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des chaînes latérales. Généralement, ce substrat est plus soluble en milieu alcalin qu’en milieu

neutre ou acide (Mouranche et Costes, 1985).

La structure de base des xylanes est un squelette linéaire d’unités de xylose reliées entre

elles par des liaisons β-(1-4) et le degré de polymérisation se situe entre 100 à 200 unités de 

xylose (Beguin et Aubert, 1992). Ces liaisons portent la plupart du temps des ramifications

monomériques de type D-xylose, L-arabinose, D-mannose, D-glucose, D-galactose et de

l’acide glucuronique (Figure I.13).

Figure I.13. Structure chimique de xylane (Shallom et Shoham, 2003).

Le xylane est utilisé dans les produits biomédicaux (Li et al., 2011) et aussi comme

adhésif, épaississant et additif dans les matières plastiques afin d'augmenter leur résistance à

l'étirement et à la rupture ainsi que leur susceptibilité à la biodégradation (Ünlu et al., 2009)

I.2. Les Modifications chimiques des polysaccharides

Les modifications chimiques des polysaccharides permettent d'aboutir à de nouvelles

structures chimiques dans l’objectif d’améliorer les propriétés physico-chimiques et renforcer

la bio-activité. Elles font appel à des méthodes communes de synthèse chimique. La

détermination des structures s'avèrent par contre le plus souvent perplexe et difficile à

déterminer. Mais, des investigations de différents procédés ont été menées et établies par un

grand nombre de chercheurs (Ma et al., 2012 ; Zhang et al., 2013 ; Jiang et al., 2015). Suite

à cette complexité et à cette diversité des groupements fonctionnels existants sur l'ossature des

polysaccharides, il concevable que ces précurseurs sont des plaques tournantes pouvant selon

les conditions opératoires utilisées à aboutir à de nouvelles et originales fonctions (Delattre,
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2005). Parmi les modifications chimiques les plus évoquées dans la littérature pour leur

intérêt pratique et surtout dans le domaine du vivant, nous nous sommes intéressés à résumer

les réactions suivantes : - la sulfatation ; - l'alkylation ; - la carboxyméthylation ;-

l’acétylation ; - l'oxydation ; - l'amidation et - la phosphorylation.

I.2.1. La Sulfatation

Les polysaccharides sulfatés peuvent être préparés en greffant des groupements sulfates à

leurs hydroxyles. Mizumoto et al., (1988) ont introduit pour la première fois des groupes

sulfates aux monosaccharides et ont trouvé que les polysaccharides sulfatés ont un pouvoir

inhibiteur des virus T-lymphotropiques. Et à partir de cela, la sulfatation devient une

orientation importante vers les modifications structurales des polysaccharides. On note aussi

que la sulfatation peut avoir lieu sur le groupement carboxyle et amine et induit une nette

amélioration de l’activité antivirale (Li et al., 2016).

Pour un grand nombre de polysaccharides sulfatés, une dé-sulfatation entraine une chute de

l'activité biologique et plus précisément de l'activité antivirale (Li et al., 2016).

L'introduction des sulfates dans la structure du polysaccharide augmente la quantité de

charges négatives qui, par conséquent, peuvent se lier à des entités positives provenant

d’autres molécules ou macromolécules. C’est le cas de leur combinaison avec l'inhibiteur de

protéase de coagulation, l'antithrombine, où il est activé et l’activité anticoagulante est

produite (Melo et al., 2004). C'est le cas de l'alginate après sulfatation. Le dérivé obtenu

montre une compatibilité élevée avec le sang et un pouvoir anticoagulant élevé intervenant, en

particulier, dans la voie intrinsèque da la coagulation (Ronghua et al., 2003). Il présente une

similitude structurale avec l’héparine (Alban et al., 2002) (une molécule constituée

principalement d’oses et qui fait partie des matrices extracellulaires des tissue conjonctifs) qui

a été largement répondue dans la thérapie d’anticoagulants pendant plus de 60 années.

Les sulfates d’alginate sont préparés à partir de l’alginate de sodium par une réaction avec

l'acide chlorosulfonique, le ClSO3H, dans le formamide (Figure I.14). En général, la

sulfatation est réalisée dans des solvants usuels (Yang et al., 2013) comme le formamide, le

DMF, le DMSO et la pyridine mais à partir de polysaccharides de faibles poids moléculaires

(Suwan et al., 2009).
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Figure I.14. Réaction de sulfatation de l'alginate de sodium (Yang et al., 2011).

Les esters sulfatés de chitine et de chitosane sont préparés (Figure I.15) avec divers

réactifs, par l'acide sulfurique concentré (Nagasawa et al., 1971) ou le trioxyde de soufre

(Hirano et al., 1985). Après cette modification chimique, la capacité de former des liaisons

hydrogène se trouve diminuer. La stabilité thermique du chitosane sulfaté est inférieure à celle

du chitosane. Aussi, il a été décelé que la structure cristalline des polysaccharides est

complètement perturbée (Zhang et al., 2003). Parmi les intérêts majeurs de la chitine et du

chitosane sulfatés, leurs applications en tant qu'analogues à l'héparine et aussi en tant que

nouveaux biomatériaux (Jayakumar et al., 2007).

Figure I.15. : Réaction de sulfatation du chitosane (Chopin et al., 2014).

La sulfatation de l'α-cellulose par l’acide sulfurique (34,2N) dans un milieu hétérogène (à 

0°C, 60 min) conduit à un dérivé ayant un DS de 0,392. Les étapes des réactions intervenant

dans ce processus sont données ci-après (Figure I.16). Le produit obtenu est soluble dans

l’eau à chaud et donne une solution claire dans les milieux aqueux (Bhatt et al., 2007).

Pour ce qui est de la sulfatation du pullulane par le SO3 dans des solvants tels que la

pyridine et le DMF, différents DS (allant de 0,08 jusqu'à 1,45) sont obtenus et dépendent du

temps et de la température de la réaction. La réactivité des groupements OH dans le système

SO3/Pyridine dans l'ordre suivant C6> C3 > C2 > C4 a été déterminée par spectroscopie RMN-

13C (Mähner et al., 2001).
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Figure I.16. Etapes intervenant dans la sulfatation de la cellulose par

l’acide sulfurique (Bhatt et al., 2007).

I.2.2. L’alkylation

La modification par alkylation des polysaccharides concerne l'introduction d'alkyles dans

les extrémités terminales des chaînes principales des macromolécules. Ce qui entraine la

réduction de la viscosité, une propriété propice à l'augmentation de la bio-activité (Li et al.,

2016). Les alkylations sont, selon une bibliographie exhaustive, principalement appliquées sur

le chitosane (Sashiwa et al., 2004) et la cellulose (Petruš et al., 1995). Les propriétés

biologiques du chitosane N-alkylé se montrent d'un intérêt exceptionnel dans des applications

spécifiques médicales et en tant qu'agent anti-bactérien (Martins et al., 2014).

La N-alkylation du chitosane peut être réalisée en deux étapes (Figure I.17). La première

étape fait appel à la formation de la base de Schiff, réaction de condensation de l'amine avec

un aldehyde ou une cétone provenant d'une autre molécule pour former une imine qui est

ensuite réduite dans la seconde étape de cette modification en amine par des hydrures issus du

borohydrure de sodium (NaBH4) ou du cyanoborohydrure de sodium (NaBH3CN) (Aranaz et

al., 2010). Il est, par contre, peu répandu que la N-alkylation est réalisable directement par

action des halogénures d'alkyles notamment par les iodures et les bromures d'alkyles (Nudga,

1973 ; Liu et al., 2003).

Figure I.17. N-Alkylation de du chitosane (Philippova et Korchagina, 2012).
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Les conditions de la réaction d'alkylation telles que le temps de la réaction, température et

concentration des réactifs, affectent le degré de désacétylation, le degré de substitution, la

viscosité et le poids moléculaire du chitosane (Chopin et al., 2014). Lin et al., (2007) ont

montré que l'alkylation dans le cas du pullulane donne des résultats opposés à ceux obtenus

avec le chitosane dont l'alkylation de ce dernier le rend hydrosoluble alors que le pullulane

alkylé par exemple par le bromure de n-butyle devient complètement insoluble. Aussi, pour

rendre l'alginate non hydrosoluble, des réactions d'alkylation ont été menées avec succès (

Pelletier et al., 2001; Leonard et al., 2004). Mais, cette O-alkylation est orientée sur le

groupement carboxylate (Figure I.18) (Chopin et al., 2014). Ce n'est en fait qu'une réaction

d'estérification qui est également obtenue par action d'alcools ayant différentes chaines

alkyles. Dans ce cas, des catalyseurs sont additionnés. Durant ces dernières années, les agents

d'alkylation ou d'estérification de l'alginate les plus attractifs sont les dérivés du propylène

oxyde (Carre et al., 1991).

Figure I.18. Réaction d’alkylation de l'alginate en présence d'alcool (Yang

et al., 2011).

Les alkylations de l'acide hyaloronique, de structure analogue à l'alginate par le

groupement carboxyle, sont effectuées en présence d'halogénures (chlorure, bromure ou

iodure) d'alkyles, de diazométhane et d'époxydes (Schanté et al., 2011). Ce qui augmente les

propriétés hydrophobes de l'acide hyaloronique tout en conservant le caractère biodégradable

et biocompatible du matériau (Benedetti et al., 1993).

I.2.3. La carboxymethylation

Plusieurs dérivés des polysaccharides ont été préparés par des réactions de

carboxymethylation en utilisant comme des matières premières, la cellulose (Zeller et al.,

1991 ; Chen et al., 2009), l’amidon (Kooijman et al., 2003), la chitine (Kurita et al., 2001),

le scleroglucan (de Nooy et al., 2000) et le pullulane (Picton et al., 1995).
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Les dérivés obtenus sont le plus souvent des polyélectrolytes pouvant être sollicités dans

divers domaine d’application dans les industries cosmétique, pharmaceutique, alimentaire et

chimique (Silva et al., 2004).

Les procédés permettant la production des agents carboxyméthylés ne sont pas couteux et

sont faciles à réaliser. Tous les réactifs utilisés sont accessibles de point de vue prix et ne sont

pas toxiques (Verraest et al., 1995)

Takahashi et al., (2014) ont trouvé que l'activité antioxydante des polysaccharides

carboxyméthylées à partir de l’Auriculaire auricularia est approximativement deux fois plus

élevée que celle des polysaccharides natifs.

La carboxyméthylation des polysaccharides est basée sur la synthèse de Williamson où le

alkoxyde (polysaccharidique dans un milieu basique) réagit avec de l’acide

monochloroacétique (MCA) et les groupes hydroxyles primaires ou secondaires sont

substitués par des groupes carboxyméthylés (Ege, 1989).

Des solvants inertes comme l’alcool isopropylique ou l’alcool t-butylique sont utilisés. De

cette façon, un meilleur degré de substitution est obtenu. Ce qui améliore la solubilité de la

macromolécule dans l’eau (Reguant et al., 1999) .

Le dérivé le plus important de cette série est la carboxyméthylcellulose (CMC). Il est

largement utilisé dans les industries, du papier, du textile, des détergeants, des papiers,

comme épaississant dans l’alimentation et dans les formulations pharmaceutiques (Verraest

et al., 1995). Il est non toxique, biocompatible et biodégradable (Yang et al., 2007).

La CMC est obtenue en milieu basique à partir de la cellulose (Figure I.19). Dans ces

conditions les ponts hydrogène responsables de la cohésion des chaînes polymériques se

rompent en commençant par les zones amorphes (Bousba, 2015). Le pKa de la molécule

obtenue se situe entre 4,2 et 3,4. Les degrés de substitution (DS) sont de l'ordre de 0,4 à 1,4 et

ceux de polymérisation (DP) vont de 20 à 100 (Keller, 1986).

Figure I.19. Carboxyméthylcellulose sodique obtenue par la réaction de

Williamson (Fontanille, 2002).
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Le chitosane est O-carboxyméthylé en position C3 et/ou C6 (Figure I.20). Ce qui augmente

considérablement sa solubilité dans les solutions neutres ou alcalines. Il a été trouvé que le

O-carboxyméthylchitosane améliore la biocompatibilité des surfaces des films d’acide

polylactique ainsi que l'adhésion cellulaire et leur prolifération par rapport au matériau non

modifié (Alves et Mano, 2008).

Figure I.20. O-Carboxyméthylation du chitosane en position C6 (Fan et al., 2012).

Il y a aussi la N-carboxyméthylation du chitosane. Là, seuls les groupes amines du

chitosane sont alkylés (Figure I.21). Cette transformation se fait avec l’acide glyoxylique en

milieu acide formant ainsi la base de Schiff qui est convertie ensuite en N-

carboxyméthylchitosane par réduction au cyanoborohydrure de sodium (NaCNBH3) (Kurita,

2001).

Figure I.21. N-carboxyméthylation du chitosane (Kurita, 2001).

Pour ce qui de l’amidon, le dérivé correspondant représente un des plus importants

produits d'amidons modifiés. Il est largement utilisé dans les industries du textile, du pétrole,
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du papier, alimentaire et pharmaceutique (Zhang et Wu, 1992). La réaction de

carboxymethylation implique deux étapes successives en accord avec l'éthérification de

Williamson (Figure I.22). La carboxymethylation en plus de la position C6 peut également

avoir lieu en C2 et C3.

Figure I.22. Carboxyméthylation de l’amidon (Barrios et al., 2013)

En outre, Dodi et al., (2011), après obtention du dérivé carboxyméthylé de la gomme de

guar (Figure I.23), ont montré l’utilisation potentielle dans la libration orale des molécules

hydrophiles de ce dernier.

Figure I.23. Carboxyméthylation de la gomme de guar (Dodi et al., 2011).

Pour ce qui du pullulane, son dérivé anionique le carboxyméthylpullulane (CMP) (Figure

I.24) est fabriqué par réaction du pullulane dans l'alcool isopropylique par action

chloroacetate de Na. Il ressort ici suite à l’étude par RMN à haute résolution que la réactivité
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des hydroxyles du pullulane se trouve dans l’ordre suivant: OH2 > OH4 > OH6 > OH3

(Pereira, 2013).

Figure I.24. Carboxyméthylation en C2 du pullalane (Pereira, 2013).

I.2.4. L’acétylation

L’acétylation des polysaccharides est connue depuis plusieurs décennies (Edgar et al.,

2001 ) surtout celles de la cellulose (Wu et al., 2004) et de l'amidon (Wolff et al., 1951) qui

se font en présence de l'acide acétique et l'anhydride acétique (Larock, 2001).

Le groupement acétyle entraine des changements directionnels et horizontaux dans la

structure du polysaccharide provoquant ainsi des altérations des arrangements spatiaux et des

extensions des chaines du sucre, et qui aident par contre à augmenter la solubilité dans l'eau

(Duand et al., 2014) et les activités des polysaccharides cas de l’activité antioxydante (Zhang

et al., 2014) et l'activité immuno-modulation (Li et al.,2016).

L'acétylation consiste, en général, en une attaque électrophile par le carbonyle de

l'anhydride les groupes nucléophiles portés par le polysaccharide comme l'oxygène et l'azote.

La O-acétylation des carbohydrates est largement utilisée non seulement pour la protection

des groupes hydroxyles mais aussi pour la purification et l'élucidation structurale des produits

naturels (Abbott et al., 2005). L’acétylation de la cellulose par l'anhydride acétique est

illustrée dans la figure suivante (Figure I.25) (El Seoud et al., 2013).

Figure I.25. Réaction d'acétylation de la cellulose (El Seoud et al., 2013).
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Dicke (2004) a préparé des esters d’amidon en positions C3 et C6 en présence de

l'anhydride acétique et comme catalyseurs, le NaOH (Babić et al., 2009) ou le H2SO4 (Babić 

et al., 2007). Les acétates d'amidon avec des degrés de substitution élevés interviennent dans

de nombreuses applications industrielles, dans le domaine alimentaire, en pharmaceutique

comme liant dans la fabrication des comprimés, dans les filtres des cigarettes, dans les

matériaux d'emballage biodégradables, dans les revêtements, dans les adhésifs......(Ačkar et

al., 2015).

Récemment et avec l'orientation de la recherche scientifique vers la chimie verte,

l'investigation de l'acétylation du xanthane a été réalisée dans un solvant ionique, le chlorure

de 1-butyl-3-méthylimidazolium (BMIMCl) à des températures élevées en utilisant

l'anhydride acétique (Figure I.26). La structure du xanthane acétylé est confirmée par RMN-

1H et IR-TF. Le degré d'acétylation augmente avec la température de la réaction (Endo et al.,

2015).

Figure I.26. Réaction d'acétylation du xanthane par l'anhydride acétique dans un solvant

ionique, le BMIMCl (Endo et al., 2015).

Il est, en revanche, intéressant de préciser selon Jung et al., (2003) que le pullulane est

acétylé dans l'anhydride acétique/formamide et dans la pyridine comme catalyseur. Le
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pullulane acétylé présente une bonne solubilité dans les solvants organiques, le DMSO, le

DMF, le tétrahydrofurane, le dichlorométhane, le chloroforme, l'acétone et le 1,4-dioxane

(Pereira, 2013). Selon son degré d'acétylation et son aptitude à former des nanosphères, il est

d'après Jung et al., (2003) un bon substrat d'encapsulation du clonazepam.

I.2.5. L’oxydation

Parmi les réactions chimiques susceptibles de modifier les polysaccharides, il y a

l'oxydation par des agents possédant des capacités oxydantes, comme le KIO4, le KMnO4, le

TEMPO, le chlorite de sodium, le peroxyde d’hydrogène …. et pouvant affecter les différents

groupements fonctionnels y compris la structure du polysaccharide.

Ce type de réaction conduit de manière sélective, ciblée, contrôlée ou aléatoire à des oligo-

et/ou à des nouveaux polysaccharides oxydés dont leurs usages se diversifient et s’est

intensifié ces deux dernières décennies (Vignon et al., 2006).

Il est rapporté que l’oxydation par le periodate est largement utilisée comme une méthode

pour l'élucidation des structures complexes en glucides et ses premières applications ont aidé

à interpréter les structures fondamentales de nombreux polysaccharides tels que la cellulose,

l'amidon et le glycogène (Tang et al., 2005 ; Gosselink et al., 2011). L’ion periodate « IO4
- »

attaque les diols vicinaux pour cliver la liaison carbone-carbone conduisant à la formation

d'un dialdéhyde (Figure I.27) (Teotia, 2012).

Figure I.27. Oxydation de l’alginate de sodium par le NaIO4 (Gomez et al., 2007).

Par ailleurs, l'ion permanganate est lui aussi un oxydant puissant pour de nombreux

composés organiques et inorganiques mais il n'a pas reçu beaucoup d'attention dans le cas de

l'oxydation des polysaccharides. En revanche, Hassan et al., (1993) ont étudié les cinétiques

d'oxydation des alginates, des pectates, des polyalcool vinyliques et des macromolécules

polyélectrolytes par les ions permanganates dans des solutions alcalines (pH=12). Ils ont
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trouvé que les procédés d'oxydation passent par la formation de complexes intermédiaires de

manganate (VI) «l'espèce transitoire», suivie d’une décomposition lente de ces produits

intermédiaires pour aboutir aux dérivés oxydés (Figure I.28).
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Figure I.28. Oxydation de la pectine par l’ion permanganate (Khairou, 2003).

Un autre agent d'oxydation utilisé est l'acide perchlorique, le HClO4, en présence du

cérium. L’étude de la réaction d'oxydo-réduction entre l'ion cérium et les polysaccharides en

milieu non complexant d'acide perchlorique a été menée par Hassen et al., (2014). Il s'est

révélé que l'oxydation se déroule sans formation de complexes intermédiaires (Figure I.29) et

que le produit récupéré transforme ses deux hydroxyles adjacents en deux cétones (Hassen et

al., 2014).
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Figure I.29. Mécanisme d’oxydation de la carboxymethylcellulose par le

cérium (IV) (Hassen et al., 2014).

Cependant il y a Il y a l'ion oxoammonium, le 2,2,6,6-tétraméthyl-1-pipéridine (TEMPO),

qui est utilisé comme réactif chimique efficace pour la conversion régiosélective des groupes

alcools primaires en groupes carboxyles de glucanes. Ce procédé d'oxydation est appliqué à

un large éventail de polysaccharides. Les α- ou β-glucanes y compris le chitosane sont 

sélectivement carboxylés par le TEMPO en position C-6 (Yoo et al., 2005).

En outre, des études sur l’oxydation de la cellulose par le TEMPO montrent des baisses

substantielles du degré de polymérisation (DP). Un nouveau système d'oxydation avec des

quantités catalytiques de TEMPO et NaOCl utilisant le NaClO2 comme oxydant primaire,

c'est-à-dire un système TEMPO/NaOCl/NaClO2, est appliqué à des composés de faible poids

moléculaire pour convertir les groupes hydroxyles primaires en groupes carboxyles dans un

mélange acétonitrile-eau dans des conditions neutres. Même si les temps nécessaires à

l'oxydation sont plus longs que ceux du système TEMPO/NaBr/NaOCl, le carboxyle peut être

obtenu avec de meilleurs rendements dans des conditions neutres (Hirota et al., 2009).
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La figure I.30 illustre le schéma réactionnel de ce type d’oxydation. Le NaOCl oxyde le

TEMPO en formant l'ion N-oxoammonium qui oxyde rapidement à son tour l'hydroxyle

primaire en aldéhyde en milieu acide ou neutre, formant l'hydroxylamine. L'aldéhyde est

oxydé en un groupe carboxyle par l'oxydant primaire le NaClO2, formant le NaOCl.

L'hydroxylamine est oxydée en ion N-oxoammonium à nouveau par le NaOCl ainsi généré. Il

ne reste pas de groupes aldéhydes dans les produits oxydés. La dépolymérisation des chaînes

cas de la cellulose causée par β-élimination est évitée (Hirota et al., 2009).
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Aussi, le chlorite de sodium, le NaClO2, est un autre agent oxydant. La réaction du

chitosane avec le NaOCl2 en milieu homogène à un pH=4,5 implique une décomposition par

oxydation simultanée des groupes alcools primaires CH2OH en carboxyles (Figure I.31). Par

contre, l’oxydation hétérogène du chitosane par le chlorite de sodium à pH=6,4 conduit à la

formation de liaisons covalentes entre l'atome d'azote du groupe amino et un atome de

carbone du groupe carboxyle (Murinov et al., 2010).
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Figure I.31. Oxydation du chitosane par le chlorite de sodium (Murinov et al., 2010).

Lewin et Ettinger (1969) ont établi une étude approfondie de la réaction entre le peroxyde

d'hydrogène et la cellulose sous forme de fibres de coton purifié. Ce dernier contient une

petite quantité de fer. Si le fer est extrait du coton purifié avec HCl (0,1 M), la décomposition

sera relativement forte tandis que l'oxydation restera lente. L'oxydation a formé

principalement des groupes cétoniques, ces groupes fonctionnels ont eu lieu principalement

en C3 (Figure I.32) qui sont quasiment inactifs et ne provoquent pas de scission de chaine du

polysaccharide (Haskins et al., 1950).

Pour ce qui est de l'hypochlorite de sodium, de formule chimique NaOCl, il est connu sous

le nom d'eau de javel, il est utilisé dans la désinfection et le blanchiment du coton. Il est doté

d'un bon pouvoir oxydant dont le mécanisme réactionnel sur les polysaccharides reste

incertain. Cela est en partie du à sa nature complexe en solution aqueuse (Floor et al., 1989).

Toutefois, trois réactions possibles sont suggérées. Il y a l'oxydation des hydroxyles en

carbonyles puis en carboxyles (Figure I.33) et qui est également susceptible d'être

accompagnée d'une dépolymérisation qui n'est en fait qu'une dégradation du polysaccharide.

Rodrigue (2008) a démontré après son étude sur la cellulose que les attaques des ions

hypochlorite sont non sélectives mais peuvent surgir en position 1,2 et/ou 2,3.
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Figure I.33. Oxydation de la pectine par l'hypochlorite de sodium (Chetouani et al., 2014).



32

I.2.6. L'amidation

La réaction d’amidation nécessite la présence d’acides carboxyliques comme électrophiles

et d’amines libres comme nucléophiles. Cette réaction fournit, dans des conditions douces de

courtes durées et à température ambiante, des rendements élevés en produits de type amide

(Yang et al., 2007).

L'amidation des groupements carboxylates de l'alginate par des composés amines se fait en

présence du chlorhydrate du 1-éthyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimide (EDC) (Figure

I.34) (Galant et al., 2006). Cette réaction a été minutieusement investiguée par différents

chercheurs (Yang et al., 2002, Zhu et al., 2002, Polyak et al., 2004).

Figure I.34. Réaction d'amidation de l'alginate (Yang et al., 2011).

De nouveaux groupements amides peuvent être obtenus par des réactions de

transamidation. Des groupements amines sont libérés et de nouvelles amines sont greffées.

Les esters, eux aussi, peuvent réagir directement avec les amines pour donner des amides

(Figure I.35). La pectine fortement méthylée (esters méthyliques de pectine avec DS=0,73)

en est un exemple. Elle a été soumise à des amidations avec divers alkylamines (du n-

butylamine jusqu'au n-octadécylamine) dans le DMF dans des conditions hétérogènes (8°C,

25°C ou 45°C), et les amides correspondants ont été isolés avec des DS en amide = 0,4 à 0,55

(Synytsya et al., 2003 ; Synytsya et al., 2004).

Figure I.35. Amidation de la pectine ( Sinitsya et al., 2000).
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La CMC a aussi été modifiée en phase homogène par amidation par de longues chaines

amines RNH2 (Figure I.36). Les produits ainsi obtenus sont des polymères ayant des

propriétés hydrophobes (Khennaoui, 2009).

Figure I.36. Amidation de la CMC selon Charpentier et al., (1997).

Aussi, le chitosane après son amidation par l’acide lactobionique (Figure I.37) se trouve

impliqué dans d'intéressantes applications, dans le domaine de la libération médicamenteuse

des peptides et des gènes de faible poids moléculaire (Gao et al., 2003 ; Zhang et al., 2011).

Il est également une matrice extracellulaire synthétique qui se lie aux hépatocytes (Chung et

al., 2002 ; Park et al., 2003) et une matrice de stabilisation des nanoparticules d'oxyde de fer

(Bahadur et al., 2009). Par ailleurs, différentes études ont été menées sur ce matériau

prouvant sa non toxicité (Jain et Jain, 2010) et son utilisation prometteuse dans le domaine

alimentaire (Matute et al., 2013). Cependant, peu de travaux sur l’activité antioxydante ont

été recensés jusqu'à ce jour.
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Figure I.37. Réaction entre l’acide lactobionique et le chitosane (Matute et al.,

2013).

I.2.7. La phosphorylation

Les polymères contenant du phosphore dans leur structure sont d’une grande proportion

dans le domaine biomédical. Ils sont souvent biocompatibles, hémocompatibles et résistants à

l'adsorption des protéines (Monge et al., 2011). Le curdlane phosphorylé est revendiqué par

différents auteurs (Williams et al., 1991 ; Williams et al., 2004) comme un modifiant

intéressant de la réponse biologique lui permettant d’être appliqué en cliniques.

Le carraghénane, le xylane et le fucoidane tous phosphorylés exhibent quant à eux

d’excellentes propriétés anticoagulantes (Dace et al., 1997). Il a aussi été rapporté (Chen et

al., 2009 ; Huang et Zhang., 2011) que le curdlane et le α-D-glucane phosphatés sont 

hydrosolubles et possèdent des propriétés anti-tumorales alors que les polysaccharides natifs

correspondants peuvent être non hydrosolubles et dépourvus de bioactivité.

Par ailleurs, les propriétés antioxydants du carraghénane sont obtenues après réaction de ce

dernier dans le mélange pyridine/formamide en présence POCl3 (Yuan et al., 2005).
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Il est aussi important de citer que le dérivé du chitosan, le

2-(α-arylaminophosphate)chitosane, est un antifongique remarquable (Illy et al., 2015) et que

les polysaccharides phosphorylés, en général, sont de bons matériaux candidats pouvant être

utilisés selon des usages spécifiques comme scaffold dans le génie tissulaire (Illy et al.,

2015).

La cellulose phosphorylée avec un DS de 1,0 (Suflet et al., 2006) présente une bonne

hydrosolubilité et un pouvoir considérable à former des films qui sont non toxiques et

favorisent la croissance cellulaire (Petreus et al., 2014).

Quand aux chitosane, chitine et fibres de coton phosphorylés, ils ont tous révélé qu’ils sont

des substrats favorables de croissances des phosphates de calcium (Yokogawa et al., 1997).

Les films imprégnés de phosphate de calcium améliore le processus de biominéralisation ; et

par conséquent, l'ostéo-intégration.

Parmi les réactions de phosphorylation (Figure I.38), il existe celles où l'anhydride

phosphorique (P4O10) ou l'acide phosphorique (H3PO4) sont utilisés.

Figure I.38. Phosphorylation des hydroxyles par H3PO4 et/ou P4O10 (Illy

et al., 2015).

D’autres réactifs peuvent être additionnés, exemple, l'urée dans le DMF en présence de

l’acide phosphorique.

La phosphorylation des groupes hydroxyles de chitosane a été réalisée, en revanche, selon

deux voies d’accès (Figure I.39). La première voie utilise le pentoxyde de phosphore (P2O5)

avec l’acide méthane sulfonique (Nishi et al., 1986), et la seconde l'acide phosphorique

(H3PO4) en présence de l'urée (Sakaguchi et al., 1981).
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Figure I.39. Phosphorylation de chitosane (Chopin et al., 2014).

Le formaldéhyde peut aussi être utilisé en milieu acide successivement ou simultanément à

la réaction faite dans le H3PO3 sur le chitosane. Ici, le N-mono et N-di-phosphonicmethylène

de chitosane sont isolés et sont hydrosolubles (Heras et al., 2001; Matevosyan et al., 2003).

Pour l’alginate, sa phosphorylation par addition du phosphate/urée est régiosélective

déterminé par RMN. Cette réaction en milieu fortement acide diminue désormais son poids

moléculaire ; et aussi, elle réduit sa capacité à former des hydrogels avec le calcium. Mais, ce

dérivé alginaté est intéressant pour sa capacité à induire la nucléation et la croissance

d'hydroxyapatite (Coleman et al., 2011).
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CHAPITRE II :

PARTIE EXPÉRIMENTALE.
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II.1. Produits utilisés

Carboxyméthylcellulose de sodium en poudre (CMC) (Le poids moléculaire est de 250

g/mol ; Son degré de substitution est 0,7, c'est-à-dire 7 groupes de carboxyméthyle par 10

unités d'anhydroglucose ; Le degré de polymérisation est de 1100 ; La teneur en Na est

approximativement de 8% par poids ; La viscosité moyenne d'une solution à 2% dans l'eau à

25°C est de 400–800 cps) ; Chitosane avec un degré de N-désacetylation de 65% ; H2O2 (à

30%) ; DCC (N,N'-dicyclohexylcarbodiimide) ; NHS (N-hydroxysuccinimide) sont fournis de

chez Sigma-Aldrich (USA). Tous les autres produits chimiques utilisés lors de la réalisation

de ces études sont de grade analytique.

II.2. Méthodes opératoires suivies

II.2.1. Oxydation de la carboxyméthylcellulose par H2O2

L’oxydation de la carboxymethylcellulose par le peroxyde d’hydrogène est menée selon la

méthode décrite par Zhang et al., ( 2012). Dans un ballon de 100mL, 2g de CMC sont ajoutés

à 20mL d'eau distillée. Le contenu du ballon est maintenu à 80°C sous faible agitation

pendant 30min.

Ensuite, le CuSO4.5H2O est dissous dans un minimum d’eau distillée pour qu'il soit ajouté

à la CMC préalablement gélatinisée dans le ballon de 100mL. Les concentrations utilisées

sont résumées dans le tableau II.1.

Tableau II.1. Nombres de moles, masses et pourcentages de CuSO4.5H2O/CMC utilisés.

Nombre de moles

de CuSO4.5H2O

(mmoles)

Masse de

CuSO4.5H2O

(mg)

Masse de

CuSO4 (mg)

Masse de

CuSO4(g)/ 2g de

CMC (%)

Masse de

CuSO4.5H2O (g)/

2g de CMC (%)

0,02 5,11 3,27 0,16 0,25

0,03 9,27 5,93 0,29 0,50

0,06 15,15 9,69 0,48 0,75

0,08 20,46 13,09 0,65 1,00

Au bout de 50 min (après addition de CuSO4), l’addition du peroxyde d’hydrogène se fait

goutte à goutte pendant 30 min.

La réaction est maintenue pendant des temps variables. Nous avons choisi pour cette étude

t=1h, 3h, 5h et 24h.
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Les volumes de H2O2, leur nombre de moles ainsi que leur pourcentage par rapport à la

masse de CMC sont donnés dans le tableau II.2.

Tableau II.2. Volumes, nombres de moles, masses et pourcentages du peroxyde d’hydrogène

utilisés.

Volume de H2O2

(ml)

Nombre de moles de

H2O2 (mmoles)

Masse de

H2O2 (g)

Masse H2O2(g)/ 2g de

CMC (%)

0,82 8,37 0,284 14,20

1,64 16,00 0,544 27,20

2,56 25,00 0,850 42,50

3,48 34,00 1,156 57,80

Lorsque la réaction est stoppée, le contenu du ballon est additionné à de l'éthanol (95%)

(V30 ml). Un gel se forme. Il est isolé par centrifugation puis laissé sécher pendant 48 h à

l'air libre. Enfin, le solide obtenu est broyé à l’aide d’un mortier en porcelaine.

On doit préciser que cette réaction d’oxydation est menée en fonction des concentrations du

catalyseur (CuSO4), de l’agent oxydant (H2O2), du temps, de la température et du pH.

Les températures choisies sont 30°C, 55°C, 60°C, 75°C. Les pH sont fixés à 4, 5,5, 9, 11.

II.2.2. Préparation des films de chitosane/CMC et/ou chitosane/CMC oxydée

1% (m/m) de CMC est solubilisé dans l'eau distillée à 70°C alors que 1%(m/m) de

chitosane est dissous dans l’eau distillée acidifiée avec HCl (0,1N) à pH =3,5 et T= 60°C.

Ensuite, 20 ml de chacune de ces solutions sont mélangés et maintenus au pH de 3,5

pendant 6 h à 55°C. Puis, la solution de chitosane/CMC (CS/CMC1) est versée dans une boîte

de Pétri en polystyrène (9,5 cm de diamètre) et est laissée sécher à l'air libre pendant 3 à 4

jours. L'épaisseur des films avant et après le séchage sont 0,6 mm et 0,12 mm,

respectivement.

La même procédure opératoire est appliquée pour la préparation du chitosane/CMC oxydée

(CS/OCMC). L'épaisseur de films humides et secs sont de 0,6 mm et 0,1 mm, respectivement.

La CMC oxydée choisie pour cette étude est la formulation préparée à partir de l’oxydation à

14,2% H2O2, 1% CuSO4, T=55°C, pH 5,5 et t=3h.
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II.2.3. Amidation de la CMC par le chitosane en présence de NHS et de DCC

L’amidation de la CMC par le chitosane est réalisée selon la méthode décrite par Matute

et al., (2013). Dans un bécher de 200 ml, 1 g de chitosane est solubilisé dans 100 ml d'acide

acétique aqueux (1%) sous agitation pendant 24h. Le pH de la solution est ajusté à 6,5 par

NaOH (0,1 M). D'un autre coté, on mélange successivement, dans un bécher de 50 ml, 10mL

de CMC aqueuse (0.15g/mL), 5mL de NHS (0,18g /mL) et 5mL DCC (0.3 g /mL). Le

contenu de ce dernier bécher est gardé sous agitation pendant 1 heure à température ambiante.

Puis, il est additionné progressivement à la solution du chitosane. La réaction est menée sous

agitation pendant 72 heures à température ambiante. L'hydrogel (CS/CMCNHS/DCC) est

précipité et lavé par mélange éthanol/eau (70/30) (V/V). Ensuite, il est isolé par centrifugation

(300rpm/mn) pendant 10 min, puis laissé sécher à l’air libre pendant trois jours. Un film blanc

opaque est récupéré.

La même procédure est appliquée pour la préparation du chitosane/CMC (CS/CMC2) sans

NHS et DCC.

II.3. Identification et caractérisation

II.3.1. Dosages chimiques

II.3.1.1. Détermination de la teneur en aldéhyde

La teneur en aldéhydes est déterminée en suivant la méthode décrite par Li et al., (2011).

Pour ce faire, dans un bécher de 100 mL enveloppé dans du papier en aluminium, 0,5g de la

CMC oxydée sont dissous dans 25mL d’eau distillée. Le pH est ajusté à 5 avec NaOH (1,0M).

Puis, 20mL d'une solution aqueuse de chlorhydrate d’hydroxylamine (0,72 M) ajustés par

NaOH à pH=5 sont ajoutés à la solution précédente de la CMC oxydée. L’agitation est laissée

pendant t=4h à T=40°C. Le titrage d’acide chlorhydrique est suivi avec du NaOH (1,0 M). La

consommation de la solution de NaOH est enregistrée en tant que Vc.

La même procédure est reproduite sur la CMC comme témoin et la consommation de la

solution alcaline est enregistrée comme Vb. La quantité d’aldéhyde dans la CMC oxydée est

calculée par l'quation suivante :

(%)�ࢋࢊ࢟ࢎéࢊࢇ�ࢋ�࢛࢘ࢋࢋࢀ =
ࡹ ࡴࡻࢇࡺ −ࢉࢂ) (࢈ࢂ

 ⁄
× 

Avec :

CNaOH =1,0 M,
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m: est la masse à l'état sec de la CMC oxydée (g),

211: est la masse molaire de l’unité répétitive de la CMC oxydée.

II.3.1.2. Détermination de la teneur en carboxyle

La teneur en carboxyle de la CMC oxydée est déterminée selon un mode opératoire

proposé par Kumar et Yang (1999) en utilisant de la phénolphtaléine comme indicateur

coloré.

Dans un bécher de 100 ml, 0,5 g de CMC oxydée sont solubilisés dans 50 ml d’acétate de

calcium (à 2%) pendant 30 minutes. La solution est ensuite titrée avec une solution de NaOH

(0,1 N). Les volumes de NaOH consommés sont notés Vc. Un essai à blanc de la CMC native

pour déterminer le volume de NaOH (Vb) est aussi réalisé.

La teneur des groupements carboxyliques portés par les CMC oxydées est déterminée par la

relation suivante :

(%)ࢋ࢟࢞࢈࢘ࢇࢉ�ࢋ�࢛࢘ࢋࢋࢀ� =
ࡺ . −ࢉࢂ) (࢈ࢂ ∗ ࡹ ࡴࡻࡻ

� ) (ࢍ
∗ 

Avec :

N : La normalité de NaOH,

m : La masse de l'échantillon à l'état sec avant le titrage.

II.3.1.3. Détermination des amino-groupes libres

Les nombres des groupes amines portés par le chitosane natif et les composés

(chitosane/CMC), (chitosane/OCMC) et (chitosane/CMC/(NHS/DCC)) sont quantifiés par le

titrage pH métrique suivant la méthode décrite par Gómez-Mascaraque et al., (2014).

Au départ, 12,5 mL d'une solution de HCl (0,1N) sont ajoutés à 0,1 g du produit à étudier.

L'agitation est maintenue ensuite pendant 24 h. Puis, la solution est titrée avec une solution de

NaOH (0,1N). Le pH est mesuré avant et après addition de NaOH. L'agitation est au moins

laissée pendant de 2minutes après addition de NaOH pour s'assuer de la déprotonation des

-NH3
+ lié au chitosane. Le pourcentage de groupes amino est calculé en utilisant l'équation

suivante établie par Hoffmann et al., (2009) :

ࡴࡺ = ࡹ ࡴࡻࢇࡺ ࢂ) − (ࢂ ∗



൨∗ 

Avec:

ۻ�������� ۶۽܉ۼ : La molarité de la solution de NaOH,

V1 et V2 : Les volumes pour neutralisation l'excès de HCl et la protonation de groupes

amine,
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161 : Le poids moléculaire de l'unité monomère du chitosane,

m : La masse de l'échantillon à l'état sec.

II.3.1.4. Titrations potentiométrique et conductométrique

Les teneurs de –OCH2COOH et –NH2 dans le chitosane, CS/CMC, CS/CMCO et CS/CMC

(NHS/DCC) sont déterminées selon le mode opératoire établi par Dhar et al., (2012).

Au départ, le pH des différentes solutions des composés testés (à 1% (m/V), soit 0,25g de

matière préalablement solubilisée dans 25mL d'acide acétique aqueux à 1% est ajusté à 11 par

le NaOH (0,1M). Ensuite, la solution est titrée goutte à goutte par HCl (0.1M). Le pH et la

conductivité électrique ont été mesurés simultanément jusqu'à ce que le pH de la solution soit

proche de 2. Toutes les mesures sont faites à Tamb sous faible agitation.

Le nombre d'équivalents des groupes d'acide réagi avec –OCH2COO- et NH2 a été calculé en

utilisant la formule suivante (Raymond et al., 1993) :

[ࡴ]
ቀ
 ࢋ

ࢍ
ቁ

=
ࡹ) ∗ ࢚ࢇ࢚࢚࢘�ࢋࢊ(�ࢂ



Avec :

M: la concentration de l’HCl (mol/l),

V: Le volume de l’HCl nécessaire pour protoner –OCH2COO- et NH2 (ml),

m: La masse de l'échantillon.

II.3.2. Etudes structurales

II.3.2.1. Spectrophotométrie infrarouge (IR-TF)

L'appareil utilisé est un spectrophotomètre à transformée de fourrier (FTIR) de type

SHIMADZU 84005. Les spectres sont directement enregistrés à partir des films préparés alors

que les poudres sont dissoutes à 3% (p/p) dans le KBr.

II.3.2.2. La spectrophotométrie UV-Vis

L’appareil utilisé est un spectrophotomètre UV-Vis à doubles faisceaux de type UNICAN.

5 mg de la carboxyméthylcellulose ou de carboxyméthylcellulose oxydée sont dissous dans 4

ml d’eau distillée.

II.3.2.3. Radiocristallographie par diffraction des Rayons X (DRX)

L’appareil utilisé est un diffractomètre de type D 8-ADVANCE-BRUKER-AXS. Les

Rayons X sont produits par une anticathode de cuivre alimentée sous 40KV et 40mA. La
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radiation CuKα (λ= 1,54184 Å) séparée au moyen d’un monochromateur arrière en graphite 

courbé. Les fentes de divergence et d’antidiffusion sont programmables. Le diagramme des

échantillons est enregistré sur un domaine angulaire compris: 5-60° (2θ) par pas de 0,02. Le 

temps de comptage est de 1 seconde par pas. Le goniomètre vertical θ-2θ en géométrie Bragg

Brentano. Le détecteur est à scintillation. La loi de Bragg établit la condition essentielle à la

diffraction, à savoir : deux rayons diffusés par un cristal sont en phase et s’additionnent si la

différence entre leurs chemins parcourus au sein du cristal est égale à n fois (n = nombre

entier) leur longueur d’onde :

2 dhkl.sinθ = nλ

Avec :

λ : la longueur d’onde du rayonnement utilisé,

θ : l’angle de réflexion,

d : la distance réticulaire entre deux plans atomiques adjacents d’une même famille,

n : l’ordre de réflexion.

II.3.3. Analyse thermogravimétrique (ATG)

Les mesures thermogravimétriques (ATG) sont réalisées à l'aide d’un appareil de type

TGA 4000 Perkin Elmer couvrant une gamme de température allant de la température

ambiante à 500°C. Un balayage de gaz inerte est assuré dans l'enceinte expérimentale qui

comprend une nacelle en platine de 20 µL. La vitesse de chauffage appliquée est 10°C min-1.

II.3.4. Test de gonflement

Les tests de gonflement sont réalisés dans des béchers de 25 ml. 80 mg (m0) de chaque film

préparé sont immergés dans 20 ml d'eau distillée. Les mesures du poids se font en fonction du

temps à T=25°C.

Le taux de gonflement exprimé en pourcentage massique "G" est calculé à partir de

l'expression suivante :

%ࡳ =
ࡹ −࢚ ࡹ 

ࡹ 
%࢞

Avec :

Mt : La masse du film gonflé pendant un temps t,

M0 : La masse initiale de film (à t=0).
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II.3.5. Microscopie électronique à balayage (MEB)

Les films secs sont recouverts par une couche mince de carbone et leurs morphologies de

surface sont observées par microscopie électronique à balayage (SEM) en utilisant un

instrument JEOL JSM-840 à une tension d'accélération de 5,01V.

II.4. Etudes biologiques

II.4.1. Activité anti-oxydante

II.4.1.1. Activité anti-radicalaire par la méthode du DPPH

L’activité antioxydante de nos matériaux est évaluée en utilisant le test au DPPH décrit par

Yamaguchi et al., (1998). 5 mg de la matrice polymérique (CMC ou OCMC) sont dissous

dans 1 ml d'eau. Par contre, le chitosane (5 mg) est solubilisé quant à lui dans 1 ml d'acide

acétique (1%). Un volume de 0,03 ml de chacune des solutions est ajouté à 0,1 ml de la

solution méthanolique au DPPH (0,1mM). Les mélanges sont vigoureusement mélangés avec

un vortex et mis à l'abri de la lumière à l’obscurité pendant 30 min à température ambiante.

L’absorbance de la solution obtenue est mesurée par rapport au méthanol (contrôle) à  = 517

nm. Le BHT est utilisé comme référence.

L’effet inhibiteur du radical DPPH● est calculé en se servant de l’équation suivante :

%ࡵ = ቈ− ቆ
࢚ࢇࢎࢉé′ࢊ�ࢋࢉࢇ࢈࢙࢘࢈ࢇ

࢚࢘ࢉ�ࢋࢊ�ࢋࢉࢇ࢈࢙࢘࢈ࢇ
ቇ× %

Avec :

IC50 ou concentration inhibitrice de 50 % est la concentration de l’échantillon testé

nécessaire pour réduire 50 % du radical DPPH●. La IC50 est déterminée graphiquement par les

régressions linéaires des graphes tracés. Les pourcentages d’inhibition dépendent des

différentes concentrations des échantillons.

II.4.1.2. Pouvoir réducteur

Le pouvoir réducteur des échantillons est déterminé en utilisant la méthode décrite par Yen

et Chen (1995). 1 mL de chaque échantillon avec différentes concentrations (0.25-2 mg/mL)

est ajouté à 2,5 ml de la solution tampon (0,2 M, pH= 6,6) et 2,5 ml de ferricyanure de

potassium (K3Fe(CN)6, 1%). Le mélange est laissé dans un bain marie sans agitation à 50°C

pendant 20 minutes. Après retours à la température ambiante, 2,5 ml d'acide trichloracétique

(TCA, 10 % dans l'eau distillée) sont additionnés. Le mélange est centrifugé pendant 10 min à

1000 rpm. Ensuite, dans un tube à essai, on introduit 2,5 ml du surnageant du mélange
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précédemment centrifugé, 2,5 ml d’eau distillée et 0,5 ml de solution de FeCl3 aqueux (0,1%).

L’absorbance est déterminée à 700 nm (Oyaizu, 1986).

L’acide ascorbique (vitamine C) est utilisé comme référence.

II.4.2. Biocompatibilité avec le sang humain

Le potentiel hémolytique est la mesure de l’hémolyse qui peut être causée par le matériau

quand il entre en contact avec le sang. Le potentiel hémolytique des échantillons est déterminé

selon Fan et al., (2012). 0,1 ml du sang humain anti-coagulé par le citrate de Na sont ajoutés

à 7,5 ml de PBS (pH 7) contenant 0,15 g de l'échantillon dans différents tubes à essai. Un

control positif (100% hémolysé induit par remplacement du PBS (pH 7) avec 7,5 ml de

solution Na2CO3 à 0,1%) et un autre négatif (0% d'hémolyse, PBS (pH 7) sans ajout de

l’échantillon) ont également été mis. Tous les tubes à essai contenant les échantillons et les

témoins sont mis à l’abri de la lumière pendant 1 heure à 37°C. Ensuite, les tubes sont

centrifugés à 300 rpm pendant 10 min. Les expériences sont réalisées en deux fois. Le

pourcentage d'hémolyse est calculé en mesurant la densité optique (DO) du surnageant de la

solution à 545 nm selon la formule suivante :

éࡴ (%)ࢋ࢙࢟ = ቆ
−࢚ࢇࢎࢉé′ࢋࢊ�ࡻࡰ ࢌ࢚ࢇࢍé�࢚࢘ࢉ�࢛ࢊ�ࡻࡰ

ࢌ࢚࢙�࢚࢘ࢉ�࢛ࢊ�ࡻࡰ
�ቇ× %

II.4.3. Activité anti-inflammatoire

L'activité anti-inflammatoire est estimée par la méthode de la dénaturation des protéines

déjà décrite par Alhakmani et al., (2013). Le Diclofenac de sodium, un médicament anti-

inflammatoire non stéroïdien puissant, est employé comme médicament témoin. Dans des

tubes à essai, 2 ml du composé à analyser sont ajoutés à 2,8 ml de PBS (pH 6,4) et 2 ml de

l'albumine d'œuf (de l'œuf de poule frais). Les deux concentrations étudiées de nos

échantillons sont 100 µg/ml et 200 µg/ml. Le diclofenac sodique (aux concentrations des

composées utilisées) subit le même traitement. Tous les tubes contenant les échantillons et le

témoin sont placés dans un bain d’eau à 27°C pendant 15 min à l’abri de la lumière. La

dénaturation est induite en maintenant le mélange réactionnel à 70°C dans un bain marie

pendant 10 minutes. Après refroidissement, l'absorbance est lue à 660 nm en employant l’eau

distillée comme un blanc. 2 ml de l'albumine de l'œuf mélangés à 2,8 ml de solution de PBS

(pH 6,4) sont utilisés comme test témoin.
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Le pourcentage d’inhibition de la dénaturation de la protéine est calculé en employant la

formule suivante trouvée par Alhakmani et al., (2013) :

࢚࢈ࢎ′ࢊ�% =
−࢚ ࢉ

ࢉ
∗ 

Avec :

At : l’absorbance de l’échantillon à tester,

Ac : l’absorbance du témoin.

II.4.4. Activité antibactérienne

Quatre souches bactériennes sont utilisées : deux à Gram positif (Bacillus subtilis ATCC

21332, Staphylococus aureus ATCC 25923) et deux à Gram négatifs (Escherichia coli ATCC

25922, Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853).

Le milieu de culture utilisé est la gélose Muller–Hinton. La préparation du milieu de

culture se fait selon Benzeggouta (2005). On met en suspension 38 g de milieu déshydraté

dans 1 litre d’eau distillée ou déminéralisée. On porte lentement le milieu à ébullition sous

agitation constante jusqu’à l’obtention d’une solution qui est ensuite repartie dans des flacons.

La stérilisation se fait à l’autoclave à 115°C pendant 15 minutes. La solution est versée dans

des boites de Pétri de telle façon à obtenir une couche de 4 mm d’épaisseur.

Les bactéries sont conservées et maintenues en vie par des repiquages continus, sur divers

milieux de culture solides et liquides. La concentration minimale des bactéries utilisées est de

106.



47

CHAPITRE III :

RÉSULTATS ET DISCUSSION.
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III.1. Dosages chimiques

III.1.1. Oxydation de la CMC par H2O2/CuSO4

III.1.1.1. Détermination de la teneur des groupements aldéhydes et carboxyles

A. Effet de la concentration du catalyseur CuSO4.5H2O

Le mécanisme de la réaction d’oxydation de la carboxyméthylcellulose par le peroxyde

d’hydrogène est très complexe. Il a été démontré d’après les différentes études sur la cellulose

(Zeronian et al., 1995 ; Neevel, 2002) que la réaction est radicalaire. Le tableau III.1 indique

que le teneur en aldéhyde et celle en carboxyle suite à la réaction de H2O2 utilisé seul sont égales

respectivement à 0,97% et 3,6%.

La réaction conduit à la production d’entités radicalaires comme les OH•. La méthode usuelle

d’activation de ces derniers est l’utilisation des sels ou d’oxydes métalliques qui catalysent la

réaction de décomposition. Ils sont à base de fer ou de cuivre (Roques, 1990).

Toutefois, le couple H2O2/Fe2+ est appelé réactif de Fenton. Lors de notre travail, nous avons

utilisé comme catalyseur, le cuivre. Et selon la bibliographie (Lu et al., 2013 ; Millero et al.,

1991), les principales réactions mises en jeu sont :

Le tableau III.1 montre l’effet de la variation de la concentration du catalyseur, le

CuSO4.5H2O, sur les teneurs en aldéhyde et en carboxyle (%).

On observe que les teneurs en aldéhyde et en carboxyle augmentent avec la concentration de

CuSO4.5H2O pour atteindre à 1% de CuSO4.5H2O des teneurs élevées avec des valeurs égales à

5,31% et 35.1%, respectivement. La concentration du peroxyde d’hydrogène est dans ce cas

maintenue à 14,2%.
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Tableau III.1. Teneurs en aldéhyde et en carboxyle de la CMC oxydée par H2O2 (14,2%) en

fonction du ratio de CuSO4.5H2O à T =55°C, pH= 5,5 et t=3 h.

Masse de CuSO4.5H2O(g)/2g CMC (%) 0 0,25 0,5 0,75 1

Teneur en aldéhyde (%) 0,97 2,12 3,19 4,68 5,31

Teneur en carboxyle(%) 3,6 4,5 8,1 17,1 35,1

B. Effet de la concentration de l’agent oxydant H2O2

En présence de cuivre et notamment du sulfate de cuivre pentahydraté, le peroxyde

d’hydrogène se décompose rapidement pour donner des radicaux hydroxyles libres OH•.

Cu+ + H2O2  Cu+2 + OH. + OH- (7)

Les radicaux hydroxyles (OH
.
) sont déjà connus pour leur grande réactivité en tant que

radicaux libres. Ils oxydent l’unité du glucopyranose en arrachant l’hydrogène à partit du C-H

appartenant au cycle du sucre. Le radical qui se forme ensuite (R•CHOH) réagit avec l’ion

métallique ou le peroxyde d’hydrogène pour donner des groupements carbonyles selon la

réaction donnée ci-après.

Figure III.1 Conversion oxydative proposée de l'hydroxyle en groupements

aldéhydes de la CMC.

En outre, les espèces peroxygénées H2O2 peuvent à leur tour facilement oxyder les aldéhydes

en groupes carboxyliques.

Par ailleurs, Jones et al., (1999) proposent deux mécanismes faisant intervenir deux voies

distinctes possibles de transformation (Figure III.2) : l'oxydation en groupe carboxylique en

passant par des réactions de réarrangement où le groupement formate (HCOO-) en position 6 se

libère et le composé hydroxylé correspondant avec moins d'atome de carbone à sa structure se
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forme, mais cette voie est peu probable et faiblement rencontrée auparavant alors que la seconde

voie implique par analogie à la première voie un intermédiaire hydroxyperoxy commun qui se

convertie en dérivé carboxylé. Dans les deux cas, un réarrangement se fait et il est dû au haut

pouvoir migratoire des groupements qui y sont liés.

Figure III.2. Deux voies de conversion possibles de la CMC après son oxydation par le H2O2.

Les résultats obtenus après étude de l’effet de la concentration de H2O2 sur la CMC sont

donnés dans le tableau suivant.

Lorsque les quantités de l’agent oxydant passent de 14,2% à 57,8 %, les teneurs en aldéhyde et

en carboxyle obtenues augmentent respectivement de 3,19% et 8,1% à 4,89% et 18,21%.
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Tableau III.2. Teneurs en aldéhyde et en carboxyle après oxydation de la CMC par H2O2 en

présence de CuSO4.5H2O (0,5%) à T = 55°C, pH= 5,5 et t=3 h.

Masse de H2O2 (g)/2g CMC (%) 14,2 27,2 42,5 57,8

Teneur en aldéhyde (%) 3,19 3,72 4,68 4,89

Teneur en carboxyle(%) 8,10 10,67 17,43 18,21

C. Effet du temps

D’après le tableau III.3, les teneurs en aldéhyde et en carboxyle augmentent avec le temps de

la réaction. Elles vont de 1,12% et 3,03% à 4,16% et 14,08% respectivement pour des temps de la

réaction s'étendant de 1h à 24h. Les quantités du peroxyde d’hydrogène et de sulfate de cuivre

sont maintenues constantes. On peut conclure que dans les conditions opératoires étudiées, les

teneurs en aldéhyde et en carboxyle évoluent avec le temps.

Tableau III.3. Teneurs en aldéhyde et en carboxyle de la CMC oxydée par H2O2

(14,2%)/CuSO4.5H2O (0.5%) en fonction de t, à T = 55°C et pH= 5,5.

Temps 1h 3h 5h 24h

Teneur en aldéhyde (%) 1,12 3,19 3,98 4,16

Teneur en carboxyle(%) 3,03 8,1 13,56 14,08

D. Effet de la température

Le tableau III.4 représente la variation de la teneur en aldéhyde et en carboxyle avec la

température. Quand la température de la réaction augmente de 30°C à 60°C, les teneurs en

carbonyle et carboxyle évoluent respectivement de 3,11% et 4,22% à 4,16% et 14,07%.

Par contre, quand la température de la réaction atteint 75°C, les teneurs en aldéhyde et

carboxyle diminuent. Ceci est dû probablement à plusieurs phénomènes. Par exemple, une

augmentation de la température aura comme conséquence l’évolution de l'activité du peroxyde

d'hydrogène qui entraine la dégradation de la macromolécule. Ce qui a été démontré par Isbeell

et al., (1981) qu’une contribution d'une réaction en chaine pour la décomposition de H2O2

augmente avec la température. La réaction, par contre, peut être initiée par des traces d'un

catalyseur.
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Tableau III.4. Teneurs en aldéhyde et en carboxyle de la CMC oxydée par H2O2 (14,2%)/

CuSO4.5H2O (0,5%) en fonction de la température à pH= 5,5 et t=3 h.

Température 30°C 55°C 60°C 75°C

Teneur en aldéhyde(%) 3,11 3,19 4,16 3,98

Teneur en carboxyle(%) 4,22 8,1 14,07 13,57

E. Effet du pH

Les résultats obtenus sont résumées dans le tableau ci-dessous. Quand le milieu est à pH=4,

les teneurs en aldéhyde et en carboxyle sont les plus faibles et sont égales à 1,07% et 3,78%

respectivement. Elles augmentent progressivement jusqu’au pH= 9. Puis, à des valeurs

supérieures à ce dernier, ces teneurs diminuent.

Cette diminution peut être expliquée comme suit:

En milieu basique, le H2O2 réagit avec l’ion hydroxyle pour donner un ion perhydroxyde

OOH- selon le schéma suivant :

H2O2 + OH-  HOO- +H2O (8)

L’anion perhydroxyde, très réactif, réagit spontanément avec une autre molécule de peroxyde

en absence d’autres réactifs selon la réaction ci dessous :

HOO- + H2O2  H2O +OH- + O2 (9)

D’autres réactions sont aussi possibles :

H2O2 + HOO-  OH. +H2O + .O2
- (10)

H2O2 + .O2
-  OH. + OH - + O2 (11)

3H2O2  2 OH. + 2H2O + O2 (12)

Ces réactions expliquent donc l’instabilité toujours observée en milieu basique ainsi que le

dégagement d’oxygène.

Il apparait d’après les résultats obtenus que le pH a un effet important dans la réaction

d’oxydation de la CMC en présence de H2O2 et CuSO4.5H2O.
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Tableau III.5. Teneurs en carbonyle et en carboxyle de la CMC oxydée par H2O2 (14,2%) et de

CuSO4.5H2O (0,5%) en fonction du pH et à T = 55°C et t=3 h.

pH 4 5,5 9 11

Teneur en aldéhyde(%) 1,07 3,19 6,81 4,92

Teneur en carboxyle(%) 3,78 8,1 35,22 21,48

III.1.2. Détermination des amino-groupes libres

La teneur des groupements amines libres dans le chitosane avant et après réticulation avec la

carboxymethylcellulose est estimée en employant la méthode de titration du pH (Gómez-

Mascaraque et al., 2014).

Les résultats sont montrés dans la figure III.3 L’addition du NaOH augmente les valeurs du

pH. La première augmentation (entre les volumes de 0 mL et 2,5mL de NaOH(à 0,1N)) sur la

courbe du chitosane seul est due à un excès de HCl dans le milieu réactionnel. Ici, nous sommes

dans la forme protonée du chitosane.

Dans l'intervalle des volumes de NaOH entre 2,5 mL et 6,8mL, sur la courbe du chitosane, les

amino libres sont estimés à 69,23%.

Après addition au chitosane des CMC (CMCnatif, ou des OCMC), CMC/CS,

CS/CMCNHS/DCC, les différentes courbes (sous forme d'un S) ne montrent aucun nouveau plateau

ni déviation entre le premier palier aux pH faibles et le second palier aux pH élevés. C’est une

indication que les amino-libres du chitosane ont interagi avec les groupes présents dans les

différentes CMC et CMCO. Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus par Hoffmann et al.,

(2009).
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Figure III.3. Titration de pH du CS, CS/CMC1, CS/OCMC, CS/CMC2, CS/CMCNHS/DCC.

III.1.3. Titrations potentiométrique et conductométrique

La conductimétrie est la mesure de la conductance d’une solution. Pendant le titrage

conductométrique, la conductivité électrique de la solution est constamment mesurée en même

temps que les réactions chimiques se produisent. Les ions H+ et OH- contribuent dans la

conductibilité de la solution car ce sont les ions les plus conducteurs.

 Chitosane.

Les variations du pH et de la conductivité électrique dans le cas de du chitosane sont

présentées dans la figure III.4 On observe l’existence de trois régions distinctes. À partir de pH=

11, la première zone correspond à la neutralisation de l’excès de NaOH. La deuxième région

entre les pH 7,2 et 4,5 correspond à la protonation de groupes NH2 en -NH3
+ du chitosane et la

quantité de -NH2 est estimée à 1,4 meq/g. Finalement, la quatrième région représente l’excès

d’acide dans la solution.
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Figure III.4. Variations de la conductivité électrique et du pH du chitosane.

 CS/CMC1.

D’après la figure III.5, la courbe obtenue présente quatre régions distinctes. La première aux

pH entre 11et 3,32 correspond à la neutralisation de l’excès en NaOH. La seconde zone à pH

compris entre 3,32 et 2,56 est attribuée à la protonation des groupes –OCH2COO- en –

OCH2COOH de la CMC. La troisième région aux pH entre 2,56 et 2,23 correspond à la

protonation des groupes NH2 en NH3
+ appartenant au chitosane. Et enfin, la dernière région aux

pH compris entre 2,23 et 2 représente l’excès d'acide chlorhydrique. Les quantités des protons

issus de HCl qui ont réagi avec les groupements -OCH2COO- calculées à partir de la seconde

région sont 0,29 meq/g alors que les quantités de protons qui ont réagi avec les -NH2 du chitosane

calculées à partir de la troisième région sont 0,64 meq/g.
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Figure III.5. Variations de la conductivité électrique et du pH de CS/CMC1.

 CS/CMC2.

D’après la figure III.6, la courbe obtenue présente quatre régions distinctes. Les quantités des

protons issus de HCl qui ont réagi avec les groupements -OCH2COO- calculées à partir de la

seconde région sont 0,33meq/g alors que les quantités de protons qui ont réagi avec les -NH2 du

chitosane calculées à partir de la troisième région sont 0,83 meq/g.

0 1 2 3 4 5

1 ,0

1 ,5

2 ,0

2 ,5

3 ,0

3 ,5

4 ,0

4 ,5
C onductiv ité
pH

V
HC l

(m l)

C
o
n

d
u
c
tiv

it
é
(m

S
/c

m
)

2

4

6

8

10

12

p
H

1 2 3 4

Figure III.6. Variations de la conductivité électrique et du pH du CS/CMC2.
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 CS/OCMC.

D’après la figure III.7, la courbe tracée montre quatre régions distinctes. Les quantités de -

OCH2COO- (protonés par HCl) calculées à partir de la deuxième région sont 0,3 meq/g alors que

celles de -NH2 à partir de la troisième région sont de 0,6 meq/g.
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Figure III.7. Variations de la conductivité électrique et du pH du CS/OCMC.

 CS/CMCNHS/DCC.

La figure III.8 montre aussi quatre régions différentes. Les quantités calculées de -

OCH2COO- à partir de la deuxième zone et -NH2 à partir de la troisième zone, suite à l'action de

HCl, sont respectivement 0,25 meq/g et 0,78 meq/g.
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Figure III.8. Variations de la conductivité électrique et du pH de CS/CMCNHS/DCC.

Nous pouvons, alors, illustrer tous nos résultats dans le tableau suivant (Tableau II.6). Nous

remarquons que les NH2 diminuent suite à l’addition des differentes CMC et au fur et à mesure

que ces derniers ont tendance à travers les fonctions organiques qu'ils comportent à former des

réseaux chimiques stables.

Tableau III.6. Quantités des groupes NH2 et -COO- dans les différents matériaux déterminées

par titrations potentiométrique et conductimétrique.

Matériau CS CS/CMC1 CS/CMC2 CS/OCMC CS/CMCDCC/NHS

Groupes NH2 (meq/g) 1,4 0,64 0,83 0,6 0,78

Groupes -COO-(meq/g) 0,29 0,33 0,3 0,25

III.2. Etude structurale

III.2.1. Spectroscopie IR-TF

III.2.1.1. Spectroscopie IR-TF de la CMC, la CMC oxydée par H2O2 et la CMC oxydée par

H2O2/CuSO4

La figure III.10 illustre les spectres IR-TF des composés cités ci dessus.
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La carboxyméthylcellulose (Figure III.9) manifeste une bande forte et large à 3441cm-1 qui

correspond aux vibrations d’élongation des O-H, deux pics moyens à 2925 cm-1 et 2845 cm-1 dus

respectivement aux vibrations d’élongation asymétrique et symétrique des C-H aliphatiques, et

une forte absorption à 1600 cm-1 attribuée directement aux vibrations d'élongation asymétriques

des groupements carboxylates de la CMC (Muzzarelli, 1982). Quant à 1418 cm-1, le pic

correspondant est assigné à la vibration d'élongation symétrique de COO- (Liuyun et al., 2009)

alors qu'à 1078 cm-1, différents auteurs (Park, 2004 ; Suflet et al., 2006 ; Ren et al., 2008) font

correspondre cette absorption aux vibrations de déformation des groupements latéraux

glycosidique d'éther (C-O-C). Il est aussi signalé (Wang et Somasundaran, 2005) que la bande

aux alentours de 770 cm−1 est due aux déformations et aux étirements du cycle dans les positions

α-D-(1–4) et α-D-(1–6). 

Figure III.9. Structure des deux unités adjacentes monomériques du sel CMC.

Après oxydation de la CMC par le peroxyde d’hydrogène, il y a apparition d’un nouveau pic à

1728 cm-1 qui est caractéristique de l'étirement des groupes C=O (Li et al., 2011 ; Anjali, 2012)

et qui selon Anjali (2012), c'est une confirmation sans ambigüité de l'oxydation de la

carboxyméthylcellulose. Il est rapporté aussi dans les différents ouvrages d'analyse par

spectroscopie IR (Selverstain, 1998) que le C=O existant dans cette région peut appartenir soit à

un dérivé comportant un formate, soit à un aldéhyde ou en encore à acide carboxylique dans la

forme dimère.

Il est à noter que l'ajout du catalyseur, le sulfate de cuivre, au peroxyde d’hydrogène entraine

une amplification de tous les pics en comparaison au spectre du composé oxydé sans catalyseur.

L'allure du spectre se trouve conserver à l'exception dans la région inferieure à 596 cm-1. Par

ailleurs, nous devons citer qu'après oxydation (en présence ou en l'absence du catalyseur), la

région entre 850-400 cm-1 se trouve complètement changer. Il y a apparition de trois pics à 800

cm-1, 706 cm-1 et 596 cm-1.
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Pour ce qui est de l'intensification assez visible à 888 cm-1, elle est assignée aux hémiacétales,

formes hydratées des aldéhydes ou des cétones de la cellulose (Kuniak et al., 1969).

Le pic à 2925 cm-1 préalablement attribué aux vibrations d’élongation des C-H aliphatiques

des méthylènes subit un déplacement avec une augmentation de son intensité vers 2917 cm-1. Ce

qui indique que le nombre des C-H aliphatiques a augmenté suite à l’oxydation de la CMC.

Aussi, nous avons remarqué que le sommet de la bande à 3445cm-1 (vibration d’élongation des

OH) s'est déplacé vers 3393 cm-1.

En regardant de près les trois différents spectres, il apparait clairement que la bande à 1078

cm-1depasse en intensité celle à 1600cm-1 dans le cas de la CMC non oxydée, alors qu’après

oxydation par la H2O2, le pic à 1078cm-1 diminue progressivement et surtout en présence de

CuSO4.

Le pic à 1325 cm-1 lui aussi est d'une importance à ne pas négliger dans le cas des acides

carboxyliques. Il augmente en intensité après oxydation. Il est plausible qu'il correspond aux

vibrations d'élongation de C-O puisque le pic qui doit impérativement l'accompagner existe à

1409cm-1 appartenant dans ce cas de figure aux vibrations de déformation des O-H du groupe

acide carboxylique. Aussi, l’absorption à cette fréquence est un moyen qui permet de mettre en

évidence la présence de groupement aldéhydes.

A. Effet de la concentration de l’agent oxydant (H2O2)

L'augmentation de la concentration de H2O2 affecte visiblement les deux pics à 1409cm-1 et

1325cm-1 qui s'intensifient progressivement avec la quantité de H2O2 (Figure III.11).
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Figure III.10. Spectres IR-TF de la CMC (a), des CMC oxydées à T = 55°C, pH= 5,5 et t=3 h

par H2O2 (14,2%) (b), H2O2 (14,2%)/CuSO4.5H2O (0,5%) (c).
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Figure III.11. Spectres IR-TF de la CMC (a), des CMC oxydées à T = 55°C, pH= 5,5 et t=3 h. par

H2O2 (14,2%)/CuSO4.5H2O (0,5%) (b), H2O2 (27,2%)/CuSO4.5H2O (0,5%) (c),

H2O2 (42,5%)/CuSO4.5H2O (0,5%) (d).
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B. Effet du temps

D’après la figure III.12, nous avons en plus des pics caractéristiques des groupements

carbonyles C=O à 1728 cm-1 et 888 cm-1 (pic attribué à la forme hydratée des aldéhydes et

cétone) qui deviennent plus intenses avec le temps de la réaction d’oxydation, la balance (en

intensité) entre les deux bandes à 1600cm-1 et 1078cm-1 change en faveur de celui à 1600cm-1

jusqu'à ce que ce dernier se met au même niveau avec le pic à 1078cm-1.

Figure III.12. Spectres IR-TF des CMC oxydées à T=55°C, pH=5,5 par H2O2 (14,2%)

/CuSO4.5H2O (0,5%) à : t =1h (a), t =3h (b), t =5h (c), t =24 h(d).
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C. Effet de la température

La température a un effet important sur la réaction d’oxydation de la CMC en présence de

H2O2 (14,2%) /CuSO4.5H2O (0,5%). Lorsque la température augmente de 30°C jusqu’à 60°C, le

sommet de la bande à 3345 cm-1 correspondant à la vibration d’élongation des OH se déplace

vers 3393 cm-1(Figure III.13). Aussi, la bande à 1078cm-1 s'est intensifiée et devient de plus en

plus large.

Figure III.13. Spectres IR des CMC oxydées au pH=5,5 et t=3 h par H2O2 (14,2%)/

CuSO4.5H2O (0.5%) à T=30°C (a), T=60°C(b), T=75°C(c).
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III.2.1.2. Spectroscopie IR-TF du CS/CMC

Au départ, à partir de la figure III.14, nous avons interprété les pics caractéristiques du

chitosane en absence de la carboxyméthylcellulose.

La large bande à 3440 cm-1 est attribuée aux vibrations d’élongation des groupes N-H et O-H

(Al-Sagheer et al., 2014). Les bandes à 2917 cm-1, 2848 cm-1 et 1376 cm-1 correspondent aux

C-H aliphatiques (Prabhu et Meenakshi, 2014). Le pic à 1650 cm-1 est assigné aux carbonyles

des amides secondaires (Dumont et al., 2016). La bande à 1564 cm-1 est due à la vibration de N-

H de l’amine primaire désacylée. En outre, le pic à 1076 cm−1 indique la vibration d’élongation

C–O du chitosane. La bande de C-N apparait aux environs de 895cm−1 (Ibrahim et al., 2010).

Pour l’étude antibactérienne, nous avons déterminé le degré de désacétylation (DDA) qui

est calculé en utilisant l’équation de la ligne de base à 1650 cm-1 et 3450cm-1 (Abdulwadud et

al., 2013).

DDA% = (100 – A 1650 cm−1 /A3450cm−1) × 115= 60, 66%.

Avec :

A1650 cm-1 = - log (
்௦ ௧௧��ଵହୡ୫ −1

ଵ
),

A3440 cm-1 = - log (
்௦ ௧௧�ଷସସୡ୫ −1

ଵ
),

115 : Coefficient de correction de la ligne de base.
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Figure III.14. Spectre IR du Chitosane.

 CS/CMC1

D'après la figure III.16, l’ajout du chitosane à la CMC selon la première étude dont le milieu

de la préparation du complexe CS/CMC1 était acide (pH=3,5), le spectre obtenu est analogue à

celui enregistré par Rosca et al., (2005). Les pics à 1633cm-1, 1525cm-1, 1368cm-1 sont attribués

respectivement aux amides I, -NH2 et amide II alors qu'à 1157cm-1, 1068cm-1, 1032cm-1 sont

propres aux vibrations du squelette des polysaccharides.

Notons que le spectre correspondant nous affiche indubitablement la présence de sels d'amines

- NH3
+ Cl- sous forme d'un pic large à 2054cm-1 qui est attribué selon Silverstein (1998) à une

combinaison de la déformation angulaire symétrique du groupe NH3
+ avec l'oscillation de torsion

de ce même groupe. L'oscillation de torsion apparait selon la bibliographie vers 500cm-1. Elle est

dans notre cas visible à 559cm-1. Et aussi une absorption du carbonyle est observée à 1735cm-1

des hydrochlorures d'acides aminés qui n'est autre dans notre cas que le groupe -NH3
+ Cl- HOOC-

issus du CS et CMC respectivement.

Aussi, la bande à 1633cm-1 correspond à la déformation angulaire asymétrique du groupe

-NH3
+ accompagnée de la déformation angulaire symétrique à 1525cm-1 (Silverstein, 1998).

La présence du pic à 1633cm-1 est surtout attribuée (Rosca et al., 2005) à la formation du

complexe intermoléculaire qui est formé suite aux interactions électrostatiques entre les groupes
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cationiques provenant des CS-NH3
+ Cl- et les groupes anioniques de la CMC-COO- Na+. La

réaction est schématisée ci après. Elle est réversible (Figure III.15).

Figure III.15. Interactions physiques entre le chitosane et la carboxyméthylcellulose.

 CS/CMC2

Cependant, les spectres enregistrés, selon le mode opératoire 2, indiquent que la matrice

obtenue se compose des ions carboxylates COO- qui absorbe fortement à 1600cm-1 et plus

faiblement à 1418cm-1 (Figure III.17).
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Figure III.16. Spectres IR-TF de la CMC (a), du chitosane (b), et CS/CMC1(c).
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Figure III.17. Spectres IR-TF du chitosane (a), de la CMC (b) et du CS/CMC2 (c).
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III.2.1.3. Spectroscopie IR-TF du CS/OCMC

Le spectre du complexe chitosane/OCMC montre une bande fine à 1733 cm-1 au lieu de

1728cm-1 dans le cas de la CMC oxydée (Figure III.19). Ce déplacement est le résultat de la

formation de nouveaux groupements tels que l’imine ou l’amide, ou encore à un réseau physique,

type ammonium carboxylate.

Le spectre révèle aussi une absorption large et intense entre 1683 et 1608 cm-1 dont le sommet

se situe aux environs de 1625 cm-1.

Les réactions possibles entre la chitosane et la carboxyméthylcellulose oxydée peuvent être

schématisées comme suit (Figure III.18)

Figure III.18. Réactions les plus probables entre la carboxyméthylcellulose

oxydée par H2O2/CuSO4 et le chitosane.
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Figure III.19. Spectres IR-TF de l’OCMC (a), du chitosane (b), du CS/OCMC (c).
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III.2.1.4. Spectroscopie IR-TF du CS/CMCNHS/DCC

Le spectre IR-TF du CS/CMCNHS/DCC est donné dans la figure III.20. Il montre des pics fins et

bien résolus. À 1625 cm-1 et 1571 cm-1, il existe deux pics distincts qui sont assignés

respectivement à la vibration de la bande I et II des amides (El-Sherbiny, 2009). Tous les amides

présentent une bande d'absorption carbonyle connue sous le nom de la bande I des amides. Sa

position dépend du degré de ponts hydrogène formés et de l'état physique du composé. Pour ce

qui est de la bande II des amides, elle est due à la déformation angulaire des NH. Cette absorption

implique le couplage entre la déformation angulaire du lien NH et d'autres vibrations

fondamentales et nécessite une géométrie trans.

Le balancement hors du plan du lien N-H, appartenant à RCONHR, est responsable d'une

large bande d'intensité moyenne dont le sommet se trouve dans notre cas à 631cm-1. En plus, des

fréquences d'élongation, d'intensité moyenne, du lien N-H correspondant aux vibrations

d'élongation asymétrique et symétrique apparait à 3322 cm-1. Cette bande est observée, dans les

spectres solides, dans cette région à cause des ponts hydrogène (Bidgoli et al., 2010). Le détail de

la réaction d'amidation entre le chitosane et la CMC par le NHS et le DCC est exprimé dans la

figure III.21.
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Figure III.20. Spectres IR-TF de la CMC (a), le chitosane (b), CS/CMCNHS/DCC (c)

(voir la suite en page suivante).
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Figure III.20. Spectres IR-TF de la CMC (a), le chitosane (b), CS/CMCNHS/DCC (c).
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III.2.2. Spectroscopie UV-Vis

La spectroscopique UV-Vis peut être une méthode intéressante pour l’analyse qualitative et le

suivi des réactions chimiques.

La figure III.22 montre que la carboxyméthylcellulose ne présente aucune bande d’absorption

dans les spectres UV-Vis.

Après oxydation par le peroxyde d’hydrogène, on observe l’apparition d’une nouvelle bande

située entre 270nm et 280nm qui correspond à la transition de n-π* du groupement C=O de 

l'aldéhyde ou d'une cétone (Silverstein, 1998 ; Technique de l’ingénieur).
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Figure III.22. Spectres UV-Vis de la CMC et la CMC oxydée par H2O2 (14,2%) à T = 55°C,

pH= 5,5 et t=3 h.

A. Effet de la concentration du CuSO4

De même, après oxydation par le peroxyde d’hydrogène et le sulfate de cuivre (Figure III.23),

on constate que plus la concentration du CuSO4 augmente de 0,25 à 1%, plus l’intensité du

nouveau pic augmente. Mais, il s'avère aussi que les sommets de ce pic subissent des

déplacements vers les faibles longueurs d'ondes (272nm, 264nm, 262nm) avec apparition d'un pic

à 203nm dans le cas où la concentration en CuSO4 utilisée est de 1%. Ce qui est attribué à la

présence de nouveaux groupements acides carboxyliques COOH (Silverstein, 1998).



75

2 0 0 3 0 0 4 0 0 5 0 0 6 0 0

0 ,0

0 ,5

1 ,0

1 ,5

2 ,0

2 ,5

3 ,0

3 ,5

A
b

s
o

rb
a

n
c
e

L o n g e u r d 'o n d e (n m )

C M C
O C M C /0 ,2 5 % C u S O

4

O C M C /0 ,5 % C u S O
4

O C M C /0 ,7 5 % C u S O
4

O C M C /1 % C u S O
4

2 7 2 n m

2 6 2 n m

2 6 2 n m

2 0 3 n m

Figure III.23. Spectres UV-Vis de la CMC et CMC oxydées à T = 55°C, pH= 5,5 et t=3 h par

H2O2 (14,2%)/CuSO4.5H2O en fonction de la concentration de CuSO4.5H2O.

B. Effet de la concentration du peroxyde d’hydrogène

Quand la concentration du peroxyde d’hydrogène est augmentée et celle de CuSO4 est

maintenue constante (à 0,5%), les spectres UV sont affectés (Figure III.24). Le shifting des pics

sera alors de 272nm à 262nm et l'absorption à 203nm est aussi observée.

C. Effet de la température

L’augmentation de la température de la réaction d’oxydation par le peroxyde d’hydrogène en

présence du sulfate de cuivre de 30°C à 60°C, entraine une augmentation de l’intensité du pic aux

alentours de 270nm (Figure III.25). Les mêmes remarques données en supra sont aussi

observées. Sauf, à T=75°C, l'intensité du pic (272nm) se trouve diminuer par rapport à celui du

matériau préparé à 60°C. Aussi, aux environs des 230nm, un épaulements apparait et augmente

avec la température de la réaction. Ce qui traduit la formation des nouveaux groupes fonctionnels

menant à une transformation de la macromolécule.
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Figure III.24. Spectres UV-Vis de la CMC et CMC oxydées à T=55°C, pH=5,5 et t=3 h par

H2O2 /CuSO4.5H2O (0 ,5%) en fonction de la concentration du peroxyde

d’hydrogène.

Figure III.25. Spectres UV-Vis de la CMC et des CMC oxydées au pH= 5,5 et t=3 h par H2O2

(14,2%)/CuSO4.5H2O (0,5%) selon la température.
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Il est intéressant de rappeler dans le cas ci présent que la carboxymethylcellulose sodique suite

à un traitement thermique (en fonction de la température) donne un excipient très utilisé en

pharmacie galénique qui est un superdésintégrant et un émulsifiant dans le domaine alimentaire :

la Croscarmellose de sodium. Ce traitement thermique conduit à une réticulation des chaines de

la macromolécule (Figure III.26). Il y a, par conséquent, des esters qui sont générés surtout entre

les O-H liés au C6 et les acides carboxyliques du groupe carboxymethylé de la CMC

(http://www.dfepharma.com).

Figure III.26. Représentation schématique d'un fragment de la Croscarmellose

sodium (http://www.dfepharma.com).

III.2.3. Diffraction des Rayons X

 CMC et CMC oxydée par H2O2

Selon les différents travaux menés par Rangelova et al., (2014) et Zhao et al., (2009), le

diffractogramme des rayons X de la carboxyméthylcellulose montre la présence d’un pic à

2θ=20°. Ce qui indique la nature semi-cristalline de la CMC. Cette semi-cristallinité de la CMC 

est principalement attribuée aux ponts hydrogène intra- et inter-moléculaires (Veerapur et al.,

2007).
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L'oxydation entraine une modification de la structure cristalline de la carboxyméthylcellulose

(Figure III.27). Il y a une diminution de l’intensité du pic à 20° et apparition d'un nouveau pic à

21,7°. On peut dire alors que l'oxydation par le peroxyde d’hydrogène réduit et modifie la

cristallinité initiale de la CMC qui peut être provoquée par l’ouverture des cycles de

glucopyranose (Teotia et al., 2012).
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Figure III.27. Diffractogrammes de la CMC et la CMC oxydée par H2O2 (14,2%) à T = 55°C,

pH= 5,5 et t=3 h.

Après ajout du catalyseur, le sulfate de cuivre, l’intensité du pic à 2θ =20° diminue 

progressivement jusqu'à sa disparition presque totale quand la concentration du catalyseur atteint

1% (Figure III.28). Il faut préciser quant à l'allure des différents diffractogrammes des

différentes CMC oxydées, elle est la même quelque soit la concentration du catalyseur.
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Figure III.28. Diffractogrammes de la CMC et des CMC oxydées à T = 55°C, pH= 5,5 et t=3 h

par le H2O2 (14,2%)/CuSO4.5H2O en fonction de la concentration de CuSO4.5H2O.

 Chitosane

Le diffractogramme des rayons X du chitosane exhibe un pic large de diffraction à 2θ=19,97° 

(Figure III.30) alors que, selon Islem et al., (2011), le chitosane présente deux pics

caractéristiques à 9,9°-10,7° et 19,8°-20,7° qui sont attribués (Yang et al., 2016) à deux formes

cristallines distinctes, forme I et forme II.

 CS/CMC1, CS/ OCMC et CS/CMCNHS/DCC

L'addition de la carboxyméthylcellulose au chitosane (Figures III.29.a-b) entraine une chute

remarquable de la cristallinité des deux matériaux de départ alors que le film de la CS/CMC

oxydée conduit à l'apparition de nouveaux pics à 22,74° et 35° (Figure III.29.c).

De même, après réaction en présence de NHS/DCC, le diffractogramme correspondant montre

que le nouveau matériau possède aussi une nouvelle structure cristalline qui est traduite par

l'émergence un pic à 20° dont le sommet se distingue clairement de celui du chitosane.
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Figure III.29. Diffractogrammes des différents matériaux préparés.

III.3. Analyse thermogravimétrique (ATG)

La thermogravimétrie est une méthode d'analyse thermique qui permet de suivre la variation de

masse d'un échantillon en fonction du temps ou de la température dans une atmosphère contrôlée.
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 CMC et CMC oxydée par H2O2

Les thermogrammes de la CMC et de la CMC oxydée par le peroxyde d’hydrogène (14,2%)

sont présentés dans la figure III.30.

Dans le cas de la CMC, deux étapes distinctes de perte de mase sont observées. La première se

produit entre 30°C et 110°C. Elle correspond à une perte de masse de 9,30 % suite à l'évaporation

de l'eau liée à la macromolécule. La deuxième à 278°C est due aux échappements de CO2 libérés

par la CMC (Shukla et Sharma, 1987 ; Li et al., 2009 & 2011).

Toutefois, au cours du chauffage de la CMC oxydée, deux étapes sont également observées.

La première est liée à la quantité d'humidité évaporée et la seconde à 178 °C à la décomposition

du matériau. La vitesse de dégradation de la CMC oxydée s'avère plus rapide que celle de la

CMC native.

Le poids résiduel de la CMC est de 43,95% comparé à celui de la CMC oxydée qui est estimé

à 30,92%. La CMC est donc jugée possédant une stabilité thermique meilleure que celle la CMC

oxydée.
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Figure III.30. Thermogrammes TG de la CMC et la CMC oxydée par le H2O2 (14,2%) à T =

55°C, pH= 5,5 et t=3 h.

Pour ce qui est de l'étude thermique en fonction de la concentration du catalyseur, le sulfate de

cuivre, lors de la réaction d'oxydation, la stabilité thermique diminue avec l'augmentation de

CuSO4 (Figure III.31).
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Figure III.32. Thermogrammes TG de CMC et des CMC oxydées à T = 55°C, pH= 5,5 et t=3 h

par le H2O2 (14,2%)/CuSO4.5H2O en fonction de la concentration de CuSO4.5H2O.

 CS/CMC1 et CS/OCMC

Les thermogrammes du chitosane, du CS/CMC1 et du CS/CMCO sont présentés dans la

figure III.32.

Deux pertes de masse sont observées dans la courbe TG du chitosane natif. La première étape

se situe entre 30°C et 142 °C. Ce qui montre environ 9 % de la perte de poids. Ceci est

probablement dû à l’évaporation de l'eau. La deuxième perte de poids égale à 51% commence à

environ 150°C, elle est attribuée à la décomposition des unités acétylés ou désacétylés du

chitosane (Gao et al., 2010). Le poids résiduel de l'échantillon à environ 500°C est de 20%. C'est

la conséquence de l'évaporation des produits volatils suite à la dégradation thermique de ce

polymère.

Quand on ajoute la CMC ou la CMCO au chitosane, les thermogrammes montrent des pertes

de masse de 6 % jusqu'à 270°C pour le CS/CMC1 et 12,81% à 275°C pour le CS/OCMC, alors

qu'à une température de 550°C, les poids résiduels sont respectivement d'environ 41,1 % et 30%

pour CS/CMC1 et CS/OCMC.
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Figure III.32. Thermogrammes TG du CS, du CS/CMC1 et du CS/OCMC.

III.4. Gonflement

A l'exception des deux matrices CMC et CS/CMCNHS/DCC qui présentent des courbes continues

avec des Gmax respectifs à l'équilibre dans l’eau de 925% et 677%, toutes les autres courbes

montrent une augmentation rapide suivie d'une chute vers des plateaux à partir desquels les Gmax

sont donnés dans le tableau III.7 et dans la figure A.9 (en annexe). Ce qui exprime à partir des

deux premiers cas que les matériaux sont des réseaux continus et que surtout dans le second cas,

la réaction qui a eu lieu en présence du DCC/NHS donne naissance à des liaisons chimiques

covalentes. Pour ce qui est des autres systèmes, ils sont considérés thermodynamiquement

instables.

Tableau III.7. Valeurs des Gmax des différents matériaux étudiés à base de chitosane et

carboxymethylcellulose pendant 4h a Tamb.

composition

Taux de gonflement (%)

CS CMC CS/CMC1 CS/CMC2 CS/OCMC CS/CMCNHS/DCC

Gmax(%) 1186 925 583 542,5 900 677



84

III.5. Microscopie électronique à balayage

Les photographies faites par le MEB sont représentées dans la figure III.33. Elles montrent

que la matrice de CS/CMC présente des agrégats alors que celui de CS/CMC oxydée une surface

plus ou moins homogène.

(a) (b)

Figure III.33. MEB des films de CS/CMC1 (a) et de CS/OCMC (b).

III.6. Etudes biologiques

III.6.1. Activité antioxydante

Au cours de ces dernières années, les polysaccharides pourvus d'un pouvoir antioxydant ont

attiré une attention qui ne cesse d'accroitre pour leurs applications dans les domaines alimentaire

et pharmaceutique (Paquet et al., 2010 ; Elboutachfaiti et al., 2011 ; Yan et al., 2014). Il est

prouvé que les groupes spécifiques tels que les sulfates, les amines, les hydroxyles et les

carboxyles octroient aux polysaccharides des effets antioxydants (Elboutachfaiti et al., 2011 ;

Sun et al., 2011). Néanmoins, suite aux recherches antérieures, l’activité antioxydante est due

non seulement à la présence de ces groupes fonctionnels mais aussi aux poids moléculaires

(Chen et al., 2009), aux différentes procédures d'extraction, aux types des liens glycosidiques et

aux différentes conformations des polysaccharides (Wang et al., 2015).



85

III.6.1.1. Activité anti-radicalaire par la méthode du DPPH

La méthode la plus courante pour l'évaluation du piégeage des radicaux libres issus des

polysaccharides est l'utilisation du DPPH
.
(Elboutachfaiti et al., 2011 ; Yan et al., 2014). Cette

méthode est basée sur la capacité de DPPH, un radical libre stable, d'être capté, coloré et en

présence d'antioxydants (AH) entraînant une réduction des valeurs des d'absorbances (Enayat et

Banerjee, 2009).

la réaction est la suivante :

DPPH• + AH → DPPH-H + A•

Dans le test au DPPH, l'antioxydant réduit le radical DPPH en composé coloré en jaune, le

2,2-diphenyl-1-picrylhydrazine (Figure III.34).

Figure III.34. Structures du radical libre, le 2,2-diphényl-1-picrylhydrazyle,

et de sa forme réduite.

Il est bien établi que le piégeage des radicaux DPPH
.

par les antioxydants tels que les

polysaccharides dépend de la capacité de ces derniers à donner de l'hydrogène (Dellatre et al.,

2015).

Afin de déterminer le pouvoir anti-radicalaire des films à base de chitosane, de CMC et de

composé de référence, le BHT, nous avons tracé les courbes de la variation du pourcentage

d’inhibition (I%) en fonction de la concentration massique (mg/ml) (Voir figures A.10 en

annexe). À partir de ces droites, nous avons pu calculer les valeurs des IC50 de chaque composés

(Tableau III.8 ; Figure III.35).



Tableau III.8. Les valeurs des IC

Echantillons CS CMC O

IC50 (mg/ml) 3,6 9,86

Figure III.35
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Tous les échantillons montrent par contre une capacité anti-radicalaire moins considérable que

celle du composé de référence, le BHT (son IC50 est 0,068 mg/ml).

III.6.1.2. Pouvoir réducteur

Il a été rapporté que l'activité antioxydante possède une corrélation positive et directe avec le

pouvoir réducteur (Osman et al., 2004). Cette technique a été développée pour mesurer la

capacité des échantillons à réduire le fer ferrique (Fe3+) présent dans le complexe ferricyanure de

potassium K3Fe(CN)6 en fer ferreux (Fe2+). En effet, le Fe3+ participe à la formation du radical

hydroxyle par la réaction de Fenton.

La présence des réductants dans les films testés provoque la réduction de Fe3+/complexe

ferricyanide à la forme ferreux. Par conséquent, des Fe2+ peuvent être évalués en mesurant et en

surveillant l’augmentation de la densité de la couleur bleue dans le milieu réactionnel à =700nm

(Chung et al., 2002).

Le pouvoir réducteur des échantillons dépend de la concentration. A la concentration de 2

mg/ml, les pouvoirs réducteurs de l’ion ([Fe(CN)6]
3-) en ([Fe(CN)6]

4-) sont 0,64 pour la CMC et

pour le CS, et respectivement 0,6, 0,58, 0,57, 0,60 et 0,53 pour la CMC oxydée, CS/CMC1,

CS/CMC2, CS/OCMC et CS/CMCNHS/DCC. Mais, ils sont nettement inférieurs à celui de l’acide

ascorbique, qui est la référence et le composé le moins toxique de tous les antioxydants (Figure

III.36) (Caesar, 2007). Le pouvoir réducteur de nos échantillons est du à la présence des

groupements hydroxyles dans les chaines du polysaccharide. Ils peuvent servir de donneurs

d'électrons. Aussi, les antioxydants sont considérés comme des réducteurs et inactivateurs des

oxydants (Siddhuraju et Becker, 2007).

Les réactions mises en jeu lors de cette étude sont :
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Figure III.36. Absorbances des composés testés à λmax = 700 nm en fonction 

de la concentration (mg/ml).

III.6.2. Biocompatibilité avec le sang humain

Le potentiel hémolytique du matériau est défini par la mesure du degré d'hémolyse qui peut

être causé par la matière quand il entre en contact avec le sang (Dameshek et Schwartz, 1959).

Le tableau III.9 montre le pourcentage d'hémolyse du sang en contact avec les différents

échantillons à 37 °C pendant 1h. Tous les échantillons son jugés non-hémolytiques dans la nature

(Figure III.37).

Cependant, l’activité hémolytique observée est inférieure à 10%. Ce qui exprime la marge de

biocompatibilité avec le sang (Lee et al., 2004).

La CMC montre un effet hémolytique négligeable (inférieure à 2%). Cela est du probablement

à sa charge négative (portée par les -COO-) qui pourrait éviter l’interaction électrostatique

(répulsive) avec la membrane cellulaire.

Il a été trouvé antérieurement (Crini et al., 2007) que l’hémocompatibilité du chitosane se

manifeste par son caractère anti-thrombogène. Il trouve de ce fait des applications en tant que

revêtement de matériaux mis en contact avec le sang comme les prothèses vasculaires ou les

valves cardiaques.



89

Tableau III.9. Potentiel hémolytique des matériaux testés.

Echantillon CS CMC OCMC CS/CMC1 CS/CMC2 CS/OCMC CS/CMCNHS/DCC

Hémolyse (%) 5 0,3 3,125 4,85 4,85 4,9 4,35

Figure III.37. Essais de compatibilité avec le sang : control négatif après

centrifugation (a) CMC après centrifugation (b), CMC avant

centrifugation (c), control positif après centrifugation (d).

III.6.3. Activité anti-inflammatoire

La dénaturation des protéines est un processus dans lequel les protéines perdent leurs

structures secondaire et tertiaire par l’application de stress externe, composés tels que les acides

ou bases fortes et des sels inorganiques ou la chaleur. La plupart des protéines perdent leur

fonction biologique lorsqu’elles sont dénaturées. La dénaturation des protéines est une cause bien

documentée dans le processus inflammatoire. Le mécanisme de dénaturation implique

probablement une altération de liaisons hydrogènes, électrostatiques et hydrophobes (Bagad,

2011).

Le tableau III.10 présente le pourcentage d’inhibition de la dénaturation de l’albumine de

l’œuf par le matériau testé et le diclofénac sodique (la référence) (aux deux concentrations de 100

μg/mL et 200 μg/mL). Il a été observé que le pourcentage d’inhibition augmente avec la 
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concentration. Celui de la CMC atteint 20,58% pour une concentration 200 µg/ml qui est

probablement dû au groupement carboxyle.

On peut prédire que, après des tests supplémentaires in vivo, nos matériaux peuvent manifester

une activité anti-inflammatoire intéressante lors de leurs usages par voie topique voire aussi

systémique sur le tissu vivant lésé.

Tableau III.10. Effets anti-inflammatoires In-vitro des matériaux étudiés et du diclofénac

sodique par la dénaturation de l’albumine de l’œuf.

Matériau testé % inhibition (100 µg/ml) % inhibition (200 µg/ml)

CMC 16,3 20,58

OCMC 10,62 14,95

CS 6,2 6,81

CS/CMC1 3,65 5,01

CS/CMC2 3,1 4,75

CS/OCMC 2,99 3,66

CS/CMCNHS/DCC 2,23 2,38

Diclofenac sodique 50,8 81

III.6.4. Activité antibactérienne

Des travaux antérieurs menés par Raafat et al., (2008) ont révélé que le chitosane possède une

activité antimicrobienne qui dépend de plusieurs facteurs à savoir le poids moléculaire, le pH et

le degrés désacétylation. A ce propos, le degré de désacétylation élevé entraine une action

antibactérienne notamment sur E. coli (Liu et al., 2006). En l’occurrence, à 75% de

désacétylation, le chitosane manifeste une meilleure inhibition aussi bien des Grams positifs que

Grams négatifs par rapport à ceux désacétylés (Park et al., 2004).

De plus, il a été démontré que l’activité antimicrobienne progresse avec le poids moléculaire

du chitosane, d’une part.

D’autre part, la présence d’un agents antibactériens dans le chitosane améliore leur activité et

notamment par rapport à ceux portés par la -carraghénane et la méthylcellulose (Cha et al.,

2003).
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Le mécanisme d'action antimicrobien du chitosane n'est pas encore bien connu mais

différentes hypothèses ont été proposées (Sudarshan et al., 1992). Les charges positives du

chitosane peuvent interagir avec la charge négative des membranes de la cellule microbienne. Ce

qui induit la libération du matériel protéique et les autres constituants intracellulaires.

Les résultats de l’activité antibactérienne des matériaux testés sont résumés dans le tableau

III.11 à partir desquels nous remarquons que les diamètres d’inhibition du mélange CS/CMC vis-

à-vis du Pseudomonas aeruginosa et du Staphylococcus aureus sont inferieurs à celui du

chitosane et de la carboxyméthylcellulose. Par contre, ce diamètre augmente en présence du

CS/CMC oxydée. On observe aussi que l’activité antibactérienne dépend de la nature du

microorganisme et de l’hydrogel ; dans le cas de CS/CMC, le diamètre d’inhibition est égal à 10

mm à l’égard de Bacillus subtilis.

Tableau III.11. Diamètres d’inhibition des matériaux testés après t=24 h.

Diamètre d’inhibition (mm)

microorganisme

Matériau testé

Pseudomonas

aeruginosa

Staphylococcus

aureus
Bacillus subtilis Escherichia coli

CS 12 11 10 11

CMC 11 18 10 13

CS/CMC1 7 10 10 11

CS/CMC2 13 10 9 9

CS/OCMC 15 16 10 14

CS/CMC(NHS/DCC) 11 12 9 11

Amoxicilline - 32 -

Gentamicine - - 18 -
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CONCLUSION.
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L’ensemble des travaux que nous avons réalisés concerne, dans un premier temps, l'étude

de l'oxydation de la carboxyméthylcellulose par le peroxyde d'hydrogène, H2O2, en l'absence

ou en présence d'un catalyseur, le sulfate de cuivre pentahydraté (CuSO4.5H2O). Des

tentatives de couplage des hydrogels obtenus avec le chitosane sont également étudiées. Une

autre réaction selon des conditions opératoires différentes a aussi été menée sur la

carboxyméthylcellulose en présence du chitosane. Nous nous sommes servis dans ce cas de

deux réactifs intermédiaires utilisés dans les réactions d'amidation ou d'estérification, le DCC

et le NHS.

Le dosage après oxydation de la CMC par le H2O2/CuSO4 montre que les teneurs en

carbonyles et carboxyles augmentent avec la concentration de l'agent oxydant, la quantité du

catalyseur, le temps, la température et le pH. Mais, concernant ces deux derniers paramètres,

les nombres en carbonyle et carboxyle connaissent des diminutions quand la température de la

réaction atteint 75°C ou bien au pH du milieu égal à 11. Ce qui traduit le changement dans la

structure de la macromolécule. On note aussi que le taux en carbonyles générés lors de ce type

de réaction est toujours inférieur à celui des carboxyles.

Par ailleurs, les dosages des groupements amine révèlent l'existence des interactions entre

les groupements portés par la CMC tels que les carboxylates et les groupements amines du

chitosane. Cela est observé à travers les courbes obtenues où le plateau intermédiaire des

amines préalablement identifiable disparait complètement après addition des CMC.

Cependant, les titrations par pHmétrie et conductimétrie nous informent clairement que

d'une part les amines du chitosane baissent en nombre sous l'action de toutes les CMC

utilisées ; et d'autre part, que la réaction entre l'amine du CS et le carboxyle de la CMC en

présence de NHS/DCC conduit à un amide. Là, des hypothèses d'un réseau chimique entre le

CS et la CMC commencent à se concrétiser.

Nous constatons, d'ailleurs, que le milieu 1 (relativement acide à pH=3,5) par rapport au

milieu 2 (pH=6,5) favorise l'interaction électrostatique entre les deux macromolécules. Donc,

nous pouvons conclure que les formes les plus plausibles dans le composé CS/CMC1 sont de

type CS-NH3
+ -OOC-CMC alors que dans CS/CMC2, nous avons la forme suivante :

CS-NH2 Na+ -OOC-CMC.

En outre, les résultats obtenus par spectroscopie infrarouge dévoilent que la

carboxyméthylcellulose s’est bien oxydée. Les principaux pics caractéristiques de cette

oxydation sont ceux qui apparaissent surtout à 1728 cm-1 et 888 cm-1.

L’addition au chitosane des CMC avant et après oxydation affiche la formation de nouvelles

matrices polymériques. Avant oxydation (en absence de NHS/DCC), les interactions
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physiques (de natures ioniques) se confirment entre le CS et la CMC dans le CS/CMC1 et le

CS/CMC2 ; par contre, l'effet du système NHS/DCC mène avec succès à l'amide

correspondant. Nous ne devons pas oublier d'évoquer que la CMC oxydée en présence du

chitosane est susceptible de former des liaisons comme l'amide, l'imine et des liaisons

ioniques (entre les ions carboxylates et les ammoniums).

Les résultats de l’analyse par spectroscopie UV-Vis sont en harmonie avec ceux déjà

obtenus par les dosages chimiques. Il y a apparition après oxydation de la CMC d’un pic à

272 nm qui correspond aux transitions électroniques des groupements carbonyles. Ce pic

évolue en intensité selon les conditions suivies puis diminue quand la température est à 75°C.

Le test du gonflement nous indique que les Gmax des différentes formulations sont

inferieurs à celui du chitosane seul et que le réseau formé CS/CMCDCC/NHS est continu et

stable chimiquement.

Les diffractogrammes des rayons X affichent quand à eux que l’oxydation de la CMC

affecte la structure cristalline de la macromolécule ainsi que celle du chitosane. La cristallinité

diminue en effet avec l’addition des CMC (CMC, CMC oxydée, CS/CMCNHS/DCC).

Les thermogrammes obtenus par ATG révèlent que l'oxydation réduit la stabilité thermique

de la CMC, que l'effet des CMC améliore celle du CS mais que le CS/OCMC possède une

stabilité inferieure à celle de son analogue non oxydé, le CS/CMC1.

La microscopie électronique à balayage (MEB) exhibent que les films de CS/OCMC

présentent des surfaces plus homogènes que celle du CS/CMC.

Les études biologiques faites jusqu'à l'heure dans le cadre de cette thèse sont prometteuses

pour que nos matériaux soient appliqués dans le futur en ingénierie tissulaire. Ils se montrent

nettement dotés d'un pouvoir antioxydant remarquable comparé à celui du chitosane qui est

déjà connu pour ses vertus dans ce domaine. Ils sont tous hémocompatibles puisque les tests

in vitro l'affirment. L'activité anti-inflammatoire réalisée à travers un test préliminaire sur

l'albumine de l'œuf indique aussi que nos composants sont des dispositifs ayant une aptitude

inhibitrice de la dénaturation de la protéine qui est impliquée dans le processus inflammatoire

in vivo. Enfin, Ils ont tous manifesté d'une manière erratique une activité antibactérienne à

l'égard des quatre souches bactériennes étudiées.
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Annexe 1 :

Activités et applications biologiques des polysaccharides et de leurs dérivés.

Polysaccharide Type Effets physiologiques Domaines d'application Références

bibliographiques

Alginate Non modifiée.

Alkylée (par l'oxyde de

propylène).

Oxydée (par le periodate).

Amidé( par le n-octylamine).

Sulfaté (par action du HClSO3).

Antitumorale, anti-inflammatoire,

, anticoagulant, hémocompatible.

Anticoagulant.

L'ingénierie tissulaire, l’immobilisation de la

cellule, la libération des médicaments, la

diminution de l'hyper-calciurie (contre la

formation des lithiases urinaires) et dans le

traitement de l’œsophagite, des blessures et

des ulcères gastriques.

La dispersion des médicaments solides

amorphes.

L'ingénierie tissulaire

Micoencapsulation de λ –Cyhalothrin. 

L’ingénierie tissulaire.

Khotimcheko(2010)

Blondin et de Agostiniz

(1995)

Ronghua et al., (2003)

Chouikhi (2013)

Pawar et Edgar (2013)

Kim et al., (2012)

Yang et al., (2011)

Aaen (2015)

Carraghénane Non modifié Antitumorale, anti-inflammatoire,

antivirale.

Khotimchenko (2010) ;

Blondin et de Agostiniz((1995)
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Pectine Non modifiée

Oxydée (par le periodate) et

greffée à gélatine.

Amidée (avec

l'isopropanolamine)

Hypocholestérolémiant, antitumorale.

Hémocompatible

Dans la modulation du système immunitaire

intestinal, la diminution de la vidange

gastrique.

L'ingénierie tissulaire.

La libération contrôlée de médicaments du

colon.

Mudgil et Barak (2013) ;

Suh et al., (2013) ; Yu et

al., (2001);

Khotimchenko (2010).

Chetouani et al., (2014)

Li et al., (2016)

Chitosane Non modifié

Carboxyméthylé (O-

carboxymethylé et N-

carboxymethylé).

Amidé (avec l'acide

lactobionique).

Sulfaté (par action du HClSO3)

Antioxydant, antivirale, antitumorale,

antibactérien et fongicide

Antibactérien

La libération des médicaments, pansements

hémostatiques.

La libération médicamenteuse des peptides et

des gènes de faible poids moléculaire.

Usage potentiel dans les formulations des

substituts de larmes.

Vinsova et Vavrikova

(2011). Bacon et al.,

(2000) ; Aiba (1992).

Zhang et al., (2010).

Gao et al., 2003

Pires et al., 2013

Acide

hyaluronique

Non modifié Réduit la réponse inflammatoire,

régule l'homéostasie des fluides

tissulaires. Il fonctionne comme barrière

contre la diffusion de toxines ou d'agents

(http://ww.fadim.com).
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Alkylé.

Amidé (par acide Dihydrazide

adipique, 2-aminoéthyl, lysine

méthyl ester)

infectieux dans le tissu vivant.

Transporteur des cellules dans les

blessures de la peau.

Libération des biomolécules.

Benedetti et al., (1993).

Bulpitt et Aeschlimann

(1999)

Amidon Non modifié

Acétylé (anhydride acétique,

acide carboxylique)

Alkylé (par le méthyle,

l'hydroxyéthyle,

l'hydroxypropylméthyle,

l'hydroxyéthylméthyle, le

carboxyméthyle).

Hypocholestérolémiant, rôle de

prébiotique, inhibiteur de l'accumulation

de graisses, améliore l'absorption de

minéraux.

Prévention du cancer du côlon et de

l'hypoglycémie,

Matrice dans les capsules et les comprimés.

Excipient multifonctionnel pour des formes

pharmaceutiques à administrations orales

Bird et al., (2010),

Fuentes Zaragoza (2010)

Tupa et al., (2013)

BeMiller et Whistler

(2009)

Les gommes

(galactane,

Non modifiées hypocholestérolémiants et

hypotriglyceridemiques (effets sur la

Chawla et Patil (2010),

Whistler et BeMiller (1993).



119

Xylane et autres)

Amidés (par la tyramine)

glycémie postprandiale), ralentisseurs de

la vidange gastrique.

La culture cellulaire et l'ingénierie tissulaire. Kuzmenko et al., (2014).

Cellulose Non modifiée

Alkylée (par le méthyle,

l'éthyle, l'hydroxyéthyle,

l'hydroxypropyle,

l'hydroxypropylmethyle,

le carboxyméthyle).

Oxydée (par le TEMPO ou le

periodate).

Sulfaté (par H2SO4/ SO3)

Phorphorylé (par le H3PO3)

aide à réguler les mouvements

intestinaux.

Anticoagulant, antiviral.

Application pharmaceutique et cométique.

Application pharmaceutique.

Application pharmaceutique (transporteur des

médicaments, stabilisant des suspensions).

Libération des médicaments, pansements et

régulation du niveau de glucose et d'insuline

postprandiale.

Revêtement anti-coagulation,

microbicide vaginal.

Inhibiteur de l'activation des protéines du

sang détrimentales après son incorporation

dans la membrane d'hémodialyse.

Viuda-Martos et al.,

(2010).

Li et al ., (2006).

Shimotoyodome et al., (2011)

Zhang et al., (2015)

Simoes et al., (2002)

Suflat et al., (2006)
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Annexe 2 : Préparations de solutions

PBS (0,2M, pH 6,4)

On prépare au départ une solution de di-hydrogénophosphate de potassium à 0,2M (soit 27,2

g KH2PO4 dans 1 L d’eau distillée) et une solution de di-potassium hydrogénophosphate à

0,2M (soit 34,8 g K2HPO4 dans 1 L d’eau distillée).

Puis on mélange 73,5 ml de la solution de KH2PO4 avec 26,5 ml de la solution de K2HPO4. La

dilution se fait jusqu’à 200 ml avec de l’eau distillée.

PBS de pH= 7

On Prépare une solution de di-hydrogénophosphate de potassium (soit 9,08 g de

KH2PO4 par litre d’eau distillée) et une solution de di-sodium hydrogénophosphate (9,47 g

de Na2HPO4 par litre d’eau distillée). Puis on mélange 78,0 ml de solution de KH2PO4 avec

122,0 ml Na2HPO4.

Annexe 3 : Détermination des teneurs en aldéhyde et carboxyle
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Figure A.1. Teneurs en aldéhyde et en carboxyle des CMC oxydées à T=55°C, pH=5,5 et t=3

h par H2O2 (14,2%) / CuSO4.5H2O en fonction de la concentration de

CuSO4.5H2O.
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Figure A.2.Teneurs en aldéhyde et en carboxyle des CMC oxydées à T = 55°C, pH= 5,5 et

t=3 h par H2O2 /CuSO45H2O (à 0,5%) en fonction de la concentration de H2O2.
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Figure A.3. Teneurs en aldéhyde et en carboxyle des CMC oxydées à T=55°C et pH= 5,5 par

H2O2 (14,2%)/CuSO4.5H2O (0.5%) en fonction du temps.
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Figure A.4. Teneurs en aldéhyde et en carboxyle des CMC oxydées au pH= 5,5 et t=3 h par

H2O2 (14,2%)/ CuSO4.5H2O (0,5%) en fonction de la température.

3 4 5 6 7 8 9 10 11 12

0

5

10

15

20

25

30

35

40

p
o

u
rc

e
n

ta
g

e
(%

)

p H

% en a ld éh yde
% en ca rbo x yle

Figure A.5. Teneurs en aldéhyde et en carboxyle des CMC oxydées à T = 55°C et t=3 h par H2O2

(14,2%)/CuSO4.5H2O (0,5%) en fonction du pH.



Figure. A.6. Spectres UV-

H2O2 (14,2%)/CuSO

Figure A.7. Diffractogramme

/CuSO4.5H2O (0.5%) en fonction
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Annexe 4 : Spectroscopie UV-Vis.

-VIS de la CMC et des CMC oxydées à T = 55°C et pH= 5,5

(14,2%)/CuSO4.5H2O (0.5%) en fonction du temps.

Annexe 5 : Analyse par DRX.

Diffractogrammes des CMC oxydées à T = 55°C et pH= 5,5

(0.5%) en fonction de concentration de H2O2.

à T = 55°C et pH= 5,5 par

à T = 55°C et pH= 5,5 par H2O2

.
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Annexe 6 : Gonflement.
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Figure A.8. Variation du taux de gonflement (G%) des différents films

à Tamb en fonction du temps.
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Annexe 7 : Activité anti-radicalaire par la méthode du DPPH.
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Figure A.9. Pourcentage d’inhibition en fonction de la concentration des composés (voir suite

dans la page suivante).
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Figure A.9. Pourcentage d’inhibition en fonction de la concentration des composés.
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:صـخـملـال

.(CuSO4)في وجود كبریتات النحاس(%30)يماء الأكسجینالوز بواسطة ـسیلیلالمثیل كر بوكسيلكسدة  الجزئیة لأیھدف البحث إلى ا

-مین أو حمضالال ـھیدروكسی تيقیطرباستعمالا عن طریق المعایرة تحدیدھالأكسدة تم ھذه ن عالكربوكسیل الناتجین و  دـالألدھیكمیة 

وقد .المؤكسد وزـسیلیلالمثیل كبروكسيأوسیلیلوزالمثیل كبروكسي مع كل منزان وـتـكیالج مزة ـم أیضا دراسـت. یبـعلى الترتأساس

تم تمییزھا و المحضرة سلفاالمائیة الھلامیات.الناقلیةالتكمین و زان عن طریق وـفي الكیتةالحریةالأمینالمجموعات كمیةدرت ـق

TGAواسطةـتحدیدھا ب ,XRD وFT-IR. تقنیة ب المورفولوجي كلالشتم تحدیدMEB.تشكل  ضد نشاطاالمحضرةأظھرت جمیع المواد

ختبارلاوفقا .ابات عن طریق تثبیط تمسخ البروتینـكمضادة للالتھ ةھامفعالیةكما أنھا تشیر إلى .دمـو التوافق مع الاعــوة الارجـق ,الجذور

Bacillus. ( ةـیریا المستخدمــالبكتواع من ـة انـلأربع ط نمو ــخاصیة تثبیوادـالمھذه ت رـظھأ ,مـللجراثیمضاد  subtilis ATCC 21332,

.(Staphylococus aureus ATCC و 25923 Escherichia coli ATCC 25922 , Pseudomonas aeruginosa ATCC 2785

.الأنشطة البیولوجیة,الفیز وكیمیائیةالخصائص ,كیتوزان,الأكسدة,سیلیلوزالمثیل  وكسيبرك:  المفتاحیةالكلمات 

** * * * * * ** * * * *

Résumé:

La carboxyméthylcellulose a été soumise à des réactions d'oxydation partielle par le peroxyde d'hydrogène (30%)

en présence d'un catalyseur, le sulfate de cuivre (CuSO4). Des méthodes de dosage par l'hydroxylamine et acido-

basique ont été utilisées pour quantifiés respectivement les groupements aldéhydes et carboxyles. Le chitosane a été

ensuite couplé avec les différentes CMC oxydées. Les groupes amines libres portés par le chitosane ont été estimés

par potentiométrie et conductimétrie. La caractérisation et l'identification des hydrogels ainsi obtenus sont faites par

IR-TF, DRX et ATG. La morphologie a été déterminée par le MEB. Toutefois, les comportements biologiques des

nouveaux biomatériaux ont été investigués par différentes études comme la détermination de l’activité antioxydante

qui a montré que les matériaux testés possèdent des pouvoirs anti-radicalaire et réducteur. Le test d'hémocompatibité

a révélé quant à lui que les composés testés in vitro sont non hémolytiques. L’activité anti-inflammatoire a indiqué

que les matériaux possèdent une aptitude à inhiber la dénaturation des protéines. Il s’est avéré aussi que les différents

composés manifestent une inhibition de la croissance des quatre souches différentes bactériennes (Bacillus subtilis

ATCC 21332, Staphylococus aureus ATCC 25923, Escherichia coli ATCC 25922 et Pseudomonas aeruginosa

ATCC 27853).

Mots clés : carboxyméthylcellulose, oxydation, chitosane, propriétés physicochimiques, activités biologiques.

** * * * * * ** * * * *

Abstract:

The carboxymethylcellulose has been partially oxidized by hydrogen peroxide (30%) in the presence of copper

sulphate (CuSO4) as catalyst. The aldehyde and carboxyl groups were quantified using hydroxylamine and acid-base

methods respectively. Chitosan was coupled with different CMC or oxidized. The free amino groups of chitosan

have been estimated by potentiometry and conductivity. The obtained hydrogels were characterized and identified by

means of FT-IR, XRD and TGA. The morphology was determined by SEM. All these materials showed an

antiradical activity, reducing power and in vitro hemocompatible. Also they indicate an important anti-inflammatory

activity by inhibition of the protein denaturation. According to antibacterial test, the hydrogels exhibit an inhibition

of the growth of 4 different bacterial strains (Bacillus subtilis ATCC 21332, Staphylococus aureus ATCC 25923,

Escherichia coli ATCC 25922 and Pseudomonas aeruginosa ATCC 27853).

Keywords: carboxymethylcellulose, oxidation, chitosan, chemical and physical properties, biologicals activities.


