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2 

 Actuellement, l’industrie pétrolière fournit les matériaux, les molécules d’intérêt et le 

carburant nécessaires à notre vie quotidienne. Cependant, les ressources fossiles s’amenuisent 

et leur utilisation a des conséquences néfastes sur notre écosystème notamment par le biais des 

émissions de gaz à effet de serre. Il est donc nécessaire de mettre en œuvre des moyens pour 

remplacer ces ressources fossiles par l’emploi de matières premières à carbone renouvelable 

tout en développant des procédés de culture durables et des procédés de transformation éco-

compatibles. La bioraffinerie, avec l’utilisation de la biomasse végétale comme matière première 

renouvelable, est dans ce contexte un moyen alternatif permettant d’obtenir des molécules 

d’intérêt, des biomatériaux et de l’énergie (biocarburant, biogaz, chaleur).  

La Région Champagne-Ardenne est la première région agricole de France avec plus de 

60% du territoire dédié à l’agriculture. Son développement économique s’est porté sur 

l’utilisation de la biomasse végétale avec un parc industriel composé de nombreuses 

bioraffineries. L’Institut Européen de la Bioraffinerie de Reims Champagne Ardenne (IEB), créé 

en 2014, a pour objectif une optimisation de l’utilisation de l’ensemble des constituants des 

végétaux dans une logique d’écologie industrielle. Le site de Pomacle-Bazancourt (51) avec 260 

ha de superficie est le plus grand parc industriel d’Europe de bioraffinerie et traite plusieurs 

biomasses comme le blé, la betterave, le miscanthus… La Région Champagne-Ardenne soutient 

par ailleurs, depuis de nombreuses années des projets de recherche en lien avec la valorisation 

non alimentaire des agro-ressources. Une des spécificités des thématiques de recherche 

privilégiées par la Région Champagne-Ardenne concerne la valorisation des pentoses issus des 

co-produits agricoles, en particulier le son et la paille de blé.  

Les hémicelluloses constituent 20 à 45% de la biomasse végétale et représentent le 

deuxième polysaccharide le plus abondant sur Terre après la cellulose. Les hémicelluloses et 

plus particulièrement les xylanes sont des macromolécules polysaccharidiques complexes riches 

en pentoses (D-xylose et L-arabinose). L’abondance de cette matière première et la volonté de 

proposer des conditions de synthèse respectant le principe de chimie « verte » et mettant en 

œuvre des méthodologies de biotechnologies blanches ont conduit à des études sur la 

valorisation des hémicelluloses vers des molécules d’intérêt par synthèse enzymatique. Les 

avantages de cette voie enzymatique par rapport à la synthèse chimique sont les conditions 

réactionnelles douces et une parfaite stéréosélectivité des réactions en une seule étape de 

synthèse. 

Une des thématiques principales de l’Unité de Recherche « Fractionnement des Agro-

Ressources et Environnement » (UMR FARE 614 URCA/INRA) concerne les mécanismes de 

dépolymérisation par voie biotechnologique des lignocelluloses avec des objectifs d’innovation 

et d’applications vers la production de molécules d’intérêt (monosaccharides, oligosaccharides, 

molécules phénoliques).  
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Depuis une quinzaine d’années, une collaboration entre l’équipe Chimie Bioorganique de 

l’ICMR et le groupe « Transformation biologique des lignocelluloses » de l’UMR FARE a conduit à 

développer des voies de synthèse enzymatique de diverses familles de glycosides à base de 

pentoses par le biais de l’utilisation d’hémicellulases. 

L’utilisation d’une α-L-arabinofuranosidase a conduit à l’obtention de divers α-L-

arabinofuranosides mais aussi de β-D-galactofuranosides et représentait le premier exemple de 

l’utilisation d’une furanosidase en synthèse (Remond et al. 2002, Remond et al. 2005, Remond et 

al. 2008).  

Une β-xylosidase a ensuite été utilisée pour préparer divers xylosides et des études de 

modélisation moléculaire et de biologie moléculaire avec la production de mutants ont permis 

de mieux comprendre la réaction de transglycosylation catalysée par la xylosidase appartenant à 

la famille 39 des glycoside hydrolases (Muzard et al. 2009, Ochs et al. 2013). 

Dans le cadre du Programme PentoRaf (CPER 2007-2013), le travail s’est porté sur 

l’utilisation d’une xylanase pour la synthèse de nouveaux alkyl oligoxylosides comportant une 

chaîne grasse pour des applications dans le domaine des tensioactifs. Ce travail, réalisé dans le 

cadre de la thèse de Marjorie Ochs (2008-2012), a permis le dépôt d’un brevet avec la Société 

ARD sur de nouveaux procédés de préparation de compositions à base de polypentosides. Les 

xylanases sont des endo enzymes et permettent la production de xylosides avec un degré de 

polymérisation supérieur à 1, molécules très difficiles à obtenir par synthèse chimique  

 

Comme évoqué précédemment, le D-xylose est un sucre abondant dans le règne végétal 

car il est le constituant majeur des hétéroxylanes constituant les hémicelluloses. Mais, dans le 

règne animal, le D-xylose est un sucre très peu représenté. Il occupe néanmoins une position clé 

dans un complexe macromoléculaire appelé protéoglycane (PG) qui est secrété par la plupart 

des cellules. Les PGs sont composés d’une protéine « cœur » sur laquelle sont fixées plusieurs 

chaînes polysaccharidiques de glycosaminoglycanes (GAG). Ces PGs et GAGs, localisés à la 

surface des cellules et sécrétés dans le milieu extracellulaire, interagissent et modulent une large 

variété de protéines telles que des cytokines ou des facteurs de croissance et jouent des rôles 

fondamentaux dans la régulation de processus biologiques majeurs. Depuis plus de 40 ans, il est 

connu que des β-xylopyranosides, avec des aglycones hydrophobes en particulier, pouvaient 

induire une synthèse exogène des GAGs. Certains β-xylopyranosides ont ainsi montré 

d’intéressantes propriétés biologiques comme agents anti-thrombotiques, anti-prolifératifs ou 

pour des applications cosmétiques anti-âge. 

Cette volonté de valoriser le D-xylose issu des hémicelluloses présentes dans les agro-

ressources afin de produire des molécules d’intérêt pour des applications biologiques dans le 

domaine thérapeutique ou cosmétique a donné naissance au projet XYLOCOS. Ce projet de 
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recherche a été validé dans le cadre du programme Emergence 2011 et financé par la Région 

Champagne-Ardenne et le Fonds Européen de Développement Régional (FEDER). 

 XYLOCOS est un projet pluridisciplinaire à l’interface de la chimie et de la biologie et 

multi-partenaires avec l’association de trois équipes de recherche issues de 3 Unités de 

Recherche associées aux grands organismes : ICMR (UMR CNRS 7312), FARE (UMR INRA 614) et 

MEDyC (UMR CNRS 7369). Deux entreprises régionales : ARD et SOLIANCE (devenue filiale de 

GIVAUDAN SA, entreprise leader mondial dans le domaine des arômes et parfums depuis juin 

2014) sont également partenaires de ce projet. 

 L’objectif du projet XYLOCOS est de mettre au point la production par synthèse 

enzymatique ou chimio-enzymatique de nouveaux β-xylosides et β-oligoxylosides 

fonctionnalisés par des aglycones de différentes natures puis d’évaluer leur capacité à initier la 

biosynthèse des glycosaminoglycanes pour des applications dans le domaine cosmétique. Le 

programme de recherche envisagé se trouve à l’interface de deux thématiques prioritaires de la 

Région Champagne-Ardenne : la valorisation non alimentaire des agro-ressources (matière 

première : son et paille de blé) et la santé, en particulier la thématique Longévité et 

Vieillissement (applications anti-âge des molécules). 

L’UMR FARE INRA-URCA 614 est spécialisée dans le domaine de l’utilisation des 

ressources lignocellulosiques renouvelables. L’équipe « Transformation biologique des 

lignocelluloses » (Pr. C. Rémond) travaille sur l’hydrolyse enzymatique mais aussi sur la 

transformation par voies biotechnologiques (enzymatiques et fermentaires) des pentoses issus 

des hémicelluloses pour développer de nouvelles molécules. Pour ce projet, le travail concerne 

la mise au point des conditions expérimentales des synthèses de xylosides et oligoxylosides. 

Divers paramètres expérimentaux seront testés pour optimiser les rendements de 

synthèse (agitation, présence d’additifs, …) lors de la mise en œuvre des enzymes pour produire 

les molécules d’intérêt. 

L’équipe Chimie Bioorganique du groupe BSMA de l’ICMR (UMR CNRS-URCA 7312) est 

spécialisée dans la conception, la synthèse et l’évaluation biologique d’analogues de molécules 

naturelles pour des applications thérapeutiques ciblées. La chimie des sucres est la thématique 

privilégiée du laboratoire. L’objectif est également de participer à la mise au point des réactions 

enzymatiques, au choix des accepteurs alcools à utiliser et à la mise au point des conditions 

expérimentales. Le développement des voies de synthèse chimio-enzymatique de xylosides 

comportant des aglycones fonctionnalisées est envisagé en utilisant les compétences 

développées au laboratoire. La partie quantification des réactions, purification et caractérisation 

des xylosides préparés sera également effectuée au sein du laboratoire.  

L’UMR URCA-CNRS 7369 MEDyC a une compétence internationalement reconnue dans 

l’étude du rôle de macromolécules de la matrice extracellulaire, notamment des GAGs et PGs 

dans le contrôle de la progression tumorale et dans le vieillissement cutané. Dans le projet 
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XYLOCOS, leur rôle est de réaliser un screening des xylosides préparés pour l’activation de la 

biosynthèse des GAGs et des PGs et de caractériser les macromolécules obtenues. 

ARD et SOLIANCE sont deux entreprises régionales qui développent, produisent et 

commercialisent des ingrédients actifs innovants pour la cosmétique en utilisant 

essentiellement le fractionnement du végétal, la chimie verte et les molécules produites par les 

biotechnologies. En fin de projet, l’objectif sera de mettre au point un « scale-up » pour la 

production des xylosides d’intérêt à l’échelle de quelques centaines de grammes. Des tests 

biologiques complémentaires, directement reliés aux éventuelles propriétés d’applications 

cosmétiques, seront également développés. 

 

 Les résultats de cette thèse concerne essentiellement les travaux réalisés pour la 

synthèse enzymatique et chimio-enzymatique de -xylopyranosides possédant diverses familles 

d’aglycones (Figure 1). 

 

 

Figure 1. Molécules visées au cours de ce travail de thèse 

 

L’ensemble des tests d’évaluation biologique concernant l’activation de la biosynthèse 

des glycosaminoglycanes par les différents xylosides préparés ont été effectués à la Faculté de 

Médecine de l’Université de Reims Champagne-Ardenne au sein de l’équipe de l’UMR 7369 

MEDyC (équipe Dr. Y. Wegrowski, Dr. S. Brezillon) par Aurore Chatron-Colliet, Ingénieure de 

Recherche recrutée dans le cadre du projet XYLOCOS. 

 

Ce manuscrit est organisé en 4 chapitres : 

 Le chapitre I est une introduction bibliographique sur les principaux sujets développés 

au cours de ce travail. Cette introduction débute par une description de la biomasse 

lignocellulosique et les différents procédés actuellement développés pour sa valorisation 

industrielle. Ensuite, une deuxième partie concerne les principales informations et les modes 

d’action des glycoside hydrolases avec un focus particulier sur les xylanases qui seront les 

enzymes utilisées au cours de cette thèse. Une troisième partie est dédiée à la synthèse des β-

xylopyranosides par synthèse chimique puis par synthèse enzymatique. Enfin, les différentes 

applications des β-xylopyranosides seront présentées pour démontrer l’intérêt de ces molécules 

dans des domaines aussi variés que la cosmétique, les molécules d’intérêt biologique, les 

tensioactifs ... 
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 Le chapitre II présente une description des différents matériels et des méthodes utilisés 

dans ce travail de thèse pluri-disciplinaire.  

 Le chapitre III décrit une étude structure-fonction ciblée sur une xylanase particulière : 

la xylanase 11 de Thermobacillus xylanilyticus en vue de cibler une amélioration des capacités de 

transglycosylation de cette enzyme. Ainsi, une étude de modélisation in silico a été entreprise 

afin d’évaluer le rôle des principaux acides aminés du site actif et, le cas échéant, cibler un ou 

plusieurs résidus à muter. Une approche de biologie moléculaire a ensuite été effectuée afin de 

produire, purifier et obtenir une protéine mutée. La comparaison de l’enzyme sauvage et mutée 

a finalement été entreprise avec la détermination de leurs paramètres cinétiques et de leurs 

activités de transglycosylation respectives.  

Le chapitre IV décrit, dans un premier temps, la synthèse enzymatique ou chimio-

enzymatique de différentes familles de -xylosides et -xylobiosides comportant des parties 

aglycones variées et parfois fonctionnalisées. Une série de composés présentant des 

hétérocycles triazoles diversement fonctionnalisés, obtenus par une réaction de chimie « click », 

sur la partie aglycone a été préparée par une séquence chimio-enzymatique en deux étapes. 

D’autres xylosides et xylobiosides avec une partie aglycone possédant un cycle aromatique ont 

été obtenus directement par une réaction de transglycosylation enzymatique à partir de xylanes. 

Ces xylosides et xylobiosides, souvent originaux, ont ensuite été évalués pour leurs activités 

biologiques, notamment pour leur capacité à amorcer la biosynthèse de glycosaminoglycanes.  
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Chapitre I : 
Synthèse 

bibliographique 
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I. La biomasse lignocellulosique 
 

Les parois des cellules végétales, composants majoritaires de la biomasse, représentent 

des compartiments dynamiques qui changent tout au long de la vie de la plante. Ces structures 

se composent d’un assemblage de trois couches organisées (Figure 2, a) (Popper 2008). 

- La paroi primaire, première paroi formée, est de plus en plus importante durant l’expansion 

de la cellule. Elle est composée de cellulose, d’hémicelluloses et de pectines.  

- Lorsque que la cellule cesse de croître et arrive à maturité, la paroi secondaire se dépose à 

l’intérieur de la paroi primaire et stoppe la croissance cellulaire. C’est une structure épaisse et 

rigide, composée de cellulose, d’hémicelluloses et de lignines. Elle est constituée de trois couches 

S1, S2 et S3 selon l’orientation des microfibrilles de cellulose (Figure 2, b). 

- La lamelle moyenne forme l’interface et assure le maintien de la cohésion avec la paroi 

primaire des cellules adjacentes. Elle est composée majoritairement de pectines.  

 

 
Figure 2. Structure d’une cellule végétale. a) Structure d’une cellule végétale comprenant la lamelle 
moyenne, la paroi primaire et la paroi secondaire. b) Structure de la paroi secondaire contenant des fibres 
de cellulose liées aux lignines et aux hémicelluloses (Mathews et al. 2015). 

 

Les parois confèrent aux cellules végétales une protection contre les infections par les 

agents pathogènes, une certaine rigidité et une résistance mécanique. Elles assurent également 

des fonctions biologiques.  

 

I.1. La structure des lignocelluloses 
 

Les lignocelluloses correspondent essentiellement à des parois végétales lignifiées. Elles 

sont constituées de trois types de polymères: la cellulose, les hémicelluloses et les lignines qui 

sont fortement entremêlées et liées par des liaisons covalentes et non covalentes.  
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Les pourcentages de ces polymères au sein des parois varient d’une plante à l’autre 

(Tableau 1) (Perez et al. 2002, Otieno and Ahring 2012, Mathews et al. 2015). De plus, leur 

composition varie avec l’âge, le stade de croissance de la plante et en fonction des tissus de la 

plante. 

 
Tableau 1. Composition des parois végétales lignocellulosiques (Mathews et al. 2015). 
 

Constituants Cellulose (%) Hémicelluloses (%) Lignines (%) 

Bois tendres 45-55 24-40 18-25 

Bois durs 45-50 25-35 25-35 

Herbes 25-40 25-50 10-30 

 
I.1.1. La cellulose 

 

La cellulose est le composant majeur des lignocelluloses. C’est un polymère linéaire 

composé d’unités D-glucose reliées par des liaisons β-1,4 avec un degré de polymérisation (DP) 

d’approximativement 10 000 (Zhong and Ye 2015). Ces chaînes de glucanes sont liées entre elles 

par des interactions faibles (liaisons hydrogènes, forces de Van der Waals) pour former des 

microfibrilles. Les microfibrilles de cellulose (composées de 36 chaînes de glucanes) s’associent 

pour former les fibres de cellulose. La cellulose peut être sous forme cristalline. Cependant, il y a 

une part de cellulose qui n’est pas organisée et qui forme la cellulose amorphe.  

 

I.1.2. Les hémicelluloses 
 

Les hémicelluloses sont composées de polysaccharides hétérogènes avec un DP 

d’environ 200. Contrairement à la cellulose, elles sont composées d’unités monosacchariques 

diverses : D-glucose, D-mannose, D-galactose, D-xylose et L-arabinofuranose. Ces 

monosaccharides sont reliés par des liaisons glycosidiques β-1,4 ou β-1,3. Les chaînes linéaires 

peuvent être substituées par des monosaccharides ou des motifs oligosaccharidiques ainsi que 

par des groupements non glucidiques.  

Les hémicelluloses sont réparties en quatre classes de polysaccharides selon les unités 

monosacchariques des chaînes linéaires: les xylanes, les mannanes, les β-glucanes et les 

xyloglucanes.  

a) Les xylanes 
 

Les xylanes sont les polysaccharides principaux des hémicelluloses des parois 

secondaires des plantes dicotylédones (20 à 30%) et jusqu’à 50% pour les plantes 

monocotylédones. Ce sont des hétéropolymères possédant un squelette linéaire de résidus D-

xylopyranosyle reliés généralement par des liaisons glycosidiques β-1,4 avec un DP d’environ 
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100 (Ebringerova and Heinze 2000, Zhong and Ye 2015). La nature des substituants détermine 

les sous-catégories de xylanes (Figure 3).  

Les homoxylanes sont des chaînes linéaires de résidus D-xylopyranosyles reliés entre 

eux par des liaisons β-1,3 ou β-1,4, et ils sont absents chez les plantes supérieures. Les 

homoxylanes sont présents dans les algues vertes avec des chaînes reliées par des liaisons β-1,3 

alors que chez les algues rouges on trouve une alternance de liaisons β-1,3 et β-1,4.  

Toutes les autres catégories de xylanes possèdent une chaîne principale d’unités xylose 

liées en β-1,4. 

Les glucuronoxylanes sont principalement substitués par l’acide 4-O-méthyl-α-D-

glucuronique (MeGlcA) lié en position O-2 des résidus D-xylopyranosyles de la chaîne principale. 

L’acide glucuronique peut se retrouver sous forme non méthylée. Les glucuronoxylanes 

représentent le principal composant des bois durs (15-30%) avec un ratio moyen de Xyl : 

MeGlcA 10:1 (Ebringerova et al. 2005, Peng et al. 2012).  

Les (arabino)glucuronoxylanes et (glucurono)arabinoxylanes sont principalement 

substitués par des résidus MeGlcA et des α-L-arabinofuranoses (α-L-Araf) liés en position O-2 ou 

O-3, respectivement et sont peu acétylés. Les (arabino)glucuronoxylanes sont typiques (5-10%) 

des bois tendres et des tissus lignifiés des herbes et des plantes annuelles. Le ratio L-Araf : GlcA : 

Xyl est de 1:2:8. Les (glucurono)arabinoxylanes sont présents dans les graminées et les herbes 

(15-30%) (Ebringerova et al. 2005, Girio et al. 2010). 

Les arabinoxylanes représentent la principale hémicellulose des enveloppes entourant 

les graines de céréales. Ainsi, ils représentent 51% des constituants des parois du son de blé et 

33% de la paille de blé en matière sèche (Rakotoarivonina et al. 2012). Ce sont des chaînes 

linéaires de résidus D-xylose mono-substitués ou di-substitués en position O-2 et/ou O-3 par des 

résidus α-L-Araf. Chez les plantes graminées, uniquement, les groupements arabinosyles 

peuvent être eux-mêmes substitués par des acides phénoliques tels que l’acide férulique jusqu’à 

4% et l’acide p-coumarique jusqu’à 3% sur la position 5 des résidus α-L-Araf (Vogel 2008). 

 

Les résidus xylosyles des xylanes peuvent être acétylés en position O-2 et/ou O-3. Au 

sein des glucuronoxylanes, le taux d’acétylation peut s’élever à 70% (Girio et al. 2010). Chez les 

arabinoxylanes des graminées, on retrouve 1 à 2% de groupements acétyles.  
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Figure 3. Les différentes familles d’hétéroxylanes. 

 

b) Les mannanes 
 

Tout comme pour les xylanes, on distingue diverses catégories de mannanes (Figure 4) 

selon leur composition en sucres. La chaîne linéaire peut être constituée uniquement de résidus 

D-mannoses liés en β-1,4 comme dans les galactomannanes, mais également par des unités D-

mannose et D-glucose liés en -1,4 et formant un motif non-répétitif comme c’est le cas au sein 

des glucomannanes et des galactoglucomannanes (Ebringerova et al. 2005). Les 

galactomannanes et les galactoglucomannanes se caractérisent par la présence de substituants 
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D-galactopyranosyles liés en position O-6 des unités D-mannose ou D-glucose de la chaîne 

principale. Par ailleurs, les glucomannanes sont souvent acétylés. Les galactomannanes 

hautement substitués par des résidus galactoses (30-96%) sont présents dans les tissus de 

stockage des graines (endosperme, cotylédone, périsperme). Les galactoglucomannanes 

constituent le composant majoritaire des hémicelluloses de la paroi secondaire des bois tendres 

(10-25%) alors que dans la paroi secondaire des bois durs leur teneur est plus faible. Les 

glucomannanes sont présents dans les bois tendres et durs à une teneur faible (5-10%) (Girio et 

al. 2010). 

 

c) Les D-xylo-D-glucanes 
 

Les D-xylo-D-glucanes (Figure 4) sont constitués d’une chaîne linéaire de résidus D-

glucopyranoses substitués par des résidus D-Xyl en position O-6. D’autre part, des substitutions 

de type fucose, galactose, arabinose peuvent également être présentes le long des chaînes 

principales. Au sein de la paroi cellulaire, ces polysaccharides sont liés étroitement aux 

microfibrilles de cellulose par des liaisons hydrogènes. Ils sont présents dans les parois des 

plantes supérieures et représentent une quantité importante des parois primaires (20 à 25% 

des parois primaires des angiospermes dicotylédones). Ils peuvent être également présents dans 

les herbes à une teneur faible (2-5%) (Ebringerova et al. 2005).  

 

d) Les β-glucanes 
 

Les β-glucanes (Figure 4) sont formés de chaînes linéaires de D-glucose composées 

d’unités cellotriosyles et cellotétraosyles liées en β-1,4 et en β-1,3. Ces polysaccharides, 

caractéristiques des graminées, sont liés aux microfibrilles de cellulose lors de la croissance 

dans les parois primaires (Ebringerova et al. 2005).  
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Figure 4. Les différentes hémicelluloses présentes autres que les hétéroxylanes.  

 

I.1.3. Les lignines 
 

 Les lignines sont présentes dans la paroi cellulaire, lui conférant un support structural, 

une imperméabilité, une résistance contre les attaques microbiennes et au stress oxydatif. La 

lignine est un polymère de monolignols. Les trois composants principaux sont des alcools 

hydroxycinnamiques : l’alcool coniférylique, l’alcool p-coumarique et l’alcool sinapylique (Figure 

5, a). La composition de la lignine, qui résulte de la proportion de ces trois unités, diffère selon 

les espèces de plantes mais aussi selon le type cellulaire d’une même espèce (Bonawitz and 

Chapple 2010, Zhong and Ye 2015). La lignine des bois tendres est principalement composée 

d’alcool coniférylique (80%) alors que dans les bois durs la lignine est formée de 56% d’alcool 

coniférylique et de 40% d’alcool sinapylique (Mathews et al. 2015). La lignine de plantes 

herbacées contient une teneur plus élevée (de plus de 10%) en alcool p-coumarique 

comparativement à la lignine de bois durs et tendres alors que les proportions en alcools 

coniférylique et sinapylique sont équivalentes (Perez et al. 2002). La lignine est associée 
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étroitement aux hémicelluloses par des liaisons covalentes formant une matrice complexe 

(Figure 5, b). 

 

a) 

 

  b) 

 
 
Figure 5. La lignine composant de la paroi lignocellulosique. a) Structure des trois monolignols composant 
la lignine. b) La matrice lignine-polysaccharides des graminées (hémicelluloses en vert, lignine en noir. 
Les flèches représentent les liaisons ester) (Chundawat et al. 2011).  

 

I.2. La transformation de la biomasse lignocellulosique 
 

Le concept de bioraffinerie vise à valoriser la plante entière ce qui implique une 

transformation complète de la biomasse lignocellulosique. Celle-ci peut être transformée et 

valorisée sous des formes multiples : énergies, matériaux et produits chimiques (Deutschmann 

and Dekker 2012).  

Plusieurs traitements chimiques peuvent être employés pour la transformation de la 

biomasse lignocellulosique en molécules d’intérêt ou en énergie comme la pyrolyse, la 

gazéification et l’hydrolyse par une voie chimique (Lange 2007). 

L’une des stratégies envisagées pour le fractionnement de la biomasse lignocellulosique 

en sucres fermentescibles est la méthode enzymatique. En effet, la voie enzymatique présente de 

multiples avantages. La spécificité des enzymes et la conduite des réactions en conditions 
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douces permettent de limiter l’apparition de molécules de dégradation ou de molécules 

inhibitrices pour les fermentations ultérieures. Le recours aux enzymes est non polluant et les 

conditions réactionnelles sont peu énergivores. Toutefois, dans le cas du fractionnement 

enzymatique des lignocelluloses, le coût des enzymes demeure encore un facteur qui peut 

limiter le développement des procédés, malgré une optimisation des cocktails enzymatiques et 

une baisse de leur coût de production par les fournisseurs d’enzymes (Novozymes, Genencor-

DuPont, ...).  

La récalcitrance des parois végétales est également un facteur qui limite fortement 

l’efficacité des enzymes. D’autre part, un recyclage des enzymes notamment par le biais de leur 

immobilisation est inenvisageable dans le cas de l’hydrolyse des parois végétales complexes et 

hétérogènes au sein desquelles les biocatalyseurs doivent pouvoir pénétrer pour accéder à leur 

substrat. Il est donc nécessaire d’avoir recours à une étape de prétraitement de la biomasse 

lignocellulosique préalablement à l’étape de conversion enzymatique afin d’améliorer l’efficacité 

des enzymes.  

 

I.2.1. La récalcitrance de la paroi végétale 
lignocellulosique 
 

Les parois des cellules végétales et notamment la paroi secondaire confèrent à la plante 

sa rigidité et sa résistance. Ce sont les premiers boucliers qui protègent la plante contre les 

attaques causées par l’environnement et les microorganismes (Himmel et al. 2007). La 

composition des parois végétales secondaires (cellulose, hémicelluloses et lignines) et leur 

organisation en une structure pariétale complexe conduisent à leur récalcitrance vis-à-vis de 

l’action d’agents biologiques tels que les enzymes.  

Himmel et al. (Himmel et al. 2007) ont défini les facteurs naturels qui contribuent à la 

récalcitrance de la biomasse contre les dégradations physiques et enzymatiques ; i) les tissus 

épidermiques du corps de la plante, particulièrement les cires cuticulaires et épicuticulaires ; ii) 

l’arrangement et la densité des faisceaux vasculaires ; iii) la quantité relative des tissus 

sclérenchymateux ; iv) le degré de lignification ; v) l’hétérogénéité structurale et complexe des 

composés pariétaux ; vi) le challenge pour les enzymes à agir sur des substrats insolubles et vii) 

les inhibiteurs de fermentation qui existent naturellement dans les parois végétales ou qui sont 

générés pendant le processus de conversion.  

D’un point de vue moléculaire, la cristallinité de la cellulose limite la pénétration des 

molécules d’eau et donc l’accès aux glycoside hydrolases empêchant l’hydrolyse (Bansal et al. 

2012, Meng and Ragauskas 2014). Les hémicelluloses et leurs structures branchées sont des 

structures amorphes mais le fractionnement des hémicelluloses requiert un arsenal d’activités 

enzymatiques pour libérer les motifs unitaires. De plus, la matrice formée par les hémicelluloses 

associées aux lignines forme un complexe encore plus difficile à cliver par hydrolyse 
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enzymatique. La lignine quant à elle agit comme une barrière physique et restreint l’accès aux 

enzymes hydrolytiques. Le degré de lignification, la diversité de composition et de structure de 

la lignine et la distribution des polymères phénoliques dans la paroi végétale sont des facteurs 

déterminants pour l’accès aux enzymes hydrolytiques (Van Dyk and Pletschke 2012, Zhao et al. 

2012a). De plus, les enzymes telles que les cellulases et les hémicellulases peuvent s’adsorber à 

la surface des lignines de manière non-spécifique devenant ainsi inefficaces (Berlin et al. 2006, 

Rahikainen et al. 2011).  

 

I.2.2. Les prétraitements de la biomasse 
lignocellulosique 
 

De nombreux prétraitements de la biomasse lignocellulosique ont été étudiés afin de 

faciliter l’accès aux enzymes hydrolytiques : prétraitements physiques, chimiques, physico-

chimiques et biologiques. Lors de l’étape de prétraitement, la composition et la structure des 

parois végétales lignocellulosiques sont altérées (Figure 6). Selon la nature du prétraitement, les 

lignines et les hémicelluloses sont dépolymérisées ou monomérisées, la cristallinité de la 

cellulose est réduite, la porosité de la paroi est affectée ainsi que la surface accessible des 

constituants pariétaux. L’augmentation de la surface accessible de la cellulose par les cellulases 

est le premier objectif des prétraitements (Zhao et al. 2012a). Le Tableau 2 présente différents 

prétraitements utilisés et certains de leurs effets. Dans la suite de cette partie, seuls certains 

prétraitements seront développés. 

 

 
Figure 6. Effet des prétraitements sur la biomasse lignocellulosique (Kumar et al. 2009) adapté de (Hsu et 
al. 1980)  



17 

Tableau 2. Différents prétraitements et leurs impacts sur la biomasse lignocellulosique (Zhao et al. 2012b, Chen and Liu 2015) 

 

 

 

Augmentation 
de l’aire de 

surface 
accessible 

Décristallinisation 
de la cellulose 

Elimination 
hémicellulose 

 

Elimination 
lignine 

 

Altération la 
structure des 

lignines 

Formation 
inhibiteurs de 

la fermentation 
Avantages Inconvénients 

Traitement 
physique 

      

Altère la structure de 
la biomasse ; réduit 
taille des particules ; 

diminue la 
cristallinité de la 

biomasse 

Coûteux en énergie 

Explosion à la 
vapeur 

      

Peu coûteux; 
solubilisation 

hémicelluloses; 
impact 

environnemental 
faible 

Rupture incomplète 
polysaccharides-lignines ; 
formation de composés 

toxiques 

Hydrothermal  ND     

Faible température 
utilisée ; solvant = 

H2O donc pas 
besoin de 

neutralisation 

Demande forte en énergie avec 
large volume d’eau 

Acide dilué       
Solubilisation 

hémicelluloses 

Corrosion équipements ; 
dégradation sucres ; génération 

inhibiteurs. 

AFEX       

Recyclage 
ammoniac ; 

conditions modérées 
(<100°C) et pH 

(<12.0) 

Coût ammoniaque élevé ; effet 
environnemental de 

l’ammoniaque 

Alcalin       

Elimination efficace 
hémicelluloses ; 
faible formation 

d’inhibiteur ; faible 
énergie requise 

Durée longue ; altération de la 
structure des lignines ; besoin 

de neutralisation 

Dégradation 
fongique 

      
Conditions douces ; 

respectueux de 
l’environnement 

Efficacité modérée ; grand 
espace requis ; temps long 

 : partiel, peu d’effet,  : effet significatif,  : pas d’effet, ND : non déterminé 
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a) Les prétraitements physico-chimiques 
 

Prétraitements physiques 

Le prétraitement physique par broyage mécanique (broyage, extrusion, micronisation ...) 

permet de réduire la taille des particules de lignocellulose (10 à 30 mm par écaillage et 0,2 à 2 

mm par broyage), d’augmenter la surface accessible des constituants des parois, de diminuer le 

DP et la décristallinisation des constituants pariétaux (Sun and Cheng 2002). Ce sont des 

prétraitements coûteux en énergie.  

 

Prétraitements chimiques 

 Parmi les prétraitements chimiques, ceux basés sur l’utilisation d’acides ou de bases sont 

les plus répandus.  

Le prétraitement acide le plus étudié est celui mettant en œuvre l’utilisation d’acide 

sulfurique. Il peut être effectué soit à une faible concentration en acide soit à haute 

concentration en acide. L’utilisation d’acide concentré conduit à des problèmes de toxicité, de 

corrosivité pour les équipements. La dégradation des monosaccharides produits en inhibiteurs 

de la fermentation comme le HMF (5-hydroxyméthylfurfural) ou le 2-furfuraldéhyde est faible 

(Girio et al. 2010). Il est nécessaire de recycler l’acide pour diminuer les coûts de production. 

L’acide dilué est plus efficace et nécessite des conditions moins sévères. La concentration en 

acide sulfurique de ce type de prétraitement est de 0,5 à 4% et à une température comprise 

entre 140 et 200°C. Il conduit à l’hydrolyse des hémicelluloses en monosaccharides ce qui 

permet d’augmenter l’accessibilité de la cellulose aux cellulases (Kumar et al. 2009). L’un des 

inconvénients de ce prétraitement est qu’il peut, selon la concentration en acide, la température 

et la durée réactionnelle, conduire à une dégradation des monosaccharides produits en 

inhibiteurs de la fermentation tel que le furfural (issu de la dégradation du xylose) et le 5-

hydroxyméthylfurfural (provenant de la dégradation du glucose) (Girio et al. 2010). De plus, 

dans ces conditions (pH acide, T>150°C), la lignine peut se redéposer sous forme de gouttelettes 

sur la cellulose et empêcher l’action des cellulases (Selig et al. 2007). Ce prétraitement est 

coûteux car il nécessite des équipements résistants à la corrosion, ainsi que la neutralisation des 

hydrolysats (Kumar et al. 2009). De plus, il est nécessaire de recycler l’acide pour diminuer les 

coûts de l’étape de prétraitement. 

Les prétraitements alcalins utilisent soit des ions hydroxydes (soude NaOH, potasse KOH 

ou hydroxyde de calcium (Ca(OH)2), soit de l’ammoniac/ammoniaque. 

 Les prétraitements avec des ions hydroxydes ont l’avantage d’être utilisés à faible 

température et à basse pression. Le prétraitement à la soude diluée (3%) a été longuement 

étudié car ce prétraitement est très efficace (Sharma et al. 2002). Il conduit à la rupture des 

liaisons intramoléculaires entre les lignines et les hémicelluloses mais aussi à la 

dépolymérisation des lignines par clivage des liaisons éthers ainsi qu’à la diminution de la 
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cristallinité de la cellulose (Zhao et al. 2012b). Pour des raisons de coût et de sécurité, la chaux 

(Ca(OH)2) est préférée à la soude. A faible pression et à faible température (25 à 130°C), elle 

permet la solubilisation des hémicelluloses et des lignines par désacétylation et délignification 

(Girio et al. 2010). En revanche, les temps réactionnels sont longs (heures à jours) et il est 

nécessaire d’effectuer une neutralisation du milieu après prétraitement (Agbor et al. 2011).  

Il existe deux types de traitement basique: AFEX (Ammonia Fiber Expansion) et ARP 

(Ammonia Recycling Percolation). Lors du prétraitement AFEX, la biomasse est mise en 

présence d’ammoniac liquide (1-2 kg d’ammoniac/kg de matière sèche) à des températures 

comprises entre 40-140°C et à haute pression (20 à 30 bars) (Carvalheiro et al. 2008, Agbor et 

al. 2011). Après atteinte de la température souhaitée, la pression est relâchée, ce qui permet 

l’évaporation de l’ammoniac, le gonflement des fibres de cellulose et leur décristallinisation 

(Agbor et al. 2011). L’AFEX permet le clivage du complexe lignines-polysaccharides, l’hydrolyse 

des hémicelluloses et la décristallinisation de la cellulose. Les conditions réactionnelles douces 

(<100°C et pH< 12) minimisent la formation d’inhibiteurs de la fermentation. L’ARP correspond 

à l’utilisation d’une solution d’ammoniaque (15 à 20%) qui s’écoule par un flux continu (1 à 5 

mL/min) dans un réacteur en colonne contenant la biomasse à haute température (150-180°C). 

Cette technique permet le recyclage de l’ammoniaque (Agbor et al. 2011). L’ARP permet la 

délignification et l’élimination des hémicelluloses simultanément. 

 

Prétraitements physico-chimiques 

L’explosion à la vapeur est le prétraitement physico-chimique le plus utilisé. La biomasse 

est rapidement chauffée sous haute pression (160-270°C à des pressions de 20-50 bars) puis la 

pression est relâchée rapidement provoquant la séparation en fibres individuelles à partir de la 

matrice lignocellulosique par le biais de l’action de la vapeur (Sun and Cheng 2002, Chen and Liu 

2015, Jacquet et al. 2015). C’est un processus thermo-mécano-chimique car la structure des 

lignocelluloses est rompue par la chaleur de la vapeur (thermo), par des forces de cisaillement 

grâce à la soudaine décompression et l’évaporation de l’humidité (mécano) et à l’hydrolyse des 

liens glycosidiques (chimique). Ce prétraitement est accompagné d’une hydrolyse acide par des 

acides organiques provenant directement de la biomasse comme l’acide acétique (groupements 

acétates des xylanes) ou les acides glucuroniques (présents sur les chaînes de glucuronoxylanes) 

(Sun and Cheng 2002, Jacquet et al. 2015). Ces conditions acides peuvent conduire à la formation 

de produits de dégradation et d’inhibiteurs de la fermentation (furfural et dérivés). 

L’imprégnation avec H2SO4, SO2 ou CO2 de la biomasse avant prétraitement permet de réduire sa 

durée, d’augmenter l’hydrolyse enzymatique, et de diminuer la production d’inhibiteurs de la 

fermentation (Morjanoff and Gray 1987, Ferreira-Leitao et al. 2010). L’explosion à la vapeur 

permet de diminuer la cristallinité de la cellulose et elle génère une délignification ainsi qu’une 

hydrolyse des hémicelluloses. Ses inconvénients majeurs sont la dégradation des sucres 
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constitutifs des hémicelluloses, la rupture incomplète de la matrice lignines-polysaccharides et 

la génération d’inhibiteurs de la fermentation due à la dégradation des sucres (furfural et 5-

HMF) (Li et al. 2005). 

b) Les prétraitements biologiques 
 

Les prétraitements biologiques sont beaucoup moins étudiés que les prétraitements 

précédemment décrits.  

Les prétraitements biologiques sont généralement basés sur l’action de microorganismes 

qui sécrètent un arsenal d’enzymes permettant d’obtenir une délignification qui augmente 

l’accessibilité de la cellulose et des hémicelluloses avant leur hydrolyse enzymatique par des 

cocktails enzymatiques dédiés. Il existe deux sources de microorganismes : fongiques et 

bactériens. Des champignons, les basidiomycètes, ont la capacité unique à rompre et à 

minéraliser la lignine. Les champignons de pourriture blanche sécrètent des enzymes 

lignocellulolytiques dans le milieu extracellulaire, alors que les champignons de pourriture 

marron sécrètent uniquement des enzymes cellulolytiques (Agbor et al. 2011). De ce fait, les 

études portent sur les champignons à pourriture blanche et notamment ceux qui dégradent 

sélectivement les lignines (Dias et al. 2010, Castoldi et al. 2014). Ils dégradent la lignine par 

action d’enzymes (laccases et peroxydases) mais également par dégradation oxydative grâce à la 

production de peroxyde d’hydrogène entraînant la réaction de Fenton (Fe2+ et H2O2) et la 

libération de radicaux libres (Wan and Li 2012, Zhao et al. 2012b). Ces radicaux libres réagissent 

avec les polysaccharides et la lignine d’une manière non-spécifique et facilitent l’accessibilité 

aux enzymes. En revanche, pour une utilisation industrielle, le taux de conversion de la biomasse 

est faible. De plus, les conditions de culture des microorganismes sont assez strictes (Wan and Li 

2012) et longues (Agbor et al. 2011).  

Même si cette voie est beaucoup moins étudiée, l’utilisation de bactéries présente des 

avantages par rapport aux champignons car les bactéries ne nécessitent pas de nutriments 

additionnels comme du glucose pour la croissance et s’utilisent dans une large gamme de pH. 

Néanmoins, elles peuvent nécessiter des conditions anaérobies (Mathews et al. 2015). 

 

I.2.3. Hydrolyse enzymatique  
 

Une hydrolyse est nécessaire pour monomériser les polymères en sucres 

fermentescibles (hexoses et pentoses). C’est une étape clé pour la fermentation ultérieure des 

sucres en molécules d’intérêt. L’hydrolyse enzymatique par rapport à l’hydrolyse acide présente 

l’avantage de nécessiter moins d’énergie et d’utiliser des conditions douces (Sarkar et al. 2012, 

Van Dyk and Pletschke 2012). L’hydrolyse enzymatique consiste à utiliser une large variété 

d’enzymes travaillant en synergie ou individuellement. La synergie implique que les enzymes 

coopèrent pour fractionner leurs substrats et que leurs activités conjuguées soient plus élevées 
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que leurs activités prises individuellement (Van Dyk and Pletschke 2012). Il existe une large 

variété d’enzymes et chaque enzyme à son substrat propre : cellulose, hémicelluloses et lignines. 

Les différents types d’enzymes sont présentés dans le Tableau 3. Pour le fractionnement de la 

cellulose et des hémicelluloses, ce sont principalement des glycoside hydrolases qui sont 

employées (xylanases, xylosidases, mannanases, cellulases, …) (Shallom and Shoham 2003, Girio 

et al. 2010). Elles feront l’objet d’une étude dans le chapitre II. Des enzymes de type 

carbohydrate-estérase interviennent également dans le fractionnement des hémicelluloses 

(Rakotoarivonina et al. 2011). Récemment, la mise en jeu de polysaccharide monooxygénases 

(initialement classées parmi les GH61) et de cellobiose déshydrogénases a montré son efficacité 

pour le fractionnement de la cellulose (Zifcakova and Baldrian 2012). 

 

Tableau 3. Les principales activités enzymatiques requises pour fractionner les lignocelluloses (Van Dyk 
and Pletschke 2012) 
 

Lignine Laccase, manganèse peroxydase, lignine peroxydase 

Hémicelluloses Endo-xylanase, β-xylosidase, endo-mannanase, β-mannosidase, α-L-

arabinofuranosidase, α-glucuronidase, α-galactosidase, féruloyl estérase, p-

coumaroyl estérase, acétyl xylane estérase 

Cellulose Cellobiohydrolase, endo-glucanase, β-glucosidase 
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II. Les glycoside hydrolases 
 

II.1. Généralités 
 

Les glycoside hydrolases sont des enzymes clivant les liaisons glycosidiques au sein des 

oligosaccharides et polysaccharides. Parmi celles-ci, les enzymes cellulolytiques et 

hémicellulolytiques permettent respectivement l’hydrolyse de la cellulose et des hémicelluloses. 

Ces enzymes peuvent être classifiées selon plusieurs critères. 

 
II.1.1. Classification 

 

Dans les années 60, une classification basée sur le type de réaction catalysée a été 

développée par l’IUBMB (International Union of Biochemistry and Molecular Biology). Une 

enzyme est caractérisée par un code à quatre chiffres : une classe, une sous-classe, une sous-

sous classe et un numéro de série (qui correspond au substrat de l’enzyme). Le premier chiffre 

correspond aux six grandes classes d’enzymes (Tableau 4).  

 

Tableau 4. Les six grandes classes d’enzymes selon l’IUMB. 
 

Classe Nom Réaction catalysée 

1 Oxydoréductases AH2 + B = A + BH2 ou AH2 + B+ = A + BH + H+ 

2 Transférases AX = B = A = BX 

3 Hydrolases A-B + H2O = AH + BOH 

4 Lyases 
 

5 Isomérases A = B 

6 Ligases A + B + NTP = A-B + NDP + P ou A + B + NTP = A-B + NMP + PP 

 

Les glycoside hydrolases sont définies par EC 3.x.x.x car ce sont des hydrolases, EC 3.2.x.x 

car elles hydrolysent les liaisons glycosidiques, EC 3.2.1.x car elles agissent sur les liaisons O-

glycosidiques. Les xylanases sont définies par une classification EC 3.2.1.8, les cellulases par EC 

3.2.1.4 car leurs substrats sont les xylanes et la cellulose, respectivement. La liste complète des 

classifications des enzymes se trouvent sur http://www.enzyme-database.org/class.php.  

 

En 1991, une autre méthode de classification a été développée : la classification CAZy 

(Carbohydrate Active enZymes) (Henrissat 1991). CAZy se base sur la comparaison en 

séquences d’acides aminés des enzymes agissant sur des sucres. Il y a quatre grandes classes 

d’enzymes : GH (Glycoside Hydrolases), GT (Glycosyl Transférases), PL (Polysaccharide Lyases) 

et les CE (Carbohydrate Estérases). Actuellement (juin 2015), il y a 133 familles de glycoside 

http://www.enzyme-database.org/class.php
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hydrolases répertoriées au sein de CAZy (http://www.cazy.org/Glycoside-Hydrolases.html). 

Cette classification permet de prédire par homologie de séquence, pour une enzyme 

nouvellement séquencée, son activité catalytique, son mécanisme d’action et son substrat. Les 

structures tertiaires des enzymes sont plus conservées que leurs structures primaires (séquence 

en acides aminés), on peut donc classer également les enzymes en fonction de leur repliement 

sous la notion de clans (Henrissat and Davies 1997). Les familles dans les clans sont supposées 

provenir d’un ancêtre commun. Il y a quatorze clans de GH-A à GH-N (Tableau 5). 

 

Tableau 5. Classification des glycoside hydrolases en familles et en clans 
 

Clan Structure Familles 

GH-A (β/α)8 1, 2, 5, 10, 17, 26, 30, 35, 39, 42, 50, 51, 53, 59, 72, 79, 86, 113, 128 

GH-B β-jelly roll 7, 16 

GH-C β-jelly roll 11, 12 

GH-D (β/α)8 27, 31, 36 

GH-E β-propeller à 6 pales 33, 34, 83, 93 

GH-F β-propeller à 5 pales 43, 62 

GH-G (α/α)6 37, 63 

GH-H (β/α)8 13, 70, 77 

GH-I α + β 24, 46, 80 

GH-J β-propeller à 5 pales 32, 68 

GH-K (β/α)8 18, 20, 85 

GH-L (α/α)6 15, 65, 125 

GH-M (α/α)6 8, 48 

GH-N Hélice β 28, 49 

Source CAZy (http://www.cazy.org/Glycoside-Hydrolases.html) 

 

II.1.2. Modes d’action 
 

Les glycoside hydrolases peuvent être définies par leur mode d’action endo ou exo. Les 

endo-enzymes hydrolysent les liaisons glycosidiques à l’intérieur des chaînes de polysaccharides 

alors que les exo-enzymes hydrolysent à l’extrémité réductrice ou non-réductrice de 

polysaccharides ou d’oligosaccharides (Figure 7). 

Il existe trois configurations différentes possibles pour la topologie du site actif des GH : 

poche, tunnel ou crevasse/sillon (Figure 7) (Henrissat and Davies 1997). Les exo-enzymes ont 

un site actif en forme de poche qui permet la reconnaissance de l’extrémité réductrice ou non-

réductrice des polysaccharides ou d’oligosaccharides. Le reste du squelette est positionné à la 

surface de l’enzyme comme c’est le cas pour les β-xylosidases et les β-galactosidases. Les 

exoglucanases de type cellobiohydrolases (CBH) sont des exo-enzymes avec un site actif en 

http://www.cazy.org/Glycoside-Hydrolases.html
http://www.cazy.org/GH1.html
http://www.cazy.org/GH2.html
http://www.cazy.org/GH5.html
http://www.cazy.org/GH10.html
http://www.cazy.org/GH17.html
http://www.cazy.org/GH26.html
http://www.cazy.org/GH30.html
http://www.cazy.org/GH35.html
http://www.cazy.org/GH39.html
http://www.cazy.org/GH42.html
http://www.cazy.org/GH50.html
http://www.cazy.org/GH51.html
http://www.cazy.org/GH53.html
http://www.cazy.org/GH59.html
http://www.cazy.org/GH72.html
http://www.cazy.org/GH79.html
http://www.cazy.org/GH86.html
http://www.cazy.org/GH113.html
http://www.cazy.org/GH128.html
http://www.cazy.org/GH7.html
http://www.cazy.org/GH16.html
http://www.cazy.org/GH11.html
http://www.cazy.org/GH12.html
http://www.cazy.org/GH27.html
http://www.cazy.org/GH31.html
http://www.cazy.org/GH36.html
http://www.cazy.org/GH33.html
http://www.cazy.org/GH34.html
http://www.cazy.org/GH83.html
http://www.cazy.org/GH93.html
http://www.cazy.org/GH43.html
http://www.cazy.org/GH62.html
http://www.cazy.org/GH37.html
http://www.cazy.org/GH63.html
http://www.cazy.org/GH13.html
http://www.cazy.org/GH70.html
http://www.cazy.org/GH77.html
http://www.cazy.org/GH24.html
http://www.cazy.org/GH46.html
http://www.cazy.org/GH80.html
http://www.cazy.org/GH32.html
http://www.cazy.org/GH68.html
http://www.cazy.org/GH18.html
http://www.cazy.org/GH20.html
http://www.cazy.org/GH85.html
http://www.cazy.org/GH15.html
http://www.cazy.org/GH65.html
http://www.cazy.org/GH125.html
http://www.cazy.org/GH8.html
http://www.cazy.org/GH48.html
http://www.cazy.org/GH28.html
http://www.cazy.org/GH49.html
http://www.cazy.org/Glycoside-Hydrolases.html
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forme de tunnel. La cellulose est clivée en dimères de glucose (cellobiose) de manière processive 

à l’extrémité réductrice (CBH1) ou non-réductrice (CBH2) (Sanchez et al. 2003, Chundawat et al. 

2011). Le cellobiose formé est relargué avec la chaîne polysaccharidique toujours liée au site 

actif. Les endo-enzymes ont un site actif en forme de crevasse ou sillon qui permet la fixation de 

la chaîne polysaccharidique par des interactions faibles avec les sous-sites composant le site 

actif (théorie des sous-sites présentés au § II.1.3). Le clivage des liaisons glycosidiques se fait à 

l’intérieur de la chaîne. 

 

 

 
 

Figure 7. Mode d’action (endo ou exo) des glycoside hydrolases et topologie des sites actifs. (Les 
monosaccharides sont représentés par des cercles violets et les cercles noirs correspondent à l’extrémité 
réductrice. Les flèches en rouge correspondent au site de clivage de la chaîne polysaccharidique. Pour les 
exo-enzymes, le clivage des liaisons glycosidiques est représenté uniquement pour l’extrémité réductrice 
(d’après Davies and Henrissat, 1995). 
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 Les glycoside hydrolases sont classées selon deux types de mécanisme, soit par rétention 

de configuration soit par inversion de configuration de la position anomérique (α ou β), selon 

Koshland (Koshland 1953). Le point commun de ces deux mécanismes est qu’ils impliquent une 

paire de résidus d’acides aminés de type carboxylique et qu’ils passent par un état de transition 

de type oxacarbénium (Rye and Withers 2000, Vuong and Wilson 2010). 

 Le mécanisme par inversion de configuration procède en une seule étape par une 

catalyse acide-base générale (Figure 8, a). Un des deux résidus impliqués dans la catalyse agit 

comme un acide et l’autre comme une base. Ils sont espacés d’environ 10 Å dans le site actif car 

la molécule d’eau doit pouvoir s’insérer entre la base et le sucre (Davies and Henrissat 1995). Le 

résidu acide « donne » un proton à l’oxygène de la liaison glycosidique alors que le résidu 

basique « capte » un proton de la molécule d’eau, ce qui augmente alors la nucléophilie de 

l’oxygène, facilitant par la suite l’attaque du carbone anomérique. 

 Le mécanisme par rétention de configuration procède en deux étapes en passant par un 

intermédiaire covalent appelé glycosyl-enzyme (Figure 8, b). La diade catalytique, séparée 

d’environ 5 Å, se compose d’un résidu jouant le rôle d’acide/base et l’autre de nucléophile. Dans 

la première étape, appelée glycosylation, le résidu acide/base agit comme acide en protonant le 

substrat alors que le résidu nucléophile provoque le départ du groupe partant et la formation de 

l’intermédiaire glycosyl-enzyme. Dans une deuxième étape, appelée déglycosylation, le résidu 

acide/base agit comme base en « captant » un proton d’une molécule d’eau qui attaque alors le 

carbone anomérique de l’intermédiaire glycosyl-enzyme. 

 Pour certaines enzymes à rétention de configuration, une réaction de synthèse appelée 

transglycosylation peut avoir lieu avec l’arrivée d’un nucléophile (généralement un alcool) autre 

qu’une molécule d’eau. Après la formation de l’intermédiaire glycosyl-enzyme, une molécule 

d’alcool pénètre dans le site actif ce qui conduit à la formation d’un glycoside avec une partie 

aglycone dépendant de la nature du nucléophile utilisé. La réaction de transglycosylation par 

synthèse enzymatique sera développée au § III.4. 

 

  



26 

  a) 

 

b) 

 
 
Figure 8. Mécanisme catalytique des glycoside hydrolases ; a) avec inversion de configuration 
anomérique et b) avec rétention de configuration anomérique. 

 

II.1.3. Sous-sites catalytiques 
 

Le site actif comporte également des résidus acides aminés qui entrent en interaction 

avec le ligand afin de faciliter sa reconnaissance et sa fixation (Torronen and Rouvinen 1997). 

Les acides aminés occupant le site actif sont regroupés en plusieurs sous-sites. Un sous-site est 

une région où les acides aminés sont en interaction avec le substrat par des liaisons faibles non 

covalentes de type liaison hydrogène, forces de Van der Waals ou « stacking ». Chaque sous-site 

interagit avec le substrat avec une affinité qui lui est propre (énergie d’interaction) (Thoma et al. 

1970, Hiromi et al. 1973, Suganuma et al. 1978). La nomenclature pour les sous-sites est de –n à 

+n, avec des nombres négatifs pour les sous-sites de l’extrémité non réductrice (partie glycone) 

et des nombres positifs pour l’extrémité réductrice (partie aglycone). Le clivage de la liaison 

glycosidique s’effectue entre les sous-sites -1 et +1 (Figure 9, a) (Davies et al. 1997). Le nombre 

de sous-sites varie d’une enzyme à une autre. La Figure 9, b) représente les interactions entre les 

six sous-sites d’une xylanase de la famille GH11 (Xyn11A) et un xylohexaose dans le site actif 

avec les résidus de la diade catalytique Glu78 et Glu171.  
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Figure 9. Théorie des sous-sites. a) Représentation des sous-sites (Davies et al. 1997) ; b) Représentation 
schématique du complexe xylohexaose-Xyn11A montrant les liaisons hydrogène (---) et les interactions de 
stacking (↔) entre les sous-sites et le substrat (Jommuengbout et al. 2009). 

 

II.2. Les hémicellulases  
 

La dépolymérisation complète des hémicelluloses nécessite l’action conjointe et 

synergique d’un large panel d’enzymes. Selon les types d’hémicelluloses, des enzymes 

différentes vont agir. Certaines auront pour rôle la dépolymérisation des chaînes principales 

constitutives des polysaccharides et d’autres seront des enzymes débranchantes qui vont 

éliminer les substitutions portées par les chaînes principales. Des glycoside hydrolases et des 

carbohydrate estérases sont impliquées dans le fractionnement des hémicelluloses. Les GH vont 

hydrolyser les liaisons glycosidiques alors que les CE hydrolysent les liaisons esters des 

positions estérifiées par de l’acide acétique ou des acides phénoliques (acide férulique, acide p-

coumarique). 

La Figure 10 présente les activités hémicellulasiques requises pour dépolymériser les 

hémicelluloses présentées au § I.1.2 (xylanes, mannanes, …).  
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Figure 10. Les différentes hémicellulases intervenant dans la dépolymérisation des hémicelluloses 
(Shallom and Shoham 2003) 

 

Seules les enzymes impliquées dans la dépolymérisation des xylanes seront présentées 

ci-dessous. 

 

II.2.1. Les xylanases 
 

L’une des principales activités requises pour la dépolymérisation des xylanes est 

l’activité xylanase. Les xylanases (EC 3.2.1.8) sont des endo-enzymes qui permettent l’hydrolyse 

des liaisons β-1,4 à l’intérieur des chaînes d’hétéroxylanes. Leur action conduit à la formation de 

xylo-oligosaccharides de DP variable qui peuvent être substitués. Certaines xylanases, telles que 

les xylanases de la famille GH10 produisent également du xylose. Selon CAZy, les xylanases sont 

classées en sept familles de GH : 5, 8, 10, 11, 30, 43 et 51. Les GH 5, 10, 11, 30 et 51 sont des 

enzymes à rétention de configuration anomérique alors que les GH 8 et 43 sont à inversion de 

configuration anomérique. Les familles 10 et 11 sont les plus répandues et étudiées, elles feront 

l’objet d’une description détaillée dans un paragraphe ultérieur (§ II.4.2). 
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II.2.2. Les β-xylosidases 
 

Les β-xylosidases (EC 3.2.1.37) sont des exo-enzymes qui permettent l’hydrolyse de xylo-

oligosaccharides (xylobiose, xylotriose) généralement produits par l’action des xylanases. Elles 

n’agissent pas sur les xylanes polymériques. Elles sont classées en dix familles : GH 1, 3, 30, 39, 

43, 51, 52, 54, 116 et 120. Ce sont des enzymes nécessaires pour la production de monomères de 

D-xylose.  

 

II.2.3. Les α-L-arabinofuranosidases 
 

Le rôle des α-L-arabinofuranosidases (EC 3.2.1.55) est de cliver les liaisons osidiques -

1,2 et/ou -1,3 entre un résidu arabinofuranose et un résidu xylopyranose de la chaîne 

principale des xylanes. Ces enzymes appartiennent aux familles GH 2, 3, 43, 51, 54 et 62. 

 

II.2.3. Les α-glucuronidases 
 

Les α-glucuronidases (EC 3.2.1.131) appartiennent aux familles GH67 et GH115. Elles 

sont responsables du clivage des liaisons entre l’acide glucuronique et son dérivé 4-O-méthylé 

positionnés en O-2 de certains résidus xylose de la chaîne principale de xylanes. Cependant, ce 

clivage s’effectue lorsque les acides glucuroniques sont attachés à l’extrémité non-réductrice des 

xylo-oligosaccharides (Puls 1997). Elles agissent donc après l’action des xylanases. 

 

II.2.4. Les estérases 
 

Les acétyl xylane estérases (EC 3.1.1.72) et les féruloyl estérases (EC 3.1.1.73) sont 

classifiées parmi les carbohydrate estérases. Les acétyl xylane estérases sont responsables de 

l’hydrolyse des liaisons esters engageant les groupements acétates portés par certains résidus 

xylose en position O-2 et/ou O-3. Alors que les groupements acétates sont largement répandus 

au sein des divers xylanes, l’action des féruloyl estérases est plus limitée car celles-ci 

hydrolysent les liaisons esters des substituants arabinose estérifiés en position O-5 au sein des 

xylanes des plantes graminées.  
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II.3. Les xylanases GH10 et GH11 
 

Les xylanases des familles GH10 et GH11 sont les plus répandues dans la nature et donc 

les mieux caractérisées. Ce sont des endo-enzymes qui clivent les liaisons β-1,4 à l’intérieur des 

chaînes de xylanes et qui agissent par rétention de configuration anomérique. Cependant, elles 

différent de par leur structure tridimensionnelle, leur spécificité de substrat et leur mode 

d’action.  

II.3.1. Structures tridimensionnelles et sites actifs 
des xylanases GH10 et GH11 
 

Les xylanases GH10 font partie du clan GH-A avec une structure (β/α)8 qui a la forme 

d‘un saladier (Figure 11, a). La forme peut varier d’une forme circulaire à elliptique (Pollet et al. 

2010a). 

Les xylanases GH11 font partie du clan GH-C avec une structure en β-jelly roll (Figure 11, 

b). La structure est hautement conservée et ressemble à une main droite partiellement fermée et 

consiste en deux feuillets β antiparallèles en torsion et une seule hélice α (Torronen and 

Rouvinen 1997). Les deux feuillets β constituent les « doigts » alors que la partie en torsion du 

feuillet β B et l’hélice α forme la « palme » de la main. La boucle entre les feuillets β B7 et B8 

forme un « pouce ». Une « corde » composée d’une boucle entre les brins B6 et B9 relie les doigts 

et la base du pouce, fermant partiellement le site actif. 

Le site actif des GH10 forme un sillon large et peu profond alors que celui des GH11 

forme une crevasse profonde et structurée (présence de feuillets). Le sillon peu profond des 

xylanases GH10 leur permet d’être moins restrictives quant aux substrats et peut expliquer les 

différences catalytiques entre les xylanases GH10 et GH11 (Biely et al. 1997). 

 

 
Figure 11. Structures tridimensionnelles des xylanases. a) Xylanase GH10 de Trichoderma 
reseei (PDB:4VX0) ; b) Xylanase GH11 de Thermobacillus xylanilyticus. 
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Les enzymes agissant par rétention de configuration anomérique passent par un 

intermédiaire glycosyl-enzyme et par deux états de transition. Afin de comprendre en détail le 

mécanisme et les caractéristiques structurales concernant l’intermédiaire glycosyl-enzyme 

formé durant la catalyse (étape de glycosylation), un inhibiteur, le 2’,4’-dinitrophényl 2-désoxy-

2-fluoro-xylobioside a été utilisé en présence de différentes xylanases GH10 et GH11 (Withers et 

al. 1987, Miao et al. 1994). L’intermédiaire formé est le 2-désoxy-2-fluoro-xylobiosyl-enzyme 

(2F-xylobiosyl-enzyme) (Figure 12). L’atome de fluor en position 2 permet de ralentir la 

formation et l’hydrolyse de l’intermédiaire (ion oxacarbénium) par déstabilisation de l’état de 

transition et en éliminant d’importantes interactions (liaisons hydrogènes) en position 2 (Sidhu 

et al. 1999). Cette stabilisation a permis d’obtenir des cristaux de l’intermédiaire glycosyl-

enzyme piégé et ainsi d’en déterminer la structure conformationnelle. 

 

 
Figure 12. Formation de l’intermédiaire 2F-xylobiosyl-enzyme dans le site actif de différentes xylanases. 

 

Lors de l’étape de glycosylation, les substrats localisés dans le sous-site -1 subissent des 

changements de conformation appelés distorsion du substrat afin d’optimiser les interactions 

enzyme-substrat et de permettre l’étape de glycosylation et de déglycosylation (Davies et al. 

2012). Le rôle de la distorsion du substrat est controversé (Kankainen et al. 2004). D’après 

Notenboom et al. (Notenboom et al. 2000), les xylanases GH10 passent par un itinéraire 

classique : 4C1 → 1S3 → 4H3 → 4C1 alors que les xylanases GH11 passent par l’itinéraire 4C1 → 2H3 → 

2S0 → 2,5B → 4C1.  

Les xylanases GH11, lors de la formation de l’intermédiaire glycosyl-enzyme, conduisent 

à une distorsion du sucre inhabituelle de type bateau 2,5B (Figure 13, b) (Sabini et al. 1999, Sidhu 

et al. 1999). Cette conformation permet la coplanarité des positions C5, O5, C1 et C2, ce qui 

remplit les conditions stéréoélectroniques requises pour faciliter l’attaque nucléophile durant 

l’étape de déglycosylation (Sinnott 1990, Sabini et al. 1999, Notenboom et al. 2000, Sabini et al. 

2001, Soliman et al. 2009). Les xylanases GH10 conduisent à un intermédiaire glycosyl-enzyme 

pour lequel le sucre adopte une conformation 4C1 qui ne satisfait pas ce critère (Figure 13, a) 

(Davies et al. 1998, Andrews et al. 2000, Ducros et al. 2000).  
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Figure 13. Schéma des interactions protéine-ligand dans le site actif du complexe 2F-xylobiosyl-enzyme. 
a) Complexe 2F-xylobiosyl-Cex (GH10) - Conformation de l’intermédiaire 4C1 ; b) Complexe 2F-xylobiosyl-
Bcx (GH11) - Conformation de l’intermédiaire 2,5B (Wicki et al. 2007). [Cex = xylanase de Cellulomonas 
fimi ; Bcx = xylanase de Bacillus circulans] 

 

II.3.2. Différences de modes d’action hydrolytique 
 

a) Spécificité de substrat 
 

L’activité des xylanases est affectée par le degré de substitution des xylanes. Les 

xylanases GH10 présentent une large spécificité de substrat et sont moins sensibles au taux de 

substitution des xylanes (Bonnin et al. 2006). Les xylanases GH11 sont plus restrictives quant 

aux substrats qu’elles peuvent utiliser. Les xylanases GH11 peuvent accepter des substituants de 

la chaîne principale sur la position O-2 du xylose lié au sous-site -2 et sur les positions O-2 et O-3 

des xyloses liés au sous-site -3 et +2 (Vardakou et al. 2008, Dumon et al. 2012), alors que les 

GH10 tolèrent des xyloses substitués dans les sous-sites -3, -2, +1 et +2 sur les positions O-2 

et/ou O-3 (Biely et al. 1997, Beaugrand et al. 2004, Pell et al. 2004, Pollet et al. 2010a). Les 

différences de liaisons des substrats aux sous-sites des xylanases GH10 et GH11 sont illustrées 

sur la Figure 14. De plus, Xie et al. ont montré que quatre xylanases GH10 sont plus actives sur 

un xylotriose substitué par un arabinose que sur un xylotriose non substitué, montrant que les 

substituants de la chaîne de xylanes contribueraient à la reconnaissance dans la liaison au 

substrat (Xie et al. 2006).  

Les xylanases GH10 sont capables de cliver la liaison glycosidique à côté d’un xylose 

substitué ou doublement substitué vers l’extrémité non-réductrice et requièrent deux xyloses 

non substitués entre les résidus branchés (Pollet et al. 2010a). Les xylanases GH11 hydrolysent 

préférentiellement des régions non substituées, car elles ne peuvent pas cliver à côté d’un xylose 

substitué et nécessitent la présence de trois résidus xylopyranose consécutifs non substitués 

pour agir (Figure 15) (Katapodis et al. 2003, Vardakou et al. 2003, Pollet et al. 2010a). 
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Figure 14. Capacité des sous-sites à se lier à des substituants de la chaîne principale de xylanes pour les 
xylanases GH10 et GH11. 

 

 
Figure 15. Clivage des liaisons glycosidiques des xylanases GH10 et GH11 (d’après Pollet et al. 2010). 

 

 De par leurs spécificités structurales, les xylanases GH10 produisent majoritairement du 

xylose et du xylobiose alors que les xylanases GH11 produisent essentiellement du xylobiose, du 

xylotriose et des XOS (xylo-oligosaccharides) de DP supérieurs substitués (Biely et al. 1997, 

Pollet et al. 2010a). La capacité des xylanases GH10 à produire du xylose et des XOS de faible DP 

peut être attribuée aux fortes liaisons des substrats avec les sous-sites -2, -1 et +1 (Fujimoto et 

al. 2004, Pollet et al. 2010a).  

  

b) Solubilité du substrat 
 

Plusieurs études ont permis de mettre en évidence que la solubilité du substrat a une 

influence sur l’activité des xylanases GH10 et GH11 (Courtin and Delcour 2001, Beaugrand et al. 

2004, Maes et al. 2004, Bonnin et al. 2006). Deux enzymes de familles GH10 (Tx-xyn10) et GH11 

(Tx-xyn11) provenant de Thermobacillus xylanilyticus ont été étudiées pour connaître leur mode 

d’action lors du fractionnement du son de blé désamidonné (Beaugrand et al. 2004). Après 24 h 

de traitement, plus de 50% d’arabinoxylanes sont libérés par la Tx-xyn11 alors que 25% 

seulement d’arabinoxylanes sont libérés par la Tx-xyn10. Le degré de substitution des 
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arabinoxylanes (AX) libérés et leur degré de polymérisation sont également différents. Dans le 

cas de la Tx-xyn10, les produits majoritairement libérés sont le xylose et le xylobiose et le ratio 

Ara : Xyl des produits libérés s’élève à 1:2,5. Dans le cas de la Tx-xyn11, les produits majoritaires 

sont le xylobiose, le xylotriose et le xylotétraose et le ratio Ara : Xyl des produits libérés est de 

1:4. Cette étude montre bien que les xylanases GH10 sont moins sensibles au degré de 

substitution de la chaîne de xylanes. La vitesse d’hydrolyse est également différente. Après 1 h 

de réaction, le rendement d’hydrolyse des xylanes du son de blé est proche du maximum pour la 

Tx-xyn11 alors que la Tx-xyn10 présente une action plus progressive. L’action simultanée des 

deux xylanases Tx-xyn11 et Tx-xyn10 donne lieu à des produits d’hydrolyse présentant un ratio 

Ara : Xyl similaire à celui obtenu avec Tx-xyn11 seule (1:4). Il s’est avéré que les deux enzymes 

n’agissent pas en synergie afin de décomposer les xylanes du son de blé désamidonné mais 

qu’elles agissent à la suite l’une de l’autre. La Tx-xyn11 qui agit plus efficacement sur les xylanes 

insolubles libère des xylo-oligosaccharides solubles (fortement substitués par de l’arabinose) à 

partir du son de blé puis la Tx-xyn10 agit sur ces xylo-oligosaccharides produits par Tx-xyn11.  

Pour conclure sur cette étude, ces deux enzymes ont des actions distinctes ; les xylanases 

de la famille des GH11 hydrolysent plus facilement les xylanes insolubles peu substitués alors 

que les GH10 hydrolysent les régions les plus substituées (Beaugrand et al. 2004). 

 

II.3.3. Différences de modes d’action en 
transglycosylation  
 

Les xylanases GH10 et les GH11 étant des enzymes à rétention de configuration 

anomérique, elles ont la capacité à catalyser des réactions de transglycosylation.  

 La plupart des xylanases décrites dans la littérature pour catalyser des réactions de 

transglycosylation sont des xylanases GH10 grâce à leur versatilité vis-à-vis des substrats. Une 

seule xylanase GH11 a été utilisée pour ses capacités de transglycosylation. Cette xylanase est 

décrite comme ayant la particularité d’accepter comme nucléophile uniquement des accepteurs 

de type polyphénols (Chiku et al. 2008, Chiku et al. 2009). 

 La synthèse de β-xylopyranosides par des xylanases sera développée au § III.4.3.  
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III. Synthèse des β-xylopyranosides 
 

 Cette partie a pour objectif de présenter les différentes méthodes chimiques et 

biotechnologiques développées jusqu’à présent pour synthétiser des -xylopyranosides avec 

leurs avantages et leurs inconvénients. Selon les méthodologies, la matière première utilisée 

sera le xylose pour les synthèses chimiques et des xylosides activés en position anomérique, des 

oligoxylosides ou des xylanes d’origine végétale pour les synthèses enzymatiques. 

 
III.1. Synthèse chimique des β-xylopyranosides 

 

III.1.1. La glycosylation de Fischer 
 

La glycosylation de Fischer (Fischer 1893) est la réaction d’un sucre non protégé chauffé 

à reflux avec un alcool en présence d’un catalyseur acide pour former le glycoside 

correspondant. En dépit de plusieurs limitations, la glycosylation de Fischer a été largement 

utilisée pour la synthèse de glycosides classiques tels que des alkyl ou des aryl glycosides 

(Demchenko 2008). Les principaux inconvénients de cette méthode sont la sensibilité des sucres 

aux conditions de réactions (catalyse acide fort, température) et, dans la plupart des cas, la 

formation d’un mélange d’isomères α/β de pyranosides et furanosides en fonction de la nature 

du sucre et du contrôle cinétique ou thermodynamique de la réaction (Bishop and Cooper 1962, 

Ferrier and Hatton 1968, Capon 1969). 

D’un point de vue mécanistique, la réaction procède en quatre étapes successives : 1) la 

formation des furanosides, 2) l’anomérisation des furanosides, 3) l’expansion du cycle des 

furanosides aux pyranosides et 4) l’anomérisation des pyranosides. Dans le cas du D-xylose, 

l’isomère α-xylopyranoside, produit thermodynamique, est généralement le produit majoritaire 

car il est stabilisé par l’effet anomère (Ferrier and Hatton 1968) (Figure 16). 

 

 
 
Figure 16. Synthèse de xylosides par la méthode de Fischer. 

 

La glycosylation de Fischer a été utilisée pour la synthèse d’alkyl xylopyranosides à 

partir de D-xylose, mais également à partir d’hétéroxylanes ou directement à partir de la 
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biomasse lignocellulosique en une seule étape. Cette méthode permet d’obtenir principalement 

l’anomère α, mais certaines réactions conduisent à une quantité significative de β-

xylopyranosides (Figure 17). 

 

 
 
Figure 17. Synthèse d’alkyl xylopyranosides en une seule étape à partir de D-xylose ou d’hétéroxylanes. 

 

Les méthyl xylosides ont été synthétisés à partir de D-xylose en présence de plusieurs 

catalyseurs acides comme l’acide chlorhydrique (Bishop and Cooper 1962, Ferrier and Hatton 

1968, Capon 1969), l’acide sulfurique (Wu and Serianni 1991) ou une résine acide (Cadotte et al. 

1952, McGeary et al. 2004, Roy and Bordoloi 2008) en présence de méthanol comme solvant. 

Dans ces réactions, des mélanges de méthyl xylofuranosides et méthyl xylopyranosides sont 

obtenus. Selon les conditions de la réaction, les pourcentages des isomères obtenus diffèrent. A 

température ambiante, sous contrôle cinétique, les xylofuranosides sont obtenus 

majoritairement (ratio fur/pyr : 93/7) avec un ratio 1:1 pour les anomères α/β. Lors d’un 

chauffage à reflux de la réaction, donc sous contrôle thermodynamique, un ratio opposé 

(fur/pyr : 8/92) est observé, l’anomère α-pyranoside étant le composé majoritaire (α/β : 2/1) 

(Tableau 6).  

 

Tableau 6. Pourcentages de méthyl xylosides obtenus à partir de D-xylose. (Bishop and Cooper 1962, Wu 
and Serianni 1991) 
 

Conditions β-pyr α-pyr β-fur α-fur 

MeOH, H2SO4, 24 h à ta 4 2 50 43 

MeOH, HCl, 20 h, reflux 32 60 6.5 1.5 

(β-pyr: Méthyl β-D-xylopyranoside, α-pyr: Méthyl α-D-xylopyranoside, β-fur: Méthyl β-D-xylofuranoside, α-fur: Méthyl α-D-
xylofuranoside) 

 

 Le Tableau 7 montre clairement que les éthyl xylofuranosides sont formés en premier 

lors de la réaction avec de l’éthanol à 35°C (fur/pyr: 93/7 après 2 h). Pour des temps plus longs, 

les xylopyranosides sont ensuite obtenus majoritairement (fur/pyr: 25/75 après 72 h, fur/pyr: 

12/88 après 120 h).  
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Tableau 7. Pourcentages d’éthyl xylosides obtenus à partir de D-xylose avec du HCl dans l’éthanol à 35°C 
(Ferrier and Hatton 1968). 
 

Temps (h) β-pyr α-pyr β-fur α-fur 

2 2 1 54 43 

12 13 7 47 34 

72 49 26 14 11 

120 56 32 7 5 

(β-pyr: Ethyl β-D-xylopyranoside, α-pyr: Ethyl α-D-xylopyranoside, β-fur: Ethyl β-D-xylofuranoside, α-fur: Ethyl α-D-xylofuranoside) 

 

Plusieurs catalyseurs acides ont été utilisés en présence d’alcools gras pour synthétiser 

des xylosides en utilisant la méthode de Fischer : l’acide sulfurique ou l’acide p-

toluènesulfonique (APTS) (Davis and Letton 1985, Damez et al. 2007), le chlorure d’acétyle 

(Ballou et al. 1951, Damez et al. 2007), une résine acide (Damez et al. 2007) ou une quantité 

catalytique d’acide de Lewis (Auge and Sizun 2009).  

 Les octyl xylopyranosides ont été synthétisés à partir d’une quantité catalytique d’acide 

de Lewis avec ou sans liquide ionique. La présence d’un liquide ionique comme solvant a permis 

une faible augmentation des rendements de la réaction sans toutefois modifier la sélectivité en α 

(Auge and Sizun 2009). 

 

Les réactions de xylosylation par la méthode de Fischer peuvent être également réalisées 

directement à partir d’hétéroxylanes, ou de la biomasse lignocellulosique en une seule réaction 

pour la synthèse d’alkyl xylosides (Bouxin et al. 2010, Sekine et al. 2013).  

Récemment, une conversion directe de xylanes a été réalisée pour la synthèse d’hexyl, 

d’octyl et de décyl xylopyranosides avec l’utilisation d’un catalyseur acide [acide 10-

camphosulfonique (CSA)] dans un liquide ionique [le chlorure de 1-n-butyl-3-

méthylimidazolium ([BMIM]Cl)]. Ce dernier permet de dissoudre les xylanes et ainsi d’améliorer 

leur conversion (Sekine et al. 2013). Les alkyl xylosides sont obtenus avec de bons rendements 

après l’extraction du brut de réaction dilué dans l’acétate d’éthyle, avec majoritairement 

l’anomère  (Tableau 8). 

 
Tableau 8. Transglycosylation des xylanes avec des alcools gras en utilisant CSA dans le liquide ionique 
[BMIM]Cl 
 

 

Alcools gras (equiv.) Alkyl xylosides (mg par g de xylanes) Ratio α/β 

Hexanol (30) 395 65:35 

Octanol (30) 690 65:35 

Décanol (20) 285 60:40 
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Les alkyl xylosides ont également été synthétisés à partir de biomasse lignocellulosique 

comme le son et la paille de blé qui sont des co-produits agricoles riches en xylanes. Cette 

méthode a été développée par la Société ARD (Pomacle-Bazancourt). Une réaction en une seule 

étape est décrite avec l’obtention de bons rendements en présence d’acide sulfurique et 

d’alcools gras à 90-100°C (Marinkovic and Estrine 2010, Marinkovic et al. 2012, Seguin et al. 

2012, Hausser et al. 2013). Cependant les alkyl xylosides ne sont pas isolés mais obtenus en 

mélange avec des L-arabinosides (Figure 18). 

 

 
Figure 18. Illustration de la conversion du son et de la paille de blé en alkyl pentosides (les furanosides 
sont omis pour plus de clarté) (Marinkovic and Estrine 2010). 

 

III.1.2. Synthèse à partir de xylose peracétylé 
 

La réaction du 1,2,3,4-tétra-O-acétyl-β-D-xylopyranose en présence d’un acide de Lewis 

(BF3.OEt2, SnCl4,…) et d’un alcool est une méthode générale pour la synthèse de β- 

xylopyranosides (Figure 19). L’anomère β du xylose peracétylé est obtenu sous contrôle 

cinétique en présence de D-xylose et d’acétate de sodium dans l’anhydride acétique à 100°C 

(Konstantinovic et al. 2001, Oldham et al. 2013). L’anomère β est préféré à l’anomère α pour la 

réaction de glycosylation car il est plus réactif grâce à la participation du groupement voisin 

trans-acétate en position C-2 (Mabic et al. 1993, Liu et al. 1996, Mikata et al. 2001, Keyari and 

Polt 2010). 

 

 
Figure 19. Synthèse de β-D-xylopyranosides via le 1,2,3,4-tétra-O-acétyl-β-D-xylopyranose. 

 

Le mécanisme implique la formation d’un ion oxacarbénium et d’un cation ponté (Figure 

20), conduisant sélectivement aux β-xylopyranosides sous conditions cinétiques (Contour et al. 

1989, Konstantinovic et al. 2001). L’addition d’une quantité inférieure à 1 équivalent de 



39 

triéthylamine minimise l’anomérisation des réactifs et des produits et conduit à une bonne 

sélectivité en β (Yamaguchi et al. 1990, Johnsson et al. 2007a). Des co-produits peuvent être 

formés pendant la réaction comme le xylopyranoside désacétylé en position C-2 (Liu et al. 1996, 

Konstantinovic et al. 2001, Lefever et al. 2012). 

 

 
 
Figure 20. Mécanisme de glycosylation en présence de BF3.OEt2 via un cation ponté. 

 

La glycosylation est effectuée le plus souvent avec du BF3.OEt2 comme acide de Lewis et 

le 1,2,3,4-tétra-O-acétyl-β-D-xylopyranose dans le dichlorométhane (CH2Cl2). Cette réaction 

permet la synthèse de xylopyranosides avec comme aglycones des chaînes alkyles (Lopez and 

Fernandez-Mayoralas 1994, Konstantinovic et al. 2001, Petrovic et al. 2006, Garcia-Garcia et al. 

2011, Xu et al. 2012, Holmqvist et al. 2013, Oldham et al. 2013), des dérivés d’acides aminés 

(Keyari and Polt 2010, Lefever et al. 2012), des groupements naphtyles (Mani et al. 1998, Mani 

et al. 2004) et des groupements catéchyles (Mabic et al. 1993) avec des rendements de 33 à 

79%. L’utilisation de 1,2,3,4-tétra-O-benzoyl-α-D-xylopyranose (Fletcher and Hudson 1947) 

minimise la formation de co-produits et augmente généralement les rendements obtenus (Xu et 

al. 2012). 

De nombreux acides de Lewis ont été utilisés mais le triflate de scandium (Sc(OTf)3) et le 

tribromure d’indium (InBr3) sont d’excellents promoteurs de la glycosylation du xylose 

peracétylé. Dans le cas de la Fmoc-L-Sérine (fluorénylméthoxycarbonyle-L-sérine), une bonne 

sélectivité en β et de bons rendements sont obtenus (68-97%) (Lefever et al. 2012). Le Sc(OTf)3 

est utilisé en quantité stoechiométrique car il reste associé avec l’acétate pour produire un acide 

de Brönsted, alors que InBr3 est utilisé en quantité catalytique car il peut se dissocier de l’acétate 

pour former l’acide acétique et régénérer l’acide de Lewis (Figure 21). 
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Figure 21. Réactions de glycosylation avec InBr3 ou un acide de Lewis plus fort Sc(OTf)3 (Lefever et al. 
2012).  

 

Pour les alcools aromatiques, la réaction de glycosylation est généralement plus difficile. 

Le phényl β-D-xylopyranoside acétylé a été obtenu à partir de xylose peracétylé et de 

phénol avec du APTS comme catalyseur car ce dernier favorise la formation sélective de 

l’anomère β (Montgomery et al. 1942, Lopez and Fernandez-Mayoralas 1994), contrairement 

aux acides de Lewis, pour lesquels la présence de phénol conduit à la formation d’un mélange 

d’anomères  et β de xylopyranosides acétylés. 

 

La glycosylation du dihydroxynaphtalène est également une tâche difficile. Selon les 

positions des hydroxyles sur le cycle aromatique, une double glycosylation peut se produire 

conduisant à des bis-xylopyranosides avec des rendements de 22 à 96%. Dans certains cas, il n’y 

a pas de réaction de glycosylation à cause de la gêne stérique et des liaisons hydrogènes intra-

moléculaires avec les 1,8-, 2,3- et 1,2-dihydroxynaphtalènes, ce qui diminue la réactivité des 

groupements hydroxyles (Johnsson et al. 2007b). Pour obtenir une mono-xylosylation, il est 

nécessaire de protéger l’un des groupements hydroxyles (Mani et al. 2004, Johnsson et al. 

2007a) ou d’utiliser une méthode sur support solide (Jacobsson and Ellervik 2002). Cette 

dernière stratégie est effectuée dans le CH2Cl2 sous activation avec BF3.OEt2. Une réaction de 

désacétylation conduit à la déprotection du xylopyranoside et au clivage simultané de la liaison 

avec la résine. Les rendements obtenus sont raisonnables (6-42%) (Figure 22). 
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Figure 22. Synthèse du 2-(6-hydroxynaphtyl)-β-D-xylopyranoside (42%).  
(a) 2,6-dihydroxynaphtalène, CH2Cl2, pyridine, diméthylaminopyridine, ta, une nuit. (b) 1,2,3,4-tetra-O-acétyl-β-D-xylopyranose, 
CH2Cl2, BF3.OEt2, ta, 45 min. (c) CH2Cl2, MeOH, NaOMe/MeOH, ta, 1 h. 

 

III.1.3. La réaction de Kœnigs-Knorr 
 

La re action de Koenigs-Knorr consiste en la re action d’un glycoside prote ge  avec un 

haloge nure en position anome rique (haloge nure de glycosyle) avec des sels de mercure ou 

d’argent en présence d’un alcool afin d’obtenir des glycosides. Les rendements et la composition 

des produits de pendent: a) de la ste re ochimie et des groupements protecteurs de l’haloge nure 

de glycosyle, b) de la structure de l’alcool, c) du promoteur utilisé et son contre-ion et d) du 

solvant utilisé (Wallace and Schroeder 1976, Garegg et al. 1985). 

De nos jours, le mécanisme est encore discuté (Mydock and Demchenko 2010). Un 

mécanisme de type SN2 est supposé compte-tenu de la haute stéréosélectivité de la réaction. Les 

sels d’argent ou de mercure participent au départ de l’halogénure en position anomérique du 

glycosyle ce qui induit une diminution de la densité électronique et rend plus facile une attaque 

nucléophile avec une inversion de configuration en C-1 (Figure 23, chemin a). Par cette voie de 

synthèse, seuls des β-xylopyranosides sont obtenus. 

Cependant, ce mécanisme n’explique pas la formation observée de sous-produits tels que 

l’orthoester (Xu et al. 2012) et l’α-xylopyranoside (Satge et al. 2005, Sardzik et al. 2010). C’est 

pourquoi, un mécanisme de type SN1 via un ion oxacarbénium peut également être proposé, 

avec ou sans la participation du groupement voisin: a) sans, le résultat est un mélange de α/β-

xylopyranosides (Figure 23, chemin b) ; b) avec, la formation d’un cation ponté conduit à la 

formation d’orthoester et de β-xylopyranosides (Figure 23, chemin c). Le nucléophile peut 

attaquer deux positions du cation ponté, soit la position anomérique et ainsi former le β-

xylopyranoside, soit le carbone impliqué dans la formation du cation ponté et expliquer la 

formation de l’orthoester. 
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Figure 23. Mécanisme de la réaction de Kœnigs-Knorr à partir du bromure de 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-
xylopyranosyle. 

 

L’halogénure de 2,3,4-tri-O-benzoyl-α-D-xylopyranosyle donne de meilleurs rendements 

que l’halogénure de 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-xylopyranosyle car la formation de l’orthoester est 

minimisé par la stabilisation de cation ponté (Garegg et al. 1985, Crich et al. 1999, Mitchell et al. 

2001, Xu et al. 2012). Selon Wallace et Shroeder (Wallace and Schroeder 1976, Wallace and 

Schroeder 1977), la nature des groupements protecteurs est importante. Une stéréosélectivité 

élevée en β est observée pour les groupements esters alors que les groupements éthers 

conduisent à une stéréosélectivité variable. De plus, l’orthoester est connu pour être le produit 

cinétique et le β-xylopyranoside, le produit thermodynamique (Wallace and Schroeder 1976, 

Wallace and Schroeder 1977, Banoub and Bundle 1979, Crich et al. 1999). 

 

Les bromures de 2,3,4-tri-O-benzoyl-α-D-xylopyranosyle et 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-

xylopyranosyle sont généralement utilisés pour la réaction de Koenigs-Knorr (Durette and 

Horton 1971, Mitchell et al. 2001).  

 Dans la littérature, de nombreuses synthèses de β-xylopyranosides ont été rapportées à 

partir du bromure de 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-xylopyranosyle avec une grande variété d’alcools 

(de Bruyne and van der Groen 1966, Schroeder et al. 1974, De Bruyn et al. 1975, Hadfield et al. 

1979, Lacombe et al. 1988) (Tableau 9). Quand la structure de l’alcool est plus complexe (de 
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Bruyne and van der Groen 1966, Schroeder et al. 1974, De Bruyn et al. 1975, Hadfield et al. 

1979) (alcools aromatiques et cycliques) (Tableau 9) les rendements diminuent (de Bruyne and 

van der Groen 1966).  

Plusieurs études ont ciblé la synthèse du cyclohexyl 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-

xylopyranosyle et ont démontré que les rendements obtenus (60-90%) sont dépendants de la 

nature du solvant et du promoteur utilisé (Tableau 9) (de Bruyne and van der Groen 1966, 

Schroeder et al. 1974, Crich and Dai 1999). 

 

Tableau 9. Rendements de synthèse de différents β-D-xylopyranosides à partir du bromure de 2,3,4-tri-O-
acétyl-α-D-xylopyranosyle. 

 

 

Entrées Alcool Catalyseur Solvant 
Rdt 

(%) 
Réf. 

1 méthanol HgO/HgBr2 CHCl3 83 (Schroeder et al. 1974) 

2 éthanol HgO/HgBr2 CHCl3 80 (Schroeder et al. 1974) 

3 propanol HgO/HgBr2 CHCl3 77 (Schroeder et al. 1974) 

4 cyclohexanol Ag2O CHCl3 64 (de Bruyne and van der Groen 1966) 

5 cyclohexanol HgO/HgBr2 CHCl3 77 (Schroeder et al. 1974) 

6a cyclohexanol Ag(OTf) CH2Cl2 90 (Schroeder et al. 1974) 

7 alcool benzylique Ag2O CHCl3 40 (de Bruyne and van der Groen 1966) 

aRéaction à partir du bromure de 2,3,4-tri-O-benzoyl-α-D-xylopyranosyle à -40°C 

 

Dans certaines réactions, des co-produits sont obtenus comme de l’orthoester ou un 

mélange de α/β-xylopyranosides avec l’octanol, le (-)-citronellol (Satge et al. 2005) ou 

l’aminoéthanol (Sardzik et al. 2010). Les ratios des co-produits dépendent du promoteur utilisé. 

D’autres espèces peuvent être utilisées comme promoteurs de la glycosylation à la place 

des sels d’argent ou de mercure (Satge et al. 2005, Xu et al. 2012) ; comme I2 avec DDQ (2,3-

dichloro-5,6-dicyano-1,4-benzoquinone) (Xu et al. 2012) mais aussi la vitamine B12 

(Cyanocob(III)alamine) (Pattenden 1988, Petrovic et al. 2006). 

 

Les aryl β-D-xylopyranosides peuvent être synthétisés à l’aide d’une catalyse par 

transfert de phase à partir du bromure de 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-xylopyranosyle dans des 

conditions basiques avec une inversion complète de la configuration anomérique via un 

mécanisme de type SN2 (Figure 24). Les dérivés aryles conduisent à la formation d’alcoolates in 

situ. Fritz et al. ont synthétisé par cette méthode du phényl β-D-xylopyranoside, du naphtyl β-D-

xylopyranoside et d’autres aryl β-D-xylopyranosides avec de la soude dans une solution aqueuse 

d’acétone, mais sans avoir renseigné les rendements obtenus. Des nitrophényl et naphtyl β-D-
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xylopyranosides ont été synthétisés sous différentes conditions avec des rendements de 58 à 

69% (Tableau 10).  

 

 

Figure 24. Catalyse par transfert de phase de dérivés aryl β-D-xylopyranosides à partir du bromure de 
2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-xylopyranosyle en présence de soude en solution aqueuse et d’acétone  

 

Tableau 10. Rendements de synthèse d’aryl β-D-xylopyranosides par réaction par transfert de phase. 
 

Entrées Alcool Conditions Rdt (%) Réf. 

1 2-Nitrophénol K2CO3, (CH3)2CO (aq) 65 (Takeo et al. 1995) 

2 Napht-1-ol K2CO3, (CH3)2CO (aq) 58 (Takeo et al. 1995) 

3 4-Nitrophénol K2CO3, (CH3)2CO (aq) 69 (Takeo et al. 1995) 

4 4-Nitrophénol TBAHS, Na2CO3, EtOAc 67 (Kim and Roy 1997) 

TBAHS = hydrogènosulfate de tétrabutylammonium  

 

Johnson et al. ont utilisé une réaction par transfert de phase pour synthétiser des β-D-

xylopyranosides avec comme alcool le dihydroxynaphtalène. Cette réaction conduit à des 

dihydroxynaphtalènes doublement xylosylés avec de faibles rendements (13-14%) (Johnsson et 

al. 2007b). 

La réaction de Koenigs-Knorr peut permettre également la synthèse de xylopyranosides 

avec des DP>1 comme le nitrophényl β-D-xylobiosides (Purves 1929, Takeo et al. 1995, Ziser et 

al. 1995, Mechaly et al. 1997) et de l’umbelliféryl xylobioside (Kaneko et al. 2000, Goddard-

Borger et al. 2012).  

  

III.1.4. La méthode des trichloroacétimidates (« la 
glycosylation de Schmidt ») 
 

 La première utilisation des trichloroacétimidates (TCA) en synthèse a été rapportée par 

Sinaÿ (Pougny and Sinay 1976, Pougny et al. 1977). Leur utilisation pour la synthèse de 

glycosides a été développée par Schmidt et ses collaborateurs depuis 1980 (Schmidt and Michel 

1980).  

 Actuellement, cette méthode est la plus populaire pour la synthèse de glycosides et 

d’oligosaccharides grâce aux remarquables propriétés des TCA de glycosyle en termes de facilité 

de formation, de réactivité élevée et d’applications variées. Les TCA de glycosyle sont 

chimiquement stables à température ambiante (Schmidt 1989). La configuration anomérique 

des produits obtenus dépend de la configuration du donneur, le glycosyle de TCA, de l’assistance 

anchimérique, de la nature des solvants et/ou des effets cinétiques et thermodynamiques 

(Schmidt 1986, Zhu and Schmidt 2009). La glycosylation avec un alcool requiert un catalyseur 



45 

acide tel que BF3.OEt2 ou TMSOTf (trifluorométhylsulfonate de triméthylsilyle), qui sont les plus 

utilisés. L’avantage de cette méthode est l’utilisation d’une quantité catalytique en promoteur 

comparé à la nécessité d’un équivalent pour les autres méthodes décrites précédemment 

(Lucas-Lopez et al. 2008). Les TCA de glycosyles peuvent posséder des groupes protecteurs tels 

que des esters ou des éthers.  

 Si le TCA de glycoside a un groupe participant en C-2, le β-D-xylopyranoside est obtenu 

uniquement quelle que soit la configuration anomérique du donneur. S’il n’y a pas de groupe 

voisin participant en C-2, il y a une inversion de la configuration anomérique avec BF3.OEt2 dans 

CH2Cl2 (Figure 25) (Schmidt and Michel 1980, Schmidt and Michel 1985, Schmidt 1986, Schmidt 

1989, Schmidt and Kinzy 1994). L’anomère α du TCA de glycosyle avec une participation en C-2 

est le réactif le plus souvent utilisé. Selon les conditions de réaction, la réaction passe soit par un 

mécanisme de type SN2 avec inversion de configuration soit par un mécanisme de type SN1 avec 

le passage par un ion oxacarbénium.  

 

 
 
Figure 25. Mécanisme de la glycosylation de Schmidt à partir du trichloroacétimidate de 2,3,4-tri-O-acétyl-
α/β-D-xylopyranosyle  

 

 Les TCA de glycosyle [trichloroacétimidate de 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D- et β-D-

xylopyranosyle (Mori et al. 1990) ou du trichloroacétimidate de 2,3,4-tri-O-benzoyl-α-D- et β-D-

xylopyranosyle (Chen and Kong 2002)] ne sont pas utilisés pour la synthèse de β-

xylopyranosides avec des parties aglycones simples (alkyl, allyl ou benzyl). Les méthodes 

décrites précédemment sont généralement utilisées. Les TCA de xylopyranosyle sont utilisés 

dans des synthèses avec des aglycones complexes et sensibles car ils peuvent être activés à 

faible température par une quantité catalytique d’acide de Lewis. Des anomères purs ou un 

mélange d’anomères de TCA de xylopyranosyle peuvent être synthétisés à partir de l’hémiacétal 
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avec l’utilisation des bases appropriées (Figure 26) (Schmidt and Michel 1980, Mori et al. 1990, 

Jacobsson et al. 2006b).  

 

 
 
Figure 26. Synthèse des TCA de 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D- et β-D-xylopyranosyles. (a) NH2NH2.AcOH, DMF 
(diméthylformamide), 15 min, 55°C (b) NaH, (c) DBU, (d) K2CO3  
 

 

Des naphtyl β-D-xylopyranosides (Figure 15) (Mani et al. 2004), des xylopyranosides à 

motif sérine (Nakahara et al. 2001) et des bibenzyl β-D-xylopyranosides (Tajima et al. 2011) ont 

été synthétisés à partir du 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-trichloroacétimidate de xylopyranosyle sous 

différentes conditions. Les produits sont obtenus avec une sélectivité β. 

 

 
 
Figure 27. Synthèse des naphtyl β-D-xylopyranosides à partir du TCA de 2,3,4-tri-O-acétyl-α-D-
xylopyranosyle. 

 

 La synthèse à partir du mélange d’anomères du TCA de 2,3,4-tri-O-acétyl-α/β-D-

xylopyranosyle est stéréosélective. En présence de BF3.OEt2 dans du CH2Cl2 à faible température, 

les β-D-xylopyranosides sont les seuls produits obtenus avec un dérivé d’azidosphingosine 

(Wilstermann and Magnusson 1997) et du 1-hydroxy-p-carborane (Jacobsson et al. 2008). 

  

 Johnsson et al. ont synthétisé plusieurs dihydroxynaphtalènes doublement xylosylés à 

partir de xylose peracétylé avec d’assez bons rendements. Mais les 2,3-dihydroxynaphthalène 

bis-(2,3,4-tri-O-acétyl-β-D-xylopyranoside) et 1,2-dihydroxynaphthalène bis-(2,3,4-tri-O-acétyl-

β-D-xylopyranoside) n’ont pas pu être obtenus par cette méthode. Ces produits sont obtenus 
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avec la méthode des TCA à partir du mélange d’anomères du TCA de 2,3,4-tri-O-acétyl-α/β-D-

xylopyranosyle en présence de TMSOTf dans du CH2Cl2. Les TCA sont connus pour être plus 

réactifs que leurs analogues acétylés et sont plus adaptés pour des phénols moins réactifs 

(Johnsson et al. 2007b).  

L’utilisation d’autres catalyseurs variés a été décrite pour la synthèse de β-D-

xylopyranosides comme le Pd(CH3CN)4(BF4)2 en absence de groupe participant en C-2 (McKay et 

al. 2009), de TMSNTf2 (triméthylsilyl bis(trifluorométhanesulfonyl)imide) avec des 

méthacrylates comme groupements protecteurs ou encore l’utilisation d’un dérivé de thiourée 

comme co-catalyseur (Geng et al. 2013). 

  Des xylobiosides ou xylotriosides peuvent être synthétisés par la méthode des TCA à 

partir comme le méthyl β-D-xylobioside et xylotrioside (Abad-Romero et al. 2009), ainsi que 

l’umbelliféryl β-D-xylobioside et xylotrioside (Vrsanska et al. 2008). 

 

III.1.5. Autres méthodes 
 

Dans cette partie, des méthodes moins classiques pour la synthèse de β-D-

xylopyranosides sont rapportées. 

La O-arylation directe en position anomérique de sucres non protégés est une tâche 

difficile due à la présence de nombreux groupements hydroxyles et à la formation possible de 

mélange de α/β-pyranosides et de α/β-furanosides. Certaines méthodes, cependant, ne 

requièrent pas de groupements protecteurs. 

L’activation du groupement hydroxyle anomérique par la formation d’un sulfite 1,2-

cyclique permet la O-arylation directe du D-xylose par action de l’alcoolate correspondant. 

Différents β-xylopyranosides ont été synthétisés par cette méthode avec plusieurs phénolates 

(38-50%) (El Arabi Aouad et al. 1994). Un exemple est illustré avec le 4-nitrophénolate (Figure 

28).  

 

 
 
Figure 28. O-arylation du D-xylose par la formation d’un sulfite 1,2-cyclique.  

 

 La glycosylation du D-xylose via une réaction de télomérisation du butadiène catalysée 

par des complexes de palladium dans du DMF ou dans une solution aqueuse a été réalisée 

(Estrine et al. 2004, Estrine et al. 2005, Damez et al. 2006, Hadad et al. 2006, Bouquillon 2011). 

La réaction conduit à un mélange complexe composé de mono ou de polyoctadiényl 

xylopyranosides et de dimères de butadiène. Le greffage de la chaîne octadiényle commence 
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toujours par la position anomérique à cause de sa plus forte acidité. Les produits obtenus sont 

un mélange d’α/β-D-octadiényl xylopyranosides avec des dioctadiényl xylosides avec une 

conversion efficace du D-xylose, le 2-(E)-7-octadiényl-β-D-xylopyranoside étant le produit 

majoritaire (Figure 29) (Hadad et al. 2006). 

 

 

 
Figure 29. Réaction de télomèrisation du butadiène avec du D-xylose. 

 

III.2. Synthèse enzymatique de β-xylopyranosides 
 

III.2.1. Introduction 
 

Les méthodes chimiques pour la synthèse de β-xylopyranosides anomériquement purs 

nécessitent des étapes de protection et déprotection des groupements hydroxyles du sucre, 

l’utilisation d’un sucre activé et le contrôle des paramètres cinétiques et thermodynamiques. De 

plus, les réactions se produisent généralement dans des conditions sévères de pH et de 

température. Une alternative à l'approche chimique est la synthèse enzymatique, notamment 

avec des réactions impliquant les glycoside hydrolases.  

Dans la nature, ces enzymes hydrolysent les liaisons glycosidiques par l’intermédiaire 

d’une catalyse acide-base. Par contre, en présence d'un nucléophile accepteur différent de l'eau, 

certaines GH à rétention de configuration peuvent catalyser des réactions d'hydrolyse inverse 

ou de transglycosylation pour conduire à la synthèse de glycosides. Cette stratégie permet la 

formation de β-glycosides anomériquement purs selon le mécanisme en 2 étapes décrit dans la 

Figure 30 (Davies and Henrissat 1995, Rye and Withers 2000, Withers 2001). De plus, les 

réactions sont réalisées à partir de sucres libres non protégés et dans des conditions (milieu 

aqueux) et des températures douces. Cette approche enzymatique largement développée pour la 

synthèse de glucosides (Ismail et al. 1999b, Ismail et al. 1999a, van Rantwijk et al. 1999) est 

moins répandue pour les xylosides. Cela est dû à une valorisation moindre des pentoses par 

rapport aux hexoses. 
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Figure 30. Mécanisme de transglycosylation par des GH à rétention de configuration. 

 

L’hydrolyse inverse est thermodynamiquement contrôlée et implique une réaction entre 

un monosaccharide et un alcool (Figure 31, a). Dans ce cas, l'équilibre est déplacé vers la 

synthèse en limitant l'activité de l'eau, notamment en utilisant des concentrations élevées de 

substrats : sucre et alcool (solvant) (Drouet et al. 1994, Drouet et al. 1995, Ismail et al. 1999b). 

La deuxième voie, appelée transglycosylation, est cinétiquement contrôlée et est basée sur le 

transfert enzymatique d'une partie glycosyle d'un donneur saccharidique (poly- ou 

oligosaccharidique ou de sucres activés tels qu’un p-nitrophényl glycoside) à un accepteur 

nucléophile différent de l'eau (saccharides, alcools) (Figure 31, b). Lors de la transglycosylation, 

l'eau agit comme un nucléophile en compétition avec l’accepteur, ce qui peut conduire à 

l'hydrolyse primaire et secondaire des produits de transglycosylation (Figure 32). 

 

 

 
Figure 31. Glycosylation catalysée par des GH. a) Hydrolyse inverse, b) Transglycosylation (X = O-pNP (O-
paranitrophényl), D-xylose ou xylooligosaccharides). 
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Figure 32. Schéma général des réactions d’hydrolyse et de transglycosylation catalysées par une xylanase. 

 

III.2.2. Synthèse par les β-xylosidases 
 

Le seul exemple de synthèse de β-xylopyranosides par hydrolyse inverse a été rapporté 

par Drouet et al. (Drouet et al. 1994, Drouet et al. 1995). Dans cette étude, la β-xylosidase de 

Trichoderma reseei a été utilisée en présence de D-xylose et de différents alcools aliphatiques 

(Figure 33). Dans le cas de l’hydrolyse inverse, les réactions durent plus de 6 jours pour 

atteindre le seuil maximal de rendements. Les rendements obtenus d’alkyl β-xylopyranosides 

sont très faibles (10%) en raison de l'évolution de la réaction en faveur de l’hydrolyse (Ismail et 

al. 1999b). Les longs temps de réaction et les faibles rendements de réaction sont les 

inconvénients majeurs dans le développement de cette méthode. 

 

 
 
Figure 33. Synthèse enzymatique d’alkyl β-xylopyranosides par hydrolyse inverse.  

 

Des réactions de transglycosylation pour la synthèse de xylopyranosides ont connu un 

développement plus important par rapport à l’hydrolyse inverse. Le substrat est soit un 

xylopyranoside activé comme le pNP-Xyl (p-nitrophényl β-D-xylopyranoside), soit des xylo-

oligosaccharides de faibles DP tels que le xylobiose et xylotriose (Figure 34). En raison du mode 

d'action des β-xylosidases (mode exo), les produits obtenus comportent une partie glycone 

constituée d’une seule unité sucre (DP = 1). Les β-xylosidases utilisent préférentiellement des 

alcools primaires aliphatiques ayant des longueurs de chaîne de carbone inférieures à cinq 

atomes de carbone comme accepteurs (Kurakake et al. 2005, Muzard et al. 2009, Jain et al. 

2014). 
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Figure 34. Réaction de transglycosylation à partir de différents donneurs par une β-xylosidase. 

 

Shinoyama et al. ont été les premiers à rapporter l'utilisation d'une β-xylosidase 

(Aspergillus niger) pour produire des alkyl xylopyranosides à partir de xylobiose et de différents 

alcools (Shinoyama et al. 1988, Shinoyama and Yasui 1988, Shinoyama et al. 1991). Ils ont 

conclu que cette enzyme était très efficace pour la préparation d'alkyl xylopyranosides grâce à la 

simplicité de la méthode, la grande stabilité de la β-xylosidase dans un solvant organique et de 

sa forte activité de transglycosylation avec divers alcools (alcools primaires, secondaires et 

tertiaires). D‘autres β-xylosidases d'origines microbiennes différentes ont été rapportées pour 

réaliser de la transxylosylation à partir de pNP-Xyl ou de xylobiose en présence de divers alcools 

(Drouet et al. 1994, Drouet et al. 1995, Li et al. 2000, Kurakake et al. 2005, Kurakake et al. 2011, 

Jain et al. 2014).  

Les alcools ayant des longueurs de chaîne alkyle courtes (C1-C5) sont de meilleurs 

accepteurs pour la synthèse d’alkyl xylopyranosides (Kurakake et al. 2005, Muzard et al. 2009, 

Jain et al. 2014). Les alcools primaires sont les plus communément utilisés comparés aux alcools 

secondaires ou tertiaires en raison du faible encombrement stérique du groupement hydroxyle 

de l'alcool. Muzard et al. ont étudié la capacité d'une β-D-xylosidase de Bacillus halodurans pour 

catalyser des xylopyranosides à partir de différents donneurs (xylobiose, xylotriose et pNP-Xyl) 

et des alcools aliphatiques primaires (Muzard et al. 2009). Les meilleurs donneurs sont le pNP-

Xyl et le xylotriose. Les rendements de la transxylosylation étaient optimaux dans le cas du n-

propanol comme accepteur, conduisant à la synthèse de propyl β-D-xylopyranoside (Figure 35). 

Avec une chaîne alkyle plus courte, le groupement hydroxyle n’interagirait pas fortement avec le 

site actif alors que dans le cas d’une chaîne plus longue, il ne pourrait s’approcher du site actif à 

cause de l’hydrophobicité de l’alcool (Kurakake et al. 2005, Muzard et al. 2009). 
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  a) 

 

  b) 

 

Figure 35. a) Transglycosylation du xylotriose (5 mM) avec des alcools aliphatiques (5% (v/v)) catalysée 
par la β-D-xylosidase de Bacillus halodurans; b) Effet de la longueur de chaîne de l’alcool sur le rendement 
d’alkyl-β-D-xylopyranosides en utilisant la β-D-xylosidase de Bacillus halodurans après 16 h en présence 
de xylotriose 5 mM (barres noires) ou d’hydrolysat contenant des xylo-oligosaccharides (dilué pour 
obtenir du xylotriose à 5 mM) (barres blanches) et d’alcools à 5% (v/v) (Muzard et al. 2009). 

 

Une approche structure-fonction a été appliquée à cette enzyme dans le but d'améliorer 

la transxylosylation avec des alcools aliphatiques tel que le n-octanol (Ochs et al. 2013). Dans 

cette étude, trois résidus hydrophobes appartenant au sous-site impliqué dans la liaison à 

l’aglycone ont été mutés soit en Alanine soit en Sérine (Figure 36). Parmi les résidus ciblés, 

Phe116 (F116) s’est avéré être intéressant car sa mutation en Alanine a permis d’augmenter le 

rendement de la synthèse d’octyl β-D-xylopyranoside par un facteur de 1,7. La modélisation 

moléculaire a indiqué que la mutation de la position 116 conduit à un agrandissement de la 

poche catalytique du côté de l’extrémité réductrice (aglycone), facilitant l'arrivée d'alcools à 

longues chaînes aliphatiques, tel que l’octanol (Ochs et al. 2013).  

 

 
Figure 36. Synthèse d’octyl xylopyranosides par la β-D-xylosidase de Bacillus halodurans et ses mutants 
(Ochs et al. 2013). 
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Les synthèses enzymatiques mettant en œuvre des xylosidases concernent 

essentiellement la synthèse d’alkyl xylopyranosides et peu d’études concernent des aglycones 

autres qu'aliphatiques (Sulistyo et al. 1994, Kurakake et al. 2005). Parmi ces dernières, la 

xylosidase d'Aspergillus pulverulentus catalyse le transfert d'un résidu xylopyranosyle d’un 

xylobiose à une hydroquinone (Sulistyo et al. 1994). 

 

III.2.3. Synthèse par les xylanases 
 

Les réactions de transxylosylation catalysées par des xylanases conduisent à la synthèse 

d'une gamme plus large de xylopyranosides par rapport à des réactions catalysées par des 

xylosidases. En effet, ces enzymes utilisent comme donneurs des xylanes, conduisant à des 

xylopyranosides comprenant une partie glycone avec un DP égal ou supérieur à 1 (Figure 37). 

Cette particularité représente un avantage important par rapport à la synthèse chimique et la 

transglycosylation par des xylosidases. Les xylanases étant des endo enzymes, la zone du site de 

reconnaissance de la partie aglycone des xylanases est plus importante que celles des 

xylosidases (Dodd and Cann 2009), les xylanases peuvent donc utiliser des accepteurs de 

structures plus complexes que les alcools aliphatiques. 

 

 
Figure 37. Réaction de transglycosylation à partir de xylanes par une xylanase. 

 

Certaines xylanases ont été utilisées pour produire divers alkyl xylopyranosides à partir 

de xylanes et d'alcools aliphatiques. Matsumura et al. ont utilisé la xylanase isolée 

d’Aureobasidium pullulans pour la transxylosylation directe de xylanes avec de l’octan-1-ol et du 

2-éthylhexanol (Matsumura et al. 1999). Avec le 2-éthylhexanol, des xylopyranosides de DP 1 et 

2 ont été produits simultanément. Le rendement maximal du 2-éthylhexyl β-D-

xylobiopyranoside est de 110 mg/g de xylanes après 12 h de réaction. Après 12 h, le rendement 

diminue légèrement, tandis que le rendement maximal du 2-éthylhexyl β-D-xylopyranoside 

s'élève à 54 mg/g de xylanes après 36 h de réaction. Des résultats similaires ont été observés 

avec l'octan-1-ol.  

D’autres xylanases sont connues pour synthétiser des alkyl xylopyranosides avec des DP 

différents en présence de différents alcools (Matsumura et al. 1996, Matsumura et al. 1997, 

Nakamura et al. 2000, Jiang et al. 2004, Kadi and Crouzet 2008, Mamo et al. 2010, Ochs et al. 
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2011). La xylanase de Thermotaga maritima est unique dans sa capacité à synthétiser des 

xylopyranosides et xylobiopyranosides avec des alcools tertiaires (Figure 38). 

 

 
 
Figure 38. Synthèse enzymatique du tert-butyl β-D-xylopyranoside et xylobiopyranoside par la xylanase 
Thermotaga maritima.  

 

Les xylanases peuvent aussi catalyser la synthèse de xylopyranosides contenant une 

partie aglycone cyclique (Kadi et al. 2002, Tramice et al. 2007, Chiku et al. 2008, Kadi and 

Crouzet 2008, Chiku et al. 2009). Comme la xylanase de Trichoderma longibrachiatum, qui est 

connue pour synthétiser des benzyl xylopyranosides à partir de xylanes en présence d’alcool 

benzylique (Kadi et al. 2002, Kadi and Crouzet 2008).  

La xylanase isolée de Hypsizigus marmoreus a été étudiée en utilisant de nombreux 

composés aromatiques comme accepteurs. Cette enzyme catalyse la transxylosylation en 

présence de composés phénoliques et de composés aromatiques contenant à la fois des 

groupements hydroxyles phénoliques et non-phénoliques. Cependant, la réaction a lieu 

préférentiellement sur l'hydroxyle non-phénolique de l'accepteur, plutôt que sur la fonction 

hydroxyle phénolique (Nishizawa et al. 2002).  

Chiku et al. ont étudié l'activité de transxylosylation de la xylanase Bacillus sp. KT12 avec 

divers accepteurs contenant des groupements hydroxyles primaires ou phénoliques (Chiku et al. 

2008). La réaction de transxylosylation a lieu uniquement en présence de polyphénols (Figure 

39). Les auteurs ont attribué cette particularité à la nécessité pour l'accepteur de posséder deux 

groupements hydroxyles pour la transglycosylation. Un groupement hydroxyle serait nécessaire 

afin d'interagir avec l'enzyme et assurer la bonne orientation de l'accepteur dans le site actif, et 

le second groupement hydroxyle est censé réagir avec le C1 du xylose (intervient dans le 

mécanisme de la réaction). Cette xylanase a permis la génération de catéchyl et 4-hydroxyphényl 

oligoxylopyranosides. Les xylobiopyranosides sont dans ce cas les produits majoritaires (Chiku 

et al. 2008, Chiku et al. 2009).  

 

 
 
Figure 39. Synthèse enzymatique du catéchyl β-D-xylopyranoside (un accepteur polyphénol) 

 

De nombreux paramètres peuvent influencer la synthèse de xylopyranosides avec des 

xylanases, tels que la composition et la concentration des xylanes, la concentration en alcool, la 
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quantité de xylanase, la durée de la réaction et la présence d'un co-solvant (Kadi and Crouzet 

2008). 

Les xylanes sont plus ou moins substitués, en fonction de leur origine, notamment par 

des groupements L-arabinofuranose. Les xylanes d’avoine ont une forte teneur en arabinose (L-

Ara/D-Xyl = 0,12) en comparaison avec des xylanes de bouleau (L-Ara/D-Xyl = 0,003) (Ochs et 

al. 2011). Ce rapport peut fortement influencer la composition des xylopyranosides et certains 

groupements arabinose peuvent être présents dans la partie glycone lors de la synthèse. La 

xylanase de Thermobacillus xylanilyticus catalyse la transxylosylation de xylanes d’avoine avec 

du pentan-1-ol et a conduit un mélange xylopyranosides (DP1 à DP3) avec un xylobioside 

substitué par un L-arabinofuranosyle (Figure 40) (Ochs et al. 2011). 

 

 
Figure 40. Synthèse de pentyl oligoarabinoxylopyranosides et de pentyl oligoxylopyranosides à partir de 
xylanes d’avoine (Ochs et al. 2011). 
 

 La teneur en xylanes a été étudiée lors de la synthèse d’octyl xylopyranosides par la 

xylanase Thermotaga neapolitana en présence d’octanol (Figure 41) (Mamo et al. 2010). De 

faibles concentrations en xylanes (0,5% (p/v)) conduisent à des rendements plus élevés 

(exprimés en mg/g de xylanes), comparés à des plus hautes teneurs en xylanes (5% (p/v)). 

Cependant, même si le taux de conversion des xylanes est plus faible dans le cas de forte teneur 

en xylanes (5% (p/v)), la concentration la plus élevée en octyl xylopyranosides a été obtenue 

dans ce cas et était de 2,18 mg/mL d’octyl xylobioside. La teneur en xylanes doit garantir 

l’homogénéité du milieu réactionnel pour un transfert de masse optimal (Mamo et al. 2010, Ochs 

et al. 2011). 
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Figure 41. Effet de la concentration en xylanes sur la synthèse d’octyl xylobiopyranosides a) en mg/g de 
xylanes et b) en mg/mL (Mamo et al. 2010). 

  

 La quantité de xylanase est également un critère important car la réaction de 

transglycosylation est en compétition avec l’hydrolyse primaire et secondaire (Figure 32). 

L’augmentation de la quantité d’enzyme de 1 à 40 UI/mL a pour effet une augmentation des 

rendements globaux avec une xylanase commerciale et une xylanase de Thermobacillus 

xylanilyticus (Ochs et al. 2011). La quantité d’enzyme a également une influence sur les DP des 

produits obtenus (Mamo et al. 2010, Ochs et al. 2011). En effet, dans le cas d'une dose élevée de 

la xylanase de Thermotaga neapolitana (0,5 à 1 UI/ml), la production en octyl xylobiopyranoside 

diminue en raison de l'hydrolyse secondaire (Figure 42). Pour la même raison, le rendement en 

octyl xylotriopyranoside est plus élevé avec une dose d'enzyme de 0,05-0,1 UI/mL (Mamo et al. 

2010). Une dose plus élevée en enzyme conduit à une augmentation de l’hydrolyse secondaire. 

 

 
Figure 42. Effet de la concentration en xylanase de Thermotaga neapolitana sur les rendements en (A) n-
octyl xylobiopyranosides et (B) n-octyl xylotriopyranosides en fonction du temps à partir de xylanes et 
d’octanol à 70°C. L’enzyme a été utilisée à des concentrations : 0,025 UI (), 0,05 UI (), 0,1 UI (), 0,25 
UI (), 0,5 UI () et 1 UI/mL (), respectivement avec 5% (p/v), 1,4 mL de n-octanol (Mamo et al. 2010). 

 

 La durée de la réaction régit également la répartition entre transxylosylation et 

hydrolyse secondaire. En général, des temps de réaction plus longs conduisent à l'hydrolyse 

secondaire des produits de transglycosylation et donc à des rendements plus faibles en 

synthèse. Ce résultat a été observé dans le cas de xylanases utilisées pour synthétiser des alkyl 

xylopyranosides à partir de xylanes (Matsumura et al. 1999, Mamo et al. 2010, Ochs et al. 2011). 

Dans le cas de la synthèse de pentyl oligoxylopyranosides, les rendements de transxylosylation 

diminuent après 1 h (Ochs et al. 2011). La durée de la réaction est aussi un critère important lors 
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du contrôle des DP des produits de la réaction. En effet, comme l'hydrolyse secondaire se 

produit, le DP moyen diminue quand la durée de réaction augmente (Mamo et al. 2010, Ochs et 

al. 2011). 

 
Figure 43. Influence du temps d’incubation sur la synthèse de pentyl β-D-xylopyranoside par une xylanase 
commerciale (NS 50030). Conditions : 5% (p/v) de xylanes de bouleau, 5% (v/v) de pentanol et 2 UI/mL 
de xylanase à 50°C, 1 h (Ochs et al. 2011). 
 

Les concentrations en alcool influencent également les rendements de synthèse de 

xylopyranoside. Cet effet a été étudié dans le cas d'un alcool non miscible à l'eau (octan-1-ol). 

L’augmentation de la concentration en alcool a eu un effet positif sur le rendement jusqu'à 20% 

(v/v) de concentration en alcool (107 mg d’octyl-xylopyranoside/g de xylanes) (Ochs et al. 

2011). Avec plus de 20% (v/v) d'alcool, les rendements en octyl oligoxylopyranosides ont 

diminué. Ce phénomène peut être expliqué par le rôle important que joue l'eau dans les 

réactions. Une faible activité de l’eau (concentration élevée d'alcool) serait favorable à la 

synthèse de produits. Cependant, de faibles concentrations en eau peuvent conduire à de 

nombreux inconvénients tels que l'insolubilité du substrat et de l'enzyme et l'inactivation de 

celle-ci (Mamo et al. 2010). 

 

 

Figure 44. Influence de la dose d’octanol sur la synthèse d’octyl β-D-xylopyranoside par une xylanase de 
Thermobacillus xylaniliticus. Conditions : 5% (p/v) de xylanes de bouleau et 2 UI/mL de xylanase à 50°C, 1 
h (Ochs et al. 2011). 

 

 Une autre caractéristique importante est que les réactions peuvent se dérouler dans des 

milieux bi-phasiques dans le cas d'un alcool non miscible à l'eau. Dans ce cas, les sucres 

donneurs et les enzymes sont présents dans la phase aqueuse. Cette caractéristique pourrait 

considérablement affecter les rendements de synthèse. L'addition d'un co-solvant tel que 
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l'acétate d'éthyle, l'acétonitrile, le tert-butanol ou l'hexane peut être bénéfique. L'hexane a 

permis d’augmenter le rendement en produits avec la xylanase de Trichoderma longibrachiatum 

avec l'alcool benzylique, mais pas avec l'hexanol (Kadi and Crouzet 2008). L'utilisation de tert-

butanol (20% (v/v)) conduit à un rendement plus élevé en octyl xylopyranoside en présence de 

20% (v/v) de n-octanol (444 mg/g et 362 mg/g de xylanes, avec et sans co-solvant, 

respectivement) (Ochs et al. 2011). 
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IV. Applications 
 

IV.1. Applications biologiques des xylosides 
 

IV.1.1. β-xylopyranosides en tant qu’initiateurs de 
la synthèse de GAGs  
 

a) Généralités 
 

Les protéoglycanes (PG) sont des macromolécules qui se composent d’une protéine 

« cœur » sur laquelle sont fixées des chaînes de glycosaminoglycanes (GAGs). Ces molécules sont 

présentes dans presque tous les tissus des mammifères aux niveaux cellulaires et 

extracellulaires. Les PGs sont impliqués dans diverses fonctions biologiques telles que la 

modulation des voies de transduction du signal, la prolifération, l'adhérence et la migration 

cellulaire (Kamhi et al. 2013).  

 

Il existe cinq grandes familles de GAGs qui diffèrent selon la nature de leurs unités 

disaccharidiques : les héparanes sulfates (HS)/héparine, les chondroïtines sulfates/dermatane 

sulfates (CS/DS), les kératanes sulfate (KS) et l’acide hyaluronique. L’acide hyaluronique est le 

seul GAG qui n’est pas lié de façon covalente à une protéine « cœur » pour former un PG et c’est 

la seule molécule qui n’est pas sulfatée. Pour les héparines/HS et CS/DS, les GAGs sont liés de 

manière covalente à une protéine « cœur » par une liaison O-glycosidique avec un résidu sérine 

alors que les KS peuvent être liés soit par une liaison N-glycosidique à un résidu asparagine (KS 

I), ou liés par une liaison O-glycosidique à une sérine ou une thréonine (KS II). De plus, ce sont 

les seuls qui possèdent un galactose au lieu d’un acide glucuronique ou L-iduronique dans leurs 

unités répétitives (Pomin 2015).  
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Tableau 11. Les différents types de GAGs 
 
Nom et structure des GAGs PG ou GAG libre Unités disaccharidiques répétées 

 

Liaison O-glycosidique 

à une sérine 

Acide glucuronique 

(GlcA) 

N-acétylgalactosamine 

(GalNac) 

 

Liaison O-glycosidique 

à une sérine 

Acide L-iduronique 

(IdoA) 

N-acétylgalactosamine 

(GalNac) 

 

Liaison O-glycosidique 

à une sérine 

Acide glucuronique 

(GlcA) 

N-acétylglucosamine 

(GlcNac) 

 

Liaison O-glycosidique 

à une sérine 

Acide L-iduronique 

(IdoA) 

N-acétylglucosamine 

(GlcNac) 

 

Liaison N-glycosidique 

à une asparagine ou O-

glycosidique à une 

sérine /thréonine 

Galactose 

(Gal) 

N-acétylglucosamine 

(GlcNac) 

 

— 
Acide glucuronique 

(GlcA) 

N-acétylglucosamine 

(GlcNac) 

 
 

La biosynthèse des chaînes d’héparine/HS et de CS/DS qui sont liées de manière 

covalente à une protéine « cœur », est naturellement amorcée par la xylosylation d'un résidu 

sérine catalysée par une xylosyltransférase (Schwartz 1995, Silbert and Sugumaran 1995). La 

seconde étape d'élongation est catalysée par une galactosyltransférase I (β4GalT7), qui permet 

l’ajout d’un résidu D-galactopyranosyle sur la position O-4 du xylose. D’autres réactions 

enzymatiques catalysées par des glycosyl transférases permettent ensuite l'addition d'un 

deuxième résidu D-galactose puis d’un résidu acide D-glucuronique (Figure 45) (Silbert and 

Sugumaran 1995). A partir du lien tétrasaccharidique, les chaînes de GAGs sont formées par 

l'addition d’unités disaccharidiques constituées d’une hexosamine (N-acétylglucosamine ou N-

acétylgalactosamine) et d’un acide hexuronique (acide D-glucuronique ou L-iduronique). Les 

GAGs sont divisés en différentes classes en fonction de la structure chimique de l'unité répétitive 
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du disaccharide et du lien anomérique entre les deux sucres (Tableau 11). La position et le degré 

de sulfatation des groupements hydroxyles contribuent également à la grande diversité de 

chaînes de GAG. 

 

 
 
Figure 45. Structure d’un protéoglycane. 

 

Depuis les années 70, il est connu que les β-xylopyranosides comportant des 

groupements aglycones hydrophobes (aliphatique, aromatique, polyaromatique) peuvent agir 

comme des accepteurs de la galactosyltransférase I (β4GalT7) au cours de la première étape de 

galactosylation (Okayama et al. 1973). Les β-xylopyranosides sont ainsi en mesure d'amorcer la 

biosynthèse de chaînes de GAG libres, qui ne sont pas liés avec une protéine « cœur ». Cette 

biosynthèse exogène est en compétition avec la synthèse endogène des GAGs formant les PGs 

qui sont liés à la protéine « cœur » (Okayama et al. 1973, Kolset et al. 1990). La capacité des β-

xylopyranosides à synthétiser les GAGs dépend non seulement de la nature des groupements 

aglycones, mais aussi de la nature de la liaison glycosidique, la distance et la nature du lien entre 

le xylose et la partie aglycone hydrophobe (Victor et al. 2009). Ces différentes caractéristiques 

déterminent le degré de stimulation de la synthèse des GAGs, ainsi que la longueur de la chaîne, 

le degré d'épimérisation de GlcA (acide glucuronique) en IdoA (acide L-iduronique), le degré de 

sulfatation et la nature des GAGs (Robinson et al. 1975, Lugemwa and Esko 1991, Takagaki et al. 

1991). Les β-xylopyranosides avec des aglycones tels que des groupes méthyle, benzyle, 

umbelliféryle ou p-nitrophényle initient la synthèse de CS, tandis que les aglycones contenant 

deux noyaux aromatiques (naphtyle, oestradiyle) initient la synthèse de mélanges CS/DS ainsi 

que des HS (Fritz et al. 1994, Mani et al. 2004). Cette différence dans la nature des GAGs produits 

n’est pas encore complètement comprise. L’hypothèse est que les aglycones peuvent interférer 

avec le transport sélectif de xylopyranosides dans différents compartiments de l’appareil de 

Golgi, appelé GAGOSOMES, qui comporteraient différentes combinaisons d'enzymes et 

d’isoformes conduisant à la génération de chaînes GAGs avec des degrés distincts de sulfatation, 

d’épimérisation et d‘élongation (Victor et al. 2009).  

L’aptitude des β-xylopyranosides à agir comme accepteur de la β4GalT7 dépend 

également de leur transport à travers la membrane plasmique et de leur transport 

intracellulaire (Sarkar and Esko 1995, Sarkar et al. 1995, Siegbahn et al. 2015). En effet, les 
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xylopyranosides doivent passer à travers la membrane plasmique et atteindre l'appareil de 

Golgi, où la β4GalT7 est présente. Les aglycones non-polaires sont nécessaires pour le transport 

à travers la membrane cellulaire (Abrahamsson et al. 2008).  

Avant le clonage de la β4GalT7, l'exploration de biosynthèse de GAGs par les 

xylopyranosides a été limitée à la quantification et la nature des GAGs formés (Siegbahn et al. 

2014, Saliba et al. 2015, Siegbahn et al. 2015). Le clonage de la β4GalT7 a permis l'étude des 

exigences structurales pour les xylopyranosides à être de bons accepteurs de cette enzyme 

(Garcia-Garcia et al. 2011, Siegbahn et al. 2015). D'après ces études structure-fonction, des 

informations sur les structures des xylopyranosides ont été obtenues. En effet, les β-

xylopyranosides doivent être liés à un fragment aglycone aromatique afin d'être efficacement 

galactosylés par la β4GalT7 (Siegbahn et al. 2014). 

Étant donné la grande variété des fonctions biologiques des GAGs dans les cellules, les β-

xylopyranosides représentent des molécules intéressantes pour promouvoir la biosynthèse de 

GAGs et sont donc des molécules cibles pour des applications thérapeutiques et cosmétiques. 

 

D’autre part, des modifications de la partie glycone peuvent conduire à l'inhibition de la 

β4GalT7, ce qui représente une cible thérapeutique intéressante pour limiter la biosynthèse des 

GAGs souhaitable dans certains cas (Lugemwa et al. 1996, Garud et al. 2008, Tsuzuki et al. 2010, 

Siegbahn et al. 2014, Tran and Kuberan 2014, Siegbahn et al. 2015). En effet, les inhibiteurs de la 

synthèse des GAGs peuvent servir d'outils pour sonder les fonctions des GAGs dans les systèmes 

cellulaires et dans des organismes modèles comme un point de départ vers le développement de 

produits pharmaceutiques, en particulier d’agents anti-tumoraux (Saliba et al. 2015). Kuberan et 

al. ont utilisé la chimie « click » pour générer une bibliothèque de 4-désoxy-4-fluoro-xylosides et 

ont montré que la substitution de la position 4 du xylose par un atome de fluor conduit à des 

inhibiteurs de la synthèse de GAGs (Figure 46) (Garud et al. 2008, Tsuzuki et al. 2010).  

 

 
 

Figure 46. 4-désoxy-4-fluoro-xylosides : inhibiteurs de la synthèse de GAGs 

 

 Récemment, avec le clonage de la β4GalT7, des études se sont portées sur l’inhibition de 

cette enzyme par les xylopyranosides et notamment ceux dont la position 4 du xylose a été 

modifiée. L’introduction de divers groupements sur la position 4, un atome de fluor par exemple, 

est susceptible de donner lieu à une inhibition de la β4GalT7 (Lugemwa et al. 1996, Siegbahn et 

al. 2014, Saliba et al. 2015). Le pourcentage d’inhibition ainsi que les paramètres cinétiques 

d'inhibition de la β4GalT7 varient selon la substitution en position 4 et la nature de l'aglycone 

(Tableau 12 et Tableau 13) (Siegbahn et al. 2014, Saliba et al. 2015). 
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Tableau 12. Paramètres cinétiques de la β4GalT7 (Saliba et al. 2015) 

 

 
Composé IC50 (mM) Ki 

4H-Xyl-NP — — 

4H-Xyl-MU 1,28 ± 0,22 0,53 ± 0,10 

4F-Xyl-MU 0,06 ± 0,02 0,03 ± 0,001 

 

Tableau 13. Pourcentage d’inhibition de la β4GalT7 (Siegbahn et al. 2014) 

 

 

Req, Rax Pourcentage d’inhibition (%) 

Me, OH 40 

F, H 40 

H, H 10 

H, OH 50 

Et, OH 12 

*Inhibition de la galactosylation de XylNap (OH, H) (% du contôle sans ajout de xyloside) 

 

b) Effet anti-prolifératif 
 

Les xylopyranosides, par leurs propriétés d’activateurs de biosynthèse des GAGs, 

possèdent une activité anti-proliférative sur les cellules cancéreuses, en particulier les 

xylopyranosides permettant sélectivement la synthèse de HS. Les protéoglycanes comportant 

des chaînes HS (HSPG) dans les cellules tumorales participent à la croissance tumorale et 

peuvent influer sur la progression tumorale, l'angiogénèse et la métastase (Cheng et al. 2009, 

Afratis et al. 2012). Par conséquent, la suppression de la synthèse de HSPG pourrait empêcher la 

signalisation des facteurs de croissance, notamment pour les cellules cancéreuses et aurait un 

effet anti-prolifératif (Mani et al. 1998, Mani et al. 2004).  

L’inhibition de la croissance tumorale exercée par les xylopyranosides peut donc 

s’expliquer soit par l’inhibition de la synthèse de HSPG car les xylopyranosides entrent en 

compétition avec la biosynthèse endogène lors de la génération de chaînes de HS libres, soit par 

une activité antiproliférative des chaînes de HS libres (Mani et al. 2004). 

Les naphtyl xylopyranosides ont été étudiés pour leur activité antiproliférative (Mani et 

al. 2004, Jacobsson et al. 2006a, Cheng et al. 2009, Nilsson et al. 2009, Nilsson et al. 2010, 

Siegbahn et al. 2011, Holmqvist et al. 2013). Cette activité est dépendante de la structure de 

l’aglycone et diffère en fonction de la lignée cellulaire (Tableau 14) (Jacobsson et al. 2006a, 

Holmqvist et al. 2013). Les résultats ont montré que la synthèse de HS par ces xylopyranosides 
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est nécessaire mais pas suffisante pour exercer une activité antiproliférative (Jacobsson et al. 

2006a, Garcia-Garcia et al. 2011). En effet, la structure des HS synthétisés dépend de la nature de 

l'aglycone car les GAGs sont liés aux xylopyranosides, ce qui peut doter les HS de la possibilité de 

pénétrer dans le noyau et exercer une activité antiproliférative par apoptose (Kolset et al. 1990, 

Mani et al. 1998, Jacobsson et al. 2006a, Holmqvist et al. 2013). 

 

Tableau 14. Activité antiproliférative (ED50, µM) de naphtyl xylopyranosides sur les cellules HFL-1, T24, 
A31 3T3 et 3T3 SV40* 
 

 

Composés HFL-1 cells T24 cells 3T3 A31 3T3 SV40 

N1 6 1 165 105 

N2 500 470 >500 >500 

N3 180 220 185 340 

* Les cellules ont été incubées avec 0,001 à 0,5 mM de xylosides pendant 96 h. Chaque dose a été testée 5 fois. Les cellules normales 
HFL-1 (fibroblastes pulmonaires d’embryons humains), les cellules normales 3T3 A31 (fibroblastes 3T3 de souris), des cellules T24 
(cellules humaines de carcinome de la vessie), et des cellules de 3T3 SV40 (virus SV40 de souris transformé dans les fibroblastes 
3T3). 

 

Le 2-(6-hydroxynaphtyl)-β-D-xylopyanoside (XylNapOH) (Figure 47) produit des 

chaînes de HS dans les cellules tumorales (cellules humaines de carcinome de la vessie T24), qui 

sont ré-internalisées et exercent une activité antiproliférative (Nilsson et al. 2010). Dans les 

cellules normales (fibroblastes pulmonaires d’embryons humains), XylNapOH conduit à la 

synthèse de chaînes libres de HS qui sont sécrétées dans le milieu extracellulaire et n’ont aucun 

effet antiprolifératif. Le traitement par XylNapOH inhibe la croissance des cellules tumorales (C6 

gliome) de rat in vivo de 73% grâce à l'accumulation de HS synthétisés par les xylopyranosides 

dans le voisinage immédiat de la tumeur (Nilsson et al. 2010). 

XylNapOH affiche une toxicité sélective sur les cellules tumorales qui dépend de 

l'amorçage des chaînes de GAGs solubles qui peuvent être transportés dans le noyau, où ils 

induisent une inhibition de croissance par apoptose (Nilsson et al. 2010, Siegbahn et al. 2011). 

 

 

 
 
Figure 47. Un xylopyranoside antiprolifératif: le 2-(6-hydroxynaphthyl)-β-D-xylopyanoside. 
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Certains « click » xylosides affichent également une inhibition sélective sur la croissance 

de cellules cancéreuses (cellules de gliome U87MG) en induisant la synthèse de GAGs (Raman 

and Kuberan 2010). Les «click» xylosides les plus actifs, illustrés sur la Figure 48, provoquent 

50% d'inhibition de la croissance des cellules de gliome U87MG à une concentration de 100 µM. 

 

 
 

Figure 48. « Click » xylosides avec une activité antiproliférative. 

 

Kuberan et al. ont synthétisé des « click » xylosides comportant le motif Arginine-

Glycine-Aspartate (RGD), comme substituant du noyau triazole (Figure 49). Le motif RGD est 

connu pour se lier sélectivement à l'intégrine αvβ3, qui est une protéine abondamment exprimée 

sur la surface de nombreux types de cellules tumorales (Tran et al. 2010). Grâce à leur motif 

RGD, ces xylosides peuvent cibler les cellules cancéreuses et y induire une biosynthèse de GAGs. 

Les xylosides avec le motif RGD peuvent jouer un double rôle comme anticoagulant et comme 

agents anti-plaquettaire dans la lutte contre les complications thrombotiques, le cancer et 

d'autres états pathologiques. 

 

 
Figure 49. RGD-xylosides. 
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c) Activité anti-thrombotique 
 

 Les glycosaminoglycanes, tels que l'héparine, les CS ou DS présentent des effets anti-

thrombotiques (Teien et al. 1976, Bellamy et al. 1993). Grâce à leur capacité à initier la synthèse 

de GAGs, certains xylopyranosides possèdent une activité anti-thrombotique.  

 Bellamy et al. sont les premiers à avoir démontré que des β-D-xylopyranosides dérivés 

de la benzophénone, du benzhydrol et du benzhydrile (Figure 50) exercent une activité anti-

thrombotique (Bellamy et al. 1993). Des 1-β-D-thioxylopyranosides et 1,5-β-D-

dithioxylopyranosides plus stables in vivo que leurs analogues oxygénés, ont été synthétisés 

(Figure 50) (Bellamy et al. 1995, Masson et al. 1995). Les 1,5-β-D-dithioxylosides ont permis la 

production de GAGs, en particulier des DS et CS. Ces molécules sont de meilleurs substrats pour 

la β4GalT7 (responsable de la synthèse exogène à partir de xylosides) que les O-xylosides 

(Bellamy et al. 1995, Bondoux et al. 2009). 

 Odiparcil®, un 1,5-β-D-dithioxyloside, a été comparé à la warfarine, un anti-coagulant 

oral chronique. Odiparcil® montre une activité anti-thrombotique équivalente à celle de la 

warfarine, sans augmenter le potentiel hémorragique (Toomey et al. 2006). Odiparcil® permet 

de réduire la thrombose et conduit à une initiation de la biosynthèse des GAGs plus efficace 

(Figure 50). La saturation dans la formation de GAGs et la disponibilité d'un agent de 

neutralisation (sulfate de protamine) peuvent limiter le risque d’hémostase après une thérapie 

anti-thrombotique par les xylosides par rapport à la warfarine (Toomey et al. 2006, Myers et al. 

2008). Une approche anti-thrombotique à base de xylopyranosides ou d’analogues via une 

activation de la biosynthèse de GAGs a le potentiel de se rapprocher de l'efficacité de la 

warfarine (Myers et al. 2008). Cependant, malgré la synthèse de bibliothèques de 1-β-D-

thioxylopyranosides ou de 1,5-β-D-dithioxylopyranosides et des essais cliniques sur ces 

molécules, aucun xylopyranoside de ce type n’a été lancé sur le marché pharmaceutique en tant 

qu'agent anti-thrombotique. 

 

 
Figure 50. Dérivés de β-D-xylopyranoside à partir de benzophénone et des 1,5-β-D-dithioxylosides 
exerçant une activité anti-proliférative.  
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d) Effet anti-vieillissement 
 

 De nombreux changements se produisent au niveau des propriétés mécaniques et 

biologiques de la peau en fonction de l'âge, avec une détérioration progressive des propriétés 

fonctionnelles de la peau (Vuillermoz et al. 2005). Les propriétés mécaniques de la peau 

dépendent principalement de la matrice extracellulaire (MEC) du derme et de l'épiderme. Les 

PGs et les GAGs représentent deux des composants majeurs de la MEC et contribuent à la 

cohésion tissulaire et à l'hydratation. Ainsi, la diminution de la synthèse de GAGs a été corrélée 

au vieillissement cutané (Maquart et al. 2010).  

 Récemment, un C-xyloside, le Pro-Xylane®, a été synthétisé par les laboratoires de 

recherche L'Oréal pour le développement de produits cosmétiques anti-âge (Figure 51) 

(Cavezza et al. 2009). Ce xylopyranoside présente la particularité d’être stable envers les 

glycosidases en raison de la liaison C-glycosidique. Le Pro-Xylane® permet l’augmentation de la 

synthèse des GAGs (CS/DS) et impacte l’expression des HSPG (Pineau et al. 2008, Sok et al. 2008, 

Cavezza et al. 2009). De plus, le Pro-Xylane® contribue au renouvellement des GAGs de la peau et 

donc facilite le maintien de l'architecture de la MEC, une bonne hydratation et la fermeté de la 

peau. Le Pro-Xylane® permet la restauration de l'expression des PGs dans le derme atrophié 

(Sok et al. 2008) et par conséquent, il a des effets bénéfiques sur les jonctions défectueuses 

derme/épiderme en rétablissant ou en améliorant la solidité et la cohésion de ces jonctions 

(Pineau et al. 2008, Sok et al. 2008, Pineau et al. 2011). De nombreux C-xylosides, avec 

différentes structures d’aglycones, ont été brevetés par L'Oréal. La synthèse de tous les C-

xylosides décrits est basée sur la méthodologie de Lubineau en utilisant un processus de «chimie 

verte» à partir de D-xylose (Rodrigues et al. 2000, Cavezza and Dalko 2010, Dalko and Cavezza 

2010b, Dalko and Cavezza 2010a, Dalko and Boulle 2014). 

Le Pro-Xylane® est maintenant produit, à grande échelle, et commercialisé comme agent 

anti-âge dans un large éventail d'applications cosmétiques (Figure 52).  

 

Figure 51. La synthèse du Pro-Xylane® 

 



68 

 

Figure 52. Exemples de produits cosmétiques ayant le Pro-Xylane® dans leur formulation 

 

IV.1.2. β-xylopyranosides comme inhibiteurs 
d’enzymes 
 

a) La tyrosinase 
 

La tyrosinase (EC 1.14.18.1) est l'une des enzymes clés impliquée dans la synthèse de la 

mélanine. Un des principaux rôles de la mélanine est la photo-protection de la peau contre les 

rayons ultra-violets, mais une formation excessive de mélanine, correspondant à une 

augmentation de l’activité tyrosinase, provoque des effets d'hyperpigmentation qui aboutissent 

à l’apparition de coups de soleil, de lentigo ou de mélasma (Kim and Uyama 2005). Dans le 

cerveau, la dopamine et la DOPA quinone qui sont synthétisées par la tyrosinase, sont des 

molécules cytotoxiques spécifiques des neurones dopaminergiques. Ces molécules modifient la 

fonction de certaines protéines et provoquent la neurodégénérescence associée à la maladie de 

Parkinson (Asanuma et al. 2003). En alimentation, l'oxydation des composés phénoliques en 

quinones en présence de dioxygène et de tyrosinase est responsable du brunissement des fruits 

et légumes avec pour conséquence une couleur et un goût indésirables (Kim and Uyama 2005).  

Ces exemples prouvent que des inhibiteurs de la tyrosinase présentent un intérêt dans 

l'industrie cosmétique comme agent de blanchiment pour la peau, dans l’industrie alimentaire 

ainsi qu’en médecine (Kim and Uyama 2005). 

L’hydroquinone est un inhibiteur bien connu de la tyrosinase et le plus prescrit 

(Palumbo et al. 1991) mais son utilisation provoque des mutations de séquence spécifiques 

(Joseph et al. 1998) et d'autres effets secondaires (Charlin et al. 2008). Ces risques ont conduit à 

son interdiction dans la plupart des pays. Au cours des dernières années, des dérivés 

glycosidiques fonctionnalisés par des fragments de type polyphénols se sont avérés être de bons 

candidats pour remplacer l’ hydroquinone (Funayama et al. 1995, Sugimoto et al. 2005, Jun et al. 

2008, Seo et al. 2012). Comme agent alternatif pour la dépigmentation, la β-arbutine (4-

hydroxyphényl β-D-glucopyranoside) est un puissant inhibiteur de la tyrosinase. La β-arbutine 

est un composé inoffensif, soluble dans l'eau. Des inhibiteurs de la tyrosinase avec des effets plus 

puissants et des propriétés hydrosolubles sont encore souhaitables. Dans ce contexte, deux 

études à base de dérivés de xylose ont été effectuées. 



69 

Chiku et al. ont développé une synthèse enzymatique de 4-hydroxyphényl β-D-

xylopyranosides avec des DP variant de 1 à 4 à partir de xylanes, d'hydroquinone comme 

accepteur et d’une xylanase (Tableau 15) (Chiku et al. 2009). Des études sur l’activité de la 

tyrosinase de champignons ont montré une corrélation entre l’augmentation de l'inhibition et 

l'augmentation du DP des xylopyranosides (Tableau 15). Or, la tendance inverse a été mise en 

évidence avec des dérivés de glucose comme le 4-hydroxyphényl β-D-glucopyranosyl-(1-4)-O-β-

D-glucopyranoside (DP = 2) (IC50 = 10 mM) et le 4-hydroxyphényl β-D-glucopyranoside (β-

arbutine) (DP = 1) (IC50 = 6 mM) (Jun et al. 2008). De plus, le 4-hydroxyphényl β-D-

xylopyranoside (X1) est plus efficace que son équivalent en série glucose (β-arbutine) montrant 

un effet positif de la partie xylose. 

 

Tableau 15. Effets inhibiteurs des 4-hydroxyphényl β-D-oligoxylopyranosides et de la β-arbutine sur une 
tyrosinase de champignon. 

 

 

 X1 X2 X3 X4 β-arbutin 

IC50 (mM) 3,7 0,74 0,48 0,18 6,3 

Ki (mM) - 0,20 0,29 0,057 - 

 

 Tajima et al. (Tajima et al. 2011) ont synthétisé des bibenzyl xylopyranosides qui ont été 

évalués comme inhibiteurs de la tyrosinase. Le bibenzyl xylobiopyranoside (BZ2) est un 

inhibiteur particulièrement puissant (IC50 = 0,43 µM), 17 fois plus efficace que l’acide kojique, 

témoin connu comme un inhibiteur de la tyrosinase (Kim and Uyama 2005) (Tableau 16). Les 

activités élevées des bibenzyl xylopyranosides ont suggéré que la tyrosinase pourrait posséder 

une cavité hydrophile dans son site actif. 

 

Tableau 16. Activités inhibitrices de bibenzyl xylopyranosides et l'acide kojique sur une tyrosinase. 

 

 

Composés testés IC50 (µM) 

BZ1 1,60 ± 0,43 

BZ2 0,43 ± 0,18 

BZ3 0,73 ± 0,11 

Kojic acid 7,4 ± 1,4 
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b) Autres enzymes 
 

Activité anti-hyaluronidase 

 

La hyaluronidase, une enzyme qui dégrade principalement l'acide hyaluronique, joue un 

rôle clé dans de nombreux processus biologiques. Récemment, le développement de nouveaux 

médicaments pour cibler l’activité hyaluronidase a augmenté. L'acide hyaluronique est constitué 

d'un disaccharide répétitif composé de N-acétylglucosamine et d'acide glucuronique. Le 1-

aminoxylose est un inhibiteur de la hyaluronidase, car il présente une structure analogue à la N-

acétylglucosamine, il est donc reconnu par l'enzyme (Kato et al. 2015). La conception 

d'inhibiteurs de la hyaluronidase a conduit à la nécessité de deux exigences structurales: un 

hétérocycle contenant de l'azote lié à 1-aminoxylose. Kato et al. ont synthétisé des analogues 

triazole et tétrazole-xylopyranosides pour étudier l'inhibition de la hyaluronidase (Kato et al. 

2015). Les tétrazole-xylopyranosides présentent une activité anti-hyaluronidase élevée à 5,0 

mM (Tableau 17), tandis que les acétyltétrazole et acétyltriazole-xylopyranosides n’ont montré 

aucune activité anti-hyaluronidase. Ces résultats impliquent que la lipophilie des composés 

diminue leur efficacité. 

 

Tableau 17. Taux d’inhibition de tétrazole-xylopyranosides à 5,0 mM sur une hyaluronidase. 

 

 

R Taux d’inhibition (%) 

H 33,2 ± 6,6 

Cl 77,8 ± 4,6 

NO2 89,8 ± 0,8 

 

Inhibiteurs des β-glycosidases  
 

Les glycosidases sont impliquées dans un certain nombre de processus 

physiologiquement importants, et la recherche d’inhibiteurs de glycosidases fait l’objet d’un 

intérêt croissant. La plupart des inhibiteurs ont été conçus pour mimer la charge et/ou la 

conformation de l'état de transition. Certaines glycosylamines sont rapportées comme étant des 

inhibiteurs de glycosidases puissants et sélectifs, mais elles sont connues pour être instables en 

raison de leur hydrolyse spontanée. 

La β-D-xylosylamidine, qui est chimiquement plus stable, inhibe la β-glucosidase, mais a 

montré peu d'activité contre les α-glucosidases (Tableau 18) (Guo et al. 2001).  

 

  



71 

Tableau 18. Les activités inhibitrices de la β-D-xylosylamidine (Ki en µM). 

 

 

Glycosidase Origine Ki 

β-glucosidase A. niger 11 

 T. viride 13 

 Almond 1100 

β-xylosidase A. pulverulentus 2,5 

α-glucosidase A. niger * 

α-galactosidase A. oryzae * 

*pas d’inhibition. 

 

 

IV.2. Applications physico-chimiques 
 
IV.2.1. Tensioactifs 

 
a) Généralités 
 

Les tensioactifs, traditionnellement issus de la pétrochimie, sont largement utilisés dans 

une variété d'applications (en tant que détergent, en agrochimie, dans les industries 

agroalimentaire et cosmétique etc…). Au cours des dernières années, l'industrie a commencé à 

développer de nouvelles molécules à partir de matières premières renouvelables pour produire 

des tensioactifs qui présentent moins de toxicité biologique et environnementale, ainsi qu’une 

haute biodégradabilité. Dans ce contexte, les alkylpolyglycosides (APG) représentent une classe 

d'agents tensio-actifs qui répondent à tous ces critères (von Rybinski and Hill 1998, Dembitsky 

2004, Martel et al. 2010). Les APG sont généralement obtenus par fonctionnalisation chimique 

(glycosylation de Fischer) d'un monosaccharide par un alcool gras pour obtenir une molécule 

amphiphile avec une tête polaire hydrophile et une queue lipophile non polaire. La nature de la 

tête polaire (nombre et nature des monosaccharides et le type de liaison glycosidique) ainsi que 

la nature du groupement aglycone des tensioactifs ont un effet important sur leurs propriétés 

physico-chimiques, à savoir, la concentration micellaire critique (CMC) et la tension de surface 

(γ) (Hadad et al. 2006). Alors que la plupart des APG sont généralement synthétisés à partir de 

glucose obtenu à partir d'amidon ou de saccharose en raison de leur grande disponibilité, une 

attention a récemment été portée sur les alkyl pentosides et en particulier les alkyl xylosides. En 

effet, les alkyl xylosides présentent de meilleures propriétés hydrophobes que les APG dues au 

nombre plus faible de groupements hydroxyles (3 pour les xylosides contre 4 pour les 

glucosides) et ont donc tendance à s’agréger à de plus faibles concentrations (Hadad et al. 2006, 

Marinkovic and Estrine 2010). Le type de liaison glycosidique a également un effet sur la CMC. 
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En effet, les α-alkyl xylosides montrent généralement une CMC légèrement inférieure à celle de 

leurs équivalents β parce qu'ils sont moins hydrophiles (Matsumura et al. 1990, Damez et al. 

2007). L'augmentation de la longueur de la chaîne alkyle diminue la valeur de la CMC et a une 

influence beaucoup plus forte que la nature de la tête polaire (von Rybinski and Hill 1998). La 

glycosylation de Fischer conduit généralement à un mélange d'anomères et le DP moyen des 

APG est généralement voisin de 1 (Klai et al. 2015). 

 

b) Synthèse et propriétés physico-chimiques 
 

Comme décrit précédemment, les alkyl xylosides peuvent être synthétisés par la 

glycosylation de Fischer à partir de D-xylose (Klai et al. 2015), par la méthode des xylopyranoses 

peracétylés (Xu et al. 2012, Oldham et al. 2013) ou par la réaction de Koenigs-Knorr (Oldham et 

al. 2013). Récemment, Lehmler et ses collaborateurs ont synthétisé plusieurs alkyl, fluoroalkyl 

xylosides et des xylosides contenant un triazole comme groupement aglycone (Xu et al. 2012, 

Oldham et al. 2013) (Figure 53). Les propriétés de surface et les propriétés thermiques de ces 

composés ainsi que leur cytotoxicité ont été étudiées. 

 

 

 
Figure 53. Les xylosides synthétisés par Lehmler et ses collaborateurs. 

 

Les alkyl xylosides peuvent également être directement synthétisés à partir de xylanes 

ou de paille ou son de blé par glycosylation de Fischer (Bouxin et al. 2010, Marinkovic and 

Estrine 2010, Marinkovic et al. 2012, Sekine et al. 2013). Des études ont été réalisées afin de 

caractériser les activités de surface de mélanges bruts de pentosides obtenus à partir de xylanes 

ou de paille de blé par rapport à des alkyl xylosides purs.  

Des mélanges d'alkyl pentosides obtenus par synthèse chimique à partir de xylanes 

(alkyl xylosides et alkyl arabinosides) ou de paille de blé (alkyl xylosides, alkyl arabinosides et 

alkyl glucosides) ont montré de bonnes propriétés de surface comparés aux alkyl xylosides purs 

(Tableau 19) (Bouxin et al. 2010, Marinkovic and Estrine 2010, Marinkovic et al. 2012).  

Des alkyl glycosides synthétisés à partir de paille de blé ont montré une CMC supérieure 

probablement due à la présence de polluants inorganiques, de protéines et de lignines 

probablement solubles et présents dans le mélange. Néanmoins, la production de mousse et la 

stabilité ne sont pas considérablement affectées par les impuretés, tandis que le pouvoir 

mouillant est légèrement inférieur. Ces synthèses à partir de paille de blé ou de xylanes 

permettent d'éviter des étapes de purification fastidieuses qui sont économiquement coûteuses 

pour les applications industrielles. 
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Tableau 19. Propriétés des tensioactifs selon la composition des glycosides à partir de D-xylose, de 
xylanes ou de paille de blé (Bouxin et al. 2010) 
 

Composition des tensioactifs CMC (mg/L) γCMC (mN/m) 

Décyl α/β-D-xylosides  301 28 

Décyl D-glycosides à partir de xylanes 230 27 

Décyl D-glycosides à partir de paille de blé 483 28 

 

Alors que les approches chimiques conduisent à la synthèse d'alkyl α/β-D-xylopyranosides, 

des stratégies enzymatiques permettent la production d'alkyl β-D-xylopyranosides avec un DP 

moyen supérieur à 1 (Mamo et al. 2010, Ochs et al. 2011). La comparaison des propriétés 

physico-chimiques de ces tensioactifs indique qu'un mélange d'octyl α/β-D-xylosides présente 

de meilleures propriétés tensioactives que l’octyl β-D-xylopyranoside pur, tandis que 

l’augmentation du DP diminue les propriétés de surface (Tableau 20). 

 

Tableau 20. Propriétés des tensioactifs des octyl xylosides.  

 

 

Composition des tensioactifs CMC (mg/L) γCMC (mN/m) 

Octyl α/β-D-xyloside (Bouxin et al. 2010) 953 27 

Octyl β-D-xylopyranoside (Matsumura et al. 1990) 1153 30 

Octyl β-D-xylobiopyranoside (DP = 2) (Matsumura et al. 1990) 2364 33 

Octyl β-D-xylopyranosides (DP>2) (Ochs et al. 2011)  4230 27 

  
Les xylosides avec des chaînes alkyles insaturées peuvent également être synthétisés par 

la télomérisation du butadiène et par la glycosylation de Fischer à partir de D-xylose (Hadad et 

al. 2006, Damez et al. 2007, Bouquillon 2011). Ces molécules présentent de bonnes propriétés 

de surface, et l’anomère α présente généralement une meilleure activité que l’anomère β 

(Tableau 21). 
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Tableau 21. Propriétés des xylosides insaturés 

 

 

Composition des tensioactifs CMC (mg/L) γCMC (mN/m) 

2-(E)-7-octadiényl-β-D-xylopyranoside  - - 

2-(E)-7-octadiényl-α-D-xylopyranoside  500 31 

Undéc-10’-ényl β-D-xylopyranoside 54 39 

Undéc-10’-ényl α-D-xylopyranoside 48 36,5 

  

Les xylosides insaturés ont également été utilisés pour produire des molécules 

amphiphiles bolaformes par des réactions de métathèse croisée, pour leurs propriétés physico-

chimiques (Deleu et al. 2011, Deleu et al. 2012, Gatard et al. 2013) (Figure 54). 

 

 
 
Figure 54. Molécule bolaforme. 

 

IV.2.2. Activités diverses 
 
a) Les liquides ioniques 

 

 Les liquides ioniques (LIs) ont attiré une attention considérable au cours des dernières 

années, grâce à leurs propriétés uniques (Wasserscheid and Welton 2008). Des LIs ont été 

préparés à partir de D-xylose par une voie originale et une réaction de « click chemistry » (Ferlin 

et al. 2013). Les paramètres de calorimétrie différentielle à balayage et d’analyse 

thermogravimétrique ont été mesurés pour deux LIs (Tableau 22). Les deux composés sont 

stables jusqu'à 120°C ou 150°C et ont montré une faible température de transition vitreuse 

positive. 
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Tableau 22. Propriétés des liquides ioniques. 

 

LIs Tg (°C) Tdec (°C) 

 

4 150 

  

2,7 120 

 

b) Glycodendrimères 
 

Les dendrimères à base de D-xylose présentent la particularité d’être solubles dans l’eau 

et de s’associer à des ions métalliques tels que AuIII pour former des nanoparticules métalliques 

capables de catalyser des réactions effectuées dans l'eau (Figure 55) (Gatard et al. 2014) 

 

 

 
Figure 55. Préparation de nano-particules métalliques stabilisées par les glycodendrimères (Gatard et al. 
2014). 
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I. Les xylanases 
 

 Au cours de cette thèse, toutes les enzymes utilisées sont des xylanases. Des enzymes 

recombinantes obtenues à partir de Thermobacillus xylanilyticus ont été utilisées pour nos 

études. Thermobacillus xylanilyticus est une bactérie hémicellulolytique stricte et thermophile 

qui a été isolée dans un sol du nord de la France sur lequel était entreposé un tas de compost. 

 Trois xylanases issues de cette bactérie ont été utilisées : la Tx-xyn10 His-Taggé (qui 

comporte un His-Tag à l’extrémité terminale) ainsi que la xylanase Tx-xyn11 pECXyl5 et un 

mutant ciblé lors de notre étude (W126A). Une xylanase commerciale de la société Novozymes® 

a également été utilisée, la NS 22083.  

 

 

I.1. La xylanase commerciale 
 

 La xylanase utilisée dans le cadre de ce travail est la NS22083 fournie par la société 

Novozymes®, numéro de lot : VHN00002. Il s’agit d’une enzyme purifiée dont le pH et la 

température recommandés varient respectivement entre 4,5 et 6 et 35 à 55°C. 

 

I.2. Production de xylanases Tx-xyn10 et Tx-xyn11 
recombinantes  
  

 Trois xylanases recombinantes ont été produites et utilisées dans nos travaux : la 

xylanase Tx-xyn10 his-taggée, la xylanase Tx-xyn11 recombinante et son mutant W126A.  

  

I.2.1. Origine des xylanases Tx-xyn10 et Tx-xyn11 
recombinantes 
 

 La xylanase Tx-xyn10 recombinante utilisée appartient à la famille 10 des glycoside 

hydrolases selon la classification CAZy. Le gène codant cette enzyme a été cloné à partir de 

Thermobacillus xylanilyticus et a été inséré dans le vecteur pET22b(+) lors de travaux antérieurs 

de l’UMR FARE (Beaugrand et al. 2004). Ce plasmide permet l’ajout d’une queue polyhistidine à 

l’extrémité C-ter de la protéine lors de son expression. En plus du gène d’intérêt, le plasmide 

présente le gène de résistance à l’ampicilline. L'ajout dans le milieu de culture de 50 µg/mL 

d’ampicilline permet de sélectionner uniquement les microorganismes possédant ce gène de 

résistance. Ainsi, seules les bactéries qui auront intégré le plasmide et qui possèderont le gène 

de résistance pourront se développer. L’expression de la xylanase Tx-xyn10 recombinante a été 

réalisée chez E. coli. 
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 Le gène codant pour la xylanase Tx-xyn11 recombinante (pECXyl5) a été cloné à partir 

de Thermobacillus xylanilyticus. Le gène correspondant a été inséré dans le vecteur pRSETA lors 

d’une étude antérieure de l’UMR FARE (Paes and O'Donohue 2006). La mutation d’une 

asparagine en alanine en position 1 a permis d’obtenir une enzyme présentant une 

thermostabilité équivalente à celle de la xylanase Tx-xyn11 sauvage. Le plasmide contient le 

gène de résistance à l’ampicilline qui a par conséquent été ajoutée au milieu de culture lors de 

son expression par E. coli. 

 L’obtention du mutant Tx-xyn11 W126A est décrite dans la partie I.3. 

 

I.2.2. Méthodes de culture pour l’obtention des 
xylanases Tx-xyn10 et Tx-xyn11 recombinantes 
 

Sont décrites ici les méthodes de production des xylanases recombinantes Tx-xyn10, Tx-

xyn11 et son mutant. 

 

a) Milieux de culture 
 

Milieux liquides 

Le milieu de culture utilisé pour les cultures d’E. coli (souches XL1-Blue, BL21(DE3)) est 

le milieu LB, du nom de ses inventeurs Luria et Bertani. Il est composé de 10 g de tryptone, de 5 

g d’extrait de levure et de 10 g de NaCl pour 1L de milieu. Le pH est ajusté à 7 avant autoclavage. 

L’ampicilline est ajoutée avant utilisation à température ambiante afin d’éviter sa dégradation. 

Le milieu SOC est utilisé lors des transformations de cellules chimio-compétentes car il 

permet une meilleure efficacité de transformation des plasmides car c’est un milieu riche en 

nutriments adapté pour la croissance de cellules fragilisées. Il est composé d’une base de milieu 

SOB (Super Optimal Broth) (20 g/L tryptone, 5 g/L d’extrait de levure et 0,5 g/L de NaCl, du KCl 

à 2,5 mM en concentration finale ajusté à pH 7). Après autoclavage du milieu SOB, 10 µM de 

MgCl2 et 20 µM de glucose en concentration finale sont ajoutés afin d’obtenir le milieu SOC.  

 

Milieu solide 

Pour la culture solide, sur boîte de Pétri, de l’agar est ajouté au milieu LB liquide avant 

autoclavage à une concentration finale de 15 g/L d’agar. La préparation des milieux en boîtes de 

Pétri nécessite de faire fondre le milieu LB Agar. Quand ce milieu est à une température 

raisonnable, la concentration souhaitée d’ampicilline est ajoutée (50 µg/mL pour Tx-xyn10 ou 

100 µg/mL pour Tx-xyn11 et son mutant). En refroidissant, le milieu prend une consistance 

solide. 
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Les cultures sur milieu solide sont effectuées lors d’une remise en culture à partir d’un 

stock conservé à - 80°C, pour obtenir des clones après une transformation ou lorsque l’on 

souhaite conserver la souche à 4°C pour une utilisation proche. 

 

b) Pré-cultures 
 

Les pré-cultures sont réalisées à partir du prélèvement d’une colonie issue d’une boîte de 

Pétri ou d’une souche conservée à - 80°C. L’inoculum est ajouté dans quelques mL de milieu LB 

contenant de l’ampicilline à 50 µg/mL pour Tx-xyn10 ou 100 µg/mL pour Tx-xyn11 et son 

mutant. Après une croissance d’une nuit à 37°C sous agitation, les pré-cultures servent à 

inoculer des volumes de culture plus importants. 

 

c) Cultures 
 

La production d’enzyme est réalisée en erlenmeyer de 1L. Le milieu LB + ampicilline (50 

µg/mL pour Tx-xyn10 ou 100 µg/mL pour Tx-xyn11 et son mutant) est inoculé à 0,1 unité de la 

densité optique (DO) finale à partir d’une pré-culture. Les cultures de Tx-xyn10 et Tx-xyn11 sont 

incubées à 37°C sous agitation pendant 24 h. Un suivi de croissance est réalisé par des lectures 

de DO à 600 nm. Dans le cas du mutant de la Tx-xyn11, une induction à 0,4 M d’IPTG (isopropyl 

β-D-thiogalactoside) est réalisée à 0,5-0,6 de DO où la culture est en phase exponentielle de 

croissance. A partir du moment d’induction, la culture est réalisée à température ambiante 

pendant 24 h. 

 

I.3. Production du mutant Tx-xyn11 W126A 
 

 I.3.1. Souches utilisées 
 

 Différentes souches d’E. coli ont été utilisées. Afin d’amplifier le plasmide contenant le 

gène d’intérêt, la souche de propagation XL1-Blue a été utilisée. Pour produire la protéine 

d’intérêt, les souches d’expression BL21tuner(DE3) et BL21star(DE3) ont été employées. La 

mutation DE3 permet de produire une polymérase T7. Le vecteur pRSETA possède un 

promoteur T7 qui est fusionné à la région opératrice Lac, permettant la régulation de la 

transcription du gène d’intérêt. Le gène LacI présent sur le plasmide permet la production d’un 

répresseur de la région opératrice Lac qui se fixe sur cette région, empêchant la fixation de l’ARN 

polymérase T7 qui est produit par la souche DE3. Dans ce cas, la transcription du gène d’intérêt 

est inhibée. L’IPTG, ajouté lors de l’induction, se lie sur le répresseur LacI en changeant sa 

conformation, l’empêchant de se fixer sur la région opératrice Lac et permettant à l’ARN 
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polymérase d’assurer la transcription du gène. Les bactéries sont conservées au laboratoire à -

80 °C. 

 

 I.3.2. Extraction et analyse de l’ADN à partir de la 
Tx-xyn11 recombinante 
 

a) Extraction de l’ADN plasmidique 
 

L’extraction de l’ADN est réalisée avec le kit QIAprep® Spin Miniprep de Quiagen. Dans un 

premier temps, 2,5 mL de culture bactérienne sont centrifugés (10 min, 6 000 rpm) afin 

d’obtenir un culot bactérien. Puis, une lyse alcaline des cellules bactériennes est réalisée comme 

suit afin de libérer les plasmides. Le culot est remis en suspension dans 250 µL du tampon P1 

(Tris-Cl 50 mM pH 8, EDTA 10 mM, 100 µg/mL ARNase), puis la lyse est effectuée par 250 µL du 

tampon P2 (tampon de lyse, 200 mM NaOH, SDS 1%) et le milieu est neutralisé par 350 µL d’un 

milieu N3 (composition non connue). Après centrifugation (10 min, 13 000 rpm) afin d’éliminer 

les débris cellulaires, le surnageant est déposé sur une colonne de silice. L’ADN plasmidique 

s’adsorbe sur la colonne. Après lavage, afin d’enlever les impuretés avec différentes solutions de 

compositions non connues, l’ADN est élué par 40 µL d’eau ultrapure. La solution d’ADN obtenue 

est conservée à -20°C.  

 

b) Analyse de l’ADN extrait 
Dosage au Qubit® 

L’ADN est quantifié en utilisant le kit Quan-iT™ dsDNA HS (High sensitivity) Assay kit et le 

fluorimètre Qubit® d’Invitrogen (Carlsbad, CA, USA). Ce kit permet de doser entre 0,2 et 100 ng 

d’ADN. Une solution de travail est réalisée puis 199 µL de cette solution et 1 µL de l’ADN sont 

mis en contact pendant 2 min à température ambiante. Dans la solution est contenu un réactif 

(un fluorophore, Quant-iT™ dsDNA HS reagent) qui est un intercalant d’ADN et permet une 

émission à une longueur d’onde de 530 nm après avoir été excité à 470 nm. La fluorescence 

mesurée est comparée à un étalon afin d’obtenir la concentration en ADN de l’échantillon. 

 
Analyse sur gel d’agarose 

Le gel d’agarose permet la vérification de la présence d’ADN et la taille du plasmide. Le gel 

d’agarose est préparé dans du tampon Tris 9 mM, borate 9 mM, EDTA 2 mM avec 1% d’agarose. 

Après une dissolution à chaud de l’agarose, 0,5 µg/mL de bromure d’éthidium (BET) en 

concentration finale est ajouté puis le gel est coulé entre des plaques d’électrophorèse. En 

refroidissant, le gel prend une consistance solide. Le BET est l’agent intercalant de l’ADN qui 

permet une visualisation de celui-ci lorsqu’il est exposé aux rayons ultra-violets (UV). 
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Les échantillons avant dépôt sur gel sont mélangés avec 1 goutte de tampon de charge GLB 

(glycérol 50%, bleu de bromophénol 0,125%, EDTA 0,5 M pH 8). Un marqueur de taille 

(SmartLadder ; Eurogentec) est également déposé afin d’estimer la taille des brins d’ADN 

d’intérêt. La migration se fait dans du tampon Tris 0,1 M, Borate 0,1 M, EDTA 2 mM, pH 8 sous 

tension de 100 V pendant environ 25 min. La lecture est réalisée sous UV à l’aide d’un appareil 

BioVision (Fisher Bioblock Scientific) grâce au logiciel Visiocapt Vs. 

 

I.4.3. Obtention du mutant Tx-xyn11 pECXyl5 
W126A 
 

a) PCR 
 

 La PCR (Polymerase Chain Reaction) a pour but l’amplification d’un brin d’ADN en un 

grand nombre de copies par la répétition de cycles (30-40) comportant 3 étapes (Figure 56) 

avec des températures et des temps variables : 

- Dénaturation (95°C, 30 s) : les brins d’ADN se séparent ; 

- Hybridation (30 s à 55°C-68°C) : les amorces reconnaissent et s’apparient à leurs séquences 

complémentaires ; 

- Elongation (2 min à 72°C) : l’ADN polymérase assemble les nucléotides (dNTP) dans le sens 

5’→ 3’ à partir des amorces afin de former la séquence complémentaire. 

 Pour réaliser une PCR, la matrice d’ADN (50 ng), deux amorces (sens et anti-sens), le 

tampon de la réaction, des nucléotides (dNTP) et l’ADN polymérase sont mis en mélange avant 

d’être mis dans un thermocycleur pour subir les trois étapes en un grand nombre de cycles. 

Dans le cas d’une PCR sur colonie afin d’amplifier un gène d’intérêt, une colonie est mise dans le 

mélange à la place de la matrice d’ADN avant d’effectuer les différents cycles. 

 

 
 
Figure 56. Principe de la PCR. 1) Dénaturation, 2) Hybridation et 3) Elongation.  
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b) Mutagénèse dirigée 
 

La mutagénèse dirigée a été effectuée à l’aide d’un kit QuikChange II Site-Directed 

Mutagenesis Kit d’Agilent-Technologies (Santa Clara, CA United States). Dans un premier temps, 

la synthèse des brins contenant la mutation est effectuée à l’aide d’une PCR puis dans un 

deuxième temps, le plasmide initial est digéré afin d’obtenir uniquement des brins nouvellement 

synthétisés contenant la mutation.  

 Le principe de la mutagénèse est présenté en Figure 57. Deux amorces complémentaires 

au vecteur pRSETA (sens et anti-sens) (Tableau 23) et contenant la mutation sont hybridées. 

Lors des différents cycles de PCR, la polymérase PfuUltra HF permet la formation du plasmide 

muté. Afin d’éliminer le plasmide parental, le produit de PCR est soumis à l’action d’une 

endonucléase Dpn I, celle-ci est spécifique et cible les brins méthylés et hémiméthylés. Le 

plasmide contenant la mutation et nouvellement synthétisé est resté intact. Une transformation 

est ensuite effectuée dans les cellules XL1-Blue. 

 

 
Figure 57. Principe de la mutagénèse dirigée 
 
Tableau 23. Séquences des amorces pour la mutation W126A 
 

Séquences 
Température 

hybridation 
% GC 

Taille 

(g/mol) 

5’  3’ (sens) cagacgttccaacaatacgcgagcgttcgtcagcaga 63,8°C 54,1 11352.4 

5’  3’ (anti-sens) tctgctgacgaacgctcgcgtattgttggaacgtctg 63,8°C 54,1 11387.4 

 

 La mutagénèse dirigée est réalisée dans un volume réactionnel de 50 µL d’eau contenant 

50 ng d’ADN plasmidique de la Tx-xyn 11 pECXyl5, 200 ng d’amorces sens et anti-sens contenant 

la mutation, 5 µL du tampon de réaction, 1 µL dNTP mix et 1 µL d’ADN polymérase PfuUltra HF à 

2,5 UI/µL. La PCR se compose de 16 cycles avec 30 s de dénaturation à 95°C, 1 min d’hybridation 

à 55°C puis 3 min d’élongation à 68°C (1 min/kb). Après la fin de la PCR, la digestion du 
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plasmide parental a été effectuée par 1 µL Dpn I à 10 UI/µL pendant 1 h à 37°C. Une 

transformation est ensuite effectuée dans les cellules XL1-Blue. 

 

 c) Transformation des cellules chimiquement 
compétentes 
 

Les cellules chimiocompétentes sont des cellules bactériennes traitées avec une solution 

très froide de chlorure de calcium qui leur permet de devenir aptes à intégrer de l’ADN 

plasmidique étranger lorsqu’elles subissent ce choc thermique. 

L’ADN plasmidique à transformer (50 ng) est mis en contact avec 250 µL de cellules 

chimiocompétentes (E. coli XL1-Blue, BL21tuner(DE3) et BL21star(DE3)) pendant 30 min dans 

la glace. Ensuite, les cellules et l’ADN subissent un choc thermique, 45 s à 42°C, qui conduit à la 

fragilisation de la membrane cellulaire et à l’internalisation de l’ADN. Puis, le mélange est remis 

dans la glace pendant au moins 2 min. Enfin, 500 µL de milieu SOC est ajouté puis le tout est mis 

sous agitation pendant 1 h à 37°C pour permettre la réplication des cellules transformées. Les 

cellules sont ensuite étalées à l’aide de billes en verre sur une boîte de Pétri contenant le milieu 

LB solide contenant 100 µg/mL d’ampicilline dans le cas de XL1-Blue et 50 µg/mL pour 

BL21(DE3) (sélection des cellules). L’incubation de la boîte de Pétri dure 1 nuit à 37°C.  

  

 d) Séquençage et analyse bio-informatique des clones 
issus de la transformation dans XL1-Blue 
 

 Il faut s’assurer après transformation de l’ADN plasmidique issu de la mutagénèse 

dirigée dans la souche de propagation XL1-Blue que la mutation a bien été intégrée. Après 

étalement sur boîte de Pétri (LB solide avec 100 µg/mL d’ampicilline) puis une nuit à 37°C, des 

clones sont analysés afin d’évaluer si la mutation a été intégrée. 

 Les clones obtenus lors de la transformation sont remis en culture (5 mL) pendant 1 nuit 

à 37°C sous agitation dans un milieu LB avec 100 µg/mL d’ampicilline en concentration finale. 

Après obtention du culot cellulaire par centrifugation, l’ADN est extrait. L’ADN (30 ng environ) 

est séquencé par un prestataire de service (Eurofins, Allemagne). Les résultats du séquençage 

sont ensuite analysés par des outils bio-informatiques en lignes (Blast protéines et nucléotides, 

revseq et transeq). Si le séquençage est correct, l’ADN du clone est ensuite transformé dans les 

cellules d’expression E. coli BL21(DE3). 

Afin de conserver les constructions bactériennes pour une longue durée, un stock 

glycérol est réalisé puis stocké à -80°C. Dans un cryotube, 750 µL de milieu récupéré après 

culture en milieu liquide des souches d’intérêt sont ajoutés et mélangés à 750 µL d’une solution 

aqueuse de glycérol à 50%, puis l’ensemble est congelé à - 80°C. Ces stocks seront utilisés pour 

inoculer des pré-cultures ou réaliser des cultures en milieu solide. 
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I.5. Extraction et purification des xylanases 
  
 I.5.1. Extraction des xylanases recombinantes 

 

 Les xylanases recombinantes produites par expression hétérologue chez E. coli (§ I.2.2) 

sont intracellulaires. Il est donc nécessaire de les extraire. Après culture, les cultures 

bactériennes sont centrifugées à 6 000 rpm pendant 30 min afin d’obtenir des culots cellulaires. 

Les culots sont ensuite remis en suspension dans du tampon Tris HCl 50 mM pH 8 pour la Tx-

xyn11 et son mutant W126A et du tampon phosphate 50 mM, NaCl 500 mM, Imidazole 20 mM 

pH 7,4 pour la Tx-xyn10. Ensuite, les suspensions sont soumises à une lyse cellulaire par 

sonication avec un Sonificateur Vibra Cell 72412 par l’action d’ultrasons pendant 5 s toutes les 5 

s pendant 40 min à une température de 4°C. Les ultrasons conduisent à la lyse des parois des 

cellules bactériennes ce qui permet de libérer le milieu intracellulaire contenant les protéines 

recombinantes. L’efficacité de la lyse bactérienne peut se faire par observation d’un état frais au 

microscope. Les débris cellulaires sont ensuite enlevés par centrifugation 15 000 rpm pendant 

20 min. Le surnageant est ensuite purifié. 

 

 I.5.2. Purification des xylanases 
 

Purification de la xylanase Tx-xyn11 recombinante et du mutant W126A 

 La xylanase Tx-xyn11 ne possédant pas de queue polyhistidine, sa purification et celle de 

son mutant se fait en deux étapes par passages successifs sur deux résines différentes selon le 

protocole de Debeire-Gosselin et al. (Debeire-Gosselin et al. 1992). 

 La première colonne contient une résine Q Sépharose (échangeuse d’ions) équilibrée 

avec du Tris HCl 50 mM pH 8 qui permet de retenir la plupart de protéines présentes dans le jus 

de culture à l’exception de la protéine Tx-xyn11. L’éluat obtenu est ensuite passé sur une 

deuxième colonne qui contient une résine Phényl Sépharose CL4B (hydrophobe) équilibrée avec 

du Tris HCl 50 mM pH 8 qui retient la xylanase Tx-xyn11 jusqu’à son élution par du Tris HCl 50 

mM pH 8 avec 25% d’éthylène glycol. La pureté des protéines est vérifiée par électrophorèse 

SDS-page. 

 

Purification de la xylanase Tx-xyn10 avec une queue polyhistidine 

 La Tx-xyn10 présente une queue polyhistidine à l’extrémité C-ter. La purification est 

effectuée en utilisant une résine Histrap™ HP (GE HealthCare) de type IMAC (Immobilized Metal 

Affinity Chromatography) sur un système AKA Prime (Amersham Biosciences) qui permet de 

faire un suivi de DO à 280 nm. La résine est une résine sépharose sur laquelle des ions Ni2+ sont 

immobilisés. Les résidus histidines de la queue polyhistidine de Tx-xyn10 sont chélatés par les 
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ions Ni2+ car ils présentent une forte affinité pour ces derniers, ce qui conduit à la fixation de la 

protéine d’intérêt sur la résine. Dans un premier temps, l’échantillon protéique dans le Tp 

tampon phosphate 50 mM, NaCl 500 mM, Imidazole 20 mM pH 7,4 est chargé sur la colonne puis 

lavé par une solution de tampon phosphate 50 mM, NaCl 500 mM, Imidazole 20 mM pH 7,4. 

Lorsque la DO redescend à 0 (ce qui signifie que les protéines non retenues ont toutes été 

éluées), une solution de tampon phosphate 100 mM, NaCl 500 mM, Imidazole 20 mM pH 7,4 est 

utilisée. Lorsque la DO à 280 nm remonte, la protéine est en train d’être éluée et la fraction est 

collectée, car l’imidazole entre en compétition avec les histidines et permet de décrocher les 

protéines d’intérêt. La pureté des protéines est vérifiée par électrophorèse SDS-page. 

 

 I.5.3. Electrophorèse SDS-page 
 

L’électrophorèse sur gel de polyacrylamide SDS-page (12% d’acrylamide) est un moyen 

utilisé pour la séparation et l’analyse qualitative des protéines afin de s’assurer de leur taille et 

de leur pureté. 5 µL de tampon de charge (Tris HCl 1 M pH 8, glycérol 20%, SDS 2%, DTT 40 mM, 

bleu de bromophénol 0,02%) sont ajoutés à 15 µL d’échantillon de protéines puis l’ensemble est 

chauffé à 95°C pendant 10 min. Suite au chauffage en présence de SDS, les protéines sont 

dénaturées et chargées négativement (fixation du SDS de façon proportionnelle à la masse 

moléculaire). La séparation se fait donc uniquement en fonction de la masse moléculaire. 

 Après dépôt des échantillons de protéines, la migration s’effectue dans un tampon Tris 

25 mM, glycine 192 mM, SDS 0,05%, pH 8,3 à une tension de 200 V pendant environ 45 min. Les 

protéines migrent selon leur taille qui peut être estimée par rapport à un marqueur de taille 

après coloration au bleu de Coomassie (0,1% (p/v)) et re ve lation par de coloration à l’acide 

ace tique à 10% (v/v). 

 

I.6. Caractérisation des xylanases 
 

I.6.1. Dosage de l’activité xylanase  
 

L’activité xylanase est déterminée par le dosage de Kidby et Davidson (Kidby and 

Davidson 1973). Il permet de doser les fonctions réductrices libérées lors de l’hydrolyse de 

xylanes en xylose et xylo-oligosaccharides par les xylanases. Il s’agit d’un dosage colorimétrique. 

 La réaction enzymatique est réalisée à 50°C (xylanase NS 22083) ou à 60°C (xylanases 

recombinantes) selon les conditions d’utilisation des enzymes. La réaction est initiée par l’ajout 

de 100 µL de la solution contenant l’enzyme dans 900 µL d’une solution à 0,5% (p/v) de xylanes 

de hêtre (Roth®) dans un tampon acétate de sodium 50 mM pH 5,8. La cinétique est réalisée 

ensuite par des prélèvements de 100 µL de la solution enzyme-substrat toutes les 2 min pendant 

10 min qui sont ajoutés immédiatement dans 1,5 mL de réactif de Kidby (solution de 
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ferricyanure de potassium à 300 mg/L dans du tampon carbonate de sodium 10 g/L) afin de 

stopper la réaction. Ensuite, le réactif est chauffé pendant 5 min à 100°C. Sous l’action de la 

chaleur et en fonction de la quantité de fonctions réductrices libérées, le ferricyanure de 

potassium est réduit et conduit à une décoloration du réactif de Kidby, initialement jaune. La 

lecture au spectrophotomètre se fait à 420 nm. En parallèle, une gamme étalon de xylose est 

réalisée de 0 à 400 µg/mL, ajoutée au réactif de Kidby puis chauffée dans les mêmes conditions.  

 La pente de la droite représentant la quantité de fonctions réductrices libérées en µg/mL 

en fonction du temps est tracée grâce aux mesures d’absorbance réalisés à 420 nm et la gamme 

étalon de xylose. Cette dernière sera utilisée lors de l’équation du dosage. 

 

 L’activité enzymatique est ensuite calculée selon l’équation suivante : 

A = 
𝑝𝑒𝑛𝑡𝑒 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑑𝑟𝑜𝑖𝑡𝑒 𝑥 𝑉𝑡𝑜𝑡 𝑥 𝑑

𝑉𝑒𝑛𝑧 𝑥 𝑀(𝑥𝑦𝑙𝑜𝑠𝑒)
 

 

A = l’activité enzymatique en UI/mL soit la quantité de produit libéré en µmol, par min, et par 

mL de solution enzymatique. 

Vtot = volume de la réaction enzymatique, soit 1000 µL. 

Venz = volume de la solution d’enzyme ajoutée soit 100 µL. 

d = dilution de l’enzyme 

M(xylose) = masse molaire du xylose soit 150 g/mol. 

 

I.6.2. Paramètres cinétiques de la xylanase Tx-
xyn11 pECXyl5 et de son mutant W126A 
 

Les paramètres cinétiques des xylanases Tx-xyn11 pECXyl5 et W126A ont été obtenus 

par le dosage de Kidby en utilisant des concentrations en xylanes de hêtre de 0,5–1–2-3-5-7-10 

mg/mL à 60°C dans un tampon acétate de sodium 50 mM pH 5,8. La Tx-xyn11 et la Tx-xyn11 

W126A sont utilisées à 1,11 et 3,26 µg/mL, respectivement. Les mesures ont été réalisées 

en triplicats. Les paramètres cinétiques de constante d’affinité (KM) et de vitesse initiale (Vm) 

sont calculés d’après le modèle de Michaelis-Menten à l’aide du module Enzyme Kinetics du 

logiciel SigmaPlot 2000. La constante catalytique (kcat) est calculée grâce à la formule kcat = 

Vm/Etot où Etot correspond à la quantité d’enzyme totale dans l’essai en µmol. L’efficacité 

catalytique (kcat/KM) correspond à la quantité de substrat consommé par µmol d’enzyme par 

unité de temps.  
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III. Synthèse des xylosides par réaction de 
transglycosylation 

 

III.1. Sources de xylanes 
 

 III.1.1. Xylanes commerciaux 
 

Les xylanes utilisés au cours de ce travail sont des xylanes de hêtre commercialisés par la 

société Carl Roth (Karlsruhe, Allemagne). 

 

III.1.2. Analyse de la composition en sucres 
 

La composition en sucres des xylanes commerciaux, est déterminée après hydrolyse 

acide, par chromatographie échangeuse d’anions de type HPAEC (High Performance Anion 

Exchange Chromatography), qui permet la séparation des monosaccharides et des 

oligosaccharides en fonction de leur pKa. La phase mobile étant fortement basique, les 

oligosaccharides se comportent comme des anions. 

L’hydrolyse acide des xylanes est réalisée en pesant 10 mg de biomasse et en ajoutant 

125 µL d’une solution de H2SO4 à 12 M à température ambiante pendant 2 h. Ensuite, 200 µL 

d’une solution de fucose à 10 g/L avec 675 µL d’eau sont ajoutés et ce mélange est laissé incubé 

pendant 1 h à 100°C pour que l’hydrolyse d’effectue. 

 Les hydrolysats obtenus sont ensuite filtrés sur membrane de porosité 0,2 µm puis 

injectés sur colonne Carbo-PA-1 (4 x 250mm, Dionex) et les monosaccharides sont élués par un 

gradient de NaOH-acétate de sodium. La sensibilité du signal est amplifiée par un post-colonne 

(NaOH 300 mM) et les monosaccharides sont détectés par ampéromètrie pulsée (ED 40, 

Dionex). La quantification des monosaccharides est basée sur l’aire de l’étalon interne, le fucose.  

 
III.2. Accepteurs 

 

 Les alcools utilisés lors des réactions de transglycosylation enzymatique ont été fournis 

par Sigma Aldrich® à l’exception de l’alcool p-coumarique. 

L’alcool p-coumarique a été synthétisé à partir de l’acide p-coumarique en 2 étapes via la 

formation de l’ester méthylique correspondant (Figure 58) (Quideau and Ralph 1992).  

Estérification de l’acide p-coumarique : De l’acide p-coumarique (10,04 g, 61,2 mmol) est mis en 

solution dans 20 mL de méthanol puis 20 gouttes de H2SO4 concentré sont ajoutées. La solution 

est chauffée à reflux pendant 24 h. Le méthanol en excès est évaporé sous vide puis la solution 

est versée dans 100 mL d’eau froide. L’acide est neutralisé par une solution saturée en 
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bicarbonate de sodium. Le précipité formé est filtré, redissout dans l’acétate d’éthyle (AcOEt) 

puis séché sur MgSO4. La solution est filtrée puis le solvant est évaporé sous vide. Le produit est 

purifié par chromatographie sur silice (Essence G : AcOEt 7:3). Le rendement est de 90% (9,78 

g). 

Réduction de l’ester méthylique de l’acide p-coumarique : 15 mL de LiAlH4 1 M en solution dans 

du THF (15 mmol) et 25 mL de THF anhydre sont introduits dans un ballon de 250 mL sous 

atmosphère d’argon. Une solution de chlorure de benzyle (BnCl) (1,7 mL, 15 mmol) dans 10 mL 

de THF anhydre est ajoutée au goutte à goutte grâce à une ampoule à addition. La solution est 

agitée pendant 15 min. L’ester méthylique de l’acide p-coumarique (1,8 g, 10 mmol) est mis en 

solution dans 15 mL de THF anhydre puis additionné goutte à goutte. Après 1h30 d’agitation, de 

l’eau est additionnée à 0°C. La solution est filtrée, séchée sur MgSO4, et le solvant est évaporé 

sous pression réduite. Le produit est purifié par chromatographie sur silice (Essence G : AcOEt 

1:1). Le rendement est de 35% (686,6 mg). 

 

 
 

Figure 58. Synthèse de l’alcool p-coumarique à partir de l’acide p-coumarique en 2 étapes via l’ester. 

 

III.3. Synthèse enzymatique et purification des produits 
de synthèse 
 

L’analyse qualitative des mélanges réactionnels et le suivi des purifications des produits 

sont réalisés par Chromatographie sur Couche Mince (CCM) sur plaque de silice (Merck DC 

Alufolien Kieselgel 60 PF254). Lors de l’analyse des mélanges bruts réactionnels de synthèse, un 

dépôt de 5 µL est effectué et élué avec des mélanges AcOEt : AcOH : eau (7:2:2) ou butanol : 

AcOH : eau (2:1:1), selon la polarité des produits. Lors du suivi des purifications, la phase mobile 

AcOEt : AcOH : eau (7:2:2) est utilisée ainsi que des mélanges AcOEt : méthanol dans différentes 

proportions. La révélation des produits se fait à 250°C avec 0,2% (m/v) d’orcinol dans l’acide 

sulfurique 20% (v/v).  

 

III.3.1. Synthèse enzymatique 
 

La synthèse enzymatique par les xylanases est réalisée dans de l’eau, en présence d’un 

donneur glucidique (xylanes ou xylo-oligosaccharides), d’un accepteur (une molécule d’alcool) 
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et en présence ou non de tert-butanol utilisé en tant que co-solvant. Selon les accepteurs mais 

aussi les produits souhaités, les conditions réactionnelles peuvent être très différentes et seront 

décrites dans le Chapitre IV. L’enzyme est ajoutée selon la dose souhaitée en UI/mL, l’accepteur 

en % (v/v) ou en concentration molaire (M) et le donneur en % (p/v). Les réactions en petits 

volumes (0,5-1 mL) sont réalisées dans des tubes en verre à vis sous agitation dans des bains à 

huile à des températures de 50°C ou 60°C selon l’enzyme utilisée et des temps d’incubation 

selon les conditions réactionnelles déterminées. Les réactions sont arrêtées par chauffage à 

100°C pendant 20 min.  

Les réactions en plus gros volume sont réalisées dans des bouteilles en verre de 

contenant adapté au volume avec un système d’agitation par hélice magnétique. Une réaction de 

500 mL a été effectuée dans un réacteur 2L (IKA eurostat IKA Werke stirrer) à paroi 

thermostatée avec une pale d’agitation permettant une agitation vigoureuse. 

 Lors des synthèses enzymatiques, des xylanes résiduels insolubles subsistent. Une 

centrifugation de 10 min à 5 500 rpm permet d’éliminer les xylanes insolubles et ainsi récupérer 

le surnageant contenant les produits de synthèse. Le culot est rincé à l’eau puis centrifugé à 

nouveau. Les deux surnageants sont réunis. 

 

III.3.2. Purification des produits de synthèse 
 

a) Purification de propargyl xyloside et xylobioside 
 

La purification du mélange réactionnel de la synthèse de propargyl oligoxylosides se fait 

en 2 étapes : une purification sur colonne de silice C18 (Polyprep® 60-50 C18 Macherey-Nagel) 

afin d’éliminer facilement les produits d’hydrolyse puis passage sur colonne de silice (Kieselgel 

60, 0,04-0,063 mm Merck) afin de séparer les produits selon leur DP. 

 

Purification sur colonne de silice C18 

 Dans le cas d’une purification sur colonne de silice C18 (Polyprep® 60-50 C18 Macherey-

Nagel), le volume du brut réactionnel est concentré à moitié du volume initial avant dépôt. 

 Les produits d’hydrolyse sont élués en premier, puis les produits de synthèse (propargyl 

xyloside et xylobioside) sont élués en mélange avec comme éluant de l’eau. 

 Les fractions obtenues contenant les propargyl xyloside et xylobioside sont ensuite 

réunies et lyophilisées. 
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Purification sur colonne de silice 

 Les produits n’étant pas très solubles dans le mélange AcOEt : MeOH, un dépôt solide est 

réalisé. Il est ensuite déposé sur une colonne équilibrée avec de l’AcOEt puis élué par un mélange 

AcOEt : MeOH 9:1 puis 8:2. Les propargyl xyloside et xylobioside sont ainsi séparés. 

 

b) Purification des aryl xylosides et xylobiosides 
 

La purification des xylosides à aglycones aromatiques est effectuée par chromatographie 

sur colonne de silice (Kieselgel 60, 0,04-0,063 mm Merck). Le mélange brut réactionnel est 

lyophilisé ou concentré sous pression réduite afin d’éliminer l’eau. Les produits n’étant pas très 

solubles dans le mélange AcOEt : MeOH, un dépôt solide est réalisé. Il est ensuite déposé sur une 

colonne équilibrée dans l’AcOEt puis élué, selon la polarité des produits par une phase mobile 

AcOEt : MeOH 9:1 à 7:3. 

 

IV. Synthèse des « click » xylosides et xylobiosides 
 

 La plupart des azotures utilisés sont des azotures commerciaux fournis par Sigma- 

Aldrich, excepté le phényl azoture. Ce dernier est synthétisé à partir d’aniline selon un mode 

opératoire décrit dans la littérature (Lu et al. 2010). Le sel de diazonium correspondant est 

formé à 0°C en milieu acide en présence de nitrite de sodium, puis l’ajout de l’azoture de sodium 

conduit à la formation de phényl azoture (Barral et al. 2007). 

La réaction de cycloaddition est effectuée avec 0,6 mmol d’azoture, 0,5 mmol de 

propargyl xyloside ou xylobioside dans 4 mL d’un mélange tert-BuOH : H2O 1:1, en présence de 

0,05 mmol de sulfate de cuivre et de 0,1 mmol d’ascorbate de sodium. Après une nuit d’agitation 

à température ambiante, le brut réactionnel est directement déposé sur une colonne de silice 

(Kieselgel 60, 0,04-0,063 mm Merck) équilibrée par l’AcOEt ou par un mélange AcOEt : MeOH 

9:1. L’élution est réalisée par un mélange AcOEt : MeOH 9:1 ou 8:2. Les « click » xylosides sont 

décrits dans le Chapitre IV. 

Pour les produits 3h et 4h, une réaction de déprotection des groupements hydroxyles du 

xylopyranoside de l’aglycone est effectuée. Le produit 3g (ou 4 g) est dissout dans du méthanol 

anhydre (10 mL) sous atmosphère d’argon. Une quantité catalytique de Na solide est ajoutée. La 

réaction est agitée 30 min à température ambiante puis est neutralisée par une résine 

échangeuse d’ions (Dowex® 50W X8, Fluka). La résine est filtrée et le méthanol est éliminé sous 

pression réduite. Le brut réactionnel est purifié par chromatographie sur silice (AcOEt). 
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V. Synthèse des S- et C-xylosides 
 

V.1 Synthèse du benzyl 1-thio-β-D-xylopyranoside 
 

Benzyl 2,3,4-tri-O-acétyl-1-thio-β-D-xylopyranoside (Contour et al. 1989) :  

 

 

 Du 1,2,3,4-tétra-O-acétyl-β-D-xylopyranose (1,1 g, 3,46 mmol) est mis en solution dans 

du dichlorométhane (20 mL) et la solution est portée à -10°C sous argon. Le benzyl mercaptan 

(810 µL, 6,92 mmol) puis l’acide de Lewis, ZrCl4 (755 mg, 3,24 mmol), sont ajoutés. La réaction 

est laissée sous agitation pendant 6 h à -10°C. La réaction est stoppée par addition d’eau. Après 

extraction, la phase organique est lavée par une solution saturée de NaHCO3 puis avec de l’eau. 

La phase organique est séchée sur MgSO4 et le dichlorométhane est ensuite éliminé à 

l’évaporateur rotatif. Le produit brut est purifié par chromatographie sur colonne de silice 

(AcOEt : MeOH 9:1). Le benzyl 2,3,4-tri-O-acétyl-1-thio-β-D-xylopyranoside est obtenu avec 64% 

de rendement (844 mg)  

 

Benzyl 1-thio-β-D-xylopyranoside :  

 

 

 Le benzyl 2,3,4-tri-O-acétyl-1-thio-β-D-xylopyranoside (748 mg, 2,7 mmol) est dissout 

dans du méthanol anhydre (10 mL) sous atmosphère d’argon. Une quantité catalytique de Na 

solide est ajoutée. La réaction est agitée 30 min à température ambiante puis elle est neutralisée 

par une résine échangeuse d’ions (Dowex® 50W X8, Fluka). La résine est filtrée et le méthanol 

est éliminé sous pression réduite. Le brut réactionnel est purifié par chromatographie sur silice 

(AcOEt). Le benzyl 1-thio-β-D-xylopyranoside obtenu est recristallisé dans un mélange éther de 

pétrole/acétate d’éthyle. 
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V.2. Synthèse du phényléthyl C-xyloside  
 

1-Phényl-2-C-(β-D-xylopyranosyl)éthanone (Feng et al. 2011) 

 
 

 Du D-xylose (800 mg, 5,3 mmol), du dibenzoylméthane (1,12 g, 10 mmol) sont mis en 

solution dans 20 mL d’un mélange d’éthanol : eau (4:1). Puis NaHCO3 solide (840 mg, 10 mmol) 

est ajouté et le mélange est chauffé à reflux pendant 15 h. Après refroidissement, la solution est 

neutralisée par une résine échangeuse d’ions (Dowex® 50W X8, Fluka). La résine est filtrée et 

l’éthanol est éliminé sous pression réduite. La solution aqueuse résiduelle est lavée par du 

dichlorométhane. Le volume de la solution aqueuse est réduit sous pression réduite puis déposé 

sur une colonne de silice équilibrée avec AcOEt (AcOEt puis AcOEt/MeOH). La 1-phényl-2-C-(β-

D-xylopyranosyl)éthanone est éluée avec AcOEt : MeOH (9:1), puis recristallisée dans un 

mélange éther de pétrole/acétate d’éthyle (masse obtenue : 540 mg, 41%). 

 

Phényléthyl β-C- xylopyranoside (Hashimoto and Takahashi 2009) 

 

 

 La 1-phényl-2-C-(β-D-xylopyranosyl)éthanone (200 mg, 0,76 mmol) est dissoute dans 2 

mL d’acide trifluoroacétique. Après ajout de 20 mg de 10% Pd/C à température ambiante, le 

ballon est mis sous atmosphère d’hydrogène (ballon) sous agitation. Après une nuit, le 

catalyseur est filtré sur célite et rincé au méthanol. Le méthanol est éliminé sous pression 

réduite. Le phényléthyl C-xyloside est purifié par chromatographie par colonne de silice (AcOEt 

puis AcOEt/MeOH 9 :1) (masse obtenue : 114,5 mg, 63%). 

 

VI. Caractérisation des produits 
 

VI.1. Masse 
 

Les spectres de masse basse et haute résolution ont été réalisés sur un appareil Q-TOF 

(Micromass Manchester) possédant une source électrospray au sein du Service Central 

d’Analyse de l’ICMR. 

 

  

https://fr.wikipedia.org/wiki/Acide_trifluoroac%C3%A9tique
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VI.2. RMN 
 

Les spectres de Résonance Magnétique Nucléaire (RMN) du proton 1H et du carbone 13C, 

COSY et de corrélation 1H-13C sont enregistrés sur un appareil Brucker à 500 MHz ou 600 MHz 

(1H) et 125 MHz ou 150 MHz (13C), à température ambiante dans D2O, CD3OD ou DMSO-d6 avec 

comme référence interne le tétraméthylsilane dans CDCl3. Les déplacements chimiques sont 

exprimés en ppm, les couplages en hertz et la multiplicité des signaux est symbolisée comme 

suit : s (singulet), d (doublet), dd (doublet de doublet), ddd (doublet de doublet de doublet), t 

(triplet), dt (doublet de triplet), td (triplet de doublet), q (quadruplet), qu (quintuplet), sex 

(sextuplet) et m (massif ou multiplet). 

 

VI.3. Température de fusion 
 

 Les points de fusion (non corrigés) ont été déterminés en tube capillaire à l’aide d’un 

appareil Stuart SMP3.  

 

VI.4. Pouvoir rotatoire 
 

 Les pouvoirs rotatoires ont été mesurés à l’aide d’un appareil Perkin-Elmer modèle 341 

à la température et dans le solvant indiqués.  

 

VI.5. Micro-analyse 
 

 Les analyses élémentaires ont été effectuées sur un appareil Perkin-Elmer CHN 2400 à 

l’ICMR par Sylvie Lanthony. 

 

VII. Quantification par Chromatographie Liquide à 
Haute Performance (CLHP)  
 

 Les propargyl xylopyranosides et les benzyl xylopyranosides synthétisés ont été 

analysés par CLHP. Les produits isolés et purifiés sont mis en solution dans l’eau à des 

concentrations de 1 à 100 mM afin de réaliser une gamme d’étalonnage puis sont injectés sur 

colonne RP-C18 (Kinetex 5 mm C18 100A, 150 x 4,6 mm, Phenomenex). Ainsi, la gamme 

d’étalonnage permet de déterminer la quantité de produits (en mM) des bruts réactionnels en 

fonction de l’aire des pics (Figure 59). 

 Avant injection, les mélanges réactionnels bruts et les standards sont filtrés sur 

membrane de porosité de 0,45 µm. Les propargyl xylopyranosides sont élués par un mélange 
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MeOH : H2O 3:97 à un débit de 0,8 mL/min à 40°C alors que les benzyl xylopyranosides sont 

élués par un gradient de 5 à 50% de MeOH : H2O (t0= 5:95 et t10 = 50:50) à un débit de 0,8 

mL/min à 40°C. La détection se fait grâce à un détecteur à diffusion de lumière (DEDL) à 50°C 

(ELSD-LTII, Shimadzu). 

 Les chromatogrammes sont analysés par le logiciel Lab Solutions de Shimadzu. 

 

 

Figure 59. Gamme d’étalonnage du benzyl β-xylopyranoside de 1 à 100 mM par le logiciel Shimadzu.  

 

VIII. Evaluation des propriétés biologiques 
 

L’ensemble des tests d’évaluation biologique concernant l’activation de la biosynthèse 

des glycosaminoglycanes par les différents xylosides préparés a été effectué à la Faculté de 

Médecine de l’Université de Reims Champagne-Ardenne au sein de l’équipe de l’UMR 

URCA/CNRS 7369 MEDyC (équipe Dr. Y. Wegrowski, Dr. S. Brezillon) par Aurore Chatron-Colliet, 

Ingénieure de Recherche recrutée dans le cadre du projet XYLOCOS. La détermination des 

paramètres cinétiques de la β4GalT7 a été effectuée à l’Université de Nancy au sein de l’équipe 

« MolCelTEG » UMR CNRS 7365. 

 

VIII.1. Cellules et xylopyranosides 
 

  Les cellules CHO pgsA-745 sont obtenues par l’American Type Culture Collection (ATCC) 

(CRL-2242™). Ce sont des cellules ovariennes d’hamster déficientes en xylosyltransférase I qui 

ne permettent pas une production endogène de GAGs sulfatés. 

 Les xylopyranosides sont quasiment tous solubles dans l’eau et des concentrations 

mères ont été effectuées à 10 mM. Cependant, à cette concentration, certains xylopyranosides 

n’étaient pas solubles. Il a fallu donc préparer des solutions pour ces xylopyranosides (4f, 3g, 

HX, HX2, CX) à 100 mM dans du DMSO. En procédant ainsi, lorsqu’une concentration finale de 
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100 µM de xylopyranosides est introduite pour les différents tests, cela correspond à 0,1% de 

DMSO.  

 

VIII.2. Viabilité cellulaire (tests MTT) 
 

La viabilité cellulaire est déterminée à l’aide du test MTT (bromure de 3-(4,5-

diméthylthiazol-2-yl)-2,5-diphényl tétrazolium, Sigma Aldrich) qui est un test colorimétrique 

qui permet de quantifier l’activité mitochondriale. Ce test est basé sur le clivage d’un sel de 

tétrazolium (MTT) par la succinate déshydrogénase mitochondriale en formazan qui forme un 

précipité violet dans la mitochondrie. La quantité de précipité formée est proportionnelle à la 

quantité de cellules vivantes. Une dissolution du formazan par le DMSO est nécessaire avant une 

lecture de la DO à 560 nm qui permet de quantifier le formazan produit et permet de connaître 

la quantité relative de cellules vivantes et actives métaboliquement.  

Les cellules sont ensemencées à une densité de 1x104 cellules par puits (dans des 

plaques 96 puits) dans 100 µL de milieu DMEM + 10% SVF (Sérum de veau fœtal). Le lendemain, 

le milieu est remplacé par du milieu DMEM avec 2% de SVF et les xylopyranosides à 100 µM 

finale. Après 72h d’incubation, le MTT est ajouté à une concentration finale de 0,5 mg/mL, puis 

les cellules sont incubées pendant 3 h à 37°C. Le milieu de culture contenant le MTT est enlevé et 

100 µL de DMSO sont ajoutés par puits afin de dissoudre les cristaux de formazan produits. Une 

lecture d’absorbance est faite à 560 nm à l’aide d’un spectrophotomètre de plaque. 

 

VIII.3. Criblage des xylopyranosides pour leur capacité à 
amorcer la synthèse de GAGs sur les cellules CHO pgsA-745. 
 

Les cellules CHO pgs-A745 sont ensemencées pendant 24 h à 300 000 cellules/mL dans 

du milieu complet dans une plaque de 24 puits (NUNC) afin qu’elles adhèrent. Le milieu 

d’ensemencement DMEM, 2% SVF, -SO4 est préparé comme suit : 150 µL cystéine 100X (Gibco), 

150 µL méthionine 100X (Gibco), 150 µL HEPES 1M, 150 µL d’acide ascorbique à 1mg/mL, 300 

µL de SVF dialysé et 14,1 mL de DMEM–SO4). Après 24 h, la couche cellulaire est rincée 2 fois 

avec 300 µL de PBS. Une solution de 300 µL contenant du milieu DMEM, 2% SVF, -SO4 avec 10 

µCi/mL de 35S et une concentration finale en xylopyranosides de 100, 10 ou 1 µM est ajoutée 

dans les puits. Des témoins négatifs sont effectués avec l’ajout de 300 µL du milieu DMEM 2% 

SVF-SO4 (témoin négatif sans radioactivité) et 300 µL de milieu DMEM 2% SVF –SO4 + 35S 

(témoin négatif de la synthèse de GAGs) dans les puits. Les cellules sont incubées pendant 24 h à 

37°C. 

50 µL de milieu de culture sont déposés sur papier Whatman® 3 MM et précipités par un 

sel d’ammmonium quaternaire (CPC 1%, NaCl 1%, 0,5% (p/v) Na2SO4) comme décrit 

précédemment (Rapraeger and Bernfield 1985). Les échantillons sont ensuite introduits dans 
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des fioles à scintillation (Hidex 300SL) avec l’ajout de 2 mL de fluide à scintillation 

(Instagel®) puis la radioactivité est mesurée.  

 

VIII.4. « Click-it inside » 
 

Les cellules sont ensemencées sur des lames (30 000 cellules/lames) pendant 24 h afin 

qu’elles adhèrent. Les cellules sont ensuite traitées avec 100 µM de propargyl xylopyranoside 

(1) et xylobiopyranoside (2) pendant 1 h à 37°C. Puis, les cellules sont fixées avec 3,7% de 

formaldéhyde pendant 10 min, perméabilisées par 0,5% (v/v) de Triton X-100 dans du PBS 

pendant 20 min puis lavées 3 fois avec une solution de 3% de ABS (Albumine de Sérum 

bovin)/PBS. Le fluorophore Alexa488 (15 µM), comportant une fonction azide, est ajouté aux 

cellules à température ambiante pendant 45 min en présence de 2 mM de Cu(I). La réaction de 

chimie « click » se produit entre la fonction alcyne des propargyl xylosides et l’azide 

« fluorescent », les xylosides sont marqués. Les lames sont rincées 3 fois avec 3% de ABS/PBS, 

les noyaux sont mis en évidence par un colorant : le DAPI qui est une sonde fluorescente qui se 

lie fortement à l’ADN. Des images des lames sont obtenues avec un microscope AxioImager Z1 

(Zeiss) en utilisant un objectif ×20.  

 

VIII.5. Activité de la β-galactosyltransférase 
  

Les paramètres cinétiques de Umb-Xyl et des xylosides (3e et 4e) ont été déterminés 

comme précédemment décrits (Bui et al. 2010, Talhaoui et al. 2010, Saliba et al. 2015) avec les 

modifications suivantes. 400 ng de β-1,4-galactosyltransférase-7 produite et purifiée au sein de 

l’équipe « MolCelTEG » UMR 7365 de l’université de Nancy ont été incubés pendant 30 min à 

37°C dans un tampon 50 mM de Bis-Tris, pH 7,2, MnCl2 10 mM, 0,1% (p/v) de Triton X-100 à des 

concentrations de 0 à 5 mM de xylosides en présence d'une concentration fixe de 1 mM en UDP-

Gal. La réaction d'incubation est arrêtée par addition de 5 µL de HCl 6N dans la glace et a ensuite 

été centrifugée à 10 000 x g pendant 10 min à 4°C. Le surnageant a été analysé par CLHP avec 

une colonne en phase inverse C18 (XBridge, 4,6 x 150 mm, 5 pm, Waters) en utilisant un 

équipement Waters (Alliance Waters e2695) couplé à un détecteur UV (Shimadzu SPD-10A). La 

formation du produit de réaction est mesurée à une longueur d'onde de détection de 320 nm 

pour Umb-Xyl et 250 nm pour les composés 3e et 4e. 
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Chapitre III : 

Etude in silico de la 
xylanase Tx-xyn11 
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I. Contexte 
 

Certaines glycoside hydrolases sont capables de catalyser des réactions de 

transglycosylation en présence d’un sucre activé en position anomérique et d’un alcool 

(nucléophile) pour conduire à des glycosides comportant diverses parties aglycones selon la 

nature de l’alcool utilisé. Au sein du laboratoire, des travaux précédents ont été consacrés à la 

valorisation de pentoses issus de la biomasse lignocellulosique par le biais de réactions de 

transglycosylation. Une -L-arabinofuranosidase (Remond et al. 2002, Remond et al. 2005), des 

xylosidases (Muzard et al. 2009, Ochs et al. 2013) et des xylanases (Ochs et al. 2011) ont été 

utilisées pour la production d’alkyl -L-arabinofuranosides et alkyl -D-xylopyranosides.  

Mon travail de recherche s’inscrit dans la continuité de cette approche pour la synthèse 

de xylopyranosides. En vue d’obtenir des xylosides présentant un DP supérieur ou égal à 1, nous 

avons ciblé l’utilisation de xylanases qui catalysent des réactions de transglycosylation 

directement à partir de xylanes.  

Le laboratoire de l’UMR FARE a pour objet d’étude une bactérie thermophile 

Thermobacillus xylanilyticus (T. xylanilyticus) qui décompose la biomasse lignocellulosique. 

Parmi les GH produites par T. xylanilyticus, deux xylanases des familles GH10 (Tx-xyn10) et 

GH11 (Tx-xyn11) ont été produites et purifiées (voir Matériels et Méthodes). Lors de la thèse de 

Marjorie Ochs (Ochs 2012), la synthèse de xylopyranosides et d’oligoxylopyranosides catalysée 

par la xylanase Tx-xyn10 a été étudiée. La xylanase Tx-xyn 11 n’a pas été testée durant cette 

étude. La plupart des études de la littérature concernant des réactions de transglycosylation 

catalysée par des xylanases concernent des xylanases de la famille GH10. Peu d’études ont été 

menées avec des xylanases GH11. Aucune étude ne porte sur la comparaison des xylanases de 

ces deux familles en tant que biocatalyseurs pour des réactions de transglycosylation.  

Lors des réactions d’hydrolyse, Tx-xyn10 produit majoritairement du xylose et du 

xylobiose tandis que Tx-xyn11 conduit majoritairement à du xylobiose et xylotriose. Les 

structures tridimensionnelles de ces deux familles d’enzymes sont très différentes, les xylanases 

10 font partie du clan GH-A de structure (β/α)8, alors que les xylanases 11 appartiennent au clan 

GH-C de structure β-jelly roll. Le site actif des GH10 forme un sillon large et peu profond, alors 

que celui des GH11 forme une crevasse profonde et structurée (présence de feuillets) (Biely et 

al. 1997). Compte tenu des différences observées entre les xylanases des familles GH10 et GH11 

(Chapitre 1, II.4. : (Beaugrand et al. 2004, Kolenova et al. 2006)), notre hypothèse est que ces 

deux familles peuvent catalyser la formation de différents produits de transglycosylation. Afin 

de tester notre hypothèse, nous avons comparé les capacités de transglycosylation des xylanases 

Tx-xyn10 et Tx-xyn11, avec des accepteurs alcools variés (aliphatiques, aromatiques, …). Les 

réactions ont été réalisées en volume de 1 mL avec 10 UI/mL de xylanase, 10% (p/v) de xylanes 

et 0,5 M d’alcool pendant 24 h. Après arrêt des réactions, les bruts réactionnels sont déposés sur 



99 

CCM (Figure 60). Il faut noter que divers essais de concentrations en alcools et de doses 

d’enzymes ont été réalisés et donnent des résultats similaires. 

 

a) 

 

b) 

 

Figure 60. Evaluation de la capacité de transglycosylation des deux xylanases de T. xylanilyticus. a) 
Structures des accepteurs utilisés, b) CCM des réactions catalysées par Tx-xyn10 et Tx-xyn11 en présence 
de ces accepteurs (éluant BuOH : AcOH : H2O 2:1:1).  

 

 L’analyse des résultats obtenus par CCM a permis de montrer des différences entre les 

réactions de transglycosylation selon la nature de l’accepteur alcool. Sur les CCM, XX2X3 

correspond au témoin d’hydrolyse avec X correspondant au xylose, X2 au xylobiose et X3 au 

xylotriose. L’introduction d’une partie aglycone dans la structure des produits de 

transglycosylation diminue leur polarité et donc les xylosides synthétisés sont situés au-dessus 

du témoin xylose. La présence de « spots » au-dessus du xylose indique que la réaction de 

transglycosylation a bien eu lieu.  

X 

 

 

X2 
 

X3 
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 D’après la Figure 60, la xylanase Tx-xyn10 est capable d’utiliser comme accepteurs des 

alcools primaires tels que le méthanol, le butanol et l’alcool benzylique pour la synthèse de 

xylopyranosides mais pas ou peu de phénol ou polyphénols. La xylanase Tx-xyn11 catalyse des 

réactions de transglycosylation uniquement en présence d’accepteurs de type polyphénols, la 

synthèse avec le phénol étant faible. Cette particularité a déjà été rapportée par Chiku et al. dans 

les deux seules études de la littérature concernant une xylanase GH11 catalysant des réactions 

de transglycosylation, (Tableau 24) (Chiku et al. 2008, Chiku et al. 2009). Au vu de nos résultats, 

il semble que la xylanase Tx-xyn11 n’est pas capable d’utiliser des accepteurs simples tels que 

des alcools primaires aliphatiques ou l’alcool benzylique. 

 

Tableau 24. Capacité de transglycosylation de la xylanase 11 Bacillus sp. KT12 (Chiku et al. 2008). 

 

 

Afin de mieux comprendre la forte spécificité de la xylanase Tx-xyn11 vis-à-vis 

d’accepteurs polyphénols et de lever les verrous qui empêchent la synthèse de xylosides avec 

des alcools aliphatiques et l’alcool benzylique, une approche par modélisation moléculaire a été 

entreprise avec la xylanase Tx-xyn11. Notre objectif était de mieux comprendre pour quelles 

raisons la xylanase Tx-xyn11 catalyse une réaction de transglycosylation uniquement en 

présence d’accepteurs polyphénoliques et comment se positionnent de tels accepteurs au sein 

du site actif de l’enzyme. De nombreuses études de modélisation moléculaire ont été réalisées 

sur les xylanases GH11 afin de comprendre leur mécanisme hydrolytique, mais à notre 

connaissance, aucune étude de modélisation moléculaire ne s’est intéressée à la 

transglycosylation par une xylanase GH11.  

 

Dans un premier temps, nous avons construit l’intermédiaire glycosyl-enzyme généré 

lors du mécanisme catalytique de la xylanase Tx-xyn11. Ensuite, des études d’amarrage 

moléculaire avec cet intermédiaire et divers accepteurs ont été effectuées en vue de discriminer 

in silico les alcools susceptibles de donner lieu à une réaction de transglycosylation. Dans un 

deuxième temps, nous avons recherché la conformation optimale de la protéine compatible avec 

la catalyse des réactions de transglycosylation. Puis, nous avons réalisé des mutations in silico de 
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certains acides aminés d’intérêt du site actif afin de modifier les interactions entre le glycosyl-

enzyme et l’accepteur. Enfin, une approche par mutagénèse dirigée a ciblé un résidu du site actif 

de Tx-xyn11 identifié comme important par l’approche in silico pour la réaction de 

transglycosylation. Le mutant a été construit, exprimé, purifié et caractérisé. Des essais de 

transglycosylation ont finalement été réalisés avec le mutant produit afin de confirmer le rôle 

important du résidu ciblé par modélisation. 
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II. Résultats et discussion 
 

 Actuellement (juillet 2015), plus d’un millier de xylanases GH11 sont répertoriées dans 

la base CAZy (http://www.cazy.org/) et plus de 250 sont caractérisées. Paës et al. ont publié une 

revue sur les xylanases GH11 comportant une étude approfondie des relations entre leurs 

structures, leurs fonctions et leurs propriétés (Paes et al. 2012). D’après cette étude, les 

xylanases appartenant à la famille GH11 sont hautement conservées aussi bien par leurs 

séquences primaires que leurs structures tridimensionnelles. 

  

II.1. Modélisation de la xylanase Tx-xyn11 de T. 
xylanilyticus 
 

II.1.1. La xylanase Tx-xyn11 sous forme 
d'intermédiaire glycosyl-enzyme 

  
 Le mécanisme catalytique de la xylanase Tx-xyn11 est un mécanisme à rétention de 

configuration anomérique comportant un double déplacement et un passage par un 

intermédiaire glycosyl-enzyme (Figure 61). Cet intermédiaire est commun aux réactions 

d’hydrolyse et de transglycosylation. Lors de l’étape de déglycosylation, l’accepteur nucléophile 

(H2O dans le cas d’une hydrolyse, alcool dans le cas d’une transglycosylation) activé par le résidu 

acide/base de la diade catalytique va attaquer cet intermédiaire (Ismail et al. 1999a).  

 

 

 
Figure 61. Mécanisme à rétention de configuration de Tx-xyn11. 

 

 La structure tridimensionnelle de la xylanase Tx-xyn11 a été résolue à 3,2 Å de 

résolution en 1997 par Harris et al. (Harris et al. 1997). Toutefois, la structure de l’intermédiaire 

glycosyl-enzyme de la xylanase Tx-xyn11 de T. xylanilyticus n’est pas connue. La liaison de la 

partie « glycosyl » à l’enzyme peut induire des changements conformationnels d’importance 

notamment au niveau des résidus bordant la poche catalytique. Ainsi, la première étape de notre 

étude a consisté à construire l’intermédiaire glycosyl-enzyme de la xylanase Tx-xyn11 in silico 

http://www.cazy.org/
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par homologie de structures avec des xylanases GH11 dont la structure est disponible sous la 

forme glycosyl-enzyme. 

 Un substrat connu pour ralentir la réaction catalytique est le 2’,4’-dinitrophényl 2-

désoxy-2-fluoro-xylobioside (cf § II.3.1, Chapitre I). Il ralentit la réaction de déglycosylation et 

permet l’obtention de l’intermédiaire glycosyl-enzyme cristallisé : 2-désoxy-2-fluoro-xylobiosyl-

enzyme (2F-xylobiosyl-enzyme). La banque de données PDB (Protein Data Bank) répertorie les 

structures tridimensionnelles de protéines résolues expérimentalement, principalement par 

diffraction aux rayons X ou résonance magnétique nucléaire. D’après CAZy, seules deux GH11 

ont été cristallisées sous la forme 2F-xylobiosyl-enzyme : une xylanase GH11 de Bacillus 

circulans (B. circulans) et une xylanase GH11 de Bacillus agaradhaerens AC13 (B. 

agaradhaerens). L’alignement de séquences d ‘acides aminés des trois enzymes selon 

l’algorithme clustalW2 (Figure 62) a montré que la xylanase de B. circulans avait 73% d’identité 

avec Tx-xyn11 contre 43% pour la xylanase de B. agaradhaerens AC13. Ainsi, nous pouvons 

considérer que B. circulans constitue un patron sur lequel nous pouvons nous appuyer pour 

construire l’intermédiaire glycosyl-enzyme de la xylanase Tx-xyn11. 

 

 

Figure 62. Alignement de séquences des xylanases 11 de Thermobacillus xylanilyticus, Bacillus circulans et 
Bacillus agaradhaerans par ClustalW2.  

 

 A cette fin, les structures des xylanases Tx-xyn11 (structure non déposée dans la PDB) et 

de B. circulans (PDB : 3VZM) ont été superposées structuralement à l’aide de la suite logicielle 

Schrödinger-Maestro (Figure 63, a). Ensuite, le 2-F xylobioside a été transféré in situ de B. 

circulans à Tx-xyn11 par ajout d’une liaison du résidu nucléophile de Tx-xyn11 (glutamate 

Glu76) avec le carbone anomérique du 2-F xylobioside puis l’atome de fluor a été remplacé par 

un groupement hydroxyle afin de mimer l’intermédiaire xylobiosyl-enzyme. (Figure 63, b). 

Enfin, la structure nouvellement créée a subi une étape de minimisation – relaxation dans le but 

de corriger les éventuels recouvrements stériques et la longueur des liaisons inter-atomiques. 
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Figure 63. a) Superpositions des structures tridimensionnelles des xylanases GH11 de T. xylanilyticus (en 
vert) et de B. circulans (en bleu, PDB : 3VZM) avec le 2F-xylobiosyl représenté ; l’atome en vert correspond 
au fluor ; b) Représentation de Tx-xyn11 sous la forme glycosyl-enzyme ; le résidu glutamate 76 (E76) est 
représenté en rouge et est lié à un xylobiose en bleu. 

 

 

a) 

b) 
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II.1.2. Amarrage moléculaire de l'intermédiaire 
Tx-Xyn11 glycosyl-enzyme avec divers accepteurs 
 

 Lors de la réaction de transglycosylation, l’accepteur alcool entre dans le site actif de la 

xylanase et se positionne au sein des sous-sites accepteurs. Afin de modéliser les différentes 

positions possibles des accepteurs dans le site actif, la fonction d’amarrage moléculaire du 

logiciel Glide de la suite Schrödinger a été utilisée.  

 Cet outil repose sur le couplage d’un échantillonnage conformationnel et de la prédiction 

du placement optimal d’un ligand dans un espace de recherche centré sur la structure 

tridimensionnelle du site catalytique de l’enzyme. Chaque solution proposée par l’algorithme est 

évaluée selon une grille définie et génère un score qui permet de classer l’ensemble des 

solutions générées. Nous avons utilisé cette fonction de score en mode « extra-précision » qui, de 

façon empirique, estime l’affinité du ligand pour une cible donnée en sommant un ensemble de 

termes énergétiques : Van der Waals, électrostatique, désolvatation, entropie… De plus, un 

ensemble de critères permettant de valider/rejeter manuellement les solutions proposées a été 

défini. En effet, d’après le mécanisme catalytique, l’oxygène du groupement hydroxyle de 

l’accepteur attaque le carbone anomérique de l’intermédiaire glycosyl-enzyme alors que 

l’oxygène du résidu acide/base agit sur l’hydrogène du groupement hydroxyle de l’accepteur. Ce 

mécanisme implique que les atomes soient distants de 2 à 3 Å. Cependant, la mesure de la 

distance n’a pas été effectuée entre l’hydrogène de l’accepteur et l’oxygène du résidu acide/base 

mais entre les deux oxygènes (Figure 64). Cette distance maximale d’environ 3 Å correspond au 

critère qui fait consensus dans la détection des liaisons hydrogènes : 3 Å de distance et 20° entre 

un atome porteur de l’hydrogène et un accepteur. Si ce critère de distance maximale est respecté 

alors l’hydrogène porté pourra participer au mécanisme catalytique. 

 

 

Figure 64. Réaction entre l’intermédiaire glycosyl-enzyme et un accepteur. Les flèches orange 
représentent les liaisons impliquées lors du mécanisme et la distance entre les atomes impliqués dans ces 
interactions est utilisée comme critère pour discriminer par modélisation les accepteurs permettant ou 
non une réaction de transglycosylation. 
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 Si cette distance est supérieure à 3 Å, les interactions ne peuvent pas se faire et l’étape de 

déglycosylation lors de la transglycosylation n’a pas lieu. Ainsi, ce critère de distance a été pris 

en compte lors des essais d’amarrage moléculaire, et seuls les accepteurs permettant l’obtention 

d’une telle distance sont susceptibles de donner lieu à une réaction de transglycosylation. Le 

choix des accepteurs testés en amarrage moléculaire était basé sur nos résultats expérimentaux 

obtenus avec Tx-xyn11 lors de réactions de transglycosylation. 

Nous avons testé le méthanol, le butanol, le pentanol et l’alcool benzylique comme 

accepteurs ne donnant pas lieu expérimentalement à une réaction de transglycosylation ainsi 

que les polyphénols qui conduisent à la synthèse de xylosides à aglycone polyphénolique. Tous 

les résultats in silico n’ont toutefois pas permis d’être concordants avec les résultats 

expérimentaux. En effet, à titre d’exemple, expérimentalement, des produits de 

transglycosylation sont obtenus avec l’hydroquinone en présence de Tx-xyn11. Or l’amarrage 

moléculaire a montré que l’hydroquinone se place effectivement dans le site actif de Tx-xyn11 

mais selon nos critères (distances 3 Å), son positionnement ne permet pas une réaction de 

transglycosylation. 

 

Nous avons donc opté pour une autre stratégie afin de poursuivre notre étude in silico. 

La structure tridimensionnelle d’une protéine n’est pas « figée », c’est une structure dynamique 

(Zhao 2009) et la 1ère approche montre que le travail sur des structures figées a ses limites et 

que la prise en compte des relations structure-fonction(s)-dynamique est primordiale. En nous 

basant sur la conformation de la xylanase 11 de Bacillus circulans obtenue par cristallisation 

(PDB : 3VZM), nous ne pouvons pas être certains que cette conformation soit celle de la protéine 

lorsque cette dernière catalyse une réaction de transglycosylation. Afin de déterminer la 

conformation optimale de Tx-xyn11 lors de l’acte catalytique, des rotamères de certains résidus 

aminoacides ont été testés afin de trouver une conformation de l’intermédiaire glycosyl-enzyme 

de Tx-xyn11 susceptible d’effectuer la transglycosylation avec les polyphénols, accepteurs qui 

expérimentalement aboutissent à des produits de synthèse. Des rotamères correspondent aux 

différentes positions possibles de la chaîne latérale des acides aminés par rotation autour d’une 

simple liaison.  

 Les résidus des sous-sites de l’enzyme interagissent par des interactions faibles 

(stacking, liaisons hydrogènes, forces de van der Waals) avec le substrat et les accepteurs. Dans 

sa thèse, Gabriel Paës a modélisé un xylohexaose dans le site actif de Tx-xyn11 et a ainsi 

déterminé quels étaient les résidus des différents sous-sites impliqués dans les interactions avec 

ce substrat (Tableau 25) (Paës 2005).  
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Tableau 25. Bilan des interactions entre le substrat xylohexaose modélisé au sein des divers sous-sites de 
la xylanase Tx-xyn11 (Paës 2005) 
 

Sous-sites 
 Modes d’arrimage 

Stacking Liaisons hydrogènes Interactions de van der Waals 

(-3)  O2‐--NE1 W7 S115 

(-2) W7 
O3---OH 

O2---OH 

Y163 

Y67 
Q5, S115, I116 

(-1)  O2---NH1 R110 W7, N33, V35, Y67, E76, Y78, P114, S115 

(+1)  O---OE2 E169 N33, Y78, R110, Q124, W126, Y171 

(+2)  O2---N T89 Y63, P88, T89, W126, Y171 

(+3) Y86 O2---ND2 N61 Y63, Y86, Y171 

 

Lors de la transglycosylation, les accepteurs arrivent par l’extrémité réductrice et vont 

interagir avec les résidus des sous-sites +1 et +2, majoritairement. D’après les résultats de Paës 

2005, et également par visualisation dans le logiciel Maestro, le positionnement des différents 

résidus du site actif, les résidus Y78, Q124, E169, W126 et Y63 ont été sélectionnés. Ces derniers 

sont situés dans les sous-sites +1 et +2 et peuvent potentiellement gêner l’arrivée des 

accepteurs et/ou empêcher les interactions impliquées dans le mécanisme lors de l’étape de 

déglycosylation (Figure 65). Nous avons ainsi généré différentes conformations correspondant 

aux rotamères des acides aminés identifiés en nous appuyant sur la librairie statistique de 

Dunbrack et al. implémentée dans PyMOL. Ensuite, nous avons effectué un cycle de 

minimisation-relaxation de la structure nouvellement modélisée. Puis, les amarrages 

moléculaires ont été effectués avec les différents accepteurs. 
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Figure 65. Représentation de l’intermédiaire glycosyl-enzyme de Tx-xyn11 vu de dessus. Les résidus 
ciblés sont représentés dans différentes couleurs ; vert clair = Q124, vert foncé = W126, turquoise = Y78, 
orange = Y63 et rouge = E169 ; le xylobiose est en bleu lié à E76. 
 

 

 Parmi les différents rotamères testés, un rotamère de la tyrosine 78 (Y78) positionné au 

sein du sous-site (+1) a permis de discriminer les accepteurs conduisant ou non à une réaction 

de transglycosylation. D’après la Figure 66, le rotamère Y78 a permis de libérer un certain 

espace dans le site actif permettant aux accepteurs de se rapprocher de l’intermédiaire glycosyl-

enzyme et de permettre l’établissement des différentes liaisons impliquées dans le mécanisme. 

La Figure 67 représente l’une des positions de l’amarrage moléculaire en présence de 

l’hydroquinone, un accepteur qui expérimentalement donne lieu à une transglycosylation, avec 

des distances inférieures à 3 Å, répondant au critère imposé lors de la modélisation.  
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Figure 66. Structures tridimensionnelles de Tx-xyn11 avec la représentation en surface du résidu Y78 a) 
sur la configuration initiale, b) un rotamère de Y78, c) superposition des 2 rotamères de Y78. E76 est 
représenté en rouge et est lié à un xylobiose en bleu. 
 
 
 

a) b) 

c) 
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Figure 67. Amarrage moléculaire de l’hydroquinone avec les distances impliquées dans le mécanisme. 
L’hydroquinone est représentée en orange, le résidu Y78 en turquoise, la diade catalytique en rouge, le 
xylobiose en bleu et les distances sont indiquées en rose. 
 

 

II.1.3. Interactions des résidus des sous-sites 
aglycones de Tx-xyn11 avec divers accepteurs  
 

 La démarche de modélisation moléculaire réalisée avec le rotamère du résidu Y78 a 

permis d’obtenir des résultats concordant par rapport aux résultats expérimentaux de 

transglycosylation. Cependant, la capacité de transglycosylation de Tx-xyn11 est sélective car 

elle ne fonctionne qu’avec les polyphénols, contrairement à la Tx-xyn10 qui permet des 

réactions de transglycosylation avec des accepteurs de type alcool primaire aliphatique mais 

également l’alcool benzylique. Dans cette partie de notre étude, nous avons étudié les 

interactions des résidus des sous-sites aglycones avec divers accepteurs en nous basant sur le 

rotamère Y78 de Tx-xyn11. 

 L’hypothèse de Chiku et al. pour expliquer la sélectivité des xylanases GH11 envers les 

accepteurs polyphénoliques serait que deux groupements hydroxyles sont nécessaires pour la 

catalyse : un des groupements hydroxyle permettrait de positionner correctement l’accepteur 

avec une liaison avec l’enzyme alors que l’autre interviendrait dans le mécanisme de 

transglycosylation (Chiku et al. 2008). Les interactions des résidus des sous-sites aglycones avec 

l’accepteur sont fondamentales pour expliquer la sélectivité de l’enzyme vis-à-vis des 

accepteurs. Nous avons étudié les interactions entre les résidus des sous-sites aglycones de Tx-
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xyn11 avec divers accepteurs alcools testés en synthèse par le biais de diagrammes 

d’interactions avec le logiciel Maestro (Figure 68). D’après les diagrammes obtenus, différents 

acides aminés d’intérêt ont été sélectionnés lors de la modélisation car ils intervenaient de façon 

récurrente avec les accepteurs testés. Les résidus sélectionnés sont N33, Q124, W126, Y78 et 

Y63. Ces aminoacides ont fait l’objet d’une mutation in silico en alanine afin d’évaluer l’impact de 

cette mutation sur les interactions avec les accepteurs testés précédemment.  

 

 

 

Figure 68. Diagramme d’interactions avec a) l’hydroquinone et b) le butanol. 

 

 Les résultats obtenus in silico ont montré que seul le mutant avec un tryptophane muté 

en alanine en position 126 (W126A) avait un impact important sur les amarrages moléculaires. 

En effet, les autres mutations ne permettaient pas que les accepteurs à alcools aliphatiques, ainsi 

que l’alcool benzylique puissent donner lieu à une réaction de transglycosylation selon les 

critères fixés. Les différents résultats obtenus au cours de cette étude sont présentés dans le 

Tableau 26. Le méthanol est la seule molécule qui ne permet pas de concilier les résultats in 

silico et expérimentaux. Il est sans doute difficile de trouver une explication mais la petite taille 

du méthanol est peut être un facteur qui ne permet pas de le discriminer. Nous observons que la 

mutation du résidu W126 en alanine permet de modifier les résultats obtenus en amarrage 

moléculaire avec les différents accepteurs. La mutation permettrait la transglycosylation des 

alcools aliphatiques (chaînes linéaires et alcool benzylique), mais limiterait la réaction de 

transglycosylation avec les polyphénols. La Figure 69 représente la structure tridimensionnelle 



112 

de la xylanase et son mutant W126A. La mutation permet vraisemblablement de diminuer 

l’encombrement stérique à l’intérieur du site actif et peut-être d’expliquer pourquoi les 

amarrages moléculaires fonctionnent avec les alcools aliphatiques et l’alcool benzylique.  

 
Tableau 26. Résultats de transglycosylation ainsi que l’étude in silico des différents accepteurs. 

 

Accepteurs Transglycosylation (CCM) Etude in silico 

 Tx-xyn11 Tx-xyn 11 Tx-xyn11 W126A 

méthanol - ++ _ 

butanol - _ ++ 

pentanol - _ ++ 

alcool benzylique - _ ++ 

catéchol ++ ++ + 

résorcinol ++ + ++ 

hydroquinone ++ ++ _ 

CCM : - : non détecté ou très faible ; + : faible ; ++ : intense 
In silico : - : distances largement supérieures à 3 Å ; + : distances légèrement supérieures à 3 Å ; ++ : distances <3 Å 

 

 

 
 
Figure 69. Site actif de Tx-xyn11 a) et de Tx-xyn11 W126A b).  
W126 est représenté en violet, A126 en vert, E76 en rouge lié au xylobiose en bleu. 
 
 

 L’ensemble des résultats de modélisation moléculaire a permis de cibler l’acide aminé 

W126 en tant que résidu jouant un rôle important lors de l’étape de déglycosylation intervenant 

lors du mécanisme de transglycosylation. Nous avons donc ciblé ce résidu pour réaliser une 

mutagénèse (W126A) de la xylanase Tx-xyn11 et ainsi vérifier si son rôle est confirmé 

expérimentalement. 

  

a) b) 
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II.2. Mutagénèse, production et caractérisation du 
mutant Tx-xyn11 W126A 
 

II.2.1. Choix de la construction 
 

 Lors de travaux précédemment réalisés au laboratoire, la xylanase Tx-xyn11 a été clonée 

dans une souche d’Escherichia coli entre les sites de restriction EcoRI et NdeI dans le plasmide 

pRSETA. Cependant, la xylanase recombinante exprimée chez E. coli aboutissait à une enzyme 

qui était moins thermostable que l’enzyme sauvage. La mutation d’une asparagine en position 1 

en alanine (N1A) a permis de résoudre ce problème. Nous avons donc utilisé cette construction 

(pECXyl5) pour la réalisation de la mutagénèse dirigée du résidu W126. 

 

II.2.2. Mutagénèse, transformation et expression 
 

 L’ADN plasmidique de pECXyl5 a été extrait puis grâce à un kit de mutagénèse, la 

mutation W126A a été effectuée (voir Matériels et Méthodes). Ensuite, le plasmide a été 

introduit dans la souche de propagation XL1-Blue puis dans les souches d’expression 

BL21star(DE3) et BL21tuner(DE3). Le plasmide pRSETA contenant un gène de résistance à 

l’ampicilline, 100 µg/mL d’ampicilline sont ajoutés lors des cultures liquides et solides afin de 

sélectionner les colonies. Cependant, lors de la transformation avec les souches BL21(DE3), la 

dose d’ampicilline a dû être diminuée à 50 µg/mL lors de l’étalement sur boîte de Pétri car une 

dose plus importante empêchait les colonies de se développer. Une fois, les colonies obtenues, 

elles ont été remises en culture liquide avec 100 µg/mL d’ampicilline. Cette culture a été utilisée 

afin de réaliser un stock glycérol et utilisée lors des essais d’expression. 

 Une mise au point des conditions a été nécessaire afin de trouver les meilleures 

conditions d’expression en vue de la production du mutant en quantité suffisante. Les 

transformations dans les souches d’expression BL21star(DE3) et BL21tuner(DE3) ont été 

effectuées à différentes conditions. Après une mise en culture à 37°C et une DO à 600 nm 

atteignant 0,5, une induction a été effectuée à différentes concentrations en IPTG (0 ; 0,1 ; 0,4 ; 1 

mM) puis les cultures ont été poursuivies à 37°C pendant 24 h. D’autre part, des essais 

d’induction avec de l’IPTG à 0,4 mM ont été menés avec une culture à température ambiante (≃ 

25°C).  

 Après une croissance de 24 h, les cellules ont été éclatées par sonication puis les 

surnageants sont déposés sur un gel d’électrophorèse SDS-page (Figure 70). On remarque que 

l’enzyme est mieux exprimée dans la souche d’expression BL21star(DE3). La meilleure 

condition est obtenue après une induction à 0,4 mM d’IPTG et une mise en culture à température 

ambiante. Il est connu que réduire la température de croissance peut diminuer la formation de 

corps d’inclusion et ainsi augmenter la solubilité de la protéine d’intérêt (Murby et al. 1996).  
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Figure 70. Electrophorèse SDS-page du surnageant des tests d’expression du mutant Tx-xyn11 W126A 
après sonication des cellules d’E. coli. T = témoin Tx-xyn11, Ф = sans induction, 0,1 ; 0,4 ; 1 = concentration 
en mM d’IPTG avec croissance à 37°C, 0,4 Ta = induction à 0,4 mM d’IPTG puis croissance à température 
ambiante, M = marqueur de taille.  

 
II.2.3. Purification et caractérisation du mutant 

 

En vue d’une production suffisante du mutant Tx-xyn11 W126A pour sa purification, une 

culture de 2 x 1L a été réalisée avec les cellules BL21star(DE3) (induction par IPTG 0,4 mM 

incubation à température ambiante pendant 24 h). 

La purification a été réalisée en deux étapes. Ce protocole a été mis au point lors de la 

purification de la xylanase Tx-xyn11 sauvage (Debeire-Gosselin et al. 1992). Le surnageant de 

culture subit un passage successif sur deux résines : une résine Q sépharose (échangeuse d’ions) 

qui permet de retenir la plupart de protéines présentes dans le jus de culture à l’exception de la 

xylanase Tx-xyn11 puis l’éluat obtenu est ensuite passé sur une résine phényl sépharose CL4B 

(résine d’interactions hydrophobes) qui retient la xylanase Tx-xyn11 qui est ensuite éluée par 

de l’éthylène glycol. La pureté de la protéine est vérifiée par gel SDS-page (Figure 71).  

 

 

Figure 71. Electrophorèse SDS-page de la purification de Tx-xyn11 W126A. 1 = marqueur de taille, 2 = 
surnageant avant purification, 3 = éluat résine Q sépharose 4 = fraction non retenue par la résine phényl 
sépharose, 5 = fraction éluée par l’éthylène glycol, 6 = Tx-xyn11. 
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 L’activité spécifique ainsi que les paramètres cinétiques de la Tx-xyn11 et de son mutant 

purifié sont déterminés sur l’hydrolyse de xylanes de hêtre à 60°C à pH 5,8. La gamme de 

concentration en xylanes utilisée pour les paramètres cinétiques est de 0,5 à 10 mg/mL. Au-delà 

de cette concentration, la solubilité des xylanes décroît et la solution devient hétérogène. Les 

résultats sont présentés dans le Tableau 27. Les coefficients d’extinction molaire ainsi que les 

poids moléculaires des enzymes sont les valeurs théoriques obtenues d’après les séquences en 

acides aminés (ExPASy ProtParam). 

 L’activité spécifique (AS) est la quantité d’enzyme transformant une μmole de substrat 

par minute par mg de protéines. La mutation entraîne une diminution de l’AS qui est de 1064 

UI/mg pour l’enzyme non mutée et de 503 UI/mg pour l’enzyme mutée, ce qui équivaut à une 

baisse de 47% de son activité spécifique.  

 

Tableau 27. Paramètres cinétiques de la Tx-xyn11 et son mutant sur des xylanes de hêtre. 
 

Xylanase 
Activité spécifique 

(UI/mg) 

KM  

(mg/mL) 

kcat  

(s-1) 

kcat/KM 

(mL s-1 mg-1) 

Tx-xyn11 1064 1,39 ± 0,12 4617 ± 381 3311 

W126A 503 3,71 ± 0,42 2837 ± 136 764 

 

 Concernant les paramètres cinétiques, la mutation a un impact important avec 

l’augmentation de la constante de Michaelis-Menten (KM) d’un facteur 1,6, la diminution de la 

constante catalytique (kcat) (turnover) d’un facteur 2,5 et la diminution de l’efficacité catalytique 

(kcat/KM) sur les xylanes de hêtre d’un facteur 4.  

 Une étude a été réalisée avec une xylanase 11 de Bacillus subtilis (BsXynA) sur 

l’hydrolyse de xylanes d’avoine (A/X : 0,15) avec des enzymes mutées (Pollet et al. 2010b). Lors 

de cette étude, un résidu tryptophane (W129) équivalent au résidu W126 de notre xylanase a 

été muté en alanine. Les résultats que nous avons obtenus sont concordants avec ceux décrits 

avec le mutant BsXynA W129A. En effet, dans le cas de ce mutant, la mutation du résidu W129 

en alanine diminue de 51% l’AS, et entraîne une augmentation du KM (d’un facteur 1,5), une 

diminution de la constante catalytique (d’un facteur 3) et une diminution de l’efficacité 

catalytique (d’un facteur 6). Les auteurs ont également étudié l’impact de la mutation en 

présence de xylanes hautement substitués (A/X : 0,33). Dans ce cas, la mutation a un effet 

négatif encore plus important. Selon Pollet et al., le résidu W129 interagirait avec les 

substituants arabinose des chaînes de xylanes.  

 Les xylanes de hêtre utilisés dans notre étude sont peu substitués (A/X : 0,015). Malgré 

le faible taux de substitution des xylanes de hêtre, la mutation du résidu W126 impacte les 

paramètres cinétiques de la xylanase sur ces xylanes avec des facteurs équivalents à ceux 

obtenus par Pollet et al. avec le mutant W129A sur xylanes d’avoine. 
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II.3. Transglycosylation par Tx-xyn 11 et Tx-xyn11 
W126A 
 

II.3.1. Comparaison par CCM 
 

 Les réactions de transglycosylation sont réalisées avec Tx-xyn11 et Tx-xyn11 W126A 

dans les mêmes conditions réactionnelles (10% (p/v) xylanes, 0,5 M d’alcool et 10 UI/mL 

d’enzymes, 24 h à 60°C).  

 D’après la Figure 72, le mutant Tx-xyn11 W126A catalyse une réaction de 

transglycosylation en présence de butanol et de pentanol ce qui n’est pas le cas de la xylanase 

Tx-xyn11 non mutée. Toutefois, l’intensité des spots correspondants est faible indiquant un 

rendement de synthèse relativement faible. Tout comme la xylanase non mutée, le mutant ne 

catalyse pas de réaction de transglycosylation en présence de méthanol. Dans le cas de l’alcool 

benzylique, la réaction de transglycosylation semble plus efficace avec le mutant 

comparativement à la xylanase non mutée. Lorsque l’accepteur est un polyphénol, la mutation 

semble avoir diminuée l’efficacité de la transglycosylation par rapport à Tx-xyn11 non mutée 

pour laquelle les spots sont plus intenses. 

 Ces résultats indiquent que la mutation du résidu W126 a une influence sur la réaction 

de transglycosylation et notamment sur la sélectivité de la xylanase vis-à-vis des accepteurs. Le 

mutant W126A améliore la réaction de synthèse en présence de certains alcools aliphatiques 

tels que le butanol et le pentanol et surtout avec l’alcool benzylique.  

   

 

 

Figure 72. Réactions de transglycosylation avec Tx-xyn11 et Tx-xyn11 W126A et différents accepteurs. N 
= Tx-xyn11 et M = Tx-xyn11 W126A (éluant BuOH : AcOH : H2O 2:1:1).  
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II.3.2. Résultats par CLHP 
 

Ces résultats étant qualitatifs, nous avons poursuivi notre étude avec une quantification 

des produits de transglycosylation par CLHP. Les réactions de transglycosylation avec le 

pentanol ainsi que l’alcool benzylique ont été analysées par CLHP.  

Lors de l’analyse CLHP, la quantification des pentyl xylopyranosides obtenus n’a pas été 

possible compte-tenu du faible rendement de synthèse comme observé par CCM.  

 Dans le cas des réactions réalisées en présence d’alcool benzylique et de la xylanase Tx-

xyn11 ou de son mutant W126A, une quantification a été réalisée. Les résultats sont présentés 

dans le Tableau 28. 

 

Tableau 28. Quantification des produits obtenus lors de la réaction de transglycosylation par Tx-xyn11 et 
Tx-xyn11 W126A en présence d’alcool benzylique 
 

 Concentration en benzyl 
xylopyranoside (mM) 

Concentration en benzyl 
xylobiopyranoside (mM) 

Tx-xyn11 — 0,75 

Tx-xyn11 W126A — 1,57 

Les conditions réactionnelles sont 10% (p/v) de xylanes, 0,5 M d’alcool benzylique et 10 UI/mL d’enzymes pendant 
24 h à 60°C sous agitation.  

 

 La quantification du benzyl xylopyranoside n’a pas pu être déterminée car la synthèse de 

ce composé est très faible en lien avec le mécanisme catalytique de la xylanase Tx-xyn11 

(produits majoritaires d’hydrolyse : X2 et X3). La quantification du benzyl xylobiopyranoside 

indique un rendement deux fois plus important pour le mutant W126A (1,57 mM) 

comparativement à Tx-xyn11 non mutée (0,75 mM).  

La superposition des chromatogrammes obtenus avec Tx-xyn11 non mutée et le mutant 

W126A (Figure 73) permet de voir que l’aire du benzyl xylopyranoside est plus importante avec 

le mutant W126A. Les aires des produits que nous identifions de degré de polymérisation 3 et 4 

compte-tenu de leur temps de rétention sont également plus importantes avec l’enzyme mutée.  

 

 

Figure 73. Chromatogrammes des mélanges bruts des réactions de transglycosylation avec Tx-xyn11 et 
Tx-xyn11 W126A et l’alcool benzylique. 
Les conditions réactionnelles sont 10% (p/v) de xylanes, 0,5 M d’alcool benzylique et 10 UI/mL d’enzymes pendant 
24 h à 60°C sous agitation.  
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 Le Tableau 29 résume les données de transglycosylation de la xylanase Tx-xyn11 non 

mutée et du mutant W126A en présence de divers accepteurs, données obtenues par les 

approches expérimentales et des études in silico. Le mutant Tx-xyn11 W126A a permis 

d’améliorer la synthèse avec les alcools primaires aliphatiques comme le butanol et le pentanol 

(résultat CCM) mais également avec l’alcool benzylique avec un rendement deux fois plus 

important de benzyl xylobioside.  

 Toutefois, en présence de ces accepteurs, les synthèses ne semblent pas aussi 

importantes qu’en présence de polyphénols (au vu des CCM) malgré le fait que l’amarrage 

moléculaire avec le butanol, le pentanol et l’alcool benzylique lors de l’étude in silico respectait 

les critères fixés. La mutation in silico de Tx-xyn11 indiquait que la réaction de 

transglycosylation devait être peu ou pas efficace en présence de certains accepteurs de type 

polyphénols (catéchol, hydroquinone), or du point du vue expérimental, les réactions de 

transglycosylation sont effectivement moins importantes avec le mutant W126A (spots moins 

intenses en CCM que ceux obtenus avec Tx-xyn11 dans les mêmes conditions réactionnelles) 

mais demeurent malgré tout plus importantes qu’en présence du butanol, du pentanol et de 

l’alcool benzylique.  

  

Tableau 29. Résultats de transglycosylation et de l’étude in silico. 
 
Accepteurs Transglycosylation 

(CCM) 
Etude in silico 

Transglycosylation 

(CCM) 

 
Tx-xyn11 Tx-xyn 11 

Tx-xyn11 

W126A 
Tx-xyn11 W126A 

méthanol - ++ _ - 

butanol  - _ ++ + 

pentanol - - ++ + 

alcool benzylique - _ ++ + 

catéchol ++ ++ + ++ 

résorcinol ++ + ++ + 

hydroquinone ++ ++ _ ++ 

CCM : - : non détecté ou très faible ; + : faible ; ++ : intense 
In silico : - : distances largement supérieures à 3 Å ; + : distances légèrement supérieures à 3 Å ; ++ : distances <3 Å 

 

 La méthode in silico montre ici certaines limites. L’étude in silico permet de réaliser des 

prédictions et de fournir des hypothèses. L’expérimentation est ensuite nécessaire pour valider 

ou non ces hypothèses car une multitude de paramètres entrent en jeu. La modélisation étudie le 

modèle d'un système et non le système dans son ensemble, dans toute sa complexité. 
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III. Conclusion 
 

 Plusieurs études s’intéressent à l’amélioration des synthèses de glycosides par réactions 

de transglycosylation à l’aide de glycosidases car ce sont des enzymes produites facilement et 

qui utilisent des substrats peu chers et disponibles comparativement aux glycosyl transférases. 

Le changement des conditions de réactions (dose d’enzyme, concentration en alcool, temps, …) 

sont des paramètres qui ont une influence sur les rendements de transglycosylation (Hansson 

and Adlercreutz 2001, Zeuner et al. 2014). Dans le cas de la xylanase Tx-xyn11, de multiples 

expériences ont été menées sans réussir à améliorer la synthèse avec certains accepteurs tels 

que les alcools primaires aliphatiques. Afin de mieux comprendre les facteurs limitant ce type de 

réaction, une approche par modélisation moléculaire a été menée lors de cette thèse. Une telle 

approche a déjà été mise en place pour optimiser les réactions de transglycosylation catalysées 

par des glycoside hydrolases. Zeuner et al. ont montré que la modification du sous-site accepteur 

de l’enzyme, le repositionnement de l’accepteur pour rendre l’attaque nucléophile plus favorable 

ainsi que la stabilisation de l’intermédiaire glycosyl-enzyme sont des clés pour améliorer la 

transglycosylation (Zeuner et al. 2014).  

 Lors de cette étude, nous avons, dans un premier temps, développé une approche par 

modélisation moléculaire de la xylanase Tx-xyn11 afin de mieux comprendre les verrous qu’elle 

présente lors de la transglycosylation vis-à-vis d’accepteurs non polyphénoliques. Nous avons 

ainsi modélisé l’intermédiaire glycosyl-enzyme de Tx-xyn11 et modifié la position du résidu Y78 

en un rotamère fonctionnel. Ensuite, nous avons débuté une étude visant à tester des mutations 

virtuelles des sous sites +1 et +2 de Tx-xyn11 afin de déterminer si certaines permettaient 

l’utilisation par l’enzyme d’alcools autres que polyphénoliques lors de l’étape de déglycosylation. 

Ainsi, les résultats in silico de Tx-xyn11 mutée ont montré que le mutant W126A était le seul qui 

permettait de générer des amarrages moléculaires avec des alcools aliphatiques et l’alcool 

benzylique.  

 L’enzyme mutée a ensuite été construite et produite afin de réaliser les réactions de 

transglycosylation. Les résultats ont permis d’approuver le modèle construit. En effet, la 

mutation du résidu W126 a une influence importante sur la transglycosylation. Les mesures de 

l’activité spécifique et des paramètres cinétiques de Tx-xyn11 et de son mutant W126A ont 

permis de mettre en évidence l’importance du résidu W126 sur l’hydrolyse des xylanes de hêtre. 

En effet, la mutation diminue l’activité spécifique de 47% et l’efficacité catalytique de l’enzyme 

pour les xylanes de hêtre est quatre fois moins importante. La diminution de l’activité 

hydrolytique est supposée favoriser la réaction de transglycosylation car ces deux réactions sont 

en compétition. Ainsi, une glycoside hydrolase ayant une activité hydrolytique amoindrie 

présentera une hydrolyse secondaire des produits de transglycosylation limitée. 



120 

La mutation du résidu W126 en alanine a permis une augmentation d’un facteur 2 de la 

synthèse de benzyl xylobioside. Lors des études in silico, l’amarrage moléculaire de cet accepteur 

avait été rendu possible par la mutation. L’encombrement stérique réduit par la mutation du 

tryptophane en alanine ainsi que la réorientation des acides aminés adjacents par la 

minimisation conduit probablement à un positionnement optimisé de l’accepteur dans le site 

actif et pourrait expliquer cette amélioration. 

 L’étude in silico est un outil puissant qui permet de générer différentes hypothèses et qui 

a permis de cibler le résidu W126 comme jouant un rôle important lors de la catalyse de la 

réaction de transglycosylation avec certains accepteurs. Toutefois, notre approche était basée 

sur des structures protéiques figées ce qui présente certaines limites et peut conduire à des 

prédictions non vérifiées expérimentalement. Ainsi, il pourrait être intéressant de générer des 

conformations initiales de la protéine dans différents états en utilisant des méthodes comme la 

dynamique moléculaire et l’analyse des modes normaux.  
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Chapitre IV : 

Synthèse et évaluation 
biologique de xylosides et 

des xylobiosides 
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I. Contexte 
  

 Comme présenté dans le chapitre I, les β-xylopyranosides comportant des groupements 

aglycones hydrophobes (aliphatique, aromatique, polyaromatique) peuvent entrer dans les 

cellules humaines et animales et agir comme des accepteurs de la galactosyltransférase I 

(β4GalT7) permettant ainsi d’amorcer une synthèse exogène de GAGs (Figure 74). La capacité 

des β-xylopyranosides à amorcer la synthèse de GAGs ainsi que la modulation des structures des 

GAGs dépendent non seulement de la nature de la partie aglycone, mais aussi de la nature de la 

liaison glycosidique, de la distance et de la nature du lien entre le xylose et la partie aglycone 

hydrophobe (Victor et al. 2009). Victor et al. ont émis l’hypothèse que la partie aglycone conduit 

à un transport sélectif des xylopyranosides vers des GAGOSOMES présents dans l’appareil de 

Golgi qui correspondent à des complexes possédant des arsenaux enzymatiques variés et 

pouvant ainsi conduire à l’obtention de GAGs différents selon les xylopyranosides utilisés (Victor 

et al. 2009).  

 

 

Figure 74. Synthèse exogène des GAGs synthèse par les β-xylopyranosides.  

 = partie aglycone 

 

 Dans cette étude, nous avons souhaité préparer différentes familles de β-xylosides et β-

xylobiosides avec diverses parties aglycones à l’aide de xylanases et ensuite évaluer leurs 

capacités à initier la biosynthèse de GAGs.  

A notre connaissance, les xylobiosides n’ont jamais été testés pour leur capacité à 

amorcer la synthèse de GAGs. Sarkar et al. ont toutefois rapporté qu’un disaccharide β-D-Gal(1-

4)-β-D-Xyl-1-O-2-naphtyl pouvait agir en tant qu’initiateur de la synthèse et pouvait donc 

traverser la membrane plasmique (Sarkar and Esko 1995, Sarkar et al. 1995). De plus, 

récemment des études de cristallographie sur une β4GalT7 de drosophile ont permis de montrer 

que le xylobiose se liait au site accepteur de cette enzyme (Tsutsui et al. 2013).  

La majorité des xylosides conduisent à la formation des CS/DS tandis que certains 

aglycones polyaromatiques conduisent à des mélanges CS/HS (Lugemwa et al. 1996). 

Cependant, aucune règle reliant la nature de l’aglycone et la nature des GAGs synthétisés n’est 

clairement établie et la nécessité d’un criblage des xylopyranosides reste indispensable.  
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 La transglycosylation par les xylanases est une manière de synthétiser des β-xylosides et 

β-xylobiosides. En effet, les xylanases sont des endo enzymes qui permettent de synthétiser, à 

partir de xylanes, des xylosides avec des DP ≥ 1. La méthode présente plusieurs intérêts : une 

voie d’obtention directe en une seule étape dans l’eau à partir de matières premières d’origine 

végétale, l’accès à des molécules originales, la modularité de l’hydrophilie des molécules selon le 

degré de polymérisation de la tête sucre.  

Deux grandes familles de molécules ont été ciblées. Des « click » xylosides et xylobiosides 

comportant un hétérocycle triazole substitué par un groupement aliphatique, aromatique ou 

fonctionnalisé ont été préparés par une méthode chimio-enzymatique en deux étapes. D’autre 

part, une série d’aryl xylosides et xylobiosides a été obtenue en une étape par une synthèse 

enzymatique avec divers alcools benzyliques ou phénoliques. 

Les xylanases GH10 sont connues pour avoir une versatilité envers les accepteurs 

qu'elles peuvent prendre en charge lors de la réaction de transglycosylation, contrairement aux 

GH11. Une xylanase commerciale (NS22083 Novozymes) a été utilisée dans cette étude. La 

famille de GH à laquelle elle appartient n'est pas connue mais au vu de sa capacité à prendre en 

charge de nombreux accepteurs, cette enzyme présente des homologies avec la famille GH10.  

Pour les « click » xylosides, une étude préliminaire (Ochs 2012) a permis de s’assurer de 

la faisabilité de cette méthode associant une cycloaddition 1,3-dipolaire entre un propargyl 

xyloside ou xylobioside avec divers azotures à une réaction préalable de transglycosylation 

enzymatique. Il est cependant nécessaire d’optimiser les conditions de synthèse des propargyl 

xyloside et xylobioside par la xylanase commerciale utilisée. Pour les aryl xylosides, la capacité 

de la xylanase à accepter des alcools aromatiques benzyliques, phénoliques ou polyphénoliques 

a été également étudiée. 

 

En ce qui concerne l’évaluation biologique, l’objectif de ce travail est de faire un criblage 

systématique afin de comparer l’activité des xylosides et xylobiosides sur leur capacité à induire 

la biosynthèse des GAGs sur un modèle cellulaire. L’ensemble des tests d’évaluation biologique 

concernant l’activation de la biosynthèse des GAGs par les différents xylosides préparés ont été 

effectués à la Faculté de Médecine de l’Université de Reims Champagne-Ardenne au sein de 

l’équipe de l’UMR URCA/CNRS 7369 MEDyC « Matrice Extracellulaire et Dynamique Cellulaire » 

(équipe Dr. Y. Wegrowski, Dr. S. Brezillon) par Aurore Chatron-Colliet, Ingénieure de Recherche 

recrutée dans le cadre du projet XYLOCOS. La détermination des paramètres cinétiques de la 

β4GalT7 a été effectuée à l’Université de Nancy au sein de l’équipe « MolCelTEG » (« Molecular, 

Cellular, Therapeutic Engineering and Glycosyltransferases » UMR CNRS 7365 (équipe de S. 

Fournel-Gigleux) par Isabelle Bertin-Jung. 
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Selon les résultats obtenus, la sélection d’une ou plusieurs molécules prometteuses permettra 

d’aller plus loin dans l’étude avec la détermination de la nature des GAGs synthétisés et le 

passage à des cellules humaines dermiques. 

Dans une dernière étape, avec l’aide des partenaires industriels du projet XYLOCOS, ARD 

et SOLIANCE, la production de(s) molécule(s) d’intérêt à une échelle plus importante sera 

envisagée pour évaluer les éventuels coûts de production de ces xylosides. Des tests biologiques 

complémentaires directement reliés aux propriétés cosmétiques des xylosides sélectionnés sont 

également prévus au sein de la Société SOLIANCE.  
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II. Résultats et discussion 
 

II.1. « Click » xylosides et xylobiosides 
 

 La chimie « click » est un concept développé par Sharpless et al. en 2001 pour générer 

des structures originales et développer une nouvelle approche en chimie organique pour la 

construction de molécules à partir de blocs élémentaires (Kolb et al. 2001).  

 La chimie « click » regroupe plusieurs catégories de transformations chimiques (Figure 

75) : 

(i) la cycloaddition d’espèces insaturées : les réactions de cycloaddition 1,3-dipolaire et les 

réactions de Diels-Alder; 

(ii) la substitution nucléophile, impliquant les réactions d’ouverture de cycles électrophiles, 

comme les époxydes, aziridines et aziridinium et les ions épisulfonium;  

(iii) la chimie des carbonyles, de type non-aldol comme la formation d’urée, de thiourées, 

d’hydrazones, etc.;  

(iv) les réactions d’addition sur des liaisons multiples carbone-carbone, comme l’époxydation, la 

dihydroxylation, l’aziridination, et les additions de Michael. 

 

La chimie « click » doit répondre à certains critères : des rendements élevés, des réactifs 

facilement disponibles, des conditions expérimentales simples, des sous-produits inoffensifs, 

une réaction stéréospécifique, l’utilisation ou non d’un solvant mais celui-ci doit être non 

toxique et facilement éliminé et une purification simple (Kolb et al. 2001, Kolb and Sharpless 

2003). 

 

 

Figure 75. Les différentes catégories de la chimie « click » 
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Parmi ces réactions, la cycloaddition 1,3-dipolaire impliquant un alcyne terminal et un 

azoture pour former un noyau triazole est la plus développée. Cette cycloaddition 1,3-dipolaire, 

sous activation thermique, a été initialement décrite par Huisgen (Huisgen 1963a, Huisgen 

1963b). Cependant, cette réaction n’est pas régiosélective et conduit à deux régioisomères avec 

la formation d’un hétérocycle triazole disubstitué en 1,4 ou en 1,5 (Figure 76).  

 

 
 
Figure 76. Réaction de cycloaddition 1,3-dipolaire de Huisgen. 

 

 En 2002, les équipes de Meldal et Sharpless ont indépendamment décrit une réaction 

entre un alcyne terminal et un azoture catalysée par des sels de cuivre (I) (CuAAC) qui a permis 

de conduire régiosélectivement à un 1,2,3-triazole disubstitué en 1,4 (Rostovtsev et al. 2002, 

Tornoe et al. 2002). Le Cu(I) est préparé in situ par la réduction de sels de Cu(II) (CuSO4) par 

l’ascorbate de sodium (Rostovtsev et al. 2002).  

 

  

 
Figure 77. Cycloaddition catalysée par du Cu(I) entre un alcyne terminal et un azoture (CuAAC). 
 

  
La chimie « click » entre un alcyne terminal et un azoture catalysée par du cuivre Cu(I) 

(CuAAC) est une méthode de synthèse employée dans plusieurs domaines notamment la 

recherche pharmacologique (Kolb and Sharpless 2003, Kushwaha et al. 2013). Cet engouement 

est dû à ses conditions douces d’utilisation, au groupement triazole stable biologiquement car 

résistant au clivage hydrolytique mais également aux blocs élémentaires (alcyne et azoture) qui 

sont inertes dans les conditions physiologiques (Kolb and Sharpless 2003, Aragao-Leoneti et al. 

2010). La grande disponibilité des molécules portant une fonction azoture ou alcyne permet 

d’accéder facilement à un large spectre de molécules originales (Kushwaha et al. 2013). 

Cependant, comme toute méthode, celle-ci n’est pas parfaite notamment à cause de l’utilisation 

d’un métal comme le cuivre en tant que catalyseur. De plus, la biocompatibilité des triazoles doit 

être testée systématiquement (Hein et al. 2008).  

 

La chimie « click » est largement utilisée dans la chimie des sucres grâce à la 

biocompatibilité de la réaction (Kushwaha et al. 2013).  
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Oldham et al. ont ainsi synthétisé, en 4 étapes à partir du D-xylose, des β-xylosides avec 

un noyau triazole afin de les tester pour leurs propriétés tensioactives (Figure 78) (Oldham et al. 

2013). 

 

 
 
Figure 78. Synthèse de xylosides comportant un noyau triazole en 4 étapes à partir du D-xylose. 

 

Kuberan et al. ont synthétisé de nombreux N-xylosides grâce à la chimie « click » et ont 

ainsi pu cribler ces xylosides pour leur capacité à synthétiser des GAGs (Kuberan et al. 2008, 

Victor et al. 2009, Raman and Kuberan 2010, Tran et al. 2010, Tran et al. 2013) (Figure 79).  

 

 
 
Figure 79. Voie de synthèse des N-xylosides de Kuberan et al. 

 

Ces méthodes de synthèse chimique nécessitent cependant des étapes de protection et 

déprotection des groupements hydroxyles du xylose afin de garantir la sélectivité en β lors de la 

formation de l’azoture.  

Lu et al. ont synthétisé par voie chimio-enzymatique une série de β-glucosides et de β-

galactosides comportant un noyau triazole (Lu et al. 2010). Dans une première étape, une 

réaction de transglycosylation ou d’hydrolyse inverse catalysée par une -glycosidase en 

présence de différents alcools comportant une fonction alcyne terminal a permis d’accéder à 

différents glycosides, avec l’avantage de permettre une synthèse à partir de sucres non protégés 

avec un contrôle total de la stéréosélectivité β. Une seconde étape de chimie « click » a ensuite 
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permis d’obtenir une grande variété de molécules grâce à la diversité des azotures disponibles, 

avec des rendements élevés (Figure 80).  

 

 
 
Figure 80. Synthèse chimio-enzymatique par Lu et al. 2010. a) Synthèse enzymatique, b) Réaction de 
« click » 

 

 C’est dans ce contexte que nous avons voulu mettre en place une synthèse chimio-

enzymatique permettant d’accéder à la fois à des β-xylosides et xylobiosides à l’aide de 

xylanases (Figure 81). Une réaction de transglycosylation est réalisée à partir de xylanes, d’une 

xylanase commerciale et d’alcool propargylique afin de valoriser le xylose issu des 

hémicelluloses de la biomasse lignocellulosique et obtenir le xyloside 1 et le xylobioside 2 

comportant une partie aglycone avec un alcyne terminal. Puis, une deuxième étape de chimie 

« click » entre l’alcyne de la partie aglycone et un azoture permet d’obtenir facilement une série 

de xylosides 3 et xylobiosides 4 portant un noyau triazole avec des substituants variables. Ces 

composés ont été ensuite évalués pour leur capacité à amorcer la biosynthèse de GAGs.  

 

 
 
Figure 81. Schéma général de la synthèse chimio-enzymatique 

 

 Dans un premier temps, il a fallu optimiser l’étape de transglycosylation afin d’obtenir le 

maximum de propargyl xyloside 1 et xylobioside 2 en modulant les conditions de réaction, puis 
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réaliser la chimie « click » avec divers azotures. Le choix des azotures a été réfléchi et a permis 

de moduler l’hydrophilie et/ou l’hydrophobicité des aglycones.  

Dans un deuxième temps, l’étude de la cytotoxicité et le criblage des différents xylosides 

et xylobiosides pour leur activité de biosynthèse des GAGs ont été effectués sur un modèle 

cellulaire. Pour finir, une approche in cellulo et des études d'activité de la galactosyltransférase I 

(β4GalT7) en présence des « click » xylosides ont été mises en œuvre afin de mettre en lumière 

certains mécanismes d'action des « click » xylosides au niveau biologique. 

 

II.1.1. Synthèse enzymatique de propargyl 
xyloside et xylobioside 

 
 Cette étape enzymatique est une réaction de transglycosylation de xylanes catalysée par 

une xylanase commerciale avec comme accepteur l’alcool propargylique (Figure 82). L’intérêt 

d’utiliser une xylanase comparé à une β-xylosidase comme outil de synthèse est qu’elle permet 

la synthèse de xylosides de DP>1.  

 

 

 
Figure 82. Transglycosylation par la xylanase commerciale NS22083 en présence d’alcool propargylique. 

 

 La xylanase commerciale utilisée, NS22083, hydrolyse naturellement les liaisons 

glycosidiques β-1,4 entre les résidus xylopyranosyles des xylanes en présence d’eau et conduit à 

la formation des produits d’hydrolyse. Cette enzyme fonctionne avec un mécanisme catalytique 

avec rétention de configuration anomérique. Lors de la réaction de transglycosylation, la 

xylanase va utiliser l’alcool propargylique comme accepteur et produire des propargyl β-

xylosides avec différents DP. Comme la réaction se déroule en présence d’eau, milieu nécessaire 

à l’action de l’enzyme, les réactions de transglycosylation et d’hydrolyse ont lieu simultanément 

et entrent en compétition.  

 Lors de la réaction de transglycosylation représentée par R sur la Figure 83, des produits 

d’hydrolyse sont identifiés grâce au dépôt d’un témoin (T = mélange de xylose, xylobiose, 

xylotriose, xylotétraose). Les deux produits moins polaires identifiés sur la plaque de CCM 

correspondent aux principaux produits de transglycosylation : le propargyl -xyloside 1 et le 

propargyl -xylobioside 2. 
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Figure 83. Transglycosylation à partir de xylanes de hêtre et d’alcool propargylique avec la xylanase 
NS22083 pendant 1 h à 50°C. Eluant BuOH : AcOH : H2O 2:1:1. 
T = témoin hydrolyse et R = réaction de transglycosylation 

 

 Le composé de DP=3, le propargyl xylotrioside, a également pu être isolé et caractérisé. Il 

est produit en faible quantité et sa polarité proche de celle du xylose rend sa purification 

difficile. Des propargyl xylosides avec des DP>3 (DP4 à DP6) sont produits en faible quantité et 

ont été uniquement détectés par spectrométrie de masse.  

 Dans la suite de cette étude, nous nous sommes intéressés uniquement à la production et 

à la purification de propargyl xyloside (DP1) et de propargyl xylobioside (DP2), produits 

majoritaires.  

 

a) Optimisation des conditions de réaction 
  

 Dans un premier temps, nous avons fait des essais de synthèse sur 1 mL de milieu 

réactionnel en modifiant certains paramètres afin d’obtenir des résultats qualitatifs par CCM. 

Ensuite, nous avons étudié les différents paramètres un par un avec une quantification par 

CLHP.  

 La modification des différents paramètres de synthèse a pour but de définir les 

conditions les plus favorables à la réaction de transglycosylation en compétition avec la réaction 

d’hydrolyse. Les principaux paramètres étudiés sont : la concentration en xylanes, la 

concentration en alcool propargylique, la quantité d’enzyme et le temps de réaction. La 

température de la réaction est un paramètre qui n’a pas été étudié car Novozymes, le 

fournisseur de l’enzyme, a donné sa température optimale d’utilisation à 50°C.  

 Les essais ont été réalisés en volume de 1 mL à 50°C sous agitation dans des tubes en 

verre. Les produits DP1 et DP2 ont été quantifiés par CLHP grâce à des standards purifiés et 
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caractérisés au laboratoire. Les différents paramètres sont étudiés individuellement en fixant les 

autres variables. 

 

Concentration en xylanes 

 Les xylanes sont des polymères linéaires de résidus xylopyranosyles liés par des liaisons 

β-1,4. Leur degré de polymérisation est d’environ 100 (Ebringerova and Heinze 2000, Zhong and 

Ye 2015). Dans le milieu réactionnel, une partie de la matière première utilisée est insoluble. Les 

xylanes de hêtre commercialisés par la Société Roth®, utilisés lors de cette étude, ne sont 

composés qu’à environ 63% de sucres dont 60% de D-xylose (Tableau 30), le reste étant des 

cendres ou des sels provenant de la méthode de production et d’extraction.  

 

Tableau 30. Analyse des sucres composant les xylanes de hêtre commercialisés par la Société Roth. 
 

Sucres % MS 

Arabinose 0,92 

Galactose 1,10 

Glucose 0,75 

Xylose 60,0 

  

L’augmentation de la quantité de xylanes dans la réaction conduit à une diminution du 

rendement en mg de produits/g de xylanes (Figure 84, a). Les rendements les plus élevés sont 

atteints avec les plus faibles concentrations en xylanes 0,5 et 1% (p/v) (290 et 280 mg/g de 

xylanes, respectivement). Le rendement obtenu pour ces concentrations en xylanes est donc de 

27% si on considère que la matière première utilisée n’est constituée que de 60% d’unités de D-

xylose. Ce calcul est basé sur le nombre de moles de DP1 et DP2 produits sur le nombre de moles 

en équivalent xylose présent dans les xylanes. Les xylanes sont constitués de résidus 

xylopyranosyles liés par des liaisons β-1,4 dont la formation conduit à la perte d’une molécule 

d’eau. La masse molaire d’une unité xylopyranosyle au sein des polymères de xylanes est donc 

de 132 g/mol (et non de 150 g/mol comme dans le cas du D-xylose). La baisse des rendements à 

haute teneur en xylanes indique que la conversion des xylanes est plus importante à faible 

concentration.  

 Cependant, la meilleure conversion des xylanes n’est pas notre objectif, qui reste 

l’obtention du maximum de produits DP1 et DP2 dans la réaction. C’est pour cela que nous avons 

ensuite exprimé le rendement en mg de produits/mL (Figure 84, b). Nous observons la tendance 

inverse, lorsque la quantité de xylanes augmente dans le milieu, la quantité de produits 

augmente dans le milieu réactionnel. Les concentrations les plus élevées permettent d’avoir 19 

mg/mL de propargyl xyloside et xylobioside pour 10% (p/v) de xylanes et 22 mg/mL pour 20% 

(p/v) de xylanes, ce qui correspond respectivement à des rendements de 15 et 8% par rapport 

aux xylanes constitués de 60% de D-xylose. La quantité de produits est plus importante à haute 
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teneur en xylanes mais la conversion est faible. Si une concentration de 20% (p/v) de xylanes 

permet d’obtenir le rendement maximum en mg/mL, le ratio DP1/DP2 diminue et la réaction 

n’est pas homogène à cette concentration. 

  

 

Figure 84. Influence de la concentration en xylanes en % (p/v) : a) sur le rendement en mg/g de xylanes et 
b) sur le rendement en mg/mL de propargyl xyloside et xylobioside. 
Les réactions sont réalisées en volume 1 mL, à 50°C sous agitation pendant 1 h avec 50 UI/mL de NS22083 et 10% 
(v/v) alcool propargylique.  

 

 Pour la suite, nous avons par conséquent choisi la concentration à 10% (p/v) de xylanes 

afin d’obtenir la quantité la plus importante de produits de synthèse, tout en conservant 

l’homogénéité du milieu réactionnel. Dans des études précédentes, la même décision avait été 

prise car la teneur en xylanes doit garantir l’homogénéité du milieu réactionnel pour un 

transfert de masse optimal (Mamo et al. 2010, Ochs et al. 2011, Zeuner et al. 2014).  

 

Dose d’enzyme 

 L’effet de la dose d’enzyme a ensuite été évalué. L’augmentation de la dose d’enzyme de 

2 à 100 UI/mL conduit à une augmentation des produits de transglycosylation de 8 à 175 mg de 

propargyl oligoxylosides/g de xylanes (Figure 85). A faible dose d’enzyme, il y a peu de produits 

de transglycosylation et le rendement maximal est atteint avec 50 UI/mL. Ces résultats sont en 

adéquation avec des résultats précédents qui montraient que l’augmentation de la dose 

d’enzyme entraînait une augmentation de la teneur des produits jusqu’à une certaine valeur puis 

diminuait (Mamo et al. 2010, Ochs et al. 2011).  

 La dose d’enzyme a un effet sur la réaction de transglycosylation qui est en compétition 

avec les réactions d’hydrolyse primaire et secondaire. A faible dose d'enzyme, les résultats 

indiquent que la xylanase catalyse principalement une réaction d'hydrolyse primaire. A 100 

UI/mL, le rendement des oligoxylosides diminue avec une augmentation du ratio DP1/DP2. Il y a 

donc une hydrolyse secondaire plus importante à haute dose d’enzyme, qui modifie le DP moyen 

des produits. Des études antérieures ont montré que la dose de xylanase impacte le DP moyen 

des produits de transglycosylation. (Mamo et al. 2010, Ochs et al. 2011). 
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Figure 85. Influence de la dose de xylanase en UI/mL sur le rendement en mg/g de xylanes de propargyl 
xyloside et xylobioside. 
Les réactions sont réalisées en volume 1 mL, à 50°C sous agitation pendant 1 h avec 10% (p /v) de xylanes et 10% 
(v/v) d’alcool propargylique.  

 

Concentration en alcool 

 La concentration en alcool propargylique dans l’eau a été testée de 1 à 20% (v/v) (Figure 

86). Le meilleur résultat est obtenu avec 20% (v/v) d’alcool dans le milieu avec 215 mg 

d’oligoxylosides/g de xylanes (soit 12% de rendement). Dans ces conditions, le DP moyen des 

xylosides est plus important (DP1/DP2 : 1/6) par rapport à la dose d'alcool de 10% (v/v) 

(DP1/DP2 : 1/3). Une plus faible teneur en eau (concentration élevée en alcool) est favorable à 

la synthèse de xylosides. Cependant, de faibles concentrations en eau peuvent conduire à de 

nombreux inconvénients tels que l'insolubilité du substrat et de l'enzyme et l'inactivation de 

celle-ci (Mamo et al. 2010) ce qui, dans notre cas, conduit à une hydrolyse secondaire moins 

efficace et donc à une diminution du ratio DP1/DP2. La diminution de la quantité de DP1 lorsque 

la réaction est catalysée avec 20% (v/v) d'alcool peut s'expliquer par la limitation de l'hydrolyse 

secondaire. L’objectif étant d’obtenir à la fois le propargyl xyloside et le propargyl xylobioside, 

nous avons opté pour une concentration d’alcool à 10% (v/v). 

 

 

Figure 86. Influence de la concentration en alcool propargylique en % (v/v) sur le rendement en mg de 
propargyl xyloside et xylobioside /g de xylanes. 
Les réactions sont réalisées en volume 1 mL, à 50°C sous agitation avec 50 UI/mL de NS22083 et 10% (p/v) de 
xylanes. 
 

Durée d’incubation 

 Le temps d’incubation pour la réaction de transglycosylation a été testé de 5 min à 24 h 

(Figure 87). Le rendement maximum est atteint à 1 h puis il diminue. La xylanase commence par 
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produire essentiellement du DP2 (5 min) puis le ratio DP1/DP2 augmente avec le temps de 1:6 

(5 min) à 4,5:1 (24 h). La teneur en DP1 augmente jusqu’à 8 h puis diminue à 24 h. A partir de 

4h, on observe une diminution du rendement global de synthèse. Cette diminution peut 

s'expliquer par une hydrolyse secondaire qui conduit à une hydrolyse du xylobioside DP2 en 

xyloside DP1 mais également à une l'hydrolyse du xyloside DP1 en xylose et en alcool 

propargylique.  

 La durée de la réaction est un critère important lors du contrôle des DP des produits de 

la réaction. En effet, comme l'hydrolyse secondaire se produit, le DP moyen diminue quand la 

durée de réaction augmente (Matsumura et al. 1997, Mamo et al. 2010, Ochs et al. 2011). 

 

 

Figure 87. Influence du temps d’incubation sur le rendement en mg de propargyl xyloside et xylobioside 
/g de xylanes. 
Les réactions sont réalisées en volume 1 mL, à 50°C sous agitation avec 50 UI/mL de NS22083, 10% (p/v) de xylanes 
et 10%(v/v) d’alcool propargylique. 

 

b) Choix des conditions  
 

 En prenant en considération les résultats précédents, nous avons défini les conditions 

expérimentales suivantes pour réaliser les réactions de transglycosylation: 10% de xylanes de 

hêtre (p/v), 50 UI/mL d’enzyme, 10% d’alcool propargylique (v/v) pendant 1 h (Figure 88). Ces 

conditions conduisent à l’obtention de 45 mg de propargyl xyloside 1/g de xylanes (DP1) et 145 

mg de propargyl xylobioside 2/g de xylanes (DP2), ce qui correspond à une conversion de 15% 

du potentiel xylose présent dans les xylanes (les xylanes de hêtre (Roth®) ne sont constitués que 

de 60% de D-xylose). 

 

 

Figure 88. Conditions choisies pour l’optimisation de la synthèse de propargyl xyloside 1 et xylobioside 2. 
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 Ces conditions sont largement optimisées par rapport aux conditions précédentes (Ochs 

2012). Les conditions étaient de 5% (p/v) de xylanes de bouleau (constitué de 70% d’unités D-

xylose), de 5% (v/v) d’alcool propargylique, de 30 UI/mL d’une xylanase commerciale 

(comparable à NS22083) pendant 45 min à 50°C dans un volume réactionnel de 50 mL. Dans ces 

conditions, 0,9 g/L de propargyl xyloside et 2,8 g/L de propargyl xylobioside avaient été 

obtenus, ce qui correspond à un rendement de 5%. Dans la littérature, les réactions en présence 

d’alcool propargylique par hydrolyse inverse ou par transglycosylation ont permis d’obtenir des 

rendements supérieurs à 30% de propargyl glucoside et propargyl galactoside (Lu et al. 2010). 

Dans ce cas, les donneurs sont soit du glucose soit du lactose qui sont solubles dans l’eau, 

contrairement aux xylanes qui ne le sont pas à la teneur de 10% (v/v), ce qui peut expliquer ce 

plus fort rendement avec une haute conversion des sucres donneurs. De plus, la concentration 

en alcool dans le cas de l’hydrolyse inverse est de 45% (v/v) avec un co-solvant 45% (v/v) de 

CH3CN, ce qui peut également expliquer l’efficacité de la synthèse, l’ajout d’alcool permettant 

d’améliorer le rendement (Mamo et al. 2010).  

  

 Finalement, une réaction sur un volume total de 500 mL a été réalisée dans un réacteur 

de 2L thermostaté dans les conditions de réaction précédemment définies, en augmentant le 

temps d’incubation à 4 h, compte-tenu du changement d’échelle (1 mL à 500 mL). Après 

purification par chromatographie sur colonne de silice C18 puis par flash chromatographie (voir 

Matériel et Méthodes), cette réaction a permis d’obtenir 2,1 g de propargyl xyloside 1 et 7,3 g de 

propargyl xylobioside 2 soit environ 10 g de produits de transglycosylation pour une réaction de 

500 mL. Une amélioration des conditions de purification doit encore être envisagée pour un 

changement d’échelle plus important.  

 

II.1.2. Réactions « click » avec divers azotures 
 

 La réaction de chimie « click » a été réalisée entre différents azotures commerciaux et le 

propargyl xyloside 1 ou xylobioside 2, isolés et purifiés, puis mis en solution dans un mélange 

tert-BuOH : H2O 1:1 en présence de sulfate de cuivre et d’ascorbate et sodium pour générer du 

Cu(I) in situ. Cette réaction conduit à la formation de β-xylosides 3 ou β-xylobiosides 4 

comportant un noyau triazole respectivement à partir respectivement du propargyl xyloside 1 

et du propargyl xylobioside 2.  

 Après 1 nuit, les réactions ont été arrêtées et les produits ont ensuite été purifiés par 

chromatographie sur silice. Les rendements obtenus (58-93%) pour chaque réaction sont 

présentés dans le Tableau 31. Les produits 3h et 4h sont obtenus par déprotection des 

groupements acétates de la partie aglycone des produits 3g et 4g avec 62 et 73% de rendement, 

respectivement (Brusa et al. 2014).  
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Tableau 31. Rendements de la réaction de chimie « click » sur les propargyl xyloside (3) ou xylobioside (4) 
en fonction de la nature des azides utilisés. 
 

 
 

 R Rdt (%)  R Rdt (%) 

3a 

 

75 3e 

 

88 

4a 93 4e 73 

3b 

 

80 3f 

 

70 

4b 80 4f 70 

3c 

 

87 3g 

 

91 

4c 74 4g 90 

3d 

 

58 3h 

 

Déprotection 

de 3g et 4g 
4d 61 4h 

 

 Les xylosides ainsi fonctionnalisés ont été testés pour leur capacité à initier la synthèse 

de GAGs (§ IV). Le choix du substituant du noyau triazole s’explique de la manière suivante : 

- une chaîne linéaire carbonée avec ou sans hétéroatome, permettant de moduler la polarité des 

parties aglycones (séries a, b, c), 

- une sérine protégée, avec pour objectif de mimer le motif xylose relié à la sérine de la protéine 

cœur au sein des PGs (série d), 

 - des aromatiques qui apportent de l’hydrophobicité aux molécules (séries e et f), 

- un xyloside acétylé ou déprotégé (séries g et h), afin d’explorer la possibilité d’amorcer la 

synthèse de deux chaînes de GAGs à partir d’un même xyloside. En effet dans la littérature, des 

clusters de N-xylosides permettent une initiation de 2 à 3 chaînes de GAGs sur la même « plate-

forme » (Nguyen et al. 2013, Tran et al. 2013). 

 

II.2. Aryl xylosides 
 

 Il existe de nombreux exemples de synthèse enzymatique d’alkyl xylosides par les 

xylosidases ou les xylanases. Les xylanases utilisées en présence d’alcool gras conduisent à des 

molécules amphiphiles grâce à la capacité d’obtenir des composés de DP>1 dans le but de 

produire des tensio-actifs (Matsumura et al. 1990, Ochs et al. 2011).  
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Peu d’études concernent la transglycosylation d’alcools aromatiques. Parmi les 

xylopyranosides connus pour initier la biosynthèse exogène de GAGs, les plus efficaces sont les 

molécules comportant une partie aglycone aromatique (Siegbahn et al. 2015). Des études de 

cristallographie ont montré que les xylopyranosides pour être efficacement galactosylés par la 

β4GalT7 doivent être constitués d’un xylose lié à un aglycone aromatique. La poche du site actif 

entoure le xylose alors que l’aglycone se déploie à l’extérieur du site actif de l’enzyme qui est 

constitué majoritairement de résidus aromatiques (Siegbahn et al. 2015). 

 

 Seules deux études rapportent la synthèse enzymatique de xylosides avec une partie 

aglycone aromatique catalysée par une xylosidase à partir de xylobiose, avec comme accepteur 

de l’hydroquinone (Sulistyo et al. 1994) ou l’alcool hydroxybenzylique (Kurakake et al. 2005). 

 La réaction de transglycosylation à partir de xylanes et d’accepteurs aromatiques, 

catalysée avec des xylanases d’origines différentes a été étudiée (Kadi et al. 2002, Tramice et al. 

2007, Chiku et al. 2008, Kadi and Crouzet 2008, Chiku et al. 2009). Nishizawa et al. ont étudié la 

capacité de transglycosylation d’une xylanase de Hypsizigus marmoreus pour une variété 

d’alcools aromatiques. Selon la structure des accepteurs, la transglycosylation est plus ou moins 

efficace montrant la spécificité du sous-site aglycone de cette enzyme (Nishizawa et al. 2002). 

Cette enzyme appartient à la famille GH10 comme nous le présumons pour la xylanase 

commerciale que nous utilisons. Si les structures tridimensionnelles des xylanases 10 sont 

conservées, les topologies de leurs sites actifs ne le sont pas, ce qui peut conditionner la 

spécificité d’une xylanase GH10 par rapport à une autre dans la prise en charge des accepteurs 

lors de la transglycosylation (Charnock et al. 1998).  

 

 L’objectif de ce travail est d’évaluer la capacité de transglycosylation de xylanes de hêtre 

par une xylanase commerciale en présence d’accepteurs alcools comportant une partie 

aromatique. Les accepteurs utilisés sont des alcools primaires possédant une partie aromatique 

ou des phénols et polyphénols. L’avantage d’utiliser une xylanase est l’obtention de xylosides et 

de xylobiosides en une seule réaction. 

Les aryl xylosides et xylobiosides obtenus ont ensuite été évalués pour leur capacité à 

initier la biosynthèse exogène de GAGs sur un modèle cellulaire, afin d’étudier l’influence de la 

nature de la partie glycone et aglycone sur cette synthèse. Puis, l’influence de la nature de 

l’atome impliqué dans la liaison glycosidique (liaison O-, S- et C- glycosidique) sur l’affinité de la 

β4GalT7, première enzyme impliquée dans la biosynthèse des GAGs, a également été étudiée. La 

nature de l’atome impliqué dans la liaison glycosidique est connu pour avoir un effet sur la 

capacité des xylosides à initier la synthèse des GAGs (Sobue et al. 1987, Jacobsson et al. 2007, 

Siegbahn et al. 2015).  
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II.2.1. Synthèse enzymatique avec les accepteurs 
aromatiques 
 

 Les conditions retenues pour la réaction de transglycosylation en présence d’alcool 

propargylique ont été utilisées sans optimisation : 10% (p/v) xylanes, 50 UI/mL de xylanase et 1 

h de réaction à 50°C. Cependant, comme les accepteurs utilisés sont sous forme solide ou liquide 

et leurs masses moléculaires très variables, nous avons opté pour l’utilisation d’une 

concentration molaire fixe en alcools dans les réactions de 0,5 M.  

 Les conditions fixées sont donc 10% (p/v) xylane, 50 UI/mL de xylanase commerciale, 

0,5 M d’alcool à 50°C sous agitation. Selon le volume des réactions et les résultats des essais 

préliminaires, les temps de réaction sont différents.  

 La réaction de transglycosylation est représentée dans la Figure 89. Comme 

précédemment, nous nous sommes intéressés aux xylosides (DP1) et aux xylobiosides (DP2). 

Les produits de DP supérieurs n’ont pas été isolés. Les différents accepteurs testés sont 

présentés dans le Tableau 32 et sont classés selon la nature de leur(s) groupement(s) 

hydroxyle(s). Si les conditions réactionnelles de la synthèse n’ont pas été optimisées pour 

chaque accepteur alcool utilisé, il a fallu cependant, dans certains cas, modifier des paramètres 

tels que la dose de xylanase ou le temps d’incubation pour améliorer les quantités de produits 

formés.  

 

 
 
Figure 89. Réaction de transglycosylation en présence d’alcools aromatiques  
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Tableau 32. Les différents accepteurs aromatiques testés pour la transglycosylation avec la xylanase 
commerciale.  
 

Accepteurs aromatiques avec une fonction alcool primaire 

 

Alcool benzylique 

 

Alcool phénéthylique 

 

Alcool cinnamique 

 

Alcool furfurylique 
 

Alcool vératrylique 

 

Accepteurs aromatiques avec une fonction phénol 

 

Phénol 

 

2,6-dihydroxynaphtalène 

 

Accepteurs aromatiques avec une fonction alcool primaire et phénol 

 

Alcool p-coumarique 

 

Alcool 4-hydroxybenzylique 

 

Alcool vanillique 

Accepteurs aromatiques avec deux fonctions phénols 

 

Catéchol 

 

Résorcinol 

 

 

a) Synthèse et purification avec les accepteurs possédant 
une fonction alcool primaire 
 

 Des essais de synthèses ont au préalable été réalisés en volume de 1 mL pendant 1 h 

dans les conditions fixées afin de s’assurer de la présence des produits de transglycosylation. 

Pour tous les accepteurs testés, la transglycosylation est efficace avec observation 

de spots « intenses » correspondants aux DP1 et DP2 en CCM. Lors d’essais préliminaires, 20% 

(v/v) de tert-BuOH avaient été ajoutés dans certaines réactions pour améliorer la solubilité de 

l’accepteur mais cela impliquait une diminution de l’hydrolyse secondaire et un ratio DP1/DP2 

plus faible. Par conséquent, les réactions sont finalement réalisées dans l’eau sans ajout de co-

solvant. 

 Les réactions ont ensuite été effectuées en plus gros volume (50 ou 100 mL) afin 

d’obtenir la quantité nécessaire à la caractérisation des xylosides et xylobiosides obtenus et à 

leur évaluation biologique. Les rendements présentés dans les tableaux suivants (33 à 38) sont 

des rendements en produits purifiés après chromatographie. Cependant, la séparation des 
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produits de synthèse n’a pas toujours été optimisée et les rendements ne reflètent pas toujours 

l’efficacité de la réaction de transglycosylation.  

 Le Tableau 33 présente les différents rendements obtenus en DP1 et DP2 pour les 

accepteurs possédant une fonction alcool primaire. 

 
Tableau 33. Rendements des xylosides purifiés obtenus. 

 
 

Conditions 

(tps, volume) 

DP1 DP2 

 
mg/g de 

xylanes 
mg/mL 

mg/g de 

xylanes 
mg/mL 

Alcool benzylique 4 h, 100 mL 52,7 5,3 53,4 5,3 

Alcool phénéthylique 4 h, 50 mL 30,0 3,0 94,4 9,4 

Alcool cinnamique 1 h, 50 mL 15,1 1,5 70,3 7,0 

 4 h, 100 mL 36,5 3,7 12,0 1,2 

Alcool vératrylique 4 h, 50 mL 44,6 4,5 — — 

Alcool furfurylique 2 h, 50 mL 33,5 3,5 14,9 1,5 

Conditions : 10% (p/v) xylanes, 50 UI/mL de xylanase, 0,5 M alcool à 50°C sous agitation. 

 

L’alcool phénéthylique est l’accepteur qui permet d’obtenir le maximum de produits de 

transglycosylation avec 124,4 mg de xylosides/g de xylanes, puis l’alcool benzylique (106,1 mg 

de xylosides/g de xylanes) et l’alcool cinnamique (85,4 mg de xylosides/g de xylanes). Les 

rendements pour l’alcool furfurylique (48,4 mg de xylosides/g de xylanes) et pour l’alcool 

vératrylique (44,6 mg de xylosides/g de xylanes) sont plus faibles. Le xylobioside obtenu par 

réaction avec l’alcool vératrylique n’a pas été isolé en quantité suffisante pour présenter un 

rendement. Il a cependant été caractérisé par RMN. 

Une étude réalisée avec la xylanase de Hypsizigus marmoreus et portant sur l’efficacité de 

transglycosylation avec l’alcool phénéthylique, l’alcool benzylique et l’alcool cinnamique ne 

donnait pas les mêmes résultats (Nishizawa et al. 2002). Pour cette xylanase, l’alcool cinnamique 

est le meilleur accepteur, et l’alcool benzylique est un moins bon accepteur que les deux autres 

alcools. Nos résultats montrent clairement que l’alcool benzylique est un bon accepteur pour la 

xylanase commerciale comparé aux autres alcools. Ces deux xylanases appartiennent à la famille 

des GH10, dont les topologies des sites actifs ne sont pas conservées, contrairement à leurs 

structures tridimensionnelles (Charnock et al. 1998). Le nombre de sous-sites ainsi que leur 

nature peuvent expliquer les différences dans la prise en charge des accepteurs. 

 

Les rendements obtenus pour l’alcool benzylique sont largement supérieurs à ceux de la 

littérature (Kadi et al. 2002). Une réaction de 10 mL avec 0,5% (p/v), 9 mL d’alcool benzylique 

soit 8,6 M, 3200 UI/mL de xylanase incubés pendant 3 h a conduit à 0,49 et 0,20 mg/mL de 

benzyl xyloside et benzyl xylobioside, respectivement (Tableau 34). Dans la thèse de Marjorie 
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Ochs (Ochs 2012), une réaction de 100 mL avec de l’alcool benzylique avec 5% (p/v) de xylanes 

de bouleau, 5% (v/v) d’alcool benzylique soit 0,5 M, 20 UI/mL d’une xylanase commerciale 

(équivalente à NS 22083) pendant 5 h a été réalisée (Tableau 34). Les rendements obtenus sont 

de 49 mg/g de xylanes pour DP1 et 108 mg/g de DP2 ou 2,5 et 5,4 mg/mL de DP1 et DP2, 

respectivement. La conversion des xylanes est plus efficace car la teneur en xylanes est plus 

faible. Dans notre synthèse, les rendements sont de 5,3 mg/g de xylanes pour les deux produits. 

La synthèse est donc améliorée et l’augmentation de la dose d’enzyme (50 UI/mL) a permis 

d’augmenter l’hydrolyse secondaire et le ratio DP1/DP2.  

 

Tableau 34. Les rendements obtenus pour la synthèse de benzyl xyloside DP1 et xylobioside DP2 catalysée 
par des xylanases. 
 
Conditions DP1 DP2 

10% (p/v) xylanes, 50 UI/mL de xylanase, 0,5 M alcool  
5,3 mg/mL 

52,7 mg/g de xylanes 

5,3 mg/mL 

53,4 mg/g de xylanes 

0,5% (p/v), 9 mL d’alcool benzylique soit 8,6 M,  

3200 UI/mL de xylanase (Kadi et al. 2002) 
0,49 mg/mL 0,20 mg/mL 

5% (p/v) de xylanes de bouleau, 5% (v/v) d’alcool 

benzylique soit 0,5 M, 20 UI/mL de xylanase  

(Ochs 2012) 

2,5 mg/mL 

49 mg/g de xylanes  

5,4 mg/mL 

108 mg/g xylanes 

 

Le temps d’incubation conditionne le ratio DP1/DP2, comme précédemment démontré 

lors de la synthèse des propargyl oligoxylosides (Chapitre 4 § II.1.1.) et dans la littérature 

(Matsumura et al. 1997, Mamo et al. 2010, Ochs et al. 2011). En effet, ce ratio DP1/DP2 est de 0,2 

pour une 1 h de réaction et de 3 pour 4 h de réaction avec l’alcool cinnamique. La nature de 

l’accepteur influence également ce ratio. Pour le même volume et le même temps de réaction (4 

h, 100 mL), le ratio DP1/DP2 avec l’alcool benzylique est d’environ 1 alors qu’il est de 3 pour 

l’alcool cinnamique. L’augmentation de ce ratio DP1/DP2 peut indiquer que l’hydrolyse 

secondaire du xylobioside pour cette partie aglycone est plus importante, et qu’il se positionne 

facilement dans le site actif. 

 

b) Synthèse et purification avec les accepteurs possédant 
une fonction phénol 
 

 Le 2,6-dihydroxynaphtalène a été mis dans cette catégorie car il possède deux fonctions 

phénol équivalentes. 

La synthèse avec le phénol et le 2,6-dihydroxynaphtalène est très faible (Figure 90) et a 

nécessité des modifications des conditions de réaction afin d’obtenir une quantité suffisante des 

produits. 
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a)      b) 

 

Figure 90. Réaction de transglycosylation. a) Synthèse avec 0,5 M de 2,6-dihydroxynaphtalène pendant 1 h 
avec la modification des paramètres de réaction comme la dose de xylanase et la teneur en xylanes de 
hêtre mais aussi l’ajout ou non de tert-BuOH, b) Synthèse avec le phénol avec 10% (p/v) de xylanes de 
hêtre et des modifications des paramètres de réaction comme le temps d’incubation, la concentration en 
alcool et la dose de xylanase. Eluant BuOH : AcOH : H2O 2:1:1.  
 

Le 2,6-dihydroxynaphtalène est une poudre et sa solubilité dans l’eau est très faible. 

L’ajout de 20% (v/v) de tert-BuOH, la modification de la teneur en xylanes ainsi que la 

diminution de la dose d’enzyme ont été testés (Figure 90, a). Les conditions retenues sont 10% 

(v/v) de xylanes, 0,5 M d’alcool, 20 UI/mL de xylanase et 20% (v/v) de tert-BuOH pendant 1 h 

ou 4 h. Les rendements sont présentés dans le Tableau 35. Lors des purifications des xylosides 

obtenus, le 2,6-dihydroxynaphtalène en excès a pu être récupéré. Dans la réaction, environ 8 g 

de cet accepteur avait été ajoutés et 7,4 g ont été isolés lors de la purification, ce qui montre que 

cet accepteur est très peu transféré sur la partie glycone. La faible solubilité du 2,6-

dihydroxynaphtalène dans le milieu réactionnel aqueux, favorable à l’activité de la xylanase, 

limite la probabilité de contact entre l’accepteur et l’enzyme et peut expliquer ce résultat.  

Les conditions réactionnelles en présence de phénol ont été optimisées en modifiant 

certains paramètres comme la dose d’alcool, le temps de réaction et la dose d’enzyme (Figure 

90, b). Les conditions retenues sont 10% (v/v) de xylanes, 0,5 M d’alcool, 20 UI/mL de xylanase 

pendant 1 h ou 4 h. Les rendements obtenus, présentés dans le Tableau 35, restent faibles (1,1 à 

2,3 mg/mL de xylosides). Le phénol n’est pas donc pas un bon accepteur.  
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Tableau 35. Rendements des xylosides purifiés obtenus 
 

 
Conditions 

(tps, volume) 

DP1 DP2 

 
mg/g de 

xylanes 
mg/mL 

mg/g de 

xylanes 
mg/mL 

Phénol 1 h, 50 mL 4,9 0,5 17,8 1,8 

 4 h, 100 mL 16,7 1,1 — — 

2,6-dihydroxynaphtalène 4 h, 100 mL 5,5 0,5 — — 

 1 h, 100 mL 0,9 0,1 15,0 1,5 

Conditions : 2,6-dihydroxynaphtalène : 10% (v/v) de xylanes, 0,5 M d’alcool, 20 UI/mL de xylanase et 20% (v/v) de 
tert-BuOH, phénol : 10% (v/v) de xylanes, 0,5 M d’alcool, 20 UI/mL de xylanase. 

 

c) Synthèse et purification avec les accepteurs avec une 
fonction alcool primaire et une fonction phénol 
 

 Les synthèses avec ces accepteurs sont efficaces dans les conditions testées : 10% (p/v) 

xylanes, 0,5 M d’alcool, 50 UI/mL de xylanase. Les produits de transglycosylation obtenus sont 

des xylosides et des xylobiosides qui sont liés à la fonction alcool primaire. En CCM, des « spots » 

peu intenses sont visibles avec un Rf légèrement inférieur à ces produits et pourraient 

correspondre à des xylosides liés par la fonction phénol.  

 

Tableau 36. Rendements en xylosides purifiés obtenus 
 

 
Conditions 

(tps, volume) 

DP1 DP2 

 
mg/g de 

xylanes 
mg/mL 

mg/g de 

xylanes 
mg/mL 

Alcool p-coumarique 4 h, 25 mL 23,0 5,3 100,3 10,3 

Alcool 4-hydroxybenzylique 2 h, 50 mL 127,5 12,8 80,2 8,0 

Alcool vanillique 4 h, 50 mL 38,9 3,9 — — 

Conditions : 10% (p/v) xylanes, 50 UI/mL de xylanase, 0,5 M alcool à 50°C sous agitation. 

 

Si l’on compare l’alcool p-coumarique avec l’alcool cinnamique mais également l’alcool 4-

hydroxybenzylique avec l’alcool benzylique, les réactions de transglycosylation sont plus 

efficaces avec les accepteurs comportant un deuxième groupement hydroxyle n’intervenant pas 

dans la réaction de transglycosylation (Tableau 37). Ces différences peuvent s’expliquer par une 

meilleure solubilité dans l’eau de ces accepteurs ou à une meilleure orientation dans le site actif 

grâce à la présence du deuxième groupement hydroxyle.  
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Tableau 37. Différences entre les accepteurs alcools et leurs analogues para-hydroxylés  
 

Structures de l’accepteur  

Alcool benzylique 

 

Alcool 4-hydroxybenzylique 

Rendement en mg/g de 

xylanes 
DP1 = 52,7 DP2 = 53,4 DP1 = 127,5 DP2 = 80,2 

Structures de l’accepteur 

 
 

Alcool cinnamique 

 

Alcool p-coumarique 

Rendement en mg/g de 

xylanes 
DP1 = 15,1 DP2 = 70,3 DP1 = 23,0 DP2 = 100,3 

Conditions : 10% (p/v) xylanes, 50 UI/mL de xylanase, 0,5 M alcool à 50°C sous agitation. 

 

d) Synthèse et purification avec les accepteurs avec deux 
fonctions phénol 
 

 Les conditions utilisées sont 10% (v/v) de xylanes, 0,5 M d’alcool, 20 UI/mL de xylanase 

pendant 4 h à 100 mL. Ces accepteurs comportant des fonctions phénol sont solubles dans l’eau 

et permettent d’obtenir de bons rendements (Tableau 38). 

  

Tableau 38. Rendements des xylosides purifiés obtenus 
 

 
Conditions 

(tps, volume) 

DP1 DP2 

 
mg/g de 

xylanes 
mg/mL 

mg/g de 

xylanes 
mg/mL 

Catéchol 4 h, 100 mL 46,0 4,6 — — 

Résorcinol 4 h, 100 mL 12,5 1,2 27,0 2,7 

Conditions : 10% (p/v) xylanes, 20 UI/mL de xylanase, 0,5 M alcool à 50°C sous agitation. 

 

Contrairement au phénol, les rendements avec les polyphénols sont corrects. Le 

xylobioside dérivé du catéchol n’a pas été isolé lors de la purification mais le rendement pour le 

DP1 correspondant est de 46,0 mg/g de xylanes. Pour le résorcinol, 39,5 mg de xylosides/g de 

xylanes ont été obtenus, alors que pour le phénol, 22,7 mg/g de xylanes ont été obtenus. L’étude 

de la xylanase de Hypsizigus marmoreus a également montré que si avec le phénol la 

transglycosylation n’avait pas lieu, l’efficacité de transglycosylation des polyphénols est 

d’environ 14% (Nishizawa et al. 2002). Dans le cas d’une xylanase de la famille GH11, les 

polyphénols sont les seuls accepteurs qui fonctionnent correctement, probablement grâce à une 

meilleure orientation dans le site actif due à la présence du deuxième groupement hydroxyle 

(Chiku et al. 2008).  
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 Tous les accepteurs testés permettent une synthèse de xylosides et de xylobiosides, mais 

selon la structure de l’accepteur, les rendements sont plus ou moins importants. Lorsque les 

accepteurs comportent une fonction alcool primaire, 50 UI/mL de xylanase sont utilisées et les 

rendements varient de 38,9 jusqu’à 124,4 mg de xylosides/g de xylanes. Pour les accepteurs 

possédant une fonction phénol, 20 UI/mL de xylanes sont utilisées et les rendements sont faibles 

(22,7 mg de xylosides/g de xylanes au maximum). Lorsqu’un accepteur possède deux fonctions 

phénols (catéchol et résorcinol), 20 UI/mL de xylanes sont utilisées et les rendements sont plus 

élevés (39,5 et 46,0 mg de xylosides/g de xylanes), montrant l’importance d’un deuxième 

groupement hydroxyle. La nature de l’accepteur a également une influence sur le ratio DP1/DP2, 

l’hydrolyse secondaire est donc affectée par la nature des aglycones.  

La xylanase NS22083 présente une préférence pour catalyser une réaction de 

transglycosylation avec les alcools possédant une fonction alcool primaire comparé aux phénols. 

Cette observation a été confirmée lors de la synthèse avec l’alcool 4-hydroxybenzylique et 

l’alcool p-coumarique avec l’obtention de produits de transglycosylation sur la fonction primaire 

largement majoritaire. 

 L’ensemble de ces produits a été caractérisé et évalué pour leur capacité à initier la 

biosynthèse de GAGs.  

 

II.3. Evaluation biologique  
 

 L’ensemble des tests biologiques a été effectué au sein de l’équipe MEDyC « Matrice 

Extracellulaire et Dynamique Cellulaire » à la Faculté de Médecine de Reims, par Aurore 

Chatron-Colliet, ingénieure de recherche recrutée dans le cadre du projet XYLOCOS. 

 

 Les cellules CHO pgsA-745 sont des cellules ovariennes de hamster qui sont déficientes 

en xylosyltransférase I (Esko et al. 1987). Cette transférase initie naturellement la synthèse de 

PGs par l’ajout d’un résidu xylopyranosyle sur un résidu sérine de la protéine « cœur ». Ces 

cellules étant déficientes en cette enzyme, elles ne peuvent donc pas amorcer une synthèse de 

GAGs endogènes.  

 En revanche, le reste de l’arsenal enzymatique est présent et notamment la 

galactosyltransférase I (β4GalT7) qui, en présence de xylosides, permet une synthèse exogène 

des GAGs. Cette souche cellulaire est utilisée couramment comme modèle car elle permet de 

visualiser facilement l’effet d’un xyloside sur l’amorçage de la biosynthèse des GAGs.  
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II.3.1. Cytotoxicité 
 

Avant de cribler la capacité des xylosides à amorcer la synthèse de GAGs, il est nécessaire 

de s’assurer que ces derniers n’ont pas d’effet cytotoxique sur les cellules et n’induisent pas une 

mortalité cellulaire.  

La cytotoxicité des xylosides est déterminée à l’aide du test MTT qui est un test 

colorimétrique qui permet de quantifier l’activité mitochondriale. Ce test est basé sur le clivage 

d’un sel de tétrazolium (MTT) par la succinate déshydrogénase mitochondriale en formazan qui 

forme un précipité violet dans la mitochondrie (Figure 91). La quantité de précipité formé est 

proportionnelle à la quantité de cellules vivantes. La quantification de formazan produit par une 

lecture de DO à 560 nm permet de connaître la quantité relative de cellules vivantes et actives 

métaboliquement. Lors des tests de cytotoxicité, les xylosides sont ajoutés à 100 µM de 

concentration finale dans une culture de CHO pgsA-745 pendant 72 h. 

 

 

 

Figure 91. Le principe du test MTT 

 

 Comme ce test permet de connaître la quantité relative de cellules vivantes d’après une 

lecture de DO à 560 nm, des contrôles négatifs et positifs sont nécessaires. Le contrôle négatif 

est une culture sans ajout de xylosides, alors que les contrôles négatifs sont réalisés par un ajout 

d’une concentration de 2,5 et 10 µM de doxorubicine. La doxorubicine est une molécule connue 

pour avoir un effet cytotoxique sur les cellules. Les résultats sont présentés sous forme de ratio 

selon la DO obtenue pour le contrôle négatif (conditions normales de croissance).  

 Sur les Figure 92 et Figure 93, le contrôle négatif est égal à 1 alors que les ratios des 

contrôles positifs sont à environ 0,6 et 0,3 selon la concentration en doxorubicine. Ainsi, de 

faibles ratios impliquent que les molécules sont cytotoxiques. Tous les xylosides ne sont pas 

totalement solubles dans l’eau lors de la préparation des solutions mères à 10 mM. Dans certains 

cas du DMSO a dû être ajouté, ce qui correspond à une concentration finale de 0,1% de DMSO 

lors des essais à 100 µM. Nous avons vérifié que le DMSO ne présente pas d'effet cytotoxique en 

le testant à 0,1% (résultats non montrés).  
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a) Cytotoxicité des « click » xylosides 
 

L’analyse des résultats présentés sur la Figure 92 montre qu’aucun des « click » xylosides 

(Tableau 39) n’est cytotoxique à 100 µM de concentration finale sur les cellules CHO pgsA-745. 

Pour les composés 3e et 4e, les ratios sont légèrement inférieurs à tous les autres xylosides 

testés, cependant une observation microscopique des cellules montre que la morphologie et le 

nombre de cellules ne sont pas modifiés. Ils ne sont donc pas cytotoxiques. 

  

 

  



148 

Tableau 39. Rappel des groupements aglycones composant les « click » xylosides 

 

 

 R  R 

3a 

 

3e 

 4a 4e 

3b 

 

3f 

 4b 4f 

3c 

 

3g 

 4c 4g 

3d 

 

3h 

 4d 4h 

 

 

Figure 92. Résultats du test MTT en présence des « click » xylosides et xylobiosides 
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b) Cytotoxicité des aryl xylosides 
 

 Le Tableau 40 récapitule les noms donnés aux aryl xylosides pour la compréhension lors 

des évaluations biologiques. 

 

Tableau 40. Noms donnés aux différents xylosides et xylobiosides avec des aglycones aromatiques.  
 

 

   

 R  R 

PX 

 

HX 

 

PX2 HX2 

BZX 

 

FX 

 BZX2  

PTX 

 

VAX 

 

PTX2  

CX 

 

VEX 

 

CX2  

COX 

 

 

 

COX2  

 

 La Figure 93 montre le test MTT pour les xylosides et xylobiosides comportant une 

partie aglycone aromatique. Aucun des composés synthétisés n’est cytotoxique.  
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Figure 93. Résultats du test MTT en présence des aryl xylosides et xylobiosides. 

 
II.3.2. Criblage des xylosides et xylobiosides 

 

 Les GAGs sont des molécules qui sont partiellement sulfatées sur les groupements 

hydroxyles du disaccharide répétitif lors de leur maturation. Cette propriété est utilisée pour 

faire un marquage radioactif et ainsi permettre leur quantification.  

 Lors de la culture cellulaire des cellules CHO pgsA-745, les xylosides ont été introduits 

avec un milieu contenant du sulfate radioactif 35SO42- pendant 24 h. Au cours de la biosynthèse 

amorcée par les xylosides, les GAGs vont incorporer dans leurs chaînes du soufre radioactif (35S). 

Après élimination du 35S en excès, la quantité de 35S incorporé dans les GAGs produits est 

quantifiée à l’aide d’un compteur à scintillation.  

 Les GAGs sont des macromolécules qui sont présentes dans la MEC principalement. Ils 

sont produits dans la cellule, précisément dans l’appareil de Golgi, puis excrétés dans le milieu 

extracellulaire. Dans notre cas, ce milieu extracellulaire, est notre milieu de culture. Par 

conséquent, les résultats présentés correspondent à une quantification des GAGs présents dans 

le milieu de culture. Néanmoins, une quantification des GAGs du milieu intracellulaire a aussi été 

réalisée. Le taux de radioactivité à l’intérieur des cellules est inférieur d’un facteur 1000 à celui 

du milieu extracellulaire et n’a pas été pris en compte. 

 Pour discriminer le 35S incorporé dans les GAGs et le 35S résiduel (non incorporé) dans le 

milieu de culture, les GAGs sont précipités sur papier Whatman® 3 MM avec un sel d’ammonium 

quaternaire (Rapraeger and Bernfield 1985). Les GAGs précipités sont ensuite quantifiés. 
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 Lors des différentes manipulations, le 4-méthylumbelliféryl-β-D-xylopyranoside (Umb-

Xyl) a été utilisé comme contrôle positif car il est connu pour induire efficacement la synthèse 

exogène des GAGs (Okayama et al. 1973, Lugemwa and Esko 1991, Lugemwa et al. 1996) (Figure 

94). 

 

 

 
Figure 94. 4-méthylumbelliféryl-β-D-xylopyranoside (Umb-Xyl) 

 

 Lors des différents essais, et pour éviter les biais de la variabilité expérimentale, les 

résultats sont présentés selon l’incorporation relative de 35S par les GAGs synthétisés à partir 

des xylosides, en comparaison des GAGs amorcés par le témoin Umb-Xyl. L’incorporation de 35S 

pour le Umb-Xyl est définie à 100% ce qui permet de faire une comparaison entre les différents 

xylosides sans variabilité expérimentale. 
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a) « Click » xylosides 
 

 Les résultats de la synthèse de GAGs par les « click » xylosides sont présentés au niveau 

de la Figure 95. Le Tableau 41 présente un rappel des numéros attribués aux molécules.  

 
Tableau 41. Rappel des groupements aglycones composant les « click » xylosides 

 

 

 R  R 

3a 

 

3e 

 4a 4e 

3b 

 

3f 

 4b 4f 

3c 

 

3g 

 4c 4g 

3d 

 

3h 

 4d 4h 

 

Figure 95. Amorçage de la biosynthèse de GAGs par les « click » xylosides et xylobiosides à 100 µM dans le 
milieu de culture des cellules CHO pgsA-745. 
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 Le contrôle correspond à la culture cellulaire sans xyloside. Comme attendu, les cellules 

CHO pgsA-745 déficientes en xylosyltransférase ne synthétisent pas de GAGs, alors que l’ajout 

dans le milieu de 100 µM d’Umb-Xyl restaure une synthèse exogène importante. A l’exception 

des composés 3d et 4d pour lesquels les résultats sont comparables au contrôle, tous les autres 

xylosides 3 et xylobiosides 4 permettent un amorçage de la synthèse des GAGs à 100 µM de 

concentration finale.  

  

 Avec une partie aglycone identique, les xylobiosides 4 sont toujours de moins bons 

initiateurs de la synthèse des GAGs que leurs équivalents xylosides 3. L’effet de la partie glycone 

est donc important. Dans la littérature, Sarkar et al. insistent sur l’importance du nombre de 

groupements hydroxyles lors de la pénétration d’un glycoside dans la membrane plasmique 

(Sarkar et al. 1995). La Figure 96 présente une étude sur la pénétration de glycosides dans les 

cellules CHO et montre que le nombre de groupements hydroxyles influe sur la pénétration dans 

les cellules. Le xyloside () comportant trois groupements hydroxyles pénètre plus facilement 

que le galactoside () qui en comporte quatre. Les disaccharides comportant six groupements 

hydroxyles (, ) ne peuvent pas pénétrer efficacement dans les cellules (Sarkar et al. 1995). 

Les auteurs ont ensuite acétylé certaines positions sur les disaccharides et ont pu observer que 

la présence de plus de cinq groupements hydroxyles libres limite fortement la pénétration d’un 

disaccharide dans la cellule. Les xylobiosides de notre étude comportent cinq groupements 

hydroxyles. Une première explication de leur efficacité moindre par rapport à leurs équivalents 

xylosides serait donc leur moindre pénétration dans la cellule. 

 

  

 

 

 

 

 
Figure 96. Pénétration de glycosides dans les cellules CHO à 100 µM par suivi de fluorescence (Sarkar et 
al. 1995). 
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 Selon la partie aglycone, le ratio d’incorporation de 35S dans la structure des GAGs entre 

les xylosides et leurs équivalents xylobiosides varie. Alors que le xylobioside 4f est 10 fois moins 

efficace que le xyloside correspondant 3f, le facteur de baisse d'efficacité de 4h par rapport à 3h 

est seulement de 1,4. La partie aglycone a donc également une influence sur la synthèse des 

GAGs amorcée par les xylobiosides. Lorsque les groupements introduits sur l’hétérocycle 

triazole sont apolaires, le ratio est plus important entre 3 et 4 : 3a-4a (5 fois moins efficace), 3e-

4e (4 fois moins efficace) et 3f-4f (10 fois moins efficace), alors que le ratio pour les composés 

avec des groupements polaires comme 3b-4b ou encore 3c-4c est moins important (3 à 1,3 fois 

moins efficace).  

  

 Il n’y a quasiment pas de différence sur l’initiation de la synthèse de GAGs entre 3g 

(27%) et 4g (31%). Tran et al. ont synthétisé des clusters comportant plusieurs xylosides sur la 

même « plate-forme » et ont mis en évidence le fait que deux chaînes de GAGs peuvent être 

synthétisées à partir d’un cluster (Figure 97) (Tran et al. 2013). Ils ont ensuite testé la différence 

entre les clusters avec des xylosides totalement acétylés ou non acétylés. Les résultats ont 

montré que la synthèse des GAGs est toujours plus efficace lors de l’utilisation des clusters avec 

des groupements hydroxyles protégés par des acétates, grâce à leur pénétration plus efficace à 

travers la membrane plasmique. Les acétates sont clivés par des estérases intracellulaires et les 

xylosides sont donc sous forme déprotégée lors de la galactosylation (Sarkar et al. 1995).  

 

  
 
Figure 97. Un exemple de clusters de xylosides de Tran et al. (Tran et al. 2013) 

 

Au sein des cellules, les deux xylosides 3g et 3h doivent avoir la même structure grâce à 

la déprotection des acétates par des estérases, donc avoir la même affinité pour la β4GalT7 

(Sarkar et al. 1995). L’acétylation d’un xylose aurait dû améliorer la pénétration de 3g dans les 

cellules et donc permettre une synthèse de GAG plus efficace que pour 3h, or il n’y a pas de 

différence entre le xyloside protégé ou non : 3g et 3h. Pour leurs équivalents xylobiosides (4g et 

4h), nous retrouvons la même tendance. La différence dans notre cas est que les xylosides ne 

sont pas totalement protégés, le résidu xylose de la partie glycone qui est lui sous forme 

déprotégé peut expliquer ce résultat.  

 Johnsson et al. ont également synthétisé des molécules comportant deux résidus xyloses, 

un 2,6-dihydroxynaphtalène mono- ou bis-xylosylé (Johnsson et al. 2007b) et comparé leur 

efficacité sur la synthèse des GAGs (Figure 98). L’élongation de deux chaînes de GAGs se produit 

à partir de ces composés bis-xylosylés, qui sont en général, moins efficaces que les mono-
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xylosylés. Cette efficacité diffère selon la position sur le motif aromatique des deux résidus 

xyloses. Il n’est donc pas exclu que 3g et 3h puissent permettre d’amorcer la synthèse de deux 

chaînes de GAGs, même si leur efficacité est faible. 

 

 

Figure 98. 2,6-dihydroxynaphtalène mono- ou bis-xylosylé (Johnsson et al. 2007b). 

 

  Les xylosides les plus efficaces sont les xylosides qui comportent des aglycones 

hydrophobes (3a, 3e, 3f) (90 à 100%). L’importance du caractère hydrophobe de la partie 

aglycone des xylosides pour amorcer efficacement la synthèse des GAGs a déjà été mise en 

évidence (Sarkar and Esko 1995, Kuberan et al. 2008). 

 

 Des études de dose-dépendance ont ensuite été réalisées sur les xylosides les plus 

efficaces (Figure 99). Les trois xylosides aussi efficaces que l’Umb-Xyl à 100 µM ont été testés à 

10 µM (3a, 3e, 3f) (Figure 99, b) puis 3e a été testé à 1 µM (Figure 99, c) afin de voir l’influence 

de la concentration sur l’initiation de la synthèse de GAGs par rapport à Umb-Xyl.  

 

 

Figure 99. Dose-dépendance des xylosides à : a) 100 µM, b) 10 µM et c) 1 µM comparé à Umb-Xyl.  

  

 A 100 µM, les xylosides 3a, 3e, 3f agissent avec la même efficacité sur la synthèse de 

GAGs que le témoin Umb-Xyl (Figure 99, a), alors qu’à 10 µM, seul 3e agit aussi efficacement que 

Umb-Xyl. L’influence de la nature du substituant lié à l’hétérocycle triazole est important pour la 

capacité des xylosides à initier la synthèse de GAGs. Le substituant alkyle (3a) est un moins bon 

initiateur de la synthèse de GAGs que les substituants aromatiques. Le xyloside 3e présente un 
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substituant phényle lié directement à l’hétérocycle triazole alors que le xyloside 3f possède un 

substituant benzyle. Ils ne diffèrent que par la présence ou non d’un méthylène mais cette 

différence semble suffisante pour avoir un effet négatif sur la capacité à initier la synthèse de 

GAGs avec une diminution de 55% de l’incorporation de 35S à 10 µM (Figure 99, b). La distance 

entre le xylose et l’aglycone est également connue pour être un facteur qui influence la capacité 

des xylosides à initier la synthèse de GAGs (Holmqvist et al. 2013). Cet effet sera vu plus en 

détails dans le § II.3.2 d). 

 

 

3e 

 

3f 

 
Figure 100. Structures des xylosides 3e et 3f. 

 

A 1 µM, 3e est nettement plus efficace que l’Umb-Xyl avec 160% d’incorporation de 35S. 

Sobue et al. avaient déjà mis en évidence que l’influence de la variation de l’aglycone sur 

l’amorçage de la synthèse de GAGs diminue avec l’augmentation de la concentration, en 

s’appuyant sur le fait que la diffusion passive est une facteur important de la synthèse des GAGs 

(Sobue et al. 1987).  

 D’après le criblage des « click » xylosides, le composé 3e est donc le plus intéressant car 

à 1 µM, il permet une synthèse plus importante d’un facteur de 1,6 que Umb-Xyl. 

  

 Les deux principales propriétés qui permettent aux xylosides d’être initiateurs de la 

biosynthèse de GAGs sont : 

 - être capables de traverser la membrane plasmique par diffusion passive, puis traverser 

la membrane de l’appareil de Golgi (lieu où réside la β4GalT7), 

 - être accepteurs de la galactosyltransférase I (β4GalT7) afin d’amorcer la biosynthèse 

exogène des GAGs. 

Cette étude a montré que les xylobiosides sont de moins bons initiateurs de la 

biosynthèse de GAGs que leurs équivalents xylosides. Ce résultat n’est donc pas dû à un effet de 

la partie aglycone mais à la partie glycone. La présence de deux résidus xylose (xylobiosides) au 

lieu d’un seul (xylosides) a un effet négatif.  

Par des expériences complémentaires, nous avons voulu savoir si cet effet était dû à la 

pénétration dans la cellule qui se faisait moins efficacement pour les xylobiosides et/ou à une 

différence d’affinité de la β4GalT7 pour les xylosides ou les xylobiosides.  
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b) « Click » xylosides vs « click » xylobiosides: impact du 
DP sur la pénétration dans la cellule et sur l'activité de la β4GalT7 
 

« Click-it inside » 

Dans un premier temps, la pénétration des xylosides et xylobiosides dans les cellules a 

été évaluée. Les différents « click » xylosides 3 et 4 ne peuvent pas être marqués directement 

pour faire un suivi. Nous avons donc tiré parti des propargyl xyloside 1 et xylobioside 2 pour 

réaliser ce suivi car ils portent une fonction alcyne terminale qui peut être fonctionnalisée avec 

un azoture portant un marquage fluorescent. Dans un premier temps, il a fallu s’assurer de 

l’absence de cytotoxicité de ces produits et de leur capacité à amorcer la biosynthèse des GAGs. 

Les résultats sont présentés dans la Figure 101. Le propargyl xyloside (DP1, 1) et le propargyl 

xylobioside (DP2, 2) ne sont pas cytotoxiques (Figure 101, a), et initient bien une synthèse 

exogène de GAGs. La différence entre 1 et 2 au niveau de l'incorporation du 35S est comparable 

aux résultats précédents (Figure 101, b). 

 

 

Figure 101. Evaluation biologique des propargyl xylosides : a) Tests MTT avec 100 µM de 1 et 2 et b) 
Amorçage de la biosynthèse de GAGs par les 1 et 2 à 100 µM dans le milieu de culture des cellules CHO 
pgsA-745. 

 

 La chimie « click » a ensuite été utilisée dans cette étude afin de marquer le xyloside 1 et 

le xylobioside 2 à l’aide de l’Alexa-488, un azoture commercial portant un groupement 

fluorescent (Figure 102). La réaction a lieu entre la fonction alcyne terminale de 1 et 2 et un 

azoture comportant un fluorophore (Alexa-488) en présence de Cu(I) (Figure 103).  
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Figure 102. Le fluorophore : « Alexa Fluor® 488 azide » 

 

 

Figure 103. Principe de « click-it inside » 

 

Une culture de cellules CHO pgsA-745 est réalisée sur lames puis les xylosides 1 ou les 

xylobiosides 2 sont ajoutés à une concentration finale de 100 µM. Après 1 h d’incubation, le 

milieu de culture est enlevé et les cellules sont lavées. Les cellules sont ensuite fixées avec du 

paraformaldéhyde. La fixation permet de figer tous les constituants du milieu intracellulaire 

ainsi que les xylosides présents. Les cellules sont ensuite perméabilisées afin que les réactifs 

utilisés (Alexa-488-N3 et Cu(I)) puissent entrer dans les « cellules ». La réaction de « click » se 

produit et les xylosides sont maintenant marqués par fluorescence. 

 

 Par une observation des images d et g, la différence du marquage fluorescent est 

flagrante. La couleur verte est plus présente dans l’image d. La fusion des images permet de 

montrer la superposition des couleurs et donc de s’assurer que les xylosides marqués sont bien 

dans les cellules. Une analyse par le logiciel ImageJ (Figure 104, b) a permis de confirmer cette 

observation avec 30% d’intensité de fluorescence pour les cellules incubées avec le xyloside 1 et 

moins de 10% pour le xylobioside 2. 
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Figure 104. Entrée des propargyl xyloside 1 et xylobioside 2 dans les cellules, a) Observation 
microscopique (x 20) de cellules non traitées (a-c), de cellules traitées avec 1 (d-f) et avec 2 (g-i) ; b) 
Quantification de l’intensité de fluorescence avec le logiciel ImageJ. La quantification a été analysée par un 
test de Student et les résultats sont considérés comme significatif p<0,05.  

 

 Après 1 h d’incubation, le xyloside 1 pénètre plus facilement dans les cellules que le 

xylobioside 2. Nous pouvons conclure de cette étude que l’augmentation du DP de la partie 

glycone a une influence négative sur la pénétration dans les cellules. Par analogie, il est 

raisonnable de penser que les différences observées entre les xylosides 3 et xylobiosides 4 sur la 

capacité à amorcer la synthèse de GAGs pourraient être liées à la pénétration plus faible des 

xylobiosides au sein des cellules. Cette hypothèse est en accord avec les résultats de Sarkar et al. 

concernant la limitation de la pénétration dans les cellules de disaccharides (Sarkar and Esko 

1995, Sarkar et al. 1995). 

 En revanche, cette étude ne donne aucune information sur le transport différentiel des 

xylosides ou des xylobiosides dans l’appareil de Golgi où réside la β4GalT7. Contrairement au 

transport au travers de la membrane plasmique qui se fait par diffusion passive, l’entrée dans 

l’appareil de Golgi s’effectue par un transport vésiculaire (Fernandez and Warren 1998). 

Cependant, nous pouvons émettre l’hypothèse que si les xylobiosides sont en quantité moindre 

dans le cytosol, alors ils le seront également dans l’appareil de Golgi, le transport vésiculaire 

s’effectuant du cytosol vers l’appareil de Golgi. 

  

Affinité de la β4GalT7 pour les xylosides et les xylobiosides 

 Afin d'évaluer si la partie glycone des xylosides impacte l'efficacité de la β4GalT7, les 

paramètres cinétiques de cette enzyme ont été déterminés en présence des molécules 3e et 4e, 

ainsi que de l’Umb-Xyl. La β4GalT7 est une enzyme clé lors du processus de synthèse exogène 
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des GAGs initiée par les xylosides. Elle permet la galactosylation du xyloside en présence d’un 

UDP-Gal (Figure 105). 

 

 

Figure 105. Réaction catalysée par la β4GalT7 

 

 Cette étude a été réalisée sur le « click » xyloside le plus intéressant d’après les études 

précédentes sur l’activation de la biosynthèse des GAGs 3e et l’équivalent xylobioside 4e (Figure 

106). Lors de l’étude sur l’activation de la biosynthèse des GAGs, 3e est 4 fois plus efficace que 

4e et 1,6 fois plus efficace que Umb-Xyl à une concentration de 1 µM. 

 

 
 
Figure 106. Les xyloside et xylobioside utilisés pour cette étude. 

 

Dans le cadre d’une collaboration avec l’équipe de S. Fournel-Gigleux « MolCelTEG » à 

l’Université de Nancy, les paramètres cinétiques de la β4GalT7 en présence du xyloside 3e et de 

l’équivalent xylobioside 4e ont été déterminés et comparés avec ceux de l’Umb-Xyl. Ces tests ont 

été réalisés sur une β4GalT7 recombinante produite et purifiée au sein de leur laboratoire. Les 

cinétiques ont été effectuées à 37°C pendant 30 min en présence de β4GalT7, d’UDP-Gal et de 0 à 

5 mM de xylosides 3e ou 4e. Des gammes étalons ont été réalisées avec les xylosides et la 

formation du produit de réaction a été suivie par UV à une longueur d'onde de détection de 320 

nm pour Umb-Xyl et 250 nm pour les composés 3e et 4e. 

Les paramètres cinétiques sont présentés dans le Tableau 42. Les valeurs de KM de la 

β4GalT7 pour 3e sont équivalentes à celle de Umb-Xyl, mais le kcat est légèrement supérieur ce 

qui conduit à une augmentation de 17% de l’efficacité catalytique (kcat/KM) comparé à Umb-Xyl. 

C’est un résultat intéressant sachant que Umb-Xyl est connu comme un des meilleurs substrats 

pour cette enzyme. Concernant, l’équivalent xylobioside 4e, le KM est 3 fois plus grand que 3e, ce 

qui signifie que l’affinité pour ce substrat est nettement inférieure. L’efficacité catalytique pour 

4e est 4 fois moins importante que pour 3e.  
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Tableau 42. Paramètres cinétiques de la β4GalT7 recombinante avec les composés : 3e, 4e et 

Umb-Xyl. 

 
 KM kcat kcat/KM 

 mM min-1 min-1.mM-1 

Umb-Xyl 0,44 ± 0,05 103,46 ± 10,52 237,44 

3e 0,45 ± 0,18 129,79 ± 20,08 285,77 

4e 1,56 ± 0,25 112,27 ± 9,60 72,01 

 

Le xyloside 3e et le xylobioside 4e sont tous deux des substrats de la β4GalT7 mais celle-

ci a une affinité plus importante pour le xyloside. Tsutsui et al. ont cristallisé la β4GalT7 de 

drosophile avec un xylobiose dans le site actif (Tsutsui et al. 2013). Ces travaux ont montré que 

le xylose de l’extrémité non-réductrice joue le rôle de l’accepteur et se fixe dans le site actif par 

le biais d’interactions hydrophobes. La Figure 107 montre le site actif d’une β4GalT7 mutée 

(D211N) en présence d’un napthyl xyloside (Siegbahn et al. 2015). Le résidu xylose est entouré 

par la poche catalytique tandis que l’aglycone s’étend à partir du site de liaison jusqu’à 

l'extérieur du site actif de l’enzyme constitué principalement de résidus aromatiques. Le xylose 

crée des liaisons hydrogènes avec les résidus du site actif (D212, L209, N211) et une interaction 

CH-π entre H5 et le noyau aromatique de Y177, alors que la partie naphtyle adopte une 

interaction de stacking avec Y179. L’environnement hydrophobe (Y177, Y179) dans le site actif 

suggère que les interactions de stacking sont un mode préférentiel pour les accepteurs. Dans le 

cas du xylobioside, le xylose lié à la partie aglycone pourrait se retrouver à l’extérieur du site 

actif où sont situés des résidus aromatiques (Saliba et al. 2015, Siegbahn et al. 2015) 

Le xylose peut initier la synthèse de GAGs et être accepteur de la β4GalT7, mais l’affinité 

de l’enzyme pour le xylose est moindre par rapport aux xylosides comportant des aglycones 

aromatiques (xylose KM = 16 mM et pNP-xyl KM = 1,27 mM) (Daligault et al. 2009, Pasek et al. 

2010). L’affinité de la β4GalT7 est donc influencée par la partie aglycone qui forme des 

interactions hydrophobes à l’extérieur de l’enzyme avec des résidus aromatiques (Saliba et al. 

2015, Siegbahn et al. 2015). Dans notre cas, le second xylose doit moins bien s’accommoder dans 

cet environnement hydrophobe à l’extérieur du site actif par rapport à des aglycones 

aromatiques et entraîne une galactosylation moins efficace (Saliba et al. 2015).  
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Figure 107. Un naphtyl xyloside dans le site actif de la β4GalT7 (Siegbahn et al. 2015). 

 

 La comparaison des xylosides et xylobiosides lors de cette étude a montré que les 

xylosides traversent plus efficacement la membrane plasmique que leurs équivalents 

xylobiosides. Un xyloside et un xylobioside avec la même partie aglycone ont été testés sur 

l’activité de la β4GalT7 et montrent que l’enzyme présente une affinité ainsi qu’une efficacité 

catalytique plus élevées pour le xyloside comparativement au xylobioside. Ces deux études 

permettent de conclure que la différence d’efficacité entre les xylosides et les xylobiosides pour 

initier la biosynthèse des GAGs est due à la fois à une pénétration moins efficace dans les cellules 

des xylobiosides et au fait qu’ils sont des moins bons substrats pour la β4GalT7 que leurs 

équivalents xylosides.  
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c) Aryl xylosides 
  

La capacité à amorcer la synthèse de GAGs des xylosides et des xylobiosides comportant 

une partie aglycone aromatique a été évaluée à une concentration finale de 100 µM (Tableau 43 

et Figure 108) de la même manière que pour les « click » xylosides. Pour rappel, les résultats 

sont présentés selon l’incorporation relative de 35S par les GAGs synthétisés à partir des 

xylosides évalués en comparaison des GAGs synthétisés à partir de l’Umb-Xyl. 

 

Tableau 43. Noms donnés aux différents xylosides et xylobiosides avec des aglycones aromatiques.  
 

 

   

 R  R 

PX 

 

HX 

 

PX2 HX2 

BZX 

 

FX 

 BZX2  

PTX 

 

VAX 

 

PTX2  

CX 

 

VEX 

 

CX2  

COX 

 

 

 

COX2  

 

Tous les aryl xylosides initient la synthèse de GAGs, et six sont aussi efficaces que l’Umb-

Xyl à 100 µM (PX, BZX, PTX, CX, CX2, FX). 
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Figure 108. Amorçage de la biosynthèse de GAGs par les aryl xylosides et xylobiosides à 100 µM dans le 
milieu de culture des cellules CHO pgsA-745. 

 

Dans un premier temps, nous avons comparé les xylosides et les xylobiosides avec une 

même partie aglycone. Comme observé en série « click » xylosides, les xylobiosides sont de 

moins bons initiateurs de la biosynthèse des GAGs que les xylosides correspondants à 

l’exception des dérivés de l’alcool cinnamique, CX et CX2, qui initient la synthèse des GAGs à la 

même intensité. Pour les autres composés, la différence entre les xylosides et les xylobiosides 

varie d’un facteur 5 entre PX et PX2 à un facteur 1,6 entre BZX et BZX2. Si nous comparons la 

Figure 95 et la Figure 108, les xylobiosides comportant un aglycone aromatique sont de 

meilleurs initiateurs de la synthèse des GAGs que ceux comportant un noyau triazole. Les 

meilleurs « click » xylobiosides sont moins efficaces que le témoin Umb-Xyl (20% 

d’incorporation de 35S) alors que les aryl xylobiosides restent des amorceurs plus efficaces 

(100% pour CX2, 64% pour BZX2, 37% pour HX2 et 31% pour PTX2 d’incorporation de 35S). 

L’ajout d’une partie aromatique peut moduler l’hydrophobie des xylobiosides et augmenter leur 

capacité à amorcer la synthèse des GAGs par une meilleure pénétration dans les cellules, mais 

également augmenter leur affinité pour la β4GalT7. L’environnement hydrophobe à l’extérieur 

de l’enzyme est constitué de résidus aromatiques, la présence d’un aglycone aromatique peut 

améliorer les interactions hydrophobes entre le substrat et l’enzyme (Siegbahn et al. 2015).  

 A 100 µM, les xylosides PX, BZX, PTX, CX et FX initient la synthèse de GAGs aussi bien 

que l’Umb-Xyl. HX est un peu moins efficace que Umb-Xyl (67% d’incorporation de 35S). Ce 

xyloside est bien connu pour sa capacité à initier la synthèse de GAGs et possède un effet 

antiprolifératif sur des cellules cancéreuses (Mani et al. 2004, Jacobsson et al. 2006a, Jacobsson 

et al. 2007, Cheng et al. 2009, Nilsson et al. 2009, Siegbahn et al. 2014, Siegbahn et al. 2015). 
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L’affinité de la β4GalT7 pour HX et BZX a été évaluée (Garcia-Garcia et al. 2011). L’efficacité 

catalytique est de 52,1 mM-1.s-1 pour HX et 205,7 mM-1.s-1 pour BZX, ce qui peut expliquer que 

HX soit moins efficace que BZX lors de l’incorporation de 35S (Figure 108) (Garcia-Garcia et al. 

2011).  

Une étude de dose-dépendance est également indispensable afin de voir l’effet de la 

partie aglycone car une concentration élevée peut « lisser » les résultats comme vu 

précédemment (Figure 109) (Sobue et al. 1987, Fritz et al. 1994).  

 

 

Figure 109. Dose-dépendance des xylosides à : a) 10 µM et c) 1 µM comparé à Umb-Xyl.  

 

A 10 µM, BZX, PTX, CX initient la synthèse des GAGs de manière comparable à l’Umb-Xyl 

(Figure 109, a). Le xylobioside CX2 a une efficacité moindre que l’équivalent xyloside CX à 10 

µM. La concentration a donc bien un effet lors du criblage de la capacité des xylosides à initier la 

synthèse des GAGs (Fritz et al. 1994, Sarkar et al. 1995).  

A 1 µM, BZX initie la synthèse des GAGs comme l’Umb-Xyl, mais PTX et CX initient la 

synthèse plus efficacement que le témoin Umb-Xyl, avec 138% et 260% d’incorporation de 35S 

par rapport à l’Umb-Xyl, respectivement (Figure 109, b).  

Dans cette étude, le xyloside le plus efficace comme initiateur de la synthèse de GAGs est 

CX qui provient de la réaction avec l’alcool cinnamique, mais BZX et PTX sont également 

intéressants.  
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d) Comparaison entre « click » et aryl xylosides 
 

 Tous les « click » et les aryl xylosides ont été évalués pour leur capacité à initier la 

biosynthèse exogène de GAGs. Cela a permis de sélectionner différentes molécules et de les 

comparer entre elles.  

 L’ajout d’un groupement hydroxyle diminue la capacité de synthèse des GAGs si l’on 

compare CX et COX (Figure 108). En effet, CX agit aussi efficacement que l’Umb-Xyl, alors que 

COX, qui ne diffère que par un groupement hydroxyle supplémentaire est moins efficace (21% 

d’incorporation de 35S). L’ajout d’un groupement hydroxyle sur 3b (en comparaison à 3a) a 

également conduit à une diminution de 70% de son incorporation de 35S (Figure 95). Or, l’ajout 

d’un groupement hydroxyle ne conduit pas toujours à la diminution de la synthèse de GAGs. En 

effet, l’efficacité de la β4GalT7 est plus importante pour le 2,6-hydroxynaphtyl xyloside (HX) 

comparé au naphtyl xyloside (Siegbahn et al. 2015) et conduit à une meilleure efficacité pour la 

synthèse des GAGs (Holmqvist et al. 2013).  

 

 

CX 

 

COX 

 

3a 

 

3b 

 

Naphtyl xyloside 

 

HX 

 
Figure 110. Rappel des structures d’aryl xylosides. 

 

La distance entre le noyau aromatique et le xylose mais également la nature de 

l’espaceur sont des critères connus pour influencer la capacité des xylosides à initier la synthèse 

de GAGs (Victor et al. 2009, Holmqvist et al. 2013, Siegbahn et al. 2014). Dans la Figure 111, cinq 

xylosides sont comparés entre eux car ils contiennent tous dans leur partie aglycone un 

substituant phényle.  
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BZX 

 
PTX 

 
CX 

 
3e 

 
3f 

 
 

 

 
Figure 111. Comparaison des xylosides selon la distance xylose-substituant phényle. 

 

 Ces xylosides comportent un substituant phényle à des distances variables de la partie 

glycone (xylose) et la nature du lien peut être modifiée par une insaturation ou par un noyau 

triazole.  

 Le xyloside 3e comporte un substituant phényle lié à l’hétérocycle triazole et 3f un 

substituant benzyle, ils ne diffèrent que d’un méthylène, mais cela conduit à une diminution de 

55% de la capacité de 3e à synthétiser les GAGs à 10 µM. Si nous comparons 3f et BZ, le linker 

triazole a un effet négatif (baisse de 50% de l’activité).  

 Cependant, pour d’autres xylosides, l’augmentation de la distance entre le noyau 

aromatique et le xylose a une influence positive sur l’initiation de la synthèse de GAGs. En effet, 

plus la distance s’accroit BZX (2 atomes)>PTX (3 atomes)>CX (4 atomes) et plus la capacité des 

xylosides pour la synthèse de GAGs augmente. Mais 3e qui est distant de 5 atomes et 3f qui est 

distant de 6 atomes ont une activité moins importante que CX. La distance de 4 liaisons entre 

atomes est peut-être la distance optimale entre le noyau aromatique et le xylose pour une 

synthèse de GAGs efficace, mais la structure de l’espaceur est également à prendre en compte. 

L’insaturation peut avoir un effet positif (CX) et le lien triazole un effet négatif (3e et 3f).  

L’augmentation de la distance entre le xylose et un aglycone naphtyle a été testée pour la 

capacité des xylosides à initier la synthèse de GAGs et les paramètres cinétiques en présence de 

ces xylosides ont été étudiés (Tableau 44) (Holmqvist et al. 2013, Siegbahn et al. 2015).  
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Tableau 44. Efficacité catalytique de la β4GalT7 en présence de xylosides et capacité des xylosides à initier 
la synthèse de GAGs (Holmqvist et al. 2013, Siegbahn et al. 2015). 

 

 

 GAGs β4GalT7 (kcat/KM en mM-1.s-1) 
NX1 24 2,6 
NX2 55 3,8 
NX3 79 5,2 
NX4 80 4,8 
NX5 74 4,7 

Les valeurs de l’initiation de la synthèse des GAGs sont exprimées comme la valeur des fractions en 35S des cellules 
traitées avec des xylosides divisée par la valeur des fractions en 35S des cellules non traitées. Cellules CCD-1095Sk  
 

 Comme dans le cas de nos résultats, l’augmentation de la distance entre le xylose et 

l’aglycone présente l’avantage de permettre une synthèse des GAGs plus efficace des xylosides 

jusqu’à une distance optimale correspondant à une chaîne de quatre atomes de carbone, ensuite 

pour une distance plus élevée l’efficacité de la galactosylation diminue (Holmqvist et al. 2013, 

Siegbahn et al. 2015). 

 

II.4. Synthèse chimique et évaluation biologique des C- et 
S-xylosides 
 

 L’avantage de synthétiser des molécules en modifiant la nature de la liaison glycosidique 

par un atome de soufre ou de carbone est que ces molécules ont une meilleure stabilité 

enzymatique et chimique par rapport aux O-xylosides correspondants. 

 En 1987, Sobue et al. ont étudié la capacité à initier la biosynthèse des GAGs du phényl O-

β-xyloside et de ses analogues S-, C-, N-β-xylosides (Sobue et al. 1987). Le O-xyloside et S- 

xyloside initient avec la même efficacité la synthèse des GAGs à 50 µM sur des cellules de la peau 

alors qu’à 100 µM, le O-xyloside est plus efficace. Les équivalents C- et N-xylosides sont eux peu 

efficaces.  

Récemment, les paramètres cinétiques de la β4GalT7, première enzyme impliquée dans 

la biosynthèse des GAGs, ont été étudiés pour des naphtyl O-, S- et C- β-xylosides (Siegbahn et al. 

2015). L’efficacité catalytique pour ces substrats (kcat/KM en mM-1.s-1) est de 9,4 pour le S-

xyloside, 2,6 pour le O-xyloside et de 1,0 pour le C-xyloside. Comme dans l’étude de Sobue et al., 

c’est le S-xyloside qui est le meilleur accepteur pour cette enzyme.  
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 Dans cette thèse, nous avons également souhaité étudier l’influence de la nature de 

l’atome impliqué dans la liaison glycosidique du benzyl β-xyloside qui est connu pour initier la 

synthèse de GAGs de manière efficace (Robinson et al. 1975, Robinson and Lindahl 1981). La 

synthèse des analogues S- et C-β-xylosides du benzyl xyloside a donc été entreprise par voie 

chimique. 

 

II.4.1. Synthèse chimique du S-xyloside 
 

La synthèse de S-glycosides est possible par voie enzymatique mais nécessite de réaliser 

une mutation de la diade catalytique, notamment du résidu acide/base en un résidu neutre 

comme l’alanine, qui n’intervient plus dans le mécanisme de transglycosylation (Armstrong  et 

al. 2010). Cette mutation conduit à l’appellation de l’enzyme sous le nom thioglycoligase. 

L’utilisation d’un donneur activé permet la formation de l’intermédiaire glycosyl-enzyme sans 

l’aide du résidu acide/base. Puis, un transfert efficace intervient entre un accepteur sucre 

comportant un thiol, plus nucléophile que son équivalent oxygéné et ne nécessitant pas 

l’assistance du résidu acide/base (Figure 112). 

 

 
 
Figure 112. Transglycosylation par une thioglycoligase 

 

Nous n’avons pas opté pour cette stratégie pour la synthèse du benzyl 1-thioxyloside, 

notamment car nous n’avons pas accès à la séquence primaire en acides aminés de la xylanase 

commerciale, et donc une mutagénèse dirigée n’est pas envisageable. Nous avons donc mis en 

œuvre une stratégie de synthèse chimique du S-xyloside.  

 

La synthèse du benzyl 1-thio-β-D-xyloside est réalisée en 3 étapes à partir du D-xylose 

avec un rendement global de 47% (Figure 113). 
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Figure 113. Synthèse du benzyl 1-thio-β-D-xyloside.  

 

L’anomère β du xylose peracétylé est obtenu avec un rendement de 82% sous contrôle 

cinétique en présence de D-xylose et d’acétate de sodium dans l’anhydride acétique à 100°C 

(Konstantinovic et al. 2001, Oldham et al. 2013). 

La réaction du 1,2,3,4-tétra-O-acétyl-β-D-xylopyranose en présence d’un acide de Lewis 

(BF3.OEt2, SnCl4,…) et d’un alcool ou un thiol est une méthode générale pour la synthèse de O-β- 

et S-β-xylopyranosides. 

Le choix de l’acide de Lewis est déterminant pour le rapport anomérique (α/β) des S-β-

D-xylopyranosides synthétisés par cette méthode (Contour et al. 1989). En effet, l’utilisation de 

BF3.OEt2 conduit à un mélange d’anomères avec l’anomère β comme composé majoritaire 

(Ferrier and Furneaux 1976, Connolly et al. 1980). Le chlorure de zirconium (IV) a été utilisé car 

c’est un catalyseur efficace pour la thioglycosylation avec une sélectivité complète en β avec 

64% de rendement (Contour et al. 1989). La déprotection des groupements acétates a été 

effectuée par une solution de méthanolate de sodium dans le méthanol avec un rendement de 

90%. 

 

II.4.2. Synthèse chimique du C-xyloside 
 

La synthèse de C-xylosides n’est pas possible par voie enzymatique. Une voie de synthèse 

du phényléthyl C-xyloside en 2 étapes à partir du xylose a été mise au point avec un rendement 

global de 26%. La première étape est la réaction de Lubineau en présence de D-xylose et de 

dibenzoylméthane en milieu basique qui conduit à une cétone intermédiaire. La seconde étape 

est une hydrogénation afin de réduire la fonction carbonyle (Figure 114).  

 

 

Figure 114. Synthèse du phényléthyl β-C-xyloside. 

 

La réaction de Lubineau est utilisée pour former des C-glycosides en une seule étape à 

partir de sucres non protégés dans une solution aqueuse basique à chaud (Rodrigues et al. 

2000). La formation d’un C-glycoside comprend la condensation d'une β-dicétone en milieu 

basique avec le sucre de départ, l’élimination d’une molécule d’eau en β, puis la cyclisation de 
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l’intermédiaire qui conduit au C-glycoside. Ce composé intermédiaire subit une réaction de 

Claisen rétro-aldol sous des conditions basiques (Rodrigues et al. 2000) (Figure 115). La 

réaction est thermodynamiquement contrôlée et conduit à un β-C-D-glycoside, en raison du 

faible effet anomère et de l’effet stérique (préférence de la chaîne latérale cétone en position 

équatoriale) (Postema 1992, Riemann et al. 2002). 

 

 
Figure 115. Mécanisme de la réaction de Lubineau. 

 

 Cette réaction a été utilisée pour la synthèse de Pro-Xylane® (L’Oréal) en présence de 

pentane-2,4-dione, suivie par la réduction de la fonction carbonyle (Figure 116) (Cavezza et al. 

2009). Le Pro-Xylane® est une molécule connue pour initier la synthèse des GAGs et participe à 

la formulation de nombreux cosmétiques. 

 
 
Figure 116. La synthèse du Pro-Xylane® 

 

Feng et al. ont optimisé le rendement de cette réaction à partir de D-glucose et de 

dibenzoylméthane à l'aide d'une irradiation par micro-ondes, de l’utilisation d’un co-solvant et 

en faisant varier le rapport dibenzoylméthane (bicarbonate de sodium)/nombre de moles du 

glucose (2:1) (Feng et al. 2011). Dans les mêmes conditions, un rendement de 89% en C-xyloside 

est obtenu à partir de D-xylose (Feng et al. 2011). Dans notre cas, nous avons remplacé 

l’irradiation sous micro-ondes par un chauffage à reflux pendant 15 h. Le rendement obtenu est 

de 41%. 

 L’hydrogénation est effectuée dans des conditions décrites dans la littérature 

(Hashimoto and Takahashi 2009). Nous avons obtenu un rendement de 63% (voir Matériel et 

Méthodes).  
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II.4.3. Influence de la nature de l’atome impliqué 
dans la liaison glycosidique sur l’activité de la β4GalT7 
 

Les paramètres cinétiques de la β4GalT7 ont été étudiés sur le benzyl β-xyloside (BZX) 

et ses analogues carboné (C-BZX) et soufré (S-BZX), synthétisés au laboratoire, en comparaison 

avec l’Umb-Xyl, molécule de référence (Tableau 45).  

  

Tableau 45. Paramètres cinétiques de la β4GalT7 recombinante avec l’umbélliferryl -D-

xyloside, le benzyl -D-xyloside et ses analogues carboné et soufré. 

 
 KM kcat kcat/KM 

 mM s-1 s-1.mM-1 

 

Umb-Xyl 

0,40 1,5 3,8 

 

BZX 

3,83 2,3 0,6 

 

S-BZX 

2,35 1,6 0,7  

 

C-BZX 

35,76 3,4 0,1 

 

 Tous les xylosides testés sont substrats de la β4GalT7. L’affinité (KM) de la β4GalT7 pour 

les trois xylosides synthétisés est plus faible que l’affinité pour l’Umb-Xyl, alors que les 

constantes catalytiques (kcat) sont quant à elles supérieures. Ces résultats conduisent à une 

faible efficacité catalytique (kcat/KM) pour les xylosides synthétisés en comparaison avec l’Umb-

Xyl. 

 En série benzyle, la meilleure efficacité catalytique est obtenue pour le composé soufré 

(S-BZX) (0,7 s-1.mM-1). L’efficacité catalytique pour le composé oxygéné est légèrement plus 

faible (BZX) (0,6 s-1.mM-1) et beaucoup plus faible pour le composé carboné (C-BZX) (0,1 s-1.mM-

1). L’enzyme a une affinité pour S-BZX 40% plus importante par rapport à BZX. En revanche, la 

constante catalytique est plus faible pour S-BZX, ce qui conduit au final à une faible différence 
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d’efficacité catalytique entre ces deux composés. Pour le C-xyloside (C-BZX), la faible efficacité 

catalytique est due à la très faible affinité de l’enzyme pour ce composé.  

Récemment, Siegbahn et al. ont étudié l’influence de la variation de l’atome impliqué 

dans la liaison glycosidique et ont déterminé les paramètres cinétiques d’une β4GalT7 pour le 

naphtyl xyloside et ses analogues soufré et carboné (Tableau 46) (Siegbahn et al. 2015). Les 

résultats obtenus montrent une efficacité catalytique de la β4GalT7 pour les composés testés qui 

varie de la manière suivante : S>O>C. La présence d’un soufre dans la liaison glycosidique 

conduit à une augmentation de l’affinité de l’enzyme de 40% et de la constante catalytique de 

30% par rapport au composé oxygéné. Pour le composé carboné, l’affinité est plus faible pour ce 

composé.  

 

Tableau 46. Paramètres cinétiques d’une β4GalT7 avec le naphtyl -D-xyloside et ses analogues carboné et 
soufré et avec le 2,6-hydroxynapthyl -D-xyloside (HX) (Siegbahn et al. 2015) 
 

 KM kcat kcat/KM 

 mM s-1 s-1.mM-1 

 

0,58 1,5 2,6 

 

0,25 2,3 9,4 

 

2,4 2,5 1,0 

HX 

0,31 1,6 5,2 

 

Si l’on compare nos résultats à ceux de la littérature (Siegbahn et al. 2015), l’influence de 

l’atome intervenant dans la liaison glycosidique conduit à un ordre d’efficacité catalytique 

similaire (S>O>C) entre les séries benzyle et naphtyle. Dans les deux cas, la présence d’un soufre 

permet une augmentation de l’affinité de l’ordre de 40%. Cependant, en série benzyle, la 

constante catalytique est inférieure pour le composé soufré et conduit à une différence 

d’efficacité catalytique moindre qu’en série naphtyle. Dans les deux séries, le C-xyloside présente 

la plus faible efficacité catalytique. 

 

Les paramètres cinétiques de la β4GalT7 pour HX ont été étudiés dans deux travaux de la 

littérature (Tableau 46 et Tableau 47) (Garcia-Garcia et al. 2011, Siegbahn et al. 2015). Pour le 

même composé HX, les résultats obtenus sont différents. Il  semble donc difficile de comparer les 

paramètres cinétiques de la galactosyltransférase β4GalT7 issus de différents travaux. De la 
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même manière, nos résultats obtenus avec BZX sont très différents de  ceux obtenus par Garcia-

Garcia et al (Garcia-Garcia et al. 2011).  

Etant donné les différences importantes de valeurs de paramètres cinétiques obtenues 

selon les études,  il est difficile de comparer directement les paramètres cinétiques de l’enzyme 

pour les séries benzyle (nos travaux) et napthyle (travaux de Siegbahn) et d’affirmer que la 

β4GalT7 présente une activité plus importante en séries napthyle que benzyle.  

 

Tableau 47. Paramètres cinétiques d’une β4GalT7 (Garcia-Garcia et al. 2011) 

 

 KM kcat kcat/KM 

 mM s-1 s-1.mM-1 

 

BZX 

0,28 50,7 205,7 

HX 

0,58 30,2 52,1 

 

 Lors du criblage de la capacité des xylosides à amorcer la synthèse de GAGs, BZX a été 

testé. A 1 µM, il conduit à un amorçage de la synthèse de GAGs avec une  même intensité que 

l’Umb-Xyl (Figure 109). Malgré une efficacité catalytique de la β4GalT7 six fois plus élevée pour 

l’Umb-Xyl que pour BZX, à 1 µM de concentration, on n’observe pas de différence en terme de 

synthèse de GAGs.  

 En résumé, le remplacement de l’oxygène impliqué dans la liaison glycosidique par un 

soufre permet une augmentation de l’efficacité catalytique alors que son remplacement par un 

méthylène la diminue. Ces résultats sont conformes aux résultats de la littérature qui décrivent 

que les thioxylosides sont de meilleurs initiateurs de la synthèse de GAGs et ont une activité plus 

élevée que leurs analogues oxygénés (Sobue et al. 1987, Jacobsson et al. 2007) alors que les 

carbonés sont moins efficaces (Sobue et al. 1987, Malmberg et al. 2006). 

 Les thioglycosides plus stables in vivo que leurs analogues oxygénés sensibles à 

l’hydrolyse enzymatique peuvent représenter une famille de composés particulièrement 

intéressants  pour des applications biologiques. 

Il est indispensable d’étudier les analogues S- et C- benzyl xylosides pour leur capacité à 

initier la synthèse de GAGs. Pour aller plus loin dans l’interprétation de nos résultats, il pourrait 

être intéressant de développer une approche de modélisation moléculaire qui permettrait de 

comparer les séries napthyle et benzyle afin d’obtenir des informations sur le positionnement de 

la partie aglycone dans le site catalytique de la galactosyltransférase. En effet, la présence d’un 

méthylène, en série benzyle, entre la partie aromatique et l’atome intervenant dans la liaison 
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glycosidique apporte un degré de liberté supplémentaire qui pourrait moduler les interactions 

entre les résidus du site catalytique et le substrat et justifier les différences observées sur les 

paramètres cinétiques.  
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III. Conclusion 
 

 Une bibliothèque de xylosides et xylobiosides originaux comportant une partie aglycone 

avec un hétérocycle triazole fonctionnalisé a été préparée par une approche de synthèse chimio-

enzymatique. L’ensemble de ces composés a été étudié pour évaluer leurs propriétés 

d’activation de la biosynthèse des GAGs.  

 L’optimisation de la synthèse enzymatique des propargyl -xyloside et -xylobioside par 

une xylanase commerciale a permis d’obtenir un rendement global satisfaisant de 15% à partir 

des xylanes commerciaux. Comparé à une méthode de chimie organique, ces propargyl xyloside 

et xylobioside ont été obtenus en une seule étape avec un contrôle total de la stéréosélectivité en 

β. Puis, la réaction de chimie « click » avec différents azotures a permis la synthèse de nombreux 

xylosides et xylobiosides comportant un hétérocycle triazole diversement substitué avec des 

rendements élevés.  

 D’autre part, par une seule étape de synthèse enzymatique, des aryl xylosides et 

xylobiosides ont été synthétisés. Les conditions de synthèse n’ont pas été optimisées. Selon la 

structure de l’alcool aromatique, la transglycosylation est plus ou moins importante. La xylanase 

NS22083, utilise préférentiellement les accepteurs possédant une fonction alcool primaire par 

rapport aux phénols. En effet, la synthèse avec le phénol et le 2,6-dihydroxynaphtalène conduit à 

des rendements de transglycosylation faibles.  

 Afin d’évaluer l’influence de la nature de la liaison glycosidique, le benzyl xyloside 

obtenu par transglycosylation a été comparé à ses analogues S- et C-xylosides obtenus par 

synthèse chimique. 

 Des tests biologiques pour évaluer l’activité de l’ensemble de ces xylosides sur 

l’activation de la biosynthèse des GAGs ont été réalisés sur un modèle cellulaire (CHO pgsA-745) 

qui ne permet pas la synthèse endogène de GAGs. Les « click » et les aryl xylosides et 

xylobiosides ne sont pas cytotoxiques et permettent tous un amorçage de la biosynthèse des 

GAGs. L’efficacité de la synthèse des GAGs dépend essentiellement de la nature de la partie 

aglycone. En effet, pour les « click » xylosides, les substituants hydrophobes sur le noyau triazole 

ont conduit à une production de GAGs importante. Nous avons identifié le composé 3e, porteur 

d'un substituant phényle sur l’hétérocycle triazole, comme un initiateur de chaîne de GAGs plus 

efficace que le Umb-Xyl à une faible concentration (1 µM). 

 Les deux principales propriétés qui permettent aux xylosides d’être initiateurs de la 

synthèse de GAGs sont la capacité de traverser la membrane plasmique par diffusion passive et 

l’aptitude à être substrat de la β4GalT7 afin d’amorcer la biosynthèse exogène des GAGs. Notre 

étude a montré que les « click » xylobiosides sont de moins bons initiateurs de la biosynthèse 

des GAGs que leurs équivalent xylosides. Nous avons réalisé, avec une expérience originale, une 

réaction « click » dans des cellules fixées et perméabilisées pour attester que la pénétration dans 
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les cellules est différente selon la partie glycone (DP1vs DP2). De plus, nous avons montré que 

les xylobiosides sont des substrats moins efficaces pour l'étape de galactosylation enzymatique 

catalysée par la β4GalT7. Nous en avons conclu que le xylose lié à la partie aglycone ne doit pas 

bien s’accommoder dans l’environnement hydrophobe à l’extérieur du site actif qui comporte 

des résidus aromatiques ce qui pourrait expliquer la plus faible affinité de la β4GalT7 pour les 

xylobiosides (Tsutsui et al. 2013, Saliba et al. 2015). Les aryl xylobiosides sont plus efficaces que 

les « click » xylobiosides lors de l’amorçage de la synthèse de GAGs, soit parce qu’ils pénètrent 

mieux dans la membrane plasmique (aglycone hydrophobe module la polarité) soit parce qu’ils 

sont de meilleurs accepteurs de la β4GalT7. Le cinnamyl xylobioside (CX2) est même aussi 

efficace que l’Umb-Xyl à 100 µM. Dans cette étude, trois aryl xylosides ont montré de très bonnes 

propriétés d’activation de la biosynthèse des GAGs, le benzyl xyloside (BZX), le phénéthyl 

xyloside (PTX) et le cinnamyl xyloside (CX). A 1 µM, ils ont montré une efficacité sur l’initiation 

de la synthèse de GAGs égale ou supérieure au témoin Umb-Xyl. La distance entre le xylose et le 

noyau aromatique est un paramètre qui influence l’affinité de la β4GalT7 pour ces composés et 

peut expliquer les différences entre ces trois composés (Holmqvist et al. 2013, Siegbahn et al. 

2015). 

  

  En résumé, pour la première fois, le rôle du degré de polymérisation de xylosides dans 

l'initiation de la biosynthèse des GAGs a été étudié. Des études complémentaires devront 

maintenant être effectuées pour déterminer la nature et la composition des chaînes de GAGs 

produites selon le DP des xylosides synthétisés. Ces évaluations biologiques ont été réalisées sur 

un modèle cellulaire (CHO pgsA-745), modèle optimal pour réaliser un premier criblage mais 

qui ne reflète pas la complexité des réactions qui peuvent se produire in vivo. Dans le cadre 

d’applications cosmétiques, il faudra réaliser ces tests sur des fibroblastes, cellules humaines 

présentes dans le derme qui sécrètent des PGs et des GAGs. Contrairement au modèle utilisé, ces 

cellules sont capables de réaliser la synthèse de PGs et les xylosides vont alors être en 

compétition avec la synthèse endogène des GAGs. De plus, la pénétration des xylosides dans les 

cellules dépend de la nature des cellules donc cela peut modifier les résultats obtenus. 

 

 Soliance, partenaire industriel du projet, avait pour objectif le « scale-up » pour la 

production des xylosides d’intérêt à l’échelle de quelques centaines de grammes en fin de projet. 

D’après notre étude, le cinnamyl xyloside (CX) est le composé le plus intéressant. L’optimisation 

de la production de cinnamyl xyloside est actuellement en cours avec un changement d’échelle 

(réacteur de 3,5 L), une mise au point des conditions réactionnelles avec des sources de xylanes 

et de xylanase différentes ainsi qu’une modification des conditions de purification. 

Des tests complémentaires de l'évaluation biologique du cinnamyl xyloside CX sont 

également en cours : évaluation de la cytotoxicité du produit sur fibroblastes dermiques 
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humains, analyse d'expression génique sur 90 gènes spécifiques de la fonction dermique. Des 

résultats préliminaires ont permis d'identifier un puissant effet anti-oxydant du produit.  
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IV. Caractérisation des produits 
 

IV.1. Produits issus de la synthèse chimio-enzymatique 
 

Prop-2-ynyl β-D-xyloside (1) 

 

Solide blanc; F = 132°C; [] 𝑌𝐷
20 = -85.9 (0,21, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 2.92 (1 H, s large, 

H alcyne), 3.28 (1 H, dd, J2,1 7.8, J2,3 9.2, 2-H), 3.33 (1 H, dd, J5,4 10.5, J5,5 11.6, 5-H), 3.45 (1 H, t, J3,2 = 

J3,4 9.2, 3-H), 3.62 (1 H, ddd, J4,5 5.4, J4,3 9.2, J4,5 10.5, 4-H), 3.97 (1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.6, 5-H), 4.44 

(2 H, s large, OCH2), 4.58 (1 H, d, J1,2 7.8, 1-H); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 56.7 (OCH2), 65.2 (C-5), 

69.1 (C-4), 72.8 (C-2), 75.6 (C-3), 76.3 (C-H alcyne), 78.8 (C-alcyne), 101.5 (C-1); ESI-HRMS: m/z 

calculé pour C8H12O5Na: [M+Na]+: 211.0582, trouvé: 211.0585. 

 

 

Prop-2-ynyl β -D-xylobioside (2) 

 

Solide blanc; F = 95.5°C; [] 𝑌𝐷
20 = -83.3 (0,38, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 2.83 (1 H, s large, 

H alcyne), 3.18 (1 H, dd, J2’,1’ 7.9, J2’,3’ 9.2, 2’-H), 3.22-3.24 (1 H, m, 5’-H), 3.24 (1 H, dd, J2,1 7.7, J2,3 

8.2, 2-H), 3.33 (1 H, dd, J5,4 9.2, J5,5 11.8, 5-H), 3.35 (1 H, dd, J3’,4’ 5.9, J3’,2’ 9.2, 3’-H), 3.50 (1 H, dd, 

J3,2 8.2, J3,4 9.8, 3-H), 3.54-3.56 (1 H, m, 4’-H), 3.71 (1 H, ddd, J4,5 5.2, J4,5 9.2, J4,3 9.8, 4-H), 3.89 (1 

H, dd, J5’,4’ 5.5, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 4.03 (1 H, dd, J5,4 5.2, J5,5 11.8, 5-H), 4.36 (2 H, s large, OCH2), 4.38 (1 

H, d, J1’,2’ 7.9, 1’-H), 4.53 (1 H, d, J1,2 7.7, 1-H); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 56.6 (OCH2), 62.8 (C-5), 

65.1 (C-5’), 69.0 (C-4’), 72.5 (C-2), 72.6 (C-2’), 73.5 (C-3), 75.4 (C-3’), 76.1 (C-4), 76.2 (C-H 

alcyne), 78.5 (C-alcyne), 101.1 (C-1), 101.7 (C-1’); ESI-HRMS: m/z calculé pour C13H20O9Na: 

[M+Na]+: 343.1005, trouvé: 343.0996. 
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Prop-2-ynyl β-D-xylotrioside 

 

Solide amorphe; [] 𝑌𝐷
20 = -68.6 (0,38, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 2.91 (1 H, s large, H 

alcyne) 3.27 (1 H, dd, J2’’,1’’ 7.9, J2’’,3’’ 9.2, 2’’-H), 3.29-3.37 (3 H, m, 2-H et 2’-H et 5’’-H), 3.38-3.44 (2 

H, m, 5’-H et 5-H), 3.45 (1 H, t, J3’’,2’’ = J3’’,4’’ 9.2, 3’’-H), 3.57 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.2, 3’-H), 3.60 (1 H, t, 

J3,2 = J3,4 9.2, 3-H), 3.63 (1 H, ddd, J4’’,5’’ 5.5, J4’’,3’’ 9.2, J4’’,5’’ 10.1, 4’’-H), 3.77-3.82 (2 H, m, 4’-H et 4-

H), 3.98 (1 H, dd, J5’’,4’’ 5.5, J5’’,5’’ 11.6, 5’’-H), 4.09-4.13 (2 H, m, 5’-H et 5-H), 4.44-4.45 (2 H, m, 

OCH2), 4.47 (1 H, d, J1’’,2’’ 7.9, 1’’-H), 4.49 (1 H, d, J1’,2’ 7.8, 1’-H), 4.61 (1 H, d, J1,2 7.7, 1-H); RMN 13C 

(D2O, 125 MHz): δ 62.9 (C-5), 62.9 (C-5’), 65.2 (C-5’’), 69.1 (C-4’’), 72.6 (C-2 et C-2’), 72.7 (C-2’’), 

79.60 (C-3 et C-3’), 75.6 (C-3’’), 76.2 (C-4’), 76.3 (C-4), 76.2 (C-H alcyne), 78.5 (C-alcyne), 101.3 

(C-1’’), 101.6 (C-1’), 101.8 (C-1); ESI-HRMS: m/z calculé pour C18H28O13Na: [M+Na]+: 475.1428, 

trouvé: 475.1436. 

 

 

3a 

 

Laque jaune; [] 𝑌𝐷
20 = -57.9 (0,21, CH3OH); RMN 1H (CD3OD, 600 MHz): δ 0.97 (3 H, t, J 7.4, 

triazole-CH2-CH2-CH2-CH3), 1.34 (2 H, sex, J 7.4, triazole-CH2-CH2-CH2), 1.89 (2 H, qu, J 7.4, 

triazole-CH2-CH2), 3.20 (1 H, dd, J2,1 7.5, J2,3 9.0, 2-H), 3.22 (1 H, dd, J5,4 10.3, J5,5 11.5, 5-H), 3.32-

3.35 (1 H, m, 3-H), 3.49 (1 H, ddd, J4,5 5.4, J4,3 9.0, J4,5 10.3, 4-H), 3.89 (1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.5, 5-

H), 4.33 (1 H, d, J1,2 7.5, 1-H), 4.41 (2 H, t, J 7.4, triazole-CH2), 4.73 (1 H, d, J 12.4, OCH2), 4.91 (1 H, 

d, J 12.4, OCH2), 7.90 (1 H, s, H triazole); RMN 13C (CD3OD, 150 MHz): δ 13.7 (triazole-CH2-CH2-

CH2-CH3), 20.6 (triazole-CH2-CH2-CH2), 33.3 (triazole-CH2-CH2), 51.1 (triazole-CH2), 63.0 (OCH2), 

67.0 (C-5), 71.2 (C-4), 74.9 (C-2), 77.8 (C-3), 104.3 (C-1), 125.1 (C-H triazole), 145.61 (C-

triazole); ESI-HMRS: m/z calculé pour C12H21N3O5: [MH]+: 310.1379, trouvé: 310.1387. 

 

4a 

 

Laque jaune; [] 𝑌𝐷
20 = -63.9 (1,55, CH3OH); RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 0.92 (3 H, t, J 7.5, 

triazole-CH2-CH2-CH2-CH3), 1.30 (2 H, sex, J 7.5, triazole-CH2-CH2-CH2), 1.85 (2 H, qu, J 7.5, 

triazole-CH2-CH2), 3.16-3.23 (3 H, m, 2-H, 2’-H et 5’-H), 3.26-3.30 (2 H, m, 5-H et 3’-H), 3.41 (1 H, 

t, J3,2 = J3,4 8.8, 3-H), 3.47 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.4, J4’,3’ 8.8, J4’,5’ 10.3, 4’-H), 3.62 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 8.8, 

J4,5 10, 4-H), 3.85 (1 H, dd, J5’,4’ 5.4, J5’,5’ 11.5, 5’-H), 4.00 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 11.7, 5-H), 4.29 (1 H, d, 
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J1’,2’ 7.7, 1’-H), 4.30 (1 H, d, J1,2 7.4, 1-H), 4.35 (2 H, t, J 7, triazole-CH2), 4.69 (1 H, d, J 12.4, OCH2), 

4.87 (1 H, d, J 12.4, OCH2), 7.94 (1 H, s, H triazole); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 13.7 (triazole-

CH2-CH2-CH2-CH3), 20.6 (triazole-CH2-CH2-CH2), 33.3 (triazole-CH2-CH2), 51.1 (triazole-CH2), 63.0 

(OCH2), 64.6 (C-5), 67.1 (C-5’), 71.1 (C-4’), 74.3 (C-2’), 74.6 (C-2), 75.8 (C-3), 77.6 (C-3’), 78.2 (C-

4), 104.0 (C-1), 104.0 (C-1’), 124.1 (C-H triazole), 145.6 (C-triazole); ESI-HMRS: m/z calculé pour 

C17H30N3O9Na: [MH]+: 420.1982, trouvé: 420.1979. 

 

3b 

 

Solide jaune pâle; décomposition à T>188°C; [] 𝑌𝐷
20 = -47.1 (0,28, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): 

δ 33.30 (1 H, dd, J2,1 7.8, J2,3 9.2, 2-H), 3.36 (1 H, dd, J5,4 10.5, J5,5 11.7, 5-H), 3.43 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.2, 

3-H), 3.62 (1 H, ddd, J4,5 5.5, J4,3 9.2, J4,5 10.5, 4-H), 3.97 (1 H, dd, J5,4 5.5, J5,5 11.7, 5-H), 4.01 (2 H, t, 

J 5.0, triazole-CH2-CH2-OH), 4.51 (1 H, d, J1,2 7.8, 1-H), 4.57 (2 H, t, J 5.0, triazole-CH2-CH2-OH), 

4.87 (1 H, d, J 12.6, OCH2), 4.97 (1 H, d, J 12.6, OCH2), 8.10 (1 H, s, H-triazole); RMN 13C (D2O, 125 

MHz): δ 52.5 (triazole-CH2-CH2-OH), 60.1 (triazole-CH2-CH2-OH), 62.0 (OCH2), 65.2 (C-5), 69.1 

(C-4), 72.9 (C-2), 75.6 (C-3), 102.2 (C-1), 125.7 (C-H triazole), 143.4 (C-triazole); ESI-HMRS: m/z 

calculé pour C10H17N3O6Na: [M+Na]+: 298.1015, trouvé: 298.1021. 

 

4b 

 

Solide jaune; décomposition à T>225°C; [] 𝑌𝐷
20 = -65.7 (0,28, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 

3.28 (1 H, dd, J2,1 7.8, J2,3 9.1, 2-H), 3.31 (1 H, dd, J2’,1’ 7.9, J2’,3’ 9.2, 2’-H), 3.32 (1 H, dd, J5’,4’ 10.6, J5’,5’ 

11.6, 5’-H), 3.41 (1 H, dd, J5,4 10.3, J5,5 11.8, 5-H), 3.44 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.2, 3’-H), 3.56 (1 H, t, J3,2 = 

J3,4 9.1, 3-H), 3.63 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.5, J4’,3’ 9.2, J4’,5’ 10.6, 4’-H), 3.78 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 9.1, J4,5 10.3, 

4-H), 3.98 (1 H, dd, J5’,4’ 5.5, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 4.02 (2 H, t, J 4.2, triazole-CH2-CH2-OH), 4.11 (1 H, dd, 

J5,4 5.3, J5,5 11.8, 5-H), 4.48 (1 H, d, J1’,2’ 7.9, 1’-H), 4.54 (1 H, d, J1,2 7.8, 1-H), 4.58 (2 H, t, J 5.1, 

triazole-CH2-CH2-OH), 4.88 (1 H, d, J 12.7, OCH2), 4.97 (1 H, d, J 12.7, OCH2), 8.10 (1 H, s, H 

triazole); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 52.5 (triazole-CH2-CH2-OH), 60.1 (triazole-CH2-CH2-OH), 

62,0 (OCH2), 62.9 (C-5), 65.2 (C-5’), 69.2 (C-4’), 72.7 (C-2’), 72.8 (C-2), 73.7 (C-3), 75.7 (C-3’), 

76.3 (C-4), 101.8 (C-1’), 102.0 (C-1), 125.7 (C-H triazole), 143.4 (C-triazole); ESI-HMRS: m/z 

calculé pour C15H25N3O10Na: [M+Na]+: 430.1438, trouvé: 430.1434. 
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3c 

 

Laque jaune; [] 𝑌𝐷
20 = -32.1 (0,12, H2O); RMN 1H (D2O, 600 MHz): δ 3.27 (1 H, dd, J2,1 7.8, J2,3 10.0, 

2-H), 3.31-3.35 (1 H, m, 5-H), 3.42 (1 H, t, J3,2 = J3,4 10.0, 3-H), 3.54-3.56 (2 H, m, e-CH2), 3.59-3.61 

(1 H, m, 4-H), 3.61-3.63 (2 H, m, c-CH2), 3.62-3.64 (2 H, m, d-CH2), 3.64-3.69 (2 H, m, f-CH2), 3.96 

(1 H, t, J5,4 = J5,5 10,0, 5-H), 3.99 (2 H, t, J 5, b-CH2), 4.50 (1 H, d, J1,2 7.8, 1-H), 4.64 (2 H, t, J 5, a-

CH2), 4.85 (1 H, d, J 12.5, OCH2), 4.95 (1 H, d, J 12.5, OCH2), 8.11 (1 H, s, H triazole); RMN 13C (D2O, 

150 MHz): δ 50.0 (C-a), 60.3 (C-f), 62.0 (OCH2), 65.2 (C-5), 68.7 (C-b), 69.1 (C-4), 69.3 (C-c), 69.6 

(C-d), 71.8 (C-e), 72.9 (C-2), 75.6 (C-3), 102.2 (C-1), 125.7 (C-H triazole), 143.5 (C-triazole); ESI-

HMRS: m/z calculé pour C14H25N3O8Na: [M+Na]+: 386.1539, trouvé: 386.1537. 

 

4c 

 

Laque jaune ; [] 𝑌𝐷
20 = -19.1 (0,49, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 3.27 (1 H, dd, J2,1 7.8, J2,3 9.0, 

2-H), 3.29-3.33 (2 H, m, 2’-H et 5’-H), 3.41 (1 H, dd, J5,4 10.5, J5,5 12.0, 5-H), 3.44 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 

9.3, 3’-H), 3.54-3.64 (3 H, m, 3-H et e-CH2), 3.64-3.66 (1 H, m, 4’-H), 3.65-3.69 (6 H, m, c-CH2, d-

CH2 et f-CH2), 3.79 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 9.0, J4,5 10.5, 4-H), 3.96-3.99 (1 H, m, 5’-H), 3.99-4.01 (2 H, 

m, b-CH2), 4.11 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 12, 5-H), 4.47 (1 H, d, J1,2 7.8, 1-H), 4.53 (d, J1’,2’ 7.7, 1’-H), 4.65 

(2 H, t, J 4.5, a-CH2), 4.87 (1 H, d, J 12.5, 1 H OCH2), 4.96 (1 H, d, J 12.5, 1 H OCH2), 8.11 (1 H, s, H 

triazole); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 50.0 (C-a), 60.3 (C-f), 62.0 (OCH2), 62.9 (C-5), 65.2 (C-5’), 

68.7 (C-b), 69.2 (C-4’), 69.3 (C-c), 69.7 (C-d), 71.6 (C-e), 72.7 (C-2’), 72.8 (C-2), 73.7 (C-3), 75.6 

(C-3’), 76.3 (C-4), 101.8 (C-1’), 102.0 (C-1), 125.7 (C-H triazole), 143.5 (C-triazole); ESI-HMRS: 

m/z calculé pour C19H33N3O12Na: [M+Na]+: 518.1962, trouvé: 518.1968. 

 

3d 

 

Solide blanc; décomposition à T>214°C; [] 𝑌𝐷
20 = -91.8 (0,39, H2O); RMN 1H (500 MHz, D2O): δ 

3.0 (1 H, t, J2,1 = J2,3 8.5, 2-H), 3.11-3.17 (1 H, m, 5-H), 3.36 (1 H, t, J3,2 = J3,4 8.5, 3-H), 3.41-3.45 (1 H, 

m, 4-H), 3.80 (1 H, dd, J5,4 5.3 Hz, J5,5 11.6, 5-H), 4.08 (1 H, m, NHCOOCH2CH), 4.16-4.19 (1 H, m, 

1H NHCOOCH2), 4.30 (1 H, d, J1,2 8.5, 1-H), 4.33-4.41 (2 H, m, NHCOOCH2 et CH2CHCOOH), 4.54-

4.60 (2 H, m, CH2CHCOOH et OCH2), 4.69 (1 H, d, J 11.9, OCH2), 4.81-4.83 (1 H, m, CH2CHCOOH); 

RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 46.8 (NHCOOCH2CH), 51.9 (CH2CHCOOH), 56.0 (CHCOOH), 61.7 



183 

(OCH2), 65.1 (C-5), 66.5 (NHCOOCH2), 69.1 (C-4), 72.8 (C-2), 75.5 (C-3), 102.2 (C-1), 120.1 (C-H 

triazole), 125.1 (CH-Ph), 125.4 (CH-Ph), 127.4 (CH-Ph), 127.9 (CH-Ph), 140.9 (CH-Ph), 143.7 (C-

Ph), 143.2 (C-triazole), 157.0 (OCONH), 174.4 (COOH); ESI-HMRS: m/z calculé pour 

C26H28N4O9Na: [M+Na]+: 563.1754, trouvé: 563.1747. 

 

4d 

 

Solide blanc; décomposition à T>190°C; [] 𝑌𝐷
20 = -42.1 (0,19, H2O); RMN 1H (600 MHz, D2O): δ 

3.01-3.02 (1 H, t, J2,1 = J2,3 9,0, 2-H), 3.16-3.22 (2 H, m, 2’-H et 5-H), 3.27-3.31 (1 H, m, 5’-H), 3.37-

3.42 (3 H, m, 3-H, 3’-H et 4-H), 3.61 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.4, J4’,3’ 9.5, J4’,5’ 10.5, 4’-H), 3.80 (1 H, dd, J5,4 

5.0, J5,5 12.6, 5-H), 3.96 (1 H, dd, J5’,4’ 5.4, J5’,5’ 11.3, 5’-H), 4.11-4.14 (2 H, m, NHCOOCH2CH et 

NHCOOCH2), 4.27 (1 H, d, J1’,2’ 7.8, 1’-H), 4.29 (1 H, d, J1,2 9.0, 1-H), 4.45-4.47 (1 H, m, CHCOOH), 

4.49-4.51 (1 H, m, NHCOOCH2), 4.55-4.58 (2 H, m, CH2CHCOOH et OCH2), 4.67 (1 H, d, J 12.4, 

OCH2), 4.84-4.87 (1 H, m, CH2CHCOOH); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 46.8 (NHCOOCH2CH), 52.0 

(CH2CHCOOH), 56.0 (CHCOOH), 61.8 (OCH2), 62.7 (C-5), 65.2 (C-5’), 66.5 (NHCOOCH2), 69.1 (C-

4’), 72.5 (C-2), 72.7 (C-2’), 73.4 (C-3), 75.5 (C-3’), 76.1 (C-4), 101.7 (C-1’), 102.0 (C-1), 120.1 (C-H 

triazole), 125.1 (CH-Ph), 125.2 (CH-Ph), 125.4 (CH-Ph), 125.5 (CH-Ph), 125.4 (CH-Ph), 127.4 (CH-

Ph), 127.5 (CH-Ph), 128.0 (CH-Ph), 128.0 (CH-Ph), 140.9 (C-triazole), 143.3 (C-Ph), 143.6 (C-Ph), 

143.9 (C-Ph), 157.1 OCONH), 174.4 (COOH); ESI-HMRS: m/z calculé pour C31H36N4O13Na: 

[M+Na]+: 695.2177, trouvé: 695.2183. 

 

3e 

 

Solide jaune pâle; F = 128°C; [] 𝑌𝐷
20 = -52.9 (0,20, H2O); RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.23-3.24 

(1 H, m, 2-H), 3.24-3.26 (1 H, m, 5-H), 3.34 (1 H, t, J3,2 = J3,4 8.9, 3-H), 3.52 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 8.9, 

J4,5 10.2, 4-H), 3.91 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 11.4, 5-H), 4.40 (1 H, d, J1,2 7.3, 1-H), 4.82-4.84 (1 H, m, 

OCH2), 5.00 (1 H, d, J 12.5, OCH2), 7.50 (2 H, t, J 7.8, Ph), 7.58 (2 H, t, J 7.8, Ph), 7.83 (1 H, d, J 7.8, 

Ph), 8.53 (1 H, s, H triazole); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 63.0 (OCH2), 67.0 (C-5), 71.2 (C-4), 

74.9 (C-2), 77.7 (C-3), 104.4 (C-1), 126.6 (C-H Ph), 123.4 (C-H triazole), 130.1 et 131.0 (C-H Ph), 

138.4 (C-Ph), 146.7 (C-triazole); ESI-HRMS: m/z calculé pour C14H18N3O5: [MH]+: 308.1246, 

trouvé: 308.1239. 
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4e 

 

Solide jaune pâle; F = 162-168°C; [] 𝑌𝐷
20 = -49.0 (0,50, H2O); RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.23-

3.24 (1 H, m, 2’-H), 3.24-3.26 (1 H, m, 5’-H), 3.31-3.33 (1 H, m, 2-H), 3.37-3.39 (2 H, m, 5-H et 3-

H), 3.49-3.51 (1 H, m, 3’-H), 3.52-3.54 (1 H, m, 4’-H), 3.68-3.70 (1 H, m, 4-H), 3.92 (1 H, dd, J5’,4’ 

5.3, J5’,5’ 11.7, 5’-H), 4.08 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 11.7, 5-H), 4.36 (1 H, d, J1’,2’ 7.5, 1’-H), 4.43 (1 H, d, J1,2 

7.5, 1-H), 4.86 (1 H, d, J 12.5, OCH2), 5.02 (1 H, d, J 12.5, OCH2), 7.52 (2 H, t, J 7.8, Ph), 7.61 (2 H, t, 

J 7.8, Ph), 7.86 (1 H, d, J 7.8, Ph), 8.56 (1 H, s, H triazole); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 63.0 

(OCH2), 64.6 (C-5), 67.1 (C-5’), 71.1 (C-4’), 74.3 (C-2’), 74.7 (C-2), 75.8 (C-3’), 77.6 (C-3), 78.2 (C-

4), 104.0 (C-1’), 104.1 (C-1), 121.6 (C-H Ph), 123.4 (C-H triazole), 130.1 et 131.0 (C-H Ph), 138.4 

(C-Ph), 146.6 (C-triazole); ESI-HRMS: m/z calculé pour C19H26N3O9: [MH]+: 440.1669, trouvé: 

440.1681. 

 

3f 

 

Solide blanc; F = 135.5°C; [] 𝑌𝐷
20 = -33.9 (0,22, H2O); RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.16-3.23 (1 

H, dd, J2,1 7.5, J2,3 9.0, 2-H), 3.18-3.26 (1 H, m, 5-H), 3.31 (1 H, t, J3,2 = J3,4 7.5, 3-H), 3.50 (1 H, ddd, 

J4,5 5.3, J4,3 9.0, J4,5 10.1, 4-H), 3.88 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 11.4, 5-H), 4.33 (1 H, d, J1,2 7.5, 1-H), 4.73 (1 

H, d, J 12.4, OCH2), 4.91 (1 H, d, J 12.4, OCH2), 5.61 (2 H, s, CH2-Ph), 7.31-7.43 (5 H, m, Ph), 7.99 (1 

H, s, H triazole); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 53.5 (CH2-Ph), 61.6 (OCH2), 65.6 (C-5), 69.75 (C-

4), 73.42 (C-2), 76.32 (C-3), 102.93 (C-1), 123.81 (C-H triazole), 127.72 (C-H Ph), 128.19 (C-H 

Ph), 128.62 (C-H Ph), 135.33 (C-Ph), 146.62 (C-triazole); ESI-HMRS: m/z calculé pour 

C15H19N3O5Na: [M+Na]+: 344.1222, trouvé: 344.1227. 

 

4f 

 

Solide blanc; décomposition à T>225.8°C; [] 𝑌𝐷
20 = -61.8 (0,18, DMSO); RMN 1H (DMSO, 500 

MHz): δ 2.98-3.04 (2 H, m, 2-H et 2’-H), 3.06-3.09 (1 H, m, 5’-H), 3.09-3.13 (1 H, m, 3’-H), 3.16-

3.18 (1 H, m, 5-H), 3.21-3.25 (1 H, m, 3-H), 3.26-3.31 (1 H, m, 4’-H), 3.50 (1 H, dt, J4,5 5.5, J4,3 9.4, 

4-H), 3.70 (1 H, dd, J5’,4’ 5.5, J5’,5’ 11.5, 5’-H), 3.88 (1 H, dd, J5,4 5.5, J5,5 11.5, 5-H), 4.23 (1 H, d, J1’,2’ 

7.5, 1’-H), 4.26 (1 H, d, J1,2 7.5, 1-H), 4.59 (1 H, d, J 12.1, OCH2), 4.77 (1 H, d, J 12.1, OCH2), 5.00 (4 

OH), 5.17 (1 OH), 5.59 (2 H, s, CH2-Ph), 7.30-7.39 (5 H, m, Ph), 8.15 (1 H, s, H triazole); RMN 13C 



185 

(DMSO, 125 MHz): δ 52.8 (CH2-Ph), 61.6 (OCH2), 63.3 (C-5), 65.8 (C-5’), 69.5 (C-4’), 72.6 (C-2’), 

73.2 (C-2), 74.2 (C-3), 75.4 (C-4), 76.3 (C-3’), 102.0 (C-1’), 102.7 (C-1), 124.3 (C-H triazole), 127.9 

(C-H Ph), 128.1 (C-H Ph), 128.8 (C-H Ph), 136.1 (C-Ph), 144.0 (C-triazole); ESI-HMRS: m/z calculé 

pour C20H27N3O9Na: [M+Na]+: 476.1645, trouvé: 476.1653. 

 

3g 

 

Solide jaune pâle; décomposition à T>180°C; [] 𝑌𝐷
20 = -76.5 (0,40, DMSO); RMN 1H (DMSO, 500 

MHz): δ 1,77 (3 H, s, COCH3), 1,96 (3 H, s, COCH3), 1,98 (3 H, s, COCH3), 2.97 (1 H, dd, J2,1 7.6, J2,3 

9.0, 2-H), 3.07-3.08 (1 H, m, 5-H), 3.10 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.0, 3-H), 3.28 (1 H, ddd, J4,5 5.4, J4,3 9.0, J4,5 

10.1, 4-H), 3.71 (1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.4, 5-H), 3.77 (1 H, t, J5a,4a = J5a,5a 10.0, 5a-H), 4.08 (1 H, dd, 

J5a,4a 5.6, J5a,5a 10.0, 5a-H), 4.13 (1 H, d, J1,2 7.6, 1-H), 4.61 (1 H, d, J 12.6, OCH2), 4.74 (1 H, d, J 12.6, 

OCH2), 5.09 (1 H, td, J4a,3a = J4a,5a 10.0, J4a,5a 5.6, 4a-H), 5.42 (1 H, t, J3a,2a = J3a,4a 10.0, 3a-H), 5.55 (1 H, 

t, J2a,1a = J2a,3a 10.0, 2a-H), 6.13 (d, J1a,2a 10.0, 1a-H), 8.32 (1 H, s, H-triazole); RMN 13C (DMSO, 125 

MHz): δ 20.4 (COCH3), 20.8 (COCH3), 20.9 (COCH3), 61.5 (OCH2), 64.8 (C-5a), 66.1 (C-5), 68.5 (C-

4a), 69.9 (C-4), 70.7 (C-2a), 72.6 (C-3a), 73.5 (C-2), 76.7 (C-3), 85.2 (C-1a), 102.8 (C-1), 124.0 (C-

H triazole), 144.8 (C-triazole), 169.5 (COCH3), 170.5 (COCH3), 170.5 (COCH3); ESI-HMRS: m/z 

calculé pour C19H23N3O12: [MH]+: 490.1673, trouvé: 490.1659. 

 

4g 

 

Solide jaune pâle; F = 67°C; [] 𝑌𝐷
20 = -91.8 (0,39, CH3OH); RMN 1H (500 MHz, CD3OD): δ 1,87 (3 H, 

s, COCH3), 2.04 (3 H, s, COCH3), 2.07 (3 H, s, COCH3), 3.19-3.29 (3 H, m, 2-H, 2’-H et 5-H), 3.33-

3.36 (1 H, m, 3-H), 3.35-3.38 (1 H, m, 5’-H), 3.47 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.0, 3’-H), 3.52 (1 H, ddd, J4,5 5.3, 

J4,3 8.7, J4,5 10.3, 4-H), 3.68 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.1, J4’,3’ 9.0, J4’,5’ 10.1, 4’-H), 3.79 (1 H, dd, J5a,4a 10.5, J5a,5a 

11.5, 5a-H), 3.91 (1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.5, 5-H), 4.06 (1 H, dd, J5’,4’ 5.3, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 4.27 (1 H, 

dd, J5a,4a 5.6, J5a,5a 11.5, 5a-H), 4.31 (1 H, d, J1’,2’ 7.5, 1’-H), 4.35 (1 H, d, J1,2 7.5, 1-H), 4.78 (1 H, d, J 

12.7, OCH2), 4.91 (1 H, d, J 12.7, OCH2), 5.22 (1 H, ddd, J4a,5a 5.6, J4a,3a 9.4, J4a,5a 10.5, 4a-H), 5.52 (1 

H, t, J3a,2a = J3a,4a 9.4, 3a-H), 5.58 (1 H, t, J2a,1a = J2a,3a 9.4, 2a-H), 6.05 (1 H, d, J1a,2a 9.4, 1a-H), 8.28 (1 

H, s, H triazole); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 20.2 (COCH3), 20.5 (COCH3), 20.5 (COCH3), 62.5 

(OCH2), 64.6 (C-5), 66.3 (C-5a), 67.1 (C-5’), 69.8 (C-4a), 71.1 (C-4’), 72.1 (C-2a), 73.7(C-3a), 74.3 

(C-2), 74.6 (C-2’), 75.7(C-3), 77.6 (C-3’), 78.2 (C-4), 87.3 (C-1a), 103.6 (C-1’), 104.0 (C-1), 124.4 

(C-H triazole), 146.0 (C-triazole), 170.5 (COCH3), 171.4 (COCH3), 171.5 (COCH3); ESI-HMRS: m/z 

calculé pour C24H35N3O16Na: [M+Na]+: 644,1915, trouvé: 644.1921. 
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3h 

 

Solide blanc; décomposition à T>199°C; [] 𝑌𝐷
20 = -52.4 (0,21, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 

3.29 (1 H, dd, J2,1 7.8, J2,1 9.2, 2-H), 3.34 (1 H, dd, J5,4 10.6, J5.5 11.7, 5-H), 3.43 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.2, 3-

H), 3.58-3.65 (2 H, m, 5a-H et 4-H), 3.68 (1 H, t, J3a,2a = J3a,4a 9.3, 3a-H), 3.85 (1 H, ddd, J4a,5a 5.6, 

J4a,3a 9.3, J4a,5a 10.7, 4a-H), 3.98 (1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.6, 5-H), 4.03 (1 H, t, J2a,1a = J2a,3a 9.2, 2a-H), 

4.15 (1 H, dd, J5a,4a 5.5, J5a,5a 11.5, 5a-H), 4.52 (1 H, d, J1,2 7.8, 1-H), 4.91 (1 H, d, J 12.8, OCH2), 5.00 

(1 H, d, J 12.8, OCH2), 5.71 (1 H, d, J1a,2a 9.2, 1a-H), 8.30 (1 H, s, H triazole); RMN 13C (D2O, 125 

MHz): δ 61.9 (OCH2), 65.2 (C-5), 68.0 (C-5a), 68.7 (C-4a), 69.1 (C-4), 72.1 (C-2a), 72.8 (C-2), 75.6 

(C-3), 76.0 (C-3a), 88.0 (C-1a), 102.2 (C-1), 124.6 (C-H triazole), 143.9 (C triazole); ESI-HRMS: 

m/z calculé pour C13H21N3O9Na: [M+Na]+: 386.1175, trouvé: 386.1164. 

 

4h 

 

Solide blanc; décomposition à T>183°C; [] 𝑌𝐷
20 = -64.9 (0,19, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 

3.25-3.33 (3 H, m, 5’-H, 2-H et 2’-H), 3.36 (1 H, dd, J5,4 10.2, J5,5 11.9, 5-H), 3.43 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.2, 

3-H), 3.56 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.5, 3’-H), 3.58-3.66 (2 H, m, 4’-H et 5a-H), 3.68 (1 H, t, J3a,2a = J3a,4a 9.2, 

3a-H), 3.79 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 8.6, J4,5 9.9, 4-H), 3.86 (1 H, ddd, J4a,5a 5.5, J4a,3a 9.2, J4a,5a 10.4, 4a-

H), 3.97 (1 H, dd, J5’,4’ 5.5, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 4.03 (1 H, t, J2a,1a = J2a,3a 9.2, 2a-H), 4.10 (1 H, dd, J5,4 5.3, 

J5,5 11.9, 5-H), 4.15 (1 H, dd, J5a,4a 5.5, J5a,5a 11.4, 5a-H), 4.47 (1 H, d, J1’,2’ 7.9, 1’-H), 4.54 (1 H, d, J1,2 

7.8, 1-H), 4.90 (1 H, d, J 12.8, OCH2), 5.00 (1 H, d, J 12.8, OCH2), 5.71 (1 H, d, J1a,2a 9.2, 1a-H), 8.30 

(1 H, s, H triazole); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 61.9 (OCH2), 62.9 (C-5), 65.2 (C-5’), 68.0 (C-5a), 

68.7 (C-4a), 69.2 (C-4’), 72.1 (C-2a), 72.7 (C-2’), 72.8 (C-2), 73.6 (C-3’), 75.6 (C-3), 76.0 (C-3a), 

76.3 (C-4), 88.0 (C-1a), 102.8 (C-1), 102.1 (C-1), 124.7 (C-H triazole), 143.8 (C triazole); ESI-

HRMS: m/z calculé pour C18H29N3O13Na: [M+Na]+: 518.1598, trouvé: 518.1602. 
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IV.2. Aryl xylosides 
 

Phényl-β-D-xyloside (PX) 

 

Solide blanc; F = 177°C; [] 𝑌𝐷
20 = -45.7 (0,14, CH3OH); RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.37 (1 H, dd, 

J5,4 10.1, J5,5 11.4, 5-H), 3.40-3.46 (2 H, m, 2-H et 3-H), 3.57-3.61 (1 H, m, 4-H), 3.93 (1 H, dd, J5,4 

5.3, J5,5 11.4, 5-H), 4.91-4.92 (1 H, m, 1-H), 7.01-7.07 (3 H, m, H Ph), 7.28-7.31 (2 H, m, H Ph); 

RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 66.9 (C-5), 71.0 (C-4), 74.8 (C-2), 77.7 (C-3), 102.9 (C-1), 117.8 (C-

H Ph), 123.5 (C-H Ph), 130.4 (C-H Ph), 158.9 (C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour C11H14O5Na: 

[M+Na]+: 249.0739, trouvé: 249.0733; Anal. pour C11H14O5: C 58.40, H 6.24 ; trouvé, C 57.98, H 

6.25. 

 

Phényl-β-D-xylobioside (PX2) 

 

Solide blanc; F = 75°C; [] 𝑌𝐷
20 = -78.6 (0,20, CH3OH); RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.26-3.29 (2 

H, m, 2’-H et 5’-H), 3.34-3.36 (1 H, m, 3’-H), 3.46-3.56 (3 H, m, 5-H, 2-H et 4’-H), 3.60 (1 H, t, J3,2 = 

J3,4 8.8, 3-H), 3.77 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 8.8, J4,5 10.1, 4-H), 3.95 (1 H, dd, J5’,4’ 5.4, J5’,5’ 11.4, 5’-H), 

4.10 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 11.6, 5-H), 4.39 (1 H, d, J1’,2’ 7.5, 1’-H), 4.92 (1 H, d, J1,2 7.3, 1-H), 7.03-7.09 

(3 H, m, H Ph), 7.29-7.31 (2 H, m, H Ph); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 64.5 (C-5), 67.1 (C-5’), 

71.0 (C-4’), 74.3 (C-2’), 74.5 (C-2), 75.7 (C-3), 77.6 (C-3’), 77.9 (C-4), 102.6 (C-1), 103.9 (C-1’), 

117.8 (C-H Ph), 123.5 (C-H Ph), 130.4 (C-H Ph), 158.8 (C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour 

C16H22O9Na: [M+Na]+: 381.1162, trouvé: 381.1178; Anal. pour C16H22O9H2O: C 51.06, H 6.43 ; 

trouvé, C 51.43, H 6.09. 

 

Benzyl-β-D-xyloside (BZX) (Kadi et al. 2002)  

 

Solide blanc; RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 3.30-3.37 (2 H, m, 2-H et 5-H), 3.45 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.2, 

3-H), 3.66 (1 H, ddd, J4,5 5.5, J4,3 9.2, J4,5 10.3, 4-H), 4.00 (1 H, J5,4 5.5, J5,5 11.6, 5-H), 4.52 (1 H, J1,2 

7.9, 1-H), 4.76 (1 H, d, J 11.5, OCH2), 4.92 (1 H, d, J 11.5, OCH2), 7.40-7.50 (5 H, m, Ph); RMN 13C 

(D2O, 125 MHz): δ 65.2 (C-5), 69.2 (C-4), 71.6 (OCH2), 73.0 (C-2), 75.8 (C-3), 102.1 (C-1), 128.5 

(C-Ph), 128.7 (C-Ph), 128.8 (C-Ph), 136.6 (C-Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour C12H16O5Na: 

[M+Na]+: 263.0895, trouvé: 263.0904. 
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Benzyl-β-D-xylobioside (BZX2) (Kadi et al. 2002) 

 

Solide blanc; RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 3.29 (1 H, dd, J2’,1’ 7.8, J2’,3’ 9.2, 2’-H), 3.33 (1 H, m, 5’-H), 

3.34-3.36 (1 H, m, 2-H), 3.42 (1 H, dd, J5,4 10.1, J5.5 11.8, 5-H), 3.46 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.2, 3’-H), 3.57 

(1 H, J3,2 = J3,4 9.1, 3-H), 3.65 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.5, J4’,3’ 9.2, J4’,5’ 10.4, 4’-H), 3.81 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 

9.1, J4,5 10.1, 4-H), 4.00 (1 H, J5’,4’ 5.5, J5’,5’ 11.5, 5’-H), 4.13 (1 H, J5,4 5.3, J5,5 11.8, 5-H), 4.49 (1 H, J1’,2’ 

7.8, 1’-H), 4.54 (1 H, J1,2 7.8, 1-H), 4.76 (1 H, d, J 11.6, OCH2), 4.92 (1 H, d, J 11.6, OCH2), 7.40-7.50 

(5 H, m, Ph); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 63.0 (C-5), 65.5 (C-5’), 69.2 (C-4’), 71.6 (OCH2), 72.8 (C-

2’), 72.9 (C-2), 73.8 (C-3), 75.6 (C-3’), 76.4 (C-4), 101.9 (C-1’), 102.0 (C-1); ESI-HRMS: m/z 

calculé pour C17H24O9K: [M+K]+: 411.1057, trouvé: 411.1054. 

 

2-phényléthyl-β-D-xyloside (PTX) 

 

Solide blanc; F = 80°C; [] 𝑌𝐷
20 -45.5° (0,20, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 2.93 (2 H, ddd, J 3.8, J 

6.8, J 8.0, CH2-Ph), 3.17-3.22 (2 H, m, 2-H et 5-H), 3.74-3.78 (1 H, m, 3-H), 3.48 (1 H, ddd, J4,5 5.3, 

J4,3 8.7, J4,5 10.2, 4-H), 3.76 (1 H, ddd, J 6.8, J 8.0, J 9.7, OCH2), 3.85 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 11.4, 5-H), 

3.90 (1 H, ddd, J 6.8, J 8.0, J 9.7, OCH2), 4.26 (1 H, d, J1,2 7.5, 1-H), 7.18-7.30 (5 H, m, H Ph); RMN 

13C (D2O, 125 MHz): δ 37,2 (CH2-Ph), 66.9 (C-5), 71.2 (C-4), 71.7 (OCH2), 74.8 (C-3), 77.8 (C-2), 

105.1 (C-1), 127.2 (C-H Ph), 129.4 (C-H Ph), 123.0 (C-H Ph), 130.3 (C-H Ph), 140.0 (C Ph); ESI-

HRMS: m/z calculé pour C13H18O5Na: [M+Na]+: 277.1052, trouvé: 277.1047; Anal. pour 

C13H18O5,H2O: C 57.34, H 7.14 ; trouvé, C 57.63, H 7.14. 

 

2-phényléthyl-β-D-xylobioside (PTX2) 

 

Solide blanc; F = 54°C; [] 𝑌𝐷
20 = -61.7 (0,21, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 2.93 (2 H, td, J 3.6, J 

7.3, CH2-Ph), 3.23-3.26 (4 H, m, 2-H, 2’-H, 5-H et 5’-H), 3.32-3.33 (1 H, m, 3’-H), 3.47 (1 H, t, J3,2 = 

J3,4 8.7, 3-H), 3.51 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.4, J4’,3’ 8.6, J4’,5’ 10.3, 4’-H), 3.65 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 8.7, J4,5 

10.0, 4-H), 3.74-3.78 (1 H, m, OCH2), 3.92 (1 H, dd, J5’,4’ 5.4, J5’,5’ 11.5, 5’-H), 3.99-4.04 (2 H, m, 

OCH2 et 5-H), 4.29 (1 H, d, J1,2 7.5, 1-H), 4.34 (1 H, d, J1’,2’ 7.6, 1’-H), 7.18-7.29 (5 H, m, H Ph); RMN 

13C (D2O, 125 MHz): δ 37.2 (CH2-Ph), 64.8 (C-5), 67.1 (C-5’), 71.0 (C-4’), 71.7 (OCH2), 74.3 (C-2’), 

74.6 (C-2), 75.8 (C-3), 77.6 (C-3’), 78.2 (C-4), 104.0 (C-1), 104.8 (C-1’), 127.2 (C-H Ph), 129.3 (C-H 

Ph), 130.0 (C-H Ph), 140.0 (C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour C18H26O9Na: [M+Na]+: 409.1475, 

trouvé: 409.1477; Anal. calc pour C18H26O9,H2O: C 53.46, H 6.98 ; trouvé, C 53.69, H 6.79. 
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Cinnamyl-β-D-xyloside (CX) 

 

Solide blanc; F = 135°C; [] 𝑌𝐷
20 = -60.0 (0,22, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 3.12-3.15 (1 H, m, 

2-H), 3.17 (1 H, dd, J5,4 10.3, J5,5 11.4, 5-H), 3.24-3.28 (1 H, m, 3-H), 3.43 (1 H, ddd, J4,5 5.4, J4,3 8.7, 

J4,5 10.3, 4-H), 3.81 (1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.4, 5-H), 4.22 (1 H, ddd, J 1.6, J 6.4, J 12.8, OCH2), 4.24 (1 

H, d, J1,2 7.6, 1-H), 4.40 (1 H, ddd, J 1.6, J 5.7, J 12.8, OCH2), 6.29 (1 H, ddd, J 5.7, J 6.4, J 16. ?, OCH2-

CH), 6.61 (1 H, dt, J 1.6, J 16. ? OCH2-CH=CH), 7.16-7.35 (5 H, m, H Ph); RMN 13C (D2O, 125 MHz): 

δ 67.0 (C-5), 70.8 (OCH2), 71.2 (C-4), 75.0 (C-2), 77.9 (C-3), 104.2 (C-1), 126.6 (OCH2-CH), 127.5 

(C-H Ph), 128.7 (C-H Ph), 129.6 (C-H Ph), 133.8 (OCH2-CH=CH), 138.2 (C Ph); ESI-HRMS: m/z 

calculé pour C14H18O5Na: [M+Na]+: 289.1052, trouvé: 289.1054; Anal. pour C14H18O5: C 63.15, H 

6.81 ; trouvé, C 62.99, H 6.80. 

 

Cinnamyl-β-D-xylobioside (CX2) 

 

Solide blanc; F = 174°C; [] 𝑌𝐷
20 = -75.6 (0.24, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 3.27 (1 H, dd, J2’,1’ 

7.9, J2’,3’ 9.2, 2’-H), 3.31 (1 H, dd, J5’,4’ 10.5, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 3.34 (1 H, dd, J2,1 7.8, J2,3 9.1, 2-H), 3.39 

(1 H, dd, J5,4 10.3, J5,5 11.8, 5-H), 3.45 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.2, 3’-H), 3.57 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.1, 3-H), 

3.62 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.5, J4’,3’ 9.2, J4’,5’ 10.5, 4’-H), 3.79 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 9.1, J4,5 10.3, 4-H), 3.98 

(1 H, dd, J5’,4’ 5.5, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 4.09 (1 H, J5,4 5.3, J5,5 11.8, 5-H), 4.39 (1 H, ddd, J 1.3, J 6.9, J 12.7, 

OCH2), 4.46 (1 H, d, J1’,2’ 7.9, 1’-H), 4.50 (1 H, d, J1,2 7.8, 1-H), 6.41 (1 H, dt, J 6.5, J 16. ? OCH2-CH), 

6.75 (2 H, d large, OCH2-CH=CH), 7.35-7.54 (5 H, m, H Ph); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 62.9 (C-5), 

65.2 (C-5’), 69.2 (C-4’), 70.4 (OCH2), 72.7 (C-2’), 72.9 (C-2), 73.8 (C-3), 75.6 (C-3’), 76.4 (C-4), 

101.8 (C-1), 107.8 (C-1’), 124.7 (OCH2-CH), 126.6 (C-H Ph), 128.2 (C-H Ph), 128.9 (C-H Ph), 133.7 

(OCH2-CH=CH), 136.32 (C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour C19H26O9Na: [M+Na]+: 421.1475, 

trouvé: 421.1489; Anal. pour C19H26O9: C 57.28, H 6.58 ; trouvé, C 57.02, H 6.57. 
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Coumaryl-β-D-xylobioside (COX) 

 

Solide blanc; décomposition à T>180°C; [] 𝑌𝐷
20 = -56.1 (0,28, CH3OH); RMN 1H (CD3OD, 600 

MHz): δ 3.20 (1 H, dd, J5,4 10.3, J5,5 11.5, 5-H), 3.21 (1 H, dd, J2,1 7.6, J2,3 9.0, 2-H), 3.30-3.33 (1 H, m, 

3-H), 3.50 (1 H, ddd, J4,5 5.4, J4,3 9.0, J4,5 10.3, 4-H), 3.86 (1H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.5, 5-H), 4.24 (1 H, 

ddd, J 1.5, J 6.8, J 12.3, OCH2), 4.30 (1 H, J1,2 7.6, 1-H), 4.41 (1 H, ddd, J 1.5, J 6.0, J 12.3, OCH2), 6.15 

(1 H, ddd, J 6.0, J 6.8, J 15.8, OCH2-CH), 6.57 (1 H, dd, J 1.5, J 15.8, OCH2-CH=CH), 6.72 (2 H, dd, J 2.0, 

J 8.6, H Ph), 7.26 (2 H, dd, J 2.0, J 8.5, H Ph); 13C RMN (CD3OD, 150 MHz): δ 67.0 (C-5), 71.2 (OCH2), 

71.2 (C-4), 75.0 (C-2), 77.9 (C-3), 104.0 (C-1), 116.3 (2 C-H Ph), 123.3 (OCH2-CH), 128.9 (2 C-H 

Ph), 129.7 (C-OH), 134.1 (OCH2-CH=CH), 158.5 (C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour C14H18O6Na: 

[M+Na]+: 305.1001, trouvé: 305,1005; Anal. calc pour C14H18O6, 0.33 H2O: C 58.33, H 6.53 

trouvé 58.66, H 6.21. 

 

Coumaryl-β-D-xylobioside (COX2) 

 

Solide blanc; décomposition à T>96°C; [] 𝑌𝐷
20 = - 74.3 (0,24, CD3OD); RMN 1H (CD3OD, 600 MHz): 

δ 3.42 (1 H, dd, J2’,1’7.9, J2’,3’ 9.1, 2’-H), 3.29-3.44 (3 H, m, 5’-H, 2-H et 5-H), 3.42 (1 H, t, J4,5 = J4,5 9.1, 

3’-H), 3.54 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.1, 3’-H), 3.62 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.5, J4’,3’ 9.1, J4’,5’ 10.6, 4’-H), 3.76 (1 H, 

ddd, J4,5 5.3, J4,3 9.2, J4,5 10.4, 4-H), 3.96 (1 H, dd, J5’,4’ 5.5, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 4.07 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 

11.8, 5-H), 4.33 (1 H, m, OCH2), 4.44 (1 H, J1’,2’ 7.9, 1’-H), 4.43-4.48 (1 H, m, OCH2), 4.49 (1 H, J1,2 

7.9, 1-H), 6.22 (1 H, dt, J 7.0, J 16.0, OCH2-CH), 6.65 (1 H, d, J 16.0, OCH2-CH=CH), 6.88 (2 H, d, J 8.6, 

H Ph), 7.26 (2 H, J 8.6, H Ph); 13C RMN (CD3OD, 150 MHz): δ 62.9 (C-5), 65.2 (C-5’), 69.1 (C-4’), 

70.6 (OCH2), 72.7 (C-2’), 72.9 (C-2), 73.8 (C-3), 75.5 (C-3’), 76.3 (C-4), 101.6 (C-1), 101.8 (C-1’), 

115.6 (2 C-H Ph), 122.1 (OCH2-CH), 128.2 (2 C-H Ph), 128.8 (C-OH), 133.7 (OCH2-CH=CH), 155.6 

(C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour C19H26O10Na: [M+Na]+: 437.1424, trouvé: 437.1423; Anal. 

calc pour C19H26O10, 1.33 H2O: C 52.05, H 6.59 ; trouvé, C 52.24, H 6.35. 

 

2-(6-hydroxynaphthyl)-β-D-xyloside (HX) (Jacobsson and Ellervik 2002) 

 

RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.41 (1 H, dd, J5,4 9.9, J5,5 11.3, 5-H), 3.45 (1 H, m, 3-H), 3.47 (1 H, m, 

2-H), 3.60 (1 H, ddd, J4,5 5.2, J4,3 8.4, J4,5 9.9, 4-H), 3.96 (1 H, dd, J5,4 5.2, J5,5 11.3, 5-H), 4.94 (1 H, d, 

J1,2 7.0, 1-H), 7.04 (1 H, dd, J 2.3, J 8.7, 7-H Naph), 7.07 (1 H, d, J 2.3, 5-H Naph), 7.19 (1 H, dd, J 2.2, 
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J 8.9, 3-H Naph), 7.34 (1 H, d, J 2.2, 1-H Naph), 7.57 (1 H, d, J 8.9, 4-H Naph), 7.62 (1 H, d, J 8.9, 8-H 

Naph); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 67.0 (C-5), 71.1 (C-4), 74.8 (C-2), 77.8 (C-3), 103.4 (C-1), 

110.0 (C-5 Naph), 112.5 (C-1 Naph), 119.7 (C-7 Naph), 120.4 (C-3 Naph), 128.4 (C-4 Naph), 

129.6 (C-8 Naph), 130.4 (C-Naph), 132.7 (C-Naph); ESI-MS: m/z calculé pour C15H16O6Na: 

[M+Na]+: 315.28, trouvé: 315.1. 

 

2-(6-hydroxynaphthyl)-β-D-xylobioside (HX2) 

 

Solide gris; décomposition à T>220°C; [] 𝑌𝐷
20 = - 74,0 (0,20, CH3OH); RMN 1H (CD3OD + ε DMSO 

d6, 500 MHz): δ 3.27-3.29 (1 H, m, 5’-H), 3.50-3.52 (1 H, m, 2-H), 3.53-3.55 (1 H, m, 4’-H), 3.54-

3.56 (1 H, m, 5-H), 3.60-3.62 (1 H, m, 3’-H), 3.64-3.66 (1 H, m, 3-H), 3.80 (1 H, ddd, J4,5 5.2, J4,3 8.5, 

J4,5 9.8, 4-H), 3.94 (1 H, dd, J5’,4’ 5.3, J5’,5’ 11.4, 5’-H), 4.14 (1 H, dd, J5,4 5.2, J5,5 11.5, 5-H), 4.42 (1 H, d, 

J1’,2’ 7.5, 1’-H), 5.04 (1 H, d, J1,2 7.3, 1-H), 7.12 (1 H, dd, J 2.5, J 8.8, 7-H Naph), 7.14 (1 H, d, J 2.5, 5-H 

Naph), 7.25 (1 H, dd, J 2.4, J 8.9, 3-H Naph), 7.40 (1 H, d, J 2.4, 1-H Naph), 7.66 (1 H, d, J 8.9, 4-H 

Naph), 7.71 (1 H, d, J 8.9, 8-H Naph); RMN 13C (CD3OD + ε DMSO d6, 125 MHz): δ 64.6 (C-5), 67.2 

(C-5’), 71.0 (C-2), 73.8 (C-3), 74.2 (C-2’), 74.6 (C-4’), 77.6 (C-4), 102.9 (C-1), 103.8 (C-1’), 110.0 

(C-5 Naph), 112.4 (C-1 Naph), 120.0 (C-7 Naph), 120.5 (C-3 Naph), 128.7 (C-4 Naph), 129.7 (C-8 

Naph), 130.2 (C-Naph), 132.5 (C-Naph); ESI-MS: m/z calculé pour C20H24O10Na: 

[M+Na]+: 447.1267, trouvé: 447.1275; Anal. calc pour C20H24O10: C 54.30, H 5.92, trouvé: C 54.30, 

H 5.93. 

 

2-furanylméthyl-β-D-xyloside (FX) 

 

Solide blanc; F = 114°C; [] 𝑌𝐷
20 = -69.9 (0,19, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 3.28 (1 H, dd, J2,1 

7.8, J2,3 9.2, 2-H), 3.33 (1 H, dd, J5,4 10.7, J5,5 11.7, 5-H), 3.42 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.2, 3-H), 3.62 (1 H, 

ddd, J4,5 5.5, J4,3 9.2, J4,5 10.6, 4-H), 3.97 (1 H, dd, J5,4 5.5, J5,5 11.7, 5-H), 4.48 (d, J1,2 7.8, 1-H), 4.72 

(1 H, dd, J 13.0, OCH2), 4.82 (1 H, dd, J 13.0, OCH2), 6.48 (1 H, dd, Jb,c 1.9, Jb,a 3.3, b-H), 6.54 (1 H, d, 

Ja,b 3.3, a-H), 7.57 (1 H, d, Jc,b 1.9,c-H); 13C RMN (D2O, 125 MHz) δ 63.1 (OCH2), 65.2 (C-5), 69.1 (C-

4), 72.9 (C-2), 75.7 (C-3), 101.7 (C-1), 110.6 (C-b), 110.8 (C-a), 143.8 (C-c), 150.1 (OCH2-C); ESI-

HRMS: m/z calculé pour C10H14O6Na: [M+Na]+: 253.0688, trouvé: 253.0678; Anal. pour C10H14O6: 

C 52.17, H 6.13, trouvé: C 52.36, H 6.20. 
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2-furanylméthyl-β-D-xylobioside (FX2) 

 

Solide blanc; F = 80°C; [] 𝑌𝐷
20 = -75,0 (0,16, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 3.25-3.36 (3 H, m, 

2’-H, 2-H et 5’-H), 3.40 (1 H, dd, J5,4 10.3, J5,5 11.8, 5-H), 3.44 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.2, 3’-H), 3.55 (1 H, 

t, J3,2=J3,4 9.1, 3-H), 3.63 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.5, J4’,3’ 9.2, J4’,3’ 10.6, 4’-H), 3.78 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 9.1, 

J4,5 10.5, 4-H), 3.98 (1 H, dd, J5’,4’ 5.5, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 4.08 (1 H, J5,4 5.3, J5,5 11.8, 5-H), 4.47 (1 H, d, 

J1’,2’ 7.9, 1’-H), 4.50 (1 H, d, J1,2 7.8, 1-H), 4.74 (1 H, dd, J 13.0, OCH2), 4.84 (1 H, dd, J 13.0, OCH2), 

6.48 (1 H, dd, Jb,c 1.9, Jb,a 3.3, b-H), 6.54 (1 H, d, Ja,b 3.3, a-H), 7.57 (1 H, d, Jc,b 1.9, c-H); RMN 13C 

(D2O, 125 MHz): δ 62.9 (OCH2), 63.1 (C-5), 65.2 (C-5’), 69.2 (C-4’), 72.7 (C-2’), 72.8 (C-2), 73.8 (C-

3), 75.6 (C-3’), 76.3 (C-4), 101.6 (C-1), 101.8 (C-1’), 110.6 (C-b), 110.8 (C-a), 143.9 (C-c), 150.1 

(OCH2-C); ESI-HRMS: m/z calculé pour C15H22O10Na: [M+Na]+: 385.1111, trouvé: 385.1113; Anal. 

pour C15H22O10, H2O: C 47.37, H 6.36 ; trouvé, C 47.19, H 6.07. 

 

(4-hydroxy-3-méthoxyphényl)méthyl-β-D-xyloside (VAX) 

 

Solide blanc; F = 162°C; [] 𝑌𝐷
20 = -92.8 (0,19, CH3OH); RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.18 (1 H, dd, 

J5,4 10.3, J5,5 11.5, 5-H), 3.22 (1 H, dd, J2,1 7.5, J2,3 9.0, 2-H), 3.27-3.30 (1 H, m, 3-H), 3.50 (1 H, ddd, 

J4,5 5.4, J4,3 9.0, J4,5 10.3, 4-H), 3.85 (3 H, s, OCH3), 3.89 (1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.5, 5-H), 4.27 (1 H, d, 

J1,2 7.5, 1-H), 4.53 (1 H, d, J 11.4, OCH2), 4.75 (1 H, d, J 11.4, OCH2), 6.75 (1 H, d, J 8.0, H Ph), 6.80 (1 

H, dd, J 1.9, J 8.0, H Ph), 7.02 (1 H, d, J 1.9, H Ph); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 56.4 (OCH3), 67.0 

(C-5), 71.3 (C-4), 71.9 (OCH2), 74.9 (C-2), 77.8 (C-3), 103.7 (C-1), 113.2 (C-H Ph), 115.8 (C-H Ph), 

122.3 (C-H Ph), 130.3 (C Ph), 147.4 (C-OCH3), 148.9 (C-OCH3); ESI-HRMS: m/z calculé 

pour C13H18O7Na: [M+Na]+: 309.0950, trouvé: 309.0948; Anal. calc pour C13H18O7: C 54.54, 

H 6.34 ; trouvé, C 54.33, H 6.32. 

 

(4-hydroxy-3-méthoxyphényl)méthyl-β-D-xylobioside (VAX2) 

 

 

 

Solide blanc; RMN 1H (D2O, 600 MHz): δ 3.25 (1 H, dd, J2,1 7.9, 10.3, J2,3 9.2, 2’-H), 3.28-3.32 (2 H, 

m, 2-H et 5’-H), 3.37 (1 H, dd, J5,4 10.3, J5,5 11.9, 5-H), 3.42 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.2, 3’-H), 3.53 (1 H, t, 

J3,2 = J3,4 9.1, 3-H), 3.62 (1 H, ddd, J4’,5’ 5.4, J4’,3’ 5.4, J4’,5’ 9.2, 4’-H), 3.77 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 9.1, J4,5 
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10.3, 4-H), 3.87 (3 H, s, OCH3), 3.97 (1 H, dd, J5’,4’ 5.4, J5’,5’ 11.6, 5’-H), 4.09 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 11.9, 

5-H), 4.46 (1 H, d, J1,2 7.9, 1-H), 4.47 (1 H, d, J1’,2’ 7.9, 1’-H), 4.64 (1 H, d, J 11.4, OCH2), 4.79-4.81 (1 

H, m, OCH2), 6.91-6.93 (2 H, m, H Ph), 7.11 (1 H, d, J 1.6, H Ph); RMN 13C (D2O, 150 MHz): δ 55.9 

(OCH3), 62.9 (C-5), 65.2 (C-5’), 69.1 (C-4’), 71.5 (OCH2), 72.7 (C-2’), 72.9 (C-2), 73.8 (C-3), 75.6 

(C-3’), 76.4 (C-4), 101.6 (C-1), 101.8 (C-1’), 113.1 (C-H Ph), 115.3 (C-H Ph), 122.1 (C-H Ph), 129.1 

(C Ph), 144.9 (C-OH), 147.4 (C-OCH3); ESI-HRMS: m/z calculé pour C18H26O11Na: 

[M+Na]+: 441.1373, trouvé: 441.1374. 

 

(3,4-diméthoxyphényl)méthyl-β-D-xyloside (VEX) 

 

Solide blanc; F = 122°C ; [] 𝑌𝐷
20 = -62.4 (0,17, CH3OH); RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.19 (1 H, 

dd, J5,4 10.3, J5,5 11.6, 5-H), 3.23 (1 H, dd, J2,1 7.5, J2,3 9.0, 2-H), 3.28-3.31 (1 H, m, 3-H), 3.50 (1 H, 

ddd, J4,5 5.4, J4,3 9.0, J4,5 10.3, 4-H), 3.82 (3 H, s, OCH3), 3.83 (3 H, s, OCH3), 3.89 (1H, dd, J5,4 5.4, J5,5 

11.6, 5-H), 4.27 (1 H, d, J1,2 7.5, 1-H), 4.57 (1 H, d, J 11.6, OCH2), 4.78 (1 H, d, J 11.6, OCH2), 6.89-

6.99 (2 H, m, H Ph), 7.06 (1 H, d, J 1.5, H Ph); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 56.4 (OCH3), 56.5 

(OCH3), 67.0 (C-5), 71.3 (C-4), 71.7 (OCH2), 74.9 (C-2), 77.9 (C-3), 103.8 (C-1), 112.6 (C-H Ph), 

113.3 (C-H Ph), 121.9 (C-H Ph), 131.7 (C Ph), 150.2 (C-OCH3), 150.5 (C-OCH3); ESI-HRMS: m/z 

calculé pour C14H20O7Na: [M+Na]+: 323.1107, trouvé: 311.1104; Anal. calc pour C14H20O7: 

C 55.99, H 6.71 ; trouvé, C 55.64, H 6.81. 

 

(3,4-diméthoxyphényl)méthyl-β-D-xylobioside (VEX2) 

 

Solide blanc; RMN 1H (D2O, 600 MHz): δ 3.25 (1 H, dd, J2,1 7.9, 10.3, J2,3 9.2, 2’-H), 3.30-3.32 (2 H, 

m, 2-H et 5’-H), 3.37 (1 H, dd, J5,4 10.3, J5,5 11.8, 5-H), 3.42 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 9.3, 3’-H), 3.52 (1 H, t, 

J3,2 = J3,4 9.2, 3-H), 3.62 (1 H, m, 4’-H), 3.77 (1 H, m, 4-H), 3.86 (6 H, s, 2 OCH3), 3.97 (1 H, dd, J5’,4’ 

5.6, J5’,5’ 11.7, 5’-H), 4.09 (1 H, dd, J5,4 5.3, J5,5 11.8, 5-H), 4.46 (1 H, d, J1,2 7.5, 1-H), 4.47 (1 H, d, J1’,2’ 

7.5, 1’-H), 4.66 (1 H, d, J 11.5, OCH2), 4.79-4.81 (1 H, m, OCH2), 7.03-7.05 (2 H, m, H Ph), 7.11 (1 H, 

d, J 1.6, H Ph); RMN 13C (D2O, 150 MHz): δ 55.6 (OCH3), 55.7 (OCH3), 62.9 (C-5), 65.2 (C-5’), 69.1 

(C-4’), 71.3 (OCH2), 72.7 (C-2’), 72.9 (C-2), 73.8 (C-3), 75.6 (C-3’), 76.4 (C-4), 101.7 (C-1), 101.8 

(C-1’), 111.6 (C-H Ph), 112.3 (C-H Ph), 121.8 (C-H Ph), 129.6 (C Ph), 148.1 (C-OCH3), 148.1 (C-

OCH3); ESI-HRMS: m/z calculé pour C19H28O11Na: [M+Na]+: 455.1529, trouvé: 455.1519. 
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3-hydroxyphényl β-D-xyloside 

  

Solide gris ; RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.33 (1 H, dd, J5,4 10,2, J5,5 11.4, 5-H), 3.43-3.44 (2 H, m, 

2-H et 3-H), 3.57 (1 H, ddd, J4,5 5.3, J4,3 8.8, J4,5 10.2, 4-H), 3.94 (1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.4, 5-H), 4.83-

4.84 (1 H, m, 1-H), 6.48 (1 H, ddd, J 0.8, J 2.3, J 8.1, H Ph), 6.54-6.57 (2 H, m, H Ph), 7.09 (1 H, t, J 

8.1, H Ph); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 66. 9 (C-5), 71.0 (C-4), 74.7 (C-2), 77.7 (C-3), 102.8 (C-

1), 105.1 (C-H Ph), 108.9 (C-H Ph), 110.5 (C-H Ph), 130.8 (C-H Ph), 158.9 (C-OH); 160.1 (C Ph). 

 

3-hydroxyphényl β-D-xylobioside 

 

Solide blanc; RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.25-3.31 (2 H, m, 2’-H et 5’-H), 3.36 (1 H, t, J3’,2’ = J3’,4’ 

9.0, 3’-H), 3.48 (1 H, dd, J5,4 10.0, J5,5 11.7, 5-H), 3.50 (1 H, dd, J2,1 7.6, J2,3 9.0, 2-H), 3.55 (1 H, ddd, 

J4’,5’ 5.4, J4’,3’ 9.0, J4’,5’ 10.3, 4’-H), 3.59 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.0, 3-H), 3.76 (1 H, ddd, J4,5 5.2, J4,3 9.0, J4,5 

10.0, 4-H), 3.95 (1 H, dd, J5’,4’ 5.4, J5’,5’ 11.5, 5’-H), 4.10 (1 H, J5,4 5.2, J5,5 11.7, 5-H), 4.39 (1 H, d, J1’,2’ 

7.6, 1’-H), 4.86 (1 H, m, 1-H), 6.48 (1 H, ddd, J 0.8, J 2.3, J 8.1, H Ph), 6.54-6.57 (2 H, m, H Ph), 7.10 

(1 H, t, J 8.1, H Ph); RMN 13C (CD3OD, 125 MHz): δ 64.5 (C-5), 67.1 (C-5’), 71.1 (C-4’), 74.3 (C-2’), 

74.5 (C-2), 75. 8 (C-3), 77.6 (C-3’), 77.9 (C-4), 102.6 (C-1), 104.0 (C-1’), 105.2 (C-H Ph), 108.9 (C-

H Ph), 110.6 (C-H Ph), 130.8 (C-H Ph), 159.6 (C-OH); 160.0 (C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour 

C16H22O10Na: [M+Na]+: 397.1111, trouvé: 397.1112. 

 

2-hydroxyphényl β-D-xyloside 

  

Solide blanc ; RMN 1H (CD3OD, 500 MHz): δ 3.44 (1 H, dd, J5,4 10,4, J5,5 11.6, 5-H), 3.57 (1 H, t, J3,2 = 

J3,4 9.0, 3-H), 3.63 (1 H, dd, J2,1 7,6, J2,3 9,0, 2-H), 3.73 (1 H, ddd, J4,5 5.4, J4,3 9.0, J4,5 10.4, 4-H), 4.02 

(1 H, dd, J5,4 5.4, J5,5 11.6, 5-H), 5,04 (1 H, d, J1,2 7.6, 1-H), 7.00-7.15 (4 H, m, H Ph) ; RMN 13C 

(CD3OD, 125 MHz): δ 65.2 (C-5), 69.0 (C-4), 72.7 (C-2), 75.4 (C-3), 101.7 (C-1), 116.6 (C-H Ph), 

117.0 (C-H Ph), 121.0 (C-H Ph), 124.3 (C-H Ph), 144.2 (C-OH), 145.7 (C Ph). 
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IV.3. C et S-xyloside 
 

Benzyl 2,3,4-tri-O-acétyl-1-thio-β-D-xyloside 

 

Solide blanc; F = 94°C; [] 𝑌𝐷
20 = - 123 (0,23, CHCl3); RMN 1H (CDCl3, 500 MHz): δ 2.01 (3 H, s, 

COCH3), 2.01 (3 H, s, COCH3), 2.02 (3 H, s, COCH3), 3.31 (1 H, dd, J5,4 9.0, J5,5 11.7, 5-H), 3.80 (1 H, d, 

J 12.8, SCH2), 3.88 (1 H, d, J 12.8, SCH2), 4.22 (1 H, dd, J5,4 5.0, J5,5 11.7, 5-H), 4.38 (1 H, d, J1,2 8.3, 1-

H), 4.90-4.94 (1 H, m, 4-H), 4.96 (1 H, t, J2,1= J2,3 8.3, 2-H), 5.09 (1 H, t, J3,2 = J3,4 8.3, 3-H), 7.22-7.31 

(5 H, m, C-H Ph); RMN 13C (CDCl3, 125 MHz): δ 20.9 (COCH3), 34.2 (SCH2), 65.4 (C-5), 66.8 (C-4), 

69.8 (C-2), 72.13 (C-3), 82.6 (C-1), 127.5 (C-H Ph), 128.7 (C-H Ph), 129.2 (C-H Ph), 137.0 (C Ph), 

169.6 (C=O), 169.9 (C=O), 170.1 (C=O); ESI-HRMS: m/z calculé pour C18H22O7NaS: 

[M+Na]+: 405.0984, trouvé: 405.0991; Anal. calc pour C18H18O4: C 56.53, H 5.44, S 8.38 ; trouvé, 

C 56.45, H 5.80, S 8.61. 

 

Benzyl 1-thio-β-D-xyloside 

 

Solide blanc; F = 160°C; [] 𝑌𝐷
20 = - 137 (0,23, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 3.21 (1 H, t, J5,4 = 

J5,5 11.1, 5-H), 3.37 (2 H, m, 2-H et 3-H), 3.58 (1 H, ddd, J4,5 5.6, J4,3 8.5, J4,5 11.1, 4-H), 3.92-3.94 (3 

H, m, 2 H SCH2 et 5-H), 4.26 (1 H, d, J1,2 7.3, 1-H), 7.31-7.35 (1 H, m, C-H Ph), 7.35-7.41 (4 H, m, C-

H Ph); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 33.6 (SCH2), 68.6 (C-5), 69.1 (C-4), 72.0 (C-2), 77.2 (C-3), 84.9 

(C-1), 127.4 (C-H Ph), 128.8 (C-H Ph), 129.0 (C-H Ph), 137.8 (C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé 

pour C12H16O4NaS: [M+Na]+: 279.0667, trouvé: 279.0660; Anal. calc pour C18H22O7, 0.20 H2O: 

C 55.45, H 6.36, S 12.33 ; trouvé, C 55.70, H 6.49, S 12.47. 

 

1-Phényl-2-C-(β-D-xylosyl)éthanone (Feng et al. 2011) 

 

Solide blanc; F= 154°C; [] 𝑌𝐷
20 = - 30.3 (0,20, H2O); RMN 1H (D2O, 600 MHz): δ 3.22-3.26 (2 H, m, 

5-H et 1 H CH2), 3.33 (1 H, t, J2,1= J2,3 9.4, 2-H), 3.44 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.4, 3-H), 3.55 (1 H, dd, J 2,7, J 

16,7, 1 H CH2), 3.60 (1 H, ddd, J4,5 5.5, J4,3 9.4, J4,5 10.9, 4-H), 3.85 (1 H, dd, J 2.7, J 16.7, H-1), 3.87 

(1 H, dd, J5,4 5.5, J5,5 11.5, 5-H), 7.55 (2 H, t, J 7.7, C-H Ph), 7.69 (1 H, t, J 1.5s, J 7.7, C-H Ph), 7.98 (2 

H, t, J 1.5, J 7.7, C-H Ph); RMN 13C (D2O, 150 MHz): δ 41.0 (CH2), 68.9 (C-5), 69.4 (C-4), 73.1 (C-2), 

76.7 (C-1), 77.3 (C-3), 128.3 (2 C-H Ph), 128.9 (2 C-H Ph), 134.2 (C-H Ph), 136.2 (C Ph), 202.4 

(C=O); Anal. calc pour C13H16O5, 0.17 H2O : C 61.17, H 6.45 ; trouvé, C 61.47, H 6.56. 
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Phényléthyl β-C-xyloside 

 

Solide blanc; F = 165°C; [] 𝑌𝐷
20 = - 60.6 (0,13, H2O); RMN 1H (D2O, 500 MHz): δ 1.60-1.67 (1 H, m, 

CH2-CH2-Ph), 2.09-2.15 (1 H, m, CH2-CH2-Ph), 2.55 (1 H, m, CH2-Ph), 2.63 (1 H, ddd, J 7.3, J 10.0, J 

13.5, CH2-Ph), 2.81 (1 H, ddd, J 4.6, J 10.0, J 13.5, 1 H CH2-CH2-Ph), 3.00-3.07 (2 H, m, 1-H et 5-H), 

3.10 (1 H, t, J2,1 = J2,3 9.0, 2-H), 3.21 (1 H, t, J3,2 = J3,4 9.0, 3-H), 3.45 (1 H, ddd, J4,5 5.5, J4,3 9.0, J4,5 

10.5, 4-H), 3.89 (1 H, J5,4 5.5, J5,5 11.1, 5-H), 7.13 (1 H, t, J 7.5, C-H Ph), 7.16-7.19 (2 H, m, C-H Ph), 

7.24 (2 H, t, J 7.5, C-H Ph); RMN 13C (D2O, 125 MHz): δ 32.5 (CH2-Ph), 35.1 (CH2-CH2-Ph), 71.0 (C-

5), 71.7 (C-4), 75.51 (C-2), 79.9 (C-1), 80.7 (C-3), 126.7 (C-H Ph), 129.3 (C-H Ph), 129.5 (C-H Ph), 

143.5 (C Ph); ESI-HRMS: m/z calculé pour C13H18O4Na:[M+Na]+: 261.1097, trouvé: 261.1103; 

Anal. calc pour C13H18O4, 0.25 H2O : C 64.31, H 7.68 ; trouvé, C 64.68, H 7.78.  
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Le développement des bioraffineries présente un intérêt majeur pour limiter notre 

dépendance aux ressources fossiles ainsi que pour limiter l’impact environnemental des 

activités humaines. En effet, l’utilisation de la biomasse végétale comme matière première 

renouvelable représente un moyen alternatif permettant d’obtenir des molécules d’intérêt, des 

biomatériaux et des biocarburants. Ce développement se base notamment sur une optimisation 

de l’utilisation de l’ensemble des constituants des végétaux.  

La Région Champagne-Ardenne est la première région agricole de France et elle a basé 

son développement économique sur la valorisation des agro-ressources (blé, betterave, vigne…). 

La valorisation non alimentaire des co-produits des agro-ressources comme le son et la paille de 

blé est une thématique de recherche privilégiée en Région Champagne-Ardenne. Ces co-produits 

sont riches en hémicelluloses, essentiellement constituées d’hétéroxylanes, qui sont des 

macromolécules polysaccharidiques complexes riches en pentoses (D-xylose et L-arabinose).  

Les -D-xylopyranosides sont des molécules qui connaissent un intérêt grandissant 

grâce à leurs nombreuses applications en tant qu’initiateurs de la biosynthèse de GAGs (effet 

anti-prolifératif, applications cosmétiques, …) et grâce à leurs propriétés physico-chimiques 

(tensio-actifs). Dans la plupart des cas, ces molécules d’intérêt sont obtenues à partir de D-

xylose par une séquence réactionnelle chimique multi-étapes. L’abondance du D-xylose contenu 

dans la biomasse végétale et la volonté de proposer des conditions de synthèse mettant en 

œuvre des méthodologies de biotechnologies blanches ont conduit à des études sur la 

valorisation des hémicelluloses vers des molécules d’intérêt par synthèse enzymatique.  

Dans ce contexte, les xylanases sont des biocatalyseurs intéressants car elles permettent 

de catalyser des réactions de transglycosylation en présence d’accepteurs nucléophiles (alcools) 

à partir de xylanes et d’obtenir en une seule étape des molécules originales (DP≥1) avec une 

stéréosélectivité contrôlée β, difficiles à obtenir par synthèse chimique. L’un des objectifs de ce 

travail de thèse était de mettre au point la production, par synthèse enzymatique ou chimio-

enzymatique, de nouveaux β-xylosides et β-xylobiosides fonctionnalisés par des aglycones de 

différentes natures puis d’évaluer leur capacité à initier la biosynthèse des glycosaminoglycanes. 

L’ensemble de ce travail a été réalisé dans le cadre d’un projet de recherche pluridisciplinaire et 

multi-partenaires, le projet XYLOCOS, financé par la Région Champagne-Ardenne et le FEDER. 

 

Utilisation des xylanases en synthèse : 

 Parmi les différentes familles de xylanases, les familles 10 et 11 sont les plus connues et 

les plus étudiées. Au laboratoire, deux enzymes recombinantes Tx-xyn10 et Tx-xyn11 dont les 

gènes ont été clonés à partir de Thermobacillus xylanilyticus sont disponibles et ont été 

comparées pour leur capacité de transglycosylation. La xylanase de la famille 10 permet une 

transglycosylation avec des accepteurs variés (Ochs 2012) contrairement à la xylanase 11 qui 

catalyse la transglycosylation uniquement en présence d’accepteurs de type polyphénols. Cette 
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particularité avait déjà été mise en avant par Chiku et al. avec une xylanase 11 (Chiku et al. 2008, 

Chiku et al. 2009).  

C’est dans ce contexte que nous avons développé une étude structure-fonction de la Tx-

xyn11 en vue de cibler une amélioration de ses capacités de transglycosylation. L’objectif de ce 

travail était de moduler la spécificité de la xylanase Tx-xyn11 envers les accepteurs afin qu’elle 

puisse catalyser des réactions de transglycosylation avec des alcools aliphatiques et l’alcool 

benzylique. Une étude in silico nous a conduit à sélectionner un résidu du site actif, le 

tryptophane 126 car sa mutation en alanine permettait la transglycosylation avec des alcools 

primaires (chaînes linéaires et alcool benzylique). Parallèlement, nous avons observé la 

limitation de la réaction de transglycosylation avec les polyphénols. Cette enzyme mutée a été 

produite afin d’étudier le rôle du résidu W126 lors de la transglycosylation. L’étude du mutant 

Tx-xyn11 W126A en comparaison à la Tx-xyn11 a montré l’importance du résidu W126 sur 

l’activité hydrolytique de l’enzyme avec une diminution de 47% de l’activité spécifique de cette 

enzyme et la diminution de l’efficacité catalytique (kcat/KM) sur les xylanes de hêtre d’un facteur 

4. Le mutant Tx-xyn11 W126A a permis d’améliorer la transglycosylation avec les alcools 

primaires aliphatiques comme le butanol et le pentanol mais également avec l’alcool benzylique 

avec un rendement de synthèse deux fois plus important en benzyl xylobioside 

comparativement au rendement obtenu avec la xylanase non mutée. Cette amélioration de la 

réaction de transglycosylation pourrait s’expliquer par la diminution de l’activité hydrolytique 

en faveur de la transglycosylation ou par la diminution de l’encombrement stérique au sein du 

site actif qui permettrait un positionnement amélioré des accepteurs alcools aliphatiques. 

L’étude in silico est un outil puissant qui permet de générer différentes hypothèses et qui a 

permis de cibler le résidu W126 comme jouant un rôle important lors de la catalyse de la réaction 

de transglycosylation avec certains accepteurs. Toutefois, notre approche était basée sur des 

structures protéiques figées ce qui présente certaines limites et peut conduire à des prédictions non 

vérifiées expérimentalement. Ainsi, il serait intéressant de générer des configurations initiales de la 

protéine dans différents états en utilisant des méthodes comme la dynamique moléculaire et 

l’analyse des modes normaux. 

 

Nous avons également montré que la xylanase commerciale (NS22083) que nous avons 

identifiée comme une GH10 était capable de réaliser des réactions de transglycosylation avec de 

nombreux alcools aromatiques mais, selon la structure de l’alcool, la réaction de 

transglycosylation est plus ou moins efficace. La xylanase catalyse préférentiellement des 

réactions en présence d’alcools aromatiques comportant une fonction alcool primaire plutôt 

qu’une fonction phénol. La structure de l’alcool influe également sur le ratio DP1/DP2 pour des 

conditions de réactions identiques. L’hydrolyse secondaire est donc impactée par la nature de 

l’aglycone.  
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Ces réactions doivent être optimisées ainsi que la purification des produits de 

transglycosylation. Ces résultats montrent que la xylanase est un biocatalyseur intéressant car elle 

permet la synthèse d’une variété de xylosides comportant des aglycones aromatiques. D’autres 

synthèses pourraient être développées avec des alcools directement issus des agro-ressources 

comme le resvératrol qui connaît un intérêt grandissant (anti-oxydant, anti-tumoral, …).  

Une utilisation directe de la biomasse lignocellulosique, son ou paille de blé par exemple, 

n’est pas adaptée à une fonctionnalisation directe par transglycosylation à l’aide des xylanases. 

Une étape de prétraitement de la biomasse est indispensable, soit pour extraire les xylanes sous 

formes polymériques, soit pour libérer les xylo-oligosaccharides qui pourront être utilisés comme 

donneurs glucidiques par les xylanases. Dans notre étude, les réactions de transglycosylation ont 

été effectuées en présence de xylanes de hêtre commerciaux. Un hydrolysat riche en xylo-

oligosaccharides obtenu à partir de son de blé traité par voie hydrothermale devra être réalisé avec 

une optimisation du prétraitement pour améliorer le rendement de production des 

oligosaccharides et optimiser le DP moyen des oligosaccharides obtenus.  

 

Nous avons synthétisé des xylosides et des xylobiosides comportant un hétérocycle 

triazole par synthèse chimio-enzymatique. C’est une méthode de synthèse originale qui permet 

de combiner l’avantage de la réaction de transglycosylation (stéréosélectivité β en une étape, 

DP≥1, sucres non protégés) et de la réaction de « click » qui permet facilement d’accéder à de 

nombreuses molécules avec des rendements élevés grâce à la diversité des azotures disponibles. 

La réaction de transglycosylation en présence d’alcool propargylique a été optimisée en 

modifiant les paramètres expérimentaux comme la teneur en xylanes, la concentration en alcool, 

la dose de xylanase et le temps d’incubation et a permis d’obtenir un rendement satisfaisant de 

15% en propargyl xyloside et xylobioside. Puis, la réaction de chimie « click » a permis la 

synthèse de nombreux xylosides et xylobiosides comportant un hétérocycle triazole avec des 

rendements élevés.  

Cette stratégie de synthèse chimio-enzymatique est encore peu développée actuellement. 

Or, elle présente un potentiel intéressant pour la valorisation des agro-ressources grâce à 

l’utilisation de deux réactions combinées respectant les principes de la chimie verte. Il serait donc 

particulièrement intéressant de tester la capacité de transglycosylation de la xylanase commerciale 

avec d’autres alcools fonctionnalisés (hydroxyesters, alcools halogénés, carbonate de glycérol, …). 

Après une étape chimique ultérieure de fonctionnalisation de la partie aglycone, cette stratégie 

permettra d’accéder à une variété de xylosides et xylobiosides originaux. 

 

Ce travail a également permis de mettre en évidence que les xylanases des familles 10 et 

11 qui ont été particulièrement étudiées pour leur capacité d’hydrolyse présentent des capacités 

de transglycosylation très différentes. La xylanase commerciale qui peut être assimilée à une 
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GH10 est capable de catalyser des réactions de transglycosylation avec des accepteurs 

aromatiques très variés mais également avec des accepteurs aliphatiques, alors que la xylanase 

Tx-xyn11 est spécifique des polyphénols. Non seulement la topologie du site actif des enzymes 

en lien avec la structure de l’accepteur influence les réactions de transglycosylation mais les 

conditions réactionnelles jouent également un rôle important notamment sur la compétition 

hydrolyse/transglycosylation. L’optimisation de ces conditions favorise la réaction de 

transglycosylation (temps, concentration en alcool, dose d’enzyme, …). L’ingénierie moléculaire 

est également un moyen d’augmenter la transglycosylation avec la mutagénèse ou l’évolution 

dirigée.  

Une approche d’amélioration des capacités de transglycosylation de la xylanase Tx-xyn11 

pourrait être envisagée par évolution dirigée. Cette technique a été développée sur une β-

glycosidase de Thermus Thermophilis pour améliorer le ratio transglycosylation sur hydrolyse en 

orientant la sélection de mutants (Feng et al. 2005). Ainsi, dans notre cas, nous pourrions 

sélectionner les mutants qui ont une activité de transglycosylation plus élevée pour des alcools 

comportant une fonction alcool primaire et identifier ensuite les résidus impliqués, afin d’élargir 

notre compréhension sur la spécificité de la xylanase 11 pour les polyphénols. 

 

Evaluation biologique des xylosides et xylobiosides produits: 

 Depuis plus de 40 ans, les β-xylopyranosides sont connus pour être des initiateurs de la 

biosynthèse de GAGs. La nature de la partie aglycone a une influence sur la capacité de synthèse 

et sur la nature des GAGs produits, le degré de sulfatation, … L’objectif de la thèse était de 

produire des β-xylosides et β-xylobiosides fonctionnalisés par des aglycones de différentes 

natures puis d’évaluer leur capacité à initier la biosynthèse des glycosaminoglycanes pour des 

applications dans le domaine cosmétique. A notre connaissance, pour la première fois, le rôle du 

degré de polymérisation des xylosides dans l'initiation de la biosynthèse des GAGs a été étudié. 

  Ces xylosides et xylobiosides ont été testés pour leur capacité à initier la biosynthèse par 

voie exogène de GAGs sur un modèle cellulaire (CHO pgsA-745), déficient en xylosyltransférase. 

Tous les xylosides et xylobiosides testés sont des amorceurs de la biosynthèse de GAGs. Les 

composés à aglycones hydrophobes et notamment ceux comportant un résidu aromatique sont 

les plus efficaces pour initier la synthèse des GAGs. Une augmentation de la polarité de la partie 

aglycone conduit à une diminution importante de cette biosynthèse. De façon générale, les 

xylobiosides sont moins efficaces que leurs équivalents xylosides, donc l’augmentation du degré 

de polymérisation de la partie glycone a une influence sur la synthèse des GAGs. Notre étude a 

montré que les xylobiosides pénétraient moins efficacement dans les cellules et qu’ils étaient des 

substrats moins efficaces pour l'étape de galactosylation enzymatique catalysée par la β4GalT7. 

En accord avec des données récentes de la littérature, nous avons conclu que la diminution de 

l’efficacité catalytique de la β4GalT7 pour les xylobiosides pourrait être expliquée par le xylose 
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lié à l’aglycone qui ne s’accommoderait pas aussi bien dans l’environnement hydrophobe à 

l’extérieur du site actif que la partie aglycone de certains xylosides (Tsutsui et al. 2013, Saliba et 

al. 2015).  

 Lors de l’évaluation biologique, l’étude de dose-dépendance est indispensable car 

l’influence de la variation de l’aglycone sur l’amorçage de la synthèse de GAGs diminue avec 

l’augmentation de la concentration. En effet, à 100 µM, de nombreux xylosides amorcent la 

synthèse de GAGs de manière équivalente à la molécule de référence Umb-Xyl. Cette étude a 

permis d’identifier quatre xylosides intéressants (Figure 117): le composé 3e, porteur d'un 

substituant phényle sur l’hétérocycle triazole, mais également le cinnamyl xyloside (CX), le 

phénéthyl xyloside (PTX) ainsi que le benzyl xyloside (BZX) car à faible concentration (1 µM), ils 

sont aussi voire plus efficaces que l’Umb-Xyl.  

 

 
Umb-Xyl 

 
PTX 

 
CX 

 
BZX 

 
3e 

 

 
Figure 117. Structures des xylosides sélectionnés pour leur capacité élevée à amorcer la synthèse de GAGs 
et le témoin Umb-Xyl. 

 

Les procédés de synthèse de ces xylosides qui permettent un amorçage très efficace de la 

biosynthèse de GAGs doivent être améliorés, notamment la méthode de purification par 

chromatographie, dans le but d’une valorisation à l’échelle industrielle.  

  Tous les tests biologiques de ces xylosides sélectionnés (cytotoxicité, criblage) devront être 

maintenant réalisés sur des fibroblastes, cellules humaines présentes dans le derme qui sécrètent 

des PGs et des GAGs afin de cibler une application cosmétique. Des études complémentaires devront 

être effectuées pour déterminer la nature et la composition des chaînes de GAGs produites selon la 

partie aglycone et le DP des xylosides synthétisés. En effet, selon la nature des GAGs, les applications 

divergent (anti-thrombotique, antiprolifératif, cosmétique, …), il est donc nécessaire de connaître la 

nature des GAGs synthétisés par les xylosides pour viser une application cosmétique. 
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Xylosides à aglycones aromatiques ou fonctionnalisés : synthèse enzymatique ou chimio-
enzymatique et évaluation de leurs propriétés d’activation de la biosynthèse des 
glycosaminoglycanes. 
 

 La bioraffinerie, avec l’utilisation de la biomasse végétale comme matière première renouvelable, est un 

moyen alternatif aux ressources fossiles qui s’amenuisent pour l’obtention de molécules d’intérêt, de 

biomatériaux ou de biocarburant nécessaires à notre vie quotidienne. Les hémicelluloses constituent 20 à 45% 

de la biomasse végétale et sont riches en pentoses (D-xylose en particulier) dans le cas des xylanes. 

 Dans le cadre du projet multi-partenaires XYLOCOS, financé par la Région Champagne-Ardenne et le 

FEDER, l’objectif de cette thèse consiste en l’utilisation d’une xylanase pour mettre au point la préparation par 

voie enzymatique ou chimio-enzymatique de nouveaux β-xylosides et β-xylobiosides présentant des aglycones 

de différentes natures et d’évaluer leurs propriétés biologiques. 

 L’étude d’une xylanase GH11 a d’abord été réalisée pour améliorer son activité de transglycosylation en 

présence de divers accepteurs. Une étude de modélisation in silico a été effectuée et a conduit à cibler la 

mutation du résidu W126. Les paramètres cinétiques et les propriétés de transglycosylation de la xylanase 

sauvage et du mutant ont été comparés et ont montré que le mutant a une capacité de transglycosylation 

améliorée. 

 La synthèse de séries de xylosides et xylobiosides comportant une partie aglycone aromatique par voie 

enzymatique ou présentant des hétérocycles triazoles diversement fonctionnalisés par voie chimio-enzymatique a 

été effectuée. L’influence de la nature de la partie aglycone mais également du degré de polymérisation des 

différents xylosides sur leur capacité à amorcer la biosynthèse de glycosaminoglycanes a été étudiée en 

présence d’un modèle cellulaire. L’ensemble des xylosides et xylobiosides synthétisés amorce la biosynthèse des 

GAGs. Les résultats obtenus montrent que les xylosides sont plus efficaces que leurs analogues xylobiosides. 

Certains xylosides à aglycones hydrophobes représentent de bons candidats pour des applications cosmétiques. 
 

Mots clés: synthèse enzymatique, xylopyranosides, xylanases, chimie « click », transglycosylation, 

glycosaminoglycanes.  

 
 

 
Xylosides featuring aromatic or functionalized aglycones: enzymatic or chemo-enzymatic 
synthesis and evaluation as primers of the biosynthesis of glycosaminoglycans.  
 

Biorefinery, with the use of plant biomass as a renewable raw material, is an alternative means to fossil 

resources for obtaining molecules of interest, biomaterials or biofuel. Hemicelluloses represent about 20 to 45% 

of the plant biomass and are rich in pentoses (D-xylose in particular) in the case of xylans. 

 XYLOCOS is a multi-partner project funded by the Champagne-Ardenne Region and the FEDER. In this 

context the objective of this work consists in the use of a xylanase to develop the enzymatic or chemo-enzymatic 

synthesis of new β-xylosides and β-xylobiosides featuring different kinds of aglycone moieties and to assess their 

biological properties. 

First, the study of a GH11 xylanase was carried out to improve its transglycosylation activity in the 

presence of various acceptors. A in silico study was performed and led to target the mutation of W126 residue. 

Kinetic parameters and transglycosylation properties of the wild and mutant xylanases were compared and 

showed that the mutant has an improved capacity for transglycosylation. 

The synthesis of xylosides and xylobiosides bearing an aromatic aglycone part by an enzymatic 

transformation or functionalized triazole heterocycles by a chemo-enzymatic pathway was performed. The 

influence of the nature of the aglycone part but also the degree of polymerization of different xylosides was 

studied through their ability to initiate the biosynthesis of glycosaminoglycans in the presence of a cell model. All 

the xylosides and xylobiosides prepared act as GAGs primers. The obtained results show that xylosides are more 

efficient primers than the corresponding xylobiosides. Xylosides carrying hydrophobic aglycones represent good 

candidates for cosmetic applications. 
 

Keywords: enzymatic synthesis, xylopyranoside, xylanase, “click” chemistry, transglycosylation, 

glycosaminoglycans. 
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