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Introduction générale et objectifs

La microencapsulation est un sujet complexe et riche en implications scientifiques et
industrielles dans les domaines pharmaceutique, agroalimentaire et cosmétique. L’ intérét d’une
opération d’encapsulation est de former une barriere entre la molécule d’intérét (nutraceutique,
ardbme, antioxydant, conservateur,...) et son environnement (oxygene, lumicre, humidité,
température, variation du pH, microorganismes,...) mais aussi de permettre une libération
controlée au moment souhaité afin d’optimiser 1’efficacité du composé d’intérét. La réussite
d’une opération de microencapsulation repose sur le choix du biopolymeére qui servira comme
matrice, de I’agent a encapsuler, mais aussi des conditions de production et de traitement de ces
particules (pH, température,...). Des composés de nature hydrophile (exemple :
hydrocolloides), amphiphile (exemple : protéines) ou hydrophobe (exemple : lipides) peuvent
étre utilisés afin de former la matrice. Pour les applications agro-alimentaires, les matrices sont
principalement constituées de protéines (gélatine, protéines laitieres,...), de sucres et
polysaccharides (maltodextrines, saccharose, amidon, alginate, pectine,...) et de gommes
(gomme arabique, gomme de caroube,...). Parmi les méthodes d’encapsulation les plus
répandues, on cite la gélification, le séchage par atomisation et la coacervation. Avant de
procéder a 1’étape de microencapsulation, il est important de prendre en considération un
ensemble de variables nécessaires a la formulation comme la nature, la quantité, la proportion
des biopolymeres, les conditions physico-chimiques ainsi que la nature des interactions qui sont
susceptibles d’avoir lieu entre eux. Afin d’obtenir des systémes encapsulés avec les propriétés
désirées, une maitrise des étapes de production de ces microparticules est nécessaire. Il est
¢galement important d’étudier leurs propriétés de reconstitution et leur fonction (préservation

et libération de 1’agent d’intérét).

L’objectif de cette thése est de développer des systémes d’encapsulation a base de
polysaccharides qui permettent une protection et une libération contrélée de molécules
antimicrobiennes telles que le lysozyme de blanc d’ceuf ou la nisine produite par certaines
souches de la bactérie Lactococcus lactis. Ces deux composés sont des additifs alimentaires :
lysozyme (E1105) et nisine (E234). IIs font partie de la liste positive des conservateurs
employés dans certains aliments notamment des produits laitiers. La complexation du lysozyme
ou de la nisine, chargés positivement sur une large gamme de pH, avec des polysaccharides
anioniques (pectine ou alginate) serait une solution a considérer pour protéger ces molécules

antimicrobiennes et contrdler leur libération. Le lysozyme ou la nisine sont considérés comme
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un modele de protéines ou de peptides a activité antimicrobienne possédant un large spectre
d’action contre les bactéries a Gram positif et caractérisés par une charge nette positive aux pHs
usuels. Les biopolymeéres qui ont été utilisés pour 1I’encapsulation ont été choisis en fonction de
leurs propriétés physico-chimiques mais aussi en fonction de leur sensibilité aux enzymes
produites par les bactéries cibles. Ceci devrait permettre de former des systémes « intelligents »
dont le relargage est stimulé par la présence de la bactérie cible. Le lysozyme, une protéine, et
la nisine, un peptide, étant tous deux des polymeres d’acides aminés, le terme biopolymeére fera
ensuite aussi bien référence a ces composés (les substances a encapsuler) qu’aux
polysaccharides (pectine ou alginate) qui constitueront leurs matrices d’encapsulation. Un point
sur les interactions entre protéines et polysaccharides sur lesquelles s’appuie notre stratégie de

microencapsulation est propos¢ au niveau de la synthese bibliographique.

La démarche envisagée lors de cette thése s’appuie sur le fait que I’efficacité
antimicrobienne des microcapsules préparées dépend a la fois des propriétés intrinséques du
biopolymeére (taille, charge, hydrophobie, flexibilité,...), des conditions environnementales
(pH, force ionique, température, cisaillement lors du procédé d’¢élaboration des
microcapsules,...) et des propriétés physico-chimiques de la surface des bactéries cibles. On
peut ainsi, en jouant sur ces parameétres, controler ’intensité des différents types d’interactions,
et développer des systemes d’encapsulation ayant les propriétés désirées. De plus, 1’étude des
interactions lors de la formation de ces systémes doit aussi permettre de préserver les sites
responsables des propriétés antimicrobiennes de la molécule d’intérét ainsi que les sites

responsables des interactions avec les microorganismes cibles.

Le comportement des mélanges de biopolymeéres peut étre caractérisé en solution afin
d’optimiser la concentration d'un biopolymere nécessaire pour produire une solution avec une
microstructure et des propriétés physico-chimiques particulieéres. Lorsque les interactions entre
les deux biopolymeéres sont plutot associatives (interactions attractives), ces biopolymeres
peuvent former des complexes solubles ou des complexes insolubles qui peuvent précipiter.
Dans le domaine alimentaire, ceci est généralement le cas pour les biopolymeéres portant des
groupements ionisables et utilisés a des concentrations suffisamment élevées pour induire la
complexation. Pour « la mise en forme » de ces complexes afin d’améliorer leurs propriétés
d’usage, les suspensions des complexes peuvent étre atomisées (en présence d’une matrice de
séchage neutre) pour former des microparticules ou méme utilisées pour former des films. Le

travail présenté dans le cadre de cette thése est relativement large de maniére a pouvoir relier
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les propriétés physico-chimiques des complexes formés aux caractéristiques des systémes

d’encapsulation.

Le premier chapitre de ce manuscrit présente les biopolymeéres étudi€s, les informations
de base nécessaires pour la compréhension de la nature des interactions moléculaires impliquées
dans la formation des complexes protéines/polysaccharides ou peptides/polysaccharides, les
facteurs intrinséques ou extrinseéques qui peuvent influencer ces interactions et stabiliser et/ou
déstabiliser ces complexes, les principales techniques d’analyse qui permettent I’étude de ces
complexes et les interactions mises en jeu ainsi que les principales applications liées a
I’utilisation de ces systémes. Le deuxiéme chapitre intitulé « Matériel et méthodes » énumere
les différentes techniques et méthodes expérimentales utilisées dans le cadre de ce travail. Les
résultats sont présentés dans un troisiéme chapitre principalement sous forme d’articles dans
des revues (publiés ou soumis) et qui sont organisés comme suit : (i) étude de I’effet du pH sur
les interactions moléculaires entre le lysozyme et une pectine faiblement méthylée ; (ii) effet
du séchage par atomisation sur les propriétés du lysozyme complexé par la pectine a pH 7 ; (iii)
caractérisation et étude des propriétés du lysozyme suite a sa complexation par 1’alginate, un
polysaccharide anionique non estérifié, a pH 7; (iv) effet du pH sur les interactions
moléculaires entre la nisine et la pectine ou 1’alginate et sur les caractéristiques des complexes
formés en solution ; (v) étude de l'influence du pH sur les propriétés des complexes
nisine/pectine ou nisine/alginate formés et utilisés pour produire des films antimicrobiens ; et
enfin (vi) évaluation de I’impact du procédé de séchage par atomisation sur les complexes
formés entre la nisine et I’alginate ou la pectine a pH 5 et caractérisation des propriétés de ces
complexes avant et aprés séchage. Ensuite, une partie sera consacrée a une discussion générale,

et enfin, une derniére section donne les conclusions et les perspectives de ce travail.

Au-dela de ces aspects qui constituent le cceur de mes travaux de thése, j’ai notamment
participé au Programme Hubert Curien (PHC) Franco-Thailandais Siam ActiFoodCoat (Active
edible coatings for perishable food preservation) portant sur la thématique de 1’encapsulation
de biomolécules antimicrobiennes et/ou antioxydantes et sur 1’exploitation de leurs propriétés
pour obtenir des films comestibles actifs pour la conservation d’aliments périssables. L’article

publié correspondant est présenté en annexe de ce manuscrit.
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I.1. Interactions polysaccharides — biomolécules de nature protéique

1.1.1. Introduction

De nos jours, il y a un intérét croissant dans les domaines de la nutrition et de la sécurité
alimentaire pour le développement de nouvelles formes d’ingrédients alimentaires innovants
qui peuvent remplacer certains additifs de synthése couramment utilisés et pouvant étre
potentiellement dangereux pour la santé du consommateur. Ainsi de nombreux travaux visent
a explorer le potentiel d’application de biomolécules antimicrobiennes pour réduire les
quantités de conservateurs tels que les nitrites ou les sulfites. Cependant, la plupart des
biomolécules antimicrobiennes ont une efficacité moindre et/ou représentent un cotit nettement
plus élevé. Dans ce contexte, outre la recherche de nouvelles biomolécules antimicrobiennes
plus efficaces, un enjeu important consiste a en améliorer 1’efficacité et la praticité¢ d’usage
(stabilité avant emploi). Une voie particulierement intéressante déja largement exploitée par les
producteurs d’ardmes alimentaires consiste a les encapsuler. Dans le cadre de cette these, nous
avons choisi une protéine (le lysozyme de blanc d’ceuf) et un peptide (la nisine) du fait qu’il
s’agit de conservateurs naturels déja autorisés pour de nombreuses applications en agro-
alimentaire. Il s’agit aussi de deux polymeéres d’acides aminés présentant un caractére
cationique dans la gamme de pH de la plupart des aliments périssables dans lesquels ils sont
employés (de pH 7 a pH 4 environ). Notre choix s’est porté sur des polysaccharides comme
matrice d’encapsulation. S’agissant de composés cationiques, nous avons privilégié des
polysaccharides anioniques de facon a favoriser la formation de complexes par interactions

¢lectrostatiques.

Les protéines et les polysaccharides sont couramment employés comme matrices
d’encapsulation pour des applications alimentaires. En effet, ce sont des molécules qui sont
naturellement présentes dans de nombreux produits alimentaires (lait, ceuf, viande,...) et
nombre d’entre elles sont considérées comme ‘GRAS’ (Generally Recognized As Safe). Il
convient cependant, du fait du caractére allergéne de nombreuses protéines et de certains
polysaccharides, de bien les faire figurer dans la liste des ingrédients des aliments dans lesquels

ils sont incorporés si ils sont répertoriés comme tels.

Les protéines sont des molécules composées d’acides aminés liés par des liaisons
covalentes a travers des liaisons peptidiques pour former des chaines. On distingue jusqu’a 4
niveaux de structure des protéines : la structure primaire ou séquence qui correspond a 1’ordre

d’enchainement des acides aminés ; la structure secondaire qui décrit I’arrangement des acides
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aminés ; la structure tertiaire qui désigne le repliement de la chaine protéique dans 1’espace ; et

la structure quaternaire qui concerne 1’association de sous-unités polypeptidiques.

Les protéines alimentaires peuvent étre obtenues sous une forme purifié¢e (albumine de sérum
bovin, f-lactoglobuline, caséine, lysozyme, gélatine,...), certaines peuvent étre présentes sous
une forme combinée ou semi-purifiée (protéines de pois, protéines de lactosérum,...), d’autres
peuvent se présenter a 1’état brut (isolats de protéines de lactosérum,...). Les polysaccharides
sont formés de longues chalnes de monosaccharides li¢es par des liaisons glucosidiques et qui,
aprés hydrolyse, forment des monosaccharides et des oligosaccharides. Plusieurs
polysaccharides existent et peuvent différer selon la source (végétale, animale, microbienne et
algale), la masse moléculaire, la composition chimique, la chaine et la rigidité. Selon leur
structure, ils peuvent avoir différentes propriétés physiques et chimiques en fonction des unités
monosaccharidiques les formant. Les polysaccharides peuvent avoir une structure linéaire ou

branchée.

Une protéine et un polysaccharide peuvent é&tre utilisés seuls mais une approche
intéressante consiste a former des complexes entre les deux types de polymeéres. Il est donc
important de comprendre les propriétés, la structure, les interactions mises en jeu et le
comportement de phase de ces systémes. D’une part, ceci facilitera la compréhension de
plusieurs processus biologiques dans notre organisme et d’autre part permettra 1’emploi de ces
systtmes dans des applications diverses dans le domaine agroalimentaire, cosmétique,
pharmaceutique ou encore dans le domaine de 1’environnement. L’un des roles que peuvent
jouer ces systémes est d’encapsuler, protéger ou controler la libération de molécules actives
(ardmes, composés antimicrobiens et/ou antioxydants, composés thérapeutiques, vitamines,...).
Ils peuvent également étre utilisés pour fabriquer des aliments avec des propriétés (physico-

chimiques, texture,...) améliorées.

Dans ce contexte, plusieurs revues ont €té publiées sur les mécanismes impliqués dans la
formation des complexes protéines/polysaccharides, le comportement des mélanges a base de
ces complexes ou encore les applications qui en découlent (Schmitt ef al., 1998 ; Turgeon et

al., 2003 ; Turgeon et al., 2007 ; Schmitt & Turgeon, 2011 ; Li & Huang, 2015).

Cette étude bibliographique sera focalisée sur les molécules étudiées dans cette thése, les
différents comportements des mélanges protéines/polysaccharides, les interactions mises en
jeu, les techniques d’analyse et les applications potentielles de ces mélanges. L’étude des

interactions entre les polysaccharides (alginates, pectines) et la protéine (lysozyme) ou le
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peptide (nisine) utilisés dans le cadre de ce travail permettrait de mieux comprendre le
comportement de ces agents antimicrobiens lors de la complexation et d’optimiser les
parameétres opératoires utilisés durant le procédé d’encapsulation par séchage par atomisation

ou lors de la formation de films comestibles d’emballage actif.
I.1.2. Les principales molécules utilisées
I.1.2.1. Le lysozyme

Le lysozyme est une protéine globulaire découverte par Alexander Fleming en 1922. Elle
est présente dans plusieurs sécrétions du corps humain (larmes, salive, lait maternel, mucus,
sécrétions nasales, urine, sérum,...), dans certains tissus ou organes comme le cartilage, les
reins, la rate et le tractus digestif, dans le blanc d’ceuf de nombreuses especes animales mais
aussi chez les végétaux. La structure, I’expression, le mode d’action, I’activité antibactérienne

et les propriétés physico-chimiques du lysozyme different selon son origine.

Le blanc d’ceuf de poule représente une matiére premicre disponible en grande quantité
et trés riche en protéines et particulierement en lysozyme. Etant donné son abondance, sa facilité
d’extraction, son faible poids moléculaire, sa structure cristallisée, sa solubilité et sa stabilité,
le lysozyme extrait du blanc d’ceuf de poule (HEWL pour « hen egg white lysozyme ») est
devenu un modele largement utilisé par les scientifiques et qui a été considérablement étudié

dans divers domaines comme la biochimie ou encore la biologie cellulaire ou moléculaire.

En plus d’étre la premicre enzyme séquencée comportant les 20 acides aminés classiques, le
lysozyme est la premicre enzyme dont la structure tridimensionnelle a été ¢lucidée. 1l s’agit
d’une protéine globulaire ayant un faible poids moléculaire (14300 Da) et comportant 129
acides aminés dont 20 % sont ionisables. Son rayon hydrodynamique est de 19 A. Parmi les
acides aminés formant le lysozyme, 9 acides aminés sont acides et 16 sont basiques (Figure I.1)
(Nigen, 2008). Cette protéine est composée d'un cceur hydrophobe et d'une couronne hydrophile
et possede un golit sucré. Elle est dotée d’une excellente valeur nutritionnelle puisqu’elle
présente une source d’acides aminés essentiels comme les résidus soufrés (cystéine et
méthionine) et les résidus aromatiques (tryptophane, tyrosine et phénylalanine). La
fluorescence intrinséque du lysozyme lorsqu’il est excité a 280 nm serait essentiellement due a
la présence des résidus Tryptophane (Imoto et al., 1972). Le lysozyme est une protéine basique
puisqu’elle est caractérisée par un point isoélectrique €levé (p/~11,0). Il est donc caractérisé par

une charge positive sur une large gamme de pH.
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Figure I.1. Structure primaire du lysozyme. Les acides aminés colorés en rouge sont acides, les
acides aminés colorés en bleu sont basiques. Les traits pointillés représentent les ponts

disulfures (d’apres Nigen, 2008).

La structure secondaire du lysozyme est composée de deux domaines o et f qui sont
séparés par un sillon. Le domaine a est composé majoritairement d’hélices o alors que le
domaine £ est constitué d’une hélice et d’un feuillet £, lui-méme, comportant trois feuillets
antiparalleles. Une grande partie de la structure secondaire du lysozyme (39 % soit 51 acides
aminés) est composée d’hélices a tandis qu’une petite partie (11 % soit 14 acides aminés) est
formée de feuillets f (Diamond, 1974). Le lysozyme est constitué¢ de 8 résidus cystéines qui
forment 4 ponts disulfures intramoléculaires qui stabilisent sa structure tertiaire (Figure 1.1).
Les résidus Cyss-Cysi27 et Cys3o-Cysi1s sont situés au niveau du domaine «a, alors que les
résidus Cyses-Cyssgo se trouvent au niveau du domaine f. Le quatrieme pont disulfure Cys7s-

Cyso4 relie les domaines a et f (McKenzie & White, 1991).

I s’agit de la premiere enzyme dont un mécanisme d'action détaillé a été proposé. En
effet, le lysozyme de ’Homme ou extrait du blanc d’ceuf est une enzyme qui permet la
destruction du peptidoglycane construisant la paroi des bactéries (particulierement les bactéries
a Gram positif). Cette enzyme est capable de cliver les liaisons covalentes S 1-4-glucosidiques
entre I’acide N-acétyl muramique et la N-acétyl-glucosamine (Figure 1.2) (McKenzie & white,

1991 ; Callewaert & Michiels, 2010).
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Figure L.2. Site de clivage du lysozyme au niveau de la chaine du peptidoglycane

En revanche, les bactéries a Gram négatif sont généralement résistantes a cette enzyme. Leur
paroi est caractérisée par la présence de la couche externe de lipopolysaccharides (LPS)
couvrant celle du peptidoglycane ce qui permet de la protéger de I’action du lysozyme.
L'activité enzymatique du lysozyme dépend des facteurs environnementaux (pH, température,
pression osmotique). Comme le lysozyme comporte 4 ponts disulfures, cette molécule est
compacte, considérablement thermostable dans une large gamme de température et résistante
aux hautes pressions (Masschalck & Michiels, 2003). Le lysozyme de blanc d’ceuf de poule ne
contient pas de site spécifique pour la fixation de cations au sein de sa structure
tridimensionnelle (McKenzie & white, 1991). Cette protéine présente une bonne activité
enzymatique a pH 7 (Bayarri ef al., 2014). Sa température de dénaturation est de 74 °C dans
des conditions de pH et de force ionique physiologiques (Ueda ez al., 2000). Il a été constaté
que la dénaturation du lysozyme était réversible entre 52 et 73 °C du fait de la présence de
liaisons hydrogeénes qui n’ont pas été détruites. Par contre, a des températures excédant 73 °C,
ces liaisons deviennent instables, la structure tridimensionnelle devient linéaire et le lysozyme
est irréversiblement dénaturé (Corsaro & Mallamace, 2011). La dénaturation thermique du
lysozyme dépend de sa concentration mais aussi du pH du milieu. Aucune perte d’activité n’a
¢té constatée lorsque le lysozyme a €té sujet a un chauffage a 100 °C pendant 30 min a pH 5,3.
Il a été reporté que suite a une incubation pendant 30 min a 70 °C et a pH 7,9 ; il y a eu une

perte de 25 % de l'activité (Masschalck & Michiels, 2003).

L’utilisation du lysozyme s’est répondue en industrie agroalimentaire grice a ses

propriétés antibactériennes. Le lysozyme est non toxique pour I’homme et a été reconnu comme
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GRAS par la Food and Drug Administration (FDA) depuis 1998. L’intérét croissant pour les
stratégies de biopréservation basées sur des composés antimicrobiens naturels a favorisé la
commercialisation du lysozyme en tant que conservateur alimentaire (E1105) dans I’objectif de
prolonger la durée de vie et garantir la stireté des produits alimentaires. Le lysozyme a été utilisé
afin de produire des films antimicrobiens pour la préservation des aliments durant le stockage
et sous différentes conditions physico-chimiques en raison de sa stabilité élevée sur une large
gamme de température et de pH (Makki & Durance, 1996 ; Conte ef al., 2007). En effet, le
lysozyme a été incorporé dans différents matériaux biopolymériques a base de chitosane
(Huang et al., 2012), d’alginate (Su Cha et al., 2002), de zéine (Mecitoglu et al., 2006), de
carraghénane (Su Cha et al., 2002), de gélatine (Ma et al., 2013), et de cas€inate de sodium
(Mendes de Souza ef al., 2010). Le lysozyme a été utilisé comme modele afin de déterminer
I’effet de la présence d’hydrocolloides sur la dénaturation thermique des protéines (Ibanoglu,
2005), ou encore comme modele pour les molécules compactes chargées afin de comprendre

les mécanismes impliqués dans la complexation €lectrostatique (Cousin et al., 2011).
1.1.2.2. La nisine

La nisine est une bactériocine qui appartient a la classe des lantibiotiques. Il s’agit d’un
peptide cationique thermostable composé de 34 acides aminés (Figure 1.3), ayant une masse
moléculaire de 3,5 kDa et un point isoélectrique (p/) de 8,8 ce qui lui confére une charge nette
positive sur une large gamme de pH. Elle est produite par des souches de Lactococcus lactis
ssp. lactis et posséde une forte activité anti-Listeria. Ce peptide contient 4 acides aminés non
communs : la déhydrobutyrine (DHB), la déhydroalanine (DHA), la lanthionine et la 3-

méthyllanthionine qui forment des ponts thioéthers dans 5 positions (Figure 1.3).
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Figure 1.3. Représentation schématique de la structure de la nisine avec les acides aminés
hydrophobes en vert clair, les résidus polaires (bleu), les acides aminés non saturés (la
déhydroalanine et la déhydrobutyrine) (violet), la lanthionine (vert foncé) et la 3-
méthyllanthionine (rouge), S est I’atome de soufre du pont thioéther. Les formules structurales
de la lanthionine, la 3-méthyllanthionine, la déhydrobutyrine et la déhydroalanine sont

¢galement données (d’apres Slootweg et al., 2013).

Contrairement aux protéines, la nisine n’absorbe pas a 280 nm puisqu’elle ne contient pas
d’acides aminés aromatiques au niveau de sa structure. Dans la nature, on trouve plusieurs
variantes de la nisine (nisine A, nisine Z, nisine Q,...). Les deux variantes A et Z comptent
parmi les variantes les plus commercialisées. Elles différent par une seule substitution de 1’acide
aminé en position 27 qui est I’histidine dans la nisine A et ’asparagine dans la nisine Z. Cette
différence de structure confére a la nisine Z une solubilité plus élevée et des propriétés de
diffusion plus intéressantes pour des applications alimentaires que la nisine A (Bouksaim ef al.,

2000).

La nisine possede une activité antimicrobienne, dirigée contre les bactéries a Gram positif
comme Listeria monocytogenes, Staphylococcus aureus et Bacillus cereus a 1’origine
d’intoxications alimentaires. Elle n’est toutefois pas active contre les bactéries a Gram négatif
a cause de la présence de leur membrane externe ainsi que les levures, les moisissures et les

virus. Son mode d’action repose sur son adsorption a la surface de la cellule cible et sur la
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déstabilisation de la structure de la membrane cytoplasmique par la formation de pores ce qui
provoque la libération de constituants cellulaires. Cette adsorption implique des interactions
¢lectrostatiques entre la nisine, chargée positivement, et les phospholipides membranaires
chargés négativement. Elle est également due au caractére hydrophile de I’extrémité N-
terminale du peptide. L’extrémité C-terminale, avec son caractére hydrophobe, permet
I’insertion de la nisine au niveau de la membrane cellulaire provoquant sa perméabilisation

(McAuliffe et al., 2001).

L’activité antimicrobienne de la nisine dépend de sa solubilité et de sa stabilité structurale qui
seraient dépendantes du pH. La nisine serait plus soluble et plus stable dans des conditions
acides. La solubilité de la nisine diminue lorsque le pH augmente et s’approche de zéro lorsque
le pH atteint ou excede la neutralité. L activité antimicrobienne est également meilleure dans
des conditions acides et baisse quand le pH augmente et ceci serait dii a une modification
structurale de la nisine (Hurst, 1981). La nisine est tres stable a des températures basses (durant
la congélation par exemple) mais son activité peut étre perdue lorsqu’elle est sujette a un
traitement thermique pendant une longue durée. De plus, la stabilité thermique de la nisine est
dépendante du pH et aurait tendance a augmenter lorsque le pH baisse et ceci peut étre expliqué

par la présence des 5 ponts thioéthers (Rollema et al., 1995).

Depuis 1988, la Food and Drug Administration (FDA) a approuvé la nisine comme GRAS
et a autorisé son utilisation comme ingrédient alimentaire pour un usage direct. La nisine est
actuellement utilisée comme conservateur dans plus d’une cinquantaine de pays dans le monde.
L’EFSA (I’Autorité européenne de sécurité des aliments) a renouvelé en 2006 I’autorisation
d’utiliser la nisine en Europe comme additif alimentaire (E234), ce qui fait de la nisine la seule
bactériocine dont I’usage est autorisé en Europe. Cependant, selon plusieurs études, 1’efficacité
antimicrobienne de la nisine peut étre réduite lorsqu’elle est appliquée dans les produits
alimentaires a cause de 1’instabilité de sa structure, de I’interaction avec certains composants
des aliments tels que les protéines et les lipides, 1’action des enzymes protéolytiques peut
¢galement induire sa dégradation et son inactivation (Chollet ez a/., 2008). Le développement
de certaines souches bactériennes résistantes a la nisine a aussi €té rapporté (Gharsallaoui ef al.,
2015). Afin de faire face a ces nombreux problémes, plusieurs stratégies ont ét¢ ¢laborées afin
d’améliorer la stabilité de ce peptide et d’assurer sa capacité a inhiber la croissance bactérienne.
L’encapsulation de la nisine représente une possibilité intéressante afin d’assurer sa stabilité, la
protéger des interactions avec les autres constituants présents dans les matrices alimentaires et

permettre le controle de sa libération (Xiao et al., 2011).
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En outre, I’incorporation de la nisine dans une matrice a base d’alginate afin d’obtenir des
microparticules a permis de protéger ce peptide contre I’inactivation protéolytique (Wan et al.,

1997).
1.1.2.3. La pectine

Les substances pectiques se trouvent chez tous les végétaux et sont responsables de la
rigidité et de la cohésion des tissus végétaux. La molécule de pectine se présente sous la forme
d’un polymere linéaire d’acides D-galacturoniques liés en a-(1-4) par des liaisons glycosidiques

(Figure 1.4).
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Figure 1.4. Structure chimique de la pectine

Le long de cette chaine principale, sont présentes toute une série de substitutions : (i) Les
fonctions acides carboxyliques sont plus ou moins estérifiées par du méthanol, définissant ainsi
le degré d’estérification (DE) (ou degré de méthylation (DM)) des pectines. Ce degré
correspond au nombre de fonctions acide carboxylique méthylées pour cent motifs d’acide
galacturonique de la chaine principale. Les caractéristiques fonctionnelles des pectines dans les
solutions aqueuses dépendent de son degré d’estérification. Les pectines ‘faiblement estérifiées’
(LM : low methoxyl) sont caractérisées par un degré d’estérification inférieur a 50%. Les
pectines ‘hautement estérifiées’ (HM : high methoxyl) ont un degré d’estérification supérieur a
50% ; (i1) Ces mémes fonctions acides peuvent, suite a un traitement en milieu ammoniacal,
étre amidées. Dans ce cas, on parlera du degré d’amidation (DA) ; (iii)) La chaine d’acide
galacturonique est interrompue par des unités de f-L-rhamnose présentes dans une faible

proportion (1-4%) liées en a-(1-2), produisant des irrégularités. La présence d’une faible

proportion de ces résidus est suffisante pour augmenter la flexibilité de la pectine.
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Cette zone de flexibilité, appelée ‘coude pectique’, faciliterait la formation d’un réseau
tridimensionnel lors de la gélification. Les zones substituées par les rhamnoses sont dites
hérissées puisqu’elles contiennent des ramifications qui sont essentiellement composées de
sucres simples neutres comme [’arabinose, le galactose, le xylose, le glucose et ’acide
glucuronique. Ces zones hérissées sont séparées par des régions lisses formées majoritairement
par des séquences d’acide D-galacturonique (Figure 1.5). Les zones lisses sont tres résistantes
a I’hydrolyse acide tandis que les zones hérissées y sont sensibles (Voragen ef al., 1995). La
pectine peut aussi subir une hydrolyse enzymatique par les enzymes pectinolytiques comme la
pectine méthylestérase, la pectine lyase et la polygalacturonase. Sa structure tertiaire prend une

forme d’hélice tridimensionnelle.

/L A\/"

Zone lisse

Zone hérissée

Figure L.5. Structure schématisée d’une molécule de pectine (d’apreés Voragen ef al., 1995)

La pectine a un poids moléculaire compris entre 50000 et 200000 Da (Voragen et al., 1995). 11
s’agit d’un polysaccharide anionique (pKa~3-4). La charge est induite par la présence des
groupements acides carboxyliques (-COOH) ionisables. Cette charge augmente avec une
augmentation du pH et une diminution du DE. Les charges portées par la pectine peuvent étre
masquées suite a une augmentation de la force ionique (Voragen ef al., 1995). Selon sa
concentration, son DE, le pH et la concentration totale en polymeres, la pectine peut conduire
a une augmentation de la viscosité de la solution ou a une gélification. Le phénoméene de
gélification est différent s’il s’agit d’une pectine LM ou HM. Dans le cas d’une pectine HM, la
gélification est possible a un pH acide et en présence d’une faible quantité de sucre. D’une part
a pH acide, les interactions pectine/pectine sont favorisées plutdt que les interactions

pectine/eau car il y a une diminution des répulsions €lectrostatiques. D’autre part, la présence
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de sucre entraine une baisse de 1’activité de 1’eau (Voragen et al., 1995). Dans le cas d’une
pectine LM, la gélification a lieu en présence d’ions calcium a pH acide. Les ions calcium
permettent 1’établissement de zones de jonctions entre les chaines de pectine ce qui conduit a
la formation d’un réseau. Grace a leurs propriétés épaississantes et gélifiantes, les pectines sont

largement utilisées en industrie agroalimentaire.

En raison de son caractére anionique, il a ét¢ démontré que la pectine est capable
d’interagir avec les protéines dans différentes conditions physico-chimiques. Ainsi, il a été
montré qu’a des valeurs de pH en dessous de leur p/, les protéines de soja (Jaramillo ef al.,
2011), le caséinate de sodium (Happi Emaga et al., 2012), la p-lactoglobuline (Jones et al.,
2010), la gélatine (Farris et al., 2011), et les protéines de pois (Gharsallaoui et al., 2010) sont
capables de former des complexes avec les chaines de pectine. Les propriétés de ces complexes
qui sont souvent étudiées, sont essentiellement les propriétés émulsifiantes, moussantes et
gélifiantes de ces systémes ainsi que les techniques d’extraction et de purification des protéines

a partir des sous-produits industriels.
I.1.2.4. L’alginate

L’alginate et ses dérivés sont des polysaccharides obtenus a partir d’algues brunes. Les
alginates peuvent étre considérés comme des copolymeéres a blocs constitués de régions
homopolymeéres d’acides f-D-mannuronique (blocs MM) et d’acides a-L-guluroniques (GG)
liés en (1-4) séparées par des régions aux structures alternées (blocs MG) (Figure 1.6) (Haug et
al., 1967). Le nombre de ces unités varie de 100 a 3000. La composition de la chaine et le
nombre de ces séquences ainsi que la masse moléculaire déterminent les propriétés physico-

chimiques de I’alginate.
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Figure I.6. Structure chimique de I’alginate de sodium et des deux monomeéres qui la

#

composent (d’apres Daemi et al., 2013)

La masse moléculaire de I’alginate est comprise entre 20000 et 240000 Da. Dans le cas
de I’alginate de sodium, le poids moléculaire peut varier entre 35000 et 1 500000 Da. L’alginate
est caractéris¢ par une charge négative sur une large gamme de pH étant donné que le pKa de
I’acide mannuronique est de 3,38 et celui de I’acide guluronique de 3,65. Des groupements
carboxyliques sont présents le long de sa chaine ce qui lui confere différentes densités de
charges selon le pH. Lorsque le pH de la solution est au-dessus du pKa des acides uroniques,
’alginate précipite (séparation de phase) et peut former un gel acide. Les alginates de sodium
se dissolvent dans I’eau en formant des solutions avec une viscosité élevée et ceci serait dii a la
présence de groupements chargés ainsi qu’au volume hydrodynamique des chaines. La
viscosité est donc influencée par les conditions opératoires (pH, force ionique, température).
L’augmentation de la masse molaire entrainerait une augmentation de la viscosité. L’addition
de cations divalents (Ca®>" par exemple) provoque la formation d’un gel. Cette formation est
causée par les interactions entre les blocs G qui s’associent pour former des zones de jonctions

de nature forte (Grant ez al., 1973) a travers 1'échange d'ions sodium des acides guluroniques
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avec les cations divalents (mod¢le dit de la boite a ceufs). Les blocs MG peuvent également y
participer pour former des zones de jonction de nature faible. Ces propriétés des alginates sont
utilisées en industrie surtout dans I’industrie agro-alimentaire puisqu’ils servent d’épaississants

et de gélifiants.
1.1.3. Comportement des mélanges de biopolyméres protéines/polysaccharides

Lorsqu’une protéine et un polysaccharide sont mélangés, en milieu aqueux, plusieurs
types d’interactions peuvent avoir lieu se traduisant par différents comportements qui incluent
la co-solubilité, I’incompatibilité¢ thermodynamique ou la compatibilité¢ thermodynamique (ou
la coacervation complexe) selon les charges électriques des polymeéres présents qui sont

affectées par différents facteurs (pH, force ionique,...) (Figure 1.7).
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Figure L.7. Comportements des mélanges de biopolymeres protéines/polysaccharides

(McClements, 2006)
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1.1.3.1. La co-solubilité

La co-solubilité peut se présenter lorsque les molécules n’interagissent pas et forment un
mélange homogene. La co-solubilité a généralement lieu dans les systémes dilués. Lorsque les
interactions attractives sont inhibées ou inexistantes, les deux molécules peuvent exister dans
une seule phase (Tolstoguzov, 1997 ; 2003). Lorsque le poids moléculaire des biopolymeres ou
leur concentration dépasse une certaine valeur critique, la co-solubilité devient limitée laissant
place a I’établissement d’une incompatibilité¢ thermodynamique (Tolstoguzov, 1997 ;2003). La
présence de faibles répulsions électrostatiques entre les deux biopolymeres dans le systéme est

suffisante pour que la formation de deux phases séparées ait lieu.
1.1.3.2. La séparation de phase ségrégative

La séparation de phase ségrégative a de fortes forces ioniques ou a de fortes
concentrations en polymeres (Grinberg & Tolstoguzov, 1997) a lieu lorsque les biopolymeéres
sont caractérisés par une incompatibilité thermodynamique. Ce phénomeéne, ayant fait 1’objet
de plusieurs revues (Doublier et al., 2000 ; Tolstoguzov, 2003 ; McClements, 2006), a lieu
lorsque les deux polymeres portent des charges similaires générant de fortes interactions
répulsives entre eux ou lorsqu’ils sont neutres bien que certaines études ont montré que des

complexes ont été formés a partir de biopolymeres neutres (Frith, 2010).

A des concentrations suffisamment faibles, les deux biopolymeres sont mixés et forment
une seule phase mais une fois que la concentration en polymeéres excéde une certaine valeur
critique, une solution a deux phases est formée avec une phase riche en protéines et appauvrie
en polysaccharides et vice versa. Ce phénomene a lieu lorsque les interactions répulsives entre
les deux biopolyméres sont plus importantes que les interactions répulsives entre les
biopolymeéres d’une méme nature générant ainsi deux phases non miscibles. De plus, dans le
cas d’une incompatibilit¢ thermodynamique, chaque polymere présenterait une affinité
différente par rapport au solvant. Les interactions protéine/solvant (ou polysaccharide/solvant)
seraient favorisées au dépit des interactions protéine/polysaccharide ou solvant/solvant

(Doublier et al., 2000).

D’une maniere générale, des interactions répulsives de méme nature et un effet
d’exclusion stérique (volume exclu) sont a I’origine de I’incompatibilité thermodynamique. Le
volume exclu est généré lorsque les molécules occupent un volume assez large entrainant ainsi
I’exclusion d’autres molécules en les empéchant d’occuper le méme volume (McClements et

al., 2009). Les interactions stériques entraineraient une restriction des arrangements spatiaux
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des molécules d’une méme nature ou différentes. L’ incompatibilité thermodynamique dépend
des charges des polyméres présents, de leur concentration, de leur nature (poids moléculaire),

de la flexibilité des chaines du polysaccharide, de la force ionique et du pH.
1.1.3.3. La coacervation complexe ou séparation de phase associative

On distingue la coacervation simple et la coacervation complexe. Dans le cas de la
coacervation simple, un seul polymere est impliqué et il est alors exclu de la solution dans des
conditions de désolvatation suite a 1’addition d’un sel ou a un changement du pH ou de
température par des phénomenes de neutralisation des charges ou a travers des interactions
hydrophobes entrainant ainsi la formation d’une phase liquide a base de coacervats (exemple :

ajout du calcium a I’alginate).

La séparation de phase associative connue aussi sous le nom de coacervation complexe
ou compatibilité¢ thermodynamique implique deux polymeres, solubles dans ’eau, et a lieu
généralement lorsque la concentration ne dépasse pas 3 a 4% (p/p) en solides totaux et a de
faibles forces ioniques (<0,4 M) (Tolstoguzov, 1986). Elle comprend aussi bien la coacervation
complexe qui est une séparation liquide/liquide et la précipitation qui est plutot une séparation
solide/liquide. Selon la force des interactions et la nature des biopolymeres présents, la phase
riche en biopolymeres peut étre un coacervat ou un précipité (McClements, 2006). Les aspects
théoriques de la coacervation complexe sont bien expliqués dans les revues de Burgess (1990)
et Schmitt ez al. (1998). La spécificité majeure de la coacervation complexe qui la distingue des
autres transitions de phase (précipitation, gélification,...) est que la séparation de phase
associative soit liquide/liquide et que le coacervat formé ait plutdt une structure visqueuse et
proche de celle d’un gel contenant des quantités importantes de solvant et non pas une structure
solide/liquide. Le systeme gélatine/gomme d’acacia fut I’un des premiers systémes impliquant

la coacervation complexe a étre étudi¢ (Burgess & Carless, 1984).

La coacervation signifie I’union de particules colloidales. A partir de cette terminologie,
on peut comprendre qu’il s’agit de gouttelettes liquides qui sont sujettes au phénomene de
coalescence appelées aussi coacervats. En effet, la coacervation peut étre décrite comme étant
une méthode chimique et une agrégation macromoléculaire au cours de laquelle des polymeéres
forment des gouttelettes en suspension qui sont alors exclues de la solution. Il s’agit d’une
désolvatation partielle de macromolécules solvatées. Ce phénoméne implique 1’établissement
d’interactions électrostatiques entre deux biopolymeéres portant des charges opposées ce qui

entraine une diminution de 1’énergie libre €électrostatique du systéme a travers une baisse de la
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mobilité¢ et de la flexibilité des polymeres. Toutefois, la perte d’entropie provoquée est
compensée en partie par les contributions enthalpique et entropique provenant de la libération
de contre-ions associés aux macromolécules mais aussi a la libération de molécules d’eau

(Tolstoguzov, 1997 ; 2003 ; Turgeon et al., 2007).

La coacervation complexe implique un polyanion et un polycation et d’'une manicre
générale, deux polymeres, une protéine et un polysaccharide, comme dans le cas de notre étude.
Ces deux macromolécules sont mixées ensemble a un pH supérieur au pKa du polysaccharide
et inférieur au point isoélectrique de la protéine (p/), induisant la formation de complexes
solubles et insolubles selon le type de biopolymere utilisé, la taille et la charge des complexes
formés ainsi que leurs propriétés de surface (Schmitt & Turgeon, 2011). Dans le cas du
chitosane qui est de nature cationique, les interactions électrostatiques peuvent avoir lieu

lorsque le pH est en dessus du point isoélectrique de la protéine.

La formation de complexes solubles a lieu lorsque le nombre de charges portées par les
molécules qui interagissent ne s’équilibre pas entierement. La coacervation est maximale
lorsque la charge globale portée par les complexes obtenus est nulle (neutralisation des charges)
(la steechiométrie des charges est de 1/1) (de Kruif ef al., 2004). Les complexes insolubles
peuvent se concentrer sous la forme de gouttelettes liquides de coacervats qui peuvent
sédimenter afin de former une couche. Le résultat est une séparation macroscopique en une
phase riche en coacervats (phase du dessous) et en une autre phase riche en solvant (celle du
dessus) (Figure 1.8). Chaque biopolymére peut se trouver au niveau de la phase riche en

complexes ou dans une faible proportion au niveau de la phase aqueuse (Ach et al., 2015).

Les coacervats sont susceptibles au phénomeéne de coalescence mais aussi a la dissociation
lorsque les conditions environnantes sont altérées entrainant un affaiblissement des interactions
attractives entre les biopolymeres. Ce systéme est capable de répondre aux changements
environnementaux en se réarrangeant (changements de la conformation des chaines de
biopolymeéres) par une altération de la distribution des charges lorsque 1’environnement ne

permet pas une compensation immédiate des charges.
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Figure L.8. Représentation schématique de la séparation de phase par coacervation complexe

D’une manicre générale, la séparation de phase associative implique essentiellement des
interactions ¢électrostatiques mais d’autres types d’interactions peuvent également jouer un réle
comme les interactions hydrophobes, les forces de van der Waals, les liaisons hydrogeénes, ou

encore le phénomene d’exclusion stérique.
I.1.4. Les différents types d’interactions protéines/polysaccharides

Du point de vue moléculaire, différentes interactions entre les protéines et les
polysaccharides de par leur nature, leur force (énergie) et leur spécificité peuvent exister. Ces
interactions dépendent de la nature des polymeres présents dans le systeme ainsi que des
facteurs physico-chimiques environnants (température, pH, force ionique). Les propriétés
fonctionnelles de la protéine (solubilité, tension de surface, conformation, capacité a former un
gel, propriétés émulsifiantes, moussantes et gélifiantes) dépendent de ces interactions. La
formation et la stabilité¢ des complexes protéines/polysaccharides sont aussi coordonnées par
ces différentes interactions. De plus, ces interactions représentent des parametres importants
pour le développement ou la formulation de systemes innovants ou pour générer de nouvelles

propriétés physico-chimiques.
1.1.4.1. Les liaisons covalentes

Les liaisons covalentes sont caractérisées par leur spécificité contrairement aux

interactions é€lectrostatiques, de van der Waals ou aux interactions hydrophobes. Ces liaisons
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covalentes impliquent un partage d’¢électrons entre un ou plusieurs atomes. Ces interactions sont

caractérisées par une ¢énergie potentielle élevée (200 a 800 kJ .mol-l). Des complexes
protéines/polysaccharides peuvent étre présents dans la nature incluant des résidus de protéines
attachés par des liaisons covalentes a des polysaccharides (exemple : gomme arabique) (Evans
et al., 2013). Des complexes protéines/polysaccharides peuvent également se former via des
liaisons covalentes par la réaction de Maillard. Cette réaction implique I’interaction entre
I’extrémité réduite du groupement carbonyl du polysaccharide et le groupement amine de la
protéine formant ainsi des liaisons covalentes suite a un chauffage controlé (temps, température,
humidité) ou bien en appliquant un champ électrique pulsé. Des liaisons covalentes peuvent
aussi s’établir en utilisant la tranglutaminase ou d’autres enzymes oxydatives (tyrosinase,
laccase et peroxidase). Dans ce cas, les acides aminés aromatiques de la protéine peuvent étre
oxydés en présence de I’enzyme et d’oxygeéne en quinones qui peuvent donc former des liaisons
covalentes (cross-links) avec les groupements fonctionnels présents au niveau de la protéine ou
du polysaccharide. De méme, des liaisons covalentes peuvent se former entre les protéines et
les polysaccharides suite a un traitement alcalin (Liu ef a/., 2017a). Les liaisons covalentes sont
résistantes aux changements des facteurs environnementaux (température, pH,...) et les
complexes protéines/polysaccharides qui en découlent sont stables et peuvent donc étre utilisés

pour différentes applications (stabilisation des émulsions,...).
1.1.4.2. Les interactions électrostatiques

Les interactions ¢€lectrostatiques peuvent étre de trois types : ion-ion, ion-dipdle ou
dipole-dipdle. La force des interactions €lectrostatiques est dépendante des charges portées par
les deux molécules (q), de la distance entre les molécules (r) et de la constante diélectrique du
milieu dans lequel elles sont présentes (Prausnitz ef al., 1999) et peut donc étre exprimée par la
loi de Coulomb :

qlq2
T 4melderr2
Ou g correspond a la constante di¢lectrique du vide (8,85419x% 10-12 C2J -1m-1) et & correspond a

la constante diélectrique relative du milieu. L’énergie de ces interactions est comprise entre 25
-1
et 50 kJ.mol (Israelachvili, 1992).

Un exemple type de I’établissement d’interactions €lectrostatiques est la formation de ponts
ioniques par la liaison entre des cations polyvalents (exemple : Ca?") et deux groupements

anioniques. Les interactions électrostatiques sont importantes pour les polymeéres qui portent
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une charge ¢€lectrique dans les conditions dans lesquelles ils sont utilisés (pH et force ionique)
(McClements, 2006). Les protéines sont caractérisées par un potentiel z&éta positif ou négatif
selon le pH du milieu (positif si le pH est inférieur au p/ et vice versa). Cette charge électrique
de la protéine est due aux différents acides aminés présents et a leurs modes d’ionisation a
différents pH. Les groupements fonctionnels présents au niveau des polysaccharides sont
toutefois limités en nombre. Les polysaccharides peuvent étre anioniques par la présence du
groupement —COO" (pectine, alginate, gomme arabique, acide hyaluronique, carboxyméthyl
cellulose, carboxyméthyl dextrane) ou par la présence du groupement —SO3~ (dextrane de
sulfate, carraghénane). Les acides carboxyliques sont déprotonés lorsque le pH est au-dessus
du pK, et deviennent chargés négativement. Le seul polysaccharide cationique est le chitosane
avec un groupement —NH3". Les polysaccharides peuvent aussi étre neutres (dextrane,
amylopectine, Ficoll) (Li & Huang, 2015). Ainsi, dans un grand nombre de cas, les interactions
¢lectrostatiques dominent dans la formation de complexes macromoléculaires entre les
protéines et les polysaccharides, a une faible concentration en sel et a un pH permettant d’avoir
les deux types de biopolymeres chargés de manicre opposée. Selon si les groupements chargés
ont des charges similaires ou opposées, ces interactions peuvent étre attractives ou répulsives

(McClements, 2006).
1.1.4.3. Les liaisons hydrogénes

Les liaisons hydrogénes sont de type dipdle-dipole. Ces interactions de caractére ionique
et pouvant €tre intra ou inter-chaines sont causées par une interaction entre un atome
d’hydrogene (accepteur d’¢électrons) lié a un atome €lectronégatif (N, O ou S) et un autre atome

¢lectronégatif (donneur d’électrons) (Rinaudo, 2006). L’énergie d’une liaison hydrogeéne est

comprise entre 10 et 30 kJ .mol_](Israelachvili, 1992). La force de ces liaisons est dépendante
de I’¢lectronégativité et de 1’orientation des atomes (donneurs et accepteurs d’électrons). Ce
type de liaison s’établit entre les groupements polaires au sein d’une méme molécule ou entre
deux molécules (McClements, 2006). Ces interactions interviennent pour le maintien de la
structure des protéines (hélicoidale ou en forme de feuillets,...) ou dans des assemblages a base
de molécules comme des agrégats ou des gels (exemple : gels a base de gélatine) (McClements
et al., 2009). La présence de groupement —COOH au niveau des polysaccharides ou de
groupements —NH3 ou —COOH au niveau des protéines sont responsables des liaisons
hydrogénes entre ces deux types de biopolymeéres. Ces interactions sont favorisées a des
températures basses et peuvent étre déstabilisées par 1’utilisation de I’urée ou a des températures

¢levées (Liu ef al., 2010). Elles ont été mises en évidence dans différents systémes de
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coacervats. Par exemple, il a ét¢ montré que la complexation entre la gélatine de type B (p/~5,1)
et le x-carraghénane implique des interactions électrostatiques attractives pouvant raccourcir la
distance entre les chaines désordonnées de ces deux biopolyméres pour favoriser ainsi les

liaisons par pont hydrogéne (Wang et al., 2015).
I.1.4.4. Les interactions hydrophobes

Les interactions hydrophobes, de méme que les liaisons hydrogenes, sont susceptibles de
s’établir dans les complexes protéines/polysaccharides. Elles peuvent se former lorsque les
biopolymeéres présentent des groupements hydrophobes et hydrophiles a travers 1’association

des groupements non polaires des biopolymeéres dans le milieu (McClements, 2006). L’énergie

de ces interactions hydrophobes est comprise entre 2 et 10 kJ .mol_l. Du point de vue
moléculaire, ce type d’interactions peut se manifester essentiellement lors de la présence de
molécules amphiphiles au niveau desquelles les parties hydrophiles vont interagir avec les
molécules d’eau et les parties hydrophobes vont se lier ensemble afin de former un domaine
hydrophobe (McClements et al., 2009 ; Jones & McClements, 2010 ; Jones & McClements,
2011). Les protéines et les polysaccharides peuvent contenir des groupements non polaires qui

peuvent donc participer a 1’établissement d’interactions hydrophobes.

Plusieurs études ont montré I’existence de ce type d’interactions dans la complexation entre les
protéines et les polysaccharides (Da S. Gulao et al., 2014 ; Dong et al., 2015). De plus, il a été
montré que lorsque des systémes de biopolymeéres sont sujets & une augmentation de la
température, les interactions hydrophobes (de nature endothermique) sont favorisées suite a des
changements structuraux et a travers 1’exposition de certaines fractions non polaires au niveau
des chaines de polymeres (Da S. Guldo et al., 2014). La force de ces interactions hydrophobes
a tendance a augmenter a des températures élevées et a baisser en diminuant la constante

di¢lectrique du milieu (exemple : addition d’alcool) (McClements ef al., 2009).
1.1.4.5. Les liaisons de van der Waals

Les liaisons de van der Waals sont des interactions pouvant étre de type dipole permanent-
dipole permanent, dipdle permanent-dipole induit et dipole induit—dipdle induit (Dickinson &

McClements, 1996 ; Dickinson, 1998). L’énergie potentielle de ces liaisons est située entre 1 et

-1
20 kJ.mol (Israelachvili, 1992). Elles sont le résultat de la distribution asymétrique des nuages
d’¢électrons d’un atome qui induit un moment dipolaire sur cet atome. Ce moment dipolaire peut
alors interagir avec les ¢électrons des atomes voisins et induire un autre dipdle favorisant la mise

en place des liaisons van der Waals entre ces atomes. Selon la distance entre les atomes, ces
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forces peuvent étre attractives ou répulsives. Si les atomes sont proches, ces forces seraient
attractives. Sinon si le rapprochement est trés important, les répulsions €lectrostatiques entre
les nuages adjacents négativement chargés d’électrons deviennent trop importantes ce qui

entraine une inhibition de ces forces.
1.1.4.6. Le phénoméne d’exclusion stérique

Le volume assez large occupé par les biopolymeres en solution indique que 1’effet
d’exclusion stérique est assez important. Il y a une réduction de I’entropie du systéme a cause
de la réduction du volume libre pouvant étre occupé par les molécules de biopolymeres

(McClements, 2006).

I.1.5. Les paramétres influencant la formation des complexes et les interactions mises en
jeu

Les interactions électrostatiques entre les protéines et les polysaccharides peuvent étre
attractives ou répulsives selon les caractéristiques du biopolymére utilisé (poids moléculaire,
conformation, flexibilité, densité et distribution des charges), les propriétés du solvant (pH et
force ionique), les conditions de préparation (ratio, concentration totale en biopolyméres,
température, temps, pression, vitesse d’agitation) (Schmitt & Turgeon, 2011 ; Li & Huang,
2015). I existe donc un ensemble de facteurs intrinséques et extrinséques qui peuvent
conditionner les interactions mises en jeu, la formation des complexes, leur structure, leurs
propriétés et leur stabilité en fonction du temps mais aussi la séparation de phase (Figure 1.9).

Ces différents parameétres sont listés ci-dessous.

25



Les acquis scientifiques

pKa<pl: pH<pKa; pKa<pH<pl; pH>>pl

pKa>pl: - pH>pKa;  pKa>pH 2pl;  pH>>pl Concentration faible

Polysaccharide<<protéine %/ \@ L\ Concentratlonforte

e

Polysaccharide ~ protéine ;'

o
*

Concentratlon

~Taille Protéine>>polysaccharide
Ratio
ssique
Rigidite roteme Ponsacch Protéine<<polysaccharide
f Température Concentratlon en sel
.
* Faible
.
. L .
Chaine rigide du ‘ 3
polysaccharide .
L
Traitement thermique Elevée Intermédiaire

Figure 1.9. Diagramme schématique des structures des complexes protéines/polysaccharides
en fonction du pH, de la concentration totale en biopolymeres, du ratio massique, de la
concentration en sel, de la température, de la rigidité de la chaine et de la taille des polymeéres

(d’apres Li & Huang, 2015).
I.1.5.1. La densité de charges

La densit¢ des charges et leur nature représentent ’'un des facteurs essentiels qui
influencent la formation des complexes et dont la force des interactions électrostatiques entre
les biopolymeres serait dépendante. Si la densité des charges est trés faible, les interactions
¢lectrostatiques peuvent ne pas intervenir. Selon que la densité des charges est faible ou forte,
les complexes peuvent ou non se former. De plus, lorsque la charge d’une molécule est en exces,
les complexes sont solubles. Lorsque les charges des deux biopolymeéres sont opposées et
¢gales, une neutralisation des charges a lieu entrainant la formation de complexes insolubles

(Li & Huang, 2015).
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Lorsque le pH est supérieur au p/ de la protéine, le systéeme est co-soluble. Les deux
molécules portent une charge nette négative (Figure 1.10). La formation de complexes peut
toutefois avoir lieu. Ceci serait di a la présence d’interactions électrostatiques pouvant s’établir
a cause de la présence de certaines zones localisées dans la protéine appelées ‘patches’ au
niveau desquelles la densité de charges positives est assez ¢levée. La concentration en charges
positives au niveau de ces zones doit €tre suffisamment importante afin de surmonter la
répulsion électrostatique entre les deux molécules et interagir avec les groupements chargés
négativement du polysaccharide pour former des complexes macromoléculaires (Wang et al.,
2015 ; Khalesi et al., 2016). Lorsque le pH est en dessous du p/ de la protéine et en dessus du
pKa du polysaccharide, les deux biopolymeres seront caractérisés par des charges opposées

favorisant ainsi le phénoméne de coacervation complexe (Figure 1.10).

pH << PI/pKa pH =PI/pKa pH >>Pl/pKa
R— CH—COOH R— CH—COOH R—CH—CO00
NH;" NH, NH,
& & &
COOH €00 | ~~~~~COOH T 1 s ]

Figure 1.10. Variation de la densité de charge sur la chaine de la protéine et du polysaccharide

en fonction du pH (Ghosh & Bandyopadhyay, 2012).
1.1.5.2. Nature du biopolymére (poids moléculaire, conformation et flexibilité)

Les interactions moléculaires entre les protéines et les polysaccharides dépendent de leurs
caractéristiques moléculaires en solution (longueur de la chaine, branchements, charge,
flexibilité et hydrophobicité) qui seraient conditionnées par le type, le nombre, la s€quence et
la liaison des monomeéres formant ces biopolymeres (McClements, 2006). Une augmentation
de la masse moléculaire des biopolymeres favoriserait le phénomeéne de séparation de phase.
Une augmentation de la masse moléculaire du polysaccharide rend le volume occupé par celui-
ci plus grand le rendant ainsi plus accessible afin d’interagir avec la protéine. Par conséquent

la séparation de phase ou la coacervation complexe seraient favorisées et ceci serait li¢ a la
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densité des charges entre les molécules. Toutefois, une gamme bien déterminée de masses
moléculaires serait nécessaire afin que la coacervation complexe puisse se produire. Deux cas
limites se présentent: si les masses moléculaires des biopolyméres sont trés faibles,
I’interaction se fait par un simple pontage ionique plutdt que par la formation de complexes
intermoléculaires. Si les masses moléculaires sont tres €levées, la précipitation est favorisée

plutot que la coacervation (Frugier & Audebert, 1994).

Lorsque la taille du polysaccharide est beaucoup plus élevée que celle de la protéine,
chaque chaine du polysaccharide peut interagir avec plusieurs molécules de protéines de
manicre a ce que la neutralisation des charges puisse avoir lieu. Lorsque les tailles des deux
biopolymeres sont similaires, le complexe formé contiendra la protéine et le polysaccharide
selon la composition steechiométrique. Si le polysaccharide est beaucoup plus petit que la
protéine, il peut étre considéré comme un ligand interagissant avec cette protéine (Li & Huang,
2015). Ainsi, dans 1’étude réalisée par Bayarri et al. (2014), les complexes intermoléculaires
formés entre le lysozyme et une pectine faiblement méthylée a pH 7 ont été caractérisés par une
forme sphérique et une charge négative globale ce qui suggere que les molécules de lysozyme
se trouvaient dans un réseau formé par les chaines de pectine. La localisation du lysozyme a
I’intérieur du réseau pectique peut s’expliquer par la masse moléculaire de la pectine (~ 190

kDa) qui est beaucoup plus élevée que celle du lysozyme (14,3 kDa).

Les interactions entre les deux types de biopolymeéres peuvent étre aussi influencées par
la rigidité de la chaine du polysaccharide. En effet, la rigidité de la chaine du polysaccharide
contribue a la formation de charges au niveau de cette chaine a travers le changement de la
densité des groupements chargés ou par la dépendance de la dissociation et de la protonation
des groupements chargés du pH. La liaison des protéines avec les chaines de polysaccharides
diminue avec la rigidité de la chaine a cause de I’entropie de changement de la conformation

du polysaccharide (Li & Huang, 2015).
1.1.5.3. Le pH du milieu

Le pH affecte la densité de charge des biopolymeres présents en solution et I’amplitude
des interactions électrostatiques entre eux mais peut également entrainer des transitions
structurales au niveau des protéines et des polysaccharides. Il agit sur le degré d’ionisation des
groupements portés par le polysaccharide ou les acides aminés constituant la chaine latérale de
la protéine et par conséquent il influence la charge des deux biopolymeéres. Ce parameétre définit

la condition au niveau de laquelle les deux biopolyméres portent des charges nettes similaires
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ou opposées, selon le pKa du polysaccharide et le p/ de la protéine. Le pH du milieu est 1’'un
des parametres clés pour la formation de complexes stabilisés par interactions électrostatiques

entre les protéines et les polysaccharides.

Lorsque la protéine est mélangée avec un polysaccharide anionique, a un pH supérieur au
pl de la protéine, le systeme est co-soluble. La diminution du pH jusqu'a une valeur comprise
entre le pKa du polysaccharide et le p/ de la protéine entraine 1’apparition d’interactions
¢lectrostatiques entre les deux biopolymeres du fait des charges opposées favorisant la
formation de complexes solubles ou insolubles (Dong ef al., 2015). Dans le cas d’un
polysaccharide anionique et lorsque la valeur du pH est élevée, les charges anioniques portées
par le polysaccharide sont importantes et donc la quantité en protéines nécessaires pour
compenser ces charges est élevée. Une baisse du pH entraine une diminution des charges
négatives portées par le polysaccharide (en se rapprochant de son pKa.) et une augmentation des
charges positives portées par les protéines (surtout si leur p/ est élevé) et donc moins de
molécules de protéines seront alors nécessaires pour compenser les charges négatives du
polysaccharide (Dong et al., 2013). Dans des conditions acides, la complexation est défavorisée
jusqu’a dissolution compléte des complexes formés puisque les groupements actifs du
polysaccharide deviennent protonés (Da S. Guldo ef al., 2014). Une augmentation importante
du pH (au-dela du pl de la protéine) peut aussi favoriser la dissociation des complexes
¢lectrostatiques ou la diminution du nombre de ces complexes. Cette dissociation accompagnée
des interactions répulsives déja existantes augmenterait la distance spatiale entre la protéine et

le polysaccharide défavorisant ainsi les liaisons hydrogenes (Wang et al., 2015).

Au sein des mélanges protéines/polysaccharides, des transitions peuvent étre induites par
le pH. En effet, le phénomene de coacervation complexe entre une protéine et un polysaccharide
portant des charges opposées est décrit par trois valeurs de pH critiques (pHec, pHg, €t pHopt)
(Figure 1.11).
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Figure I.11. Diagramme schématique des transitions induites par le pH aprés une titration acide
ou basique dans des systemes de biopolymeéres (modification de la charge) formant des
coacervats (le diagramme indique les valeurs de pH caractéristiques relatives aux transitions

conformationelles et aux associations/dissociations intermoléculaires) (d’aprés Moschakis &

Biliaderis, 2017)

Le pH. (pH correspondant au premier changement au niveau de la pente) est reli¢ a I’apparition
de la formation de complexes solubles et dépend uniquement de la force ionique et non pas des
concentrations des macropolyions, ni de leur poids moléculaire (Mattison ez al., 1995). Il a lieu
a des pH proches du point isoélectrique des protéines impliquées. Au-dela du pHc, les
biopolyméres n’interagissent pas ensemble et il n’y a pas de formation de complexes. Un autre
pH important est le pHe1 correspondant a la valeur de pH au niveau de laquelle des coacervats
insolubles sont formés (Weinbreck et al., 2004a). A mesure que la titration progresse, la

turbidité augmente rapidement et une séparation de phase macroscopique a lieu. La densité
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optique atteint une valeur maximale a une certaine valeur de pH (pHopt), au niveau de laquelle
la neutralisation des charges a lieu (les charges nettes portées par les deux molécules sont
opposées) entre les biopolymeres (une coacervation maximale est observée) (Weinbreck et al.,

2004b).

En baissant d’avantage le pH, les forces attractives associatives deviennent plus faibles a
I’intérieur des structures des coacervats a cause de la diminution des charges au niveau du
polysaccharide (le pH se rapproche du pKa.). Dans des conditions acides (au dessous du pKa du
polysaccharide), le degré d’ionisation devient faible, le polysaccharide ne portant plus de
charges, ce qui entraine une diminution des attractions électrostatiques et une dissociation des
coacervats formés (pHy2). Dans certains complexes, d’autres forces attractives comme les
liaisons hydrogenes, les interactions hydrophobes ou les forces de van der Waals peuvent
exister empéchant une désintégration totale des complexes (McClements, 2006 ; Bosnea ef al.,

2014).
1.1.5.4. La force ionique

Le nombre d’ions présents dans un systéme de biopolymeéres est un paramétre important
qui influence la coacervation complexe. Lors de la complexation entre les molécules, le gain
entropique du mélange est favorisé par la libération de contre-ions. Toutefois, une augmentation
de la concentration en sel produit I’effet inverse (en diminuant ce gain entropique) a travers
I’entrée en compétition des ions présents avec les macromolécules (neutralisation des charges
portées par les molécules par les ions) pouvant aller jusqu'a supprimer la coacervation
complexe. De plus, les contre-ions associés aux biopolymeres avant la dissolution ne peuvent
pas étre libérés a de fortes concentrations en sel. La complexation peut étre exothermique ou
endothermique a des concentrations en sel faibles ou élevées (Laugel er al., 2006). L’addition
d’une quantité optimale de sel peut étre requise afin de former des complexes entre les deux
types de polymeres bien que d’une manicre générale, il a été rapporté que le sel a un effet
dissociant sur les complexes électrostatiques. De plus, le pH au niveau duquel des complexes
électrostatiques sont formés (séparation de phase) serait dépendant de la force ionique du milieu

(Antonov et al., 2015).

La compétition entre les attractions €lectrostatiques qui s’exercent a courte distance et les
répulsions électrostatiques qui s’établissent a longue distance attribuée a la concentration en sel
joue un réle dans la formation et 1’agrégation des complexes protéines/polysaccharides (Li &

Huang, 2015). Lorsque la concentration en sel est faible, la coacervation est favorisée puisque
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les attractions et les répulsions électrostatiques ne sont pas réduites. Le nombre de charges
portées par les biopolymeres est suffisant pour que les interactions électrostatiques aient lieu.
Toutefois, I’agrégation des complexes est limitée et a lieu a une petite échelle (Li & Huang,
2015). De plus, une faible concentration en sel peut favoriser la solubilisation des polymeéres
présents. Un effet de ‘salting-in’ peut modifier la conformation de la molécule a travers
I’exposition de certains groupements réactifs par la présence d’ions dans la solution ce qui
contribue a favoriser I’interaction avec le polysaccharide. Ceci a été mis en évidence pour le
systéme gélatine/gomme d’acacia au niveau duquel une coacervation maximale a été obtenue
pour une concentration en sel de 10 mM alors que ce n’était pas le cas lorsque la force ionique
était nulle. A une concentration en sel trés faible, la coacervation est défavorisée et une
précipitation des molécules a lieu plutét qu’une coacervation a cause de la forte densité de
charges des molécules de gélatine dans ces conditions (Burgess, 1990). Des concentrations en
sel intermédiaires peuvent supprimer les répulsions électrostatiques entre les complexes. Les
interactions électrostatiques, quant a elles, demeurent inchangées ce qui favoriserait
I’agrégation des complexes (qui se fait a grande échelle) (Li & Huang, 2015). En revanche, une
forte concentration en sel (au-dela d’une certaine valeur critique), entraine une baisse de la
solubilité¢ des polymeres, empéche leur association et réduit le rendement de coacervation a
cause de la diminution des attractions et des répulsions électrostatiques puisqu’il y a un
masquage d’une partie des charges par les ions (Chai et al., 2014 ; Dong et al., 2015 ; Wang et
al., 2015 ; Li & Huang, 2015 ; Li et al., 2017). Récemment, il a ét¢é montré que dans le cas du
systeme lysozyme/pectine, I’addition de calcium (100 mM) a pu favoriser I’agrégation des
particules formées de complexes entre la protéine et le polysaccharide avec une augmentation
de la turbidité et de la viscosité du mélange puisque d’une part le calcium représenterait un
compétiteur pour les sites cationiques de la protéine afin de se lier avec les groupements
anioniques du polysaccharide et former ainsi des ponts calciques et d’autre part il y a une
suppression des répulsions électrostatiques s’exercant entre les complexes (Bayarri et al.,
2014). Les répulsions ¢€lectrostatiques permettent de rendre les chalnes de biopolymeéres plus
étendues et dans le cas ou elles sont diminuées suite a I’ajout de sel, les chaines sont susceptibles

de devenir plus contractées (Wang et al., 2015).

Quand un systeme est formé par des interactions €lectrostatiques, la force ionique peut
inhiber ces liaisons, toutefois, d’autres interactions peuvent également étre influencées. Il a été
rapporté que la contribution des interactions hydrophobes devient plus importante quand la

concentration en sel augmente (Dong ef al., 2015). De plus, une augmentation de la force
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ionique affecte la qualité du solvant et peut ainsi diminuer 1’hydratation des deux biopolymeéres

et promouvoir les liaisons hydrogeénes intermoléculaires entre eux (Wang et al., 2015).
I.1.5.5. Le ratio protéine/polysaccharide

Le phénomene de séparation de phase par la coacervation complexe est influencé par le
ratio massique protéine/polysaccharide (Pr/Ps). Ce parametre permet de contrdler 1’équilibre
des charges entre les deux biopolymeres et détermine le nombre de molécules de protéines
pouvant étre liées a une molécule de polysaccharide. Pour chaque systéme de polymeres
s’associant essentiellement par interactions é€lectrostatiques, un ratio protéine/polysaccharide
optimal existe dans une condition donnée (pH, force ionique) correspondant a une quantité
¢lectriquement équivalente de chaque polymere et au niveau duquel le rendement de

coacervation est maximal (Burgess & Carless, 1984 ; Weinbreck e al., 2004a,b).

Le ratio aurait un effet sur la formation, la composition, le nombre et la taille des
complexes. Si un des deux polymeéres est en exces (la protéine ou le polysaccharide), la
formation de complexes solubles est favorisée a cause de la présence de charges non
neutralisées. Lorsque la concentration en protéines est trés inférieure a celle du polysaccharide,
une couche du polysaccharide peut se former autour des protéines assurant ainsi une
stabilisation électrostatique et stérique. Si la concentration du polysaccharide dépasse une
certaine valeur critique, la coacervation complexe est supprimée a cause de la présence des
chaines du polysaccharide non neutralisées. Dans le cas ou la concentration en protéines est
supérieure a celle du polysaccharide, les chaines de polysaccharide peuvent étre neutralisées et
saturées. Un exces en protéines peut inhiber une éventuelle agrégation des complexes (Li &

Huang, 2015).

L’influence du ratio de mélange sur la formation de complexes a particulicrement été
mise en évidence dans le cas du mélange lysozyme/pectine (Bayarri et al., 2014). Dans cette
¢tude, il a été indiqué que 1’ajout de quantités croissantes en pectine a une solution contenant
une concentration fixe en lysozyme a pH 7 peut étre corrélé a une augmentation de la taille des
complexes intramoléculaires formés. L’agrégation des complexes individuels serait due a un
phénomeéne de pontage électrostatique entre les sites cationiques du lysozyme demeurant libres
a la surface des complexes et les chaines de pectine chargées négativement. La phase de
coacervats peut étre considérée comme un réseau de complexes interpolymeériques qui sont
stabilisés par une association avec les molécules de protéines. Des concentrations €élevées en

pectine ont favorisé la dissociation des complexes formés a cause de I’importance des
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répulsions électrostatiques s’exergant entre les chaines de pectine (Bayarri et al., 2014). Dans
une autre étude menée sur le systéme gélatine/x-carraghénane, il a été indiqué que la formation
de complexes intermoléculaires a été favorisée suite a 1’augmentation du ratio qui aurait
favorisé une plus grande surface de contact entre les deux biopolymeres et aurait ainsi facilité
I’établissement de liaisons électrostatiques et par pont hydrogene. Cependant, en diminuant le

ratio, les répulsions ¢électrostatiques étaient défavorisées (Wang et al., 2015).

I.1.5.6. La concentration

La concentration totale en polymeres est un parametre important qui doit €tre considéré
dans le phénomene de coacervation complexe. Lorsque la concentration en polymeéres est faible,
des complexes (plutdt des complexes solubles) sont formés et peuvent rester suspendus en
solution. A une concentration ¢levée en polymeres, c’est 1’agrégation des complexes qui est
plutot favorisée et I’aspect des coacervats formés peut ressembler a un gel selon la nature des
interactions s’exercant entre les particules de complexes neutralisées (Li & Huang, 2015). Suite
a une étude réalisée sur une série de complexes protéines/polysaccharides, Tolstoguzov (1986)
a conclu que la suppression de la coacervation complexe a eu lieu a une concentration totale en
biopolyméres au voisinage de 4% (p/p). En effet, cette concentration critique est tres
dépendante du systéme. Par exemple, dans 1’étude réalisée par Schmitt ef al. (2000), il a été
montré qu’une concentration critique de 4,5 % (p/p) a été nécessaire pour supprimer la
coacervation complexe au niveau du systéme f-lactoglobuline/gomme arabique a pH 4,2.
Toutefois, au sein d’un systéme similaire, il a ét€¢ montré que des complexes formés entre les
protéines de lactosérum et la gomme arabique peuvent étre observés jusqu’a 15 % (p/p) a pH
3,5 (Weinbreck et al., 2003). Ces différences expérimentales peuvent s’expliquer par le gain
entropique €lectrostatique qui a été avantageux a 15 % (p/p) a pH 3,5 mais pas a 4,5 % (p/p) et
a un pH de 4,2. La suppression de la coacervation complexe a de fortes concentrations en
biopolymeéres peut étre expliquée par la libération des contre-ions dans la solution. Ces contre-
ions peuvent a leur tour masquer les charges portées par les molécules entrainant une
suppression de la coacervation et favorisant la solubilisation des complexes (Weinbreck et al.,
2003). Au-dela d’une certaine valeur critique, le systéeme est sujet a une séparation de phase
ségrégative (incompatibilité thermodynamique) et non pas associative a cause de la compétition

des macromolécules pour le solvant.
1.1.5.7. La température

La séparation de phase associative est favorisée lorsque la température baisse. D’une

manicre générale, des températures ¢élevées augmentent les fluctuations thermiques ce qui
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entraine une réduction de la stabilité¢ des complexes. Toutefois, dans certains cas, un traitement
thermique des mélanges macromoléculaires apres la complexation peut améliorer la stabilité

des complexes formés par la création de nouvelles zones de jonction (Li & Huang, 2015).

La température est un facteur qui peut influencer a la fois la conformation des
biopolymeres mais aussi les interactions non-Colombiennes s’exercant entre eux. Par exemple,
les liaisons hydrogeénes sont promues a des températures basses. Suite a une hausse de la
température, les liaisons électrostatiques ne sont plus les interactions majoritaires laissant place
aux interactions covalentes ou hydrophobes étant donné que la chaleur induit des changements
structuraux au niveau des biopolymeres (les protéines en particulier) et favorise I’exposition de
plus de sites d’interactions (Liu ez a/., 2010). Il a été montré que la complexation de la gélatine
avec le «x-carraghénane a ¢ét¢ améliorée lorsque la protéine a subi des changements

conformationnels suite a une hausse de la température (Fang et al., 2006).

Il est & noter que certains polysaccharides comme les carraghénanes peuvent subir des
modifications structurales suite a des changements de température en passant par des états plus
ou moins ordonnés (Campo et al., 2009). 1l faut aussi tenir compte de la température de
dénaturation de la protéine puisque celle-ci affecte sa conformation moléculaire et donc les
interactions entre les biopolymeéres. L’utilisation d’agrégats de protéines obtenus suite a un
traitement thermique a été étudiée afin de générer des microparticules fonctionnelles suite a la
formation de complexes avec différents polysaccharides anioniques (Li & Huang, 2015).
Chanasattru et al. (2009) ont montré qu’a température ambiante, des complexes électrostatiques
ont ¢t¢ formés entre la f-lactoglobuline et la pectine et que, suite a une augmentation de
température, les molécules de protéines ont ¢ét¢ dénaturées et ont donc formé des agrégats. Les
molécules de pectine se sont par la suite liées aux particules de protéines (apres refroidissement)

afin de former une couche autour des agrégats de protéines.
1.1.5.8. La pression

La pression est un facteur qui influence la structure des biopolymeéres mais aussi le
phénomene et le rendement de coacervation. Ce paramétre est important puisqu’il est
couramment utilisé pour le traitement des denrées alimentaires. Ce type de traitement comprend
la pression hydrostatique dans une chambre haute pression et la pression mécanique imposée
dans certains appareils comme les homogénéisateurs. Cette derniére procédure combine des

phénomenes de pression, de turbulence et de cisaillement (Schmitt ez al., 1998).
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Il est possible d’induire la formation de complexes en appliquant une haute pression
hydrostatique afin de dénaturer les protéines qui peuvent ainsi exposer plus de sites réactifs et
¢tablir des liaisons électrostatiques avec le polysaccharide. Ceci a été mis en évidence dans le
cas de systemes formés d’ovalbumine et de polysaccharides sulfatés tels que le sulfate de

dextrane ou le carraghénane (Galazka ef al., 1999).
1.1.5.9. Le temps

Au niveau des coacervats, il a ét¢ montré que les chaines de biopolyméres sont
caractérisées par une mobilité plus réduite que dans une solution de biopolymeres diluée.
Toutefois, les mouvements des polymeéres individuels dans la phase de coacervats seraient
indépendants (Weinbreck ef al., 2004c). Les coacervats représentent donc un systeme
dynamique hautement adaptable au niveau duquel des réarrangements moléculaires peuvent
avoir lieu au cours du temps (bien que ces réarrangements aient lieu a une vitesse faible) afin
de minimiser I’énergie libre du systéme jusqu'a avoir des structures bien définies. La
composition et les propriétés des coacervats peuvent donc changer en fonction du temps

(Weinbreck et al., 2004c).
I.1.6. Les techniques de caractérisation des interactions protéines/polysaccharides

De nombreuses approches expérimentales ont ét¢ utilisées afin de caractériser a I’échelle
moléculaire les interactions entre les protéines et les polysaccharides ainsi que les structures
formées et d’étudier sur le plan macroscopique le comportement de phase ainsi que les
propriétés des complexes formés. Selon les caractéristiques qu’on cherche a étudier, on peut les
catégoriser en techniques basées sur la microscopie, la diffusion, la spectroscopie, la
calorimétrie, la rhéologie ou encore la détection moléculaire. Bien qu’un bon nombre de
techniques de haute résolution existe, plusieurs approches hybrides en utilisant des techniques
complémentaires ont été rapportées dans la littérature. Les différentes techniques qui sont
souvent utilisées pour la caractérisation des complexes protéines/polysaccharides sont listées

ci-dessous.
1.1.6.1. Les techniques microscopiques

Les méthodes microscopiques permettent d’étudier la nature, la structure et la
morphologie des complexes ou des agrégats formés entre les protéines et les polysaccharides.
Ces techniques permettent aussi de mieux définir 1’état de complexation entre les deux
biopolymeres ou I’état d’agrégation des complexes. Toutefois, un des principaux inconvénients

de ces méthodes est que le produit visualis€¢ ou ‘capturé’ par 1’objectif peut ne pas étre
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représentatif de la totalit¢ de 1’échantillon. La méthode de préparation de I’échantillon peut
aussi influencer significativement la morphologie observée. Mis a part la nature de I’échantillon
a analyser, il faut aussi prendre en considération le contraste de cet échantillon afin de choisir
I’instrument le plus adéquat (Li & Huang, 2015). La méthode la plus courante est la microscopie
optique qui a servi par exemple pour ¢tudier la structure des complexes formés entre les isolats
de protéines de lactosérum et la gomme de lin (Liu ez al., 2017b). La microscopie confocale a
balayage laser présente plusieurs avantages comme |’optimisation de la profondeur du champ
et I’élimination du bruit de fond. Elle permet d’obtenir des images tridimensionnelles en
visualisant différentes sections a travers I’objectif et présente une bonne technique pour 1’étude
des surfaces rugueuses (Cooper et al., 2005). Elle a été utilisée pour caractériser les complexes
formés entre la f-lactoglobuline et la gomme d’acacia (Schmitt ez a/., 2001). La microscopie a
fluorescence a servi pour visualiser les complexes obtenus entre le caséinate de sodium et la
pectine et qui ont été marqués par la sonde bleu du Nil (Eghbal ef al., 2016). La microscopie
¢lectronique a balayage a également été employée pour mieux comprendre la nature et la
morphologie des coacervats formés. Celle-ci est caractérisée par un pouvoir de résolution
important et permet de réaliser des grossissements tres élevés. En utilisant cette technique, il a
ainsi été possible d’étudier la surface de films obtenus par voie solvant (Eghbal ez al., 2016;
Eghbal ef al., 2017) ou bien la morphologie de surface, la forme et la taille des microcapsules
formées par séchage par atomisation a base de complexes protéines/polysaccharides (Timilsena
et al., 2016). La microscopie électronique a transmission a également été employée pour
caractériser les coacervats protéines/ polysaccharides dans le but d’encapsuler différents
ingrédients (Devi ef al., 2017). La microscopie a force atomique permet de définir la
topographie de surface d’un échantillon a travers des images 3D. De nombreux systémes de
complexes ont été étudiés grace a cette technique comme les protéines et les polysaccharides
de soja, la gélatine de poisson et la pectine ou encore le lysozyme et I’héparine (Chen et al.,
2016 ; Tian et al., 2016 ; Huang et al., 2017). La microscopie a contraste de phase a également
été¢ employée pour étudier les complexes formés entre la f-lactoglobuline et la pectine (Girard

et al.,2004).
1.1.6.2. Les techniques basées sur le principe de la diffusion

La diffusion dynamique de la lumiere permet de donner le profil de distribution de taille
des complexes protéines/polysaccharides. Le calcul du diamétre des particules et de la taille
moyenne se fait par la mesure de la diffusion des particules due au mouvement brownien. Le

coefficient de diffusion calculé est reli¢ au rayon hydrodynamique par 1’équation de Stokes-
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Einstein. Le rayon hydrodynamique est obtenu a partir de la position du pic de la courbe
représentant la distribution des diamétres hydrodynamiques des complexes formés. Avec cette
méthode, il est possible d’analyser des échantillons contenant des agrégats de protéines ou ayant
un large spectre de masses. Toutefois, une turbidité élevée de I’échantillon ou la présence
d’impuretés peut influencer la mesure (Li & Huang, 2015). Des complexes p-
lactoglobuline/pectine, albumine de sérum bovin/alginate de sodium ou protéines de
lactosérum/pectine ont été étudiés par cette méthode (Sperber et al., 2009 ; Zhao et al., 2009 ;
Wagoner & Foegeding, 2017).

La diffraction laser est une technique qui sert a fournir des informations sur la taille des
particules en se basant sur le principe de la diffraction de la lumiere (angle de diffusion). Il
s’agit d’'une méthode complémentaire a la technique de diffusion dynamique de la lumiere
puisque chacune favorise un intervalle de taille donné. La distribution de taille des particules
est représentée par le Dio, Dso, Doo et le volume moyen (Dya37). Le Dya37 est un volume moyen
et peut donc étre faussé par un petit nombre de grosses particules, étant donné qu’elles occupent
un volume plus important que les petites particules. Par contre, les valeurs de Dso et Doo ne sont
pas faussées par la présence de grosses particules. La diffusion statique de la lumiere permet de
donner la masse moléculaire d’'une macromolécule (une protéine ou un polymeére en solution)
ainsi que le rayon de gyration des complexes formés et a servi pour étudier les complexes /-
lactoglobuline/pectine et f-lactoglobuline/gomme d’acacia (Girard ef al., 2004 ; Sanchez et al.,

2006).

La structure de la phase de coacervats a été analysée en utilisant la technique de diffusion
des rayons X aux petits angles. De méme, la technique de diffusion des neutrons aux petits
angles a été employée aussi afin d’étudier la forme, la taille et ’organisation interne des

complexes protéines/polysaccharides ainsi que leur contenu en eau (Devi ef al., 2017).

La diffusion éléctrophorétique de la lumiere est une technique qui se base sur la mesure
de la mobilité électrophorétique et le calcul du potentiel zéta (charge au niveau de la surface
des particules). L’importance des facteurs environnementaux (principalement du pH et de la
force ionique) est a considérer particulierement étant donné qu’ils ont un impact significatif sur
la charge a la surface des particules étudiées. Avec cette technique, il est possible de déterminer
le point iso¢lectrique de la protéine et sa charge ainsi que celle du polysaccharide et de définir
la gamme de pH au niveau de laquelle une protéine et un polysaccharide peuvent interagir par

des interactions ¢€lectrostatiques (Eghbal et al., 2016).
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1.1.6.3. Les techniques spectroscopiques

La turbidité d’un mélange peut étre mesurée en utilisant un spectrophotométre UV-
Visible ou un turbidimetre. La turbidimétrie est une technique, simple et reproductible, qui offre
la possibilit¢ d’étudier le phénomeéne de séparation de phase comportant les phases de
complexation et d’agrégation (Li & Huang, 2015). Elle permet d’avoir une idée sur la
transparence du systeme et de révéler la vitesse d’agrégation ainsi que le nombre et la taille des
agrégats formés. Les conditions optimales de pH et de ratio protéine/polysaccharide afin de
former des coacervats sont souvent reportées en évaluant la turbidité. La turbidité est également
utilisée afin d’étudier les transitions induites par le pH et de déterminer les trois valeurs de pH
critiques (pHc, pHy et pHopt) (Figure 1.11). Généralement, la turbidité est maximale lorsque
I’interaction entre les biopolymeres ayant des charges opposées est maximale (Devi ef al.,
2017). Cette technique de mesure est toutefois non qualitative et révele moins d’informations

que le diagramme de phase (Li & Huang, 2015).

La spectrophotométrie UV-Visible permet d’étudier les modifications au niveau du
microenvironnement des acides aminés aromatiques présents dans la structure de nombreuses
protéines (intensité des spectres et décalage de la longueur d’onde correspondant a I’intensité
maximale du pic), d’étudier la formation des complexes et d’avoir une meilleure
compréhension des interactions entre les protéines et les polysaccharides. La complexation
entre le lysozyme et le sulfate de dextrane ainsi que les changements structuraux au niveau de
la protéine ont été étudiés par cette méthode (Antonov et al., 2015). Toutefois, 1’utilisation de
cette méthode requiert d’autres techniques complémentaires afin d’obtenir des conclusions
fondées (IR, dichroisme circulaire, ...). Il faut aussi contrdler la présence d’ impuretés pouvant
absorber a certaines longueurs d’ondes et éviter les systémes complexes ayant une faible

transmission (Li & Huang, 2015).

La spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier (FTIR) permet d’analyser les pics
correspondant a la protéine ou au polysaccharide, de déceler les décalages de nombre d’onde
pouvant avoir lieu au niveau de ces pics (« shifts »), d’identifier les nouveaux pics et de mieux
comprendre la nature des interactions intra- ou inter-moléculaires intervenant dans I’interaction.
11 s’agit d’une bonne méthode pour 1’é¢tude de la structure secondaire des protéines ou pour la
détermination du pourcentage en structures secondaires (hélice a, feuillet f,...) par dérivation
des spectres. De nombreux travaux ont utilisé cette technique afin d’étudier le phénomene de
complexation entre des protéines et des polysaccharides et afin de mieux caractériser les

interactions impliquées (Zhao et al., 2009 ; Mohajer et al., 2017). Bien que cette méthode soit
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caractérisée par sa spécificité, il serait plus judicieux d’utiliser d’autres techniques

complémentaires.

La fluorescence est une méthode sensible qui a été utilisée pour étudier les changements
structuraux au niveau des protéines suite a leur complexation. Lorsqu’une protéine contient des
acides aminés aromatiques (tryptophane, phénylalanine ou tyrosine) au niveau de sa structure,
il est possible par analyse des spectres correspondants a la fluorescence intrinseque de ces
acides aminés (spécialement les résidus tryptophane) et des décalages des longueurs d’ondes
correspondant a I’intensité maximale de fluorescence (« shift »), de mieux comprendre le
phénoméne de complexation, d’étudier la structure tertiaire de la protéine et de déceler le
changement au niveau de I’environnent des acides aminés aromatiques (plus apolaires ou
polaires) (Antonov et al., 2015). La fluorescence extrinséque nécessite 1’utilisation de sondes
fluorescentes et permet aussi de mieux comprendre le phénoméne de complexation mais aussi
d’étudier les modifications structurales au niveau des protéines (exemple : hydrophobicité de
surface). Toutefois, 1'utilisation de marqueurs fluorescents peut affecter la structure des
biopolymeres présents et les interactions existantes au sein des complexes (Li & Huang, 2015).
La fluorescence extrinseque a ¢ét¢ utilisée dans le systeme protéines de
lait/carboxyméthylcellulose pour mesurer I’hydrophobicité de surface a I’aide de la sonde 1-
AnilinoNaphthaléne-8-Sulfonate (ANS) (Cheng ef al., 2015). Les auteurs ont attribué la
diminution de I’hydrophobicité de surface suite a I’introduction de concentrations croissantes
en carboxyméthylcellulose aux interactions attractives entre les deux types de biopolymeéres
entrainant des réarrangements ou des modifications dynamiques au niveau des protéines. La
fluorescence a été ¢galement utilisée pour étudier 1’adsorption des protéines marquées ainsi que
la dynamique d’adsorption de ces protéines au niveau des surfaces colloidales et planaires

(Cooper et al., 2005 ; Li & Huang, 2015).

La méthode de redistribution de fluorescence apres photoblanchiment est utilisée pour
¢tudier la mobilité locale de molécules marquées. Lorsqu’un échantillon est formé d’une
population fluorescente homogene, il est possible d’inhiber d’une maniére irréversible la
fluorescence dans une zone donnée par photoblanchiment en utilisant un laser. Ceci permet
d’obtenir une population fluorescente et une autre qui ne 1’est pas. Dans le cas ou il y a un
déplacement des molécules dans le milieu, on peut avoir une redistribution des deux populations
entre la zone excitée et la zone fluorescente adjacente. Cette méthode a été utilisée afin d’étudier
la diffusivité de protéines marquées adsorbées ou incorporées dans des couches de

polysaccharides ou formant des coacervats avec des polysaccharides. Videcoq ef al. (2013) ont
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¢tudi¢ la diffusion de deux enzymes pectinolytiques de différentes origines (des
méthylestérases) dans des solutions et des gels physiques a base de pectine en utilisant la
redistribution de fluorescence aprés photoblanchiment. Dans cette étude, cette technique a été
couplée a une autre méthode complémentaire, la spectroscopie de corrélation de fluorescence
afin d’analyser la diffusion des deux enzymes. Weinbreck (2004c) a étudié les propriétés
structurales de coacervats formés entre des protéines de lactosérum et la gomme arabique en
utilisant également cette technique. Ainsi, la diffusion des deux polymeéres marqués par des
sondes fluorescentes dans la phase de coacervats a été étudi¢e en fonction du pH. Le temps de
redistribution de fluorescence étant relié a I’inverse du coefficient de diffusion a été évalué a

partir des mesures.

Le dichroisme circulaire est une technique qui permet d’étudier les changements au
niveau de la structure secondaire des protéines au sein des complexes et la nature des
interactions moléculaires mises en jeu. Il est intéressant de coupler cette technique avec d’autres
méthodes (spectroscopie FTIR, fluorescence,...) afin de mieux comprendre les mécanismes

impliqués dans la complexation.

La spectroscopie Raman est une technique spectroscopique qui permet d’identifier les
changements au niveau de la structure secondaire de la protéine (détermination du contenu en
structures secondaires de la protéine). Cette méthode a servi pour étudier les changements
conformationnels de la gliadine et des protéines globulaires de pois suite a la formation de
coacervats avec la gomme arabique (Chourpa et al., 2006). Les bandes relatives aux coacervats
ainsi que la structure secondaire des protéines peuvent étre reportées en analysant les intensités
des spectres Raman. La spectroscopie par ondes diffuses permet de mesurer le mouvement des
particules a I’échelle microscopique. Elle est utilisée pour 1I’étude de la stabilité des dispersions
de coacervats formés entre des protéines et des polysaccharides en fonction du temps. Cette
technique considére la diffusion multiple de la lumiere dans un milieu contenant des particules.
Dans cette méthode, le transport de la lumicre est supposé étre de nature diffusive et il est

capable de suivre plusieurs trajectoires dans le milieu (Devi ef al., 2017).
1.1.6.4. Les techniques calorimétriques

La calorimétrie différentielle a balayage (DSC) permet de mesurer les différences
d’échanges de chaleur entre un échantillon a analyser et une référence au cours d’une variation
controlée de la température, d’étudier les parametres thermodynamiques qui leur sont associés.

Elle permet ainsi d’examiner la stabilité thermique des protéines au sein des complexes. Il a été
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montré que I’enthalpie de dénaturation de la gélatine au sein des coacervats formés avec la
carboxyméthylcellulose (correspondant a la quantité d’énergie requise pour dégrader la
structure native de la protéine) a augmenté de 4,5 J.g™' 4 236 J.g"'pour la gélatine seule et pour
la gélatine complexée, respectivement, indiquant que la protéine complexée requiert une
énergie thermique plus élevée que lorsqu’elle est non complexée ce qui signifie que la

complexation lui a conféré une stabilit¢ thermique (Duhoranimana et al., 2017).

La titration calorimétrique isotherme (ITC) est une technique permettant d’étudier
I’interaction entre deux especes en titrant la solution correspondant a I’une de ces especes dans
I’autre et en mesurant la chaleur dégagée. Les mesures calorimétriques peuvent Etre
endothermiques ou exothermiques indiquant les interactions entre la protéine et le
polysaccharide. Elle représente une méthode puissante afin de collecter les paramétres
thermodynamiques associés aux interactions moléculaires (constante d’affinité, la
steechiométrie des sites d’interaction, I’énergie libre (AG), I’entropie (AH) et I’enthalpie (AS)).
La sensibilit¢ de cette méthode est limitée si 1’agrégation des molécules a un effet
exothermique/endothermique faible. Il faut aussi prendre en considération la méthode de
préparation de I’échantillon et il est préférable d’utiliser un échantillon avec une pureté élevée

(L1 & Huang, 2015).
1.1.6.5. La microbalance a cristal de quartz

La microbalance a cristal de quartz consiste en une plaque fine de quartz. Le changement
de la masse di a I’adsorption d’une couche a sa surface entraine des changements au niveau de
la fréquence de résonance. Elle permet de mesurer in situ la masse de couches fines adsorbées
a la surface ainsi que les propriétés visco-€lastiques de ce dépdt (Cooper et al., 2005). La
formation d’un film par la déposition alternée de polylysine et d’acide hyaluronique a été
¢tudiée en utilisant cette technique (Picart ef al., 2001). Les mesures a différentes fréquences

ont permis de mettre en évidence un comportement viscoélastique des films.
1.1.6.6. La résonance plasmonique de surface

Cette technique est connue pour son utilisation afin de mesurer la liaison d’une molécule
immobilisée sur une surface métallique avec une autre molécule, en solution, passée sur cette
surface par écoulement. La liaison entre les deux molécules entraine un changement au niveau
de I’indice de réfraction de la lumiere réfléchie a la surface. Il s’agit d’une méthode qui permet
d’étudier les interactions moléculaires intervenant dans la formation de complexes. L’avantage

de cette technique par rapport aux essais classiques en phase solide est que la formation et la
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décomposition des complexes sont suivies en temps réel ce qui offre la possibilité de déterminer
le mécanisme d’interaction. L’inconvénient est que la détection est limitée lorsque 1’interaction
entre les deux molécules étudiées est faible (Li & Huang, 2015). La résonance plasmonique de
surface a été utilisée afin d’étudier les interactions entre 1’héparine et les protéines du systéme
du complément (groupe de 35 protéines de sérum) et afin de déterminer les constantes d’affinité

correspondantes (Yu ef al., 2005).
1.1.6.7. La résonance magnétique nucléaire

Cette technique permet d’étudier la structure des complexes protéines/polysaccharides
dans les solutions aqueuses et d’identifier les types d’interactions mises en jeu ainsi que les
sites d’interactions intervenant dans la formation des complexes (Devi ef al., 2017 ; Li &
Huang, 2015). Cette technique se base sur la détermination de la mobilité des molécules d’eau
par la mesure du temps de relaxation. L’interaction électrostatique au niveau des complexes est
importante dans le mouvement des molécules d’eau (Devi ef al., 2017). Cette technique
nécessite un échantillon avec une pureté élevée et une certaine expertise pour 1’interprétation

des résultats (Li & Huang, 2015).
1.1.6.8. La rhéologie

La rhéologie est I’étude de la déformation et de 1I’écoulement des matériaux sous 1’effet
d’une contrainte appliquée. Elle permet d’étudier le comportement dynamique des gels, de
caractériser les propriétés viscoélastiques (viscosité et modules) et de définir les relations entre
les propriétés mécaniques et structurales des coacervats (Cooper et al., 2005 ; Li & Huang,
2015). Toutefois, cette méthode est treés sensible aux conditions environnementales et a la pureté
de I’échantillon. De plus, la plupart des complexes protéines/polysaccharides sont caractérisés

par un comportement non-Newtonien (Li & Huang, 2015).
I.1.7. Les applications potentielles des complexes protéines/polysaccharides

Les complexes protéines/polysaccharides sont caractérisés par de meilleures propriétés
fonctionnelles que lors de I'utilisation de chaque polymeére seul. En effet, des fonctionnalités
nouvelles ou améliorées peuvent étre obtenues en utilisant les deux biopolymeres ensemble.
Les complexes qui en découlent, avec leurs propriétés uniques d’hydratation (solubilité,
viscosité), de structure (taille, morphologie) et de surface (propriétés moussantes et
émulsifiantes) peuvent étre utilisés dans de nombreux domaines comme la purification
macromoléculaire, la stabilisation des protéines, la microencapsulation et la formulation en

industrie agroalimentaire (amélioration de la viscosité, agents de texture, remplacement de la
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maticre grasse ou de la viande) ou pour synthétiser des biomatériaux (Schmitt ef a/., 1998). Ces
complexes peuvent donc servir pour ¢élaborer différents types de produits ainsi que pour

améliorer leur qualité.

1.1.7.1. Purification des protéines par précipitation sélective ou coacervation avec des

polysaccharides

L’utilisation des polysaccharides représente une méthode fiable, simple, sélective et
efficace pour éliminer des protéines indésirables ou afin de purifier les protéines sans pour
autant altérer leur activité biologique naturelle. La complexation sélective peut étre obtenue
dans les systémes contenant des protéines et des polysaccharides en se basant sur les
interactions ¢électrostatiques attractives préférentielles entre les deux biopolymeres dans
certaines conditions. La sélectivité est définie comme étant la capacité de la protéine a étre
transférée dans la phase condensée avant une autre. Dans des conditions environnementales
bien connues, un polysaccharide, de poids moléculaire élevé par rapport a celui de la protéine,
chargé négativement, peut étre ajouté a une solution contenant des protéines et puis suite a un
ajustement du pH, la coacervation entre la protéine et le polysaccharide peut avoir lieu. Les
protéines sont ensuite récupérées par centrifugation et filtration. Il a ét¢é montré que la
carboxyméthylcellulose peut étre utilisée afin de fractionner les protéines de lactosérum par la
formation de complexes (Hansen ez al., 1971) et les pectines ont également été utilisées afin de
récupérer les protéines de lactosérum avec un pourcentage de récupération de 90% (Serov et

al., 1985).

Lorsque deux protéines ont des p/ différents, I’une pourra former des complexes avec le
polysaccharide a des pH appropriés alors que 1’autre non. Si les deux protéines ont des p/
proches, la séparation sélective par coacervation peut se faire si 'une des protéines présente
une meilleure affinité pour le polysaccharide que 1’autre selon la distribution des charges a la
surface de cette protéine. La coacervation sélective par I’acide hyaluronique a ét¢ employée
afin d’isoler I’albumine de sérum bovin a partir d’un mélange contenant une autre protéine
ayant un p/ similaire (la f-lactoglobuline). Cette séparation a été attribuée a une meilleure
affinité de 1’albumine de sérum bovin pour I’acide hyaluronique que pour la f-lactoglobuline a
cause de la présence d’un domaine concentré en groupements portant des charges positives (Du

etal.,2014).
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1.1.7.2. Amélioration de la stabilité des peptides/protéines dans des complexes a base de

polysaccharides

La complexation avec les polysaccharides peut améliorer la stabilité des peptides ou des
protéines a certains facteurs (température, pH, pression) pouvant induire leur dénaturation. Il a
¢té montré que la stabilit¢ de I’a-lactalbumine et de la f-lactoglobuline a été améliorée suite a
leur complexation avec la caroboxyméthylcellulose par comparaison aux protéines non
complexées (Capitani et al., 2007). La thermostabilité de la S-lactoglobuline a augmenté de 6—
8 °C et celle de I’a-lactalbumine de 26 °C approximativement ce qui pourrait étre di a
I’incorporation des molécules de protéines dans des complexes, formés essentiellement par des
interactions ¢électrostatiques. Dans une autre étude, il a été démontré qu’une meilleure
stabilisation physique d’un polypeptide (la e-polylysine) a été obtenue suite a sa complexation
¢lectrostatique avec la gomme arabique a de fortes concentrations (Chang et al., 2014). Une
autre étude a montré que la stabilité de la lactoferrine est améliorée lorsqu’elle est sujette a des
températures €levées, en présence de la gomme arabique en méme proportion. La gomme
arabique a formé une couche autour de la lactoferrine a cause de ses propriétés filmogenes et
encapsulantes. Toutefois, lorsque la protéine était en exces, le polysaccharide était insuffisant
pour masquer les molécules de lactoferrine et donc empécher leur agrégation (Gulao et al.,

2014).
1.1.7.3. Encapsulation et libération de composés actifs

En industrie agroalimentaire, il y a un intérét croissant pour développer des aliments sains
avec une bonne qualité nutritionnelle et sensorielle et avec une stabilité améliorée, incorporant
des composés bioactifs. Le challenge pour les industriels consiste a développer des systémes
d’encapsulation sans affecter la qualité organoleptique de 1’aliment ou sa durée de vie.
Incorporer un composé actif dans un aliment présente de nombreux challenges puisque ce
composé peut interagir chimiquement avec d’autres constituants mais aussi subir différentes
conditions (oxydation, traitement thermique, humidité, acidité, lumiére,...) au cours de la
production, du traitement ou du stockage de I’aliment ou encore au niveau du transit gastro-
intestinal. Les composés d’intérét peuvent donc étre dégradés ou perdre leur activité

(Moschakis & Biliaderis, 2017).

La microencapsulation peut étre définie comme étant la technologie incorporant un
compos¢ solide, liquide ou gazeux dans un second matériel (matrice ou enveloppe) afin de

former des petits assemblages qui pourront d une part protéger les molécules sensibles (aromes
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ou agents bioactifs) mais également assurer une libération de ces agents a une certaine vitesse
(relargage contr6lé) comme dans des matrices alimentaires dans le cas des composés
antimicrobiens, dans la bouche pour les aromes ou encore dans le tractus digestif et méme viser
des sites spécifiques dans I’organisme humain. Cette technologie est aussi utilisée en industrie
pharmaceutique (production de médicaments ou de vaccins) mais aussi dans le domaine de
I’agriculture (exemple : fertilisants) (Champagne & Fustier, 2007 ; Augustin & Hemar, 2009,
Moschakis & Biliaderis, 2017).

Les complexes formés entre des protéines et des polysaccharides ont été utilisés pour
encapsuler différents composés actifs puisqu’ils sont dotés d’excellentes propriétés de surface.
Si un compos¢ insoluble est présent dans le milieu, les coacervats peuvent former une couche
autour de ce composé. Une bonne homogénéisation est nécessaire afin d’éviter la sédimentation
des coacervats et afin d’assurer la formation d’une couche homogéne autour du composé a
encapsuler. La coacervation a été utilisée afin d’encapsuler différents ingrédients comme des
aromes (Koupantsis et al., 2014), des acides gras (Eratte et al., 2015), des huiles essentielles
(Lvetal., 2012), des polyphénols (Thongkaew et al., 2014), des antioxydants (Calderéon-Oliver
etal.,2017), des minéraux (Lauth et al., 2014), des vitamines (Chapeau et al., 2016), des sucres
(Rocha-Selmi et al., 2013), des protéines (Da S. Gulao et al., 2014), des enzymes (Bayarri et
al., 2014), des bactériocines (Calderon-Oliver et al., 2017) et des probiotiques (Bosnea et al.,
2014, Bosnea et al., 2017). Avec cette technique, il est possible d’encapsuler des composées
thermolabiles puisqu’aucun traitement thermique n’est nécessaire ou encore des composés
sensibles aux solvants organiques (Koupantsis et al., 2016). Cette méthode a aussi été utilisée
afin de masquer des gofits indésirables ou de réduire les odeurs non souhaitées de certaines
vitamines ou minéraux mais aussi pour inhiber la réactivité de certaines molécules actives avec

d’autres ingrédients (Moschakis & Biliaderis, 2017).

Les caractéristiques de 1’encapsulation produite par la coacervation complexe et plus
particulierement celles de la couche de coacervats (épaisseur, stabilité, efficacité
d’encapsulation, vitesse de solubilisation) seraient dépendantes d’un ensemble de facteurs tels
que le type du produit encapsulant ou de 1’agent a encapsuler, le pH du milieu, la force ionique,
la concentration en biopolymeére ainsi que la technique utilisée (homogénéisation, séchage par
atomisation,...) qui peut imposer aux complexes différents stress (pression, cisaillement,
déshydratation). Ainsi, la gomme de lin a été encapsulée par coacervation complexe en utilisant
les protéines de soja et la gomme arabique et il a été constaté qu’un certain ratio de

protéine/polysaccharide et un pH optimal ont permis d’obtenir un rendement de coacervation
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maximal ce qui a assuré une bonne microencapsulation du produit (Dong et al., 2015).
Fioramonti et al. (2014) ont formé des agrégats d’isolats de protéines de lactosérum par
traitement thermique sur lesquels ils ont déposé un polysaccharide anionique, 1’alginate de
sodium, et ont montré par 1’établissement d’un diagramme de phase que quelque soit le ratio
protéine/polysaccharide, des complexes solubles ont été formés entre les deux biopolymeres a
pH 4. Les auteurs ont souligné I’intérét potentiel de ce type de systéme puisque ces particules
représenteraient une perspective pour le transport et/ou la libération controlée de composés
bioactifs lipophiles qui seraient liés aux sites hydrophobes de la protéine. De plus, d’aprés cette
¢tude, le masquage des sites hydrophobes des protéines par les chaines d’alginate a des ratios
protéine/polysaccharide élevés permettrait une meilleure protection des composés hydrophiles

liés aux particules de biopolymeres.

Le procédé de coacervation complexe est reconnu pour ses résultats prometteurs, grace a
un bon rendement d’encapsulation. Il a été montré que ’efficacité d’encapsulation de la nisine
dans des matrices a base de collagéne/alginate ou de collagéne/pectine était meilleure que celle
obtenue par d’autres techniques ayant servi pour encapsuler ce peptide comme le séchage par
atomisation en utilisant la zéine ou encore la microencapsulation de la nisine en réalisant
I’atomisation a différentes pressions d’air en utilisant I’alginate et la gomme de Guar, toutefois,
le rendement était plus faible que celui obtenue par la méthode des liposomes (Calderon-Oliver
et al.,2017). La libération des composés encapsulés en utilisant la coacervation complexe peut
étre contrdlée suite a un traitement mécanique, a des variations de pH ou suite a 1’action
d’enzymes (Schmitt & Turgeon, 2011 ; Devi ef al., 2017). Un autre avantage de la coacervation
complexe est relié a la structure des coacervats qui sont des assemblages macromoléculaires de
nature liquide et qui peuvent donc étre incorporés dans des produits alimentaires liquides sans
altérer leurs propriétés mécaniques et sensorielles. Les complexes protéines/polysaccharides
peuvent aussi €tre facilement utilisés afin de produire des microcapsules destinées a la

commercialisation (Bosnea ef al., 2017).

Toutefois, ’encapsulation par coacervation est aussi limitée par sa sensibilité aux facteurs
environnementaux (température, pH, force ionique). Une fois formés, les coacervats de
complexes sont susceptibles de se désintégrer lorsque les conditions de la solution sont
modifiées de maniére a affaiblir les interactions électrostatiques entre les biopolymeres. Par
conséquent, il serait nécessaire d’avoir des coacervats moins sensibles en augmentant leur
robustesse et leur stabilité et dans ce cas plusieurs alternatives se présentent telles que la

réticulation enzymatique (exemple : transglutaminase), physique en utilisant une variété de
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déclencheurs environnementaux (température, pH,...) ou chimique (exemples : glutaraldé¢hyde,

formaldéhyde) (Chanasattru et a/., 2009 ; Schmitt & Turgeon, 2011).
1.1.7.4. Stabilisation des émulsions

Les complexes protéines/polysaccharides combinent des propriétés fonctionnelles et
physico-chimiques a partir des molécules qui les constituent et plus particulie¢rement leur
caractere hydrophobe/hydrophile. Ils peuvent donc étre utilisés afin de former des mousses ou
pour stabiliser des émulsions huile dans I’eau ou eau dans I’huile. Contrairement a la formation
des mousses, la stabilisation des émulsions a été¢ beaucoup plus étudiée durant ces dernieres
années et ceci peut tre reli¢€ a la faisabilité pratique concernant le contréle de la formation des
émulsions en le comparant a la formation des mousses (Schmitt & Turgeon, 2011). Des
complexes qui consistent en des protéines tensioactives reliées a des polysaccharides (la plupart
des polysaccharides ne présentent pas une tension de surface considérable) peuvent s’adsorber
aux interfaces augmentant ainsi 1’épaisseur et les propriétés mécaniques des couches
interfaciales. Le choix d’une protéine ayant de bonnes propriétés émulsifiantes et d’un
polysaccharide capable de s’adsorber sur les surfaces est important. Généralement, il y a
différentes méthodes d’assemblage des polymeéres aux interfaces liquide/liquide afin de
stabiliser des émulsions. Les émulsions peuvent étre obtenues a partir des complexes
préalablement préparés ou préformés et rajoutés a I’huile. L’émulsion est formée apres une
¢tape d’homogénéisation (Schmitt & Turgeon, 2011). La méthode ‘couche par couche’ est aussi
trés courante. La formation d’une couche de complexes autour d’une gouttelette d’huile est
représentée dans la Figure 1.12. Tout d’abord, une émulsion primaire contenant des gouttelettes
d’huile stabilisées par un agent émulsifiant (généralement une protéine) est préparée par
homogénéisation. Par la suite, un biopolymere (généralement un polysaccharide) de charge
opposée est incorporé a 1’émulsion primaire afin de former une émulsion secondaire stabilisée
par une couche formée de 1’agent émulsifiant et du biopolymere. Cette procédure peut &tre

répétée afin d’obtenir des émulsions multicouches (McClements, 2006).
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Figure 1.12. Représentation schématique de la production d’émulsions huile dans I’eau
contenant des gouttelettes stabilisées par des complexes a I’interface formés par une protéine et

un polysaccharide (d’aprés McClements, 2006)

Ces émulsions peuvent €tre utilisées comme des matrices afin d’encapsuler et de libérer
des composés actifs. Les émulsions multicouches permettent d’avoir des gouttelettes d’huile
ayant une meilleure stabilit¢ contre les stress environnementaux (pH, température, force
ionique, congélation, déshydratation,...) que les émulsions monocouches (McClements, 2006).
Une autre alternative consiste a utiliser les coacervats qui vont s’adsorber sur une émulsion
préalablement formée ce qui entraine la formation de gouttelettes d’huiles enfermées dans une
matrice complexe tertiaire. Dans ce cas, la stabilité des émulsions est améliorée et des propriétés
structurales et mécaniques intéressantes sont générées et il est possible d’encapsuler des
molécules bioactives non polaires sensibles (Moschakis ef al., 2010). De plus, il faut prendre
en considération les phénoménes de déstabilisation pouvant avoir lieu comme la floculation par
pontage ou par déplétion (McClements, 2006). Plusieurs parameétres doivent étre pris en compte
comme la concentration en polysaccharide et le ratio protéine/polysaccharide afin d’assurer la

stabilit¢ des émulsions (Schmitt & Turgeon, 2011).
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1.1.7.5. Propriétés visqueuses et gélifiantes

Les propriétés rhéologiques des protéines et des polysaccharides dans des conditions
permettant leur association résultent des différents comportements rhéologiques de chaque
polymere et ceci serait li¢é aux caractéristiques moléculaires des polymeres (structure, poids
moléculaire, flexibilit¢) ainsi qu’a d’autres facteurs comme le pH, le ratio
protéines/polysaccharides, la force ionique, la concentration totale en biopolymeres, la nature
des polymeres utilisés, I’interaction des polymeres avec 1’eau et la présence d’autres composés.
Le comportement rhéologique de plusieurs systémes protéines/polysaccharides a été étudié et
il a été montré qu’il peut étre visqueux ou viscoélastique avec certains systémes montrant un
comportement ¢lastique. En effet, I’association des polymeres entrainerait une augmentation de
la viscosité du milieu puisque des entités de plus grande taille sont formées. Il a été reporté que
dans des conditions permettant la neutralisation des charges, la viscosité est maximale.
Généralement, le comportement rhéologique des complexes est rhéoépaississant. Ceci a été
relié au comportement rhéoépaisissant des polysaccharides et a plusieurs solutions concentrées
de protéines (Schmitt & Turgeon, 2011). Récemment, Liu er al. (2017b) ont étudié les
propriétés rhéologiques des complexes formés entre la gomme de lin et les isolats de protéines
de lactosérum en fonction du pH et du ratio et ont montré que les coacervats formés étaient
caractérisés par un comportement rhéoépaississant et par des propriétés gélifiantes. La
coacervation était maximale a pH 3,8 et a un ratio 2:1 (p/p) (neutralisation des charges). Les
coacervats non chargés obtenus dans ces conditions étaient caractérisés par des propriétés
rhéologiques améliorées avec un comportement viscoélastique et une viscosité¢ dynamique
¢levée. La capacité a augmenter la viscosité du milieu ou a former des gels a permis d’étendre
les applications des systémes protéines/polysaccharides dans plusieurs domaines comme le

développement de nouveaux gels alimentaires (Devi et al., 2017).
1.1.7.6. Les hydrogels

Les coacervats de complexes protéines/polysaccharides sont des structures qui sont
essentiellement obtenues dans des mélanges sous des conditions associatives lorsque les deux
biopolymeres sont caractérisés par des charges opposées et des conditions spécifiques sont
nécessaires afin d’avoir des hydrogels. Il s’agit d’un gel dont la structure tridimensionnelle est
stabilisée essentiellement par des interactions électrostatiques. Les gels électrostatiques de
protéines/polysaccharides sont connus comme étant des hydrogels a cause de leur teneur élevée
en eau (Matalanis et al., 2011). La gélification a lieu dans des conditions spécifiques (exemple :

acidification lente) et suit la complexation avec la formation de complexes solubles suivie par
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la formation de complexes interpolymériques qui peuvent alors former des zones de jonction
entrainant I’obtention d’une structure rigide. La séparation de phase est arrétée au point de
gélification. L’équilibre entre la séparation de phase et la gélification dépend essentiellement
des charges électriques des biopolymeéres et donc des facteurs permettant de les moduler
(température, pH, force ionique) ou encore des cinétiques de chauffage/refroidissement (Le et
al., 2017). Le et al. (2017) ont proposé¢ un mécanisme de formation des gels a base de
protéines/polysaccharides. Quand le pH du milieu est élevé, la protéine et le polysaccharide
sont négativement chargés et aucune structure ne se forme a cause des fortes répulsions
¢lectrostatiques. Durant 1’acidification, le pH va se rapprocher du p/ de la protéine et des
interactions électrostatiques peuvent s’établir entre quelques groupements chargés positivement
de la protéine et le polysaccharide et des complexes solubles vont donc se former. Un pH
avoisinant le p/ de la protéine est suffisant pour initier la formation du gel. Plusieurs agrégats
de protéines vont se lier sur les chaines de polysaccharides entrainant une réduction de la charge
des complexes solubles formés. Il s’en suit une agrégation des complexes solubles afin de
former des complexes interpolymériques a cause de I’établissement de zones de jonction ou
deux chaines du polysaccharide peuvent se lier a la méme molécule de protéine. Puis, a un pH
au-dessous du p/ de la protéine, les groupements amines de la protéine (—NHb>) seront protonés
(-NH3") et donc la protéine serait chargée positivement tandis que le polysaccharide serait
chargé négativement. Des interactions é€lectrostatiques peuvent donc s’établir entre les deux
biopolymeres. L’association qui consiste a 1’augmentation des interactions ¢€lectrostatiques
associatives et a la diminution des répulsions électrostatiques entraine la transition solution/gel

au point de gélification (Le ez al., 2017).

Les gels a base de protéines/polysaccharides peuvent étre utilisés comme des agents
texturants ou pour la protection et le relargage controlé de molécules actives, surtout lorsque le
procédé de fabrication ne nécessite pas de traitement thermique. La nature électrostatique des
interactions rend ces gels sensibles aux facteurs environnementaux (température, pH, force
ionique) (Le et al., 2017). Zhang et al. (2016) ont encapsulé des isolats de protéines de
lactosérum dans des microbilles gélifiées a base d’alginate et ont montré que I’encapsulation,
la rétention ainsi que la libération des protéines de ces billes sont significativement influencées
par le pH étant donné que les interactions ¢électrostatiques entre les protéines et le
polysaccharide dépendent fortement de ce parameétre. A pH 3, les deux biopolymeéres ont des

charges opposés et les protéines ont été bien retenues dans les billes d’hydrogel. Par contre, a
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pH 5 et pH 7, les deux biopolymeéres étaient caractérisés par des charges similaires et la protéine

avait tendance a étre relarguée plus facilement des billes.
1.1.7.7. Utilisation en tant qu’additifs alimentaires

Les coacervats a base de complexes peuvent étre utilisés comme des agents de texture
afin de remplacer la matiére grasse ou encore comme des analogues pour la viande. Krzeminski
et al. (2014) ont montré que les complexes formés entre une pectine hautement méthylée et les
protéines de lactosérum peuvent étre utilisés comme des agents de texture ou encore pour
remplacer la matiére grasse dans un yaourt réduit en mati¢re grasse. L utilisation des complexes
formés a permis 1’obtention d’un yaourt ayant une texture similaire a celle d’un échantillon
témoin riche en matic¢re grasse. Bakker er al. (1994) ont développé des complexes entre la
gomme d’acacia et la gélatine qui peuvent mimer la matiére grasse. Le ratio entre la gomme
d’acacia et la gélatine était compris entre 1/5 et 5/1. Les coacervats résultants de la
complexation étaient caractérisés par une forme sphérique, un diameétre de 11 pm ainsi qu’une
température de fusion de 31,5 °C ce qui donne une sensation en bouche comparable a celle de
la matieére grasse. Certains complexes impliquant des protéines et des polysaccharides sont
caractérisés par une structure qui ressemble aux fibres de la viande. Soucie & Chen (1986) ont
développé une méthode permettant 1’obtention de complexes entre la gomme de xanthane et
des protéines comestibles (protéines de soja, caséine,...) ayant une structure fibreuse pouvant

donc étre utilisés pour substituer la viande.
1.1.7.8. Elaboration de matériaux : films

Etant donné que les protéines et les polysaccharides sont de nature biologique, ils peuvent
étre utilisés afin de substituer les polymeéres synthétiques, en limitant les problémes de
pollution. Leurs applications en industrie agroalimentaire sont donc nombreuses et ils peuvent
étre en contact direct avec les aliments. La biodégradabilité, la biocompatibilité¢ et la
comestibilité de ces composés sont a 1’origine de I’intérét croissant pour leur utilisation pour
I’¢laboration de matériaux d’emballages. Ainsi, les complexes protéines/polysaccharides ont
déja été exploités afin de développer des films composites destinés a la conservation des
aliments et a la prolongation de leur durée de vie avec la possibilité d’un relargage contrdlé des
agents qui y sont incorporés. Dans ce contexte, des films contenant des complexes formés entre
le lysozyme et une pectine faiblement méthylée ont été produits et il a ét€¢ montré que le
relargage du lysozyme de la matrice pectique a été plus rapide lorsque des pectinases ont été

rajoutées dans le milieu (Bayarri ez al., 2014). 11 est également important de mentionner que les
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films a base de polysaccharides peuvent présenter certains inconvénients incluant leur
flexibilité¢ limitée par rapport aux polymeres synthétiques et leur forte perméabilité a une
humidité €levée (Gohil, 2011). Ainsi, plusieurs études ont montré que les films composites
protéines/polysaccharides peuvent présenter de bonnes propriétés barrieres et mécaniques par
rapport aux films formés de polysaccharides. Liu ez al. (2007) ont indiqué que I’incorporation
de la gélatine extraite de la peau de poisson et de la protéine de la farine de soja dans des films
de pectine a permis d’améliorer les propriétés mécaniques de ces films incluant la force et la
rigidité mais aussi de réduire la vitesse de transfert de la vapeur d’eau par rapport au film témoin
a base de pectine. Récemment, Eghbal ez a/. (2016) ont étudi¢ la formation de complexes entre
le caséinate de sodium et la pectine a pH 3 en fonction du ratio protéine/polysaccharide et ont
¢galement étudié les propriétés des films obtenus a partir de ces complexes. Les auteurs ont
montré qu’en augmentant la concentration en caséinate, la formation de complexes a induit une
diminution de la teneur en eau des films obtenus. De plus, les propriétés mécaniques de ces
films ont été hautement influencées par la formation de complexes électrostatiques. Des films

résistants avec de bonnes propriétés mécaniques ont été obtenus a un ratio caséinate/pectine de
0,05 (p/p).
1.1.8. Conclusion

Ces dernieres années, il y a eu un intérét croissant pour le développement de produits
pharmaceutiques innovants et d’aliments fonctionnels tout en garantissant une encapsulation
efficace des composés a haute valeur ajoutée (nutraceutiques, ardmes, vitamines,
conservateurs). En effet, cette technologie, flexible et économique, permet a la fois de protéger
le composé d’intérét mais aussi de contrdler sa libération en fonction du temps. En raison de
leur source naturelle et de leur abondance, les protéines et les polysaccharides ont été largement
exploités afin de produire des matrices fonctionnelles. Les microstructures complexes qui en
découlent ont recu un intérét particulier du fait de leur excellente capacité de rétention et ont
donc servi pour développer divers systémes comme les films ou les microparticules obtenues
par le procédé de séchage par atomisation. A 1’échelle moléculaire, plusieurs interactions
contribuent a 1’association entre les protéines et les polysaccharides comme les interactions
¢lectrostatiques, hydrogenes, hydrophobes et de van der Waals et qui seraient influencées par
un ensemble de parametres physico-chimiques. Parmi ces interactions, les interactions
¢lectrostatiques sont considérées comme étant les forces dominantes dans le phénomene de

coacervation complexe.
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1.2. Positionnement et objectifs du sujet de recherche

Comme nous I’avons vu dans le premier chapitre, I’étape la plus importante dans le
développement d’un systéme d’encapsulation a base de peptides et/ou de protéines et de
polysaccharides consiste a comprendre les interactions moléculaires mises en jeu entre agent
encapsulé et agent encapsulant et qui sont dépendantes d’un ensemble de facteurs physico-
chimiques (ratio protéine/polysaccharide, pH, température, pression,...). En effet, la réussite
d’une opération de microencapsulation implique la préservation de la structure des composés
encapsulés et qui dans notre cas correspondent a des molécules dotées d’une activité
antimicrobienne. Les interactions moléculaires entre la protéine (lysozyme) ou le peptide
(nisine) et les polysaccharides (pectine et alginate) ayant fait 1’objet de cette thése n’ont été que
peu étudiées jusqu'a nos jours. C’est pourquoi il nous a semblé intéressant d’étudier les
interactions mises en jeu dans le but de développer des systemes d’encapsulation avec de
nouvelles fonctionnalités bien précises. Cette démarche comprend plusieurs étapes importantes

dont les principales sont :

-La sélection de composés adéquats, utilisés de préférence dans le domaine agroalimentaire
comme additifs, qui peuvent servir pour élaborer des matériaux d’emballage comestibles
pouvant étre directement appliqués a la surface de ’aliment. Dans notre cas, ces composés
correspondent a des molécules ayant une activité antimicrobienne (nisine et lysozyme) et a des

polysaccharides pouvant étre utilisés comme matrices d’encapsulation (pectine et alginate) ;

-L’¢étude de I’effet de certains facteurs physico-chimiques (ratio polysaccharides-protéine ou
peptide, pH, force ionique) sur les interactions moléculaires mises en jeu entre le lysozyme ou
la nisine et les polysaccharides sélectionnés et qui peuvent jouer un réle déterminant pour

I’¢élaboration de particules/matériaux fonctionnels et innovants ;

-La caractérisation des propriétés des complexes formés (taille, structure, charge,...) et I’étude
des phénoménes d’association/dissociation de ces complexes en fonction des parametres

physico-chimiques ¢étudiés (ratio polysaccharides-protéine ou peptide, pH, force ionique) ;

-La production par voie solvant (« casting ») de films a base de complexes formés entre les

molécules antimicrobiennes et les polysaccharides filmogénes sélectionnés;
-L’étude de la structure et de I’activité antimicrobienne des films obtenus;

-La production de microparticules a base de complexes formés entre les molécules

antimicrobiennes et les polysaccharides sélectionnés par le procédé de séchage par atomisation ;
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-L’¢étude de la structure et de 1’activité antimicrobienne des microparticules obtenues ;

-L’¢étude de ’effet du procédé de séchage par atomisation sur les interactions moléculaires
mises en jeu entre le lysozyme ou la nisine et les polysaccharides sélectionnés et sur la

préservation de la structure moléculaire de la nisine ou du lysozyme ;

-La caractérisation des propriétés des complexes formés avant et aprés séchage par atomisation

et reconstitution des poudres séchées.

La démarche globale que nous avons menée nous a permis de travailler a I’échelle moléculaire,
microscopique et macroscopique avec différentes méthodes analytiques comme indiqué dans

le schéma suivant décrivant notre approche :

Un polysaccharide anionique
Une protéine (lysozyme) ou un peptide I:II:::I p(al\;inate ou pectine)q
(nisine) (charges positives) (pH<pH,)
(PH>pK,)

! ! Ratio, pH, force ionique

Caractérisation des complexes formés

-Interactions moléculaires (Potentiel zéta, Spectrofluorométrie, Spectroscopie UV-visible);

A

-Taille (Granulométrie);

-Activité antimicrobienne

-Structure (MEB, Microscopie en fluorescence);

Glycérol Maltodextrines
(plastifiantN Mmatrice de séchage)

Resuspension des poudres

Casting Séchage par atomisation
(films) (microparticules)
(MEB, Microscopie en fluorescence) (MEB)

g g

Evaluation de I'activité antimicrobienne

Figure 1.13. Représentation schématique de la démarche scientifique adoptée

Ainsi, I’objectif ultime de ce travail est de proposer de nouvelles formes de matrices
d’encapsulation ¢élaborées a partir de biopolyméres et destinées a des applications alimentaires
et/ou pharmaceutiques que nous avons abordé sous 1’angle de la protection de la structure des

composés encapsulés avec la possibilit¢ d’une libération controlée au cours du temps.
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L’utilisation des complexes formés entre des molécules antimicrobiennes et des
polysaccharides afin de développer des matrices d’encapsulation représente une approche
originale du présent travail. La nisine et le lysozyme, connus en industrie alimentaire pour leur
utilisation en tant qu’additifs, ont déja été incorporés dans des films €laborés par « casting » ou
dans des microparticules préparées par le procédé de séchage par atomisation pour des
applications alimentaires ou pharmaceutiques. Toutefois, peu d’études ont été réalisées sur les
interactions moléculaires mises en jeu entre I’agent a encapsuler et la matrice. De plus, 1’étude
les phénomeénes d’association/dissociation des complexes formés en fonction des conditions
physico-chimiques nous semble un bon sujet dans la mesure ou la protection et la libération de
I’agent encapsulé en dépendent. Cette étude des interactions moléculaires a été réalisée entre la
nisine ou le lysozyme et 1’alginate, polysaccharide anionique linéaire et non estérifié¢. D’autre
part, une pectine faiblement méthylée, caractérisée par une proportion importante de
groupements carboxyliques ionisables a été choisie dans le cadre de ce travail afin de favoriser

les interactions électrostatiques avec la nisine ou le lysozyme sur une large gamme de pH.
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Chapitre II. Matériel et méthodes

Pour des raisons de synthése, nous avons fait le choix de regrouper les différents
protocoles expérimentaux utilisés dans le cadre de cette thése dans la section « Matériel et
méthodes » méme si les parties de cette section sont données dans les articles de revues publiés

ou soumis présentés au chapitre « Résultats et discussions ».
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I1.1. Matériel

I1.1.1. Le lysozyme

Le lysozyme utilisé dans le cadre de ce travail provient du blanc d’ceuf de poule et est
commercialisé¢ par Sigma-Aldrich Chimie (St Quentin Fallavier, France) sous la référence
Fluka-62971. Le lysozyme utilisé a une activité de 70000 U/mg et un point isoélectrique de

11,35 ainsi qu’un poids moléculaire de 14,3 kDa.
I1.1.2. La nisine

La nisine utilisée dans cette étude est de type A. Il s’agit d’une poudre seche (95% m/m
de nisine A et 5% m/m d’humidité selon la fiche du produit). Elle a été produite par fermentation
en utilisant la bactérie Lactococcus lactis et est commercialisée par la société Handary SA

(Lendelede, Belgique) sous le nom Nisin A® P.
I1.1.3. Parois lyophilisées des bactéries Micrococcus lysodeikticus

Il s’agit de parois lyophilisées des bactéries a Gram positif Micrococcus lysodeikticus
(ATCC 4698) qui sont sensibles a I’action du lysozyme. Elles sont commercialisées par la
société Sigma-Aldrich Chimie (St Quentin Fallavier, France) sous la référence M3770. Une
unité de ’activité du lysozyme représente la quantité d’enzyme qui cause une diminution de
0,001 dans I’absorbance a 450 nm en 1 min d’une suspension de Micrococcus lysodeikticus

(substrat), a pH 6,24 et a 25 °C.
I1.1.4. La pectine

La pectine a été choisie pour stabiliser, protéger et améliorer les propriétés fonctionnelles
des agents antimicrobiens utilisés (nisine ou lysozyme) puisqu’il s’agit d’un polysaccharide trés
utilis€¢ en industrie agroalimentaire et du fait de son caractére anionique, il est susceptible
d’interagir avec le lysozyme ou la nisine positivement chargés sur une large gamme de pH en

raison de leur point isoélectrique élevé.

Les pectines natives sont des pectines hautement méthylés au niveau desquelles la majorité des
groupements d’acides carboxyliques sont estérifiés par le méthanol et par conséquent non
ionisables. C’est pour cette raison que dans le cadre de cette thése, on a choisi de travailler avec
une pectine faiblement méthylée qui est caractérisée par une proportion plus importante de

groupements carboxyliques ionisables afin de favoriser les interactions avec la nisine ou le

58



Matériel et méthodes

lysozyme. La pectine utilisée dans cette étude est caractérisée par un degré
d’estérification compris entre 22 et 28% et un degré d’amidation compris entre 20 et 23%
(selon la fiche du fournisseur). Elle est extraite a partir de 1’écorce de citron et est
commercialisée par la société Cargrill (Baupte, France) sous la référence Unipectine™ OF 305

C SB.
IL.1.5. L’alginate de sodium

L’alginate de sodium a été choisi puisqu’il s’agit d’un polysaccharide anionique, non
estérifi¢, largement employé dans 1’industrie agroalimentaire. L’alginate de sodium utilisé dans
ce travail est commercialisé par la société Cargill (Baupte, France) sous la référence Algogel

6020.
I1.1.6. L’alginate lyase

L’alginate lyase avec une activité spécifique de 125 unités spécifiques/mg (2500 unités

spécifiques/mL) a été fournie par la société Libios (Pontcharra Sur Turdine, France).
I1.1.7. Les maltodextrines

Les maltodextrines utilisées comme matrice de déshydratation ont été fournies par la
société Roquette-fréeres SA (Lestrem, France). Ce sont des hydrolysats d’amidon de mais

obtenus par hydrolyse acide et enzymatique et qui possédent une valeur de dextrose équivalent

(DE) de 19.
IL.1.8. Le bleu de Nil

Le bleu de Nil A est commercialis¢ par la société Sigma-Aldrich Chimie (St Quentin

Fallavier, France) sous la référence N0O766.
I1.1.9. Le 1-anilino-8-naphtaléne sulfonate (ANS)

Le 1-anilino-8-naphtaléne sulfonate (ANS) est commercialisé par la société Sigma-
Aldrich Chimie (St Quentin Fallavier, France) sous la référence 10417. Lorsque cette sonde
fluorescente est excitée a 380 nm, elle émet une faible fluorescence a 545 nm. Son intensité de
fluorescence augmente lorsqu’elle se lie aux régions hydrophobes d’une protéine. Le complexe
protéine-ANS est caractéris€ par un spectre d’émission avec une intensité maximale de
fluorescence a 470 nm. La sonde ANS est utilisée pour étudier les changements
conformationnels au niveau des protéines en se liant aux régions hydrophobes situées a leur

surface.
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I1.1.10. Les milieux de culture pour les essais microbiologiques

Le bouillon Tryptone Sel (TS), le bouillon Tryptone Soja (TSB) et la gélose Tryptone

Soja (TSA) sont commercialisés par la société Biokar Diagnostics (Beauvais, France).
I1.1.11. Les autres produits utilisés

Le tampon imidazole/acétate de pH allant de 3 jusqu’a 9, est un mélange équimolaire

d’imidazole et d’acide acétique a 5 mM.

Les autres produits chimiques utilisés sont commercialisés par la société Sigma-Aldrich

Chimie (St Quentin Fallavier, France).

I1.2. Méthodes

I1.2.1. Préparation des solutions méres

Les solutions meéres de nisine a 10 g/L ou de lysozyme a 7,14 g/L et des deux
polysaccharides (alginate ou pectine) a 30 g/L ont été préparées en dispersant les poudres dans
du tampon imidazole/acétate 5 mM ajusté au pH convenable. Les solutions sont ensuite laissées
sous agitation jusqu'a la dissolution compléte de la poudre (au moins 2 h pour les
polysaccharides et 3 h pour la nisine ou le lysozyme). Aprés hydratation, les solutions de
lysozyme, de nisine et de polysaccharides sont centrifugées a 10000 g pendant 30 min (Sigma
3K18, Bioblock Scientific, Illkirch, France) afin d’éliminer toutes les particules insolubles et

seuls les surnageants ont été récupérés.
I1.2.2. Préparation des solutions de complexes
11.2.2.1. Les complexes lysozyme/pectine et lysozyme/alginate

Les solutions de complexes lysozyme/pectine ou lysozyme/alginate ont été préparées aux
pHs adéquats afin de contenir une concentration fixe en lysozyme de 0,714 g/L et une
concentration finale en pectine ou en alginate variable allant de 0 jusqu’a 4 g/L. Ces solutions
ont été préparées en mélangeant différents ratios des solutions protéiques et polysaccharidiques
avec des solutions tampon ajustées aux pHs appropriés. Le pH de chacune des solutions

contenant les mélanges est ajusté de nouveau.
I1.2.2.2. Les complexes nisine/pectine et nisine/alginate

Les solutions de complexes nisine/pectine ou nisine/alginate ont été préparées aux pHs

convenables de maniére a avoir une concentration finale en nisine de 5 g/L et une concentration
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en pectine ou en alginate variable de 0 a 4 g/L. en mélangeant différents ratios des solutions

peptidiques et polysaccharidiques avec des solutions tampon ajustées aux pHs appropriés.
I1.2.3. Préparation des poudres séchées par atomisation

Des solutions de complexes lysozyme/pectine (0,714 g/L de lysozyme ; 0-4 g/L de
pectine ; 20 % (m/m) de maltodextrines) et des solutions de complexes nisine/pectine ou
nisine/alginate (5 g/L de nisine, 2 g/L de pectine ou d’alginate ; 10 % (m/m) de maltodextrines)
ont été préparées et homogénéisées. Ces solutions dites d’alimentation de I’atomiseur (« feed
solutions ») ont été séchées dans un atomiseur de laboratoire équipé d’une buse de 0,5 mm de
diamétre (Mini spray-dryer B-290, BUCHI, Suisse). Les solutions ont été pompées dans
I’atomiseur a un débit de 0,5 L/h a température ambiante. Les températures d’entrée (« inlet
temperature ») et de sortie («outlet temperature ») étaient de 180 °C et de 90 °C,
respectivement. Les suspensions ont été agitées a I’aide d’un barreau magnétique tout au long
du séchage afin d’assurer une bonne homogénéité de la distribution des complexes. Les poudres
séchées sont par la suite collectées et conservées dans des bocaux étanches, a I’abri de la lumiére
a 4 °C. Il est important de signaler que les conditions opératoires de séchage par atomisation
ont ét¢ fixées afin d’étre les mémes pour toutes les expérimentations effectuées dans le cadre
de ce travail. Ces conditions permettent d’avoir, dans tous les cas, des poudres seches avec de

bonnes propriétés d’usage.
I1.2.4. Resuspension des poudres séchées

Les poudres séchées sont pesées puis mélangées avec du tampon imidazole/acétate (5
mM) préparé au pH adéquat de maniere a obtenir des suspensions reconstituées avec la méme
teneur en matiere seche que les suspensions de complexes avant séchage par atomisation (en
tenant compte de I’humidité résiduelle). Les échantillons sont analysés apreés 1 h d’agitation a

200 rpm de la méme facon que les solutions avant séchage.
I1.2.5. Mesure de la turbidité

La turbidit¢ des suspensions de complexes aux différents pHs est évaluée par
spectrophotométrie (spectrophotometre Jenway 7305, Villepinte, France) par mesure de
I’absorbance a 600 nm et a 25 °C. La solution contenant 0 g/ de polysaccharide est utilisée

comme blanc lors de la mesure.
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I1.2.6. Mesure du potentiel zéta ({)

Le potentiel z€ta correspond au potentiel €lectrique mesuré au niveau du diamétre
hydrodynamique de particules en suspension dans un milieu liquide. Il permet de déterminer la
charge électrique au voisinage de la surface de la particule, en fonction de son environnement.
En se basant sur ce parameétre, il est possible d’étudier les interactions entre les especes chargées

présentes en solution en fonction de différents parametres (ratio, pH,...).

Le potentiel C de la nisine, du lysozyme et des polysaccharides (alginate et pectine) en
fonction du pH ainsi que le potentiel { des différents complexes qui en découlent formés en
solution a été mesuré a I’aide d’un instrument électrophorétique (Zetasizer NanoZS90, Malvern
Instruments, Malvern, Royaume-Uni) (Figure II.1). Le potentiel { est déterminé par la mesure
de la direction et de la vitesse de déplacement des particules dans le champ é¢électrique appliqué.
Les échantillons sont dilués a une concentration d’environ 0,5 % (m/m) dans le tampon
imidazole/acétate 5 mM préalablement ajusté au pH approprié. Les échantillons dilués sont
soigneusement mélangés puis injectés a 1’aide d’une seringue dans la cellule de mesure de
I’instrument. Les valeurs du potentiel { sont reportées en tenant compte de la moyenne et de la

déviation standard des mesures effectuées sur trois échantillons fraichement préparés.

Rayon laser

Entrée

Sortie
échantillon

échantillon

m— ( ) —)

Cellulede mesure
Caméra

Complexes

Champ électrique appliqué

Figure I1.1. Représentation schématique du principe de mesure du potentiel zéta
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I1.2.7. Mesure de la distribution granulométrique des complexes

Principe :

La distribution de taille des particules a été déterminée a I’aide d’un granulomeétre a
diffraction laser Mastersizer (Malvern Instruments, Malvern, Royaume-Uni) qui mesure la

dispersion de la lumiére induite par les particules d’un échantillon.

Cet appareil est composé d’une lampe qui émet un rayon laser ainsi que de plusieurs
détecteurs. Apres étalonnage, 1’appareil mesure la dispersion de lumicre induite par les
particules. La taille des particules est déterminée par une relation mathématique qui permet de
corréler le diametre de ces particules a 1’angle de déviation selon I’intensité de lumiére regue

par chaque détecteur (Figure I1.2).

Cette méthode se base sur deux théories fondamentales de Fraunhofer et de Mie. Selon la
théorie de Fraunhofer, I’intensité du rayonnement lumineux diffracté est une fonction du rayon
des particules. Plus les particules sont petites, plus 1’angle de diffraction est grand. Cette théorie
repose sur certaines hypothéses : (i) les particules sont considérées de forme sphérique ; (ii)
elles doivent étre suffisamment distantes les unes des autres ; (iii) les particules sont animées
d’un mouvement aléatoire ; (iv) les particules diffractent la lumiére avec la méme efficacité

quelle que soit leur taille.

Rayonlaser dévié

Cellulede mesure

Lampe

' » . ’
PY Détecteurs

Complexes

Figure II.2. Principe de mesure de la taille des complexes dans une solution (la déviation du

rayon laser est corrélée au diamétre des particules)

La théorie de Mie est une extension de la théorie de Fraunhofer, la lumiére laser n’est pas

seulement diffractée par la particule mais aussi réfléchie et diffusée quand la taille des particules
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est inférieure a 100 um. Cette partie réfractée de lumicre pénétrant dans la particule va sortir en
¢tant toujours soumise aux phénomenes de réflexion et de réfraction di a la différence des
milieux. Les résultats de granulométrie sont généralement représentés soit en fréquence de
nombre (fi = ni/N ou N est le nombre total des particules et nj le nombre de particules de taille
1) soit en fréquence de volume (fi = vi/V) ou V est le volume total de la solution et v; est le

volume des particules de taille 1).
Le diamétre moyen des gouttelettes peut étre exprimé de deux manieres :
d32= 2 ni di*/ X ni di’

ds> est le diametre calculé a partir de la surface des particules (appelé aussi le diamétre moyen

de Sauter). Ou aussi :
dy3= 2 ni di*/ 2 ni di’
da4s est le diametre calculé a partir du volume des particules. Selon cette définition, ce diametre

est plus influencé par les grosses particules que le ds».

La mesure de la largeur de distribution de taille des particules en solution est représentée par le
span. Cette mesure permet de caractériser I’étendue de la distribution en volume, et est
représentée par la formule suivante :

[d(v,90) —d(v,10)]
d(v,50)

Span =

Dans cette formule, d(v,10), d(v,50) et d(v,90) sont, respectivement, les diameétres a 10, 50 et
90 % du volume cumulé. En d’autres termes, [d(v,90) - d(v,10)] est la plage des données

analysées et d(v,50) est le diametre médian.

La distribution de taille des particules peut présenter une allure monomodale ou multimodale,
qui se traduit au niveau des résultats par la présence d’un seul ou de plusieurs pics. Ce type de

résultat peut étre rencontré par exemple lors de la dissociation des complexes formés.

Mode opératoire :

Afin d’éviter que 1’obscuration ne soit trop €levée, les échantillons a analyser sont dilués
au préalable. On peut déterminer la distribution de taille des particules sphériques par le
principe de la diffraction laser. Afin que les mesures puissent étre valides, ces particules doivent
étre caractérisées par une taille comprise entre 0,02 et 2000 um. Toutes les mesures ont été
réalisées sur des échantillons frais nouvellement préparés. Les résultats obtenus sont présentés

comme ¢étant la moyenne d’au moins trois mesures. L’échantillon doit étre dilué¢ avec un tampon
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au méme pH que celui de la suspension de complexes analysée. Le tampon serait a 1’origine
d’une diffraction qui est considérée dans ce cas comme bruit de fond. Il est nécessaire avant la
mesure de procéder a un étalonnage de I’appareil avec le tampon. Une agitation est maintenue
dans la cuve tout au long de 1’analyse afin d’assurer une meilleure dilution. A la fin de chaque
mesure, 1’appareil est nettoyé avec un mélange eau/éthanol (3:1) puis avec de 1’eau distillée

plusieurs fois.

I1.2.8. Mesure de I’absorbance dans I’UV-Visible

La mesure des spectres d’absorbance en UV-Visible relatifs a la nisine ou au lysozyme
est réalisée par balayage (spectrophotométre Lightwave II 109233, Biochrom, Cambridge,
Royaume-Uni) entre 190 et 350 nm et a 25 °C dans une cuve en quartz double face ayant une
longueur de trajet optique égale a 1 cm. Le tampon est utilis¢ comme blanc lors de la mesure.
Le mélange a analyser est dilu¢ avec le facteur de dilution adéquat et homogénéisé au préalable

dans le tampon préparé au pH adéquat.
11.2.9. Mesure de la fluorescence
I1.2.9.1. Mesure de la fluorescence intrinséque

Les changements au niveau de la fluorescence intrinséque du lysozyme seul ou au sein
des complexes formés avec ’alginate ou la pectine sont déterminés par balayage de la longueur
d’onde entre 300 et 500 nm suite a une excitation a 280 nm. Les ouvertures des fentes relatives
a ’excitation et a I’émission ont été fixées a 6 et a 3 nm, respectivement. La vitesse de balayage
est de 500 nm/min. Le mélange a analyser est introduit dans une cuve en quartz a 4 faces ayant
une longueur de trajet optique égale a 1 cm. La cuve est ensuite placée, sous agitation, dans un
spectrofluorimétre LS 55 (Perkin Elmer, Courtaboeuf, France). Le logiciel d'utilisation de cet

appareil s’appelle ‘FL. Winlab’. Les mesures sont réalisées a température ambiante (25 °C).
11.2.9.2. Mesure de la fluorescence extrinséque (hydrophobicité de surface)

Afin d’étudier I’hydrophobicité de surface de la nisine seule ou complexée avec I’alginate
ou la pectine, 1’acide-8-anilino-1-naphtaléne-sulfonique (ANS) a été utilisé comme sonde pour
marquer le peptide selon le protocole décrit par Khodarahmi er al. (2012) avec certaines
modifications. La solution de la sonde a été préparée a 0,02% (m/m) dans du tampon imidazole
acétate (5 mM, pH 5). Pour chaque solution analysée, des volumes de la solution de la sonde
allant de 5 a 25 pL ont été ajoutés a 5 mL de la suspension. Les spectres d’émission ont été
obtenus par balayage de la longueur d’onde entre 420 et 650 nm suite a une excitation a 380

nm. Les ouvertures des fentes relatives a I’excitation et a I’émission ont été fixées a 5 et a 4 nm,
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respectivement. La vitesse de balayage était de 500 nm/min. Les changements de I’intensité de
fluorescence associés a la liaison des molécules d’ANS aux régions hydrophobes du peptide
ont été mesurés a I’aide du spectrofluorimetre LS 55 (Perkin Elmer, Courtaboeuf, France).
L’augmentation de I’intensité de fluorescence suite a 1’ajout de concentrations croissantes en
sonde a ¢été mesurée jusqu'a ce qu’aucune augmentation ne soit observée. L’intensité maximale
de fluorescence a été tracée en fonction de la concentration en ANS. La pente initiale de
I’intensité de fluorescence (unité arbitraire, U.A) en fonction de la concentration en ANS
(mg/L) a été calculée et a été utilisée comme indice de I’hydrophobicité de surface de la nisine
(So). Chaque mesure a ¢été répétée au moins trois fois. Les mesures ont été réalisées a
température ambiante (25 °C), en utilisant une cuve en quartz a 4 faces ayant une longueur de

trajet optique égale a 1 cm.

I1.2.10. Mesure de I’activité enzymatique du lysozyme

La détermination de 1’activité du lysozyme dans les solutions préparées a permis
d’évaluer I’effet de la complexation avec les polysaccharides utilisés (alginate ou pectine) ainsi
que I'influence du séchage par atomisation sur son activité enzymatique. Le lysozyme possede
une action antibactérienne dirigée principalement contre les bactéries & Gram positif. Les parois
parois lyophilisées des bactéries Micrococcus lysodeikiticus sont utilisées comme substrat du
lysozyme. L’hydrolyse des parois bactériennes par le lysozyme entraine une baisse de
I’absorbance de la suspension bactérienne mesurée a 450 nm. La suspension utilisée pour
mesurer 1’activité du lysozyme est obtenue apres dilution des parois bactériennes lyophilisées
dans du tampon imidazole/acétate 5 mM a pH 7 jusqu’a ce que 1’absorbance soit égale a 1. Le
temps to correspond a 1’absorbance de la suspension bactérienne avant ajout de la solution de
lysozyme. Dans une cuvette, 0,1 mL de la solution de lysozyme sont ajoutés rapidement a 2,9
mL de la suspension bactérienne Micrococcus lysodeikiticus (préparée au méme pH).
L’absorbance a 450 nm est ensuite mesurée toutes les 30 secondes pendant 5 minutes en
utilisant un spectrophotomeétre (Jenway 7305, Villepinte, France) jusqu'a ce qu’un plateau soit
atteint. L activité est calculée a partir de la pente de la portion linéaire initiale de la courbe de
diminution de I’absorbance en fonction du temps. L’activité antibactérienne du lysozyme
mesurée est exprimée en Ul/mL. Une UI équivaut a la perte d’une quantité de substrat (parois
bactériennes) responsable d’une baisse de 0,001 unités d’absorbance par minute pour 1 mL de
solution. L’activité hydrolytique initiale peut étre calculée en utilisant la formule ci-dessous :

ACtlUlté(U/mL) = m
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Ou S est la pente de la portion linéaire initiale de la courbe d’absorbance en fonction du temps

et V est le volume de la solution de lysozyme (0,1 mL).
I1.2.11. Préparation des films antimicrobiens par voie solvant
I1.2.11.1. Préparation des films antimicrobiens lysozyme/alginate

Les solutions filmogénes aqueuses ont été préparées afin de contenir 15 g/L d’alginate,
du glycérol ajouté comme agent plastifiant (0,2 g/g d’alginate de sodium) et du lysozyme
comme agent antimicrobien (4,285 g/L). Les films ont été préparés afin de contenir 2,695 mg
de lysozyme par cm? (2 x 10° unités spécifiques/cm?). L’alginate de sodium a été dissous dans
le tampon imidazole/acétate (5 mM ; pH 7) a 25 °C pendant 2 h sous agitation magnétique. Par
la suite, le glycérol et la solution de lysozyme ont été incorporés dans les mémes conditions et
I’agitation a été maintenue pendant 30 min. Chaque film a été préparé en pesant 40 g de la
solution filmogene dans une boite de Pétri de 90 mm de diametre. Les films ont été formés par
séchage durant une nuit a 25 °C sous une hotte a flux laminaire. Les films secs ont été par la

suite manuellement détachés de la surface de la boite de Pétri.
I1.2.11.2. Préparation des films antimicrobiens nisine/alginate ou nisine/pectine

Pour I’é¢tude de I’effet du pH sur les interactions nisine/pectine et nisine/alginate, les
solutions filmogénes aqueuses ont été préparées dans du tampon imidazole/acétate 5 mM a pH
3, 5 et 7 afin de contenir 5 g/L de pectine ou d’alginate, du glycérol ajouté comme agent
plastifiant (0,3 g/g de pectine ou d’alginate) et de la nisine comme agent antimicrobien
(0,2 g/L). Les films ont été préparés afin de contenir 0.63 g de nisine par cm?. La pectine ou
I’alginate de sodium ont ét¢ dissous dans le tampon imidazole/acétate (S mM ; pH 3, 50u 7) a
25 °C pendant 2 h sous agitation magnétique. Par la suite, le glycérol et la solution de nisine
ont été incorporés dans les mémes conditions et I’agitation a ét¢ maintenue pendant 15 min.
Chaque film a été préparé en pesant 20 g de la solution filmogene dans une boite de Pétri de 90
mm de diametre. Les films ont été¢ formés par séchage durant une nuit a 25 °C sous une hotte a
flux laminaire. Les films secs ont été par la suite manuellement détachés de la surface de la

boite de Pétri.
I1.2.12. Microscopie électronique a balayage

La microscopie ¢électronique a balayage a ¢été utilisée afin d’étudier la structure des
complexes formés, la surface et les sections transversales des films ainsi que la morphologie de
surface et la structure interne des poudres séchées. Les poudres obtenues ont été fracturées a

I’aide d’un scalpel afin de pouvoir observer leur structure interne. Les complexes, les films ou
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les poudres ont été fixées sur un support-échantillon a 1’aide d’un ruban adhésif a double face.
Les échantillons ont été par la suite observés a 1’aide d’un microscope électronique a balayage

(Hitachi, TM 3030, Japon) a une tension d’accélération de 15 kV.
I1.2.13. Microscopie en fluorescence

Afin d’examiner la microstructure des complexes formés, un microscope optique
Axiovert 25 CFL (Prolabo, France) a été utilis¢é en mode fluorescence. Les complexes ou les
film sont été marqués a 1’aide de la sonde Bleu de Nil (le volume adéquat d’une solution a 1 %
(m/m) de colorant a été ajouté aux solutions de complexes ou aux films pour obtenir un rapport
colorant/protéines ou colorant/peptides de 1/100 (m/m)). Les observations ont été effectuées au
moins 30 min apres la coloration afin de permettre la diffusion du colorant dans la matrice a
observer. Les complexes et les films sont ensuite placés entre lame et lamelle puis observés a
I’aide d’un objectif a immersion d’huile ayant un taux de grossissement de 100x. La sonde
fluorescente est par la suite excitée a 630 nm et les données correspondant a I’intensité de
fluorescence ont été recueillies dans une plage de longueur d’onde allant de 610 a 660 nm. Les
images numériques ont été acquises a I’aide d’un appareil photo Nikon F90X connecté a un

systeme de traitement d’image numérique (AxioVision, Zeiss, Allemagne).
I1.2.14. Evaluation de I’activité antimicrobienne des poudres et des films

Des stocks de cultures de deux bactéries a Gram positif, Listeria innocua (ATCC 33090)
et Kocuria rhizophila (ATCC 9341) ont été maintenus a -20 °C dans le bouillon Tryptone Soja
(TSB) supplémenté avec 15% de glycérol (v/v). Avant chaque test, la culture des deux souches
a ¢teé réalisée dans le milieu TSB a 10% (v/v) pendant 8 h puis dans le milieu TSB a 10% (v/v)
pendant 16 h a 30 °C puis la préculture a été réalisée dans le milieu TSB pendant 5 h a 30 °C.
Les cellules ont ét¢ diluées dans le bouillon Tryptone Sel (TS) aux concentrations désirées puis
incorporées a 5 % (v/v) dans le milieu gélosé Tryptone Soja (TSA) puis les milieux ensemencés

ont été refroidis dans des boites de Pétri (90 mm de diamétre).

L’activité antibactérienne des microcapsules produites par séchage par atomisation et
celle des films élaborés par voie solvant ont été étudiées en placant des disques de diamétre
défini (10 ou 15 mm) formés de microcapsules ou de films sur les boites TSA inoculées avec
les concentrations adéquates de L. innocua ou K. rhizophila. Les films formés uniquement de
pectine ou d’alginate (sans agent antimicrobien) ont été utilisés comme des contrdles négatifs.
Les boites de Pétri ont été par la suite incubées pendant 3 h a 4 °C pour que la libération de

I’agent antimicrobien puisse avoir lieu puis pendant 24 h a 30 °C afin de permettre la croissance
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bactérienne. Les zones d’inhibition ont été calculées en réalisant la soustraction du diameétre

correspondant au film ou aux microcapsules du diametre total de la zone d’inhibition.

Afin d’étudier I’effet de 1’ajout du CaCl» ou de I’alginate lyase sur ’activité antimicrobienne
des films lysozyme/alginate préparés a pH 7, 30 uL de la solution de CaCl, (40 g/L) et de la
solution d’alginate lyase (120 unités spécifiques/mL) ont été ajoutés sous le film. Le tampon,
le CaCl; et ’alginate lyase ont été utilisés comme des témoins négatifs pour les souches
bactériennes testées, tandis qu’une solution contenant la méme quantité de lysozyme que les

disques a été utilisée comme témoin positif.
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Chapitre III. Résultats et discussions
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I11.1. Effet du pH sur les interactions entre le lysozyme et la pectine

II1.1.1. Introduction

Le pH a un effet sur la structure du lysozyme (Li ef al., 2012), et sur son activité
enzymatique qui est optimale a pH 7 (Bayarri ez al., 2014). Des études récentes ont montré que
le lysozyme, du fait de son point isoélectrique élevé (~11,0) qui lui confére une charge positive
sur une large gamme de pH, est capable d’interagir via des interactions électrostatiques avec la
pectine en raison de son caractére anionique (Bayarri ef al., 2014 ; Ormus et al., 2015).
Toutefois, i1l y a un manque d’informations concernant les facteurs qui permettent de moduler
ces interactions et de contrdler la taille et les propriétés physico-chimiques des complexes
formés entre ces deux types de biopolyméres. Comme indiqué dans le chapitre bibliographique,
le pH est un paramétre important qui affecte la densité des charges des protéines et des
polysaccharides et donc I’amplitude des interactions entre eux, et d’autre part, ce facteur peut

entrainer des modifications structurales au niveau de ces deux types de biopolymeres.

Les résultats présentés dans cette partie sous forme d’un article original de recherche
publi¢ dans le journal « Food Chemistry » en 2017 visent a étendre la compréhension de I’effet
du pH sur les interactions moléculaires qui s’établissent entre le lysozyme et la pectine. Ainsi,
le role de ces interactions dans la formation des complexes lysozyme/pectine a été étudié en
relation avec la densité de charges des deux biopolymeéres et les propriétés structurales du

lysozyme.

I11.1.2. pH-dependent complexation of lysozyme with low methoxyl (LM) pectin
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In order to understand the effect of pH on the formation of electrostatic complexes between lysozyme
and low methoxyl (LM) pectin, mixtures were prepared at a fixed lysozyme concentration (0.714 g.L ')
by progressive addition of LM pectin (from 0 to 4 g.L!). Turbidity analysis allowed to determine specific
conditions of pH and lysozyme/LM pectin ratio for optimal complex aggregation. The intrinsic fluores-
cence enhancement observed upon binding of LM pectin to lysozyme was correlated with the formation
of intermolecular aggregates. Conversely, the intrinsic fluorescence decrease observed at higher LM pec-

fe:zor;[i]se: tin amounts was correlated with the dissociation of intermolecular aggregates. UV absorption spec-
Lx,[ pgﬂin troscopy showed modifications in lysozyme conformation during both the aggregation phase and the
Complexes dissociation phase. The role of electrostatic interactions in the formation of lysozyme/LM pectin com-

Electrostatic interactions plexes is discussed in relation to the overall structure and the charge density profile of the two

Molecular conformation biopolymers.

© 2017 Elsevier Ltd. All rights reserved.

1. Introduction

Despite the high number of published studies, the interactions
between polysaccharides and proteins in food systems are still
one of the most challenging topics to understand. This type of
research is particularly important when one of these biopolymers
has a biological activity like antimicrobial properties. Food grade
hen egg white lysozyme, also known as 1,4-N-acetylmuramidase
(EC 3.2.1.17), degrades peptidoglycan in the cell wall of Gram-
positive bacteria leading to bacteriolytic and bactericidal activities.
This well characterized two-domain globular protein (Goldberg &
Guillou, 1994), having a molecular weight of 14.3 kDa with 129
amino acids and an isoelectric point (plI) near 11, has been used
to develop antimicrobial films (Tavassoli-Kafrani, Shekarchizadeh,
& Masoudpour-Behabadi, 2016) because of its high stability over
a broad range of temperature and pH (Makki & Durance, 1996).
The high pI of lysozyme gives it a net positive electrostatic charge
over a wide pH range, which covers almost all foods.

The lysozyme tertiary structure is compact with several o-
helical regions surrounding a small B-sheet region. Circular dichro-
ism spectroscopy of lysozyme at pH 7 has indicated that it consists
of 36% w«-helix, 15% p-sheet, 15% turns, and 34% unordered struc-
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E-mail address: adem.gharsallaoui@univ-lyon1.fr (A. Gharsallaoui).
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ture (Day et al., 2014; Greenfield & Fasman, 1969). Six tryptophan
(Trp) residues (positions: 28, 62, 63, 108, 111, and 123) and 3 tyr-
osine (Tyr) residues are present in the primary structure of lyso-
zyme. Three of the Trp residues are located at the substrate
binding sites, two in the hydrophobic matrix box, while one is sep-
arated from the others (Croguennec, Nau, Molle, Le Graet, & Brule,
2000). Trp62 and Trp108, both being located at the substrate bind-
ing sites, play crucial roles in binding to a substrate and in stabiliz-
ing the structure of lysozyme. Moreover, they are the most
dominant fluorophores of lysozyme (Imoto, Forster, Rupley, &
Tanaka, 1972; Koutsopoulos, Patzsch, Bosker, & Norde, 2007). Con-
sequently, the intrinsic lysozyme fluorescence can be used as a
reporter of protein chemical environment either by determining
the magnitude of emission intensity or shifts in wavelength of
maximum emission intensity (Kudryashova, Visser, van Hoek, &
de Jongh, 2007).

In previous works, we have studied complex formation between
lysozyme and LM pectin, as well as their stability against heat and
proteolytic enzymes at neutral pH (Bayarri, Oulahal, Degraeve, &
Gharsallaoui, 2014; Ormus, Oulahal, Noél, Degraeve, &
Gharsallaoui, 2015). The formed complexes had a spherical shape
and an overall negative electrostatic charge which suggests that
LM pectin chains are able to entrap positively-charged lysozyme
molecules within a polysaccharide network. Results have shown
that this complexation seems to be mainly attributed to electro-
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static attractions (Bayarri et al, 2014). In these two articles
(Bayarri et al., 2014; Ormus et al., 2015), the authors studied inter-
actions between lysozyme and LM pectin but there is still a lack of
understanding of the factors that control the size and physico-
chemical properties of the formed biopolymer complexes.

The interactions between lysozyme and some small molecules
or other macromolecules have already been reported. For instance,
Liang et al. (2013) have investigated the interactions of lysozyme
with procyanidin Bs (a catechin dimer) in order to provide insights
into the mechanism of protein/polyphenol aggregation. These
interactions have been shown to induce the formation of insoluble
complexes followed by many structural changes in lysozyme.
Moreover, the influence of two carbohydrates: gum arabic and
sucrose on lysozyme/procyanidin B; complexation was also stud-
ied and results showed that gum arabic effectively inhibited the
formation of insoluble aggregates while sucrose was able to
decrease the size of complexes. Similarly, the interactions of lyso-
zyme with other molecules (e. g. apo or holo a-lactalbumin (Nigen,
Le Tilly, Croguennec, Drouin-Kucma, & Bouhallab, 2009); vitamin
By (Li, Yang, Cao, Xu, & Ji, 2012); benzocaine (Li & Li, 2011); tetra-
cyclin analogues (oxytetracyclin, doxycyclin, methacyclin) (Jiang &
Wang, 2004); and lead (II) acetate (Zhang, Hao, & Liu, 2013)) were
also studied.

In this work, molecular interactions between LM pectin and
lysozyme were studied using spectroscopic approaches. In order
to understand the pH influence on these interactions and their
effect on the properties of the entrapped lysozyme, turbidimetry
was used in combination with UV-visible absorption spectroscopy
and spectrofluorometry.

2. Materials and methods
2.1. Materials

Low methoxyl amidated pectin (Unipectine™ OF 305 C SB,
degree of esterification: 22-28%, degree of acetylation: 20-23%)
was acquired from Cargill (Baupte, France). Lysozyme lyophilized
powder from hen egg white (specific activity of 70000 specific
units.mg ! and isoelectric point of 11.35), analytical grade imida-
zole (C3H4N;), hydrochloric acid (HCI), sodium hydroxide (NaOH)
and acetic acid were acquired from Sigma-Aldrich Chimie (St
Quentin Fallavier, France). One unit of lysozyme activity represents
the amount of enzyme that causes a 0.001 decrease in absorbance
at 450 nm in 1 min of a solution of Micrococcus lysodeikticus, used
as a substrate, at pH 6.24 and 25 °C. All solutions were prepared
using deionized water.

2.2. Methods

2.2.1. Preparation of biopolymer solutions

Lysozyme (7.142 g.L.-' =5 x 108 specific units.L ') and LM pec-
tin (30 g.L ") stock solutions were obtained by dissolving powders
in an imidazole-acetate buffer (5 mmol.L~") at pH 3, pH 5, pH 7 and
pH 9 and dispersed under continuous magnetic stirring during at
least 2 h until complete hydration was obtained. HCl (1 mol.L~ 1)
and NaOH (1 mol.L™") were used to adjust the pH. After hydration,
the remaining insoluble residues in LM pectin solution were
removed by centrifugation (10000g; 30 min) (Sigma 3K18, Bio-
block Scientific, Illkirch, France).

2.2.2. Formation of biopolymer complexes and turbidity measurement

To prepare biopolymer solutions containing lysozyme (0.714 g.
L~ '=5 x 107 specific units.L"!) and LM pectin (0-4 g.L 1), appro-
priate ratios of the biopolymers stock solutions were mixed with
imidazole-acetate buffer at pH 3, pH 5, pH 7, or pH 9. The suspen-
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sions were then homogenized for 1 min with a vortex mixer
(Bayarri et al., 2014). Immediately after vortexing, the pH of the
mixtures was adjusted and turbidity measurements were done as
a function of pH with a UV/Vis spectrophotometer (Jenway 3705,
Villepinte, France). The absorbance at 600 nm was measured at
room temperature (25°C) against lysozyme control solutions
(without LM pectin) in imidazole-acetate buffer with different pH
(5mmol.L™"; pH 3, pH 5, pH 7, or pH 9).

2.2.3. Zeta potential measurement

The zeta potential ({-potential) of lysozyme and LM pectin was
measured using a Zetasizer NanoZS90 (Malvern Instruments, Mal-
vern, UK). Imidazole-acetate buffer adjusted to the desired pH
value was used to dilute the samples (0.5% (w/w)) (Bayarri et al.,
2014). The mean values of {-potential (ZP) and the standard devi-
ations (xSD) were recorded from the instrument.

2.2.4. Fluorescence spectral measurements

The variations of the intrinsic fluorescence spectra of lysozyme
upon complexation with LM pectin were monitored under stirring
as a function of pH in a wavelength ranging from 300 to 500 nm
upon excitation at 280 nm (Li et al., 2012). The bandwidths of exci-
tation and emission were 6 nm and 3 nm, respectively. The scan
speed was 500 nm/min. The intrinsic fluorescence spectra were
measured with a LS 55 spectrofluorometer (Perkin Elmer, Courta-
boeuf, France), using a quartz cell with 1.0 cm path length. All mea-
surements were carried out at room temperature (25 °C).

2.2.5. UV-Vis absorption measurements

UV absorption spectra were measured from 200 nm to 350 nm
(Li et al., 2012) with an UV/Vis spectrophotometer (Lightwave Il
109233, Biochrom, Cambridge, UK) in a 1.0 cm quartz cell at room
temperature (25 °C) against imidazole-acetate buffer (5 mmol.L™';
pH 3, pH 5, pH 7, or pH 9). Samples were vortexed for 1 min before
assays.

2.2.6. Statistical analysis

All experiments were carried out in triplicate using fresh solu-
tions. The results are provided as the averages with their respective
standard deviations that were determined from these measure-
ments. A Student’s t-test statistical analysis was performed, and
a P-value < 0.05 was considered significant.

3. Results and discussion
3.1. Turbidity

The influence of pH on complex formation was studied by mon-
itoring turbidity for increasing amounts of LM pectin (from 0 to 4 g.
L") added to lysozyme at a fixed concentration of 0.714 g.L~!
(Fig. 1). All solutions exhibited turbidity maxima for a given LM
pectin concentration which depended on pH. These turbidity max-
ima can be understood from the effect of changing lysozyme/LM
pectin complexes size. An increase of the overall scattering inten-
sity was initiated at low LM pectin concentrations, increased up
to a maximum and then declined when further increasing LM pec-
tin concentrations. Bayarri et al. (2014) attributed turbidity max-
ima during the titration of lysozyme with LM pectin to the
formation of individual complexes between the two biopolymers
followed by aggregation. The rapid increase of turbidity following
pectin addition suggests that the number and/or the size of lyso-
zyme/LM pectin aggregates were increasing. The turbidity
decrease after reaching a maximum can be interpreted in terms
of progressive dissociation of formed large aggregates to re-form
individual complexes and therefore the apparent size of lyso-
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Fig. 1. Dependence of the turbidity (at 600 nm and 25 °C) of mixed biopolymer
solutions on LM pectin concentration and pH when LM pectin solution was added to
lysozyme solution (final concentration: 0.714 g.L™' =5 x 107 specific units.L.™!) (in
5 mmol.L~! imidazole-acetate buffer, pH 3, pH 5, pH 7, or pH 9).

zyme/LM pectin complexes decreased until a complete dissocia-
tion (Bayarri et al., 2014).

Turbidity peaks were reached at LM pectin concentrations of
lgl'atpH3;04gl'atpH 5;04¢gl " at pH 7; and 0.3 gL'
at pH 9. Thus, decreasing the positive net charge of lysozyme via
increasing pH (Fig. 2) likely reduced its binding ability to the anio-
nic polymer LM pectin. However, at the same time, this pH increase
led to supplementary negative charges apparition on the LM pectin
chains (Fig. 2) through carboxylic acid groups’ dissociation, induc-
ing a sharp decrease of the aggregates turbidity. The opposite
effects on the positive lysozyme charge (which decreased) and
the negative LM pectin charge (which increased) when pH
increased caused different turbidity maxima with both different
turbidity values and LM pectin concentrations.

At pH 7 and pH 5, turbidity was maximal for a LM pectin con-
centration of 0.4 g.L ! indicating that aggregation of biopolymers
is promoted at intermediate LM pectin concentrations. However,
at pH 5, turbidity maxima measured for the same LM pectin con-
centration was greater than that at pH 7 indicating a higher rate
of aggregation of biopolymers and a larger size of aggregates
formed. Indeed, the electrical charge of lysozyme (pl~ 11) is
higher at pH 5 (Fig. 2) favoring electrostatic attractive interactions
with anionic LM pectin chains. The higher turbidity at pH 5 likely

[J Lysozyme & LM pectin

B

-

Zeta potential (mV)

-50 -
pH

Fig. 2. Dependence of the {-potential of lysozyme and LM pectin on pH (5 mmol.L !
imidazole-acetate buffer, 25 °C).
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resulted from the larger amount of formed aggregates due to the
larger number of positively charged lysozyme molecules available
to neutralize LM pectin negative charges.

At pH 9, a well-defined peak of turbidity was noticed at a 0.3 g.
L' LM pectin concentration. The formation of complexes between
the two biopolymers and their aggregation were faster at this pH
compared to the other studied pHs. Indeed, electrostatic interac-
tions with cationic sites of lysozyme were probably promoted as
LM pectin chains were highly negatively charged at pH 9 (Fig. 2).
Turbidity maximum was reduced as compared to that recorded
at pH 5 indicating that the aggregates formed had a smaller size
because of the importance of electrostatic repulsions. Thus, the
stronger the electrostatic interactions, the lower are the required
LM pectin amounts for the entrapment, and the charge compensa-
tion occurred at lower LM pectin concentrations since lysozyme
has a lower net positive charge at pH 9 compared to its net charge
at other pH values. Moreover, small size aggregates were thus
obtained at pH 9.

At pH 3, turbidity increased slowly until a LM pectin concentra-
tion of 1 g.L~'. Then, there was a slight decrease of turbidity until a
LM pectin concentration of 4 g.L-! without forming a real peak
indicating that the formation of complexes between lysozyme
and LM pectin and their aggregation increased more progressively
when increasing LM pectin concentration at this pH. In addition,
the turbidity maximum reached at pH 3 was lower than turbidity
maxima reached at the other tested pHs which could be due to a
lower aggregation rate, and a smaller size of the complexes
because of the importance of electrostatic repulsions. In fact, LM
pectin chains carried less negative charges at this pH while lyso-
zyme carried a significant positive charge (Fig. 2). Therefore, it
was likely necessary to add further amounts of LM pectin to neu-
tralize the lysozyme positive groups.

3.2. Intrinsic fluorescence emission studies

Emission spectra of the intrinsic fluorescence of the protein
after excitation at 280 nm were collected to study mainly the vari-
ation of lysozyme fluorescence intensity throughout complexation
by LM pectin. A precious feature of intrinsic protein fluorescence is
the high sensitivity of aromatic amino acids residues to their local
environment. Fluorescence spectral changes of aromatic amino
acids residues often occur in response to conformational transi-
tions, subunit association, substrate binding, or denaturation
(Lakowicz, 2006).

3.2.1. Effect of pH on the lysozyme fluorescence spectrum

The conformational changes of lysozyme induced by pH were
investigated by fluorescence spectroscopy: the fluorescence spec-
tra are shown in Fig. 3A and the corresponding maximum intensity
wavelengths are presented in Fig. 3B. It is known that fluorescence
intensity is affected by movement of charged groups along with
hydrophobic changes in the microenvironment, whereas the shift
in wavelength is uniquely sensitive to hydrophobic changes in
the microenvironment (Khanna, Tokuda, & Waisman, 1986).
Fig. 3A and B showed that there was no apparent shift in the fluo-
rescence emission wavelength between pH 7 and pH 5, suggesting
that the tertiary structure of the whole protein molecule may not
be greatly altered when the pH changed from pH 7 to pH 5.

A slight blue shift of the emission band from 345.5 nm (pH 7
and pH 5) to 344.5 nm and a reduction of fluorescence intensity
have occurred at pH 3 (Fig. 3A and B). Therefore, under acidic con-
ditions, lysozyme may have undergone slight conformational
changes added to a modification of the local polarity of the aro-
matic amino acids residues. This is consistent with Li et al.
(2012) observation of a spectral blue shift of lysozyme in phos-
phate buffer solution when the pH changed from pH 9.0 to 7.4 or
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Fig. 3. Influence of pH on the intrinsic fluorescence emission spectrum (A) and the maximum fluorescence intensity wavelength (B) of free lysozyme (final concentration:
0.714 gL ' =5 % 107 specific units.L ") (in 5 mmol.L ! imidazole-acetate buffer, pH 3, pH 5, pH 7, or pH 9 at 25 °C).

3.4. On the other hand, an apparent red shift from 345.5 nm (pH 7
and pH 5) to 347.5 nm was observed at pH 9 presumably because
of exposure of tryptophan residues to the polar solvent and amino
acids deprotonation.

3.2.2. Effect of LM pectin concentration on the maximum fluorescence
intensity

Emission spectra of the intrinsic fluorescence of lysozyme were
recorded upon addition of increasing amounts of LM pectin from 0
to 4gL ! at different pH values (Fig. 4). It can be observed that
whatever the pH, the maximum intrinsic fluorescence intensity
(determined from the fluorescence emission spectra) of the protein
changed after the gradual addition of LM pectin. The variations of
the fluorescence intensity corresponding to the emission maxima
observed can be mainly attributed to a variety of molecular inter-
actions between the two biopolymers forming complexes and/or
aggregates as previously evidenced by measuring turbidity
(Fig. 1). According to Fig. 4, fluorescence intensity peaks were
observed at LM pectin concentrations of 0.3 gL' at pH 5 and
0.2 gL 'at pH 7 and pH 9. At pH 7 and pH 9, the maximum fluores-
cence profiles were similar. However, at pH 5 (characterized by an
extensive insoluble complexes formation (Fig. 1)), the increase in
fluorescence intensity was more important than at pH 7 and at
pH 9. It can be suggested that during complexation/aggregation

800
—+—pH3

—s—pH5 pH7

—»—pH9

Maximum intensity (A.U.)

LM pectin (g.L})

Fig. 4. Dependence of the maximal fluorescence intensity of mixed biopolymer
solutions on LM pectin concentration and pH when LM pectin solution was added to
lysozyme solution (final concentration: 0.714 g.L~' =5 x 107 specific units.L™') (in
5 mmol.L ! imidazole-acetate buffer, PH 3, pH 5, pH 7, or pH 9 at 25 °C). Excitation
and emission wavelengths were 280 nm and 300-500 nm, respectively.

phases, lysozyme was entrapped within LM pectin based network
and that this resulted in an increase in its fluorescence intensity.

When the amount of LM pectin rose above that corresponding
to the fluorescence peaks, a rapid decline in fluorescence emission
intensity was observed. This decrease can be attributed to the dis-
sociation of formed large aggregates into smaller insoluble com-
plexes which. Nevertheless, it is important to note that the
maximal fluorescence intensities recorded at higher amounts of
LM pectin were significantly lower than those obtained for uncom-
plexed lysozyme at the same pH (LM pectin: 0 g.L ') (Fig. 4). This
may be due to the reduced availability of the cationic binding sites
on lysozyme surface to interact with anionic groups carried by pec-
tin present in excess during the phase of dissociation. Indeed, elec-
trostatic forces could increase upon the addition of the
polysaccharide, especially at higher pH values, at which LM pectin
chains are more charged. If we assume a “caging” phenomenon of
lysozyme in a LM pectin based network as proposed by Bayarri
et al. (2014), one can assume that the protein “is exchanged”
between pectin chains: this may thus result in a significant decline
in the fluorescence intensity.

At pH 3, no peak of fluorescence intensity maxima was
observed (Fig. 4) when increasing LM pectin concentration, which
is consistent with the reduced electrostatic interactions between
lysozyme and LM pectin at this pH. The fluorescence intensity
decreased gradually and remained stable for pectin concentrations
exceeding 0.75 g.L'. To interpret this result, we can consider that
because of low electrostatic charges of pectin chains at this pH,
interactions that contributed to form small aggregates having a
low turbidity (Fig. 1), are not stable compelling a lysozyme mole-
cule to move between several pectin chains thereby decreasing
the fluorescence intensity when LM pectin concentration increased
(Fig. 4).

For all pH values, we can notice that the intrinsic fluorescence
intensity reached a plateau and did not change for high LM pectin
amounts (>1 g.L~"). This result may be interpreted in terms of sat-
uration of the binding sites of lysozyme by LM pectin chains form-
ing individual complexes and making the protein structure stable
when the polysaccharide was in excess.

3.2.3. Shift of the fluorescence emission maximum intensity
wavelength

The shifts of the fluorescence emission maximum intensity
wavelength are shown in Fig. 5. When LM pectin concentration
increased from 0 to 4 gL', the maximum intensity wavelength
first decreased gradually to reach a minimal value and then
increased again at higher LM pectin concentrations. Except at pH
3 and at the highest polysaccharide concentration (4 g.L~1), a blue
shift compared to free lysozyme can be noticed for all LM pectin
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Fig. 5. Dependence of the maximal fluorescence emission intensity wavelength
shift of mixed biopolymer solutions on LM pectin concentration and on pH when
LM pectin solution was added to lysozyme solution (final concentration: 0.714 g.
L'=5 x 107 specific units.L"!) (in 5 mmol.L ! imidazole-acetate buffer, pH 3, pH
5,pH 7, or pH 9 at 25 °C).

concentrations. The decrease in the wavelength is more significant
at pH 9. In fact, at pH9, a blue shift from 347.5 nm for free lyso-
zyme to 342 nm was observed for a LM pectin concentration of
0.3 gL', The position of this negative peak was pH-dependent:
1gl'atpH3,04gL"atpH 5 and pH 7, and 0.3 gL' at pH 9.
These concentrations of LM pectin were perfectly correlated with
the end of the phases of aggregation for all the studied pHs previ-
ously identified by monitoring turbidity upon LM pectin addition
(Fig. 1).

The blue shift indicates that the aromatic amino acids residues
are exposed to a more hydrophobic environment (Li & Li, 2011). In
fact, this local hydrophobicity increase could be related to a more
compact protein tertiary conformation and lower water availabil-
ity due to lysozyme caging in pectin polymer network, which is
consistent with the increase in fluorescence intensity (Fig. 4).
Moreover, the blue shift increase during the formation of aggre-
gates could illustrate that LM pectin is able to enhance the stability
of the protein structure by deeply burying some amino acids resi-
dues in the hydrophobic core of the protein. These results suggest
that major modifications in the protein conformation took place at
the end of the aggregation.

At pH 3, increasing the concentration of LM pectin from 0 g.L~"
to 1gL™"! resulted in a small blue shift from 344.50 nm to
343.75 nm. This may be ascribed to weak electrostatic interactions
of the protein with the polysaccharide at this pH that may induce
only limited changes in lysozyme structure enhancing its confor-
mational stability. However, the gradual fluorescence intensity
decrease (Fig. 4) and the gradual turbidity increase (Fig. 1) with
LM pectin concentration increase suggest that complex formation
likely also contributed to stabilize the conformation of lysozyme
at pH 3. When aggregates dissociated at pH 3, the increment in
LM pectin concentration has led to an increase in the wavelength
(Fig. 5) indicating that the hydrophobic segments of lysozyme
were exposed to a more polar environment, which is in correlation
with the fluorescence intensity (Fig. 5) and turbidity (Fig. 1)
decreases. It can be also suggested that during the phase of disso-
ciation, the increase in the wavelength reflected the tendency of
the protein to recover its initial conformation. At pH 3 and a LM
pectin concentration of 4 g.L~', lysozyme underwent a small red
shift (from 343.75 nm to 345.25 nm) which could indicate that
lysozyme starts unfolding at acidic conditions.

The results obtained in this section suggested that both the
medium pH and the polysaccharide concentration have a signifi-
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cant effect on the intrinsic fluorescence of lysozyme but also on
its molecular conformation. In order to check this hypothesis,
UV-vis absorption spectroscopic measurements were carried out
and results are discussed in the next section.

3.3. Uv-vis spectroscopic analysis of lysozyme upon LM pectin
addition

3.3.1. Effect of pH on the lysozyme UV-vis spectrum

UV-vis absorption spectra were used to study the changes of
protein conformation under different pH conditions (Fig. GA). The
absorption spectra of lysozyme in the buffer solutions exhibited
two characteristic peaks. The first peak was in the far UV region
at 226 nm and reflected the secondary structure of the protein.
The peak located at 280 nm is due to the absorption of aromatic
amino acids residues. When pH varied from 3 to 9, no obvious
changes occurred in the UV-vis absorption spectra of the protein
suggesting that pH variation did not affect the conformation of
the polypeptide backbone.

3.3.2. Effect of LM pectin addition on the UV-vis spectrum of lysozyme

UV-vis absorption spectra of lysozyme upon addition of
increasing amounts of LM pectin (0-4 g.L ") at different pH condi-
tions were recorded to investigate conformational changes of lyso-
zyme induced by the polysaccharide and pH effect on lysozyme/LM
pectin interactions. The absorbance intensity maxima of the
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Fig. 6. (A) Effect of pH on UV-vis absorption spectra of lysozyme. (B) Dependence
of absorbance at 280 nm on LM pectin concentration and pH when LM pectin
solution was added to lysozyme solution (final concentration: 0.714 gL' =5 x 107
specific units.L ') (in 5 mmol.L ! imidazole-acetate buffer, pH 3, pH 5, pH 7, or pH
9 at 25 °C). Suspensions of complexes were diluted 10 times before measurements.
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formed complexes measured at 226 nm and 280 nm changed with
no wavelength shift of these peaks upon increasing LM pectin con-
centration regardless of the pH value (data not shown). In order to
explore the influence of pH and complex formation on the molec-
ular properties of the protein, the variation of the absorbance
intensity at 280 nm was plotted from the UV-vis absorption spec-
tra (Fig. GB).

According to Fig. 6B, the absorbance measured at 280 nm chan-
ged at the four studied pH values suggesting that changes occurred
in the microenvironment of aromatic amino acids upon LM pectin
addition and that the polysaccharide interacted with the protein in
a concentration dependent manner. When LM pectin was gradually
added to lysozyme solution, the intensity of absorbance at 280 nm
decreased slightly until a LM pectin concentration of 0.5 gL~ ! at
pH3; 0.3 gL 'at pH 5 and pH 7; and 0.2 g.L~'at pH 9. The decrease
in the absorbance during complex formation and aggregation sug-
gests that lysozyme structure changed (Li & Li, 2011). This may
imply that aromatic amino acids residues have been concealed
due to the unfolding of lysozyme secondary structure after inter-
acting with LM pectin.

The different LM pectin concentrations leading to a minimal
absorbance at 280 nm can be correlated with the positive charge
density of lysozyme that increased from pH 3 to pH 9 (Fig. 2)
inducing lysozyme entrapment and complexes formation at lower
LM pectin concentrations. These results are consistent with turbid-
ity measurements (Fig. 1). The minimum absorbance at 280 nm
was the most significant at pH 5 (Fig. 6B). Thus, we can suggest
that the most important changes in the protein backbone structure
have occurred at this pH which may be the consequence of the for-
mation of larger lysozyme/LM pectin aggregates (Fig. 1). As a
result, it can be supposed that complexes with larger diameter
(containing more LM pectin chains) allowed larger lysozyme sur-
face interactions and therefore larger perturbations of the protein
secondary structures. This finding was confirmed at pH 3 where
the absorbance decreased more slowly reflecting the slowness of
complexes formation when LM pectin was added to lysozyme at
this pH (Fig. 1).

A leaping of absorbance intensity was observed after reaching
its minimum: the intensity of absorbance at 280 nm increased up
to a polysaccharide concentration of 2g.L~" at pH 3; 0.5gL ' at
pH 5 and pH 7; and 0.4 g.L " at pH 9. This significant increase in
UV absorption intensity may indicate the end of the structural
rearrangements of lysozyme after complexation. This could refer
to the beginning of the dissociation of lysozyme/LM pectin aggre-
gates resulting in individual complexes formation (Bayarri et al.,
2014). This positive peak appeared quickly when the repulsive
electrostatic forces were more important. In other words, the pos-
itive peak appeared at lower LM pectin amounts when the polysac-
charide was more charged (at high pH values). All these
phenomena and analyses demonstrated that the interaction of
LM pectin with lysozyme induced conformational changes in lyso-
zyme molecule. These major conformational changes occurred
during the end of the aggregation and during the beginning of dis-
sociation to form individual complexes.

Above LM pectin amounts corresponding to the absorbance
maxima, there was a progressive decline in the absorbance (except
at pH 3) until a plateau was reached at a LM pectin concentration
of about 2 g.L " '(Fig. 6B) (corresponding to the presence of individ-
ual complexes between the two biopolymers (Bayarri et al., 2014))
and remained stable even when LM pectin concentration was fur-
ther increased. Thus, one can suppose that the lysozyme backbone
modifications caused by complexation with LM pectin were rever-
sible and that this allowed the enzyme to regain its structure and
consequently its antimicrobial activity. A previous study has con-
firmed this hypothesis by showing that the treatment of these
complexes by pectinases has led to recover all the lysozyme enzy-
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matic activity (Bayarri et al., 2014). At pH 3, the UV absorbance
intensity gradually increased and remained stable at its maximum
value even if the LM pectin content continued to further increase
which may indicate a weak dissociation of aggregates. This finding
is in agreement with the measured values of turbidity which were
still high when the polysaccharide concentration increased (Fig. 1).

3.4. General discussion on the effect of pH on the lysozyme/LM pectin
interactions

LM pectin is a polyanionic polymer along which the number of
deprotonated carboxyl groups increases as the pH increases.
Simultaneously, when pH varied from 3 to 9, the number of posi-
tive charges of lysozyme decreased. As a result, the formation rate
of complexes and their size will depend on the difference between
the densities of opposite charges along both biopolymers at each
pH. Therefore, the effect of biopolymer mixing ratio is critical for
controlling the charge balance within the mixed systems. Our
observations showed that complexes between lysozyme and LM
pectin can be formed regardless of the polysaccharide concentra-
tion and the pH. The LM pectin concentration change had an effect
only on the association of these complexes with each other
through a bridging mechanism which caused a change in the
apparent particle size (Bayarri et al., 2014). It can be observed that
the maximal fluorescence intensity and the minimal UV intensity
at 280 nm (Figs. 4 and 6B) occurred at LM pectin concentrations
slightly lower than those corresponding to the turbidity peak for
all studied pHs. Thus, it can be assumed that at the end of the
aggregation phase, lysozyme was completely immobilized with a
slightly modified structure, but aggregation continued by using
probably the latest pectin chains responsible for the complex
bridging before the beginning of the phase of dissociation.

Concerning the shift of the fluorescence intensity maximum
wavelength, the change from a blue shift to a red shift occurred
at values of LM pectin concentration exactly corresponding to
those of turbidity peaks whatever the medium pH (Figs. 1 and 5).
This change of the wavelength shift direction could thus be used
as a means for accurately locating the end of aggregation phase
and the beginning of the complex dissociation phase permitting
to re-form individual complexes. Moreover, it can be noted that
the maximum UV-vis intensity at 280 nm occurred at pectin con-
centrations higher than those corresponding to the turbidity peaks
(Figs. 1 and 6B). It is thus assumed that at the beginning of the dis-
sociation phase, the structural rearrangements continued in the
released complexes. It also seems important to note that the zone
between LM pectin concentrations inducing a minimal and a max-
imal absorption at 280 nm of lysozyme could correspond to a rear-
rangement interval of protein structure in which phenomena of
folding and unfolding may coexist. This can be explained by the
fact that some pectin chains bind to lysozyme while other chains
detach simultaneously. In terms of pectin concentration, this zone
was wider at pH 3 which could be due to the low charge density of
pectin molecules at this pH inducing a more limited structural
rearrangement upon LM pectin addition.

Taken together, these results allow us to infer that the interac-
tions between the two biopolymers generated two phases: (i) for-
mation of individual complexes and aggregation and (ii)
dissociation of aggregates. In contrast, the immobilization of lyso-
zyme occurred before the end of the first phase while the struc-
tural changes continued until the beginning of dissociation
phase. Moreover, the strong pH dependence of lysozyme/LM pectin
interactions confirms that the complexation seems to be mainly
due to electrostatic attractions.
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4. Conclusion

Results from this study described the effects of pH and biopoly-
mer mixing ratio on the formation of insoluble complexes resulting
from gradual LM pectin addition to a fixed lysozyme concentration.
Complexation was supposed to involve interactions between the
two biopolymers which resulted in changes in lysozyme intrinsic
fluorescence and conformation. The results also suggested that
lysozyme entrapment could be stopped before the end of the
aggregation phase, while structural changes continued even during
the dissociation phase. Fourier transform infrared spectroscopy
(FTIR) and circular dichroism could be employed to better under-
stand the behavior of both biopolymers upon electrostatic com-
plexation of lysozyme by LM pectin especially during the phase
covering aggregation stage end and the dissociation stage begin-
ning. Such fundamental studies on lysozyme/LM pectin interac-
tions and conformational stability of lysozyme when associated
with LM pectin will be of practical interest for the rational design
of antimicrobial lysozyme/LM pectin particles and/or films for food
preservation. Fine-tuning of these interactions could, for instance,
be favorably exploited to increase lysozyme stability and control
its release once in contact with perishable foods matrices.
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II1.1.3. Conclusion

Les résultats présentés dans cet article montrent que la quantité de pectine nécessaire a la
complexation totale du lysozyme dépend du pH. Pour un pH allant de 3 a 9, I’ajout de quantités
croissantes de pectine a une quantité fixe de lysozyme s’est traduit par une phase d’association
des complexes formés en agrégats suivie par une phase de dissociation. En particulier, a pH 3,
la formation des complexes entre les deux biopolymeres est apparue plus limitée ce qui peut
s’expliquer par la faible densité de charges négatives portées par la pectine a cette valeur de pH.
Les études spectroscopiques réalisées ont permis de démontrer que le lysozyme a subi des
modifications structurales aussi bien au niveau de la phase d’association qu’au cours de la phase
de dissociation. Ces propriétés de charge du lysozyme et de la pectine en fonction du pH
semblent étre intéressantes si on envisage de former des films par voie solvant ou des
microparticules par séchage par atomisation via des interactions €électrostatiques entre ces deux
molécules ou si on envisage de déclencher la déstabilisation de ces complexes pour controler

la libération des composés encapsulés.
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I11.2. Séchage par atomisation des complexes lysozyme/pectine

II1.2.1. Introduction

L’objectif de ce travail consiste a étudier les mécanismes moléculaires et les conditions
qui permettent de préserver la structure de I’agent d’intérét. Dans ce contexte, I’objectif de cette
section, présentée sous forme d’un article publi¢ dans le journal « Journal of Food
Engineering » en 2016 consiste a répondre a la question suivante : la pectine, qui peut former
des complexes électrostatiques avec le lysozyme, permet-elle d’améliorer la stabilité de cette
méme protéine aux différents processus de déstabilisation qu’elle subit lors du procédé de
séchage par atomisation, a savoir, le cisaillement et le traitement thermique ? Pour cela,
plusieurs propriétés des complexes lysozyme/pectine avant et apres s€chage/reconstitution ont
été étudiées en présence de maltodextrines comme matrice de séchage. Intentionnellement, ce
travail a été réalis€¢ a pH neutre, pH auquel le lysozyme posséde une activité enzymatique
optimale (Bayarri et al., 2014). L’objectif scientifique général de ce travail consiste a déceler
d’une maniére assez claire 1’effet du cisaillement et du traitement thermique lors de
I’atomisation sur les propriétés du lysozyme encapsulé ainsi que I’effet de la complexation avec
des concentrations croissantes en pectine sur la préservation de la structure et de ’activité

enzymatique du lysozyme.

I11.2.2. Using complex coacervation for lysozyme encapsulation by spray-drying
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The purpose of this study is to evaluate the properties of encapsulated lysozyme (at 0.714 g/L concen-
tration) by spray-drying as well as the effect of complexation with increased pectin concentrations (0
—4 g/L) on the preservation of lysozyme structure and activity. Maximum turbidity of spray-dried
complexes was lower than unprocessed ones at a threshold pectin concentration above which
turbidity was reduced. This result could be attributed to the formation of more individual complexes
with decreased aggregation upon application of spray-drying due to configurational changes of the
complexes. At higher pectin concentrations (above 0.5 g/L), spray-dried complexes exhibited lower
antimicrobial activity compared with unprocessed complexes probably because of high limitation in
diffusion and accessibility of substrate to active sites of the encapsulated enzyme within the poly-
saccharide network. Conformational changes of lysozyme and formation of complexes with pectin upon
spray-drying were determined by using fluorescence and UV—Vis absorption measurements. The results
revealed that spray-drying had a significant effect on lysozyme structure, activity, and mobility partic-
ularly at higher pectin concentrations (above 0.5 g/L).

© 2016 Elsevier Ltd. All rights reserved.

1. Introduction

Lysozyme, a compact globular protein with 14.4 kDa molecular
weight, is a small spheroidal hydrolase with antibacterial proper-
ties that is naturally present in avian eggs, saliva, and mucus. Being
a natural food preservative, lysozyme has been used for extending
shelf life of different food products such as raw and processed meat,
dairy products as well as fruits and vegetables (Tiwari et al., 2009).
Antimicrobial activity of lysozyme against wide range of food
spoilage organisms is due to its ability in hydrolyzing B-1-4
glycosidic bonds between N-acetylmuramic acid and N-acetylglu-
cosamin of bacterial cell wall peptidoglycan. Gram-negative bac-
teria are less sensitive toward lysozyme as a result of the presence
of a protective lipopolysaccharide (LPS) on the bacterial cell wall.
However, it is possible to increase the susceptibility of Gram-
negative bacteria to lysozyme by adding membrane disruptive
compounds like chelators (EDTA) and detergents (Branen and
Davidson, 2004).

* Corresponding author.
E-mail address: adem.gharsallaoui@univ-lyon1.fr (A. Gharsallaoui).

http:/[/dx.doi.org/10.1016/j.jfoodeng.2016.03.016
0260-8774/© 2016 Elsevier Ltd. All rights reserved.

Lysozyme is made up of 129 amino acid residues, five o helices, a
three stranded antiparallel B-sheet and a large amount of random
coil and p-turns. Regarding the location of most of cysteins in the a-
helix, four disulfide bonds can lead to stabilization of its structure
(Wu and Narsimhan, 2008). Lysozyme contains six tryptophan
(Try) residues at different locations (28, 62, 63, 108, 111, and 123).
The two dominant fluorophores of lysozyme are Trp 62 and Trp 108
which have great effect in binding with a substrate or an inhibitor
and play an important role in the stabilization of the structure
(Zhang et al., 2010). Tryptophan fluorescence can be applied for the
characterization of changes in the tertiary conformation of proteins.
Protein’s tertiary structure determines its function as well as its
solubility. Conformational changes of most proteins are related to
flexibility of their tertiary structure that can undergo some limited
alterations.

Spray-drying is the most common method used for microen-
capsulation in food industry. Applying spray-drying for the
encapsulation of proteins may impose stresses on the product
through exposure to high temperature, distribution of air-water
interfaces, shearing, and dehydration. It is obvious that heat
treatments of protein solutions can be accompanied by reversible
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and irreversible changes in structure and properties (like solubility)
of various proteins. Indeed, raising temperature up to 60 °C, can
result in protein structural changes through losing three-
dimensional protein structure and changing protein hydration.
Above denaturation temperature, protein undergoes irreversible
structural changes which is mostly affected by various environ-
mental conditions (pH, ionic strength, protein concentration ...)
(dewit and Klarenbeek, 1984). Denatured proteins are character-
ized by less high-ordered structures, less initially buried amino acid
groups in the protein core, and a greater exposure to the solvent
environment of hydrophobic and sulphydryl groups compared with
initial structure (Bernard et al., 2008). Denaturation of lysozyme
native structure during spray-drying is mainly related to dehy-
dration process. In fact, according to Liao et al. (2002), sugars like
sucrose can protect lysozyme structure during dehydration step of
spray-dying by establishing hydrogen bonds with protein mole-
cules which contribute to increasing changes of negative value of
free energy between native and denatured states of lysozyme.

Protein/polysaccharide complexes are important for industrial
applications including micro-and nano-encapsulation, design of
multilayered structures, formation and stabilization of food emul-
sions and gels, and recovery of proteins from industrial byproducts
(Turgeon et al., 2007). However, the functional properties of pro-
teins including solubility, surface activity, conformational stability,
gel forming ability, emulsifying properties, and foaming properties
will be influenced by interactions with polysaccharides (Ye, 2008).
Moreover, it has been reported that the interactions between pro-
teins and polysaccharides in complexes may lead to an increase in
the extent of protein secondary structure. In fact, complexes for-
mation between poly(L-lysin) (PLL) and i-carrageenan lead to an
increase in the a-helix content of the polypeptide. Better in-
teractions between PLL and i-carrageenan have been shown to
occur through high ordered protein conformation (Girod et al.,
2004).

Several studies revealed that complexation of oppositely
charged macromolecules including whey protein-carageenan
(Weinbreck et al., 2004), lysozyme-pectin (Bayarri et al., 2014),
lentil protein isolates-gum Arabic (Aryee and Nickerson, 2012),
whey protein-exopolysaccharide B 40 (Weinbreck et al., 2003) oc-
curs mainly by electrostatic interactions. By reaching stoichiometry
of opposite charges to 1 (neutralization), maximum amount of
aggregates are formed. Complexation by electrostatic interactions
can be influenced by different parameters such as pH, ionic
strength, concentration, protein to polysaccharide ratio, charge
distribution on the protein, and relative hydrophobicity of mole-
cules (Schmitt et al., 1998). Cousin et al. (2005), studied the struc-
ture and the conformation of each compound in lysozyme-sodium
polystyrene sulfonate (PSSNa) complexes by small angle neutron
scattering (SANS). Three main types of protein-polyelectrolyte
complexes were formed at pH 4.7 via electrostatic interactions,
depending on the PSS length chain and charge ratio of components.
Complexes with dense 3-D spheres were formed by reaching
charge ratio close to one.

In the present study, complexation of different low methoxyl
(LM) pectin concentrations with lysozyme upon spray-drying was
studied. Pectin, a water soluble compound, consists of p-galactur-
onic acid units linked via o-1-4 glycosidic bonds (Bierhalz et al.,
2012). The high proportion of ionized carboxylic acid groups in
the pectin backbone make the macromolecule to be negatively
charged contributing to electrostatic attractive interactions with
cationic lysozyme at neutral pH. The main aim of this work was to
encapsulate antimicrobial lysozyme by spray-drying and to study
the effect of protein complexation with different added LM pectin
concentrations on the structural properties by using SEM micro-
graphs, turbidity, fluorescence, and UV—Vis absorption
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measurements as well as on the antimicrobial activity of the
enzyme.

2. Materials and methods
2.1. Materials

Low methoxyl amidated pectin (Unipectine™ OF 305 C SB, de-
gree of esterification from 22% to 28% and degree of acetylation
from 20% to 23%) was purchased from Cargill (Baupte, France). Hen
egg white lysozyme, in lyophilized form with a specific activity of
70,000 specific units/mg, analytical grade imidazole (C3H4Ny),
acetic acid, sodium hydroxide (NaOH), and hydrochloric acid (HCl)
were purchased from Sigma-Aldrich Chimie (St Quentin Fallavier,
France). One unit of lysozyme activity corresponds to the quantity
of lysozyme enhancing a 0.001 decrease in 450 nm absorbance in
1 min of a suspension of Micrococcus lysodeikticus (as substrate) at
pH 6.24 and 25 °C. Maltodextrin DE 19 was obtained from
Roquette-freres SA, (Lestrem, France). Deionized water was used
for the preparation of all solutions.

2.2. Lysozyme and LM pectin solutions preparation

Stock solutions of lysozyme (7.142 gL~ ! =5 x 108 specific units/
L) and LM pectin (30 g/L) were prepared by dispersing powders in
an imidazole-acetate buffer (5 mM) at pH 7 and stirred for at least
2 h with a magnetic stirrer until the proper hydration was reached.
The pH was adjusted by adding HCI (1 mM) or NaOH (1 mM). LM
pectin solution was then centrifuged (10,000x g; 30 min) (Sigma
3K18, Bioblock Scientific, Illkirch, France) to remove insoluble
residues.

2.3. Zeta potential measurement

The zeta potential ({-potential) of lysozyme and LM pectin was
determined using a Zetasizer NanoZS90 (Malvern Instruments,
Malvern, UK). The samples were diluted (0.5% (w/w)) with
imidazole-acetate buffer adjusted to the suitable pH value. The
mean {-potential (ZP) values (+SD (standard deviation)) were ob-
tained from the instrument.

2.4. Lysozyme/LM pectin complex formation and turbidity
measurement

Biopolymer mixtures containing lysozyme (0.714 g/L = 5 x 107
specific units/L) and LM pectin (0—4 g/L) were prepared by mixing
different ratios of the stock solutions with imidazole-acetate buffer
at pH 7. The resulting suspensions were mixed for 1 min using a
vortex mixer and their pH was adjusted again. Turbidity mea-
surements were performed with a UV/Vis spectrophotometer
(Jenway 3705, Villepinte, France). The absorbance was measured at
600 nm at room temperature (25 °C) against pure lysozyme solu-
tions (without LM pectin) in imidazole-acetate buffer (5 mM; pH 7).

2.5. Spray-drying of lysozyme/LM pectin complexes

The suspensions of lysozyme/LM pectin complexes prepared in
imidazole-acetate buffer (5 mM; pH 7) containing 20 wt.% malto-
dextrin DE 19 were dried in a laboratory scale spray-drier equipped
with a 0.5 mm nozzle atomizer (Mini spray-dryer B-290, BUCHI,
Switzerland). Suspensions were pumped to the spray-drier at a
feed rate of 0.5 L/h at room temperature and dried at an inlet
temperature of 180 °C and an outlet temperature of 90 °C. The dried
powders were collected and stored in airtight containers at 4 °C.
Dry powders were then weighted and mixed with imidazole/
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acetate buffer (5 mM, pH 7) to obtain reconstituted suspensions of
complexes with the same dry matter as before drying (the residual
moisture was taken into account). After 1 h of rotation at approx-
imately 200 rpm, samples were analyzed.

2.6. Scanning electron microscopy (SEM)

Spray-dried microcapsules were attached to a sample stub with
double-sided sticky tape. Then, the specimens were sputter coated
with gold using a Polaron SC 7620 Mini Sputter Coater and exam-
ined using a Philips scanning electron microscope (SEM-FEI XL30
ESEM) at an accelerating voltage of 10 or 15 kV.

2.7. Lysozyme activity evaluation

Lysozyme activity was assayed by monitoring the reduction of
absorbance at 450 nm (OD4s5q) due to the lysis of M. lysodeikticus
cells by lysozyme at 25 °C. Briefly, in a 1 cm cuvette, 2.9 mL of the
M. lysodeikticus suspension (ODasp = 1) in 5 mM imidazole-acetate
buffer adjusted to pH 7 and 0.1 mL of the enzyme solution (pre-
pared at the same pH) were mixed quickly, and the reduction in the
absorbance was recorded using an UV/Vis spectrophotometer
(Jenway 3705, Villepinte, France) until reaching a plateau. Lyso-
zyme activity was calculated from the slope of the initial linear
portion of absorbance vs. time curve. The hydrolytic activity of the
lysozyme solution can be calculated using formula (1) below (one
unit was 0.001 change in absorbance in one minute):

Activity(U/mL) = 5

~0.001 x V (M

where S is the slope of the initial linear portion of absorbance vs.
time curve and V is the volume of lysozyme solution (0.1 mL).

2.8. Fluorescence of lysozyme/LM pectin complexes

Changes of lysozyme's intrinsic fluorescence upon complexation
with LM pectin and spray-drying were monitored at pH 7 in a
wavelength range of 300-500 nm following an excitation at
280 nm. The excitation and emission bandwidths were 6 nm and
3 nm, respectively. Intrinsic fluorescence intensity measurements
were performed with a LS 55 spectrofluorometer (Perkin Elmer,
Courtaboeuf, France). All measurements were performed at room
temperature (25 °C) using a quartz cuvette (1 cm path length).

2.9. UV—vis absorption measurements

UV absorption spectra were measured from 200 nm to 350 nm
with an UV/Vis spectrophotometer (Lightwave I 109233, Biochrom,
Cambridge, UK) in a 1 cm quartz cuvette at 25 °C against imidazole-
acetate buffer (5 mM; pH 7). Samples were diluted 10 times in
buffer before assays.
2.10. Statistical analysis

All experiments were performed using at least three freshly
prepared samples. The results presented are the averages and
standard deviations that were calculated from these replicate
measurements.
3. Results and discussion

3.1. Lysozyme-LM pectin interactions

To characterize the influence of pH on the electrostatic charge of

lysozyme and LM pectin, Zeta potential measurements were per-
formed on both biopolymers separately (Fig. 1). As the pH was
increased from 3.0 to 11.0, the positive charge on the lysozyme
molecules decreased and changed from positive to negative at a
point of zero charge around 10.8. LM pectin was negatively charged
from 3.0 to 11.0, but the magnitude of the charge increased
significantly above pH 4.0, which can be attributed to deprotona-
tion of the carboxylic groups on the pectin backbone. In the mixed
biopolymer suspensions at pH 7 (condition used in this work), one
would therefore expect the positively charged patches on the
lysozyme molecules to interact with negatively charged segments
of the LM pectin molecules, leading to the formation of electrostatic
complexes. In fact, the negative charges carried by LM pectin at pH
7 were relatively important promoting electrostatic interactions
with lysozyme which is characterized by a higher positive electric
charge at this pH (Fig. 1).

3.2. Morphology of spray-dried complexes

Fig. 2 shows the scanning electron micrographs of the dry mi-
crocapsules obtained by spray-drying lysozyme/pectin complexes
by using maltodextrins as a drying matrix. Whatever the pectin
concentration, dried microcapsules consisted of well-separated
spherical particles, having similar diameters (2—20 um), rounded
shape, and smooth surface with some dents. Some broken micro-
capsules showed the internal structure of the microcapsules that
consisted of a thicker shell matrix and an air bubble (so called void)
at the center of the microcapsule. It has been reported that void
formation is caused by expansion of air bubbles trapped inside the
droplet. The mechanisms associated with the formation of these
central voids are related also to the expansion of the particles
during the latter stages of the drying process (Teixeira et al., 2004).
Thus, the formation of large voids could be attributed to the higher
viscosity caused mainly by maltodextrins and lysozyme/pectin
aggregates in the feed suspension. According to Fig. 2, pectin con-
centration did not have a remarkable effect on the aspect of the
obtained microcapsules. Indeed, the shear undergone during the
spray-drying process may cause the dissociation of complex ag-
gregates. In addition, the presence of maltodextrins generates a
“dilution” of these complexes in the powder making it difficult to
distinguish the morphological differences between microcapsules
containing various levels of pectin.

3.3. Turbidity measurements

The effect of both complex coacervation and spray-drying on the
turbidity of suspensions containing lysozyme at a constant

=4=Lysozyme ==LM pectin

Zeta potential (mV)
o

pH

Fig. 1. Dependence of the {-potential of lysozyme and LM pectin on pH (5 mM
imidazole-acetate buffer).
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Fig. 2. Scanning electron microscopy (SEM) micrographs of spray-dried lysozyme/LM pectin complexes containing different LM pectin concentrations (0—4 g/L) and a constant
lysozyme concentration (0.714 g/L = 5 x 107 specific units/L) in the presence of maltodextrin DE 19 (20 wt%) (5 mM imidazole-acetate buffer, pH 7).

concentration (0.714 g/L) and LM pectin at different concentrations
(0—4 g/L) was examined (Fig. 3). In our previous work, we have
shown that aggregation of complexes, which is the main reason for
increasing turbidity value, is related to the establishment of elec-
trostatic interactions between anionic pectin molecules and free
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Fig. 3. LM pectin concentration dependency of turbidity (at 600 nm) of unprocessed
and spray-dried lysozyme/LM pectin complexes at different LM pectin concentrations
(0—4 g/L) and a constant lysozyme concentration (0.714 g/L = 5 x 107 specific units/L)
(5 mM imidazole-acetate buffer, pH 7).
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lysozyme cationic sites at the surface of individual complexes
(Bayarri et al., 2014). Turbidity reduced by increasing LM pectin
concentration from 0.4 g/L, demonstrating that high negatively
charged free LM pectin molecules inhibited aggregation of com-
plexes due to high repulsive electrostatic forces. Thus, by increasing
the amount of LM pectin, turbidity decreased as a result of gradual
dissociation of aggregates for reformation of smaller ones and/or
individual complexes. Minimum turbidity value could indicate that
all charged sites of lysozyme at 0.714 g/L concentration are satu-
rated with pectin molecules by electrostatic forces.

Reconstituted spray-dried complexes showed maximum
turbidity at the same pectin concentration as unprocessed com-
plexes (0.4 g/L) due to extensive biopolymer aggregation at this
concentration. However, it can be seen from Fig. 3 that spray-dried
biopolymer complexes had lower maximal turbidity compared to
unprocessed complexes. In fact, application of shear, heat, and
dehydration stresses during spray-drying can destabilize the
configuration of aggregates resulting in their partial dissociation
and/or increasing the number of individual complexes at inter-
mediate LM pectin concentration (Jones et al., 2009). The turbidity
value reached a plateau for 1 g/L LM pectin concentration for both
types of complexes but with slight higher values for spray-dried
complexes. Larger aggregates could be formed after spray-drying
as the LM pectin concentration increased which can be observed
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by high turbidity of spray-dried complexes at high pectin concen-
trations. Consequently, we can assume that when the pectin con-
centration increased, strong electrostatic repulsions make
complexes more susceptible to thermal aggregation.

3.4. Antimicrobial activity

The aim of this section was to study the effect of spray-drying
along with increasing LM pectin concentration on lysozyme anti-
microbial activity that is determined by evaluating the initial
degradation kinetics of the M. lysodeikticus cell wall. It can be seen
from Fig. 4, that addition of pectin decreased gradually lysozyme
activity that reached its minimum value at 0.4 g/L pectin concen-
tration. Then, from 0.4 g/L pectin concentration, antimicrobial ac-
tivity of lysozyme increased and reached a plateau at 1 g/L pectin
concentration for both types of complexes. Main reasons for
reduction of enzyme antimicrobial activity upon addition of pectin
concentration can include (Bayarri et al, 2014): (i) decreased
enzyme mobility due to immobilization through complexation
within pectin network; (ii) substrate diffusional limitations as a
result of reduced enzyme molecular flexibility upon immaobiliza-
tion; (iii) inaccessibility of some active sites of hidden complexed
lysozyme to substrate; and (iv) decreased interactions between
lysozyme/anionic sites of microbial cell wall because of lysozyme-
pectin electrostatic interactions. Lowest activity of lysozyme at
pectin concentration relating to highest solution turbidity may be
the result of slower substrate diffusion compared with free lyso-
zyme. However, increased polysaccharide concentration leaded to
formation of small and high mobile individual complexes contrib-
uting to higher lysozyme activity (Bayarri et al.,, 2014),

According to Fig. 4 reconstituted spray-dried lysozyme (without
added pectin) showed a decrease in its antimicrobial activity
(5435 U/mL) than unprocessed one (8560 U/mL) (residual activity:
63.5%). In fact, applied spray-drying conditions had a notable effect
on the biological activity of lysozyme although the protective effect
of maltodextrins on protein structure against unfolding and dena-
turation that is considered as the main reason of activity loss. By
increasing polysaccharide concentration in the spray-drying feed
suspensions, one can distinguish three phases (Fig. 4): during the
first phase (0—0.2 g/L), pectin concentration was not sufficient to
protect lysozyme during the spray-drying process. Consequently,
the residual activity after drying was lower than that of feed sus-
pensions. During the second phase (0.2—0.4 g/L) the enzymatic
activity of lysozyme was preserved and the values measured after
drying were the same than that obtained before drying. For the last
phase (0.4—4 g/L), Fig. 4 shows a decrease in the lysozyme activity
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Fig. 4. LM pectin concentration dependency of the antimicrobial activity of unpro-
cessed and spray-dried lysozyme/LM pectin complexes at different pectin concentra-
tions (0—4 g/L) and a constant lysozyme concentration (0.714 g/L = 5 x 107 specific
units/L) (5 mM imidazole-acetate buffer, pH 7).

after drying probably because of the increased aggregation during
this phase (Fig. 3) thereby reducing the mobility and the accessi-
bility of the enzyme.

All of these results show that the spray-drying effect was lower
at intermediate pectin concentrations. In fact, if low concentrations
did not provide sufficient protection to lysozyme, high pectin
concentrations increased the interaction forces and destabilized
the lysozyme structure, which leaded to an increase in turbidity
and a decrease in the residual activity.

3.5. Fluorescence spectra of lysozyme-LM pectin complexes

The fluorescence emission spectra of free lysozyme and recon-
stituted spray-dried lysozyme in an imidazole-acetate buffer at pH
7 after excitation at 280 nm were investigated (Fig. 5). Spray-dried
lysozyme exhibited a slight decrease in fluorescence maximum
wavelength (Amax) compared to of unprocessed free lysozyme.
Moreover, the fluorescence intensity of spray-dried lysozyme was
lower than that of unprocessed lysozyme. One probable reason for
decreasing of fluorescence intensity after applying spray drying
could be related to a thermal quenching phenomenon mainly due
to increasing the probability of intermolecular collisions and non-
radiative transitions (Yamamoto et al., 2006). In fact, fluorescence
intensity of native proteins is highly sensitive to temperature and
can be decreased upon heat treatment (Albani, 2004). In the case of
lysozyme, this decrease in the fluorescence intensity may be due to
some conformational changes inducing the partial hiding of aro-
matic amino acids in the hydrophaobic core.

Fluorescence emission spectra of lysozyme were collected
following addition of LM pectin at concentrations varying from 0 to
4 g[L (Fig. 6). It can be observed that the maximum intrinsic fluo-
rescence intensity (determined from the fluorescence emission
spectra) of lysozyme changed following the addition of LM pectin.
The changes in the intensity of the emission maxima recorded were
consistent with the molecular interactions between LM pectin and
lysozyme leading to complex formation and aggregation previously
monitored by measuring the turbidity (Fig. 3).

Concerning the suspensions before spray-drying, fluorescence
intensity peak was observed at a LM pectin concentration of 0.2 g/L
(Fig. 6). From 0 to 0.2 g/L pectin concentration, complexation/ag-
gregation with the polysaccharide can be considered as an immo-
bilization of lysozyme that may lead to a decrease in its local
mobility and therefore an increase in its fluorescence intensity.
When the pectin concentration exceeded that corresponding to the
fluorescence peak, one can observe a rapid decrease in fluorescence
emission intensity which can be correlated to the dissociation of
aggregates and the corresponding increase of lysozyme mobility as
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Fig. 5. Fluorescence spectrum of lysozyme before and after spray-drying/
reconstitution (wavelength of excitation: 280 nm) (5 mM imidazole-acetate buffer,
pH 7).
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Fig. 6. Maximum fluorescence intensity of lysozyme/LM pectin complexes before and
after spray-drying/reconstitution (wavelength of excitation: 280 nm) (5 mM
imidazole-acetate buffer, pH 7).

a consequence. However, it is important to note that the maximal
fluorescence intensities at higher pectin concentrations were
significantly lower than those recorded for free lysozyme (pectin:
0 g L") (Fig. 6). This may be due to the competition of negatively
charged groups in pectin (being largely in excess at the dissociation
phase) for the positively charged binding sites on the protein sur-
face. In fact, increasing LM pectin concentration could cause an
increase in electrostatic forces, especially at pH 7, at which pectin
chains are clearly negatively charged (Fig. 1). If we assume a “cag-
ing” phenomenon of lysozyme in pectin polymer network as pro-
posed by Bayarri et al. (2014), one can assume that lysozyme “is
exchanged” between different pectin chains, increasing thus its
mobility and leading to a significant decrease in the fluorescence
intensity compared to uncomplexed lysozyme. In addition, reduced
intensity could be attributed to shielding effect of the pectin mol-
ecules bound to lysozyme molecules (Liu et al., 2012) that can form
ground state complexes which mask fluorescent contributions of
Trp residues.

Compared to unprocessed complexes, after spray-drying/
reconstitution the lysozyme intrinsic fluorescence decreased
when pectin concentration was ranged between 0 and 0.2 g/L
(Fig. 6). This could be due to the enzyme mobility increase caused
by the dissociation of aggregates during spray-drying. This result is
in agreement with turbidity measurements that showed recon-
stituted suspensions were less turbid than that of feed complexes
(Fig. 3). From 0.2 to 0.4 g/L pectin concentration, the fluorescence
intensities of spray-dried complexes were similar to that of un-
processed ones. Thus, we can suppose that at intermediate poly-
saccharide concentrations, the tertiary structure of lysozyme was
preserved during the drying process. This structural stability can be
correlated to the preservation of antimicrobial activity at this pectin
concentration range (Fig. 4). From 0.5 to 1 g/L pectin concentration,
the fluorescence intensity of spray-dried complexes was remark-
ably higher than that of unprocessed lysozyme/LM pectin com-
plexes (Fig. 6). In this pectin concentration range, Fig. 3 had showed
that the drying process increased the turbidity of complexes due to
the formation of larger aggregates limiting lysozyme mobility and
thus increasing the fluorescence intensity.

It is known that a better indication for the environment of flu-
orophore is determining the wavelength of the emitted light. Ac-
cording to Fig. 7, in feed suspensions of complexes (before spray-
drying) increasing LM pectin concentration until 0.3 g/L resulted
in shift of maximum intensity wavelength value of lysozyme-pectin
complexes to shorter wavelength (blue shift) to that of free lyso-
zyme. This lowest Amax could indicate highest protein/poly-
saccharide complex formation and aggregation. Indeed, This LM
pectin concentration (0.3 g/L) could be perfectly correlated with the
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Fig. 7. Emission wavelengths corresponding to the maximum fluorescence intensities
of lysozyme/LM pectin complexes before and after spray-drying/reconstitution
(wavelength of excitation: 280 nm) (5 mM imidazole-acetate buffer, pH 7).

end of the aggregation phase (Fig. 3). It can be concluded that
lysozyme Trp residues in formed complexes were more surrounded
by hydrophobic environment leading to more compacted tertiary
conformation through protein folding (Liu et al., 2012). This result
suggests that the most important changes in the lysozyme struc-
ture occurred at the end of the aggregation. The increment in the
LM pectin concentration during the dissociation phase (from 0.4 to
4 g/L) produced an increase in the hmax (Fig. 7) (red shift) reflecting
a higher exposure of the protein hydrophobic segments to a more
polar environment, which is in accordance with the fluorescence
intensity (Fig. 6) and turbidity (Fig. 3) decreases. The increase in the
wavelength may also be a reflection of the protein tendency to
recover its original conformation during the dissociation phase.

The effect of spray-drying on the structural stability of lysozyme
can be summarized as follows (Fig. 7): (i) for low concentrations of
pectin (0—0.2 g/L), the obtained Amax values were lower than those
of unprocessed complexes. This may reflect the sensitivity of free
and partially complexed lysozyme to drying stresses which resulted
in protein folding; (ii) for intermediate concentrations of pectin
(0.2—-0.4 g/L), wavelengths corresponding to the maximum in-
tensity were very close to those obtained before drying. We can
therefore assume that these intermediate polysaccharide concen-
trations were able to better protect the tertiary structure of lyso-
zyme; (iii) when the pectin concentration exceeds 0.5 g/L, lysozyme
which is located within aggregated complexes (Fig. 3) and less
mobile (Fig. 6) undergone more changes of its tertiary structure
(Fig. 7) which could be the cause of the decline in its activity (Fig. 4).
The increase in attractive forces between the pectin chains could
cause destabilization of the lysozyme structure followed by a
change in its spatial conformation.

3.6. UV—vis spectra of lysozyme-LM pectin complexes

UV-—vis absorption spectra were used to study the changes of
protein conformation before and after spray-drying (Fig. 8). The
absorption spectra of lysozyme exhibited two main peaks. The first
peak was located in the far UV region (226 nm) and reflected the
protein secondary structure. The second absorption peak at 280 nm
is generally attributed to the aromatic amino acids residues (Trp,
Tyr, and Phe). No obvious variations occurred in lysozyme UV—vis
absorption spectra after spray-drying suggesting that this process
did not cause important changes in the conformation of lysozyme
polypeptide backbone. UV—vis absorption spectra of lysozyme for
an increasing LM pectin concentration (0—4 g/L) were recorded in
order to explore lysozyme conformational changes induced by LM
pectin. The absorbance intensity maxima at 226 nm and 280 nm of
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Fig. 8. UV—Vis absorption spectrum of lysozyme before and after spray-drying/
reconstitution (5 mM imidazole-acetate buffer, pH 7).

LM pectin/lysozyme complexes changed without any shift of the
wavelength of these peaks with increasing LM pectin concentration
(data not shown). In order to study the effect of LM pectin
complexation on the molecular properties of lysozyme, the varia-
tion of the intensity at 280 nm was determined from the recorded
UV—vis absorption spectra (Fig. 9).

For feed complexes, the absorbance at 280 nm changed sug-
gesting that the microenvironment of the aromatic amino acids
was changed by pectin addition and that pectin bound to lysozyme
in a concentration dependent manner (Fig. 9). With gradual addi-
tion of pectin to lysozyme solution, the absorbance at 280 nm
decreased significantly until a pectin concentration of 0.2 g/L. The
slight decrease in the absorbance during the complexation and
aggregation phases suggests that the protein structure of lysozyme
slightly changed (Li and Li, 2011). This may imply that the binding
of LM pectin to lysozyme could have led to a concealment of aro-
matic amino acids residues due to secondary structure unfolding.
After reaching its minimal intensity, a leaping of absorbance was
observed: absorbance at 280 nm was maximal at a LM pectin
concentration of 0.5 g/L. This significant UV absorption intensity
increase may denote the end of lysozyme structural rearrangement
due to complexation which could be an indicator of the beginning
of aggregates dissociation leading to individual complexes forma-
tion (Bayarri et al., 2014). Above LM pectin concentration corre-
sponding to the absorbance maximum, there was a gradual
decrease in the absorbance to reach a plateau at a LM pectin con-
centration of about 2 g/L (Fig. 9) (corresponding to the presence of
individual LM pectin/lysozyme complexes (Bayarri et al., 2014)) and
remained constant even when LM pectin concentration was further
increased. Thus, one can suppose that the lysozyme backbone
modifications caused by LM pectin complexation could be
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Fig. 9. Absorbance at 280 nm of lysozyme/LM pectin complexes before and after
spray-drying/reconstitution (5 mM imidazole-acetate buffer, pH 7).

reversible and that the enzyme regained its structure and conse-
quently its antimicrobial activity. This hypothesis has been
confirmed in a previous study showing that the treatment of these
complexes by pectinolytic enzymes had allowed recovering the
lysozyme activity (Bayarri et al., 2014).

According to Fig. 9, it is observed that spray-dried and unpro-
cessed complexes had the same absorbance profiles when pectin
concentration was changed. However, maximum absorbance of
spray-dried lysozyme/pectin complexes was lower than unpro-
cessed complexes. As it was shown previously in Fig. 3, spray-
drying of complexes at intermediate polysaccharide concentra-
tion resulted in decreased complex aggregation and formation of
more individual complexes than unprocessed ones due to shearing
and heating stresses undergone during spray-drying process. This
decrease in the absorbance observed in the dissociation phase
(0.4—1 g/L) shows that during this phase the lysozyme structure
was modified by the spray-drying treatment which may explain the
decrease in its activity observed previously during this phase
(Fig. 4).

4. Conclusion

Spray-drying of lysozyme/LM pectin complexes resulted in
encapsulation of the antimicrobial enzyme in different poly-
saccharide networks formed by increasing pectin concentrations.
Formation of electrostatic biopolymer complexes increased
turbidity of the solution and decreased lysozyme antimicrobial
activity. Upon applying spray-drying more individual complexes
with lower aggregation were formed at intermediate pectin con-
centration. Spray-dried lysozyme showed a decrease in its anti-
microbial activity of about 36.5%. However, complexation with
intermediate pectin concentrations was shown to protect lysozyme
activity during spray-drying process. However, spray-dried lyso-
zyme/pectin complexes exhibited significant activity reduction at
lowest and highest pectin concentrations than unprocessed com-
plexes probably due insufficient protection ability and substrate
inaccessibility toward active site of encapsulated enzyme, respec-
tively. At these intermediate pectin concentrations, the fluores-
cence intensities and the corresponding wavelengths of spray-
dried complexes were similar to that of unprocessed ones indi-
cating that the tertiary structure of lysozyme was preserved during
the drying process. The results obtained in this study suggest that
the complexation of lysozyme by pectin concentrations allowing to
high turbidity values is an effective way to preserve the antimi-
crobial activity of this enzyme during the encapsulation by spray-
drying. However, other techniques such as Fourier Transform
Infrared (FTIR) or circular dichroism should be used to elucidate the
molecular mechanisms associated with the protection of lysozyme
by pectin chains during spray-drying.
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1I1.2.3. Conclusion

Dans cet article, il a ét¢ montré que le lysozyme a été efficacement encapsulé en
présence de concentrations croissantes en pectine pour former différentes matrices
polysaccharidiques. L’ajout de quantités croissantes de pectine a une quantité fixe en lysozyme
a entrainé une augmentation de la turbidité¢ et une diminution de I’activité enzymatique du
lysozyme. Les résultats ont également montré que les agrégats de complexes formés a des
concentrations en pectine intermédiaires ont subi une dissociation partielle durant le séchage
par atomisation qui pourrait étre due au cisaillement, a la déshydratation et/ou au traitement
thermique. Toutefois, a ces mémes concentrations en pectine, il a ét¢ démontré que la structure
du lysozyme ainsi que son activité enzymatique ont ét€¢ mieux préservées. Les résultats de cette
¢tude sont intéressants dans la mesure ou I’interaction du lysozyme avec la pectine, a certaines
concentrations permettant d’avoir des turbidités élevées, représente une alternative intéressante
pour protéger le lysozyme contre le cisaillement et le traitement thermique auxquels il est sujet

durant le séchage par atomisation.
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I11.3. Films antimicrobiens a base de complexes lysozyme/alginate

II1.3.1. Introduction

Dans le but de développer un systéme d’encapsulation a base de complexes
protéines/polysaccharides, il nous a semblé nécessaire de comprendre la nature et I’intensité
des interactions qui peuvent avoir lieu entre le lysozyme et 1’alginate de sodium, un
polysaccharide anionique non estérifi¢. La formation de complexes protéines/polysaccharides
via des interactions électrostatiques est un processus réversible puisque ces complexes peuvent
se dissocier lors d’un changement du pH ou de la force ionique. Cette étude a été conduite a pH
neutre (pH 7) en ajoutant des quantités croissantes d’alginate a une quantité fixe de lysozyme
pour expliquer les conséquences de cet ajout sur les propriétés moléculaires du lysozyme, sur
son activité enzymatique ainsi que sur son activité antimicrobienne lorsqu’il est incorporé dans
des films a base d’alginate. L’effet de la force ionique sur les interactions entre ces deux
biopolymeéres a ét¢ également évalué pour mieux comprendre si les changements au niveau de
I’activité enzymatique du lysozyme sont dus a une limitation de la diffusion du substrat au
niveau du site actif du lysozyme ou plutdét a une modification de sa structure suite a son
interaction avec 1’alginate. Les résultats obtenus, présentés sous forme d’un article original de
recherche publi¢ dans le journal « Food Research International » en 2016 apportent des
¢léments permettant d’expliquer les caractéristiques des complexes lysozyme/alginate obtenus
et d’estimer 1’intérét de leur utilisation potentielle pour le développement de films d’emballage

antimicrobiens.

I11.3.2. Properties of lysozyme/sodium alginate complexes for the development of

antimicrobial films
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1. Introduction

Recently, Fuenzalida and Goycoolea (2015) reviewed soft
nanomaterials resulting from self-assembly of negatively charged
weak polyelectrolyte polysaccharides and oppositely charged proteins
and considered these novel soft materials as promising in expanding
the domain of biomedical and biotechnological applications of proteins.
Polysaccharide-protein complexes can be exploited to improve stability,
reduce immunogenicity and/or control the release of lysozyme for bio-
medical and biotechnological applications. However, although many
studies concerned protein-polysaccharide interactions in various food
systems (Tolstoguzov, 2003 ), further fundamental studies are needed
to improve our understanding of (i) proteins stabilization/destabiliza-
tion or mobility in proteins-polysaccharide complexes and of (ii) pa-
rameters like the molecular characteristics of biopolymers as well as
medium conditions like pH, ionic composition and temperature which
affect polysaccharide-protein interactions (Jones & McClements,
2010). Particularly, interactions between proteins and polysaccharides
can lead to complex formation or thermodynamic incompatibility. Pro-
teins and anionic polysaccharides are able to form electrostatic com-
plexes at pH values between the isoelectric point (pl) of the protein
and the pKa value of the anionic groups of the polysaccharide.

* Corresponding author.
E-mail address: adem.gharsallaoui@univ-lyon1.fr (A. Gharsallaoui).

http://dx.doi.org/10.1016/j.foodres.2016.08.015
0963-9969/© 2016 Elsevier Ltd. All rights reserved.

Complexation of a protein with other biopolymers can improve its func-
tional properties. Indeed, it has been shown that some protein function-
al properties including solubility, surface activity, conformational
stability, emulsifying and foaming properties are influenced by
interacting with different polysaccharides (Ye, 2008). However, com-
plexation via electrostatic interactions is considered as a reversible pro-
cess which can be dissociated by increased ionic strength and/or
changing the pH.

Natural antimicrobial agent, lysozyme (EC3.2.17), also called
muramidase is a small hydrolase type and ubiquitous enzyme in nature
that is present in almost all secretions, human and animal tissues and
avian eggs. The lysozyme monomer exhibits strong antibacterial activity
against Gram-positive bacteria via breaking (3 1-4 linkage of glycosidic
bonds of N-acetyl muramic acid (NAM) and N-acetyl glucosamine
(NAG) of bacterial cell wall peptidoglycan polymers. Coverage of pepti-
doglycan layer (substrate of lysozyme) with lipopolysaccharide (LPS)
and lipoproteins in Gram-negative bacteria lowers their susceptibility
to the antibacterial activity of lysozyme. Hen egg white lysozyme
(E1105) is a widely used enzyme authorized for food preservation in
European Union under 2008/1333/EC Regulation on food additives. It
has also been accepted as an antimicrobial agent in ready-to-eat prod-
ucts by Food and Drug Administration (2000) in the U.S.A. (Lucera,
Costa, Conte, & Del Nobile, 2012). This globular protein consists of 129
amino acid residues and has a molecular weight of 14.3 kDa. It is
known as a thermophilic enzyme with high stability over a wide pH

91



Résultats et discussions

CB. Amara et al. / Food Research International 89 (2016) 272-280

range (Makki & Durance, 1996). Net positive charge of lysozyme across
an extended range of pH as a result of its high isoelectric point (pl) of
10-11, makes it possible to form complexes with anionic polysaccha-
rides. This possibility has already been investigated for sodium dextran
sulfate and chondroitin sulfate C sodium salt (Takahashi, Uchida, &
[zumi, 2011), low methoxyl (LM) pectin (Bayarri, Oulahal, Degraeve, &
Gharsallaoui, 2014; Ben amara, Eghbal, Degraeve, & Gharsallaoui,
2016; Ormus, Oulahal, Noél, Degraeve, & Gharsallaoui, 2015) and re-
cently sodium alginate (Fuenzalida et al., 2016).

Alginates, natural, hydrophilic and biocompatible polysaccharides,
are salts of alginic acids. Algae and bacteria (Azotobacter and Pseudomo-
nas) are two important sources for the production of alginates. Howev-
er, commercial alginates are mainly derived from cell wall of brown
marine algae (Phaeophyceae) mainly by alkaline extraction processes
(Goh, Heng, & Chan, 2012). They are binary copolymers made up of
a-L-guluronic acid (G) and [3-p-mannuronic acid (M) residues, linearly
linked via 1-4 linkages. So an alginate molecule is considered as a
block copolymer consisting of three types of G, M, and GM blocks with
different relative proportions that determine physico-chemical and
functional properties of alginates (Draget, Smidsred, & Skjak-Brak,
2005). Tendency of alginates to be negatively charged over a wide
range of pH values is attributed to dissociation constants of 3.38 for
mannuronic (M) and 3.65 for guluronic acid (G) monomers
(Harnsilawat, Pongsawatmanit, & McClements, 2006). Being a stabilizer
and a thickener, sodium alginate, the main used form, is applied in var-
ious food products including drinks like chocolate milk, deserts like ice
cream, jelly, sauces, and soups (Goh et al., 2012). Alginate is able to
form a gel structure in the presence of divalent cations like Ca? * that in-
teract with deprotonated carboxyl groups.

Some reports have shown the ability of sodium alginate to form
complexes with food proteins under different physico-chemical condi-
tions. In fact, advantages of using alginate for complex formation with
proteins like whey proteins and fish gelatin were identified long ago
and include food acceptability, reversible electrostatic complex forma-
tion, cold gelling nature, and ion-exchange properties (Clare, 1993).
Complexation between sodium alginate and different proteins like -
lactoglobulin (Harnsilawat et al., 2006), and whey protein isolate
(Fioramonti, Perez, Aringoli, Rubiolo, & Santiago, 2014) has been report-
ed. In these studies, the effect of various parameters such as pH, heating
temperature, and polysaccharide/protein ratio on the properties of
formed alginate-protein complexes were discussed. In a recent article,
Fuenzalida et al. (2016) have shown that the properties of lysozyme/
alginate complexes are dependent on the alginate chain composition
(M/G ratio), their molecular weight, and the presence of calcium ions.

Although lysozyme has been encapsulated in various calcium algi-
nate-based matrices in order to control its release kinetics (Borgogna,
Bellich, Zorzin, Lapasin, & Cesaro, 2010; Wei, Cai, Lin, Wang, & Zhang,
2011), to the best of our knowledge, this is the first investigation that re-
ports the consequences of different sodium alginate concentrations on
the enzymatic activity and the molecular properties of lysozyme upon
complexation at neutral pH as well as its antimicrobial activity when in-
corporated in sodium alginate based films. The information resulting
from this study will be relevant to compare the characteristics of lyso-
zyme- sodium alginate complexes with those from other anionic poly-
saccharides-lysozyme complexes and estimate their potential
application for the design of antimicrobial edible food packaging.

2. Materials and methods
2.1. Materials

Sodium alginate (Algogel 6020) was purchased from Cargill (Baupte,
France). Alginate Lyase with a specific activity of 125 specific units/mg
(2500 specific units/mL) was purchased from Libios (Pontcharra Sur

Turdine, France). Hen egg white lysozyme, in lyophilized form with a
specific activity of 70,000 specific units/mg and an isoelectric point of
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~11, analytical grade imidazole (C3H4N,), acetic acid, sodium hydroxide
(NaOH), hydrochloric acid (HCl), calcium chloride (CaCl,) and glycerol
were purchased from Sigma-Aldrich Chimie (St Quentin Fallavier,
France). One unit of lysozyme activity corresponds to the quantity of ly-
sozyme enhancing a 0.001 decrease in 450 nm absorbance in 1 min of a
suspension of Micrococcus lysodeikticus (as substrate) at pH 6.24 and
25 °C. Tryptone Salt broth (TS), Tryptone Soy broth (TSB) and Tryptone
Soy Agar (TSA) were purchased from (Biokar Diagnostics, Beauvais,
France).

2.2. Lysozyme and sodium alginate solutions preparation

Stock solutions of lysozyme (7.142 g/L = 5 x 108 specific units/L)
and sodium alginate (30 g/L) were prepared by dispersing powders in
an imidazole-acetate buffer (5 mmol/L) at pH 7 and stirred for at least
2 h with a magnetic stirrer until a proper hydration was reached. The
pH was adjusted by adding HCI (0.1 mol/L) or NaOH (0.1 mol/L). Sodi-
um alginate solution was then centrifuged (10,000 xg; 30 min)
(Sigma 3K18, Bioblock Scientific, Illkirch, France) to remove insoluble
residues.

2.3. Lysozyme/sodium alginate complexes formation and turbidity
measurement

Biopolymer mixtures containing lysozyme (0.714 g/L = 5 x 107 specific
specific units/L) and sodium alginate (0-4 g/L) were prepared by mixing
different ratios of the stock solutions with imidazole-acetate buffer at
pH 7. The resulting suspensions were mixed for 1 min using a vortex
mixer and their pH was adjusted again. Turbidity measurements were
performed as a function of alginate concentration with a UV/Vis spectro-
photometer (Jenway 3705, Villepinte, France). The absorbance was mea-
sured at 600 nm at room temperature (25 °C) against pure lysozyme
solutions (without sodium alginate) in imidazole-acetate buffer
(5 mmol/L; pH 7).

2.4. Zeta potential measurement

The zeta potential (¢-potential) of lysozyme/sodium alginate com-
plexes was determined using a Zetasizer NanoZS90 (Malvern Instru-
ments, Malvern, UK). The samples were diluted (0.5% (w/w)) with
imidazole-acetate buffer adjusted to pH 7. The mean ¢-potential (ZP)
values (4 SD (standard deviation)) were obtained from the instrument.

2.5. Particle size distribution

Particle size distributions of lysozyme-alginate complexes formed at
various alginate concentrations were measured with a laser diffraction
instrument (Malvern Mastersizer). To avoid multiple scattering effects,
the complexes were diluted with imidazole/acetate buffer (5 mmol/L;
pH 7) prior to the measurements. The complexes were stirred continu-
ously throughout the measurement to ensure the samples were homo-
geneous. The volume particle diameter (D43) was calculated from three
injections of three separate samples with three readings per sample.

2.6. Fluorescence microscopy

An optical microscope Axiovert 25 CFL (Prolabo, France) was used in
the fluorescence mode to examine the microstructure of films. Suspen-
sions of complexes were stained with Nile Blue (12.5 pL of 1 wt% dye so-
lution added to solutions to obtain approximately a dye-protein ratio of
1:100 (w:w)). Samples were poured between a slide and a coverslip
and then observed by a 100 x-oil immersion objective lens. Samples
were excited at 630 nm. Fluorescence intensity data were collected in
a channel corresponding to 610-660 nm. Digital image files were ac-
quired with a Nikon F90X camera connected to a digital image process-
ing system (AxioVision, Zeiss, Germany).
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2.7. Lysozyme activity evaluation

Lysozyme activity was assayed by monitoring the reduction of ab-
sorbance at 450 nm (ODysq) due to the lysis of M. lysodeikticus cells at
25 °C. Briefly, in a 1 cm cuvette, 2.9 mL of the M. lysodeikticus suspension
(OD450 = 1) in 5 mmol/L imidazole-acetate buffer adjusted to pH 7 and
0.1 mL of the suspension of complexes (containing or not 1% (w/w)
CaCly) were mixed quickly, and the reduction in the absorbance was re-
corded using an UV/Vis spectrophotometer (Jenway 3705, Staffordshire,
UK) until reaching a plateau. Lysozyme activity was calculated from the
slope of the initial linear portion of absorbance vs. time curve. The hy-
drolytic activity of the lysozyme solution can be calculated using
Eq. (1) below (one unit (U) was 0.001 change in absorbance in one
minute):

S

Activity (U/mL) = 00TV

(1

where Sis the slope of the initial linear portion of absorbance vs. time
curve and V is the volume of lysozyme solution (0.1 mL).

2.8. Fluorescence spectra measurements

Changes of lysozyme's intrinsic fluorescence upon complexation
with sodium alginate were monitored at pH 7 in a wavelength range
of 300-500 nm following an excitation at 280 nm. The excitation and
emission bandwidths were 6 nm and 3 nm, respectively. Intrinsic fluo-
rescence intensity measurements were performed with a LS 55 spectro-
fluorometer (PerkinElmer, Courtaboeuf, France). All measurements
were performed at room temperature (25 °C) using a quartz cuvette
(1 cm path length).

2.9. UV-Vis spectra measurements

UV absorption spectra were measured from 200 nm to 350 nm with
an UV/Vis spectrophotometer (Lightwave I 109233, Biochrom, Cam-
bridge, UK) in a 1 cm pathlength quartz cuvette at 25 °C against imidaz-
ole-acetate buffer (5 mmol/L; pH 7).

2.10. Preparation of lysozyme/sodium alginate antimicrobial films

Film-forming aqueous solution was prepared to contain 15 g/L sodi-
um alginate, glycerol as plasticizer (0.2 g/g of sodium alginate), and ly-
sozyme as antimicrobial agent (4.285 g/L). The films were made in
order to contain 2.695 mg of lysozyme per cm? (2 x 10° specific units/
cm?). Sodium alginate was dissolved in imidazole-acetate buffer
(5 mmol/L; pH 7) at 25 °C for 2 h with magnetic stirring. Afterwards
glycerol and lysozyme solution were incorporated under the same con-
ditions while stirring for 30 min more. Each film was prepared by
weighing 40 g of film-forming solution and this mass was spread evenly
over a plastic petri dish (90 mm). Films were formed by drying over-
night at 25 °C under laminar hood and dry films were peeled intact
from the casting surface.

2.11. Scanning electron microscopy (SEM)

Scanning electron microscopy was used to study the structure of ly-
sozyme/sodium alginate complexes as a function of alginate concentra-
tions. In addition, surface and cross sections of sodium alginate films
(blank) and sodium alginate films containing lysozyme were also
observed. Complexes or films were attached to a sample stub with dou-
ble-sided sticky tape and examined using scanning electron microscopy
(Hitachi electron microscopy, TM 3030, Japan) at 4000 x magnification
and an accelerating voltage of 15 kV.

CB. Amara et al. / Food Research International 89 (2016) 272-280

2.12. Evaluation of the antimicrobial activity of lysozyme/sodium alginate
films

Stock cultures of two Gram positive bacteria, Listeria innocua
(ATCC 33090) and Kocuria rhizophila (ATCC 9341) were maintained at
—20 °C in Tryptone Soy Broth (TSB) supplemented with 15% (v/v)
glycerol. Before each test, the two target strains were subcultured in
TSB at 10% (v/v) for 8 h and then subcultured in TSB at 10% (v/v) for
16 hat 30 °Cand then precultured in TSB for 5 h at 30 °C for the request-
ed experiments. The cells were then diluted in Tryptone Salt (TS) broth
to final concentrations of 1 x 10° CFU/mL for K. rhizophila and
2 % 107 CFU/mL for L. innocua, incorporated at 5% (v/v) in Tryptone
Soy Agar (TSA) and cooled in Petri dishes. Discs (15 mm in diameter)
were excised from sodium alginate films (control) and those containing
lysozyme with a cork borer. The discs were placed onto the TSA
Petri plates inoculated with L. innocua or K. rhizophila. To study the
effect of CaCl, or alginate lyase addition on the films antimicrobial
activity, 30 uL of CaCl; solution (40 g/L) or alginate lyase solution
(120 specific units/mL) were added under the film. Petri plates were
then incubated for 3 h at 4 °C and then incubated for 24 h at 30 °C.
The inhibition zones were then calculated by subtracting the diameter
of the total inhibition zone from the diameter of the film. Buffer, CaCl,
and alginate lyase were used as negative controls for the bacterial
strains, however, a solution containing the same amount of lysozyme
as discs was used as a positive control.

2.13. Statistical analysis

All experiments were performed using at least three freshly pre-
pared samples. The results presented are the averages and standard de-
viations that were calculated from these replicate measurements. One-
way analysis of variance (ANOVA) and Duncan test were used to deter-
mine statistically significant differences (p < 0.05) among averages at
confident level of 95%, using the Software SPSS V. 22.

3. Results and discussion

3.1. Physicochemical and morphological properties of lysozyme/sodium al-
ginate complexes

The effect of increasing sodium alginate concentrations (0-4 g/L) on
the formation of complexes with lysozyme at a constant concentration
(0.714 g/L) was studied by turbidity and {-potential measurements at
pH 7 (Fig. 1). Free lysozyme solution was not turbid but addition of
small amounts of alginate (0-0.1 g/L) to lysozyme resulted in increasing
the turbidity value, indicating complexation between the two opposite-
ly charged biopolymers. It is well known that formation of complexes
between positively charged proteins and negatively charged polysac-
charides is driven by electrostatic interactions (Ye, 2008). Turbidity in-
creased up to a threshold sodium alginate concentration (0.1 g/L)
indicating extensive biopolymer aggregation. The aggregation process
could be related to some sodium alginate chains that acted as cross
linkers between complexes containing free positively charged sites of
lysozyme. From 0.1 g/L alginate concentration, turbidity decreased
and reached a pseudo plateau from 0.5 g/L. The highest phase separa-
tion (at 0.1 g/L sodium alginate concentration) could be attributed to
the saturation of all positive sites of lysozyme by alginate molecules.
This is consistent with the reduction of the {-potential value to 0 mV
for a 0.1 g/L sodium alginate concentration (Fig. 1B). This substantiates
the hypothesis that decantation of 0.1 g/L sodium alginate-0.714 g/L
lysozyme complexes at pH 7 was due to charge neutralization and
thus to the absence of electrostatic repulsions which stabilized their col-
loidal state at lower (repulsions between positively charged complexes)
and higher polysaccharide concentrations (repulsions between nega-
tively charged complexes). For higher alginate concentrations (above
0.1 g/L), the suspensions were still turbid but the excess amount of
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Fig. 1. Dependence of the visual aspect (A), turbidity (at 600 nm) and ¢-potential (B) of
mixed biopolymer solutions on sodium alginate concentration when sodium alginate
solution was titrated into lysozyme solution (final concentration: 0.714 g/L. = 5 x 107
specific units/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mmol/L, pH 7).

negatively charged sodium alginate chains (see ¢-potential profile in
Fig. 1B) likely increased repulsive forces between aggregates and thus
reduced precipitation (Fig. 1A).

By increasing anionic sodium alginate concentration, the {-potential
value of complexes turned to negative confirming the existence of
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electrostatic interactions between the two oppositely charged biopoly-
mers until reaching a pseudo plateau at approximately 0.5 g/L sodium
alginate concentration. This probably indicates the saturation of all pos-
itively charged sites of lysozyme molecules with sodium alginate chains
which is consistent with turbidity measurement results. Insoluble
formed complexes had an overall net negative charge (above 0.1 g/L
polysaccharide concentration) due to the domination of negative
charges of the polysaccharide over the positive charges of the protein.
However, addition of higher amounts of sodium alginate decreased
more the zeta potential value of the suspension probably due to the
presence of free highly negatively charged alginate molecules.

On the other hand, based on particle size distribution analysis, by in-
creasing alginate concentration, the mean diameter of aggregates in-
creased (Fig. 2) (despite a turbidity decrease for sodium alginate
concentrations exceeding 0.1 g/L (Fig. 1)) and reached its maximum
value at 4.0 g/L sodium alginate concentration. According to Jones and
McClements (2010), the optical property (turbidity) of suspensions
containing biopolymer particles is low for small particles and increases
to a maximum value at a given size (11.94 um at a 0.1 g/L sodium algi-
nate concentration in the present work) and can decrease even if the
particle size is still increasing. One can suppose that for sodium alginate
concentrations higher than 0.1 g/L (turbidity peak), larger complexes
were formed but their structure may be less dense allowing light trans-
mission and consequently absorbance (turbidity) decrease.

To confirm this hypothesis, fluorescence microscopy was used to ob-
serve the network formed by lysozyme/sodium alginate individual
complexes (Fig. 3). Fluorescence microscopy images showed that
formed aggregates up to 0.1 g/L sodium alginate concentration, had a
dense structure and thus resulted in an increasing turbidity. However,
by increasing polysaccharide concentration, aggregates begin to have
loose and sieve like structure which is consistent with obtained low tur-
bidity values (above 0.1 g/L alginate concentration). SEM micrographs
(Fig. 4) showed the aggregates internal structure and confirmed the
sieve like structure at higher alginate concentrations. It seems that ex-
cess amount of sodium alginate above (1 g/L) formed film like structure
between individual complexes (Fig. 4). However, lysozyme-alginate
complexes were formed whatever the added alginate concentrations.
The polysaccharide addition had an effect only on the degree of associ-
ation between individual complexes while no effect on their aspect and
size was observed (Figs. 1-4).
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Fig. 2. Dependence of particle size distribution and the volume-weighted distribution mean diameter (D43) of mixed biopolymer solutions on sodium alginate concentration when sodium
alginate solution was titrated into lysozyme solution (final concentration: 0.714 g/L. = 5 x 107 specific units/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mmol/L, pH 7).
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Fig. 3. Microscopic structure of lysozyme-alginate aggregates formed in mixed biopolymer solutions when sodium alginate concentration was increased (0-4 g/L) into a lysozyme solution
(final concentration: 0.714 g/L = 5 x 107 specific units/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mmol/L, pH 7). Lysozyme was stained with Nile Blue (dye/protein ratio = 1/100 (w/w)).

3.2, Activity of lysozyme/sodium alginate complexes

Changes in lysozyme enzymatic activity (at 0.714 g/L concentration)
as a function of complexation by sodium alginate concentrations vary-
ing from 0 to 4 g/L and the effect of CaCl, addition on the enzymatic ac-
tivity of lysozyme/sodium alginate complexes are shown in Fig. 5. Initial
degradation kinetics of M. lysodeikticus cell wall by free and complexed
lysozyme were measured for the determination of its enzymatic activi-
ty. A sharp decrease in lysozyme enzymatic activity was noticed after
sodium alginate addition up to 0.1 g/L concentration. From this concen-
tration, the average enzymatic activity increased again until reaching a
plateau (around 1500 U/mL) (20% of initial activity) at 1.0 g/L polysac-
charide concentration. In addition, between 0.1 g/L and 4.0 g/L, the
high error bars (Fig. 5) could be explained by the high increase in the
size of the aggregates in this alginate concentration range (Fig. 2)
which probably makes the access of the substrate to the enzyme active
sites more random. It can be assumed that lysozyme is immobilized
through complexation with sodium alginate. This immobilization can
induce structure, conformation, and flexibility changes of enzymes
(Hanu3ov4, Vapenka, Dobias, & Miskova, 2013). Moreover, the decrease
of substrate accessibility because of diffusion limitations, orientation
and steric hindrance can be considered as a main reason for lysozyme
activity loss through formation of complexes with alginate (Muriel-
Galet, Talbert, Hernandez-Munoz, Gavara, & Goddard, 2013). Thus,
under these conditions lysozyme could not be able to efficiently interact
with anionic sites of the bacterial cell wall due to the electrostatic inter-
actions with anionic functional groups of alginate. Aggregation of
formed complexes at 0.1 g/L sodium alginate concentration caused re-
duction in lysozyme antimicrobial activity to its lowest level. A decrease
of lysozyme activity has already been reported upon complexation with
potassium poly(vinyl alcohol sulfate) (KPVS) with different degrees of
esterification, dextran sulfate, and chondroitin sulfate C sodium salt
(Takahashi et al,, 2011), purified humic acid (Li et al., 2012) and LM pec-
tin (Bayarri et al,, 2014; Ben Amara et al., 2016). Since these polymers
and sodium alginate are all negatively charged weak polyelectrolytes,
their complexation with oppositely charged lysozyme is primarily

driven by electrostatic interactions up to a critical concentration
which corresponds to the isoelectric point of the complexes. This critical
lysozyme-polyelectrolyte ratio also corresponded to the maximal re-
duction of lysozyme activity in the case of purified humic acid (Li et
al., 2012) and alginate in the present study. Purified humic acid contains
carboxylic and phenolic groups which are negatively charged at neutral
pH like carboxylic groups of LM pectin (Bayarri et al., 2014; Ben Amara
et al,, 2016) and sodium alginate (present study). Takahashi et al.
(2011) studied the complexation of lysozyme with polymers which all
have negatively charged sulfonate groups and hydroxyl groups in
their molecular structure, Interestingly, by using KPVS with various de-
grees of esterification and thus with more or less sulfonate groups along
KPVS chain, they came to the conclusion that lysozyme activity decrease
was more important when KPVS degree of esterification and thus den-
sity of negatively charged sulfonate groups along KPVS chain were
higher. It comes thus from these observations that lysozyme activity de-
crease upon complexation is enhanced by the density of negative
charges along polymer chains. This is also consistent with observations
of our group during the first phase of complexation (lysozyme activity
decrease): under the same conditions, lysozyme activity was reduced
to 4.6% upon complexation with LM pectin (with a 22 to 28% degree
of esterification) at 0.3 g/L (turbidity peak) (Ben Amara et al., 2016) or
1.75% with sodium alginate at 0.1 g/L (present study), respectively.

According to Fig. 5 addition of CaCl; to lysozyme-alginate complexes
solution resulted in the restoration of the enzymatic activity of free lyso-
zyme, It can be concluded that the formed biopolymer complexes were
dissociated in the presence of divalent calcium ions. In addition, the ad-
dition of calcium ions could favor alginate/alginate interactions instead
of lysozyme-alginate ones. In a previous worlk (Bayarri et al., 2014), we
already observed that the addition of CaCl; to suspensions of electro-
static lysozyme-LM pectin complexes resulted in a decrease of turbidity
due to the dissociation of aggregates.

At this stage of the study, it could be hypothesized that lysozyme ac-
tivity reduction upon complexation with anionic polymers such as algi-
nate was caused by the steric hindrance between lysozyme active site
and its substrate (M. lysodeikticus cell wall) as a result of aggregation

Fig. 4. Scanning electron microscopy (SEM) micrographs of lysozyme-alginate aggregates formed in mixed biopolymer solutions when sodium alginate concentration was increased (0-
4 g/L) into a lysozyme solution (final concentration: 0.714 g/L. = 5 x 107 specific units/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mmol/L, pH 7).
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Fig. 5. Dependence of the lysozyme activity of mixed biopolymer solutions on sodium
alginate concentration when sodium alginate solution was titrated into lysozyme
solution (final concentration: 0.714 g/L = 5 x 107 specific units/L) (imidazole-acetate
buffer, 5 mmol/L, pH 7) with and without calcium chloride (1% (w/w) CaCl,) addition.

of lysozyme-alginate complexes as concluded by Takahashi et al. (2011)
upon complexation of lysozyme with polymers with sulfonate groups in
their structure. However, it cannot be excluded that electrostatic inter-
actions between negative charges of carboxylate groups along alginate
chain and positive charges evenly distributed along lysozyme structure
can alter lysozyme conformation and especially the lysozyme active site
conformation. Therefore, intrinsic fluorescence and UV absorbance
spectra of aromatic amino acids residues of lysozyme were monitored
upon complexation in order to check whether the microenvironment
around these amino acid residues is modified.

3.3. Fluorescence spectra of lysozyme/sodium alginate complexes

Free lysozyme fluorescence spectrum at pH 7 and 25 °C obtained by
excitation at 280 nm exhibited a peak at 346 nm (Fig. GA). Aromatic
amino acids like tryptophan (Trp), phenylalanine (Phe) and tyrosine
(Tyr) present in most globular proteins such as lysozyme are considered
as intrinsic fluorophores, however tryptophan fluorescence dominates
usually the fluorescence of the macromolecule (Kurtin & Lee, 2002).
Hen egg white lysozyme intrinsic fluorescence will be dominated by
tryptophan fluorescence since it contains 6 tryptophan residues against
only 3 tyrosine and 2 phenylalanine residues in its primary sequence.
Interestingly, Trp 62 and Trp 63 residues are located close to lysozyme
substrate binding site. The intensity of this fluorescence is dependent
on the environment conditions of lysozyme and especially on its inter-
actions with biopolymers. Fig. 6B and C showed that lysozyme/sodium
alginate interactions resulted in changes of lysozyme fluorescence pa-
rameters including maximal emission wavelength and maximal intensi-
ty, respectively.

The gradual addition of sodium alginate into lysozyme solution led
to a sharp decrease in the maximum fluorescence intensity upon addi-
tion of sodium alginate up to a 0.5 g/L concentration (Fig. 6B). This re-
duction could be a consequence of the strong electrostatic interactions
between the two biopolymers. In fact, this drop in fluorescence intensity
could be attributed to an increase of the local mobility of lysozyme dur-
ing the complexation probably due to the high intensity of electrostatic
interactions with the alginate chains. These interactions may also be un-
stable at the molecular level (association/dissociation) generating a
high mobility of lysozyme molecules. Above 0.5 g/L of sodium alginate
concentration, fluorescence intensity remained constant and lower
than that of free lysozyme indicating the presence of lysozyme/sodium
alginate complexes. Presumably, this concentration leads to the total
coverage of lysozyme molecules by alginate chains. This is consistent
with the other results obtained in this work that have shown that this
concentration of 0.5 g/L of alginate also corresponds to the beginning
of a pseudo plateau of turbidity, zeta potential (Fig. 1), and enzymatic
activity (Fig. 5).
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Fig. 6. Fluorescence spectrum of lysozyme (A), maximum fluorescence intensity (B), and
emission wavelengths corresponding to the maximum fluorescence intensities (C) of
lysozyme (0.714 g/L)/sodium alginate (0-4 g/L) complexes (wavelength of excitation:
280 nm) (imidazole-acetate buffer, 5 mmol/L, pH 7).

Changes in the maximum fluorescence emission wavelength as a
function of gradual sodium alginate addition (0-4 g/L) to fixed lyso-
zyme concentration (0.714 g/L) are shown in Fig. 6C. Addition of small
amounts of sodium alginate (until 0.1 g/L) to lysozyme solution resulted
in decreasing fluorescence wavelength (blue shift). This blue shift indi-
cates that the aromatic amino acids residues are exposed to a more hy-
drophobic environment (Li & Li, 2011). In fact, this local hydrophobicity
increase could be related to a more compact protein structure and lower
water availability due to lysozyme caging in alginate network, which is
consistent with the dense structure of complexes observed by micros-
copy (Fig. 3). A blue shift of emission fluorescence after excitation at
280 nm of lysozyme following complexation of lysozyme with sulfonat-
ed polymers at neutral pH was also reported by Takahashi et al. (2011).
However, they reported a blue shift from 340 to 338 nm whatever the
KPVS used for lysozyme complexation while a more important blue
shift (from 345.5 nm to 341 nm) was observed upon complexation
with sodium alginate at 0.1 g/L in the present study. Interestingly, this
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Fig. 7. UV-Vis absorption spectrum of lysozyme (A) and absorbance at 280 nm of
lysozyme (0.714 g/L)/sodium alginate (0-4 g/L) complexes (imidazole-acetate buffer,
5 mmol/L, pH 7). Samples were diluted 10 times in buffer before assays.

blue shift was partially reversed when sodium alginate concentration
was further increased above 0.1 g/L. This red shift was observed pre-
sumably because of the exposure of tryptophan residues to the polar en-
vironment caused by the high alginate concentrations resulting in the
formation of aggregates having a less compact structure. The change
from a blue shift to a red shift occurred at values of alginate concentra-
tion exactly corresponding to those of turbidity peak (Figs. 1B and 6C).
This change of the intrinsic fluorescence maximal emission wavelength
shift direction could thus be used as a means for accurately identifying
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the end of the first aggregation phase (formation of dense and compact
aggregates) and the beginning of the second phase (formation of
scattered and loose aggregates).

Thus, these results suggest that the blue shift initially observed likely
resulted from an intimate contact between flexible alginate chains and
the more rigid structure of lysozyme driven by electrostatic interactions
between opposite charges on these two biopolymers. The increase of
hydrophobicity of the micro-environment of aromatic amino acid resi-
dues of lysozyme would thus result from the presence of alginate in-
stead of water molecules: this hypothesis is also consistent with a
reduced enzymatic activity due to a hindering by alginate chains of sub-
strate interaction with lysozyme active site and thus does not prove that
lysozyme activity decrease was due to a modification of lysozyme active
site conformation in it but rather to a modification of its micro-
environment.

3.4. UV-Vis spectra of lysozyme/sodium alginate complexes

The absorption spectra of free lysozyme exhibited two main peaks
(Fig. 7A). The first peak was located in the far UV region (226 nm) and
reflected the protein secondary structure. The second absorption peak
at 280 nm is generally attributed to the aromatic amino acids residues
(mainly Trp and Tyr). Ultraviolet measurement is a simple method for
determining formation of complexes between a protein and other mac-
romolecules as well as its structural changes (Bi et al., 2005). Thus, UV-
vis absorption spectra of lysozyme for an increasing sodium alginate
concentration (0-4 g/L) were recorded in order to explore lysozyme
conformational changes induced by complexation. The absorbance in-
tensity maxima at 226 nm and 280 nm of lysozyme-alginate complexes
changed without any shift of the wavelength of these peaks with in-
creasing alginate concentration (data not shown). In order to study
the effect of alginate complexation on the molecular properties of lyso-
zyme, the variation of the intensity at 280 nm was determined from the
recorded UV-Vis absorption spectra (Fig. 7B).

The absorbance at 280 nm increased when increasing anionic algi-
nate concentration illustrating that strong electrostatic interactions oc-
curred between the two oppositely charged biopolymers. Again,
maximum absorbance was obtained for a 0.1 g/L sodium alginate con-
centration at which a highest amount of compact complexes and aggre-
gates was formed (Figs. 1 and 3). Above 0.1 g/L sodium alginate
concentration, absorbance decreased and reached a plateau at 2.0 g/L
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Fig. 8. Scanning electron micrographs of the surface (left) and cross-section (right) of sodium alginate film (blank) and sodium alginate film containing lysozyme viewed at a magnification

of 4000x.
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Fig. 9. Effect of calcium and alginate lyase addition on the antibacterial activity (growth inhibition zone) of sodium alginate films containing lysozyme against two Gram positive bacteria,
Kocuria rhizophila and Listeria innocua.

alginate concentration. The lowest absorbance values for lysozyme- rate of lysozyme throughout the matrix after alginate enzymatic hydro-
alginate complexes were above the absorbance value of free lysozyme lysis. In a recent work, we have demonstrated that pectinase addition
which confirms that despite the loss of the dense structure in the second dramatically increased the release rate of lysozyme when incorporated
phase (0.1 to 4 g/L), electrostatic biopolymer complexes remained in in LM pectin based films (Bayarri et al., 2014).

the solution. Similar results were obtained by Zhang, Tang, and Wang

(2009) who used this method to study the interactions between lyso- .

zyme and three molecules (caffeine, theophylline and theobromine) 4 Conclusion

with the aim to evaluate the compatibility between lysozyme and . o . .
each of these three molecules. This study provided information about the formation of aggregates

of lysozyme and alginate at pH 7 obtained by using different techniques.
3.5. Morphology and antimicrobial activity of lysozyme/sodium alginate This information is important because these aggregates may be used to

films design edible particles or films containing lysozyme/alginate complexes
which would particularly target lysozyme sensitive microorganisms.
Visually, the obtained films were uniform with continuous struc- We have shown that while the complexation resulted in a decrease of

tures, homogenous appearances, and without any pores or cracks in ~ the enzymatic activity of lysozyme, the addition of CaCl, resulted in
the matrix. The surface and cross-sectional morphologies of sodium al- ~ the restoration of this activity showing the predominance of electrostat-
ginate films or those containing lysozyme were observed by scanning i€ interactions. However, 0the1_" techmq_ues sgch as F_ourler transf_orm_m—
electron microscopy at 4000 x magnification (Fig. 8). The sodium algi- frare(_:l spectroscopy (FTIR), circular dichroism or 150therma_1 titration
nate film was compact with smooth surface. Nevertheless, lysozyme/so-  calorimetry (ITC) should be used for a better understanding of the
dium alginate film was characterized by an irregular, filamentous and ~ €Xact molecular interactions implied in complexes formation.

rough surface and showed distinctive images as evidenced by the ap-
pearance of lysozyme/sodium alginate complexes that were
homogenously dispersed. Some partially aggregated particles were
also visible. The presence of complexes seems to reduce the regularity Bayarri, M., Oulahal, N., Degraeve, P., & Gharsallaoui, A. (2014). Properties of lysozyme/
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1I1.3.3. Conclusion

Les résultats de cette partie ont montré que la complexation du lysozyme avec 1’alginate
a entrainé une suppression de 1’activité enzymatique de la protéine et que 1’ajout des ions
calcium a permis de restaurer cette activité ce qui indique que les interactions entre les deux
biopolymeres sont majoritairement ¢€lectrostatiques. Cette ¢tude a également montré que
lorsque la neutralisation des charges a lieu, I’agrégation est maximale. Les agrégats
lysozyme/alginate peuvent ainsi étre utilisés pour développer des films d’emballage ou des
microparticules qui ciblent des micro-organismes sensibles au lysozyme et/ou producteurs

d’enzymes alginolytiques.
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111.4. Effet du pH sur la complexation de la nisine par des polysaccharides

111.4.1. Introduction

L’objectif du présent travail est 1’étude de 1’effet du pH sur la complexation de la nisine,
un peptide antimicrobien de nature cationique, par un polysaccharide anionique estérifi¢, la
pectine, ou un polysaccharide anionique linéaire non estérifi¢, I’alginate de sodium. En effet,
peu d’études ont été réalisées sur la nature et ’intensité des interactions entre la nisine et ces
deux polysaccharides. De plus, il est important de comprendre I’effet du pH sur les propriétés
des complexes qui en découlent. Intentionnellement, le présent travail a été réalisé aux pHs 3,
5 et 7, des valeurs de pH au niveau desquelles la nisine, en présentant une charge nette positive,
est capable d’interagir via des interactions électrostatiques avec les deux polysaccharides
anioniques dans I’objectif de déceler d’une maniere assez claire I’effet du pH sur les interactions
nisine/pectine ou nisine/alginate mais aussi d’évaluer 1’éventuel impact de ces interactions sur

la structure de ce peptide.

Les résultats présentés dans cette partie sous forme d’un article soumis au journal «
Carbohydrate Polymers » visent a caractériser les propriétés et la structure des complexes
formés entre la nisine et la pectine ou I’alginate a trois pH distincts. Le suivi des caractéristiques
spectrales dans 1’ultra-violet de la nisine en présence de différentes concentrations en alginate
ou en pectine a permis de formuler des hypothéses sur les modifications du micro-
environnement de la nisine induites par la complexation avec ces biopolymeres anioniques a

différents pH.

111.4.2. Effect of pH on nisin/pectin and nisin/alginate complex coacervation: Formation

and properties of complexes in solution
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Abstract.

The objective of this study was to evaluate the effect of pH on the properties of nisin/low
methoxyl (LM) pectin or nisin/alginate coacervates as well as the effect of complexation on the
preservation of nisin structure. The gradual addition of pectin or alginate (0-4 g/L) to a fixed
nisin concentration (5 g/L) induced an increase in turbidity up to a threshold above which
turbidity was kept stable (pH 3) or decreased somewhat (pH 5). The results were interpreted in
terms of aggregation of nisin/pectin or nisin/alginate complexes followed by a change in their
structure as well as their apparent size and C-potential. UV-Vis absorption measurements
revealed that increasing pectin or alginate amounts affected nisin structure and conformational
changes that were dependent on pH and polysaccharide type as well as nisin/polysaccharide
ratio. At pH 7, complexation with pectin or alginate was inhibited probably because of the low

positive charge and the poor solubility of nisin.

Keywords: Complexation, Pectin, Alginate, Nisin, pH, Electrostatic interactions, Molecular

structure.
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Introduction

Associative phase separation (or coacervation) occurs between protein isoelectric point
(pD) and pKa of polysaccharide anionic groups and involves attractive electrostatic interactions
(Jones & McClements, 2010). Coacervation occurs in two steps: the formation of charge
neutralized insoluble complexes and the subsequent spontaneous macroscopic phase separation
to complex-rich and solvent-rich phases (Yang, Anvari, Pan, & Chung, 2012). When mixing
the two biopolymers, one-phase system formed of individual molecules or soluble complexes
of the two biopolymers or two-phase system formed after solution separation could be observed.
This depends on many factors such as biopolymers nature (molar mass, flexibility and charge
distribution), the composition of the solution (biopolymers concentration and ratio) and the
environmental conditions (pH and ionic strength). These factors affect the strength of the
interactions between the biopolymers and the nature of the formed complexes (size, solubility
and surface properties) (Dickinson, 2003). When two biopolymers form complex coacervates,
their functional properties could be improved compared to the original molecules. Thus, the
obtained complex coacervates have been applied in food industry to stabilize emulsions
(Dickinson, 2003), to encapsulate antimicrobial agents (Ben Amara, Eghbal, Degraeve, &
Gharsallaoui, 2016) and to elaborate edible antimicrobial films in order to preserve foods
(Bayarri, Oulahal, Degraeve, & Gharsallaoui, 2014).

Nisin (E234) is characterized by its non-toxicity and has been approved by the Food and
Drug Administration (FDA) as a food additive (Hagiwara, Imai, Nakashima, Toda, & Kawabe,
2010). Nisin exhibits the highest solubility and stability at low pH values. This solubility is
significantly reduced when the pH reaches and exceeds neutrality (Hurst, 1981). Nisin is
positively charged across a large range of pH because of its high isoelectric point pl (~8-9) and

the absence of residues with negatively charged side chains (Rollema, Kuipers, Both, de Vos,
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& Siezen, 1995). These properties make this peptide able to form electrostatic complexes with
anionic polysaccharides.

Pectin is a water soluble polysaccharide widely used in food manufacturing for its
thickening and gelling properties. This hydrocolloid, mainly composed of D-galacturonic acid
residues, is negatively charged because it contains ionized carboxylic acid groups (Ridley,
O’Neill, & Mohnen, 2001). Pectin was shown to strongly bind to peptides like e-polylysine
(Chang, McLandsborough, & McClements, 2012) or proteins like lysozyme (Bayarri et al.,
2014; Ben Amara et al., 2016) under different physico-chemical conditions via intermolecular
interactions. It has been shown that a food-grade cationic antimicrobial (e-polylysine) (pl ~9.0)
and pectins with various degrees of esterification (DE) formed electrostatic complexes at pH
3.5 (Chang et al., 2012). The properties of the formed complexes (e.g., solubility, electrostatic
charge) depended on the mass ratio of pectin to e-polylysine and on the DE of the used pectin.
In this study, low-methoxylated (LM) pectin having a high proportion of free ionized carboxylic
acid groups was used in order to favor electrostatic interactions with cationic nisin at different
pH conditions.

Alginates, natural, hydrophilic and biocompatible polysaccharides, are salts of alginic
acids. Algae and bacteria (4zotobacter and Pseudomonas) are two important sources for the
production of alginates. However, commercial alginates are mainly derived from the cell wall
of brown marine algae (Phaeophyceae) mainly by alkaline extraction processes (Goh, Heng, &
Chan, 2012). Alginates are binary copolymers made up of a-L-guluronic acid (G) and f-D-
mannuronic acid (M) residues, linearly linked via 1-4 linkages. So an alginate molecule is
considered as a block copolymer consisting of three types of G, M, and GM blocks with
different relative proportions that determine physico-chemical and functional properties of
alginates (Draget, Smidsred, & Skjdk-Braek, 2005). The negative charge of alginates over a

wide range of pH values is attributed to the dissociation constants of mannuronic units (M)
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(3.38) and guluronic monomers (G) (3.65) (Harnsilawat, Pongsawatmanit, & McClements,
2006). Being a stabilizer and a thickener, sodium alginate, the main used form, is applied in
various food products (Goh et al., 2012). The interactions of alginate with proteins e.g., whey
protein isolate or peptides have been studied in order to design new biomaterials (Fioramonti,
Perez, Aringoli, Rubiolo, & Santiago, 2014; Toppazzini, Coslovi, Boschelle, Marsich,
Benincasa, Gennaro, & Paoletti, 2011).

To the best of our knowledge, the mechanism of interactions between nisin and pectin or
alginate and how these interactions may affect the peptide structure were not yet investigated.
Besides, there is still a lack of fundamental understanding of the factors that affect the size, the
physicochemical properties and the molecular interactions of the formed complexes between
nisin and pectin or alginate like pH, temperature and ionic strength. The aim of this paper was
(1) to study the effect of pH on the complexation of nisin with different added pectin or alginate
concentrations, (ii) to evaluate the effect of this complexation on the physico-chemical
properties of the formed complexes (turbidity, morphology, particle size distribution and (-
potential), and (iii) to study nisin structural modifications throughout its complexation with

pectin or alginate by using UV-Vis absorption spectroscopy.
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2. Materials and Methods
2.1. Materials

Dried powder of nisin A (95% w/w of nisin A and 5% w/w moisture as indicated in the
product data sheet), produced using the bacterium Lactococcus lactis by fermentation, was
purchased from Handary (Lendelede, Belgium). Sodium alginate (Algogel 6020) and low
methoxyl amidated pectin (Unipectine™ OF 305 C SB, degree of esterification from 22% to
28% and degree of acetylation from 20% to 23%) were purchased from Cargill (Baupte,
France). Nile Blue A, acetic acid, analytical grade imidazole (C3H4N3), hydrochloric acid (HCI)
and sodium hydroxide (NaOH) were purchased from Sigma-Aldrich Chimie (St Quentin

Fallavier, France). Deionized water was used for the preparation of all solutions.
2.2. Preparation of nisin, pectin and alginate solutions

Stock solutions of nisin (10 g/L) and pectin or alginate (30 g/L) were prepared by
dispersing powders in an imidazole-acetate buffer (5 mM) at pH 3, pH 5 and pH 7 and stirred
for 2 h with a magnetic stirrer until the proper hydration was reached. The pH was adjusted by
adding HCI (1 mol.L") or NaOH (1 mol.L"). Nisin, pectin and alginate solutions were then
centrifuged (10000 x g; 30 min) (Sigma 3K 18, Bioblock Scientific, Illkirch, France) to remove
insoluble residues.

2.3. Formation of nisin/pectin and nisin/alginate complexes and turbidity measurements

Biopolymer mixtures of nisin (5 g/L) and pectin or alginate (0—4 g/L) were prepared by
mixing different ratios of the stock solutions with imidazole-acetate buffer (5 mM) at pH 3, pH
5 and pH 7 respectively. Turbidity measurements were done with a UV/Vis spectrophotometer
(Jenway 3705, Villepinte, France). The absorbance was measured at 600 nm at room
temperature (25 °C) against pure nisin solutions (without pectin or alginate) in imidazole-

acetate buffer (5 mM; pH 3, pH 5 and pH 7).
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2.4. C-potential

The zeta potential ({-potential) of nisin, pectin and alginate solutions as a function of pH
as well as the {-potential of nisin/pectin or nisin/alginate complexes formed at various pectin
or alginate concentrations and at pH 3, pH 5 and pH 7, was determined using a Zetasizer
NanoZS90 (Malvern Instruments, Malvern, UK). The samples were diluted (0.5% (w/w)) with
imidazole-acetate buffer adjusted to pH 3, pH 5 and pH 7, respectively. The mean values of -
potential and the standard deviations (£SD) were recorded from the instrument.
2.5. Particle size analysis

Particle size distributions of nisin/pectin complexes and nisin/alginate complexes formed
with increasing pectin or alginate concentrations at the appropriate pH (3, 5 and 7) were
analyzed with a laser diffraction instrument (Malvern Mastersizer). This analysis wasn’t done
for nisin/alginate complexes formed at pH 7, because of their very small size making difficult
their detection with our measuring instrument. Before the measurements, imidazole-acetate
buffer (5 mM; pH 3, pH 5 or pH 7) was used to dilute the complexes in order to avoid multiple
scattering effects. A continuous stir was performed throughout the analysis in order to ensure
that the complexes were homogeneously dispersed. The volume particle diameter (D43) was
measured from three samples with three reads per sample.
2.6. Epifluorescence microscopy

An optical microscope Axiovert 25 CFL (Prolabo, France) was used in the fluorescence
mode to examine the microstructure of nisin/pectin and nisin/alginate complexes prepared at
various pectin or alginate concentrations and the three tested pH (pH 3, pH 5 and pH 7). Nisin
was stained with Nile Blue (5 pL of 1 wt% dye solution added to nisin/pectin or nisin/alginate
solutions to obtain approximately a dye-peptide ratio of 1:100 (w:w)). Observations were
performed at least 30 min after mixing the dye with the solutions. Nisin/pectin or nisin/alginate

solutions were poured between a slide and a coverslip and then observed by a 100X-oil
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immersion objective lens. Samples were excited at 630 nm. Fluorescence intensity data were
collected in a channel corresponding to 610-660 nm. Digital image files were acquired with a
Nikon F90X camera connected to a digital image processing system (AxioVision, Zeiss,
Germany).

2.7. UV-Visible spectra

UV-Vis absorption spectra were measured from 200 nm to 350 nm on a UV/Vis
spectrophotometer (Lightwave II 109233, Biochrom, Cambridge, UK) in a 1 cm quartz cuvette
at 25 °C against imidazole-acetate buffer (5 mM ; pH 3, pH 5 and pH 7). Before measurements,

samples were diluted 15 times with imidazole-acetate buffer adjusted to the appropriate pH.

2.8. Statistical analysis
All experiments were carried out in triplicate using three freshly prepared suspensions.
The provided results are the averages with their standard deviations that were calculated from

these triplicate measurements.
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3. Results and discussion

3.1. Turbidity of nisin/pectin and nisin/alginate complexes

The influence of complex coacervation on the turbidity of suspensions formed by nisin at
a fixed concentration (5 g/L) and different added pectin or alginate concentrations (0-4g/L)
prepared at pH 3, pH 5 and pH 7 was examined (Fig. 1A and Fig. 1B). The obtained results
showed that turbidity increased progressively with pectin or alginate addition for suspensions
prepared at pH 3 and pH 5. This turbidity increase could be attributed to the increase of the
number and/or the size of nisin/pectin or nisin/alginate complexes and/or aggregates.
Aggregation could be caused by the establishment of electrostatic pectic or alginate bridges
between nisin cationic sites that remained available at the surface of individual complexes
(Bayarri et al., 2014; Ben Amara et al., 2016). At pH 3 and pH 5, the turbidity of nisin/alginate
suspensions was higher than that of nisin/pectin solutions for the tested polysaccharide
concentrations. From this result, it can be suggested that the number and/or the size of the
formed coacervates was higher when nisin was complexed with alginate. In fact, alginate is a
linear unbranched polysaccharide and the density of charges carried by this anionic polymer is
higher than the density of charges carried by pectin chains also because some carboxylic acid
functions along pectin chain are methoxylated. Thus, one could assume that in the case of
nisin/alginate complexes, alginate chains were more extended because of the strong
electrostatic repulsions leading to bigger complexes and/or aggregates as compared to
nisin/pectin coacervates. Besides, turbidity was the highest for nisin/pectin and nisin/alginate
suspensions prepared at pH 3 showing that the formation of complexes and/or aggregates
between nisin and an anionic polysaccharide was promoted at this pH value. Besides, at high
pectin and alginate concentrations, turbidity remained relatively high indicating that the amount
of large aggregates did not change significantly in this region and/or that aggregates did not

dissociate to re-form individual complexes, probably because the electrostatic repulsions were
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not strong enough. At pH 5, turbidity increased up to a threshold pectin (2 g/L) or alginate
concentration (1 g/L) and then decreased somewhat demonstrating that the high negatively
charged free pectin or alginate molecules inhibited further aggregation of complexes due to

high repulsive interactions.

For suspensions prepared at pH 7, turbidity increased steeply until 0.2 g/L pectin
concentration and 0.05 g/L alginate concentration indicating the lower formation of insoluble
complexes (Fig. 1A and Fig. 1B). The turbidity increase reflecting the increase of the number
and/or the size of nisin/polysaccharide complexes and/or aggregates was more significant under
acidic conditions (low pH values) and this could be explained by the reduction of the cationic
charges on the nisin molecules at neutral pH but also to the peptide solubility which is reduced
when the pH increases. Indeed, nisin is more soluble and more stable under acidic conditions
and has a solubility of 12 wt% at pH 2.5 and 4 wt% at pH 5.0. This solubility is close to zero

when the pH reaches and exceeds neutrality (Hurst, 1981).
3.2. Influence of pH on nisin/pectin and nisin/alginate interactions
3.2.1. Influence of pH on the C-potential of the studied biopolymers

A useful tool to quantify the electrostatic interactions between cationic nisin and the
anionic pectin or alginate molecules is to measure the changes in the surface density of charge
around the formed complexes. The influence of pH on the {-potential of free nisin, pectin and
alginate was analyzed (Fig. 2A). The net charge of free nisin changed from positive to negative
when the pH increased from pH 3.0 to pH 11.0 and became close to zero at pH 9.0. From this
result, we could confirm that nisin carries a positive charge in our experimental conditions (pH
3, pH 5 and pH 7). Nisin is a peptide with a basic character due to its four cationic sites
supported by the lysine residues and by the NH> of the N-terminal extremity (Rollema et al.,

1995). Pectin and alginate carried negative charges from pH 3.0 to 11.0, but had less anionic
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charges below pH 5.0 (Fig. 2A). In fact, the deprotonation of —COOH groups carried by these
two polyanionic polymers increases when the pH increases. On the other hand, it seems that the
negative charge of alginate chains was reduced above pH 7. A possible explanation for this
result is the increase of the hydrodynamic volume as a consequence of the high electrostatic
repulsions between the anionic alginate chains with increasing pH, thus affecting their
electrophoretic mobility in the applied electrical field during the analysis. Thus, at the three
tested pH values, the net charge of nisin was positive due to the cationic amino groups while
that of pectin or alginate was negative due to the anionic carboxyl groups. This situation can
lead to the formation by electrostatic interactions of nisin/pectin or nisin/alginate complexes.
In a recent study, we already have observed that nisin was able to form electrostatic complexes
with sodium alginate and pectin at pH 5 (Ben Amara, Kim, Oulahal, Degraeve, & Gharsallaoui,

2017).

3.2.2. Influence of pH on the C-potential of nisin/pectin and nisin/alginate complexes

To monitor how the net charge of formed complexes changes upon titration with pectin
or alginate, the (-potential of the obtained complexes was measured as a function of pectin or
alginate concentration at pH 3, pH 5 and pH 7 (Fig. 2B and Fig. 2C). The electrical charge of
nisin/pectin or nisin/alginate complexes after the addition of small amounts of pectin or alginate
at pH 3 and pH 5 was highly positive. Besides, turbidity remained relatively low (Fig. 1). In
fact, there may have been sufficiently strong electrostatic repulsions between the nisin/pectin
or nisin/alginate complexes to prevent extensive aggregation. However, at intermediate pectin
or alginate concentrations, the charge on the complexes became gradually less positive until
charge neutralization and then complexes became slightly negatively charged and the turbidity
was relatively high. Thus, nisin/pectin or nisin/alginate complexes may have aggregated
through either bridging effects or charge neutralization. It can be suggested that large

nisin/pectin or nisin/alginate aggregates could form because the charge on the primary
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nisin/pectin or nisin/alginate complexes was relatively low, which meant that electrostatic
repulsions between them were weak. The resulting aggregates were large enough to induce a
significant increase in turbidity. When pectin or alginate concentration was further increased,
the electrostatic charge became highly negative indicating the increasing number of anionic
polysaccharide molecules adsorbed to the cationic polypeptide binding sites through
electrostatic interactions. Thus, the contribution of nisin cationic binding sites to the total -
potential diminished and the (-potential became highly negative.

At pH 3, charge neutralization occurred between 0.4 and 0.5 g/L pectin concentration and
the negative charge of nisin/pectin aggregates increased at high pectin levels until reaching a
pseudo-plateau at approximately 1 g/L pectin concentration (Fig. 2B). This could be attributed
to the saturation of the peptide molecules by pectin chains around this concentration. Besides,
it is clear that many of the pectin carboxyl groups were bonded with cationic nisin as shown
from the pseudo-plateau that was reached at a (-potential of about ~ -4 mV (mixture of
complexes and free pectin chains) which is significantly different from that of pectin molecules
alone at this pH (~ -19.9 mV) (Fig. 2A). At the same pH value, charge neutralization occurred
between 2 and 3 g/L alginate concentration and promoted the formation of large aggregates.
Then, the negative charge of nisin/alginate aggregates increased continuously at higher alginate
levels (Fig. 2C). In addition, for the two tested polysaccharides, turbidity remained at high
levels and aggregates did not dissociate probably because the electrostatic repulsions were weak
at pH 3 (Fig. 1A and Fig. 1B). At pH 5, charge neutralization occurred between 0.1 and 0.2 g/L
pectin concentration and between 0.75 and 1 g/L alginate concentration indicating that pectin
or alginate interacted much more strongly with nisin molecules with increasing pH (Fig. 2B
and Fig. 2C). At this pH value, the negative charge increased until reaching a pseudo-plateau
at a {-potential of ~ -46 mV and at approximately 2 g/L alginate concentration (Fig. 2C). One

could assume that, at pH 5, nisin molecules were saturated by alginate chains around this

113



268

269

270

271

272

273

274

275

276

277

278

279

280

281

282

283

284

285

286

287

288

289

290

291

292

Résultats et discussions

concentration. The carboxyl groups along pectin or alginate chains are more charged with
increasing pH, thus, at pH 5, we postulate that large nisin/pectin or nisin/alginate aggregates
dissociated partially at high polysaccharide concentrations because their negative charge
became increasingly large, which would have generated strong electrostatic repulsions between
them. This is in correlation with the slight decrease in turbidity from 2 g/L pectin concentration
and 1 g/L alginate concentration (Fig. 1A and Fig. 1B). From the obtained results, it can be
concluded that electrostatic repulsions play an important role in maintaining the stability of
nisin/pectin or nisin/alginate complexes. Besides, it seems that charge neutralization
phenomenon is strongly affected by pH, the peptide to polysaccharide ratio and the
polysaccharide type. The overall negative charge of nisin/pectin or nisin/alginate aggregates at
pH 3 and pH 5 and at high polysaccharide concentrations, similar to that of pectin or alginate
alone, could indicate that the outer layer of these aggregates is dominated by the polysaccharide.

At pH 7, nisin alone exhibited lower positive charge (~ 9 mV) by the deprotonation of
histidine residues (Rollema et al., 1995) as compared to pH 5 (~ 11.4 mV) and pH 3 (~ 16.9
mV) (Fig. 2A). After the addition of small amounts of pectin or alginate, the electrical charge
of nisin/pectin or nisin/alginate complexes at pH 7 decreased sharply. For higher pectin or
alginate concentrations, (-potential reached a pseudo-plateau (mixture of nisin and free
polysaccharide chains) and the values of C(-potential were significantly close to those
corresponding to pectin or alginate alone at this pH indicating that the interaction between
cationic nisin and the two polysaccharides were significantly reduced at pH 7 (Fig. 2A, Fig. 2B
and Fig. 2C). However, at pH 3 and pH 5, the (-potential value of the mixtures was significantly
different to that of the pure pectin or alginate solutions. Besides, charge neutralization occurred
for smaller polysaccharide concentrations when increasing pH. This could be attributed to the
higher number of negatively charged carboxyl groups along the pectin and alginate backbones

and to the reduction of the number of positively charged binding sites of nisin to interact with.

114



293

294

295

296

297

298

299

300

301

302

303

304

305

306

307

308

309

310

311

312

313

314

315

316

317

Résultats et discussions

The highest the amount of pectin or alginate in the mixture, the larger was the numerical
decrease in the (-potential value for all tested pHs. It could be concluded that cationic nisin
interacted with anionic pectin or alginate through electrostatic interactions for the three tested
pH values. Krivorotova, Cirkovas, Maciulyte, Staneviciene, & Budriene (2016) prepared
nanoparticles containing nisin for food shelf-life extension by using three types of pectin with
different methoxylation degrees and by studying the interactions at different pH values between
4 and 7. They demonstrated the existence of electrostatic interactions between the peptide and
pectin by (-potential measurements. The authors showed by Fourier-transform infrared (FTIR)
spectroscopy measurements that electrostatic interactions between charged amino groups of
lysine residues in nisin chain and —COO™ groups of pectin exist and decrease with pH
increasing. The strong electrostatic interactions between nisin and alginate were also evidenced
by Hosseini, Hosseini, Mohammadifar, German, & Mortazavian (2014) by FTIR spectroscopy
analysis. This was also observed by Maresca, De Prisco, La Storia, Cirillo, Esposito, &
Mauriello (2016) who indicated the presence of electrostatic interactions between nisin and
alginate at pH 5.
3.3. Particle size distribution of nisin/pectin and nisin/alginate complexes

The addition of small amounts of pectin (0.05 g/L) resulted in the formation of nisin/
pectin aggregates that had an average size (D43) of 157 um at pH 3 and of 57 um at pH 5 (Fig.
3A). At 0.05 g/L alginate concentration, nisin/alginate complexes and/or aggregates had an
average size (D43) of 82 um and 92 pm at pH 3 and pH 5, respectively (Fig. 3B). Besides, it
seems that small aggregates were combined with each other to form larger ones at higher pectin
or alginate concentrations. Thus, for nisin/pectin complexes and/or aggregates, the apparent
mean size reached a D43 value of 242 um and 165 pm at 1 g/L pectin at pH 3 and pH 5,
respectively (Fig. 3A). In the case of nisin/alginate complexes and/or aggregates, the apparent

mean size had a D43 value of 628 um and 544 um at 2 g/L and 1 g/L alginate concentration at

115



318

319

320

321

322

323

324

325

326

327

328

329

330

331

332

333

334

335

336

337

338

339

340

341

342

Résultats et discussions

pH 3 and pH 5, respectively (Fig. 3B). For the two tested polysaccharides, it is clear that, at pH
3, the increase of the apparent mean size occurred for smaller polysaccharide concentrations
and was more significant indicating that aggregation was promoted at this pH value and this
could be explained by the low electrostatic repulsions between the polysaccharide chains (Figs.
3A and 3B). Besides, nisin/alginate complexes formed at pH 3 and pH 5 at various
polysaccharide concentrations were characterized by a higher apparent mean size than that of
nisin/pectin complexes. A possible explanation of this finding is that alginate linear chains were
more extended because of the strong electrostatic repulsions between them leading to the
formation of larger complexes and/or aggregates. In a recent work, we have observed that when
cationic nisin (5 g/L) was mixed with negatively charged pectin or alginate (2 g/L) at pH 5, a
small particle size was obtained for the suspension containing nisin and pectin while a large
particle size was obtained for the nisin/alginate mixture. The two polysaccharides have different
charge densities and thus, we could assume that large aggregates were obtained because of the
high electrostatic repulsions between the linear and anionic alginate chains (Ben Amara et al.,
2017).

At pH 7, increasing pectin concentration up to 0.2 g/L (turbidity peak) resulted in the
formation of nisin/pectin aggregates and consequently an increase of the apparent mean size
that reached a D43 value of 88 um at 0.2 g/L pectin (Fig. 3). Above 0.2 g/L pectin, turbidity
decreased (Fig. 1A) and aggregates dissociated gradually to re-form individual complexes and
therefore the apparent size decreased (Fig. 3A). Particle size measurement was not performed
for nisin/alginate complexes formed at pH 7, because of their too small size, to be analyzed
with our measuring instrument. This could be explained by the strong electrostatic repulsions
between alginate chains at pH 7 and at the tested alginate concentrations leading to the
formation of complexes characterized by a small size.

3.4. Epifluorescence microscopy observations of complexes
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Based on microscopic observations in the fluorescence mode of the morphology of the
formed complexes following the staining of nisin/pectin and nisin/alginate complexes with Nile
Blue as shown in Fig. 4A and Fig. 4B, the addition of different concentrations of polysaccharide
resulted in the formation of complexes or aggregates depending on pH and polysaccharide
concentration. The size of the formed aggregates was rising with increasing pectin or alginate
concentration at pH 3 and pH 5 (Figs. 4A and 4B) which is consistent with particle size
distribution results (Figs. 3A and 3B). However, the size of aggregates that may be inferred
from the microscopic observations cannot be compared with that obtained by measuring the
D43 (Figs. 3A and 3B) due to the difference between the two techniques. Indeed, if during
microscopic observations, aggregates were folded between slide and cover slip, during
measurement by laser diffraction, aggregates were diluted in a circulating liquid, thus
completely unfolded and assimilated to spheres (Eghbal, Yarmand, Mousavi, Degraeve,
Oulahal, & Gharsallaoui, 2016). Besides, the formed aggregates at pH 3 were characterized by
a compact structure and thus induced an increasing turbidity. However, aggregates formed at
pH 5 began to have loose and less dense structure at high pectin or alginate concentrations (Figs.
4A and 4B) allowing light transmission and consequently turbidity decrease (Figs. 1A and 1B).
At pH 7, increasing polysaccharide concentration up to 0.2 g/L pectin or 0.05 g/L alginate
(turbidity peaks) (Figs. 1A and 1B) resulted in the formation of small nisin pectin or
nisin/alginate complexes (Fig. 4). Above 0.2 g/L pectin or 0.05 g/L alginate, aggregates
dissociated gradually to re-form individual complexes as evidenced by the microscopic
observations (Figs. 4A and 4B).

The obtained results showed that nisin/pectin or nisin/alginate complexes and/or
aggregates formation is dependent on polysaccharide concentration as well as on pH. These
two factors had an effect on the association of complexes with each other through neutralization

or bridging mechanisms which caused a change in their aspect as well as their size. It can be
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concluded from Figs. 1-4 that the increase of turbidity upon addition of pectin or alginate to
nisin for the three tested pH together with a reduction of the positive net charge and the increase
in the apparent mean size indicates that nisin molecules effectively bind pectin or alginate
through mainly electrostatic interactions. The formation rate of nisin/pectin or nisin/alginate
complexes and/or aggregates and their size will depend on the difference between the charge
densities of the two oppositely charged biopolymers (i. e. cationic nisin and anionic
polysaccharide) at each pH. Therefore, the effect of biopolymer mixing ratio is critical for
controlling the charge balance within the mixed systems (Bayarri et al., 2014). The formed
aggregates showed different shapes and an overall negative electrostatic charge especially at
low pH values and high polysaccharide concentrations. Thus, it seems that nisin molecules are
entrapped within a polysaccharide network. Krivorotova et al. (2016) used three types of pectin
with different methoxylation degrees to prepare nanoparticles incorporating nisin for food
preservation, in the pH range of 4.0-7.0 and proposed that nisin plays a role of bridging anionic
polysaccharides like Ca®" in the polysaccharide network. It seems that the nature of the obtained
complexes and/or aggregates was largely dependent on the polysaccharide structure (Chang,
McLandsborough, & McClements, 2014). Pectin molecules are composed from linear anionic
carbohydrate chains that may be involved in electrostatic interactions, as well as neutral
carbohydrate side chains (‘hairy’ regions) that might provide steric effects. However, alginate
is a linear anionic polysaccharide without neutral side chains. Besides, the possible localization
of nisin molecules within the network formed by pectin or alginate chains could be explained
by the low molecular mass of this peptide (~3,510 kDa) compared to that of pectin or alginate
(Morris, Foster, & Harding, 2000). From the obtained results and observations, one could
assume that nisin is ‘‘encapsulated’’ within a network based on pectin or alginate especially at
high polysaccharide concentrations.

3.5. UV-Vis spectra analysis
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3.5.1. UV-Vis absorption spectra of nisin as a function of pH

UV-Vis absorption spectra were chosen to study the changes of peptide secondary and
tertiary structure under different pH conditions (Fig. 5A). The absorption nisin spectra exhibited
one main peak. This peak was located in the far UV region (226 nm) and reflects the peptide
backbone structure. Generally speaking, the n—n* transition of the peptide backbone structure
C=0 can be characterized by the UV—vis absorption peak at the low wavelength region (Zhao,
Liu, Chi, Teng, & Qin, 2010). Nisin does not absorb at 280 nm because this peptide structure
does not include aromatic amino acids. The intensity at 226 nm decreased slightly when
increasing the pH from pH 3 to pH 5 and remarkably at pH 7. At the same time, the maximum
absorption peak moved to shorter wavelengths (blue shift) when the pH increased implying that
the peptide moieties were shielded from the aqueous environment to a less polar one when the
pH increased from 3 to 7 which is consistent with the decreased water solubility of nisin A at
pH 7.

3.5.2. UV-Vis spectra of nisin/pectin and nisin/alginate complexes

UV-Vis absorption spectra of nisin for increasing pectin or alginate concentrations (0-4
g/L) at different pH conditions were recorded in order to explore nisin conformational changes
induced by complexation with pectin or alginate as well as the effect of pH on nisin/ pectin or
nisin/alginate interactions. As previously stated, the UV-Vis absorption spectrum of nisin
showed a strong band having a maximum intensity at 226 nm under different pH values. The
absorbance intensity at 226 nm of nisin/pectin and nisin/alginate complexes changed without
any shift of the peaks with increasing polysaccharide concentration regardless of the pH value
(data not shown). This shift absence may indicate that there is a strong binding and a large
affinity between pectin or alginate and nisin. Meanwhile, the variation in the 226 nm peak
intensities values imply that the interactions between pectin or alginate and nisin at various pH

values may cause some changes in the polypeptide backbone structure of nisin. These spectral
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changes might arise from the disturbance of the microenvironment around the peptide caused
by pectin or alginate binding. Moreover, the two studied polysaccharides seemed to bind to
nisin in a concentration dependent manner. Majee, Ray, Ghosh, Micard, & Ray (2015) found
that the intensity of the peak at 224 nm of serum albumin bovine (BSA) (attributed to the
polypeptide backbone conformation) decreased with gradual addition of an antiradical
polysaccharide extracted from Capsicum annuum to BSA and the maximum wavelength (A
max) shifted towards longer wavelength (8 nm). The authors attributed these spectral changes
to the disturbance of the microenvironment around the protein caused by the interactions with

the polysaccharide.

In order to study the effect of pH and pectin complexation on the molecular properties of
nisin, the variation of the intensity at 226 nm was determined from the UV-Vis absorption
spectra recorded (Fig. 5B). With gradual addition of pectin to nisin solution, the intensity of the
peak at 226 nm increased slightly at pH 3 and pH 5. The gradual and slow increase in the
absorption peak at 226 nm during the complexation and aggregation phases could be related to
the formation of a ground state complex between pectin and nisin and/or to the fact that the
peptide strand structure of nisin was slightly changed. This may imply that the binding of pectin
to nisin caused changes in the nisin backbone structure leading to a more compact structure of
the peptide skeleton. At pH 3 and pH 5, the absorbance at 226 nm increased similarly and
remained high at its maximum value even if the pectin content continued to increase which may
indicate a weak dissociation of aggregates especially at pH 3. This observation is in agreement
with the measured values of turbidity which were still high when the pectin concentration
increased (Fig. 1A). It can be assumed that nisin is completely immobilized in the pectin
network with a slightly modified structure under acidic conditions. At pH 3, aggregation
continued for high pectin concentrations probably because the electrostatic repulsions were

weak. This could be related to the low charge density of pectin molecules at this pH. Besides,
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at pH 5, dissociation started at high pectin concentrations probably because of the electrostatic
repulsions between the anionic pectin chains. At pH 7, the intensity at 226 nm increased less
reflecting the lower complexes formation when pectin was added to nisin (Fig. 5B). This may
be attributed to the weak interactions between nisin and pectin at this pH value. Complexation

was inhibited because of the poor nisin solubility and positive charge at this pH.

To evaluate the effect of pH on nisin/alginate interactions after the addition of increasing
amounts of alginate to a fixed concentration of nisin, the variation of the intensity at 226 nm
was determined from the UV-Vis absorption spectra recorded (Fig. 5C). With gradual addition
of alginate until 1 g/L to nisin, the intensity of the peak at 226 nm increased slightly at pH 3
and significantly at pH 7. This gradual increase could be related to the formation of
nisin/alginate complexes that caused changes in the nisin backbone structure. Above 1 g/L
alginate concentration, the intensity of the peak at 226 nm reached a pseudo-plateau for
complex coacervates formed at pH 3 or pH 7 and this could be related to a complete
immobilization/stabilization of nisin structure within self-assembled biopolymer complexes
(pH 7) or aggregates (pH 3). At pH 3, one could assume that, like nisin/pectin aggregates formed
at this pH value, the dissociation of nisin/alginate aggregates was weak as the intensity
remained high at its maximum value even when the alginate content continued to increase (Figs.
5B and 5C) which is in agreement with the turbidity results (Fig. 1B). For nisin/alginate
coacervates formed at pH 5, a different profile was observed as the intensity of the peak at 226
nm decreased slightly until reaching a minimum at 0.3 g/L alginate concentration (Fig. 5C). A
possible explanation of this result is that the binding of alginate to nisin caused a partial
unfolding of the polypeptide backbone structure. This structure disordering could be explained
by a rearrangement of the polypeptide carbonyl hydrogen bonding network. Krivorotova et al.
(2016), studied the interactions between nisin and pectin by Fourier Transform Infrared (FTIR)

spectroscopy and indicated the presence of intermolecular interactions between nisin and pectin
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that promoted the formation of hydrogen bonding. We expected that this partial unfolding of
polypeptide skeleton will be accompanied with a red shift in UV-Vis absorption spectra.
However, in this work, we could suppose that the structural changes caused by alginate
complexation were not noteworthy to induce a shift. After reaching a minimum intensity value,
a leaping was observed generating a positive peak with a maximum at 1 g/L alginate
concentration. Then, the intensity of the peak at 226 nm decreased somewhat for higher alginate
concentrations. The significant increase in the intensity of the peak at 226 nm may denote the
end of nisin structural rearrangement due to complexation which could be an indicator of the
beginning of the partial dissociation of nisin/alginate aggregates. Taken together these
observations suggest that the interaction of pectin or alginate with nisin induced conformational
changes in nisin molecule. These conformational changes seemed to be dependent on pH as
well as on the polysaccharide type and on the tested nisin/polysaccharide ratio. Besides, it seems
that major conformational changes were noticed when nisin was complexed with increasing

amounts of alginate, especially, at pH 5 and pH 7.

4. Conclusion

In summary, the interactions between cationic nisin and anionic pectin or alginate
molecules were investigated under different pH conditions (pH 3, pH 5 and pH 7) using several
analytical techniques. The nature of the formed complexes (e.g., solubility, electrical charge,
size, morphology) depended on the mass ratio of pectin or alginate to nisin and on pH. It could
be concluded that pH is an important parameter for controlling the linear charge density of the
interacting components and thus for modulating the electrostatic interactions between them.
UV-Vis spectroscopy measurements showed that complexation of nisin with pectin or alginate
is accompanied by changes in the polypeptide backbone structure and that conformational
changes of nisin were dependent on pH as well as on polysaccharide type and concentration.

Other techniques such as Fourier transform infrared spectroscopy (FTIR), circular dichroism or
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493  isothermal titration calorimetry (ITC) should be used for a better understanding of the exact
494  molecular interactions implied in the formation of nisin/pectin or nisin/alginate complexes.

495
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Figures captions

Fig. 1. Dependence of the turbidity (at 600 nm) of mixed biopolymer solutions on pH and pectin
concentration (A) or alginate concentration (B) when pectin or alginate solutions were titrated

into nisin solution (5 g/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mM, pH 3, pH 5 and pH 7).

Fig. 2. Dependence of the (-potential of stock solutions of pectin or alginate and nisin on pH
(pH 3-11) (A) and dependence of the (-potential of mixed biopolymer solutions on pH and
pectin concentration (B) or alginate concentration (C) when pectin or alginate solutions were

titrated into nisin solution (imidazole-acetate buffer, 5 mM, pH 3, pH 5 and pH 7).

Fig. 3. Dependence of the particle size distribution of mixed biopolymer solutions on pH and
(A) pectin concentration or (B) alginate concentration when pectin or alginate solutions were

titrated into nisin solution (5 g/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mM, pH 3, pH 5 and pH 7).

Fig. 4. Microscopic structure of nisin/pectin (A) and nisin/alginate complexes (B) observed by
epifluorescence microscopy when pectin or alginate solutions were titrated into nisin solution
(5 g/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mM, pH 3, pH 5 and pH 7). Nisin was stained by Nile Blue

(dye/polypeptide ratio = 1/100 (w/w)).

Fig. 5. Dependence of nisin UV-Vis absorption spectra (which allowed to determine the
maximum intensity for each pectin or alginate concentration) on pH (A) and dependence of the
maximum absorption intensity (at 226 nm) of mixed biopolymer solutions on pH and pectin
concentration (B) or alginate concentration (C) when pectin or alginate solutions were titrated
into nisin solution (5 g/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mM, pH 3, pH 5 and pH 7). Suspensions

of complexes were diluted 15 times before measurements.

127



Résultats et discussions

586  Figure1l

6,00 1 =e=pH3 —@=pH5 =A=pH7 A
5,00 -
> 4,00 -
L
2 3,00
=
e}
5 2,00 - —t
=
1,00 - -
0,00 e ; — .
0 1 2 3 4 5
Pectin (g/L)
6,00 - =¢—pH3 =@=pH5 =A—pH7 B

Turbidity (cm™)

0 1 2 3 4 5
Alginate (g/L)

587
588

589
590
591
592
593
594
595
596
597
598
599
600
601

128



Résultats et discussions

602  Figure 2

40 =¢=Nisin =fll=Pectin =4 Alginate A
— 20 -
>
E
‘_—u O T T T T T T T T 1
c
8 2 3 4 5 6 7 8 9\5\% 12
2 -20 -
8
(]
N

-40 -

_60 -

-80 - pH

30

——pH3 == pH5 he=pH7 B

S
E
s .
c
3 5
o
Qo
8
(]
N

_50 -

_60 -

-70 - Pectin(g/L)

30 -

=¢=pH3  =f=pH5  =A&=pH7 C
S
E
s
E 1
% 5
o
8
(]
N
603 -70 - Alginate (g/L)

129



Résultats et discussions

604  Figure3

300 + mpH3 ®mpH5 mpH7 A

200 -

D43 (um)

100 -

0O 005 01 02 03 04 05 075 1 2 4
Pectin(g/L)

1200 B
1100 mpH3 mpHS5

1000
900

800

700

600

500

400

300

200 I
10 o oi e i i B

0O 00501 02 03 04 05 0,75

D43 (um)

o o

Alginate (g/L)

605
606

607
608
609
610
611
612
613
614
615
616
617

130



618

619
620

621
622
623
624
625
626
627
628
629
630
631
632
633
634

Résultats et discussions

Figure 4

A

pH3

0.05 0.2 0.4 0.5 1 4

pH

wl

: ------
0.05 0.2 0.4 0.5 1 4
- - - - - - -

w

pH

pH

~

131



635
636

637

Résultats et discussions

Figure 5
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111.4.3. Conclusion

Cette ¢étude a montré qu’il est possible d’établir des interactions nisine/pectine ou
nisine/alginate dans une large gamme de pH allant de 3 a 7. Il a été montré que le pH est un
parametre important qui influence la densité des charges de la nisine et de la pectine ou de
’alginate et par conséquent les interactions qui s’établissent entre ces molécules mais aussi la
nature des complexes formés. De plus, il a été montré que la formation et 1’agrégation des
complexes nisine/pectine ou nisine/alginate a été promue dans des conditions acides (pH 3 et
pH 5). Cette agrégation s’est traduite par un changement au niveau de la morphologie, de la
taille apparente et du potentiel zéta des complexes. Toutefois, la formation des complexes
nisine/pectine ou nisine/alginate a été faible a pH 7. D’un autre co6té, 1’analyse spectroscopique
dans I’UV a révélé que I’addition de quantités croissantes de polysaccharide a affecté la
structure ou le micro-environnement du squelette peptidique de la nisine. Les changements
structuraux de la nisine ont été a la fois dépendants du pH, du polysaccharide utilisé et du ratio

peptide/polysaccharide.
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II1.5. Films antimicrobiens contenant la nisine complexée

II1.5.1. Introduction

La section précédente a concerné I’étude de 1’effet du pH sur les interactions entre la
nisine, un peptide cationique, et la pectine ou ’alginate, deux polysaccharides anioniques. Les
propriétés physico-chimiques des complexes nisine/pectine et nisine/alginate formés a trois pH
distincts ont également été caractérisées. Dans cette section, nous avons essay¢ de démontrer le
potentiel de ces complexes pour le développement de films d’emballage antimicrobiens
comestibles destinés a la préservation des aliments. Pour cela, nous nous sommes basés sur le
mode d’action de la nisine au niveau de la membrane bactérienne. En effet, I’extrémité C-
terminale de la nisine permet I’établissement d’interactions électrostatiques entre le peptide,
chargé positivement, et les phospholipides membranaires, chargés négativement.
L’hydrophobicité de I’extrémité N-terminale de la nisine assure son insertion dans la membrane
lipidique cellulaire entrainant sa perméabilisation. C’est pourquoi, nous avons jugé important
d’étudier les interactions nisine/polysaccharide en fonction du pH et I'influence de la
complexation sur I’hydrophobicité de surface du peptide. Ensuite, la structure des films a base
de complexes nisine/pectine ou nisine/alginate obtenus aux trois pH a été étudiée et I’activité
antimicrobienne des films obtenus a également été¢ évaluée vis-a-vis de deux souches de
bactéries a Gram positif : Listeria innocua (choisie car non pathogéne mais apparentée a la
bactérie pathogene Listeria monocytogenes) et Kocuria rhizophila (choisie pour sa trés grande
sensibilité a la nisine). Les résultats de cette partie sont présentés sous forme d’un article soumis

au journal « LWT-Food Science and Technology ».

I11.5.2. Effect of pH on nisin/pectin and nisin/alginate complex coacervation: Formation

and properties of antimicrobial films
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Abstract

The aim of this work was to study the influence of pH on the properties of nisin/pectin or
nisin/alginate coacervates and the effect of complexation on the preservation of nisin structure
as well as antimicrobial activity in order to develop edible antimicrobial films. Macroscopic
observations revealed that the addition of increasing amounts of pectin or alginate (0-4 g/L) to
a fixed nisin concentration (5 g/L) induced an increase in turbidity of nisin/pectin or
nisin/alginate mixtures especially under acidic conditions. The results were interpreted in terms
of association of nisin/pectin or nisin/alginate complexes. At pH 7, complexation was limited
probably because of the low positive charge and the poor solubility of nisin. Besides, extrinsic
fluorescence measurements revealed that increasing pectin or alginate concentration affected
nisin surface hydrophobicity especially at pH 3 and pH 5. Nisin/pectin and nisin/alginate
coacervates were then used to manufacture antimicrobial films at the three tested pH. The
structure of the elaborated films and their antimicrobial activity were largely dependent on pH

and were correlated with the properties of complexes in solution.

Keywords: Nisin, Pectin, Alginate, Complexation, pH, Surface hydrophobicity, Edible

antimicrobial films.
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Introduction

Nisin is an amphiphilic positively charged peptide that belongs to the class I of
bacteriocins produced by certain strains of Lactococcus lactis. It has a molecular weight of 3.5
kDa. Nisin has a relatively broad spectrum of bacteriolytic and bactericidal activities against
Gram positive food spoilage bacteria. The C-terminal extremity of this peptide, with its
hydrophilic character, ensures the formation of electrostatic interactions between positively
charged nisin groups and negatively charged bacterial membrane phospholipids. However,
nisin insertion in the lipid cell membrane is ensured by its hydrophobic N-terminal extremity

causing the permeabilization of lipid cell membrane (McAuliffe, Ross, & Hill, 2001).

Incorporation of nisin into polysaccharides-based films can protect this peptide from the
physico-chemical environmental conditions (pH, oxygen, temperature, ionic strength) as well
as from the action of proteolytic enzymes. This can also limit its interaction with food
components and the loss of its activity during food storage. Moreover such systems might also
be used to control its release (Wan, Gordon, Muirhead, Hickey, & Coventry, 1997;
Gharsallaoui, Joly, Oulahal, & Degraeve, 2015). In recent years, several studies have developed
polysaccharide-based matrices containing nisin for food contact applications and demonstrated
how this process can enhance the safety and quality of food products by reducing the growth of
food borne and spoilage microorganisms while using minimum amounts of the antimicrobial

agent.

Pectin is a water soluble polysaccharide essentially made up of D-galacturonic residues.
It has a negative charge because ionized carboxylic acid groups are present along its backbone
(Ridley, O’Neill, & Mohnen, 2001). This hydrocolloid has been widely used in food industry
for its gelling and thickening properties. Liu, Jin, Coffin, & Hicks (2009) showed that pectin
addition improves nisin thermal stability and preserves its antimicrobial activity by the

formation of complexes when incorporated in extruded polylactic acid (PLA) films.
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Alginates, hydrophilic, natural and polyanionic polysaccharides, are salts of alginic acids.
They are binary copolymers made up of a-L-guluronic acid (G) and f-D-mannuronic acid (M)
residues, linearly linked via 1-4 linkages. So, an alginate molecule is considered as a block
copolymer consisting of three types of G, M, and GM blocks with different relative proportions
that determine physico-chemical and functional properties of alginates (Draget, Smidsred, &
Skjak-Brak, 2005). Sodium alginate, the main known form, is used in various food products as
a stabilizer and a thickener (Goh, Heng, & Chan, 2012). Wan et al. (1997), incorporated nisin
into a solid matrix of calcium alginate to form antimicrobial microcapsules and showed that
this strategy did not affect nisin antimicrobial activity. Besides, nisin significantly inhibited the
growth of food borne pathogens when incorporated into alginate-based films (Millette, Le Tien,

Smoragiewicz, & Lacroix, 2007).

The aim of this study was (i) to evaluate the influence of pH on the complexation of nisin
with increasing concentrations of pectin or alginate, (ii) to study nisin structural modifications
throughout its complexation with pectin or alginate by surface hydrophobicity analysis and (iii)

to evaluate its antimicrobial activity when incorporated in pectin or alginate-based films.

138



85

86

87

88

89

90

91

92

93

94

95

96

97

98

99

100

101

102

103

104

105

106

107

Résultats et discussions

2. Materials and Methods
2.1. Materials

Dried powder of nisin A (95% w/w of nisin A and 5% w/w moisture as specified in the
product data sheet) produced by fermentation using the bacterium Lactococcus lactis was
obtained from Handary (Lendelede, Belgium). Low methoxyl amidated pectin (Unipectine™
OF 305 C SB, degree of esterification from 22% to 28% and degree of acetylation from 20% to
23%) and sodium alginate (Algogel 6020) were obtained from Cargill (Baupte, France).
Analytical grade imidazole (C3H4N>), acetic acid, hydrochloric acid (HCI), sodium hydroxide
(NaOH), 1-AnilinoNaphtalene-8-Sulfonate (ANS), Nile Blue A, and glycerol were purchased
from Sigma-Aldrich Chimie (St Quentin Fallavier, France). The preparation of all solutions was

done using deionized water.
2.2. Preparation of pectin, alginate and nisin solutions

The preparation of stock solutions of pectin as well as alginate (30 g/L) and nisin (10 g/L)
was performed by dispersing powders in an imidazole-acetate buffer (5 mM) at pH 3, pH 5 and
pH 7 and stirred for at least 2 h at 25 °C until the desired hydration was obtained. In order to
adjust the pH, HCI (1 mol.L!") or NaOH (1 mol.L!) were added. Nisin, pectin and alginate
solutions were then centrifuged (10000 x g; 30 min) (Sigma 3K 18, Bioblock Scientific, Illkirch,
France) to eliminate the insoluble residues.

2.3. Formation of nisin/pectin and nisin/alginate complexes

Biopolymer mixtures containing nisin (5 g/L) and pectin or alginate (0-4 g/L) were
prepared at 25 °C by mixing different ratios of the stock solutions with imidazole-acetate buffer
(5 mM) at pH 3, pH 5 and pH 7, respectively.

2.4. Surface hydrophobicity
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Extrinsic fluorescence measurements were performed in the mixed systems by using the
hydrophobic fluorescence probe 1-anilino-8-naphtalenesulphonic acid (ANS) according to
Khodarahmi, Karimi, Ashrafi Kooshk, Ghadami, & Ghobadi (2012) with some modifications.
The probe solution was prepared at 0.02 wt % in imidazole—acetate buffer (5 mM) at pH 5. For
all pectin or alginate concentrations (0-4 g/L) and for a fixed nisin concentration in the mixing
systems (5 g/L) prepared at pH 3, pH 5 and pH 7, increasing fractions of ANS (0.02 wt %)
between 5 and 25 pL were added to 5 mL of each suspension. Emission wavelengths were
recorded in a wavelength range of 420—650 nm following excitation at 380 nm. The excitation
and emission bandwidths were 5 nm and 4 nm, respectively. The changes in fluorescence
caused by the binding of ANS to the surface hydrophobic regions of the peptide were monitored
with a LS 55 spectrofluorometer (Perkin Elmer, Courtaboeuf, France). The increase in
fluorescence emission was recorded until no further increase was observed. The maximum
fluorescence intensity was then plotted as a function of the concentration of ANS. The initial
slope of the fluorescence intensity (arbitrary unit, a.u.) versus ANS concentration (mg/L) plot
was calculated and was used as an index of nisin surface hydrophobicity (So). Each spectrum
was obtained in triplicate. The average of at least three measurements was included in figures
by means of error bars. All measurements were performed at room temperature (25 °C), using
a quartz cuvette (1 cm path length).

2.5. Preparation of antimicrobial films containing nisin/pectin or nisin/alginate complexes

Film-forming aqueous solutions were prepared to contain 5 g/L pectin or alginate,
glycerol as a plasticizer (0.3 g/g of pectin), and nisin as an antimicrobial agent (0.2 g/L). The
films were made in order to contain 63 pg of nisin per cm?. Pectin or alginate were dissolved
in imidazole-acetate buffer (5 mM, pH 3, pH 5 and pH 7) at 25 °C for 2 h under magnetic
stirring. Afterwards, glycerol and nisin solution were incorporated under the same conditions

while stirring for 15 min more. Each film was prepared by weighing 20 g of film-forming
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solution and this mass was spread evenly over a plastic Petri dish (90 mm). Films were formed
by drying overnight at 25 °C under laminar hood and dry films were peeled intact from the
casting surface.
2.6. Epifluorescence microscopy

An optical microscope Axiovert 25 CFL (Prolabo, France) was used in the fluorescence
mode to examine the microstructure of nisin/pectin or nisin/alginate films. Nisin was stained
with Nile Blue (5 pL of 1 wt% dye solution added to nisin/pectin or nisin/alginate films to
obtain approximately a dye-peptide ratio of 1:100 (w:w)). Observations were performed at least
30 min after diffusion of the dye into the matrix of the films. The films were then poured
between a slide and a coverslip and then observed by a 100X-o0il immersion objective lens.
Samples were excited at 630 nm. Fluorescence intensity data were collected in a channel
corresponding to 610—660 nm. Digital image files were acquired with a Nikon F90X camera
connected to a digital image processing system (AxioVision, Zeiss, Germany).
2.7. Scanning Electron Microscopy

Surface morphology of nisin/pectin or nisin/alginate films formed at pH 3, pH 5 and pH
7 was observed by scanning electron microscopy (4000x magnification for pectin or alginate
films and 2000x or 1200x magnification for pectin or alginate films containing nisin). Films
were attached to a sample stub with a double-sided sticky tape. Then, the specimens were
examined using a scanning electron microscope (Hitachi Tabletop Microscope, TM3030) at an
accelerating voltage of 15 kV.
2.8. Study of the antibacterial activity of nisin/pectin or nisin/alginate based films

Stock cultures of two Gram-positive bacterial strains, Kocuria rhizophila ATCC 9341
and Listeria innocua ATCC 33090, were maintained at -20 °C in Tryptone Soy Broth (TSB),
15% (v/v) glycerol. Before each antibacterial activity assay, the two tested bacteria were

subcultured in TSB at 10% (v/v) during 8 h and then subcultured in TSB at 10 % (v/v) during
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16 h at 30 °C and then precultured in TSB for 5 h at 30 °C for the requested experiment. The
dilution of the bacterial cells was done in Tryptone Salt (TS) broth to final concentrations of 4
x 10® CFU/mL for K. rhizophila and 1 x 107 CFU/mL for L. innocua and incorporated at 5 %
(v/v) in Tryptone Soy Agar (TSA) and poured in Petri dishes. Discs (10 mm in diameter) were
excised from pectin or alginate films with or without (control) nisin prepared at pH 3, pH 5 and
pH 7 with a cork borer. The disks were placed onto TSA plates inoculated with L. innocua or
K. rhizophila. Pre-incubation of the prepared Petri dishes was performed during 3 h at 4 °C to
favor nisin diffusion in TSA. Petri dishes were then incubated during 24 h at 30 °C. The
diameter of obtained inhibition zones was then measured by subtracting the diameter of the film
from the diameter of the total inhibition zone.

2.9. Statistical analysis

All experiments were performed using at least three freshly prepared samples. The results
presented are the means and standard deviations that were calculated from these replicate

measurements.
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3. Results and discussion
3.1. Macroscopic observations of nisin/pectin and nisin/alginate suspensions

Visible observation of nisin/pectin or nisin/alginate solutions prepared at pH 3 and pH 5
(Fig. 1A and Fig. 1B) showed that they initially became turbid as polysaccharide concentration
increased. Addition of higher polysaccharide concentrations resulted in the precipitation of
large aggregates to the bottom that could be observed by the naked eye. This optical trouble
increase was attributed to the increase of the number and/or the size of nisin/pectin or
nisin/alginate complexes and/or aggregates. Aggregation phenomenon could be explained by
the establishment of electrostatic pectic or alginate bridges between nisin positively charged
sites that remained free at the surface of individual complexes (Bayarri, Oulahal, Degraeve, &
Gharsallaoui, 2014 ; Ben Amara, Eghbal, Degraeve, & Gharsallaoui 2016). Moreover, it is clear
that, under acidic conditions the turbidity of nisin/alginate suspensions was higher than that of
nisin/pectin solutions for the tested polysaccharide concentrations (Fig. 1A and Fig. 1B). The
coacervate phase was also more pronounced for nisin/alginate solutions indicating that the
formed aggregates were large enough to sediment in the bottom of test tubes. This is consistent
with our recent observation that when nisin (5 g/L) was mixed with alginate or pectin (2 g/L)
at pH 5, particles with either a small or a large size were obtained with alginate or pectin,
respectively. Pectin and alginate have different charge densities and thus, the formation of large
complexes and/or aggregates could be explained by the high electrostatic repulsions between
the linear anionic alginate chains (Ben Amara, Kim, Oulahal, Degraeve, & Gharsallaoui, 2017).
It was also noticed that for biopolymer mixtures formed at pH 5, turbidity decreased slightly
for pectin and alginate concentrations above 2 g/L and 1 g/L, respectively. This could be
attributed to the partial dissociation of nisin/pectin or nisin/alginate aggregates because of the
strong electrostatic repulsions at pH 5 and at high polysaccharide concentrations. At pH 3, it

seems that the electrostatic repulsions were not strong enough, even at high polysaccharide
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concentration, to induce the dissociation of nisin/pectin or nisin/alginate aggregates. For
suspensions prepared at pH 7, a steep increase of turbidity was noticed until 0.2 g/L. pectin
concentration and 0.05 g/L alginate concentration indicating the limited formation of insoluble
complexes. However, at higher polysaccharide levels, the turbidity decreased gradually until it
became close to zero and the samples were optically clear (Fig. 1A and Fig. 1B).

3.2. Surface hydrophobicity of nisin after forming complexes with pectin or alginate

The analysis of surface hydrophobicity of proteins or peptides has been identified as a
useful method to study their conformation and to control their surface activity. The extrinsic
fluorescence was studied by determining the peptide surface hydrophobic values (So) in the
mixed systems with increasing pectin or alginate concentration for pH 3, pH 5 and pH 7 with
the aid of the fluorescent probe (ANS) (Fig. 2A and Fig. 2B). So is an indicative of the number
of hydrophobic amino acid residues on the peptide surface. A sharp increase in the fluorescence
intensity of ANS is noticed when the rotational motion of its phenylamino group is restricted
or when it is located in a hydrophobic environment. This probe binds to proteins or peptides in
a non-covalent way by means of electrostatic or hydrophobic interactions (Someya & Yui,
2010). In presence of nisin, ANS fluorescence intensity increased dramatically and a blue shift
of A max from 520 to 480 nm was noticed, indicating that the probe molecules were bound to
the hydrophobic segments of nisin and were shielded from the solvent.

A difference in surface hydrophobicity for free nisin (without pectin or alginate) as a
function of pH is noticed. Indeed, So increased with increasing pH (Fig. 2A and Fig. 2B). This
could be attributed to differences in structure and solubility of the peptide. Nisin is expected to
engage conformational changes when pH increases and approaches or exceeds neutrality that
may reflect on ANS fluorescence production or the number of available sites. Moreover, ANS

capacity to bind to peptides is assignable to electrostatic and stoichiometric relationships
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dependent on polypeptide or polyamino acid number of cationic charges, and hence is
dependent on pH and amino acid composition (Matulis & Lovrien, 1998).

For nisin/pectin and nisin/alginate solutions prepared at pH 3 and pH 5, So increased
sharply following the introduction of small concentrations of pectin or alginate indicating that
ANS was bound to the peptide in a better proportion (Fig. 2A and Fig. 2B). This could be related
to the increase of nisin/pectin or nisin/alginate interactions as the polysaccharide concentration
increased. Thus, ANS was bound to nisin in a higher proportion and this could be due to a better
exposition of the hydrophobic binding sites on polypeptide's molecular surface after its partial
unfolding within the self-assembled biopolymer complexes/aggregates, thus increasing ANS
binding affinity. A more hydrophobic environment was probably formed around the ANS
labeled peptide because of water molecules displacement subsequent to binding of nisin to
either pectin or alginate thus causing an increase in fluorescence intensity with pectin or alginate
addition. The increase in So values could also be related to the attractive interactions between
polysaccharides and peptides inducing dynamic modifications or rearrangements of peptides
(Cheng, Ma, Li, Yan, & Cui, 2015). In the case of nisin/pectin complexes, So increased until
reaching a plateau above a 2 g/L pectin threshold concentration at pH 3 and above a 1 g/L pectin
threshold concentration at pH 5 (Fig. 2A). This could be related to the saturation of nisin
hydrophobic binding sites by pectin chains; thus, they were not available anymore for ANS
binding and/or the stabilization of nisin structure inside the pectin network. Besides, it could be
inferred that all ANS molecules in the system were interacting with the peptide/polysaccharide
complexes. Krivorotova, Cirkovas, Maciulyte, Staneviciene, & Budriene (2016) demonstrated
by sodium chloride (NaCl) addition and turbidity measurements that hydrophobic interactions
contributed to the formation of complexes between nisin and pectin, and that these interactions
are prevalent at neutral pH. These authors also showed that at more acidic pH, electrostatic

interactions between nisin and pectin are prevalent and decrease with increasing pH.
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For nisin/alginate complexes formed at pH 3, an increase of So was noticed until 0.75 g/L
alginate concentration after which So decreased sharply (Fig. 2B). A possible explanation of
this result is that the hydrophobic binding sites of nisin were hidden inside of alginate
aggregates which no longer have access to the hydrophobic dye. As explained above,
nisin/alginate aggregates were the largest at pH 3 for the tested polysaccharide concentrations
because of the lack of electrostatic repulsions. Above a 1 g/L alginate concentration, So reached
a pseudo-plateau and this could be related to the saturation of the hydrophobic binding sites
along nisin by alginate chains and/or the stabilization of nisin structure inside the alginate
network. At pH 5, surface hydrophobicity started to decrease above a 1 g/L alginate
concentration indicating a greater occlusion of the peptide hydrophobic patches during the
partial dissociation of aggregates (Fig. 2B). This could be associated with the existence of
attractive interactions between nisin and alginate even during the dissociation phase. At pH 7,
the peptide surface hydrophobic values in nisin/pectin or nisin/alginate mixed systems were
maintained at stable and high values (Fig. 2A and Fig. 2B). ANS intensity exhibited no change,
mainly due to the lack of interactions between the two polysaccharides and nisin at this pH
value which could be also related to the significant decrease of nisin positive charge as well as

water solubility at pH 7 and thus hydrophilicity.

3.3. Morphology of nisin/pectin and nisin/alginate films

The structure of nisin/pectin and nisin/alginate films formed at the three tested pH were
observed using epifluorescence microscopy (Fig. 3A and Fig.3B) and scanning electron
microscopy (Fig. 4A and Fig.4B). From the observed structures, it seems that nisin molecules
incorporated in the films prepared at pH 3, pH 5 and pH 7 were associated with pectin or
alginate chains forming many complexes homogeneously dispersed. Besides, it is clear that the
number and the size of these complexes were dependent on pH and the polysaccharide type.

This is in correlation with the visual aspects of suspensions observations (Fig. 1). In addition,
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the obtained films were uniform with continuous structures and homogenous appearances and
without any pores or cracks in the matrix. For nisin/pectin films prepared at pH 3, it can be seen
that individual complexes were slightly aggregated and had a mean size of about 30 pm at pH
3. At pH 5, many individual complexes having a less than 1 pm mean size were formed and
dispersed in the film (Fig. 4A). Besides, it can be noticed that the number of nisin/pectin
complexes decreased significantly when the pH increased especially at pH 7 (Fig. 3A and Fig.
4A). In the case of alginate film incorporating nisin prepared at pH 3, many individual
nisin/alginate complexes could be observed. However, in the film formed at pH 5, nisin/alginate
complexes were associated to form larger ones and it seems that their number decreased as
compared to the film prepared at pH 3. Moreover, it is obvious that the number of nisin/alginate

complexes were significantly reduced for the film prepared at pH 7 (Fig. 3B and Fig. 4B).

3.4. Antimicrobial activity of nisin/pectin and nisin/alginate based films

It was first verified that pectin and alginate-based films prepared at the three tested pH
(control) did not show any antimicrobial activity against the two tested Gram-positive bacteria
K. rhizophila and L. innocua (data not shown). Pectin films incorporating nisin prepared at the
three tested pH were effective against the two tested microorganisms as evidenced by the
measured bacterial growth inhibition zones (Fig. 5A). K. rhizophila was sensitive to the
antimicrobial activity of nisin/alginate films. However, an antimicrobial activity against L.
innocua was noticed only for nisin/alginate films prepared at pH 3 and pH 5 (Fig. 5B). The
largest inhibition zones against the two tested bacterial strains were noticed for pectin and
alginate-based films prepared at pH 3. Inhibition zones decreased with increasing pH and were
the lowest for nisin/pectin and nisin/alginate films prepared at pH 7. Besides, nisin/alginate
films formed at pH 3 and pH 5 were more efficient, whatever the tested bacterial strain as
compared to nisin/pectin films obtained at the same pH. In another study, we have produced

antimicrobial microcapsules by spray-drying of nisin/pectin and nisin/alginate complexes
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formed at pH 5 and at a fixed concentration of nisin (5 g/L) as well as a fixed concentration of
polysaccharide (2 g/L) and we have observed that nisin/pectin microparticles were more
efficient than nisin/alginate microcapsules against K. rhizophila and L. innocua (Ben Amara et
al., 2017). From the obtained results, it can be deduced that nisin antimicrobial activity, when
incorporated into polysaccharide based systems, is largely dependent on pH, on the

polysaccharide type but also on the encapsulation method.

In addition, nisin antimicrobial activity is largely dependent on its aqueous solubility and
structural stability which in turn depend on pH. The antimicrobial activity is higher at acidic
pH and gradually decreases with increasing pH which could be explained by an irreversible
modification of the molecular structure of nisin (Hurst, 1981). Regarding the antimicrobial
activity, pectin and alginate films incorporating nisin prepared at pH 3 were identified as the
most suitable in the perspective to be used in food industry as antimicrobial systems based on
an antimicrobial activity assay for which inhibition zone diameter around the films is measured
after 24 h incubation at 30 °C. However, depending on the pH of the medium but also on the
used polysaccharide, the particle size has to be taken into account as the formation of large
complexes, can limit the diffusion of nisin throughout pectin or alginate matrices. Larger
complexes may also be favorable for decreasing the rate of release of nisin from films to the
agar medium. If a slower controlled release is necessary to extend the shelf life of perishable
foods, films with larger pectin-nisin or alginate-nisin complexes may also be of interest
depending on application.

4. Conclusion

In this study, the interactions between positively charged nisin and negatively charged
pectin or alginate molecules at three pH conditions (pH 3, pH 5 and pH 7) were studied in
solution and in films. Surface hydrophobicity analysis showed that complexation of nisin with

pectin or alginate was accompanied with changes in the peptide structure as well as a better
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exposure of surface hydrophobic residues especially at pH 3 and pH 5. When nisin was
incorporated into pectin- or alginate-based edible films, its antimicrobial activity was largely
dependent on pH. Considering the antimicrobial activity of the films incorporating nisin, pectin-
or alginate-based films prepared at pH 3 had the highest antimicrobial activity as estimated by
measuring the diameter of inhibition zones around films after 24 h incubation at 30 °C.
However, depending on the pH and the polysaccharide type, the particle size of the formed
complexes and/or aggregates has to be considered as the formation of large complexes could
represent a limit for nisin release throughout the pectin- or alginate-based matrices if a rapid
release of nisin is expected. Thus, it would be interesting to study the release kinetics of this

antimicrobial agent from the prepared films.
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Figure captions

Fig. 1. Visual aspect of mixed biopolymer solutions when increasing concentrations of pectin
(A) or alginate (B) were titrated into a fixed concentration of nisin (5 g/L) (imidazole-acetate

buffer, 5 mM, pH 3, pH 5 and pH 7).

Fig. 2. Dependence of surface hydrophobicity (So) of nisin on pH and pectin concentration (A)
or alginate concentration (B) when pectin or alginate solutions were titrated into nisin solution

(5 g/L) (imidazole-acetate buffer, 5 mM, pH 3, pH 5 and pH 7).

Fig. 3. Microscopic structure of pectin- (A) and alginate- (B) based edible antimicrobial films
(pH 3, pH 5 and pH 7) observed by epifluorescence microscopy containing nisin (0.04 g/g of

pectin or alginate). Nisin was stained with Nile Blue (dye/peptide ratio = 1/100 (w/w)).

Fig. 4. Microscopic structure of pectin- (A) or alginate- (B) based edible antimicrobial films
(pH 3, pH 5 and pH 7) observed by scanning electron microscopy (MEB) containing nisin (0.04
g/g of pectin or alginate) (pectin- or alginate-based films and those containing nisin were

observed at 4000x, 2000x or 1200x magnification).

Fig. 5. Antibacterial activity (growth inhibition zone) of pectin- (A) or alginate- (B) based
edible antimicrobial films containing nisin against two Gram-positive bacteria, K. rhizophila
and L. innocua. The observed inhibition zones around pectin-based or alginate-based films

containing nisin for the two tested bacterial strains are shown in the photographs.
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II1.5.3. Conclusion

Les observations macroscopiques réalisées dans le cadre de ce travail ont permis de
montrer que la formation des complexes nisine/pectine ou nisine/alginate a ét¢ promue dans des
conditions acides (pH 3 et pH 5). De plus, la complexation de la pectine ou de 1’alginate avec
la nisine a ces deux valeurs de pH a entrainé des changements au niveau de la structure de la
nisine, avec une meilleure exposition des sites hydrophobes du peptide. A pH 7, la
complexation a été défavorisée et ceci peut étre expliqué par la faible solubilité du peptide a
cette valeur de pH mais aussi par la réduction des charges positives portées par la nisine en se
rapprochant de son p/. Les observations microscopiques ont montré aussi que le nombre et la
taille des complexes nisine/pectine ou nisine/alginate présents dans les films antimicrobiens
¢laborés aux trois pH étudiés ont été¢ dépendants du pH et du type de polysaccharide utilisé pour
le méme ratio peptide/polysaccharide. En particulier, I’activité antimicrobienne la plus élevée,
constatée en mesurant le diameétre d’inhibition aprés 24 h d’incubation a 30 °C en milieu gélosé,
a été observée autour des films a base des complexes nisine/pectine ou nisine/alginate préparés
a pH 3 et qui sont ceux contenant le plus grand nombre de complexes de petite taille. Il
conviendrait désormais d’étudier la cinétique de relargage de la nisine vers des matrices

d’aliments périssables.
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I11.6. Encapsulation de la nisine par complexation/séchage

II1.6.1. Introduction

Cette étude a été menée pour étudier la possibilité d’utiliser la complexation avec des
polysaccharides anioniques dans le but d’encapsuler un peptide cationique par séchage par
atomisation et pour répondre a la question suivante : la complexation de la nisine avec 1’alginate
ou la pectine, peut-elle protéger la structure de la nisine ainsi que son activité antimicrobienne
lors du procédé de séchage par atomisation ? Ce travail a été réalis¢ a pH 5, pH optimum
permettant a la fois de fortes interactions entre la nisine et chacun des deux polysaccharides
mais aussi une bonne solubilité de la nisine. On a choisi de travailler a une concentration finale
en nisine de 5 g/L et une concentration finale en alginate ou en pectine de 2 g/L, condition pour
laquelle une coacervation maximale a été observée (maximum de turbidité). L’objectif général
de ce travail présenté sous forme d’un article qui a été publi¢ dans le journal « Food Chemistry
» en 2017 consiste a ¢tudier, d’une part, I’effet de la complexation de la nisine avec I’alginate
ou la pectine ainsi que I’impact du séchage par atomisation sur les propriétés structurales des
complexes formés, et vise d’autre part a montrer I’intérét de cette complexation pour la

préservation de la structure et de 1’activité antimicrobienne de la nisine.

I11.6.2. Using complexation for the microencapsulation of nisin in biopolymer matrices by

spray-drying
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The aim of this study is to investigate the potential of complexation to encapsulate nisin (5 g/L concen-
tration) using spray-drying technique and to evaluate how complexation with pectin or alginate (2 g/L
concentration) can preserve nisin structure and antimicrobial activity. Spray-drying of nisin-low meth-
oxyl pectin or nisin-alginate electrostatic complexes has led to the microencapsulation of the peptide
in different networks that were highly influenced by the polysaccharide type. Turbidity and particle size
measurements indicated that while spray-drying promoted the aggregation of nisin-pectin complexes, it
favored the dissociation of nisin-alginate aggregates to form individual complexes. Structural changes of
nisin induced by complexation with pectin or alginate and spray-drying were studied by using UV-Vis
absorption and fluorescence spectroscopy. The results showed that complexation with pectin or alginate
preserved nisin structure as well as its antimicrobial activity during spray-drying.

© 2017 Elsevier Ltd. All rights reserved.

1. Introduction

Nisin is an amphiphilic cationic ribosomally synthesized pep-
tide belonging to the class | of bacteriocins, produced by certain
strains of Lactococcus lactis. This small peptide has a molecular
weight of 3510 Da. Nisin possesses a relatively broad spectrum of
antibacterial activity against Gram-positive food borne pathogens
and spoilage organisms. The hydrophilicity of the C-terminal
extremity of nisin allows the establishment of electrostatic interac-
tions between this positively charged peptide and the negatively
charged bacterial membrane phospholipids. However, the
hydrophobicity of the N-terminal extremity of nisin acts subse-
quently to allow the insertion of nisin in the lipid cell membrane
leading to its permeabilization (McAuliffe, Ross, & Hill, 2001).
The Food and Drug Administration (FDA) has recognized nisin
(E234) as an approved food additive because of its non-toxicity
and its bacteriolytic and bactericidal activities (Hagiwara et al.,
2010). Nisin exhibits a great stability and solubility especially
under acidic conditions and can withstand moderate thermal pro-
cessing without major activity loss (Hurst, 1981). At pH 2.0, this
peptide withstands a temperature of 121 °C for 30 min without
losing its activity. Nisin is particularly sensitive to proteolytic

* Corresponding author.
E-mail address: adem.gharsallaoui@univ-lyon1.fr (A. Gharsallaoui).

http://dx.doi.org/10.1016/j.foodchem.2017.04.168
0308-8146/@ 2017 Elsevier Ltd. All rights reserved.

enzymes such as trypsin, pancreatin, salivary and digestive
enzymes (De Vuyst & Vandamme, 1994).

Nisin has been widely studied for its incorporation into food
packaging materials. Besides, this peptide is stable in a dry form
for years, and thus expected to be safe when incorporated into
the polymer structure (De Vuyst & Vandamme, 1994). The use of
nisin in its free unencapsulated form is associated with loss of
activity due to degradation or deactivation. Thus, incorporation
of nisin within films or particles of edible polymers can protect it
from the action of proteases as well as from the physico-
chemical environmental conditions (pH, temperature, oxygen,
ionic strength), and limits the interactions between nisin and food
components resulting in the loss of activity during food storage.
Moreover, this can also allow a controlled release of this antimicro-
bial agent (Gharsallaoui, Joly, Oulahal, & Degraeve, 2016).

Net positive charge of nisin across an extended range of pH as a
result of its high isoelectric point pl (~8-9), makes it possible to
form complexes with anionic polysaccharides. Many studies
revealed that the formation of complexes between oppositely
charged molecules including anionic polysaccharides and cationic
proteins like whey protein-carrageenan (Weinbreck,
Nieuwenhuijse, Robijn, & de Kruif, 2004), lentil protein isolates-
gum Arabic (Aryee & Nickerson, 2012), whey protein isolates-
alginate (Fioramonti, Perez, Aringoli, Rubiolo, & Santiago, 2014),
lysozyme-pectin (Bayarri, Oulahal, Degraeve, & Gharsallaoui,
2014; Ben Amara, Eghbal, Degraeve, & Gharsallaoui, 2016;
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Ormus, Oulahal, Noél, Degraeve, & Gharsallaoui, 2015) or cationic
peptides like e-polylysine-pectin (Chang, McLandsborough, &
McClements, 2012, 2014), nisin-pectin (Krivorotova et al., 2016),
nisin-alginate (Hosseini et al., 2014; Maresca et al., 2016), occurs
mainly via electrostatic interactions under different physico-
chemical conditions.

Large aggregates are favored when the stoichiometry of oppo-
site charges reaches 1 (neutralization). Many parameters can influ-
ence complexation through electrostatic interactions such as ionic
strength, pH, peptide or protein to polysaccharide ratio, concentra-
tion of the interacting components, charge distribution on the
polypeptide, and relative hydrophobicity of molecules (Schmitt,
Sanchez, Desobry-Banon, & Hardy, 1998). Krivorotova et al.
(2016) designed antimicrobial nanoparticles incorporating nisin
for food preservation by using three types of pectin with different
methoxylation degrees in the pH range of 4.0-7.0 and confirmed
the presence of electrostatic interactions between the peptide
and pectin by {-potential measurements and Fourier-transform
infrared (FTIR) spectroscopy analysis. When two molecules form
complexes, they may exhibit superior functional characteristics
compared to the original polymers and this represents a useful
way for incorporating functional ingredients. Thus, complexes
have been used in different applications in food industry: emulsion
stabilizers (Dickinson, 2003), design of edible antimicrobial films
(Bayarri et al., 2014), or encapsulation of active antimicrobial
agents for shelf life extension of food (Ben Amara et al.,, 2016).

In food industry, spray-drying is widely used to microencapsu-
late active compounds. A variety of heat sensitive model enzymes
and therapeutic peptides has been successfully spray-dried with-
out great denaturation (Broadhead, Edmond Rouan, & Rhodes,
1992). During spray-drying of peptides or proteins, the product
may undergo several stresses through exposure to heating, shear-
ing, dehydration and distribution of air-water interfaces.

These stresses can result in unfolding of peptides or proteins
structure with subsequent aggregation and denaturation, thus cre-
ating substantial problems about possible loss of their biological
activity (Lee, 2002). In our recent work (Ben Amara et al., 2016),
the properties of spray-dried lysozyme as well as the influence of
complexation with increased pectin amounts on the preservation
of lysozyme structure and activity were evaluated. Results demon-
strated that spray-drying had a significant effect on lysozyme
structure, mobility and activity. Xiao, Davidson, and Zhong
(2011a) used zein (corn protein) to encapsulate nisin by spray-
drying at four inlet temperatures and they observed that at 95 °C
and above, no apparent loss of nisin activity was observed after
spray-drying. Besides, this study also showed that pH significantly
affected the release kinetics of nisin. In another study, Xiao,
Davidson, and Zhong (2011b) demonstrated that gradual release
of nisin from zein capsules improved the antimicrobial properties
of nisin against Listeria monocytogenes compared to unencapsu-
lated (free) nisin. The impact of electrostatic interactions, that
may be either attractive or repulsive, as a function of pH between
nisin (pl = 8.8) and carrier zein (pl = 6.8) was discussed regarding a
more complete release of nisin from capsules under acidic condi-
tions where the interactions between nisin and zein are mainly
repulsive (Xiao et al., 2011Db).

In the present work, complexation of nisin with two anionic
polysaccharides, low methoxyl (LM) pectin and alginate, was stud-
ied before and upon spray-drying. Pectin, an hydrophilic com-
pound, is essentially made up of d-galacturonic residues, has a
negative charge due to the presence of carboxylic acid groups
along its backbone that have pKa values of about 3.6 (Ridley,
O’Neill, & Mohnen, 2001). Alginates are binary copolymers made
up of w-l-guluronic acid (G) and f-d-mannuronic acid (M) residues,
linearly linked via 1-4 linkages. Tendency of alginates to be nega-
tively charged over a broad range of pH values is attributed to dis-
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sociation constants of 3.38 for mannuronic (M) and 3.65 for
guluronic acid (G) monomers (Harnsilawat, Pongsawatmanit, &
McClements, 2006).

Pectin and alginate are characterized by many ionized car-
boxylic groups along their backbone making the two polysaccha-
rides negatively charged, thus contributing to electrostatic
attractive interactions with positively charged nisin at pH 5. The
main purpose of this work was to encapsulate nisin by spray-
drying and to investigate the effect of peptide complexation with
pectin or alginate on the structural properties of complexes by
using SEM micrographs, turbidity, fluorescence, and UV-Vis
absorption measurements as well as on nisin antimicrobial
activity.

2. Materials and methods
2.1. Materials

Low methoxyl amidated pectin (Unipectine™ OF 305 C SB,
degree of esterification: 22-28%, degree of acetylation: 20-23%)
and alginate (Algogel 6020) were purchased from Cargill (Baupte,
France). Dried powder of nisin A (95% w/w of nisin A and 5% w/
w moisture according to the product data sheet) produced by fer-
mentation using the bacterium Lactococcus lactis was purchased
from Handary (Lendelede, Belgium). 1-Anilinonaphtalene-8-
sulfonate (ANS), analytical grade imidazole (C3H4N;), hydrochloric
acid (HCl), sodium hydroxide (NaOH) and acetic acid were pur-
chased from Sigma-Aldrich Chimie (St Quentin Fallavier, France).
Tryptone Salt broth (TS), Tryptone Soy broth (TSB) and Tryptone
Soy agar (TSA) were purchased from Biokar Diagnostics (Beauvais,
France). Maltodextrin DE 19 was purchased from Roquette-fréres
SA (Lestrem, France). All solutions were prepared by using deion-
ized water.

2.2. Nisin, pectin and alginate solutions preparation

Nisin (10 g/L) and pectin (30 g/L) or alginate (30 g/L) stock solu-
tions were prepared by dissolving powders in an imidazole-acetate
buffer (5 mM, pH 5) and dispersed under continuous magnetic stir-
ring during at least 2 h until complete rehydration. HCI (1 mM) or
NaOH (1 mM) were added to adjust the pH. The insoluble residues
present in pectin and alginate solutions were then removed by
centrifugation (10,000g, 30 min) (Sigma 3K18, Bioblock Scientific,
IlIkirch, France).

2.3. Zeta potential measurement

The zeta potential ({-potential) of nisin, pectin and alginate as a
function of pH as well as the {-potential of nisin solution and nisin-
pectin or nisin-alginate complexes before and after spray-drying
and reconstitution in imidazole-acetate buffer (5 mM, pH 5), were
determined at 25 °C using a Zetasizer NanoZS90 (Malvern Instru-
ments, Malvern, UK). Imidazole-acetate buffer (5 mM, pH 5) was
used to dilute the samples. The mean (-potential (ZP) values
(£SD (standard deviation)) were collected from the instrument.

2.4. Nisin-pectin and nisin-alginate complexes formation and turbidity
measurement

Appropriate ratios of nisin, pectin and alginate solutions were
mixed with imidazole-acetate buffer (5 mM, pH 5) to prepare
biopolymer mixtures containing nisin (5 g/L) and pectin (2 g/L) or
alginate (2 g/L). The resulting solutions were vortexed for 1 min
and their pH was adjusted again. Immediately after vortexing, tur-
bidity measurements were performed with a UV/Vis spectropho-
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tometer (Jenway 3705, Villepinte, France). The absorbance was
recorded at 600 nm at room temperature (25 °C) against pure nisin
solution (without pectin or alginate) in imidazole-acetate buffer
(5 mM, pH 5).

2.5. Spray-drying of nisin-pectin and nisin-alginate complexes

The suspensions of nisin-pectin and nisin-alginate complexes
prepared in imidazole-acetate buffer (5 mM, pH 5) containing 10
wt.% maltodextrin DE 19 were subjected to a laboratory-scale
spray-drier (Mini spray-dryer B-290, Biichi, Switzerland) equipped
with a 0.5 mm nozzle atomizer. The drying system was operated
with a feeding rate of 0.5 L/h at room temperature. The inlet and
outlet temperatures were 180°C and 90°C, respectively (Ben
Amara et al., 2016). Dry powders were then collected and stored
in opaque, airtight glass containers at 4 °C until characterization.
Dry powders were weighted and stirred into imidazole/acetate
buffer (5 mM, pH 5) to prepare reconstituted mixtures of com-
plexes having the same content of dry matter as the initial suspen-
sions before drying (taking into account the residual moisture). The
samples were immediately analyzed after rotation for 1h at
approximately 200 rpm.

2.6. Scanning electron microscopy (SEM)

Spray-dried microcapsules were fixed on an aluminum stub
using a double-sided adhesive tape. Then, the specimens were
examined using a scanning electron microscope (Hitachi
TM3030, Tokyo, Japan) at 4000x magnification and at an accelerat-
ing voltage of 15 kV.

2.7. UV-vis absorption measurements

UV absorption spectra were measured from 200 nm to 350 nm
with an UV/Vis spectrophotometer (Lightwave II 109233, Bio-
chrom, Cambridge, UK) in a 1 cm quartz cuvette at 25 °C against
imidazole acetate buffer (5 mM, pH 5). Samples were diluted 15
times in imidazole acetate buffer (5 mM, pH 5) before essays.

2.8. Particle size measurement

Particle size distributions of nisin-pectin and nisin-alginate
complexes before and after spray-drying were measured with a
laser diffraction instrument (Malvern Mastersizer). To avoid multi-
ple scattering effects, the complexes were diluted with imidazole-
acetate buffer (5 mM, pH 5) prior to the measurements. The com-
plexes were stirred continuously throughout the measurement to
ensure the samples were homogeneous. The volume particle diam-
eter (ds3) was calculated from three injections of three separate
samples with three readings per sample.

2.9. Surface hydrophobicity

Extrinsic fluorescence measurements were done in the mixed
systems using the hydrophobic fluorescence probe 1-anilino-8-
naphtalenesulphonic acid (ANS) according to Khodarahmi et al.
(2012) with some modifications. The probe solution was prepared
at 0.02 wt% in imidazole-acetate buffer (5 mM, pH 5). For nisin-
pectin and nisin-alginate mixing systems formed before and after
spray-drying and reconstitution in imidazole-acetate buffer
(5 mM, pH 5), increasing volumes of ANS (0.02 wt%) ranging from
5 to 25 pL were added to 5 mL of each solution. Emission wave-
lengths were recorded in a wavelength range of 420-650 nm after
excitation at 380 nm. The bandwidths of excitation and emission
were 5nm and 4 nm, respectively. The changes in fluorescence
intensity associated with the binding of ANS to the peptide surface

hydrophobic regions were monitored with a LS 55 spectrofluorom-
eter (Perkin Elmer, Courtaboeuf, France). The increase in fluores-
cence emission was recorded until no further increase was
observed. The maximum fluorescence intensity was plotted as a
function of ANS concentration. The initial slope of the fluorescence
intensity (arbitrary unit, a.u.) versus ANS concentration (mg/L) plot
was calculated and was used as an index of nisin surface
hydrophobicity (Sp). Each spectrum was obtained in triplicate. All
measurements were made at room temperature (25 °C), using a
quartz cuvette with 1 cm path length.

2.10. Evaluation of the antimicrobial activity of nisin-pectin based
films

Stock cultures of two Gram-positive bacteria, Listeria innocua
(ATCC 33090) and Kocuria rhizophila (ATCC 9341) were maintained
at —20 °C in Tryptone Soy Broth (TSB) supplemented with 15% (v/
v) glycerol. Before each antimicrobial activity assay, the two target
strains were subcultured in TSB at 10% (v/v) for 8 h and then sub-
cultured in TSB at 10% (v/v) for 16 h at 30 °C and then precultured
in TSB for 5 h at 30 °C. The cells were then diluted in Tryptone Salt
(TS) broth to final concentrations of 4 x 105 CFU/mL for K. rhi-
zophila and 1 x 107 CFU/mL for L. innocua and incorporated at 5%
(v/v) in Tryptone Soy agar (TSA) and poured in Petri dishes. Nisin,
nisin-pectin and nisin-alginate microcapsules were then placed in
form of disks (diameter: 15 mm) on the prepared TSA Petri plates
inoculated with L. innocua or K. rhizophila. Petri plates were then
incubated for 3 h at 4°C and then incubated for 24 h at 30°C.
The inhibition zones were then calculated by subtracting the diam-
eter of the total inhibition zone from the diameter of the disk.

2.11. Statistical analysis

All experiments were carried out using at least three freshly
prepared samples. The results are provided as the averages with
their respective standard deviations that were determined from
these measurements. Statistical differences between samples were
calculated using Student’s t test for independent samples (Micro-
soft Excel, Microsoft Corporation, Redmond, WA).

3. Results and discussion
3.1. Nisin-pectin and nisin-alginate interactions
C-potential measurements were conducted on nisin, pectin and

sodium alginate, separately, in order to evaluate the effect of pH on

40 —o—Nisin i Pectin

=—d=Alginate

20

12
=20

Zeta potential (mV)

40 -

-60 -

-80 -

Fig. 1. Dependence of the t-potential of nisin, pectin and alginate on pH (5 mM
imidazole-acetate buffer at 25 °C).
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their electrostatic charge. The £-potential of free nisin, pectin and
sodium alginate was measured as a function of pH (Fig. 1).

The net charge of free nisin varied from positive at pH 3.0 to
negative at pH 11.0, reaching a point of zero charge around pH
9.0. Pectin and sodium alginate were negatively charged from pH
3.0 to 11.0, but displayed less negative charges below pH 5.0
(Fig. 1). In fact, pectin and sodium alginate are polyanionic poly-
mers for which the number of deprotonated carboxyl groups
increases as the pH increases. Besides, it seems that sodium algi-
nate chains became less negatively charged above pH 7. In fact,
the electrostatic repulsions between sodium alginate anionic
chains are relatively important at high pH values thus increasing
the space occupied by the biopolymer molecules in the solution
known as the hydrodynamic volume and thus affecting their diffu-
sivity and electrophoretic mobility in the applied electrical field
during the measurement.

In the mixed biopolymer solutions at pH 5 (condition used in
this work), one would therefore assume that complexes were
formed between cationic patches on the nisin molecules and neg-
atively charged groups of the pectin or sodium alginate molecules.
Nisin has a basic character due to its four positively charged sites
supported by the lysine residues and by the NH; groups and thus
the peptide is positively charged in our experimental conditions
(Rollema, Kuipers, Both, de Vos, & Siezen, 1995). In fact, pectin
and alginate carry many negative charges at pH 5 favoring attrac-
tive electrostatic interactions with nisin which is highly positively
charged at this pH (Fig. 1).

3.2. Turbidity measurements

The effect of both complexation and spray-drying on the turbid-
ity of suspensions containing nisin at a fixed concentration (5 g/L)
and pectin or sodium alginate at a constant concentration (2 g/L)
was examined (Fig. 2). Previous results have shown that the addi-
tion of increasing pectin or sodium alginate concentrations (0-4 g/
L) to a constant concentration of nisin (5 g/L) resulted in an
increasing turbidity up to a threshold (2 g/L pectin or sodium algi-
nate) above which turbidity was kept constant (data not shown).
Turbidity increased as a result of the gradual association of individ-
ual complexes or small aggregates to form larger ones. In our pre-
vious work, we have shown that association of complexes, which is
the main reason of increasing turbidity value, between lysozyme, a
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Fig. 2. Turbidity (at 600 nm) of unprocessed and spray-dried nisin-pectin and
nisin-alginate complexes at a constant nisin concentration (5 g/L) and a constant
pectin or alginate concentration (2 g/L) (5 mM imidazole-acetate buffer, pH 5 at
25°C).
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cationic antimicrobial protein, and pectin is associated to estab-
lishment of electrostatic pectic bridges between cationic sites of
lysozyme that remained free at the surface of individual lysozyme
and pectin complexes (Bayarri et al,, 2014; Ben Amara et al., 2016).
The turbidity of nisin-alginate feed solution was significantly
higher compared to that of nisin-pectin feed solution indicating
that the number and/or the size of nisin-alginate complexes were
more important, Pectin molecules consist of linear anionic carbo-
hydrate side chains that may be involved in electrostatic interac-
tions, as well as neutral carbohydrate side chains (‘hairy’ regions)
that might provide steric hindrance effects. On the other hand,
alginate is a linear anionic polysaccharide without side chains.
These differences in structure between the two polysaccharides
are likely to affect the nature of the formed complexes and/or
aggregates (Chang et al.,, 2014). Besides, reconstituted spray-
dried nisin-pectin complexes showed significantly higher turbidity
compared to untreated complexes and this is probably due to heat-
induced aggregation. On the other hand, it can be seen from Fig. 2
that spray-dried nisin-alginate complexes were characterized by a
significantly lower turbidity than untreated complexes and thus
we can assume that nisin-alginate aggregates were gradually dis-
sociated during spray-drying to reform smaller aggregates and/or
more individual complexes. In fact, application of stresses during
spray-drying such as heat, shear and dehydration can destabilize
the configuration of aggregates leading to their partial disassembly
and/or enhancing the number of individual complexes (Ben Amara
et al, 2016; Jones, Decker, & McClements, 2009). Consequently, we
can assume that electrostatic repulsions between the anionic algi-
nate chains were strong enough to inhibit thermal aggregation of
complexes and to make them more subjected to dissociation.

3.3. Particle size distribution of nisin-pectin and nisin-alginate
complexes

Fig. 3A shows the particle mean diameter (D43) of complexes
formed with mixtures of a fixed positively charged nisin concen-
tration (5 g/L) and a fixed concentration of negatively charged pec-
tin or alginate (2 g/L) at pH 5.0 before and after spray-drying and
resuspension. Whereas a monomodal distribution and a small par-
ticle size (38.45 + 7 jun) were obtained for the suspension contain-
ing nisin and pectin before spray-drying indicating the formation
of small and insoluble nisin-pectin complexes, a monomodal dis-
tribution and a large particle size (480 + 23 um) were obtained
for the mixture containing nisin and alginate indicating high aggre-
gation of individual insoluble nisin-alginate complexes resulting in
obtaining large particle size with a wide distribution. Pectin and
alginate are characterized by different charge densities and thus,
we could assume that large aggregates with a loose structure were
formed as a result of the strong electrostatic repulsions between
the linear negatively charged alginate chains. After spray-drying
and reconstitution, the particle mean size of nisin-alginate com-
plexes (96 + 3 pm) decreased compared to unprocessed complexes
and a bimodal curve was observed confirming that the spray-
drying process could promote the dissociation of large aggregates
to smaller insoluble complexes and/or aggregates with a lower
particle size and this is also in agreement with the turbidity
decrease. After spray-drying and reconstitution, the particle mean
diameter of nisin-pectin complexes increased as well as turbidity
as compared to untreated complexes and a multimodal curve
was observed confirming that the dryingfheating process could
promote aggregation of complexes.

3.4. {-potential of nisin-pectin and nisin-alginate complexes

{-potential measurements were done in order to study the
influence of spray-drying on the charge of nisin as well as the elec-
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trostatic interactions between nisin and both polysaccharides
before and after spray-drying (Fig. 3B). The {-potential of nisin
molecules at pH 5 became less positive after spray-drying indicat-
ing that the drying/heating process probably caused some changes
in the polypeptide structure. Whereas the overall charge of nisin-
pectin complexes was positive, the overall charge of nisin-
alginate complexes was negative before the spray-drying process
indicating that the outer layer of nisin-alginate aggregates could
be dominated by the anionic polysaccharide and this is probably
due to differences in the charge densities between the two polysac-
charides. Alginate is a linear unbranched polymer and thus the
negative charges carried by this polysaccharide are relatively
important compared to those carried by pectin chains. Besides, it
seems that spray-drying had a more significant effect on the ¢-
potential of nisin-alginate complexes indicating that the partial
dissociation of the formed aggregates could induce the appearance
of some cationic groups of nisin and/or the hiding of some anionic
groups of alginate.

3.5. Microstructure of spray-dried microcapsules

Fig. 4 shows the scanning electron micrographs of dried
microencapsulated nisin, nisin-pectin or nisin-alginate complexes
with maltodextrins as a drying matrix. The three types of micro-
capsules consisted of spherical particles, well-separated, with sim-
ilar diameters that ranged from 2 to 20 um. Indeed, the shear stress
endured during the encapsulation by spray-drying may lead to the
association of nisin-pectin complexes or the dissociation of nisin-
alginate complex aggregates making it difficult to observe the dif-
ferences in size between microcapsules. However, the polysaccha-
ride type had a significant effect on the shape of the obtained

microcapsules. In fact, nisin-pectin microcapsules were character-
ized by an irregular shape and a rough surface characterized by
some dents whereas nisin-alginate microcapsules had a round
shape and a smooth surface. Both capsule structure and molecular
interactions between carrier polymer and encapsulated compound
are important factors impacting release profiles (Zhong & Jin,
2009). The particles formed from nisin-pectin complexes were
smaller and less homogeneous compared to nisin-alginate micro-
capsules and thus one could expect that the larger surface area
for nisin-pectin microcapsules could increase the mass transfer
rate for internal nisin diffusing out of capsules, resulting in a
greater extent of nisin release (Xiao et al., 2011a). After manually
fracturing microcapsules, the inner structure of some broken
microcapsules was observed consisting of a shell matrix (core
material) and a large air bubble (called void) in the center of the
microcapsule. The formation of the central void can be attributed
to the expansion of air bubbles in the droplets during spray-
drying (Teixeira, Andrade, Farina, & Rocha-Ledo, 2004).

3.6. UV-vis spectra of nisin-pectin and nisin-alginate complexes

UV-vis absorption spectra of nisin were analyzed in order to
study the structural changes of nisin after complexation with pec-
tin and alginate and the effect of spray-drying on nisin-pectin or
nisin-alginate interactions (Fig. 5A). The nisin spectra exhibited
one main peak located in the far UV region (226 nm) which reflects
the peptide backbone structure. Generally speaking, the m-n* tran-
sition of the peptide backbone structure can be characterized by
the UV-vis absorption peak at the low wavelength region (Zhao,
Liu, Chi, Teng, & Qin, 2010). Nisin has no absorbance at 280 nm
because it does not contain aromatic amino acids. The absorbance
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intensity maxima for nisin-alginate feed solution decreased signif- changes in the conformation of nisin peptide backbone structure
icantly compared to nisin-pectin feed solution indicating that were the most significant in presence of alginate. Besides, the
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Gram-positive bacteria, K. rhizophila and L. innocua. The photos show an example of the observed inhibition zone for K. rhizophila and L. innocua.

absorbance intensity maxima at 226 nm decreased for spray-dried
and reconstituted nisin showing that changes occurred in the con-
formation of nisin peptide backbone after the drying process. How-
ever, no significant changes occurred in the absorbance intensity
maxima at 226 nm for nisin-pectin and nisin-alginate complexes
after spray-drying. The interactions between nisin and pectin or
alginate probably decreased heat induced unfolding and aggrega-
tion of nisin molecules and thus one could suppose that the two
polysaccharides acted as protective agents.

3.7. Effect of complexation with pectin and alginate and spray-drying
on nisin surface hydrophobicity

Estimation of the surface hydrophobicity of polypeptides has
been recognized as an effective method to identify polypeptide
conformational changes and to control its surface activity. The
extrinsic fluorescence was studied measuring the peptide surface
hydrophobic values (Sq) alone and in presence of pectin or alginate
before and after spray-drying with the aid of the fluorescent probe,
ANS (Fig. 5B). S is proportional to the number of hydrophobic
amino acid residues on the polypeptide surface. ANS fluorescence
intensity increases dramatically in a hydrophobic environment or

when the rotational motion of its phenylamino group is restricted.
This probe binds to peptides or proteins in a non-covalent way by
means of hydrophobic or electrostatic interactions (Someya & Yui,
2010). In presence of nisin, ANS fluorescence intensity increased
significantly and A, was blue shifted from 520 to 480 nm. This
observation is consistent with the fact that ANS molecules bound
to the peptide hydrophobic segments, and are shielded from the
solvent. Before spray-drying, Sy increased in presence of pectin or
alginate as compared to nisin alone and this could be related to
the attractive interactions between peptides and polysaccharides
resulting in rearrangement or dynamic modification of peptides
(Cheng, Ma, Li, Yan, & Cui, 2015). Besides, before spray-drying
and in presence of maltodextrin, the highest Sy value was noticed
for the mixed system containing nisin-pectin complexes. Thus,
ANS was probably bound to nisin in a higher proportion in pres-
ence of pectin. For nisin-alginate complexes, we can assume that
the high aggregation rate of complexes decreased the accessibility
of ANS molecules to the polypeptide hydrophobic binding sites
that were probably hidden inside the polymer network and that
were not available anymore for ANS binding. After spray-drying,
Sp slightly increased for nisin, nisin-pectin and nisin-alginate com-
plexes indicating that the drying/heating process could induce a

166



Résultats et discussions

C.B. Amara et al./ Food Chemistry 236 (2017) 32-40 39

partial unfolding of nisin molecules inside of self-assembled
biopolymer complexes/aggregates leading to a better exposition
of the hydrophobic binding sites on polypeptide’s molecular sur-
face thus increasing slightly ANS binding affinity.

3.8. Antimicrobial activity of spray-dried nisin, nisin-pectin and nisin-
alginate complexes

The antimicrobial activity of spray-dried nisin, nisin-pectin and
nisin-alginate complexes was assayed against two Gram-positive
bacteria, Kocuria rhizophila ATCC 9341 and Listeria innocua ATCC
33090 by agar well diffusion method. The three types of microcap-
sules were effective against the two tested microorganisms as evi-
denced by the growth inhibition zones (Fig. 6). Based on inhibition
zones diameters around nisin, nisin-pectin and nisin-alginate par-
ticles, nisin microcapsules had the highest antimicrobial activity
compared to nisin-pectin and nisin-alginate capsules indicating
that complexation with pectin or alginate affected either nisin
structure as shown from UV-Vis spectroscopy, activity, and/or dif-
fusion kinetics. Besides, nisin-alginate microcapsules were less
efficient than nisin-pectin microcapsules, whatever the tested bac-
terial strain indicating that changes of nisin structure and conse-
quently its antimicrobial activity were more important in the
presence of alginate after complexation and this result is also in
agreement with UV-Vis analysis.

4. Conclusion

Spray-drying of nisin-pectin and nisin-alginate electrostatic
complexes resulted in the microencapsulation of the antimicrobial
peptide in different polysaccharide networks. Turbidity and parti-
cle size measurements indicated that spray-drying promoted the
aggregation of nisin-pectin complexes as well as the dissociation
of nisin-alginate aggregates to form more individual complexes.
Complexation with pectin or alginate as well as the drying process
enhanced nisin surface hydrophobicity. Besides, spray-dried nisin
exhibited significant reduction in UV-Vis maximum absorption
intensity when compared to spray-dried nisin-pectin or nisin-
alginate complexes indicating that complexation with pectin or
alginate preserved the structure of nisin during the drying process.
This study showed that the complexation of antimicrobial nisin
with pectin or alginate leading to high turbidity values especially
for alginate can effectively protect its activity during the encapsu-
lation by spray-drying. However, further investigations by tech-
niques such as circular dichroism or Fourier Transform Infrared
(FTIR) spectroscopy are required to understand the molecular
mechanisms involved in the preservation of nisin structure after
interacting with pectin or alginate during spray-drying. Further
experiments should also be performed to check whether the lower
inhibition diameter around nisin-alginate particles than around
free nisin and to a lesser extent nisin-pectin particles is due to
the respective strengths of interactions between nisin and alginate
or pectin.
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I11.6.3. Conclusion

Le travail présenté dans cette partiec a montré que I’atomisation des complexes
nisine/pectine et nisine/alginate a permis une bonne encapsulation de la nisine dans différents
réseaux polysaccharidiques. En effet, la forme des microparticules obtenues a été
significativement influencée par le type de polysaccharide utilisé. De plus, les résultats ont
montré que le procédé de séchage par atomisation a favorisé 1’agrégation des complexes
nisine/pectine tandis qu’il a plutdt promu la dissociation des agrégats nisine/alginate. Cette
¢tude a permis de démontrer I’intérét de la complexation avec I’alginate ou la pectine pour la
protection de la structure et de I’activité antimicrobienne de la nisine lors du procéd¢ de séchage

par atomisation.
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Si la conception de systémes de microencapsulation formés entre des polysaccharides et
des protéines (ou des peptides) a eu un intérét croissant durant ces derniéres années, plusieurs
aspects liés a cette conception restent imparfaitement connus jusqu’a ce jour comme les
interactions moléculaires mises en jeu au niveau de ces systemes. En effet, la nature des
complexes protéines/polysaccharides ou peptides/polysaccharides ainsi que leurs propriétés
physico-chimiques dépendent fortement de ces interactions. Ces interactions peuvent étre
influencées par plusieurs facteurs intrinséques qui sont propres aux polymeres utilisés (poids
moléculaire, pK, des groupements fonctionnels des polysaccharides anioniques employés dans
le cadre de notre étude, pHi des protéines ou des peptides, nombre de charges ¢électrostatiques
positives et négatives, charge nette,...), ou extrinseques propres au milieu (ratio
polysaccharide/protéine, pH, force ionique, température,...), mais aussi a la méthode
d’encapsulation adoptée. L’influence de ces facteurs sur la formation et/ou la stabilité¢ des
complexes protéines/polysaccharides ou peptides/polysaccharides doit étre étudiée de fagon
approfondie avant d’envisager la mise en forme de systémes d’encapsulation (films ou
microparticules) a partir de ces complexes. A titre d’exemple, dans le cas de I’encapsulation
par séchage par atomisation, plusieurs phénoménes peuvent é¢galement se produire avant, apres
et durant le procédé (cisaillement, traitement thermique, déshydratation) et peuvent donc
affecter les interactions mises en jeu entre les biopolymeéres. Ce travail préalable de
caractérisation est donc trés important pour une meilleure compréhension de 1’influence du
procédé de séchage par atomisation sur la formation et les propriétés des complexes atomisés
et reconstitués mais surtout sur les caractéristiques des microparticules obtenues (taille, forme,

structure interne, protection et/ou libération du composé encapsulg,...).

Dans ce contexte bien précis, plusieurs aspects ont été ¢tudiés dans le cadre de cette
these dont 1’objectif principal est de former des microparticules ou des films antimicrobiens a
partir des complexes formés : (i) le role des interactions entre une protéine (le lysozyme) ou un
peptide (la nisine) et la pectine (polysaccharide anionique estérifi¢) ou 1’alginate
(polysaccharide  anionique  linéaire = non  branché) dans les  mécanismes
d’association/dissociation des complexes qui en découlent ; (ii) I’influence de ces interactions
sur la structure du lysozyme ou de la nisine lorsqu’ils sont complexés avec la pectine ou
’alginate ; (iii) I’impact du procédé¢ de séchage par atomisation sur les propriétés des complexes

formés et sur la structure du lysozyme ou de la nisine quand ils sont utilisés seuls ou lorsqu’ils
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sont complexés par la pectine ou 1’alginate ; et enfin (iv) I’importance de tous ces phénomenes

dans la conservation de 1’activité antimicrobienne du lysozyme ou de la nisine.

Parmi les points originaux de ce travail, on peut citer I'utilisation de polysaccharides
comme la pectine et 1’alginate pour développer des systémes d’encapsulation incorporant des
molécules antimicrobiennes complexées. Ces matrices polysaccharidiques peuvent E&tre
dégradées en présence de bactéries cibles productrices d’enzymes pectinolytiques ou
alginolytiques pour favoriser la libération de la molécule encapsulée. Lors de la conception de
ce type de systeme, la difficulté provient essentiellement de la dépendance des propriétés
physico-chimiques et fonctionnelles des complexes formés des conditions environnantes mais

aussi de la méthode d’encapsulation choisie.

La démarche adoptée dans notre travail se base sur I’é¢tude de I’influence de différents
facteurs comme le pH et la force ionique sur le phénomene de complexation du lysozyme ou
de la nisine par la pectine ou I’alginate (aspect formulation). Notre travail concerne aussi I’étude
de I’effet du cisaillement et/ou du traitement thermique appliqués durant le procédé de séchage
par atomisation sur les interactions mises en jeu (aspect procédé). La complexation a été étudice
sur une large gamme de pH de maniére a identifier la zone de pH qui permet de favoriser les
interactions attractives entre les molécules étudiées. Le tampon imidazole-acétate (5 mM),
ajusté au pH adéquat, a été utilisé pour la préparation des suspensions de complexes puisqu’il
s’agit d’un tampon caractérisé par une faible force ionique. La stratégie sur laquelle ce travail
s’est basé a consisté a étudier la formation des complexes et les interactions moléculaires qui
ont lieu en ajoutant des concentrations croissantes en polysaccharide (pectine ou alginate) de 0
a4 g/L a une quantité fixe en lysozyme (0,714 g/L) ou en nisine (5 g/L). Le polysaccharide est
ajouté en quantité suffisante jusqu’a saturation des sites cationiques du peptide ou de la protéine
(en mesurant le potentiel zéta). Dans des études précédentes, la formation des complexes
lysozyme/pectine a pH 7 ainsi que leur stabilité vis-a-vis d’enzymes protéolytiques ou de
traitements thermiques ont déja été étudiées (Bayarri et al., 2014 ; Ormus et al., 2015). Ces
¢tudes ont permis de montrer que le lysozyme est capable de se complexer avec la pectine a pH
7 via des interactions électrostatiques. Les complexes formeés ont €té caractérisés par une forme
sphérique et une charge nette globale négative ce qui suggére que le lysozyme, chargé
positivement, est ‘piégé’ a I’intérieur d’un réseau formé par les chaines anioniques de pectine.
Ces ¢tudes ont permis une meilleure caractérisation des interactions lysozyme/pectine.
Toutefois, il existe un manque d’informations concernant les facteurs qui permettent de

contrdler la taille et les propriétés physico-chimiques des complexes lysozyme/pectine.
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Dans un premier temps, 1’étude des interactions entre le lysozyme et la pectine en solution
a été réalisée et a montré que des complexes entre ces deux molécules peuvent étre formés sur
une large gamme de pH allant de 3 a 9, principalement par des interactions électrostatiques.
L’addition graduelle de pectine a une concentration fixe en lysozyme aux différents pH étudiés
s’est traduite par une phase d’association des complexes lysozyme/pectine (agrégation) suivie
d’une phase de dissociation des agrégats. Le phénomene d’agrégation des complexes pourrait
étre expliqué par 1’établissement de ponts pectiques entre les sites cationiques du lysozyme
demeurant libres a la surface des complexes (Bayarri ef al., 2014). Les études spectroscopiques
ont montré qu’au cours de ces deux phases d’association et de dissociation, des changements
au niveau de la conformation du lysozyme ont eu lieu. Il a également été observé que des
conditions spécifiques de ratio lysozyme/pectine et de pH sont nécessaires pour permettre une
agrégation optimale des complexes et ceci a été relié a la variation de la densité des charges des
deux biopolymeéres en fonction du pH. D’une part, 1’association entre les deux molécules a
nécessité de fortes concentrations en pectine a pH 3 et ce résultat peut s’expliquer par la faible
densit¢ de charge du polysaccharide a cette valeur de pH. D’autre part, la formation des
complexes a eu lieu dés ’ajout de faibles quantités de pectine a pH 9 ce qui pourrait étre
expliqué par le fait que les interactions €lectrostatiques avec les sites cationiques du lysozyme
ont été probablement promues puisque les chaines de pectine portent une charge négative élevée
a ce pH. Une bonne modulation de ces interactions peut donc étre favorablement exploitée pour
augmenter la stabilit¢ du lysozyme, concevoir des films ou des microparticules
antimicrobiennes pour la préservation des aliments et/ou controler la libération du lysozyme a

partir de ces matrices.

Par la suite, on a montré que des complexes formés entre le lysozyme (0,714 g/L) et a
différentes concentrations en pectine (0-4 g/L) a pH 7 peuvent étre utilisés pour former des
microparticules antimicrobiennes par le procédé de séchage par atomisation, en utilisant les
maltodextrines comme matrice de séchage. Intentionnellement, les complexes
lysozyme/pectine ont été formés a pH 7 puisque le lysozyme possede une activité enzymatique
optimale a ce pH (Bayarri et al., 2014). Afin d’étudier ’effet du séchage par atomisation sur
les interactions mises en jeu, les propriétés des complexes formés avant et apreés atomisation et
reconstitution ont été comparées. Dans cette section, il a ét¢ démontré que le lysozyme a été
efficacement encapsulé dans différents réseaux polysaccharidiques. La turbidité maximale des
complexes atomisés a été plus faible que celle des complexes non atomisés a une concentration

en pectine permettant une agrégation optimale des complexes et a partir de laquelle la turbidité
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a diminué. A partir de ce résultat, il est clair que le procédé de séchage par atomisation a favorisé
la dissociation des agrégats de complexes lysozyme/pectine. Au-dela d’une concentration en
pectine de 0,5 g/L, une baisse de I’activité enzymatique du lysozyme complexé et atomisé a été
notée et ceci pourrait &tre di a la limitation de la diffusion et de 1’accessibilité du substrat aux
sites actifs du lysozyme encapsulé¢ au sein du réseau polysaccharidique. De plus, les
observations microscopiques ont montré que la taille des microparticules a été similaire quelque
soit la concentration en pectine et ceci pourrait étre dii au cisaillement exercé sur les complexes
lors de I’atomisation mais aussi a la ‘dilution’ de ces complexes suite a 1’addition des

maltodextrines rendant la différenciation entre les différentes poudres obtenues difficile.

Il nous a également semblé intéressant d’étudier les interactions entre le lysozyme et
’alginate de sodium, un polysaccharide anionique non estérifié. Ainsi, des concentrations
croissantes en alginate de sodium (0-4 g/L) ont été rajoutées au lysozyme (0,714 g/L) a pH 7 et
les effets de la complexation lysozyme/alginate sur la structure et les activités enzymatique et
antimicrobienne du lysozyme ont été évalués. Dans cette étude, il a été montré que la taille et
I’aspect des complexes et des agrégats formés ont été dépendants de la concentration du
polysaccharide. De plus, I’agrégation des complexes a ét¢ maximale pour une concentration en
alginate au niveau de laquelle une neutralisation des charges nettes des deux biopolymeéres a eu
lieu. 1l a été également constaté que ’activité enzymatique du lysozyme a baissé suite a sa
complexation avec 1’alginate mais a été¢ totalement restaurée apres 1’addition du chlorure de
calcium indiquant que les interactions sont principalement ¢électrostatiques. Cette étude a
¢galement montré I’intérét potentiel de I'utilisation des complexes lysozyme/alginate pour
produire des films antimicrobiens. En effet, les films obtenus ont été actifs contre deux bactéries
a Gram positif Kocuria rhizophila et Listeria innocua et il a été également constaté que leur
activité antimicrobienne a augment¢ significativement suite a I’ajout de ’alginate lyase. Ceci
peut s’expliquer par la dissociation des complexes lysozyme/alginate et/ou 1’augmentation de
la vitesse de libération du lysozyme a travers la matrice d’alginate suite a 1’hydrolyse
enzymatique. Les films obtenus peuvent donc cibler efficacement des bactéries sensibles au
lysozyme et productrices d’enzymes alginolytiques. Dans une étude similaire (Bayarri et al.,
2014), il a été constaté que I’ajout d’enzymes pectinolytiques a entrainé une augmentation
importante de la vitesse de relargage du lysozyme quand il est incorporé dans des films a base

de pectine.

Dans un second temps, le lysozyme (protéine globulaire) a été remplacé par la nisine

(peptide) afin d’étudier 1’effet de la taille et de la structure de 1’agent protéique antimicrobien
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sur la formation des complexes avec la pectine ou 1’alginate a trois valeurs de pH (pH 3, pH 5
et pH 7). A ces valeurs de pH, la nisine, chargée positivement, est capable d’interagir
notamment via des interactions électrostatiques avec la pectine ou 1’alginate qui sont chargés
négativement. Ces travaux ont permis, entre autres, de mieux comprendre 1’effet du pH sur les
propriétés des complexes nisine/pectine ou nisine/alginate formés (taille, forme, charge,...), sur
les interactions moléculaires mises en jeu entre ces molécules mais, aussi sur la structure et

I’activité antimicrobienne de la nisine suite a sa complexation.

L’activité antimicrobienne de la nisine implique des interactions électrostatiques entre
I’extrémité C-terminale du peptide (positivement chargé) et les phospholipides de la membrane
des bactéries (chargés négativement) ainsi que des interactions hydrophobes vial’extrémité N-
terminale qui permet I’insertion de la nisine dans la bicouche phospholipidique de la membrane
bactérienne entrainant sa perméabilisation (McAuliffe ez al., 2001). En se basant sur ce mode
d’action, il est important d’évaluer I’influence de la complexation par la pectine ou ’alginate
sur la structure de ce peptide, de caractériser les interactions qui sont mises en jeu et aussi de
mieux comprendre I’effet de ces interactions sur 1’hydrophobicité de surface de la nisine. Ainsi,
dans cette section, il a été démontré que la complexation de la nisine par les deux
polysaccharides est dépendante du pH étant donné que ce facteur influence la densité des
charges des molécules étudiées. Les résultats ont révélé que la complexation de la nisine avec
la pectine ou I’alginate a été favorisée dans des conditions acides (pH 3 et pH 5). En effet,
I’ajout de quantités croissantes en pectine ou en alginate (0-4 g/L) a une concentration fixe en
nisine a pH 3 et pH 5 a entrainé une augmentation de la turbidité jusqu'a atteindre un pic a partir
duquel la turbidité est restée constante (pH 3) ou a diminué légeérement (pH 5). La formation
et/ou l’agrégation des complexes nisine/pectine et nisine/alginate ont été suivies d’un
changement au niveau de leur taille, de leur charge et de leur structure. Cette complexation a
¢été aussi accompagnée d’un changement au niveau de la structure du squelette peptidique de la
nisine et de son hydrophobicité de surface. En effet, I’interaction de la nisine avec la pectine ou
I’alginate a entrainé une meilleure exposition des résidus hydrophobes du peptide,
essentiellement a pH 3 et pH 5. Par contre, a pH 7, la formation des complexes était réduite et
les modifications structurales de la nisine étaient beaucoup moins significatives et ceci peut
s’expliquer par la diminution de la charge positive portée par la nisine mais aussi par la baisse
de sa solubilité a cette valeur de pH (Hurst, 1981). Dans un second temps, il a été ¢galement
montré qu’a partir des complexes nisine/pectine ou nisine/alginate, il est possible d’obtenir des

films dont I’activité antimicrobienne contre les bactéries cibles serait dépendante du pH.
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Ce résultat montre clairement qu’il serait intéressant de contrdler et/ou de déclencher la
déstabilisation de la matrice formée en modifiant le pH dans le but d’optimiser le relargage de
la nisine. Par la suite, on s’est intéressé a 1’étude du potentiel de complexation avec la pectine
ou I’alginate pour encapsuler la nisine par le procédé de séchage par atomisation et protéger sa
structure contre les différentes contraintes (cisaillement, traitement thermique, déshydratation)
qu’elle peut subir lors de I’atomisation. Dans le cadre de cette étude, la formation des complexes
nisine/pectine et nisine/alginate a été réalisée a pH 5, condition permettant de favoriser les
interactions électrostatiques entre la nisine et les deux polysaccharides, et a un ratio
peptide/polysaccharide de 5/2 qui permet une coacervation maximale. Les complexes formés
ont été par la suite atomisés en présence de maltodextrines comme matrice de séchage. Les
observations réalisées par microscopie ¢lectronique a balayage ont montré que 1’atomisation
des coacervats nisine/pectine et nisine/alginate a permis une bonne encapsulation de la nisine
dans différentes matrices polysaccharidiques et que 1’aspect des microparticules obtenues a été
dépendant du type de polysaccharide utilisé. Les résultats ont également révélé que
I’atomisation a favorisé I’association des complexes nisine/pectine tandis qu’elle a plutdt promu
la dissociation des agrégats nisine/alginate. De plus, cette étude a permis de démontrer que la
structure de la nisine ainsi que son activité antimicrobienne semblent étre mieux protégées,

lorsqu’elle est complexée avec un polysaccharide anionique.

Mis ensemble, ces différents résultats montrent que lors de la conception de systémes
d’encapsulation (films ou microparticules) constitués de complexes protéines/polysaccharides
ou peptides/polysaccharides, le controle des différents facteurs pouvant influencer les liaisons
moléculaires mises en jeu et 1’état d’association ou de dissociation des complexes formés est
un ¢lément clé pour produire des systémes performants. Il est également nécessaire d’évaluer
I’effet de ces interactions sur la structure des molécules encapsulées et sur le maintien de leur
activité. Une bonne connaissance des propri¢tés des molécules utilisées et une bonne maitrise
des conditions opératoires (ratio protéine/polysaccharide, ratio peptide/polysaccharide, pH,
force ionique, température, cisaillement, degré de déshydratation,...) sont nécessaires pour
controler 1’association encapsulant/encapsulé dans I’objectif de concevoir des systemes
d’encapsulation efficaces et avec des propriétés fonctionnelles (protection de I’agent d’intérét,

libération controlée,...) modulables.
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Ce travail de these, qui vise a concevoir des systémes d’encapsulation en utilisant des
complexes formés entre une protéine (le lysozyme) ou un peptide (la nisine) et des
polysaccharides anioniques, a permis de mieux appréhender les relations qui existent entre la
composition, la structure et la libération des molécules d’intérét a travers les systémes formés
(films ou microparticules). L’objectif était donc de comprendre les mécanismes mis en jeu et
les facteurs impliqués, ¢léments indispensables pour une bonne maitrise de tels systémes. Il
s’agissait d’avoir une vision plus claire sur les interactions moléculaires qui ont lieu entre le
lysozyme ou la nisine et la pectine ou 1’alginate, la structure des films produits par voie solvant
(casting) ou des microparticules obtenues par séchage par atomisation et qui représentent une
barriére qu’un composé encapsulé doit franchir lors de sa libération. Un autre objectif était de
comprendre ’effet du séchage par atomisation sur les propriétés des complexes formés et sur
la structure des molécules encapsulées (nisine ou lysozyme) et leur activité antimicrobienne.
Ce travail doit permettre d’élaborer des systemes dont les fonctions principales, la protection et
le controle de la libération, seraient modulables en fonction des interactions mises en jeu qui
dépendent a la fois des propriétés des matériaux qui les constituent et d’un ensemble de facteurs

propres au milieu (pH, force ionique, température,...).

Dans un premier temps, il a été indispensable de sélectionner les molécules d’intérét et
les polysaccharides a I’é¢tude. Les molécules d’intérét sont la nisine et le lysozyme, utilisées
pour leur activité antimicrobienne comme additifs en industrie alimentaire. De plus, ces deux
molécules sont caractérisées par une charge positive sur une large gamme de pH en raison de
leur pHi ¢levé. Elles sont donc capables d’interagir via des interactions €lectrostatiques avec
les polysaccharides anioniques choisis, 1’alginate et la pectine, a un pH au-dessous de leur pHi
et au-dessus du pKa, du polysaccharide. Etant donné que la complexation via des interactions
¢lectrostatiques est un processus qui dépend fortement de certains facteurs comme le pH ou la
force ionique, il nous a semblé nécessaire de comprendre 1’influence de ces parametres sur la
nature et D’intensité des interactions qui s’exercent entre le lysozyme ou la nisine et les
polysaccharides utilisés. On a pu démontrer que la conception de systémes d’encapsulation a
base de complexes formés entre des molécules antimicrobiennes et des polysaccharides
représente une alternative intéressante dans la mesure ou ces systeémes peuvent cibler
efficacement des bactéries sensibles aux agents antimicrobiens utilisés et capables de produire

des enzymes pectinolytiques ou alginolytiques.

Une attention particuliere a été portée sur I’effet du séchage par atomisation sur les

propriétés des complexes formés, les propriétés de dissociation/association de ces complexes,
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et sur la structure des molécules encapsulées. Nous avons pu montrer qu’a des concentrations
en polysaccharide qui permettent une complexation maximale, la structure de la protéine
(lysozyme) ou du peptide (nisine) encapsulés est bien protégée contre le cisaillement, le

traitement thermique et/ou la déshydratation lors du séchage par atomisation.

En revanche, a I’issue de ce travail, plusieurs questions se posent, et des études
complémentaires semblent nécessaires pour une meilleure compréhension de la nature exacte
des interactions moléculaires mises en jeu au sein des complexes formés et des sites
moléculaires au niveau desquels les interactions entre les deux biopolymeéres peuvent avoir lieu.
En effet, méme si les interactions €lectrostatiques s’averent étre les interactions majoritaires au
sein de ces systemes, d’autres types de liaisons peuvent également se manifester comme les
interactions hydrogenes, les interactions hydrophobes ou les interactions de van der Waals. Il
est également important de déterminer si ces interactions entrainent une modification de la
conformation du lysozyme ou de la nisine, voire un dépliement de leur structure, et de mieux
comprendre les phénomeénes impliqués dans la protection de la structure de ces molécules lors
de procédé de séchage. Parmi les techniques envisageables, on cite la titration calorimétrique
isotherme, la spectroscopie infrarouge a transformée de Fourier (FTIR) ou le dichroisme
circulaire. En outre, la dissociation des contraintes mécanique (cisaillement), thermique et
hydrique que subissent les complexes lors du séchage par atomisation faciliterait la

compréhension des mécanismes impliqués dans leur déstabilisation lors de I’atomisation.

Parmi les voies d’exploration qui peuvent étre envisagées a 1’issue de ce travail on peut
citer : (i) I'utilisation de pectines caractérisées par différents degrés d’estérification afin de
mieux comprendre le role du degré d’estérification et de cerner les sites moléculaires au niveau
desquels les assemblages moléculaires peuvent avoir lieu; (ii) I’emploi de complexes
protéines/polysaccharides (par exemple le systéme caséinate de sodium/pectine) pour stabiliser
des émulsions qui peuvent étre obtenues a partir des complexes préalablement préparés et
rajoutés a I’huile ou par la méthode couche par couche et qui sont destinées a étre séchées. Cette
perspective est trés intéressante si on envisage d’encapsuler une huile essentielle caractérisée
par de bonnes propriétés antimicrobiennes mais une insolubilité dans I’eau; (iii) I’exploitation
de I’intérét potentiel des complexes solubles afin de stabiliser des émulsions ; (iv) I’étude de
I’effet de la réticulation enzymatique sur les propriétés des complexes
protéines/polysaccharides ou peptides/polysaccharides et sur celles des systémes
d’encapsulation qui en découlent (I’objectif de la réticulation serait de rendre ces complexes

plus résistants aux changements des facteurs environnementaux) ; (v) I’étude des propriétés des
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complexes formés a des valeurs de pH supérieures au pHi en utilisant un polysaccharide

cationique comme le chitosane...

Plusieurs applications peuvent aussi étre envisagées puisque les complexes formés entre
les protéines (ou les peptides) et les polysaccharides peuvent étre utilisés pour encapsuler des
bactéries probiotiques afin de les protéger ou bien pour encapsuler des molécules lipophiles
oxydables (acides gras polyinsaturés,...) dans 1’objectif de relier la perméabilité de la matrice
d’encapsulation a 1’oxygeéne a sa capacité a protéger les molécules encapsulées contre le
phénomene d’oxydation. Une autre approche intéressante consiste a étudier le devenir des
systemes d’encapsulation ¢laborés dans le tractus digestif puisque les polysaccharides utilisés
peuvent étre sensibles a 1’action de la microflore intestinale favorisant une déstabilisation des
complexes et engandrant ainsi la libération du composé encapsulé. Ainsi, ’emploi des
complexes peptides/polysaccharides (ou protéines/polysaccharides) afin de développer des
systémes d’encapsulation présente un éventail large d’applications aussi bien dans le domaine

agroalimentaire que dans le domaine nutraceutique ou pharmaceutique.
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EMBALLAGE

Enrobages comestibles et emballages actifs
pour la conservation d’aliments peérissables
présentation et premiers résultats du projet de
coopération Franco-Thailandaise ActiFoodCoat
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Les différentes étapes pour la préparation de films a base de biopolyméres contenant des biomolécules antimicrobiennes et/
ou antioxydantes applicables pour la conservation d’aliments périssables sont illustrées par les études réalisées par 4 équipes
de recherche associées a un programme de coopération Franco-Thailandaise. Ces grandes étapes sont : (i) le choix de la
formulation des ingrédients entrant dans la composition du film, (ii) les parametres associés aux procédés d’élaboration des
films, (iii) la caractérisation des propriétés physico-chimiques des films et I'évaluation in vitro de leur activité antimicrobienne
ou antioxydante et (iv) leur application in situ a des aliments périssables pour en évaluer I'effet sur la durée de vie de ces
produits. Les biopolyméres filmogénes et les biomolécules actives considérés comprennent des co-produits de I'agriculture
Thailandaise comme la gélatine préparée a partir de peau de poisson-chat géant ou un exirait de graines de longane ayant un

pouvoir antioxydant avéré.

ABSTRACT

The different steps leading to the preparation of biopolymer-
based films incorporated with antimicrobial and/or antioxidant
biomolecules which can be applied to the preservation of perishable
foods are illustrated by the studies performed by 4 research
groups associated within a Franco-Thai cooperation program. The
major steps are: (i) the choice of the formulation of film-forming
ingredients, (i) the processing conditions used to make films, (iii)
the characterization of the physico-chemical properties of films and
the in vitro assay of their antimicrobial and/or antioxidant activities,
and (iv) the in situ application of these films to perishable foods to
assess their impact on their shelf-life. The film-forming biopolymers
and active biomolecules considered include Thai agricultural
by-products such as gelatin prepared from giant catfish skin or
antioxidant longan seed extract, respectively.

POURQUOI UNE COLLABORATION FRANCO-THAILANDAISE
SUR LES ENROBAGES COMESTIBLES ET LES EMBALLAGES
ACTIFS ?

De nombreux biopolyméres présentent des propriétés filmogénes
qui peuvent étre exploitées pour enrober des aliments par dépot
d’une solution filmogéne 4 leur surface ou pour élaborer des films
pour des applications en contact alimentaire. Les enrobages ou films
ainsi obtenus peuvent remplir certaines des fonctions traditionnelles
d’un film d’emballage plastique telles que des propriétés de résistance
mécanique, de barriére aux gaz, a 'eau ou aux matiéres grasses ou
encore pour améliorer la présentation de l'aliment conditionné.
Pour la conservation de produits rapidement périssables tels que
poissons, fruits de mer, viandes, produits de 4°™ gamme, produits
élaborés préts a consommer, disposer d’enrobages ou de films
jouant un rdle actif et ainsi capables de ralentir efficacement les
altérations microbiennes ou chimiques de ces produits permettrait

d’en allonger la durée de vie. Cest dans cet objectif qu’a vu le jour
un programme de collaboration Franco-Thailandais rassemblant
4 équipes déja fortement engagées dans ce domaine de recherche.
Les compétences développées sont illustrées par des travaux de ces
4 équipes et par les premiers fruits de cette collaboration dans le
domaine des films actifs antimicrobiens et/ou antioxydants a base
de biopolyméres pour la conservation des aliments rassemblés au
niveau du Tableau 1.

Les étapes qui se succédent pour élaborer des films actifs a base
de biopolyméres naturels contenant des antioxydants ou des
antimicrobiens sont présentées au niveau de la Figure 1.

1) Choix de la formulation :
biopolymeére filmogene, plastifiant, composés antimicrobiens et/ou
antioxydants et éventuellement agents de réticulation

2) Elaboration des films :
voie solvant (« casting > ) ou fondue (extrusion-gonflage)
possibilité de réticulation pendant (exemple : réticulation enzymatique
de protéines par la transglutaminase) ou aprés I'élaboration
(exemple : irradiation par faisceaux d’électrons)

3) Caractérisation des films :
- Evaluation des propriétés mécaniques, thermiques (DSC, TGA), barriéres
aux gaz (vapeur d’eau, O2, CO2) dans des conditions de température et
d’humidité relative définies, solubilité dans I'eau, propriétés de surface
(mesure d’angle de contact d'une goutte de liquide avec un goniométre)
- Evaluation de l'activité antimicrobienne et/ou antioxydante in vitro

4) Essais d’application in situ des films pour la conservation d’un aliment réel
(ou modéle)

Figure 1 : Etapes se succédant pour élahorer des films actifs
antioxydants ou antimicrobiens a base de biopolyméres.
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Protéines

gélatine bovine ou de
poisson

Comparaison des propriétés physico-chimiques de films a base de
gélatine d’os bovin ou de peau de poisson chat géant
(Pangasianodon gigas)

Impact de I'irradiation par faisceau d’électrons sur les propriétés de
films a base de gélatine de poisson

Comparaison de I'activité antioxydante de films de gélatine avec de
I'extrait de graines de longane ou du BHT (butylhydroxytoluéne) :
application 4 la conservation de I'huile de soja

Application de films de gélatine bovine réticulés parla
transglutaminase contenant de la catéchine et du lysozyme a la
conservation de viande hachée de porc

Rawdkuen et al. (2010)

Benbettaieb et al. (2015)

Vichalsip et al. (2014)

Kaewprachu et al. (2015)

protéines myofibrillaires
de poisson

Caractérisation physico-chimique des films

Kaewprachu et al. (2016)

isolat de protéines
de lactosérum

Caractérisation physico-chimique de films 4 base de mélange
d’amidon de blé et de protéines sériques laitiéres

Basiak et al. (2017)

Activité antimicrobienne de films de caséinates élaborés par
extrusion-gonflage contenant du lysozyme, de la nisine ou de la

Colak et al. (2015,2016)

caseinates e
Caractéristiques physico-chimiques de films & base de pectines LM et | Eghbal et al. (2016,2017)
de caséinate de sodium
Polyosides
hitosane Propriétés, morphologie et activité antioxydante de films composites et il )

de chitosane avec de la lignine

amidon de blé

Caractéristiques physico-chimiques de films a base d’amidon de blé
et de protéines sériques laitiéres

Basiak et al. (2017)

alginate

Activité antimicrobienne et caractéristiques physico-chimiques de
films d’alginate contenant du lysozyme

Ben Amara et al. (2016)

pectines faiblement
méthylées (LM)

Activité antimicrobienne et caractéristiques physico-chimiques de
films de pectines LM contenant du lysozyme

Caractéristiques physico-chimiques de films a base de pectines LM et
de caséinate de sodium

Bayarri etal. (2014)

Eghbal et al. (2016, 2017)

Tableau 1 : Exemples d’études concernant I’élaboration, la caractérisation et I'application de films a base de hiopolyméres.

Comme indiqué dans le tableau 1, les biopolyméres employés pour
élaborer des enrobages ou des films comestibles sont notamment
des protéines ou des polyosides, de préférence issus de co-produits
ou de déchets des industries agricoles et alimentaires. Ces
polyméres hydrophiles ont de ce fait des propriétés trés variables
en fonction de 'humidité de I'atmosphére environnante. Leurs
propriétés barriéres a la vapeur d’eau s’avérent généralement treés
limitées comparativement 4 celles de films plastiques de méme
épaisseur. Pour les applications en contact direct avec des aliments
périssables riches en eau, comme la viande ou le poisson, le
gonflement et la solubilisation des films & base de biopolymeéres
peuvent s'avérer excessifs et conduire a leur déstructuration. La
diminution de I'hydrosolubilité de ces films est une des motivations
de leur réticulation par différents moyens tels que la réticulation
enzymatique de films protéiques par une transglutaminase
microbienne. Cette étape se déroule alors dans la suspension
filmogéne avant I'évaporation du solvant. Une autre voie également
testée avec de la gélatine de poisson consiste a ajouter des composés
phénoliques tels que la catéchine (Rawdkuen et al, 2012). Enfin, un
traitement de films a base de gélatine de poisson par irradiation par

= 18 = Industries Alimentaires et Agricoles * Mars-Avril 2017

un faisceau d’électrons (60 kGy) a permis d’augmenter de 30% leur
résistance mécanique  la traction (Benbettaieb et al.,, 2016).

DES PROPRIETES DES FILMS DEPENDANTES DU COUPLE
FORMULATION - PROCEDE D’ELABORATION

Les propriétés des films élaborés sont intimement dépendantes a la
fois de la formulation choisie (voir Tableau 1) mais également du
procédé d’élaboration des films. Ces deux facteurs conditionnent
notamment les interactions qui s'établissent entre les biopolyméres
employés, les plastifiants (de facon classique le glycérol et l'eau selon
I'humidité de I'atmosphére de conditionnement des films) et les
composés antioxydants ou antimicrobiens employés dans le cas des
films actifs. Il est aussi possible de mélanger en proportions variables
des biopolymeéres qui peuvent s’avérer miscibles ou immiscibles
suivantleurs naturesrespectives etles conditions environnementales.
Mélanger des polymeéres permet ainsi de moduler les propriétés
d’usage des films obtenus, comme illustré pour les propriétés de
surface de films a base de mélanges d’amidon de blé et de protéines
de lactosérum (Basiak et al.,, 2017) ou encore pour les propriétés de
résistance mécanique a la traction de films 4 base de mélanges de
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pectines faiblement méthylées et de caséinate de sodium (Eghbal
et al, 2016, 2017). La possibilité de disperser de la lignine qui
est un polymére non filmogéne dans une matrice filmogéne de
chitosane en recourant a un pré-traitement d’homogénéisation de la
suspension filmogeéne pour obtenir des films présentant une activité
antioxydante est particuliérement intéressante : en effet, un des
intéréts de la lignine par rapport & d’autres antioxydants réside dans
son faible cotit (Crouvisier-Urion et al., 2016, 2017).

La libération contrélée des composés actifs : une problématique clé
pour les films actifs

L'activité de nombreux enrobages ou films actifs intégrant des
composés antioxydants ou antimicrobiens repose sur la libération
de ces composés bio-actifs des films vers la surface des aliments
en contact direct ou vers I'atmosphére de conditionnement des
aliments dans le cas ol ces composés sont volatils (Figure 2). Kurek
et al. (2013, 2014) ont ainsi développé une formulation & base de
chitosane incorporant du carvacrol dontla cinétique de libération est
accélérée aux fortes humidités de I'atmosphére de conditionnement.
L'intérét réside dans le fait que ces conditions sont aussi celles
favorables au développement microbien. Les concentrations
minimales en carvacrol dans 'atmosphére de conditionnement pour
inhiber le développement de micro-organismes indésirables ont été
déterminées et ont servi de base au dimensionnement d’emballages
actifs incorporant ce composé volatil antimicrobien.

matrice

B filmogéne

A
film antimicrobien
y ) désorption
| diffusion

matrice alimentaire ——

Figure 2 : Emballage/enrobage actif libérant A) des composés
antimicrohiens non volatils ( @ ) vers une matrice alimentaire en
contact direct ; (B) des composés antimicrobiens volatils (+)dans
I’atmospheére de conditionnement de I’aliment.

Un facteur clé pour lefficacité de tels systémes pour ralentir les
altérations des aliments réside alors dans le contrdle de la cinétique
de libération de ces composés vers la surface des aliments périssables
pour qu'une concentration efficace y soit maintenue durablement.
Apporter ces composés par I'intermédiaire d’enrobages ou de films
actifs permet, par rapport 4 une incorporation directe dans la masse
de l'aliment, de les apporter précisément 4 la surface des aliments
ou les altérations oxydatives et microbiennes sont généralement
les plus rapides. La cinétique de libération des composés actifs
incorporés dans les films peut dépendre des interactions qui
s’établissent entre ces composés et les polymeéres dans lesquels ils
sont incorporés : des films 4 base de polymeéres anioniques (alginate
de sodium ou pectines faiblement méthylées) ont ainsi permis une
libération progressive du lysozyme qui présente au contraire une
charge positive élevée 2 pH neutre (Bayarri et al.,, 2014 ; Ben Amara
et al,, 2016). La cinétique de libération de ces composés dépend
aussi de phénoménes de transport de type diffusionnel, I'épaisseur
et la tortuosité des films étant alors des facteurs décisifs. Dans le cas
des films émetteurs de composés actifs, la réticulation du réseau
polymérique pour améliorer les propriétés mécaniques et barriere
des films peut s’avérer positive sil'objectif est de ralentir la cinétique
de libération d'un composé ou négative si ce ralentissement est
excessif.

EMBALLAGE

LES FILMS ACTIFS A BASE DE BIOPOLYMERES : UNE VOIE
DE VALORISATION DE CO-PRODUITS DE LAGRICULTURE
ET DE LA PECHE

Les composés antioxydants incorporés dans des films sont des
composés phénoliques purs tels que la catéchine (Kaewprachu et
al,, 2015), le tyrosol ou l'acide férulique (Benbettaieb et al., 2016),
des extraits végétaux riches en polyphénols tels que l'extrait de
pépins de longane (Vichasilp et al,, 2014) ou encore de la lignine
(Crouvisier-Urion et al, 2017). Les composés antimicrobiens
employés sont des conservateurs naturels tels que la natamycine,
la nisine ou le lysozyme ou des biopolyméres antifongiques
comme le chitosane. Notons que certains composés phénoliques
comme la catéchine présentent 4 la fois une activité antioxydante
et antimicrobienne. Comme I'illustre cette liste de composés actifs
et celle des biopolymeres présentée dans le Tableau 1, des films
ou enrobages comestibles actifs peuvent étre élaborés a partir de
co-produits de I'agriculture ou de la péche. Cette collaboration
Franco-Thailandaise est ainsi I'occasion d’évaluer les potentialités
d’exploitation des propriétés filmogénes de co-produits de la
péche tels que la gélatine préparée a partir de poisson-chat géant
ou de protéines myofibrillaires de poisson ou encore des propriétés
antimicrobiennes ou antioxydantes d’extraits végétaux tels que
I'extrait de pépins de longane.

LA STABILITE LIMITEE DE BIOMOLECULES
ANTIMICROBIENNES OU ANTIOXYDANTES : UN VERROU
TECHNOLOGIQUE POUR LEUR INCORPORATION DANS
DES FILMS ELABORES PAR VOIE FONDUE ?

Dans le cas ot les films actifs sont élaborés par voie fondue, la
stabilité limitée de nombreuses biomolécules antimicrobiennes
ou antioxydantes dans les conditions de température et de
cisaillement élevées présentes lors des étapes d’extrusion-gonflage,
classiquement employées industriellement pour élaborer des films
pourle conditionnement des produits alimentaires, peut constituer
un verrou technologique. Un choix judicieux de formulation avec
une teneur suffisante en glycérol et une quantité limitée d’eau a
cependant permis d’obtenir des films de caséinates dans lesquels
I'activité enzymatique du lysozyme ajouté est préservée (Colak
et al,, 2015). Ces mémes conditions ont également permis de
préserver l'activité de la nisine et de la natamycine dans de tels

films (Colak et al., 2016).

EXEMPLES D’APPLICATION IN SITU DES FILMS ACTIFS
Une fois que les films avec les propriétés requises sont obtenus, il
convient de tester leur potentiel en les appliquant 4 la conservation
des aliments. Deux exemples d’application de films actifs 4 base de
gélatine ont ainsi été rapportés par nos collegues thailandais :

- l'utilisation de films de gélatine contenant 500 ppm (m/m)
d’extrait de pépins de longane pour conditionner de I'huile de
soja a ainsi permis de ralentir son oxydation et par conséquent
de prolonger sa durée de conservation de maniere significative
(Vichasilp et al., 2014)

- des films a base de gélatine bovine réticulés par une
transglutaminase microbienne contenant du lysozyme et
de la catéchine ont été employés pour sceller des barquettes
contenant de la viande de porc crue et hachée. Le suivi pendant
7 jours d’indicateurs de la qualité de cette viande de porc (flore
totale, exsudation, couleur, oxydation des matiéres grasses) a
4°C conditionnée soit dans un film de PVC, soit dans un film/
enrobage de gélatine avec de la catéchine ou du lysozyme a permis
de mettre en évidence un allongement de sa durée de conservation
de plusieurs jours.
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CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES

Dans le cadre de Iélaboration de films a base de biopolymeres
libérant des composés actifs antimicrobiens ou antioxydants, les
interactions qui s’établissent entre I'ensemble des constituants des
films élaborés constituent un paramétre clé. En eflet, I'ensemble de
ces interactions conditionne la structure des films, leurs propriétés
mécaniques, barriéres a différents gaz mais aussi et surtout dans le
cadre des applications envisagées les cinétiques de libération vers les
aliments conditionnés des actifs qui y sont incorporés. L'étude de ces
interactions est donc la premiére motivation de cette collaboration
scientifique franco-thailandaise. Il s’agit aussi d’évaluer le potentiel
d’exploitation de nouveaux biopolyméres et de nouveaux extraits ou
biomolécules 4 action antioxydante ou antimicrobienne en effectuant
des tests in situ de conservation d'aliments périssables tels que de la
viande ou des produits de la mer frais ou encore des fruits tranchés.
La conservation de produits thailandais tels que de l'ananas ou de
la mangue par des enrobages comestibles a base de co-produits
de lagriculture thailandaise est ainsi notamment considérée en
complément de la poursuite des travaux sur la conservation de produits
d’origine animale 4 forte valeur ajoutée. Sur un plan réglementaire, les
travaux portent prioritairement sur la réalisation de films d’enrobage
ou d'emballage actifs comestibles ce qui implique qu'ils soient
exclusivement constitués d’ingrédients ou d'additifs alimentaires. La
possibilité d’élaborer des « matériaux ou objets actifs destinés a entrer
en contact avec des denrées alimentaires et congus de maniére délibérée
pour contenir des constituants « actifs » destinés a étre libérés dans les
denrées alimentaires > au sens des réglements de I'Union Européenne
CE no. 1935/2004 et CE no. 450/2009 est également évaluée : la
migration spécifique et controlée d’additifs alimentaires ayant un statut
de conservateur ou d’antioxygene vers les aliments ou des simulants est
alors notamment considérée (Khalil ef al,, 2013,2014). L'utilisation de
biopolyméres naturels et d’extraits naturels ne présentant pas de limite
de toxicité, ou pouvant étre utilisés a haute dose dans les aliments
permettrait de limiter les risques consommateurs en comparaison de
certaines substances chimiques (et cotiteuses) classiquement ajoutées
dans les aliments et dans les matériaux d’emballage.
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Résumé

Etude des interactions polysaccharides — biomolécules antimicrobiennes de nature
protéique : application a I’élaboration de microcapsules et de films actifs pour la

conservation des aliments

Ce travail porte sur le développement de systemes d’encapsulation a base de
polysaccharides et de molécules antimicrobiennes de nature protéique comme le lysozyme du
blanc d’ceuf et la nisine produite par la bactérie Lactococcus lactis. La coacervation complexe
de l’alginate ou la pectine (deux polysaccharides anioniques) avec le lysozyme ou la nisine,
chargés positivement sur une large gamme de pH, serait une solution pour protéger ces
molécules et assurer une libération contrélée lors de la conservation d’un aliment. Les
polysaccharides utilisés ont été choisis en fonction de leur sensibilité aux enzymes produites
par les bactéries cibles. L’ensemble des travaux menés a différentes échelles a mis en évidence
(i) le role de certains facteurs physico-chimiques (ratio, pH, force ionique,...) sur les
interactions mises en jeu entre le lysozyme ou la nisine et 1’alginate ou la pectine, (ii) I’influence
de ces facteurs sur les propriétés des complexes formés et (iii) le role des polysaccharides
sélectionnés dans la stabilisation de la structure du lysozyme ou de la nisine lors du séchage par
atomisation. Enfin, la structure et I’activité antimicrobienne des films obtenus par voie solvant
(casting) et des microcapsules obtenues par atomisation sont étudiées en relation avec les
propriétés des complexes formés. Ce travail a permis une meilleure compréhension des
mécanismes impliqués dans la formation des complexes peptides/polysaccharides ou
protéines/polysaccharides, leur résistance au séchage par atomisation ainsi que leur capacité a

protéger et a libérer des molécules actives.

Mots-clés : Coacervation, alginate, pectine, lysozyme, nisine, microencapsulation, interactions.
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Abstract

Study of the interactions polysaccharides - antimicrobial biomolecules of protein nature:

application to the development of microcapsules and active films for food preservation

This work deals with the development of encapsulation systems based on polysaccharides
and antimicrobial molecules of protein nature such as hen egg-white lysozyme and nisin
produced by Lactococcus lactis. Complex coacervation of alginate or pectin (two anionic
polysaccharides) with lysozyme or nisin, positively charged over a wide range of pH, would be
a solution to protect these molecules and ensure their controlled release during food
preservation. The used polysaccharides were chosen according to their sensitivity to the
enzymes produced by the targeted bacteria. The whole of this work performed at various levels
showed (i) the impact of some physicochemical factors (ratio, pH, ionic strength,...) on the
interactions between lysozyme or nisin and alginate or pectin, (ii) the influence of these factors
on the properties of the formed complexes, and (iii) the role of the selected polysaccharides in
stabilizing the structure of lysozyme or nisin during spray-drying. Finally, the structure and the
antimicrobial activity of films produced by casting and microcapsules obtained by spray-drying
were studied in relation to the properties of the formed complexes. This work makes it possible
to contribute to a better understanding of the various mechanisms implied in the formation of
peptide/polysaccharide or protein/polysaccharide complexes, their resistance to spray-drying

and their ability to protect and release active molecules.

Keywords: Coacervation, alginate, pectin, lysozyme, nisin, microencapsulation, interactions.
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