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Titre : Développement de flavoenzymes artificielles pour la chimie radicalaire et l’activation du dioxygène 

dans l’eau. 

Mots clés : Enzyme artificielle, Flavine, Catalyse, Oxydation. 

Résumé : Le sujet vise à développer des systèmes 

artificiels bio-inspirés capables de catalyser 

d'importantes réactions organiques dans l'eau, dans 

des conditions douces et en utilisant des réactifs 

inoffensifs tels que O2. Pour cela, nous envisageons 

de mimer les deux activités principales des 

flavoenzymes, qui sont capables de catalyser soit des 

réductions, en délivrant un flux monoélectronique à 

un partenaire biologique, soit des réactions 

d'oxydations, par activation réductrice du dioxygène, 

et ceci avec le même cofacteur flavinique, mais 

localisé dans différents échafaudages protéiques. Ce 

projet est basé sur des résultats obtenus récemment, 

démontrant que l'incorporation de cofacteurs 

flaviniques (FMN) dans un environnement 

localement hydrophobe (polyéthylèneimine modifié) 

peut générer une réductase artificielle capable de 

collecter des paires d'électrons de NADH et de 

délivrer des électrons célibataires à un partenaire 

redox tel que qu’une porphyrine de manganèse (III).  

Dans ce contexte, selon les conditions aérobies ou 

anaérobies, la flavine réduite de ces systèmes pourrait 

soit délivrer en solution des électrons célibataires pour 

initier des réactions radicalaires, soit activer le 

dioxygène pour effectuer des réactions oxydations 

(Baeyer-Villiger, sulfoxydation, époxydation …). 

Nous présentons ici les résultats obtenus pour les 

réactions de Baeyer-Villiger et de sulfoxydations 

réalisées dans l'eau en utilisant le premier système 

catalytique composé d’un cofacteur flavinique naturel 

(FMN) et d’un polymère fonctionnalisé pour activer 

directement le dioxygène de l'air dans des conditions 

douces. Nous démontrons également que le NADH 

peut soit être remplacé par un réducteur moins 

coûteux tel que l'ascorbate de sodium soit être recyclé 

en cours de catalyse grâce à la combinaison de notre 

système catalytique avec un formiate déshydrogénase 

naturel (FDH). Finalement, le système a également été 

testé pour initier des réactions radicalaires en 

conditions anaérobies. 

 
 

 

Title: Artificial flavoenzymes for radical chemistry and dioxygen activation in water. 

Keywords: Artificial enzyme, Flavin, Catalysis, Oxidation. 

Abstract: The present project aims at developing 

bioinspired artificial systems capable of catalysing 

important organic reactions in water, under mild 

conditions and using harmless reactants such as O2. 

For this purpose, we are mimicking both activities of 

flavoenzymes, which are capable of catalysing either 

reduction reactions, by delivering single electrons to 

a biologic partner, or oxidation reactions, by the 

reductive activation of O2, This project is based on 

recent results, demonstrating that the incorporation of 

flavin cofactors (FMN) into the local 

microenvironment of a water-soluble polymer 

(modified polyethyleneimine), can generate an 

artificial reductase capable of collecting electron 

pairs from NADH and then delivering single 

electrons to redox partners such as a manganese (III) 

porphyrin. In this context, depending on the aerobic 

or anaerobic conditions, the reduced flavin of such 

systems could either deliver single electrons in 

solution to initiate radical chemistry reactions or 

activate dioxygen to perform catalytic oxidations 

(Baeyer-Villiger, sulfoxidation, epoxidation…). We 

Here, we demonstrate present the results obtained for 

the Baeyer-Villiger and sulfoxidation reactions 

performed in water using the first catalytic system 

utilizing based on a natural flavin cofactor to directly 

activate dioxygen from the air as the unique source of 

oxidant under mild conditions. In parallel, we present 

how NADH could can be replaced by a cheaper 

reductant such as the sodium ascorbate and how we 

managed to recycle NADH along the reaction thank 

to the combination of our catalytic system with a 

natural formate dehydrogenase (FDH). To conclude, 

the system has also been tested to initiate radical 

chemistry reactions under anaerobic conditions.  
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Introduction générale 

Depuis maintenant plusieurs décennies, respecter et préserver notre environnement est au 

centre de la vie politique, économique et industrielle. Le concept de chimie verte a été introduit au 

début des années 1990, aux Etats-Unis dans le but de concevoir des produits et des procédés 

chimiques permettant de réduire ou d’éliminer l’utilisation et la synthèse de substances néfastes 

pour notre environnement. Ainsi, la chimie contemporaine a pour préoccupation majeure la 

préservation de nos ressources naturelles et de notre environnement.[1] 

Afin d’atteindre ce but, la nature est une source infinie d’exemples, que l’homme essaye de 

comprendre et de s’approprier afin de s’en inspirer, notamment pour le développement de nouveaux 

catalyseurs éco-compatibles, selon le concept de chimie bio-inspirée et/ou biomimétique[2]. Ce 

concept ne date pas d’aujourd’hui, car Léonard de Vinci en exposait déjà les bases au cours du XVIe 

siècle : « Va prendre tes leçons dans la nature, c’est là qu’est notre futur ». S’inspirer des enzymes, et 

plus particulièrement de leurs sites actifs, est donc devenu un objectif majeur pour le chimiste 

contemporain,[3] de façon à développer des catalyseurs bio-inspirés capables de travailler dans des 

conditions douces, à la fois en pression et en température, ainsi que dans un solvant respectueux de 

l’environnement tel que l’eau, tout en s’affranchissant des problèmes liés au clonage des gènes ou 

encore à la stabilité ou la spécificité des enzymes. 

Parmi ces enzymes, les flavoenzymes sont des biocatalyseurs importants impliqués dans 

divers processus tels que la déshydrogénation de substrats (déshydrogénases), le transport 

d’électrons (Flavine réductase), la bioluminescence (luciférase), ou encore les oxydations (oxydases, 

hydroxylases, monooxygénases) avec notamment le cas particulier du transfert d’oxygène catalysé par 

les Baeyer-Villiger mono-oxygénases (BVMO) qui nous intéressent ici. Ces dernières sont capables 

d’activer le dioxygène et de réaliser non seulement des réactions d’oxydation telles que des réactions 

de Baeyer-Villiger, mais aussi des réactions de sulfoxydation ou d’époxydation[4]. Les flavoprotéines 

peuvent également avoir une activité réductase permettant à la flavine de fournir un flux d’électrons 

célibataires vers un partenaire redox (CP450)[5]. 

Ainsi, lors de travaux précédents a été mis au point au sein de notre laboratoire un système 

capable de reproduire l’activité réductase des flavoprotéines en utilisant un système 

macromoléculaire composé d’un polymère hydrosoluble (polyéthylèneimine (PEI)) et d’un cofacteur 

redox, la FMN, capable de collecter efficacement les électrons du NADH, puis de fournir un flux mono-
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électrique vers un autre cofacteur redox tel qu’une porphyrine de manganèse. Le système PEIm-

FMN-porphyrine de Mn(III) s’est ainsi avéré capable de catalyser la réaction de sulfoxydation du 

thioanisole dans l'eau, à température ambiante et en utilisant le dioxygène comme source d'oxygène. 

Ce résultat extrêmement original constitue le premier exemple d’une hémoprotéine artificielle 

capable, comme les cytochromes P450, de catalyser l’oxydation de substrats en utilisant O2 en milieu 

aqueux, dans des conditions douces de pression et de température (Figure 1).[6]  

 

Figure 1 : Représentation schématique de l’enzyme artificielle. 

 

Mes travaux de thèse s’inscrivent dans la continuité de ces recherches. Ils consistent à utiliser 

cette même flavo-enzyme artificielle, en conditions aérobies, non plus seulement pour transférer des 

électrons, mais pour directement activer le dioxygène et catalyser des réactions d’oxydations de type 

Baeyer-Villiger, sulfoxydations ou époxydations à température ambiante et dans l'eau, comme le font 

les Baeyer-Villiger Monooxygénase (BVMO). Par ailleurs, nous voulons également utiliser le flux 

d’électron généré par l’activité réductase en conditions anaérobies, pour catalyser des réactions 

radicalaires dans l’eau. Ceci a été réalisé en collaboration avec le Laboratoire d’Innovation 

Moléculaire et Applications de Mulhouse dirigé par le Professeur Jean-Philippe GODDARD, 

spécialiste de chimie radicalaire. Les résultats obtenus au cours de cette thèse seront présentés de 

la façon suivante :  
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Le manuscrit débute par une partie bibliographique décrivant les cofacteurs flaviniques, ainsi 

que deux familles de flavoenzymes : les flavines réductases et les flavines mono-oxygénases. Cette 

étude bibliographique est ensuite complétée par la présentation de différents systèmes bio-inspirés 

utilisés pour la catalyse d’oxydation en chimie organique, ainsi que les différentes flavoenzymes 

artificielles existantes à l’heure actuelle pour cette activité. 

La Partie 2 s’intéresse à la synthèse et à la caractérisation des différents polymères qui ont 

été utilisés au cours de cette étude. Ces polymères ont notamment été caractérisés par spectroscopie 

RMN et/ou par dichroïsme circulaire dans le cas des polymères chiraux. Les données ainsi recueillies 

(concentration, taux de greffage…) sont utilisées par la suite pour la mise au point de l’enzyme 

artificielle. 

La Partie 3 décrit les différentes étapes nécessaires pour la mise en place de la 

monooxygénase artificielle notamment avec des études spectroscopiques concernant l’optimisation 

des conditions réactionnelles (structures du polymère, tampon, pH etc…) pour le développement 

d’un nouveau catalyseur organique. A la suite, une étude complète de catalyse d’oxydation 

impliquant différentes réactivités (Baeyer-Villiger, sulfoxydation et époxydation) est également 

présentée.  

Enfin, la Partie 4 s’articule autour de l’évolution du système, soit par le remplacement du 

NADH (un réducteur coûteux) par de l’ascorbate de sodium, soit par la régénération du NADH grâce 

à une combinaison avec une enzyme naturelle telle que la formiate déshydrogénase.  
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Chapitre 1 : Introduction Bibliographique  

I. Flavoprotéines 

1. Généralité sur les cofacteurs flaviniques 

Les flavines sont des molécules organiques dérivées de la riboflavine, plus connues sous le nom 

de Vitamine B2. Il existe deux principaux cofacteurs flaviniques, la FMN (flavine mononucléotide) et 

la FAD (flavine adénine dinucléotide) (Figure 2)[7]. Les flavines sont constituées d’un cycle 

isoalloxazine, qui leur confère leurs propriétés spectrales, sur lequel sont liés des groupements 

greffés d’une partie ribityle et adénosine en position N10, qui permettent l’interaction spécifique de 

ces flavines avec leurs protéines hôtes.[8]  

 

Figure 2 : Structures de la Riboflavine, de la FMN et la FAD à l’état oxydé. [7] 

 

a) Propriétés redox 

Comme dit précédemment, le noyau isoalloxazine est responsable de la quasi-totalité des 

propriétés des flavines. Ainsi, ce noyau peut être réduit à 1 ou à 2 électrons, formant respectivement 

une flavine semiquinone ou une flavine réduite. De plus, chacune de ces espèces peut exister sous 

trois formes différentes : cationique, neutre et anionique. Cependant, il est à noter, que seules cinq 

de ces neufs espèces existent en conditions physiologiques,[9] la flavoquinone neutre, ainsi que les 

flavosemiquinones et hydroquinones sous leurs formes anioniques et neutres. 



Chapitre 1 : Introduction Bibliographique 

 
10 

 

Figure 3 : Etats d’ionisation et couples redox des flavines.[10] 

 

Tableau 1 : Potentiels redox mesurés pour les différents couples redox de la flavine.[11,12] 

Couple redox Potentiel redox standard vs NHE (pH = 7,0) 

FLH•/Flred -101 mV 

Flox/Flred -207 mV 

Flox/FlH• -303 mV 

 

Le noyau isoalloxazine des flavines oxydées (Flox) peut donc recueillir 1 ou 2 électrons et les 

redistribuer soit par paire, soit séquentiellement, électron par électron à un partenaire redox. Avec 

des valeurs négatives pour les potentiels redox des différents couples, les flavines sont ainsi de bons 
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réducteurs. Concernant les différents états redox des flavines, en condition anaérobie, une flavine 

libre en solution réduite à un électron devrait former une flavine semiquinone (Figure 4). 

 

Figure 4 : Réduction à un électron de la flavine oxydée. 

 

Or, dans les faits, seulement une faible proportion de FlH• est observée en solution. Le 

rendement en semiquinone étant estimé à 2% de la totalité de flavine présente en solution. Ceci peut 

s’expliquer par la dismutation de la flavine semiquinone en flavine oxydée et flavine réduite (Figure 

5).[9] 

 

Figure 5 : Réaction de dismutation et de médiamutation de la flavine semiquinone  

 

Enfin, le noyau isoalloxazine, et plus particulièrement le cycle phényl (C6-C9), ainsi que la 

présence de doubles liaisons conjuguées au sein de ce cycle, procurent des propriétés spectrales 

intéressantes aux flavines.[13] 

 

b) Propriétés spectrales 

Comme indiqué par leur nom, qui provient du latin flavus, les flavines sont généralement de 

couleur jaune. Cette couleur jaune caractéristique vient de la transition la plus basse en énergie, 

centrée autour de 450 nm. La molécule présente quatre transitions électroniques importantes dans 

la région spectral UV/visible. La transition de plus basse énergie (450 nm) implique un transfert de 

charge (e-) entre le cycle xylène riche en électron et le cycle pyrimidine appauvri. La réduction de la 

flavine par un électron génère la flavine semiquinone d’une couleur bleue caractéristique dans sa 

forme neutre en raison de l’apparition d’un maximum d’absorption entre 580 nm et 615 nm ( = 5000 
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L mol-1 cm-1). Pour la forme anionique de la semiquinone, la bande à 615 nm disparaît au profit d’une 

bande à 350 nm de forte intensité avec conservation d’une bande à 500 nm donnant ainsi une couleur 

rouge. L’addition d’un second électron conduit à la flavine complètement réduite. Dans cet état, la 

flavine est essentiellement incolore en solution, en raison de la perte de la bande de haute intensité 

à 450 nm de la forme oxydée. Cependant, la flavine réduite montre une couleur rouge à forte 

concentration provenant de la large bande de faible intensité aux alentours de 500 nm. Il est aussi 

important de noter que les spectres d’absorption des flavines (principalement sous forme 

semiquinone) peuvent différer d’une enzyme à une autre, en raison de l’environnement protéique 

autour de la flavine (Figure 6).[8,14]  

 

Figure 6 : Spectre d’absorption électronique des différents noyaux flaviniques en solution pour la flavine oxydée (—) et réduite (—) 
et dans la glucose oxidase pour les flavines semiquinones anionique (—) et neutre (—).[8] 

 

Les propriétés de fluorescence des flavines proviennent également de leurs noyaux 

isoalloxazines. Ainsi, lumiflavine, riboflavine, FMN et FAD ont approximativement le même 

rendement quantique en solution aqueuse (Tableau 2). Les formes oxydées des flavines ont un 

maximum d’absorption à une longueur d’onde d’émission d’environ 520-530 nm.[15] 
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Tableau 2 : Rendement quantique des différents cofacteurs flaviniques.[16] 

Rendement quantique mesuré avec une longueur d’onde d’émission de 545 nm 

Solvants Lumiflavine Riboflavine FMN FAD 

H2O 0,29 0,26 0,25 0,04 
Ethanol 0,45 0,32 0,27 0,20 

 

La diminution du rendement quantique de la FAD en solution aqueuse est expliquée par une 

interaction intramoléculaire de type «-stacking » entre le noyau isoalloxazine et le cycle adénine, ce 

qui entraîne un « quenching » de la fluorescence. En ce qui concerne les flavines semiquinones, elles 

possèdent un maximum de fluorescence à 630 nm lors d’une excitation à 575 nm, mais avec une 

intensité 10 fois moins intense que pour la flavine oxydée libre en solution (Tableau 3).[17] 

 

Tableau 3 : Propriétés de fluorescence de la FMN en solution dans une NMO (Nitronate Monooxygénase) à 15 °C. 

 pH 
Extinction 

(nm) 
Emission (nm) 

Intensité 
relative 

FMN oxydée libre 5 379 531 2400 
10 378 531 920 

FMN oxydée dans PaNMO 5 380 530 20 
10 373 523 2 

FMNsq neutre dans PaNMO 5 574 628 280 
Condition anaérobie dans 20 mM pipérazine, 0,1 M NaCl avec 20% de glycérol 

 

La flavine semiquinone sous forme anionique ne présente en revanche aucune fluorescence 

quelle que soit la longueur d’onde à laquelle la flavine est excitée (370 , 402 ou 485 nm). La seule 

étude rapportée concernant les propriétés de fluorescence d’une flavine semiquinone anionique liée 

à une protéine montre une fluorescence à 525 nm après excitation à 450 nm d’une FAD dans un 

cryptochrome d’insecte de Type 1.[18,19] Cependant, comme décrit plus tôt, la flavine oxydée fluoresce 

à 530 nm lors d’une excitation à 450 nm, ce qui suggère que de faibles traces de flavine oxydée 

pourraient avoir été présentes dans l'échantillon de cryptochrome (Figure 7).[20,21] En parallèle, un 

environnement protéique plus dense entoure la flavine semiquinone anionique dans les NMO 

(Nitronate monooxygénase) que dans les cryptochromes de type 1, ce qui pourrait expliquer 

l'absence d'émission de fluorescence dans les NMO.[22] 
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Figure 7 : Spectres d’absorption (trait fin) et d’émission (trait gras) de différents cofacteurs flavinique, (A) états oxydé, (B) 
semiquinone et (C) réduit. Longueur d’onde d’excitation, 400 nm pour la forme oxydée, 420 nm pour FAD•-, 580 pour FMNH• et 360 

nm pour les formes réduites.[23] 

 

c) Réactivité des flavines libres en solution avec le dioxygène. 

Une fois réduites, les flavines sont extrêmement réactives vis-à-vis de l’oxygène. Elles sont 

capables de réduire O2 à 1 ou 2 électrons produisant ainsi l’anion superoxyde O2
•- ou le peroxyde 

d’hydrogène H2O2 (Figure 8).[24,25]  
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Figure 8 : Mécanisme proposé pour l’oxydation de la flavine hydroquinone par O2 en solution (Après le transfert initial d'un 
électron de la flavine réduite vers le dioxygène générant ainsi l’anion superoxyde O2

•- et la flavine semiquinone (1), l'inversion de 
spin de la paire de radicaux résultante (2) permet ensuite leur interaction conduisant à la flavine oxydée et au peroxyde 

d'hydrogène (3)).  

 

L’oxydation de la flavine libre s’effectue à une vitesse estimée de 250 M-1 s-1, entrainant ainsi 

l’accumulation d’espèces réactives et plus particulièrement, de l’anion superoxyde et la de flavine 

semiquinone. Différentes études proposent un transfert d’électron initial de la flavine à l’oxygène 

triplet. Après inversion de spin, l’intermédiaire peroxyflavine instable dans l’eau, se dissocie via une 

coupure hétérolytique en H2O2 et flavine oxydée.[26] Plus récemment, des études spectroscopiques 

ont permis de mettre en évidence la formation d’un intermédiaire avec des propriétés d’absorption 

électronique similaires à la flavine semiquinone anionique dans une glucolate oxidase humaine.[27]  
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Figure 9 : Réaction entre une flavine libre réduite et le dioxygène conduisant à la formation d’un intermédiaire de type 
hydroperoxyflavine. 

 

 

Figure 10 : (A) Réaction d’oxydation de la flavine au sein d’une glycolate oxydase dans la pipérazine 100 mM à 30 °C : enzyme 
réduite (trait noir fin), enzyme oxydée (trait noir gras) et l’intermédiaire I enregistré 2,2 ms après le début de la réaction (trait 

bleu). (B) Réduction anaérobie de la glycolate oxydase oxydée par le système xanthine / xanthine oxydase dans 100 mM NaH2PO4 
(pH 7,0) : enzyme oxydée (trait noir gras), enzyme réduite (trait noire fin) et semiquinone anionique (trait bleu).[27]  

 

Concernant les potentiels redox des différents couples impliqués, il est intéressant de noter 

que les potentiels liés aux processus à deux électrons sont très différents des potentiels liés aux 

processus mono-électroniques. En effet, le potentiel redox du couple O2/H2O2 est de + 281 mV à pH 
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= 7,0, tandis que les couples O2/O2
•- et O2

•-/H2O2 présentent des potentiels estimés à -330 et +890 

mV. En comparaison, le potentiel médian du couple Flox/Flred est de -207 mV à pH = 7,0. Le potentiel 

redox du couple O2/O2
•- est lui bien inférieur au couple Flox/Flred et également souvent inférieur au 

couple Flred/Fl•, qui est évalué à -101 mV pour les flavines libres. Pour résumer, les flavines réduites 

en solution sont capables de réduire efficacement le dioxygène, produisant ainsi l’anion superoxyde 

et la flavine semiquinone. Mais cette réactivité est complètement modifiée lorsque la flavine est 

incorporée dans son enzyme, ce qui fait varier le potentiel sur une large gamme comprise entre - 400 

à + 150 mV.[12] 

 

2. Flavines Monooxygénases 

a) Généralités 

Il existe 3 groupes bien définis de flavoprotéines classées en fonction de leur vitesse de 

réaction avec le dioxygène et de la nature du produit formé. Le 1er groupe est celui des flavines 

déshydrogénases / réductases, qui ne réagissent pas ou très peu avec le dioxygène. Les 

flavoprotéines déshydrogénases préfèrent transférer leurs électrons vers un autre accepteur présent 

dans le milieu plutôt qu’au dioxygène. Par exemple, la D-arginine déshydrogénase de Pseudomonas 

aeruginosa est complètement insensible au dioxygène.[28] Ces enzymes seront présentées plus en 

détail dans une partie ultérieure du manuscrit. Les 2ème et 3ème groupes d’enzymes, les oxydases et 

les monooxygénases réagissent plus rapidement avec le dioxygène. En ce qui concerne les oxydases 

à flavines, elles utilisent efficacement le dioxygène comme accepteur d’électron pour donner 

majoritairement H2O2; alors que les flavoenzymes de type monooxygénases activent le dioxygène 

par une réduction à deux électrons pour former une espèce intermédiaire de type C(4a) 

(hydro)peroxyflavine capable d’insérer un atome d’oxygène dans les substrats. De plus, 

l’incorporation des cofacteurs flaviniques au sein des protéines, améliore considérablement leur 

réactivité vis-à-vis de O2, avec des valeurs de constantes de vitesse kcat / KM pouvant aller jusqu’à 106-

107 M -1 s -1.[29,30] 
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b) Les monooxygénases 

 

Figure 11 : Différentes catégories de Flavines monooxygénases (MO).  

 

Les monooxygénases à flavine utilisent le dioxygène pour effectuer l’incorporation d’un 

atome d’oxygène dans un substrat organique par activation réductrice du dioxygène et libération 

d’une molécule d’eau. Elles sont également classées en 3 catégories en fonction de leurs méthodes 

pour réduire le cofacteur flavinique (FMN ou FAD)[7] : les monooxygénases (MO) à un composant 

(groupe A et B), à deux composants (groupes C-F) et internes (groupes G et H). Les monooxygénases 

à un composant utilisent la FAD en tant que groupement prosthétique, qui est fortement ancré dans 

le site actif de la protéine durant tout le cycle catalytique. L’oxygène moléculaire réagit avec la flavine 

réduite pour former l’intermédiaire hydroperoxo. Les monooxygénases de classe A comportent un 

motif de liaison à un dinucléotide (appelé pli Rossman) qui va lier FAD, alors que les monooxygénases 

de classe B possèdent deux plis Rossman : un liant la FAD et l’autre NAD(P)H. Ces enzymes utilisent 
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NAD(P)H en tant que donneur d’hydrure. Cependant NAD(P)+ est soit libéré immédiatement après 

réduction des flavines dans le cas des enzymes de classe A, soit maintenu dans le cycle catalytique 

pour les monooxygénase de classe B. Concernant les MO à deux composants, il y a nécessité d’utiliser 

deux enzymes distinctes pour pouvoir réaliser la réaction globale, une partie réductase dépendante 

du NAD(P)H qui permet de délivrer une FMN ou une FAD réduite à la seconde enzyme, où se produit 

la réaction avec le dioxygène et un substrat organique. Des travaux récents indiquent que dans la 

plupart des cas, la flavine réduite est transférée de la réductase à la monooxygénase par un 

mécanisme de diffusion libre[31]. Or, la vitesse de diffusion de la flavine réduite, ainsi que sa fixation 

à la seconde enzyme doivent être supérieures à la vitesse de réaction de la flavine réduite libre avec 

l'oxygène moléculaire, afin de réduire au maximum les pertes en flavine réduite et de minimiser 

également la formation de peroxyde d’hydrogène. Ainsi, la composante réductase présente 

habituellement une valeur de KD plus faible pour la flavine oxydée que pour la flavine réduite et 

l'inverse s'applique à la composante monooxygénase. Enfin, pour les MO interne, le cofacteur 

flavinique est réduit par le substrat et non par un donneur d’électrons (NADH ou NADPH) comme 

précédemment. 

 

Tableau 4 : Les différentes classes de flavines Monooxygénases[32] 

Classe Cofacteur Donneur d’électron Réactions 

A FAD NAD(P)H Hydroxylation 
Sulfoxydation 

B 
 

FAD NAD(P)H Oxydation de BV 
Oxygénation d’hétéroatome 
Décarboxylation oxydante 

C 
 

FMN FMNH2 Emission de lumière 
Oxydation de BV 
Désulfurisation, sulfoxydation 
Hydroxylation 

D FAD / FMN FADH2 / FMNH2 Hydroxylation 
N-Hydroxylation 

E FAD FADH2 Epoxydation 
F FAD FADH2 Halogénation 

G FAD Substrat Décarboxylation oxydante 
H FMN Substrat Décarboxylation oxydante 

Dénitration oxydante 
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Dans les monooxygénases, la réduction du cofacteur flavinique permet de former la flavine 

réduite qui réagit avec l'oxygène moléculaire, donnant généralement un intermédiaire de type C(4a)-

(hydro)peroxyflavine, formé avec des constantes de vitesse de second ordre de 104 à 106 M-1 s-1. C’est 

l’unique étape qui est dépendante de la concentration en dioxygène. L’intermédiaire 

(hydro)peroxyflavinique est responsable de l'insertion d'un atome d'oxygène dans un substrat, 

produisant un second intermédiaire de type C(4a)-hydroxyflavine (Figure 12). La régénération de la 

flavine oxydée a lieu après élimination du deuxième atome d'oxygène sous la forme d'une molécule 

d'eau. En l'absence d'un substrat accepteur d'oxygène, l’intermédiaire (hydro)peroxyflavinique va 

libérer du peroxyde d'hydrogène à la place de l'eau. Ce processus est appelé « uncoupling ». Le C(4a)-

(hydro)peroxyflavine est capable d’exécuter des réactions chimiques très variées, notamment des 

hydroxylations, des réactions d’oxydation de type Baeyer-Villiger, des sulfoxydations, des 

époxydations, des halogénations ou encore des décarboxylations oxydatives (Tableau 4).  

 

Figure 12 : Mécanisme général d’activation du dioxygène par les flavines réduites au sein des flavines monooxygénases. 

 

c) La para hydroxybenzoate hydroxylase (pHBH). 

La para hydroxybenzoate hydroxylase (pHBH) est considérée comme l’exemple type des 

monooxygénases de classe A. Elle a ainsi été largement étudiée dans la littérature avec une 

description très détaillée de son mécanisme, notamment à l’aide de plusieurs techniques 

spectroscopiques (UV-visible, Diffraction des rayons X, etc…). [33,34]  
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Figure 13 : Mécanisme de la pHBH.[34] 

 

Au cours du cycle catalytique, l’acide para-hydroxybenzoique (pHB) se lie tout d’abord à la 

protéine, permettant également au NADPH de se lier, car l’enzyme requiert la formation d’un 

complexe ternaire entre FADox liée à l’enzyme, le substrat et aussi le NADPH qui pourra alors 

transférer un hydrure. La réduction de la FAD entraîne alors un changement de conformation de la 

protéine libérant ainsi le NADP+. La réaction suivante entre la flavine réduite et l’oxygène moléculaire 

conduit à la formation de l’espèce active : hydroperoxyflavine (FADOOH). L’oxygène terminal de cet 

intermédiaire subit alors une attaque nucléophile pour être transféré sur le substrat formant une 

diénone qui se réorganise rapidement afin de retrouver son aromaticité, en transférant un proton à 

la flavine et donnant naissance à un second intermédiaire : l’hydroxyflavine. Après avoir libéré le 

produit d’oxydation, l’hydroxyflavine subit enfin une déshydratation pour redonner la FADox tout en 

relarguant une molécule d’eau. Un nouveau cycle catalytique peut alors débuter. 

 



Chapitre 1 : Introduction Bibliographique 

 
22 

d) Baeyer-Villiger Monooxygénases 

i. Réaction de Baeyer-Villiger 

C’est en 1899 qu’Adolf von Baeyer (prix Nobel 1905) et son élève Victor Villiger, mettent au 

point une nouvelle méthode permettant la conversion de cétone cyclique comme la menthone en 

lactone correspondante par l’utilisation d’acide monopersulfurique (également connu sous le nom 

d’acide de Caro), un nouvel oxydant (Figure 14).[35] 

 

Figure 14 : Première réaction de Baeyer-Villiger 

 

Ainsi, la transformation de cétone ou de cétone cyclique en ester ou lactone avec des 

peracides est devenue la réaction de Baeyer-Villiger qui constitue, aujourd’hui, l’une des réactions 

les plus utilisées en chimie de synthèse.[36] Il a cependant fallu attendre 50 ans pour que Criegee 

propose un mécanisme en 2 étapes, qui est encore aujourd’hui accepté par la communauté 

scientifique.[37] 

 

Figure 15 : Mécanisme proposé par Criegee pour la réaction de Baeyer-Villiger. 

 

Le mécanisme proposé par Criegee commence par l’attaque nucléophile du peracide sur le 

carbonyle, conduisant à un intermédiaire tétraédrique plus communément appelé intermédiaire de 

Criegee. La seconde étape voit le réarrangement de cet intermédiaire de Criegee, par une migration 

concertée de l’un des atomes de carbone adjacent vers l’oxygène, entraînant également la libération 
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de l’anion carboxylate. Le réarrangement est l’étape déterminante de la réaction et se réalise 

toujours avec conservation de la stéréochimie du groupement migrant. La migration du groupement 

avec le carbone le plus substitué ou le plus nucléophile sera toujours préférentielle lors de la réaction. 

De plus, la liaison qui va subir la migration doit impérativement se situer de façon antipériplanaire 

par rapport à la liaison oxygène-oxygène et à un des doublets libres de l’atome d’oxygène du 

groupement hydroxyle (Figure 16). 

 

Figure 16 : Représentation de Newman de l’intermédiaire de Criegee. 

 

Cette réaction comprend d’autres avantages, comme une large gamme de substrats pouvant 

être oxydés et une bonne tolérance au groupement fonctionnel présent sur la molécule à oxyder. 

Malgré tous ces avantages, la réaction de Baeyer-Villiger manque de chimio, de stéréo et 

d’énantiosélectivité. De plus, l’utilisation de peracide en quantité stœchiométrique engendre une 

quantité importante de produit secondaire (1 équivalent d’acide carboxylique) qui doit être éliminé 

ou recyclé en fin de réaction, ce qui est coûteux et très peu écoresponsable. Les oxydants utilisés 

(mCPBA, H2O2 …) ont également un certain coût et présentent des risques d’explosion non 

négligeables, rendant leur utilisation à grande échelle délicate. Les recherches pour améliorer et 

rendre la réaction de Baeyer-Villiger plus sûre, efficace et sélective constituent aujourd’hui un réel 

défi et les réactions enzymatiques en sont une alternative sérieuse. 

 

ii. Les Baeyer-Villiger Monooxygénases  

C’est au début des années 1950 que les premiers indices sur l’existence d’une réaction de 

Baeyer-Villiger biologique ont été découverts grâce à une série d’études sur les stéroïdes d’origine 

microbienne.[38] Mais, ce sont les travaux sur la conversion de la progestérone en testolactone (70% 
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de rendement) à l’aide de champignons tel que Penicillium Chrysogenum qui ont permis de fournir la 

première preuve concrète de la formation de lactone.[39] 

Les Baeyer-Villiger Monooxygénases (BVMO) peuvent être séparées en 2 catégories : les 

BVMO de types I, qui sont FAD et NADPH dépendantes, et les BVMO de type II, qui elles sont NADH 

et FMN dépendantes.[40] Autre point important, chaque type de BVMO appartient à une classe 

différente de flavoprotéines monooxygénases. Ainsi, celles de type I font partie de la classe B au 

même titre que les NMOs (N-hydroxylmonooxygénase) alors que les types II sont quant à elle de 

classe C. 

Le mécanisme des BVMOs connu aujourd’hui a été proposé par Walsh en 1982 et est inspiré 

de celui de CHMO d’A.calcoaceticus.[41] Il a ensuite été confirmé et affiné en 2001 à l’aide d’études 

cinétiques et spectroscopiques.[42] 

 

Figure 17 : Mécanisme de la réaction de Baeyer-Villiger enzymatique. 

 

Au sein de ces BVMOs, la flavine est ancrée dans l’enzyme par une ou des liaisons non 

covalentes. Le NADPH interagit lui aussi avec la protéine pour réduire la flavine et le complexe 

enzyme-FADred-NADP+ qui réagit avec une molécule de dioxygène pour former la peroxyflavine. C’est 

cet intermédiaire extrêmement réactif qui va jouer le rôle de nucléophile et remplacer les peracides. 
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En présence d’une cétone ou d’une cétone cyclique, ce nucléophile attaque le groupement carbonyle 

pour conduire à la formation de l’intermédiaire de Criegee qui se réarrange en lactone et en 

hydroxyflavine comme décrit précédemment. Enfin, une molécule d’eau est libérée pour reformer la 

flavine oxydée et laisser place à un nouveau cycle catalytique. 

 

e) Flavin N(5)-Oxide 

Récemment, les groupes de Moore et de Palfey ont réussi à mettre en évidence un nouvel 

intermédiaire grâce à l’enzyme EncM, dont le mécanisme n’implique pas la formation de 

l’intermédiaire (hydro)-peroxyflavine habituel. En effet, le mécanisme catalytique de EncM implique 

la formation et l'utilisation d'une autre intermédiaire actif, la flavine-N5-oxide.[43] Des études de 

spectroscopie d’absorbance électronique (UV-vis) et de spectrométrie de masse couplée à des 

marquages à l’oxygène 18 ont permis de mettre en évidence avec précision que cet intermédiaire, la 

flavine N(5)-oxide, participe à la réaction d’oxydation à la place de l’hydroperoxyflavine. De plus, 

lorsque la flavine N(5)-oxide est ancrée dans EncM, sa stabilité est remarquable (environs 7 jours, à 

4 °C).  

 

Figure 18 : A) Mécanisme possible pour la formation de la flavine N5-oxide. B) Spectre UV de EncM-Flox[O] (▬) et EncM-Flox (▬). 

Coefficient absorption molaire pour EncM-Flox  = 11,900 M-1cm-1 et pour EncM-Flox[O]  = 9,600 M-1cm-.[44]  
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En ce qui concerne le spectre d’absorption de cette flavine, qu’elle soit à l’intérieur de la 

protéine ou libre en solution, elle possède un coefficient d’extinction molaire plus faible que la flavine 

oxydée dans la région avoisinant les 450 nm. Son maximum d’absorption est lui aussi modifié avec 

un décalage bathochromique d’une dizaine de nanomètres (460 nm). Ces propriétés spectrales 

contrastent avec l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine observé précédemment (Figure 10), qui 

possède un maximum autour de 380 nm mais avec une absorbance beaucoup plus faible dans la 

région de 450 nm.  

La FAD sous forme réduite liée à l’enzyme EncM transfère tout d’abord un atome d’hydrogène 

de l’atome d’azote N(5) sur l’oxygène moléculaire pour donner le superoxyde protoné et la flavine 

semiquinone anionique. Ce processus peut se réaliser en deux étapes distinctes avec tout d’abord un 

transfert d’électron suivi du transfert de proton. Le peroxyde en N(5) de la flavine va pouvoir se 

former par réaction entre HO2
• et la semiquinone. La forte densité de spin autour du l’azote favorise 

alors la formation du produit d’addition sur N(5) plutôt que sur C(4a). Vient ensuite l’élimination 

d’une molécule d’eau avec la formation de N(5)-oxoammonium. La dernière étape permet de 

reformer la flavine oxydée tout en oxydant un substrat. 

Les monooxygénases sont capables de contrôler l’activation du dioxygène et ainsi de moduler la 

réactivité du cofacteur flavinique. Ce dernier sera plutôt nucléophile pour les peroxydes ou les N-

oxydes ou plutôt électrophile pour les hydroperoxydes. Cette modulation est due à l’environnement 

protéique, qui permet de stabiliser soit l’intermédiaire peroxyflavine soit l’intermédiaire 

hydroperoxyflavine (Figure 19). 

 

Figure 19 : Différente réactivité des différentes intermédiaire flavinique.  
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3. Les flavines réductases : exemple de la cytochrome P450 réductase 

Comme les flavines monooxygénases vues précédemment, les flavines réductases sont capables 

de catalyser la réduction de flavines à l’aide de NADPH,[45] mais à des fins différentes des MO. 

 

Figure 20 : Réaction catalysée par les flavines réductases. 

 

Les flavines réductases sont impliquées dans plusieurs processus biologiques, notamment, la 

bioluminescence, l’activation du dioxygène ou encore la métabolisation du fer. Elles permettent de 

collecter efficacement des électrons à partir de NAD(P)H grâce à leur cofacteur flavinique (FAD ou 

FMN) puis de délivrer des électrons de façon séquentielle à un partenaire redox.[46] La réduction des 

flavines libres par NAD(P)H en solution n’est par ailleurs que très peu efficace avec des cinétiques 

très lentes à concentration physiologique.[47] Une étude a montré que des activités réductases étaient 

présentes dans divers tissus humains (foie, rein, cœur…).[48] 

Les cytochromes P450 (cytP450) représentent une des plus grandes familles d’enzymes avec 

pas moins 18000 séquences identifiées. C’est une enzyme ubiquitaire, capable d’effectuer des 

réactions d’oxydation impliquées dans de nombreux procédés vitaux comme, la biosynthèse de 

stéroïdes, de lipides ou encore la dégradation de xénobiotiques afin de faciliter leur excrétion. Il 

existe énormément de cytochrome P450 de types différents. Tous les cytP450 possèdent un même 

groupement prosthétique, la protoporphyrine IX de fer(III), qui est liée à la protéine par une liaison 

de coordination entre son ion fer(III) et un atome de soufre d’un résidu cystéinate. 
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Figure 21 : Protoporphyrine IX de fer (III) lié à la protéine via une cystéine (hème). 

 

 

Figure 22 : Transfert d’électrons à l’intérieur du complexe cytP450. 

 

Deux étapes clés du cycle catalytique des cytP450 requièrent à deux moments bien précis l’apport 

d’un électron. Un premier électron pour réduire le Fe(III) de l’hème en Fe(II) qui fixe ensuite le 

dioxygène pour former le complexe “oxy“ Fe(II)O2, puis un second électron pour former 

l’intermédiaire peroxo. Ces électrons ont besoin d’être délivrés séquentiellement au centre 

catalytique. Cette tâche est réalisée par une enzyme de type réductase, une NADPH cytochrome P450 
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réductase, articulée autour de deux cofacteurs flaviniques au sein de la même protéine (FMN / FAD). 

Comme on peut le voir sur la Figure 22, NADPH réduit d’abord FAD en FADH2 qui va ensuite transférer 

ses deux électrons à la FMN afin d’obtenir FMNH2. C’est cette dernière espèce qui va transférer un à 

un ses électrons à l’hème. 

Comme nous l’avons vu dans l’introduction, c’est cette activité réductase qui a été étudiée 

précédemment au laboratoire.[6] Dans le cadre d’une collaboration avec le Laboratoire d’Innovation 

Moléculaire et Applications de Mulhouse, nous avons envisagé d’utiliser le flux d’électrons ainsi 

généré pour initier des réactions radicalaires en solution aqueuse. 

 

II. Utilisation de dérivés flaviniques pour la catalyse d’oxydation. 

 

S’inspirer de la chimie enzymatique est un défi majeur que le chimiste contemporain doit 

relever. Pour catalyser leurs réactions, les enzymes ont recours à un site actif au sein duquel est 

enfoui le cofacteur flavinique dans un environnement hydrophobe avec une disposition bien 

particulière des acides aminés, offrant à l’enzyme une excellente sélectivité. Les objectifs de la chimie 

bioinspirée sont donc de mimer les fonctions enzymatiques responsables de la transformation 

chimique et également de mieux comprendre les mécanismes mis en jeu dans cet environnement 

particulier. Les catalyseurs bioinspirés, basés sur un cofacteur flavinique, sont utilisés pour une large 

gamme d’applications en chimie organique, comprenant, l’oxydation de Dakin,[49,50] des thiols en 

disulfures,[51] des amines en imines,[52] mais également l’oxydation d’hydrazine en diimine, qui 

utilisée in situ permet l’hydrogénation d’oléfines.[53] Plus récemment, des réactions de Mitsunobu ou 

des cycloadditions de type [2+2] ont aussi été réalisées grâce à un catalyseur à base de flavines (Figure 

23).[54,55] En plus de l’organocatalyse classique, les flavines sont largement utilisées en oxydation 

photocatalytique en raison de leurs propriétés photoactives.[55–60] Cependant, ces applications 

dépassent le cadre de cette thèse et nous présenterons uniquement les systèmes flaviniques utilisés 

pour des réactions d’oxydations de type Baeyer-Villiger, époxydations, sulfoxydations ou N-

oxydations. 
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Figure 23 : Exemples de réactions catalysées par des dérivés flaviniques : réaction de Mitsunobu,[54] déméthylation,[56], 

cycloaddition [2+2],[55,61] réaction tandem flavine-Iodine,[62–65] et réduction d’oléfines.[66] (Substituants ) 

 

1. Historique 

L’introduction d’un oxygène de façon stéréo et/ou chimiosélective dans un substrat est une 

transformation clé dans la chimie de synthèse. Durant le siècle dernier, les oxydants à base de sels 

métalliques dans divers états d’oxydation ont été largement utilisés.[67] Cependant, dans le contexte 

actuel, leur utilisation a fortement diminuée au profit d’oxydants moins polluants et plus éco-

compatibles tels que le dioxygène ou le peroxyde d’hydrogène, qui ont fait l’objet d’énormément de 

recherches ces dernières années.[68] Comme nous l’avons vu précédemment, les flavoenzymes sont 

capables d’oxyder des substrats par activation réductrice du dioxygène. Par conséquent, les 

« monooxygénases artificielles » (c’est-à-dire des systèmes biomimétiques utilisant un intermédiaire 

(hydro)peroxo de type 5-EtFlOOH en tant qu’agent oxydant) représentent une alternative de choix 

pour remplacer les oxydants classiques devenus écologiquement obsolètes. 



Chapitre 1 : Introduction Bibliographique 

 
31 

Figure 24 : Dates importantes pour les systèmes flaviniques artificiels utilisés en catalyse d’oxydation (jusqu’à 2017) 
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C’est en 1976 et 1977 que Bruice et al, ont montré que les dérivés 5-alkyl hydroperoxyflavines 

(5-EtFlOOH) (Figure 24) étaient significativement plus stables que leurs analogues natifs FlOOH.[69,70] Ces 

composés peuvent être préparés à partir du sel de flavinium correspondant avec du peroxyde 

d’hydrogène ou grâce à une procédure plus biomimétique utilisant le dérivé alkylé en position 5 

réduit en présence de dioxygène. Ainsi, en 1979, cette 5-alkyl-hydroperoxyflavine 5-EtFlOOH formée 

au préalable en quantité stœchiométrique a été utilisée avec succès en tant qu’agent oxydant pour 

réaliser l’oxydation de sulfures en sulfoxydes ou d’amines tertiaires en N-oxydes.[71] Ceci a permis de 

mettre en évidence la puissance de cette agent oxydant comparé au peroxyde d’hydrogène. Pour 

exemple, l’oxydation des sulfures en sulfoxydes par le 5-EtFlOOH est quatre fois plus rapide que 

l’oxydation par le peroxyde d’hydrogène. [72] En revanche, son pouvoir oxydant reste inférieur à celui 

des peracides comme mCPBA, mais cette réactivité plus douce permet d’expliquer la haute sélectivité 

lors de l’oxydation des sulfures en sulfoxydes sans suroxydation en sulfones. Après plusieurs études 

sur la réactivité des hydroperoxyflavines utilisées en quantité stœchiométrique, Murahashi et al, ont 

été les premiers à démontrer qu’une quantité catalytique de sel de flavinium (5-EtFl+ + ClO4
-) avec du 

peroxyde d’hydrogène était suffisante pour effectuer des réactions de N-oxydation et de 

sulfoxydation. Dans ce cas, 5-EtFlOOH est formé in situ grâce à l’addition du peroxyde d’hydrogène sur 

le sel de flavinium qui peut donc se comporter comme un véritable catalyseur.[73,74] Dans le même 

temps, Shinkai et al, mettent au point une flavine chirale permettant de réaliser des réactions de 

sulfoxydation de façon énantiosélective.[75] L’année 2003 marque un tournant dans la catalyse 

d’oxydation avec des sels de flaviniums. En effet, l’équipe de Murahashi a montré pour la première 

fois qu’il était possible de faire de la catalyse d’oxydation à l’aide de l’oxygène moléculaire et de sels 

de flavinium.[76] D’une façon générale, les études actuelles accordent une attention croissante à 

l’ensemble des d’oxydations possibles avec ces sels de flavinium (Figure 24).[49,77,78]  

 

2. Réactions d’oxydations catalysées par des dérivés flaviniques avec H2O2. 

Le perchlorate de 5-Ethyl-3,7,8,10-tetramethylisoalloxazinium (FlEt+ClO4
−) a été le premier 

dérivé de flavine à être utilisé en catalyse d’oxydation en raison de sa stabilité et de son efficacité, 

avec le peroxyde d’hydrogène comme source d’oxygène. Ces travaux, tout aussi importants que ceux 

de Bruice réalisés 10 ans plus tôt, marquent le début de la catalyse à base de cofacteurs flaviniques 

de synthèse.[71,73] Le catalyseur 1 a ainsi permis l'oxydation de divers sulfures en sulfoxydes 

correspondantes avec d'excellents rendements et sans suroxydation (Figure 25). Les sulfoxydes sont 
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des intermédiaires importants dans la synthèse de composés biologiquement actifs, il était donc 

primordial de mettre au point une nouvelle voie de synthèse éco-compatible n’utilisant pas de 

métaux de transition. 

 

Figure 25 : Structure du catalyseur 1 et réactions de sulfoxydations et N-oxydations qu’il catalyse. 

 

Le mécanisme des sulfoxydations catalysées par ces sels de flaviniums débute par la formation 

de la 4a-hydroperoxo-isoalloxazine (EtFlOOH) à partir du sel de flavinium de départ et du peroxyde 

d’hydrogène. Ensuite, en oxydant le substrat, cet intermédiaire se transforme en 

hydroxyisoalloxazine qui subit l’élimination d’une molécule d’eau permettant la régénération du 

catalyseur initial. La décomposition de l’espèce flavinique EtFlOOH en 10a-spirohydantoin a été 

observée, mais cette étape reste extrêmement lente en comparaison avec l’étape d’oxydation du 

substrat. La sulfoxydation étant la réaction la plus étudiée avec les catalyseurs de type flaviniques, 

les principaux travaux sur les relations structure activité de ces catalyseurs ont donc été effectués sur 

cette réaction. La réaction est ainsi devenue une valeur étalon pour les nouveaux catalyseurs 

flaviniques et la cinétique de l’oxydation du thioanisole a été étudiée en détail par « stopped-flow » 

dans le méthanol à 30 °C (Figure 26).[73] 
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Figure 26 : Cycle catalytique et données cinétiques pour l’oxydation du thioanisole par H2O2 avec le sel de 5-Ethyl-3,7,8,10-
tetramethylisoalloxazinium perchlorate (FlEt+ClO4

−). 

 

Tout comme les sels d’isoalloxazinium (Catalyseur de type 1, Figure 25), leurs isomères de 

position peuvent eux aussi catalyser des réactions d’oxydation en utilisant le peroxyde d’hydrogène. 

Bäckvall fut le premier à décrire l’utilisation des 5-Alkyldihydroalloxazines pour catalyser des N-

oxydations, ce qui de plus, constitue le premier système impliquant l’utilisation d’une flavine 

alloxazine complètement réduite (Figure 27). La réaction peut être également élargie aux sulfures 

allyliques et vinyliques, avec une sélectivité totale pour la sulfoxydation.[79,80] 

 

Figure 27 : Structure du catalyseur 2 et réactions de sulfoxydation et N-oxydation qu’il catalyse. 

 

Le sel d’alloxazinium est initialement formé lors du premier cycle catalytique avec O2. En effet, 

la 5-Alkyldihydroalloxazine réagit tout d’abord avec l’oxygène moléculaire pour former 

l’intermédiaire hydroperoxyde (EtFlOOH) qui va oxyder le substrat. L’hydroxyalloxazine ainsi formée 
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subit une déshydratation donnant le sel d’alloxazinium, qui sera ensuite engagé dans un nouveau 

cycle catalytique avec H2O2. 

 

Figure 28 : Cycle catalytique pour l’oxydation avec le catalyseur 2. 

 

Bäckvall et al. ont ainsi montré, pour 8 amines aliphatiques de structures différentes, que 

l’oxydation en N-oxyde utilisant le peroxyde d’hydrogène est accélérée d’un facteur 50 en moyenne 

pour les réactions réalisées en présence de 2,5 mol% de catalyseur et ceci avec des TON pouvant aller 

jusqu’à 182 lorsque la charge catalytique est abaissée à 0,4 mol% (Figure 29). 
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Figure 29 : Premières amines oxydés par Bäckvall (conversion après 1 heure de réaction).[79] 

 

En 2001, puis plus récemment en 2010, les sels d’alloxazinium pontés avec un groupement 

éthylène entre la position N1 et N10 (catalyseurs de type 3), se sont également distingués en catalyse 

d’oxydation avec H2O2. Contrairement à leurs homologues (catalyseurs de type 2), ces sels peuvent 

subir une attaque nucléophile en position 10a, ce qui a pour conséquence la formation d’une 

nouvelle espèce oxydante lors d’une réaction avec H2O2. Comme le décrit Carbery, la réactivité peut-

être sensiblement améliorée avec l’introduction d’un groupement électroattracteur sur le noyau 

alloxazinium.[78,81,82] 

 

Figure 30 : Structure du catalyseur 3 ponté en N1-N10 et réactions de sulfoxydations qu’il catalyse.[82] 

 

De ce fait, depuis 40 ans, de nombreux catalyseurs flaviniques efficaces et facilement 

disponibles ont été synthétisés. Ils peuvent être classés en quatre groupes. Les Catalyseurs de type 

1 (les sels isoalloxaziniums tels que 1a, leurs dérivés 1,5-dihydro 1H et les peroxo correspondant 4a-

hydroperoxo) pour lesquels, l’équipe d’Imada a notamment mis au point une méthode de synthèse 

fiable et peu polluante (Figure 31).[80] Les catalyseurs de type 2 de type alloxazinium et leurs dérivés 
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5,10- dihydro-4a-hydroperoxo développés pour la première fois par Bäckvall en 1988 (Figure 32). Les 

catalyseurs de type 3 dont les positions N1-N10 sont pontées par un bras alkyle (Figure 33) et enfin 

les catalyseurs de type 4 qui regroupent les flavines neutres d'isoalloxazines non substituées en 

position 5 et qui ont principalement été utilisées en photocatalyse (Figure 34). 

 

Figure 31 : Catalyseurs de type 1 (isoalloxaziniums) et voie de synthèse du catalyseur 1aOH.[83,84] 

 

Figure 32 : Catalyseurs de type 2 (alloxazines) et voie de synthèse du catalyseur 2d.[85] 
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Figure 33 : Catalyseurs de type 3 (alloxaziums pontés) et voie de synthèse du catalyseur 3j.[54,62,86,87] 

 

Figure 34 : Catalyseurs de type 4 (flaviniques) et voie de synthèse du catalyseur 4d.[55,59,61] 
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Bäckvall et al. ont utilisé un mélange d'alloxazines réduites 1,3,5-trialkylées portant un groupe 

carboxylate en position 7 ou 8 (catalyseur 2eH) dans un liquide ionique, le 

Méthylimidazolium(BMIm)+ hexafluorophosphate (PF6
-) en tant que catalyseur recyclable qui est 

capable d’oxyder une variété de sulfures en sulfoxydes avec de très bons rendements en utilisant 

H2O2. Il a ainsi été démontré que ce catalyseur, utilisé dans un liquide ionique, pouvait être recyclé 

jusqu’à 7 fois sans perte de rendement ou de sélectivité (Figure 35).[88] 

 

Figure 35 : Sulfoxydation catalysée par le dihydroalloxazine 2eH dans le liquide ionique [BMIm]PF6.[88] 

 

 Un système de catalyse par transfert de phase a également vu le jour grâce à l’équipe de 

Cibulka. Des dérivés d’alloxazines pontés (catalyseur 3b-3f) agissent comme catalyseurs pour 

l’oxydation de sulfures en sulfoxydes avec du peroxyde d’hydrogène dans un mélange hétérogène 

eau/chloroforme ou eau/dichlorométhane. L’efficacité de la réaction est dépendante du pH de la 

solution aqueuse, avec des rendements maximums à pH = 7,0 (pH proche du pKR+ des alloxaziniums 

3 qui est de 7,2 pour 3b). Dans ces conditions, la conversion complète des sulfures se fait en moins 

de 24 heures avec de bons rendements, alors que la réaction non catalysée donne seulement des 

traces de produit oxydé (Figure 36).[89–91] L'oxydation par transfert de phase avec des sels 

d’alloxaziniums amphiphiles utilise la réversibilité de la liaison covalente entre le sel d’alloxazinium 

et H2O2. En effet, l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine formé devient suffisamment lipophile pour 

pouvoir passer dans la phase organique contenant le substrat et ainsi effectuer la réaction. 

Hydroxyflavine 3-OH élimine ensuite une molécule d'eau à l'interface et permet de reformer le 

catalyseur 3. 
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Figure 36 : Représentation schématique de la catalyse d’oxydation par transfert de phase utilisant les catalyseurs (3b-3f).  

 

La première utilisation de dérivés flaviniques pour la catalyse d’oxydation de type Baeyer-

Villiger a été rapportée par Furstoss et al. en utilisant le sel d’isoalloxazinium 1d en tant que 

catalyseur. Dans ce cas, les cétones peuvent être converties en lactones correspondantes avec de 

bons rendements (Figure 37), [92] de manière chimiosélective et avec un mécanisme similaire à celui 

présenté pour la sulfoxydation (Figure 26). 

 

Figure 37 : Structure du catalyseur 1d et réactions de Baeyer-Villiger catalysées avec H2O2 comme oxydant. 

 

D’un point de vue plus global, une étude de relation structure-activité a été réalisée avec 

différents sels de flavinium dérivés de la riboflavine, qui ont été comparés à l’aide des réactions 

d’oxydations de trois substrats : les sulfures, les amines tertiaires et les cyclobutanones (Figure 38).[85]  
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Figure 38 : Différentes réactions d’oxydations réalisées avec des sels de flaviniums. 

 

Les vitesses initiales de ces différentes réactions ont été mesurées en présence (Vobs) et en 

absence (V0) du catalyseur. Lors de l’oxydation des sulfures, le sel d’isoalloxazinium (1c) montre une 

activité nettement supérieure par rapport aux sels d’alloxaziniums (2d et 3j). L’activité plus élevée de 

1c peut être expliquée par son caractère plus électrophile qui favorise la génération de l’espèce active 

FlOOH à partir du sel de flavinium et du peroxyde d’hydrogène. En effet, comme l’a signalé l’équipe 

de Cibulka, les sels d’alloxazinium ont un caractère électrophile moins important que leurs isomères 

isoalloxazinium et leurs réactions avec H2O2 est, de ce fait, moins favorable. Par ailleurs, concernant 

les catalyseurs de type 1, c’est l’élimination de H2O de l’hydroxyisoalloxazine qui est l’étape limitante 

(Figure 26).[73] En ce qui concerne la N-oxydation des amines tertiaires, les conditions basiques de la 

réaction favorisent la réaction de H2O2 avec 2d et 3j, améliorant l’activité de ces catalyseurs.[93] Mais 

le rendement, très faible (10%) pour le catalyseur 3j est dû à sa décomposition en milieu basique.[78] 

Pour l’oxydation de Baeyer-Villiger d’une cyclobutanone, les conditions étant neutres comme pour 

la sulfoxydation, l’ordre des catalyseurs reste inchangé (1c > 2d > 3j). Pour résumer, 1c présente une 

meilleure activité que 2d et 3j dans des conditions neutres alors que 2d est favorisé en conditions 

basiques. Pour conclure, 3j possède une activité catalytique moins intéressante que 1c et 2d, mais il 

est plus facilement accessible à grande échelle à partir de la riboflavine.[85] 
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Tableau 5 : Activité catalytique de différents catalyseurs pour trois réactions d’oxydations. 

Entrée Catalyseur 
Sulfoxydation Vobs / V0  

(V0 = 2,3 µmol/L) 
N-oxydation Vobs / V0 

(V0 = 2,3 µmol/L) 
Baeyer-Villiger Vobs / V0 

(V0 = 2,3 µmol/L) 

1 1c 98 9,1 > 150 
2 2d 2,1 94 8,6 
3 3j 2,2 15 16 

 

Très récemment, l’équipe d’Iida a utilisé un support polymérique anionique dérivé de la 

chitine qui interagit par liaisons ioniques, à la fois avec le catalyseur de type flavinium et avec des 

cations Na+ et Li+. Ce catalyseur supramoléculaire a notamment été utilisé avec succès pour catalyser 

des réactions de sulfoxydation et d’oxydation de Baeyer-Villiger dans des conditions éco-

compatibles. De plus, l’assemblage ionique étant stable dans les conditions réactionnelles, le 

catalyseur peut être facilement récupéré par simple filtration, puis réutilisé jusqu’à 7 fois sans perte 

de rendement (Figure 39). [94] 

 

Figure 39 : Représentation schématique du catalyseur flavinique supramoléculaire à base de chitine et réactions de sulfoxydations 
et de Baeyer-Villiger catalysées. 

 

L’association du catalyseur flavinique, du polymère et du métal alcalin permet à l’assemblage 

moléculaire d’avoir une activité nettement supérieure pour l’oxydation de Baeyer-Villiger des 

cétones cycliques par rapport au catalyseur flavinique en solution homogène dépourvue du polymère 

et du métal. Ceci peut être expliqué, par le fait que le catalyseur flavinique est responsable de 
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l’activation de H2O2, tandis que l’acidité de Lewis du cation métallique et les liaisons hydrogènes avec 

le polymère activent la cétone (Figure 40).  

 

 

Figure 40 : Réaction de Baeyer-Villiger catalysée par le catalyseur flavinique supramoléculaire et représentation schématique des 
différents effets durant la catalyse. 

 

3.  Réactions d’oxydations catalysées par des dérivés flaviniques chiraux avec H2O2. 

a) Sulfoxydations asymétriques avec H2O2. 

Concevoir des composés énantiomériquement purs est primordial pour l’industrie chimique 

en général et pour l’industrie pharmaceutique en particulier. En effet, une grande partie des 

systèmes biologiques reconnaissent deux énantiomères d’une même molécule comme étant deux 

substances bien distinctes. De nombreux composés pharmaceutiques possèdent des propriétés 

biologiques différentes en fonction de leur configuration absolue et l’histoire est là pour nous le 

rappeler avec le tristement célèbre exemple du thalidomide (Figure 41).[95]  

 

Figure 41 : Les énantiomères (S) et (R) du thalidomide. 
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La première utilisation de dérivés flaviniques chiraux pour l’oxygénation stéréosélective 

revient à l’équipe de Shinkai en 1988. Les auteurs ont décrit qu’avec une quantité de 10 mol% du 

catalyseur A1 (Figure 42) et en ajoutant du peroxyde d’hydrogène séquentiellement à cinq reprises 

sur une durée de cinq jours, l’oxydation de dérivés sulfurés dans un mélange éthanol/eau à – 20 °C 

produisait de façon préférentielle les énantiomères (R) avec des excès énantiomériques compris 

entre 19 et 65%. Dans les mêmes conditions, mais en absence de catalyseur, aucun produit 

d’oxydation n’est observé.[75] 

 

Figure 42 : Oxydation de quatre méthyl-aryl thioéthers à l’aide d’un catalyseur chiral. 

 

Une dizaine d’années plus tard, un catalyseur similaire à celui utilisé par Shinkai a permis 

d’effectuer la sulfoxydation du méthyl β-naphtyle thioéther grâce également à des flavines à « coiffes 

chirales » (Figure 43). La présence de la coiffe d’un seul côté de la flavine permet d’obtenir une 

hydroperoxyflavine homochirale et d’orienter ainsi l’attaque du substrat sur la même face. En 

utilisant ces catalyseurs à coiffes, le méthyl-β-naphtyle thioéther peut être oxydé avec un excellent 

rendement (94%) et un très bon excès énantiomérique (72%). L’énantiosélectivité est due à 

l’interaction π- π entre les deux cycles aromatiques.[96]  

 

Figure 43 : Représentation schématique de l’hydroperoxyflavine homochirale de A2 et de l’interaction π- π entre le catalyseur A2 
et le méthyl β-naphtyle thioéther. 
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En 2013, l’équipe de Cibulka met au point des catalyseurs flaviniques chiraux (catalyseur A3-

4-5), substitués par un dérivé de naphtalène en position N10 qui bloque une face du squelette 

flavinique, ne laissant l’accès qu’à la face non encombrée à H2O2 et au substrat. L’oxydation de divers 

sulfures aromatiques par ces catalyseurs a permis d’obtenir des excès énantiomériques allant jusqu’à 

61%. Il a également été montré que ces catalyseurs fonctionnaient pour l’oxydation stéréosélective 

de sulfures aliphatiques substitués par un groupement tert-butyle. Dans ce cas, la stéréosélectivité 

est contrôlée par des effets stériques en fonction de l’orientation du groupement t-butyle. Ceci est 

confirmé par la configuration absolue du sulfoxyde obtenue en fin de réaction ((S) pour le sulfure 

aromatique et (R) pour l’aliphatique) (Figure 44).[97] 

 

Figure 44 : Sels d’isoalloxaziniums chiraux (A3-A4-A5) et leur mode d’action en fonction du substrat.  

 

Des catalyseurs de types supramoléculaires, inspirés de la catalyse enzymatique, ont été 

conçus à partir d’un sel de flavinium relié par liaison covalente (liaison amide[98,99] ou triazole[100]) à 

une cyclodextrine. Ils catalysent l’oxydation énantiosélective de divers sulfures avec une grande 

facilité, dans un milieu complètement aqueux et avec une charge catalytique de 1 mol%, pouvant 

descendre jusqu’à 0,2 mol% dans certains cas. Les méthodes de synthèse relativement simples, 

couplage entre une flavine contenant une fonction acide carboxylique et une 6-aminocyclodextrine 

par liaison peptidique, ou l’addition d’un alcyne vrai porté par une flavine avec un azoture pour la 
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formation du triazole, ont permis de préparer une série de composés, différents les uns des autres 

par la taille de leur cavité (β ou α), l’orientation des groupements flaviniques ou la longueur de 

l’espaceur.  

 

 

Figure 45 : Structures des catalyseurs flaviniques couplés à des cyclodextrines.[98–100] 

 

Le dérivé Cy 1a présente les meilleurs résultats en catalyse avec des conversions quasiment 

quantitatives ( > 90%) et des excès énantiomériques de 64% pour le thioanisole, 80% pour le méthyl-

tolyl-thioéther, 91% pour le tert-Butyl-méthyl-thioéther et 78% pour le cyclohexyl-méthyl-thioéther. 

Les flavines conjuguées avec des α-cyclodextrines conviennent mieux pour la sulfoxydation d’alkyl-

méthyl-sulfures, alors que les β-cyclodextrines sont plus efficaces pour les sulfures d’aryles ou les 

sulfures d’alkyles encombrés. La fixation des groupements cyclodextrines sur la face supérieure des 

unités flaviniques (N1 ou N10) permet d’obtenir de meilleurs excès énantiomériques (Cy 1 et 2 par 

rapport à Cy 3). La longueur de l’espaceur a très peu d’influence sur l’efficacité des catalyseurs, mais 

il est intéressant d’observer que cette longueur influence la configuration des produits obtenus pour 

les n-alkyl-méthyl-sulfures. Les énantiomères (+) sont obtenus avec des chaînes courtes (Cy 1a-1c), 

alors que les énantiomères (-) sont obtenus avec un espaceur plus long (Cy 1b-1d-2b-3) (Tableau 6). 
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Tableau 6 : : Excès énantiomériques obtenus pour la sulfoxydation de divers thioéthers catalysée par les différents conjugués 
flavine/cyclodextrines. 

 CATALYSEURS 

Substrats 1a 1b 1c 1d 2a 2b 3a 3b 

n-hexyl-S-Me 0 64/(-) 47/(+) 24/(-) 0 9/(-) 21/(-) 45/(-) 

n-octyl-S-Me 18/(+) 29/(-) 70/(+) 17/(-) 0 0 30/(-) 42/(-) 

n-decyl-S-Me 9/(+) 0 9/(+) 0 0 0 10/(-) 17/(-) 

tBu-S-Me 91/(-) 86/(-) 0 0 0 8/(-) 0 50/(-) 

Cyclohexyl-S-
Me 

78/(-) 80/(-) 8/(+) 0 0 11/(-) 0 59/(-) 

Bn-S-Me 30/(+) 58/(+) 0 0 0 8/(+) 0 37/(+) 

Ph-S-Me 64/(+) 36/(+) 0 0 0 4/(+) 0 35/(+) 

p-Tolyle-S-Me 80/(+) 69/(+) - - 0 0 0 51/(+) 

Conditions : Substrat (0,1 mmol), H2O2 (2,3 eq), catalyseur (1 mol%) dans un tampon phosphate à pH 7.5 (1-2) ou pH 2.9 (3) 

 

Les résultats montrent que le remplacement de la liaison peptidique par un espaceur de type 

triazole influence négativement l’activité catalytique des dérivés. Il est probable que la formation de 

liaisons hydrogène plus aisée avec la fonction amide qu’avec le groupement triazole soit à l’origine 

de cette différence. En effet, les liaisons hydrogène pourraient augmenter la réactivité de la fonction 

hydroperoxyde de l’intermédiaire formé, ou encore influer sur l’arrangement relatif des sous-unités 

flavine et cyclodextrine. Bien que ces composés flavine/cyclodextrine ne rivalisent pas encore avec 

des systèmes enzymatiques, ils constituent des catalyseurs biomimétiques prometteurs pour la 

sulfoxydation. Ils réalisent l’oxydation dans des temps relativement courts et tolèrent une 

concentration en substrat généralement élevée par comparaison aux enzymes. Cependant, un point 

majeur reste à améliorer pour ces catalyseurs flavine-cyclodextrine, c’est l’utilisation de H2O2 comme 

oxydant. En effet, l’utilisation de H2O2 engendre de l’oxydation non spécifique qui pourrait diminuer 

la stéréosélectivité globale de la réaction (Tableau 7). [100]  

Enfin, tout comme les enzymes naturelles, qui à la suite d’une modification au niveau de leurs 

sites actifs peuvent perdre complètement leur activité, les catalyseurs flavine-cyclodextrine ont une 

forte sensibilité à de faibles modifications structurales et ce phénomène est actuellement à l’étude. 

Ceci peut être une des raisons pour lesquelles les auteurs ne se sont pas encore orientés vers d’autres 
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types de réactions (Baeyer-Villiger ou N-oxydation), préférant se consacrer uniquement aux 

sulfoxydations pour le moment. 

Tableau 7 : Comparaison de l’activité catalytique des composés Cy 1a et 4a avec des enzymes pour des réactions de sulfoxydations. 

Catalyseurs 
[Substrat] 

(mM) 

Temps 

de 

réaction 

Conversion (%) / ee (%) 

n-Bu-S-Me Ph-S-Me 
p-Tolyle-S-

Me 
t-Bu-S-Me 

- 100 1h 97 2 4 98 

Cy 1a (1 mol%) 120 1h - 93 / 64 99 / 80 99 / 88 

Cy 4a (5 mol%) 120 1h quant / 50 36 / 26 38 / 20 quant / 30 

HAPMO[101]* 10-20 24h 99 / 99 96 / 99 77 / 99 - 

CHMO[102]* 35 1 nuit - 88 / 99 94 / 37 98 / 99 

Conditions : H2O2 (2,3 eq) dans un tampon phosphate (0,05 M) à pH 7,5 , 25 ° C, HAPMO : 4-hydroxyacetophenon monooxygenase de 
Pseudomonas fluorescens ACB, 1 U/mL, CHMO : Cyclohexanone monooxygenase de Acinetobacter calcoaceticus, 0,5 U/mL. * Réaction avec 

O2. 
 

Yashima et al. ont rapporté qu’un polymère optiquement actif, constitué quasiment en 

intégralité du cation 5-ethylflavinium dérivé de la riboflavine naturelle (Figure 46),[103] était capable 

de catalyser l’oxydation du p-tolyl-méthyl-thioéther et du 2 naphtyl-méthyl-thioéther avec du 

peroxyde d’hydrogène à - 40 °C dans le THF, avec des rendements d’environs 40% et des excès 

énantiomériques de 60 et 40% respectivement. L’augmentation de la température à -20 °C et 0 °C, 

permet d’augmenter le rendement de la réaction au détriment de l’excès énantiomérique (5,4 et 

2,4%). Les mêmes réactions effectuées dans l’acétonitrile donnent de meilleurs rendements mais 

avec des excès énantiomériques nettement inférieurs (Tableau 8). 

 

Figure 46 : Structure du catalyseur 1f et du polymère 1f. 
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Tableau 8 : Comparaison de l’activité catalytique du polymère poly 1f et du catalyseur 1f pour des réactions de sulfoxydation dans 
divers solvants. 

Substrats Catalyseur Solvants Rdt (%) ee (%) 

p-tolyle-S-Me 

Poly 1f (50 mol%) ACN 70 20 (S) 

1f (50 mol%) ACN 62 11 (S) 

Poly 1f THF 39 60 (S) 

1f THF 28 30 (S) 

2-naphtyle-S-Me 
Poly 1f THF 40 42 (S) 

1f THF 22 28 (S) 

2-Ph dithiane 
 

Poly 1f THF 66 13 (1R, 2R) (>99% de) 

1f THF 61 2 (1R, 2R) (>99% de) 
Condition : Substrat (0,1 M), catalyseur (5 mol%), and 30% aqueuse H2O2 dans solvant à −40 °C sous N2. 

 
L’explication proposée s’appuie sur la chiralité hélicoïdale du polymère Poly 1f, assistée par 

la chiralité de la chaine tetraacétylribityle permettant d’obtenir un intermédiaire hydroperoxoflavine 

chiral. En se basant sur la configuration (S) des sulfoxydes obtenus, il a été proposé que cette 

structure hélicoïdale soit constituée des intermédiaires actifs qui s’arrangent afin de former un Re-

Re « stacked duplex » sur lequel l’addition de H2O2 se fera du côté opposé formant ainsi le (S) 

hydroperoxyde. Celui-ci transfère ensuite un oxygène au sulfure aromatique en interaction de type 

π-stacking avec le cycle aromatique de la flavine. Fait intéressant, le catalyseur seul 1f peut induire 

un peu de chiralité d’environ 30% pour les deux substrats grâce au groupement ribityle qui permet 

d’induire de la chiralité à l’hydroperoxyflavine intermédiaire (Figure 47).[103,104]  

 

Figure 47 : Mécanisme proposé pour la sulfoxydation asymétrique du thioanisole par le catalyseur poly 1f avec H2O2. 
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b) Oxydation de Baeyer-Villiger asymétrique avec H2O2. 

Comme décrit précédemment, les flavoenzymes peuvent également catalyser des oxydations 

de Baeyer-Villiger asymétriques. Ainsi, sur la base des résultats obtenus pour l’oxydation asymétrique 

des thioéthers par les flavines à « coiffe chirale »,[96] un catalyseur de type bisflavine a été élaboré 

par l’équipe de Murahashi en 2002.[105] Comparé aux flavines à coiffes chirales qui nécessitent une 

méthode de préparation fastidieuse, ce catalyseur est préparé en cinq étapes sans séparation HPLC, 

à partir de (S,S)-cyclohexane-1.2-diamine et du fluoronitrobenzène, suivi de la condensation avec 

l’alloxane. Seulement un stéréoisomère est formé en raison des restrictions rotatoires entre les deux 

flavines planes (Figure 48). 

 

Figure 48 : Synthèse de bisflavine 1 : a) K2CO3 , EtOH, reflux, 36 h, 77%; b) H2 , Pd/C, AcOH, température ambiante, 3 h; c) 3-
methylalloxan, B(OH)3 , AcOH, 10 h, 90%, d) CH3CHO, NaBH3CN, Na2S2O4 , DMF, 60C, 3 h; e) HClO4 , NaNO2 , NaClO4, H2O, 1 h, 80%. 

 

Les rendements et les excès énantiomériques obtenus avec ce catalyseur sont fortement 

dépendants du solvant. De ce fait, le rendement a été amélioré par l’utilisation de trifluoroéthanol. 

En ce qui concerne l’énantiosélectivité, l’ajout d’acétate de sodium permet de neutraliser l’acide 

perchlorique formé au cours du cycle catalytique, ce qui favorise l’oxydation non asymétrique. 

L’addition d’une faible proportion d’eau aide également pour l’énantiosélectivité en favorisant les 

interactions π-π entre les cycles aromatiques du catalyseur et celui du substrat. L’oxydation de 

Baeyer-Villiger asymétrique des cyclobutanones en présence de 10 mol% de catalyseur, dans un 

mélange trifluoroéthanol/ méthanol/ eau (6/3/1), a ainsi permis d’obtenir les butyrolactones 

correspondantes avec des rendements allant de 28 à 67% et avec des excès énantiomériques de 61-

67% à - 30 °C après six jours de réaction. Jusqu’à 74% d’excès énantiomérique a notamment pu être 
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obtenu à - 50 °C pour l'oxydation de la 3- (4-fluorophényl) cyclobutanone. L’empilement π-π dirige 

l’orientation de l’attaque nucléophile de l’hydroperoxyde sur le groupement carbonyle du côté 

opposé au groupement phényle formant préférentiellement les (S) lactones avec le substrat (S,S pR, 

pR), alors que les (R) lactones peuvent être obtenues avec le substrat (R,R, pS,pS) (Figure 49). 

 

Figure 49 : Mécanisme proposé pour la catalyse d’oxydation de Baeyer-Villiger asymétrique utilisant la Bisflavine 1 avec H2O2 

 

Récemment, Yamamoto et al. ont mis au point un catalyseur généré par l'assemblage d'un sel 

de flavinium chiral et d'un dimère d'alcaloïde permettant d’effectuer des réactions asymétriques de 

type BV avec de très bons rendements. L’association ionique entre la flavine et le dimère permet à la 

fois de renforcer l'activité catalytique ainsi que la stéréosélectivité. Après avoir optimisé les 

conditions réactionnelles (solvants, bases, flavines), ce système catalytique permet l’oxydation de 

cyclobutanones substituées en position 3 avec de bons rendements et des énantiosélectivités bonnes 

à excellentes (jusqu'à 98:2 e.r. (« enantiomeric ratio »). Ces travaux représentent le premier exemple 

d'auto-assemblage entre un dérivé flavinique et une base pour former un site de réaction chiral 

rappelant la chiralité trouvée au sein des sites actifs enzymatiques (Figure 50).[87] 
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Figure 50 : Réaction de Baeyer-Villiger asymétrique avec le catalyseur 3aPh-Ph. 

 

Tableau 9 : Réactions d’oxydation de Baeyer-Villiger asymétrique sur diverses cyclobutanones substituées catalysée par 3aPh-Ph. 

R =  Conversion (%) Rdt (%) er [S/R] 

Phényle 97 87 95 : 5 

1-Naphtyle 92 92 97 : 3 

BnOCH2- 89 85 82 : 18 

BnOOC- 70 58 11 : 89 

BocNH- 100 92 2 : 98 

Cyclohexyle 86 85 67 : 33 

tert-Butyle - 80 57 : 43 

Conditions : Substrat = 100 mM; 3aPh-Ph = 20 mM; (DHQ)2 PHAL = 20 mM; CHCl3 (1 mL); –
15 °C; 24 h. 

 

La sélectivité pour cette réaction peut être expliquée à partir de l’état de transition qui se 

forme au cours de la réaction. Initialement, le sel de flavine se lie de chaque côté du dimère avec une 

orientation sélective définie par des interactions ioniques et π. Il est à noter qu’il n’y a aucun 

encombrement stérique entre le groupe phényle proche de N1 et le groupe éthyle de (DHQ)2PHAL. 

Par la suite, l'autre base déprotone le peroxyde d'hydrogène, qui réagit avec l'iminium pour former 

l’hydroperoxyde de flavine. Ce dernier attaque le côté le moins encombré du substrat 

(éventuellement activé par liaison hydrogène avec de l'ammonium), formant l’intermédiaire de 

Criegee qui se réarrange pour donner le produit attendu (Figure 51). 
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Figure 51 : Etat de transition pour l’oxydation de type Baeyer-Villiger avec le catalyseur 3aPh-Ph et (DHQ)2PHAL. 

 

Pour résumer, un grand nombre de catalyseurs flaviniques ont été synthétisés pour mimer 

l’activité des flavoenzymes : les sels d’isoalloxaziniums et d’alloxaziniums, les flaviniums N1-N10 

pontés, les flavines neutres d'isoalloxazines et également des flavines chirales. Ces catalyseurs ont 

permis d’oxyder différents substrats (sulfures, cétones et amines) avec de très bons rendements. En 

revanche, ces systèmes présentent encore des inconvénients majeurs par rapport aux systèmes 

biologiques qui sont notamment l’utilisation de solvants organiques et la nécessité d’utiliser le 

peroxyde d’hydrogène comme oxydant. Le développement de catalyseurs éco-compatibles, inspirés 

des systèmes biologiques, nécessite donc encore une évolution importante afin de permettre 

l’utilisation de O2 à la place de H2O2 et afin de réaliser les réactions dans l’eau, en absence totale de 

solvants organiques.  

 

4. Réactions d’oxydations catalysées par des dérivés flaviniques avec O2. 

Les travaux décrits ci-dessus, ont permis de réaliser des réactions d’oxydations (sulfoxydation, 

N-oxydation et Baeyer-Villiger) avec de très bons rendements à l’aide de flavines modifiées mais en 

utilisant H2O2. Ainsi, l’étape suivante afin de se rapprocher toujours un peu plus des processus 

biologiques est de concevoir des systèmes catalytiques utilisant directement l’oxygène moléculaire, 

en remplacement du peroxyde d’hydrogène. L’utilisation de H2O2 permet l’oxydation directe du sel 

de flavinium en hydroperoxyflavine (« shunt process »). En se privant de H2O2 au profit de O2, une 

nouvelle étape cruciale entre en jeu, la réduction des sels de flaviniums (Figure 52). Comme décrit 
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plus tôt, l’oxydation des flavines réduites en solution par l’oxygène se produit facilement pour former 

l’hydroperoxyde correspondant. Par conséquent, l’étape cruciale devient la réduction de la flavine 

ou du sel de flavinium avec un réducteur adéquat (NADH ou NADPH dans le cas des enzymes).[106] 

 

Figure 52 : Cycle catalytique proposé pour l’oxydation du thioanisole par la flavine 1a avec O2 ou H2O2 (shunt process). 

 

a) Sulfoxydations catalysées par des dérivés flaviniques avec O2 

La première réaction catalysée par une flavine et de l’oxygène moléculaire a été décrite par 

Murahashi en 2003. En se basant sur le fait que les dérivés d’hydrazines sont de bons inhibiteurs de 

flavoenzymes en réagissant sur la position C4a des flavines, et sachant que ce sont également de bons 

réducteurs, Murahashi les a donc utilisés comme réducteurs pour réaliser l’oxydation de sulfures en 

sulfoxydes et d’amines en N-oxydes dans le trifluoroéthanol (TFE) avec de très bons rendements et 

avec comme seuls sous-produits de l’eau et du diazote. Les réactions sont chimiosélectives et sans 

suroxydation des sulfures en sulfones. L’efficacité de la réaction est très élevée, un TON de 19 000 

est atteint pour l’oxydation de p-tolyl-méthyl-thioéther avec une charge catalytique de 0,005 mol% 

(Figure 53).[76] 
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Figure 53 : Oxydation avec l’oxygène moléculaire et le catalyseur 1a. 

 

Une analyse précise a montré que 0,5 équivalent d'hydrazine pour un équivalent d'oxygène 

moléculaire était nécessaires pour l'oxydation. En effet, le cycle catalytique (Figure 54) indique 

qu’après l’étape d’élimination d’eau, le sel de flavinium, peut être réduit par l'hydrate d'hydrazine 

pour donner du FlEtH en passant par une adduit (FlEtNHNH2), qui subit ensuite une β-élimination 

donnant du diimide, également capable de réagir avec une nouvelle flavine oxydée pour donner une 

flavine réduite et de l’azote moléculaire. La FlEtH ainsi formée réagit avec l'oxygène moléculaire pour 

former l’espèce active et compléter le cycle catalytique.  
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Figure 54 : Mécanisme proposé pour les réactions d’oxydations catalysées par 1a en utilisant O2 et NH2NH2.[83] 

 

Au vu des résultats publiés dans la littérature, il semble que le trifluoroéthanol (TFE) joue un 

rôle important dans le système catalytique impliquant l’hydrazine comme source d’électron. Il a en 

effet été démontré que la réaction ne se faisait quasiment pas lorsque le TFE était remplacé par le 

méthanol ou le t-butanol en raison de l’attaque nucléophile de l’hydrazine sur l’hydroperoxyflavine, 

alors que, l’utilisation de solvant alcoolique acide (TFE ou HFIP : hexafluoroisopropanol) favorise la 

réaction entre le sulfure et l’espèce active en raison de la désactivation de l’hydrazine par liaison 

hydrogène.[107] 

Tableau 10 : Effet de solvant pour l’oxydation du p-tolyle méthyle thioéther avec 1a. 

Solvant Temps (h) Rdt (%) 

HFIP 96 96 
TFE 9 97 

MeOH 96 33 
iPrOH 96 14 
tBuOH 40 nr 

Conditions : 1a (1 mol%), NH2NH2.H2O (0,5 eq) 
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La volonté de trouver de nouvelles procédures peu coûteuses et compatibles avec un large 

éventail de substrats, a également conduit à chercher de nouveaux agents réducteurs en 

remplacement de l’hydrate d’hydrazine, qui nécessite l’utilisation d’alcools fluorés coûteux et qui ne 

tolère pas la présence de fonctions carbonyle (Figure 55).[49,50] Ainsi, la poudre de zinc a été utilisée 

comme agent réducteur pour des oxydations de type Baeyer-Villiger de cyclobutanones.[108] Foss et 

al. ont également rapporté que l'oxydation catalytique d'aldéhydes phénoliques avec de l'oxygène 

moléculaire en présence d'ester de Hantzsch donnait des catéchols de manière extrêmement 

efficace. [49] 

 

Figure 55 : Réducteurs sacrificiels utilisés pour les réactions d’oxydation catalysées par une flavine et O2. 

 

En 2013, Imada et al. ont mis au point une méthode plus respectueuse pour l’environnement 

permettant d’effectuer des sulfoxydations avec de très bons rendements, dans l’eau en milieu 

tamponné et en utilisant le dioxygène et l’acide ascorbique comme réducteur (Figure 56).[109]  
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Figure 56 : Catalyse de sulfoxydation avec le catalyseur 1a et l’acide ascorbique. 

 

Dans ce cas, la flavine est réduite à un électron par l’ascorbate de sodium pour donner un 

intermédiaire flavine semiquinone anionique, qui est ensuite réduite à un électron par un second 

anion ascorbate. Ainsi, deux équivalents d’acide ascorbique sont nécessaires dans ce système 

catalytique, en raison de la faible capacité réductrice du radical ascorbyle (AH•) formé. La suite du 

cycle catalytique est similaire au cycle déjà décrit précédemment. De plus, les auteurs ont rapporté 

que le système était dépendant au pH. En effet, en solution aqueuse, l’acide ascorbique est en 

équilibre entre trois espèces : la forme neutre (AH2), mono-anionique (AH–) et dianionique (A2-) 

(Figure 57). D’autre part, c’est AH2 qui possède l’activité réductrice la moins importante. Ainsi, dans 

des conditions acides, inférieures au pKa1, l’acide ascorbique complètement protoné est majoritaire 

en solution et ne peut réduire la flavine, inhibant totalement la réaction. En revanche, dans des 

conditions moins acides, l’espèce AH- permet la réduction de la flavine et le cycle catalytique peut 

avoir lieu (Tableau 11). 

 

Tableau 11 : Influence du tampon et du pH sur l’oxydation du Méthyl-p-tolyl-thioéther catalysée par 1a avec l’acide ascorbique. 

Tampon pH Rdt (%) 

Sans 2,0 0 

Citrate 3,3 0 

Phtalate 4,0 81 (99)a 

Acétate 5,0 47 

Phosphate 7,4 29 
a) Avec 20% d’éthanol 
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Figure 57 : Différentes forme acide/base de l’acide ascorbique : neutre (AH2), mono-anionique (AH–) et dianionique (A2-)).  

 

L’acide formique s’est avéré être également un excellent réducteur pour l’oxydation de 

sulfures avec l’oxygène moléculaire et le sel d’isoalloxazinium 1c. Les conditions réactionnelles mises 

au point par Murahashi, impliquant l’utilisation d’un mélange d'acide formique et de triméthylamine 

(8: 1), du catalyseur 1c dans ACN en présence d’oxygène moléculaire (1 atm) à 60 ° C, ont permis 

d’oxyder des sulfures en sulfoxydes avec d’excellents rendements (Figure 58). De plus, le système 

catalytique s’avère sélectif pour l’oxydation des thioéthers même en présence d’amine tertiaire ou 

d’oléfine au sein du substrat. Par ailleurs, aucun produit de suroxydation n'a été détecté. D’un point 

de vue mécanistique, le sel de flavinium FlEt+ est réduit en flavine par l’acide formique avec libération 

de dioxyde de carbone.[51]  

 

Figure 58 : Sulfoxydation catalysée par 1c en présence d’acide formique / Et3N et de O2 comme oxydant.[51] 

 

b) Réactions de Baeyer-Villiger catalysées par des dérivés flaviniques avec O2 

Imada et al. ont montré pour la première fois en 2005 que la catalyse avec des flavines pour 

réaliser l’oxydation de Baeyer-Villiger en utilisant du dioxygène était possible avec du zinc comme 

réducteur. Dans ce cas, les cétones sont mises en présence de 2 mol% de catalyseur et de la poudre 

de zinc dans un mélange acétonitrile/acétate d’éthyle/eau (8/1/1) sous oxygène à 60 °C. Les lactones 



Chapitre 1 : Introduction Bibliographique 

 
60 

sont obtenues avec des rendements supérieurs à 80% et peuvent être isolées simplement par 

filtration suivie d’une extraction (Figure 59). [108] 

 

Figure 59 : Sulfoxydation catalysée par 1c en présence de poudre de zinc et avec O2.[108] 

 

De plus, la chimiosélectivité entre les cétones, les sulfures et les alcènes est claire. L’utilisation 

du catalyseur 1e pour une réaction équimolaire avec la 3-(2-naphthyl)cyclobutanone et le méthyl-p-

tolyl-thioéther ou le cyclooctène conduit à la lactone correspondante avec une sélectivité 

extraordinairement élevée. Ce résultat contraste avec les réactions utilisant le mCPBA, qui 

conduisent soit à un mélange de sulfoxyde et de sulfone dans le cas des thioéthers, soit à un mélange 

d’époxyde et de lactone dans le cas du cyclooctène. Il faut également noter que l'oxydation 

catalytique avec H2O2 donne majoritairement le produit de la sulfoxydation (Figure 60). 

 

Figure 60 : Compétition entre les réactions de Baeyer-Villiger de Sulfoxydation et d’époxydation en présence du catalyseur 1e en 
fonction de l’oxydant utilisé.  
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Les résultats obtenus précédemment peuvent être rationalisés à l’aide du cycle catalytique 

(Figure 61). Le sel de flavinium est d’abord réduit à deux électrons par le zinc pour donner la flavine 

réduite anionique.[26,110] L’oxygène moléculaire réagit ensuite avec la flavine réduite pour former 

l’intermédiaire actif : la peroxyflavine, qui oxyde la cétone en lactone correspondante. L’oxydation 

de Baeyer-Villiger chimiosélective peut être attribuée au caractère hautement nucléophile de 

l’intermédiaire anionique qui n’est pas favorable aux réactions électrophiles telles que la 

sulfoxydation et l’époxydation (Figure 61). 

 

 

Figure 61 : Cycle catalytique pour la réaction de Baeyer-Villiger catalysée avec 1e et de la poudre de zinc.  

 

Récemment, l’équipe d’Imada a présenté les premières réactions d’oxygénation catalysées 

par une flavine non modifiée en position N5 dans des conditions non enzymatiques. Pour débloquer 

ce verrou scientifique, une flavine substituée en position N3 par une chaîne peptidique a été 

envisagée. La conception de ce catalyseur a été réalisée en respectant les choix suivants : la chaîne 

peptidique doit être reliée à la position N3 de la flavine. La flavine de départ doit être facilement 

disponible et incorporée à l’extrémité N-terminale du peptide. En ce qui concerne le peptide, un di 

ou tripeptide est envisagé avec des acides aminés peu coûteux. La L-proline doit être placée en 

position AA1 pour orienter les autres acides aminés afin qu’ils puissent être spatialement proches de 
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la position C4a et ainsi stabiliser l’(hydro)peroxo via des liaisons hydrogènes. En respectant ces règles, 

plusieurs catalyseurs ont été synthétisés (Figure 62).[111] La synthèse de ces catalyseurs a été réalisée 

par synthèse peptidique sur support solide selon une stratégie Fmoc / tBu et en utilisant un support 

de type polystyrène fonctionnalisée par des amines (NH2-PS). 

 

Figure 62 : Structure de divers flavopeptides synthétisés ( PS = polystyrène).[111] 

 

Ces catalyseurs ont par la suite été utilisés pour la sulfoxydation du thioanisole afin de 

déterminer la meilleure conformation pour ces flavopeptides. De plus, des calculs de DFT (Density 

Functional Theory) ont permis de mettre en évidence les conformations les plus basses en énergie 

pour les intermédiaires de type (hydro)peroxyflavine. Suite à ces études, le catalyseur 4a-Pep-3b s’est 

avéré être particulièrement efficace pour la réaction de sulfoxydation.  

 

 

Figure 63 : Sulfoxydation du thioanisole avec le flavopeptide 4a-Pep-3b. 
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Suite aux résultats obtenus pour la réaction de sulfoxydation, le catalyseur 4a-Pep-3b a été 

utilisé pour réaliser la réaction de Baeyer-Villiger en s’inspirant des conditions réactionnelles mises 

en place en 2005,[108] qui était jusqu’alors l’unique exemple d’une oxydation de type Baeyer-Villiger 

catalysé par une flavine utilisant le dioxygène. L’oxydation de la 3-phényl-cyclobutanone a ainsi été 

réalisée en douceur en présence de 5 mol% de 4a-Pep-3b, 20 équivalents de H2O, de poudre de zinc 

et de O2 (1 atm) dans un mélange de solvants ACN/toluène/acétate d’éthyle (8/4/1) avec un très bon 

rendement. L’éthanol peut être utilisé à la place de l’acétonitrile comme co-solvant hydrophile. En 

revanche, le toluène est crucial en tant que co-solvant hydrophobe pour imbiber correctement la 

résine de polystyrène. Par ailleurs, lorsque le substrat présente une fonction alcène ou sulfure, 

l’oxydation est sélective et la lactone est produite quasiment exclusivement (Figure 64). Par contre, 

si 4a ou 4a-espaceur-PS sont utilisés à la place du catalyseur peptidique 4a-Pep-3b, la réaction est 

totalement inhibée (rendement < 1%). 

 

Figure 64 : réaction de Baeyer-Villiger du 3-phényle cyclobutanone avec le flavopeptide 4a-Pep-3b. 

 

Il semble ici que les cycles catalytiques soient similaires à ceux décrits précédemment, que ce 

soit pour la sulfoxydation (Figure 54) ou la réaction de Baeyer-Villiger (Figure 61). En revanche, les 

résultats expérimentaux décrits ci-dessus, ainsi que les calculs de DFT, suggèrent une forte 

participation de la chaîne peptidique pour la stabilisation de l’intermédiaire (hydro)peroxo, ainsi 

qu’une possible activation de la cétone grâce à un réseau de liaisons hydrogènes (Figure 65).  
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Figure 65 : Etats de transition pour les réactions de sulfoxydation et de Baeyer-Villiger catalysés par 4a-Pep-3b. 

 

Bien que les dérivés flaviniques soient parmi les candidats les plus prometteurs en tant que 

catalyseurs d’oxydation, ils ont été peu utilisés pour la chimie de synthèse, que ce soit en laboratoire 

ou dans l’industrie, probablement en raison de leur complexité de préparation. Récemment, l’équipe 

d’Imada a mis au point une nouvelle méthode de synthèse plus sûre et sans danger pour 

l’environnement, avec 1aOH préparé à partir de la 3,7,8,10-tétraméthylisoalloxazine comme 

catalyseur (Figure 31)[83]. Cette nouvelle méthode a permis de supprimer l’utilisation de produit 

chimique coûteux et à risque pour l’homme et/ou l’environnement (NaNO2, HClO4, NaClO4), le travail 

dans des conditions inertes ainsi que l’obligation d’isoler les produits intermédiaires. De plus, ce 

catalyseur s’est montré efficace pour la catalyse d'oxydation de Baeyer–Villiger, ainsi que pour la 

sulfoxydation avec de l'oxygène moléculaire en tant qu'oxydant terminal dans des conditions 

appropriées (Figure 66).[83] 
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Figure 66 : Catalyses d’oxydation de Baeyer-Villiger et de sulfoxydation avec le catalyseur 1aOH et O2. 

 

5. Réaction d’oxydation catalysée par une flavine dans l’eau avec O2.  

Suite aux travaux décrits ci-dessus, le défi actuel est de développer un système capable 

d’oxyder divers substrats à l’aide d’une flavine non modifiée, de préférence dans l’eau et en utilisant 

directement le dioxygène de l’air. Aucun système n’est encore capable de réunir tous ces critères. 

Cependant en 2015, Yoann Roux a développé au laboratoire, un système capable de reproduire 

l’activité réductase des flavoprotéines, grâce à un catalyseur macromoléculaire composé d’une FMN 

incorporée au sein de l’environnement localement hydrophobe d’un polymère hydrosoluble. Ce 

système s’est avéré capable de collecter efficacement les électrons du NADH grâce à son cofacteur 

flavinique, puis de fournir un flux mono-électrique vers un cofacteur redox tel qu’une porphyrine de 

manganèse. Une fois réduite, la porphyrine de manganèse (II) pouvait alors catalyser la réaction de 

sulfoxydation du thioanisole dans l'eau, à température ambiante et en utilisant le dioxygène comme 

source d'oxygène avec un rendement de 25%. Ce résultat extrêmement original constitue le premier 

exemple d’une hémoprotéine artificielle capable, comme les cytochromes P450, de catalyser 

l’oxydation de substrats en utilisant O2 en milieu aqueux, dans des conditions douces de pression et 

de température.[6]  

Suite à cette étude est née le projet consistant à utiliser cette même flavo-enzyme artificielle, 

non plus pour réduire un cofacteur métallique et ensuite activer le dioxygène, mais pour activer 

directement le dioxygène grâce à son cofacteur FMN et ainsi catalyser des réactions d’oxydations de 

type Baeyer-Villiger, sulfoxydations ou époxydations, dans l’eau et à pression atmosphérique et 
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température ambiante comme le font les Baeyer-Villiger monooxygénases (BVMO). Ce projet 

constitue l’essentiel du sujet de ma thèse. 

 Par ailleurs, il a été envisagé, en collaboration avec le Laboratoire d’Innovation Moléculaire 

et Applications de Mulhouse dirigé par le Professeur Jean-Philippe GODDARD, d’utiliser le flux 

d’électrons généré par la réductase artificielle, de façon à catalyser des réactions radicalaires dans 

l’eau. Ce travail a principalement été réalisé par la doctorante Yvette LOCK TOY KI sous la direction 

du Professeur Jean-Philippe GODDARD et le Docteur Didier Le NOUEN (Figure 67) à Mulhouse. 

 

Figure 67 : Objectifs du projet de thèse : Réactions d’oxydation en présence de dioxygène et réactions radicalaires en condition 
anaérobie 
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Chapitre 2 : Fonctionnalisation et caractérisation des 

différents polymères 

 

Ce Chapitre regroupe la synthèse et la caractérisation par spectroscopie RMN des polymères 

bi et trifonctionnalisés, ainsi que celle d’un polymère chiral. La caractérisation par spectroscopie RMN 

permettra de déterminer à la fois les taux de greffages des différents substituants ainsi que la 

concentration en polymère de la solution. Ces polymères seront utilisés par la suite pour l’assemblage 

de l’enzyme artificielle au chapitre 3. 

 

I. Fonctionnalisation du polymère.  

De l’automobile à l’aéronautique, de l’électroménager à la chimie pharmaceutique ou encore 

dans la télécommunication, les polymères sont de nos jours omniprésents dans une grande variété 

de secteurs, grâce à la diversité de leurs propriétés physico-chimiques dues à leur structure, leur 

masse moléculaire, leur ramification ou encore leur fonctionnalisation.[112]  

Dans le but de développer un catalyseur bio-inspiré pouvant être considéré comme une 

enzyme artificielle, nous avons choisi de travailler avec un polymère de type polyéthylèneimine (PEI), 

qui est un polymère hyperbranché de masse moléculaire moyenne de 25 kDa, comportant des 

amines primaires, secondaires et tertiaires dans un rapport de 25/50/25 en pourcentage massique. 

Un des avantages de ce polymère est qu’il est très facile à fonctionnaliser, afin d’ajouter différents 

substituants pour générer un environnement localement hydrophobe ou apporter toute sorte de 

fonctionnalité désirée. Il a été démontré que ce polymère différemment substitué était capable d’agir 

comme une enzyme artificielle pour réaliser des réactions telles que l’hydrolyse d’esters,[113] la 

décarboxylation des acides oxalacétiques[114] et nitrobenzyloxazoliques,[115] l’élimination de 

Kemp,[116] la transamination [117,118] ainsi que l’hydrolyse de phosphates.[119–121] 

La première étape consiste à fonctionnaliser le polymère commercial (PEIcom) hyperbranché 

de 25 kDa avec différents substituants.  

i) Des groupements octyle (ou benzyle), permettant de générer un environnement localement 

hydrophobe au sein du polymère. 



Chapitre 2 : Fonctionnalisation et caractérisation des différents polymères 

 
68 

ii) Des groupements guanidinium, chargés positivement (pKa = 12,5) et permettant une interaction 

très affine avec les groupements phosphate.[122]  

iii) Des dérivés bi-naphtalènes chiraux permettant d’apporter une certaine chiralité au sein du 

polymère  

iii) Des groupements carboxylate, pouvant apporter des charges négatives à la structure.  

Différents polymères mono, bi ou trifonctionnalisés ont ainsi été synthétisés dans le but d’y 

incorporer des cofacteurs flaviniques et d’étudier leurs propriétés comme catalyseurs bio-inspirés. 

Dans la suite de ce manuscrit, les polymères modifiés seront notés de la façon suivante : PEIm pour 

les polymères modifiés, puis en fonction des groupements greffés sur le polymère, nous préciserons 

l’appellation PEImgo pour les polymères fonctionnalisés par des groupements guanidiniums et octyles 

ou encore PEImgb pour les polymères fonctionnalisés par des groupements guanidiniums et benzyle, 

ect… Dans un premier temps, nous avons commencé par synthétiser des polymères bifonctionnalisés 

comme déjà décrit dans la littérature et précédemment au laboratoire (Figure 68).[6,119,120] 

 

Figure 68 : Schéma de synthèse pour un polymère bifonctionnalisé guanidinium-octyle (PEmgo). 

 

La synthèse des polymères bifonctionnalisés a été réalisée en commençant par une 

substitution nucléophile entre l’iodooctane et les amines du polymère en présence de triéthylamine. 

Des études cinétiques réalisées au préalable, nous informent que la réaction est terminée au bout de 

2 h et qu’au-delà de 4 h, le polymère commence doucement à précipiter. Ainsi, l’ajout de praxadine 

et de la même base que précédemment sur le polymère monofonctionnalisé sont effectués après 3 
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h de réaction et une seconde substitution nucléophile a lieu entre le groupement pyrazole de la 

praxadine et les amines libres restantes du polymère. La réaction entre les groupements pyrazole et 

les amines étant plus longue, le milieu réactionnel est alors laissé sous agitation à température 

ambiante durant 4 jours afin d’avoir un taux de greffage maximal et de façon à ce que le temps ne 

soit pas un facteur limitant. Concernant les polymères trifonctionnalisés, leur synthèse, réalisée dans 

des conditions similaires, sera présentée ultérieurement dans le manuscrit. 

Les polymères poly-fonctionnalisés ainsi obtenus sont par la suite purifiés par dialyse afin de 

les récupérer en solution aqueuse. Les concentrations en polymères et les proportions des 

groupements octyle et guanidinium greffés sont déterminées par spectroscopie RMN après 

lyophilisation du polymère et resolubilisation dans un solvant deutéré. Afin de pouvoir réaliser une 

bibliothèque de polymères avec des propriétés variées, différentes proportions de réactifs ont été 

utilisées. 

 

II. Quantification des polymères par RMN 1H. 

1. Polymères bifonctionnalisés guanidinium-octyle. 

La synthèse des polymères bifonctionnalisés avec des groupements guanidinium et octyle a 

été effectuée avec différentes proportions de réactifs, afin de créer une bibliothèque de polymères 

variée possédant des propriétés physiques bien distinctes. Nous avons donc tout d’abord fait varier 

la quantité de guanidinium de 0,2 à 0,4 équivalent par rapport à la quantité de monomères et la 

quantité d’octyle de 0 à 2 équivalents. L’influence de l’ordre d’ajout des réactifs a également été 

étudiée. Ces polymères ont ensuite été caractérisés par spectroscopie RMN 1H (Figure 69) soit dans 

l’éthanol d6, soit dans D2O après lyophilisation.  



Chapitre 2 : Fonctionnalisation et caractérisation des différents polymères 

 
70 

 

Figure 69 : Spectre RMN 1H à 300 MHz dans l’éthanol d6 d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et octyle. 

 

Afin de simplifier la compréhension des spectres RMN 1H des polymères bifonctionnalisés, 

des amines de faibles poids moléculaires ont d’abord été utilisées (((2,2-

(dimethylamino)ethyl)amino)methaniminium 1, amino((2-((amino(iminio)methyl)(methyl)amino) 

ethyl)amino)methaniminium 2, et amino((2-(methylamino)ethyl)amino)methaniminium 3) pour 

mimer le greffage des groupements guanidinium sur les amines du polymère. Ces molécules modèles 

nous ont ainsi permis d’identifier les déplacements chimiques des protons e’ et f (Figure 69), à l’aide 

notamment du spectre RMN 1H de la molécule 1 (figure 68A), qui nous indique que le déplacement 

chimique des protons en α (c) de la fonction guanidinium est fortement déblindé par rapport à ceux 

situés en position β (b). De plus, le spectre RMN 1H de la molécule 2 (Figure 70B), montre que les 

protons (B/C) localisés sur les méthylènes entre deux fonctions guanidinium ont un déplacement 

encore plus déblindés que ceux situés en α d’une seule fonction guanidinium (c). Cela explique 

pourquoi le pic dû aux protons (f) du polymère n’est pas symétrique et s’étend un peu à plus bas 

champs. L’attribution des pics correspondant aux protons des groupements octyle, n’a quant à elle 
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posé aucun problème avec une discrimination claire entre les pics des méthyles (a) ainsi que ceux 

correspondant aux protons des méthylènes (b), (c) et (d). 

 

 

Figure 70: spectre RMN 1H de (A) l’amine((2-(dimethylamino)ethyl)amino)methaniminium et (B) de l’amino((2-
((amino(iminio)methyl)(methyl)amino)ethyl)amino)methaniminium (à gauche) et de l’amino((2-

(methylamino)ethyl)amino)methaniminium (à droite). 

 

La concentration ainsi que les taux de greffages ont été calculés à l’aide des spectres RMN 1H 

obtenus pour les différents polymères. Le détail des calculs est décrit dans la partie expérimentale. 

Les résultats obtenus pour la caractérisation de ces polymères bifonctionnalisés ont été rassemblés 

dans le Tableau 12. Ils montrent que les taux de greffages expérimentaux sont nettement inférieurs 
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aux taux de greffages théoriques attendus. Ces résultats montrent aussi que l’ordre d’addition des 

réactifs est également un point important à prendre en compte. 

Tableau 12 : Fonctionnalisation du polymère commercial théorique et expérimentale quantifiée par RMN 1H en fonction de l’ordre 
d’ajout des réactifs. 

1-Iodooctane 2-Praxadine 1-Praxadine 2- Iodooctane 

Numéro 
polymère 

Nombre 
d’équivalent 

théorique 
guani/octyle 

vs [mono] 

Nombre 
d’équivalent 
mesuré par 

RMN 
guani/octyle 

vs [mono] 

[PEI]f 

(mM) 
Numéro 

polymère 

Nombre 
d’équivalent 

théorique 
guani/octyle 

vs [mono] 

Nombre 
d’équivalent 
mesuré par 

RMN 
guani/octyle 

vs [mono] 

[PEI]f 

(mM) 

1 0,2/0 0,12/0 101 17 0,2/1 0,2/0,18 68 

2 0,2/0,2 0,17/0,17 95 18 0,2/1,2 0,2/0,19 54 

3 0,2/0,4 0,17/0,24 66 19 0,2/1,4 0,2/0,24 70 

4 0,2/0,6 0,17/0,37 112 20 0,2/1,6 0,2/0,23 62 

5 0,2/0,8 0,17/0,41 89 21 0,2/1,8 0,2/0,23 64 

6 0,2/1 

Précipitation en fin 
de dialyse 

22 0,2/2 0,2/0,24 48 

7 0,2/1,2 23 0,4/0,2 0,18/0,01 73 

8 0,2/1,4 24 0,4/0,4 0,25/0,02 80 

9 0,2/1,6 25 0,4/0,6 0,24/0,04 85 

10 0,2/1,8 26 0,4/0,8 0,24/0,05 69 

11 0,2/2 

 

12 0,4/0 0,09/0 88 

13 0,4/0,2 0,26/0,19 90 

14 0,4/0,4 0,28/0,27 87 

15 0,4/0,6 0,29/0,34 35 

16 0,4/0,8 0,25/0,38 88 

 

Lorsque l’on étudie le taux de greffage de la série 1 (0,2 équivalent en praxadine), au cours de 

laquelle l’addition d’iodooctane se fait avant celle de la praxadine, on constate que l’on obtient un 

taux de greffage maximal en guanidinium à partir de 0,2 équivalent d’iodooctane ajouté. Cependant, 

lorsque le nombre d’équivalents d’iodooctane ajoutés est supérieur ou égal à 1 équivalent, le 

polymère précipite en cours de dialyse et ceci peut être expliqué par une trop grande hydrophobie 

des polymères, à cause de la forte concentration en groupements octyle. L’augmentation du nombre 
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d’équivalent de praxadine (série 2, 0,4 équivalent de praxadine) permet d’accroître le taux de 

greffage en guanidinium, mais laisse inchangé le taux de greffage pour les groupements octyle. 

Ensuite, pour les séries 3 et 4, l’ordre d’addition des composés est inversé et il est important de noter 

que le taux de greffage expérimental en octyle est nettement inférieur au taux de greffage théorique 

malgré des quantités d’iodooctane importantes. L’explication pour ces résultats provient 

certainement de la présence des groupements guanidinium qui sont greffés préférentiellement sur 

les amines primaires du polymère et, au vu de la taille ainsi que de la charge de ces groupements, 

l’espace restant n’est pas suffisant pour insérer des groupements octyle. Pour résumer : lorsque le 

taux de greffage en guanidinium est faible (série 1), le polymère peut être très hydrophobe en raison 

d’une forte proportion de groupements octyle greffés et peut ainsi précipiter en solution. Au fur et à 

mesure que le taux de guanidinium augmente (série 2), les groupements cationiques vont pouvoir 

atténuer l’effet hydrophobe des octyles et faciliter ainsi la solubilité du polymère. D’autre part, l’ajout 

des groupements guanidinium avant les octyles (série 3 et 4) semble bloquer l’insertion des chaînes 

alkyles probablement à cause de la taille des groupements qui ne laisse plus suffisamment d’espace 

aux groupements octyle. Il faut également prendre en compte que les amines primaires et la moitié 

des amines secondaires ont peut-être déjà réagi et donc, que la réaction n’est tout simplement plus 

possible, excepté peut-être en forçant les conditions opératoires (chauffage par exemple). C’est pour 

ces raisons que nous avons privilégiés la première méthode de synthèse qui permet d’insérer plus de 

groupements octyle avec une meilleure répétabilité. 

 

2. Polymères bi et trifonctionnalisés guanidinium-octyle-acide carboxylique. 

A la suite des travaux d’Imada sur la synthèse de flavines substituées en position N3 par une 

chaîne peptidique (p 59 de l’introduction),[111] des polymères bi- et trifonctionnalisé avec des 

groupements acides carboxyliques ont été envisagés, afin de potentiellement stabiliser 

l’intermédiaire (hydro)peroxo qui pourrait se former lors des réactions d’oxydation en présence du 

polymère (Figure 71). Les deux acides carboxyliques choisis pour la synthèse de ces polymères sont 

l’acide 4-bromométhyl-benzoïque et l’acide 4-bromo-butanoique, le dernier offrant une meilleure 

flexibilité pour le positionnement du groupement carboxylate en raison de sa chaîne alkyle. 
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Figure 71 : Représentation schématique d’un polymère trifonctionnalisé octyle, guanidinium et acide carboxylique avec la 
potentielle stabilisation d’un intermédiaire peroxo sur la flavine incorporée au polymère. 

 

Pour cela, nous avons tout d’abord synthétisé des polymères trifonctionnalisés avec des 

groupements 4-bromométhyl-benzoïque. Une quantité d’acide correspondant à 0,2 équivalent par 

rapport à la concentration en monomère du PEIcom, est ajoutée, soit après les deux autres 

substituants (octyle et guanidinium), soit avant l’ajout de la praxadine. Or, lors de ces essais, une 

précipitation a été observée en fin de dialyse quel que soit l’ordre d’addition, ce qui peut être 

expliquée par la présence des chaînes octyle et des groupements aromatiques induisant une 

hydrophobicité trop importante du polymère. Malgré la suppression des groupements octyle, les 

polymères fonctionnalisés avec l’acide para toluique et guanidinium, n’ont pas réussi à être 

caractérisés en fin de dialyse, en raison de problèmes de solubilité. Suite à ces résultats, nous avons 

décidé d’utiliser un autre acide, l’acide 4-bromobutanoique qui pourrait apporter une certaine 

hydrophobicité comme pourrait le faire la chaîne octyle. Plusieurs polymères ont alors été 

synthétisés avec différentes proportions en substituants (Tableau 13). 
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Tableau 13 : Liste des polymères bifonctionnalisés par des groupements guanidinium-acide carboxylique (acide 4-
bromobutanoique) synthétisés au cours de cette étude. 

Numéro 
polymère 

Nombre 
d’équivalent 

théorique 
guani/acide vs 

[mono] 

Nombre 
d’équivalent 
mesuré par 

RMN 
guani/acide vs 

[mono] 

[PEI]f 

(mM) 

27 0,1/0,1 0,11/0,04 46 

28 0,1/0,2 0,1/0,05 55 

29 0,1/0,3 0,1/0,04 57 

30 0,2/0,1 0,1/0,02 61 

31 0,2/0,2 0,1/0,02 62 

32 0,2/0,3 0,11/0,03 54 

33 0,3/0,1 0,11/0,02 63 

34 0,3/0,2 0,11/0,02 78 

35 0,3/0,3 0,14/0,04 65 

36 0,3/0,6 0,12/0,05 78 

  

Lorsqu’on étudie le taux de greffage effectif des groupements de type guanidinium et acide 

carboxylique, on observe qu’il est similaire, quelles que soient les proportions de substituants 

ajoutées lors de la réaction. Il est possible qu’une fois insérés dans le polymère, les premiers 

groupements acide induisent un repliement du polymère par interaction électrostatique avec les 

groupements guanidinium, limitant ainsi le greffage des groupements carboxylate. De la même 

façon, des polymères trifonctionnalisés ont également été synthétisés avec cet acide carboxylique. 

 



Chapitre 2 : Fonctionnalisation et caractérisation des différents polymères 

 
76 

 

Figure 72 : Spectre RMN 1H à 300 MHz dans l’éthanol d6 d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et acide 
carboxylique (acide 4-bromobutanoique). 

 

Tableau 14 : Liste des polymères trifonctionnalisés par des groupements guanidinium/ acide carboxylique/ octyle synthétisés au 
cours de cette étude. 

Numéro 
polymère 

Nombre d’équivalent 
théorique 

guani/octyle/acide vs 
[mono] 

Nombre d’équivalent 
mesuré par RMN 

guani/octyle/acide vs 
[mono] 

[PEI]f 

(mM) 

37 0,2/0,2/0,2 0,18/0,14/0,05 89 

38 0,4/0,4/0,4 0,29/0,33/0,06 55 

 

L’ajout du groupement octyle ne permet pas un meilleur taux de greffage de la fonction acide 

(0,05 eq), en revanche, l’apport de charge négative permet une meilleure hydrophilie favorisant ainsi 

la solubilité du PEImago 38, qui possède pourtant un taux de greffage important en groupements 

octyle. 
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Figure 73 : Spectre RMN 1H à 300 MHz dans l’eau deutéré d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium, acide 
carboxylique (acide 4-bromobutanoique) et octyle. 

 

Malgré les efforts investis, les polymères synthétisés ne présentent pas une grande diversité. 

Cependant, quelques polymères se distinguent et seront principalement utilisés par la suite. C’est le 

cas de PEImg 12 qui ne présente pas de groupements octyle, de PEImgo 5 qui possède un taux de 

greffage élevé en octyle, de PEImago 38 en tant que polymère trifonctionnalisé, et enfin, le polymère 

de référence PEImgo 2. 

 

III. Polymère chiral. 

1. Synthèse d’un polymère chiral 

Après avoir réussi à synthétiser des polymères comportant un microenvironnement 

potentiellement hydrophobe, il a été envisagé de générer un environnement chiral au sein du 

polymère, qui pourrait éventuellement permettre de réaliser des transformations stéréosélectives. 

Pour cela, une simple substitution nucléophile à l’aide de dérivés chiraux en remplacement des 

groupements octyle est envisagée. Toutefois, la présence des groupements guanidinium reste 

importante, afin de pouvoir interagir avec les groupements phosphate de la FMN. Pour ce faire, un 

dérivé de bi-naphtyle, composé chiral couramment utilisé en catalyse asymétrique, a été introduit 

sur le polymère (Figure 74). Le même protocole de synthèse que celui décrit précédemment a été 
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utilisé pour réaliser ce polymère, avec 0,2 équivalent de guanidinium et 0,2 équivalents de bi-

naphtyle.  

 

 

Figure 74 : Schéma de synthèse pour un polymère bifonctionnalisé par des groupements guanidinium-bi-naphtyle. 

 

2. Caractérisation du polymère chiral. 

Comme précédemment, le polymère est lyophilisé avant d’être analysé par spectroscopie 

RMN 1H (Figure 75) afin de déterminer les proportions des différents substituants. En revanche, pour 

la chiralité, une analyse par dichroïsme circulaire est nécessaire afin de déterminer si la chiralité du 

dérivé bi-naphtyle a été transférée au polymère lors du greffage (Figure 76).  
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Figure 75 : Spectre RMN 1H à 300 MHz dans l’eau deutéré d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et bi-
naphtyle. 

 

Figure 76 : Spectre UV-visible d’une solution aqueuse contenant le polymère chiral (0,1 mM) (- - -). Spectre de dichroïsme circulaire 
d’une solution aqueuse contenant le polymère chiral (0,5 mM) (—).  

  

En comparant à la littérature, le signal obtenu en dichroïsme circulaire pour le polymère 

modifié sur la Figure 76, est similaire à celui du composé bi-naphtyle en solution.[123] On peut donc 

en déduire que la chiralité a été transférée avec succès au polymère lors du greffage.  
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Un tel polymère peut être d'un grand intérêt à la fois pour la chimie radicalaire et pour la 

chimie d'oxydation. En effet, une fois le radical généré à proximité de la FMN dans le polymère chiral, 

le microenvironnement pourrait ainsi forcer la réaction radicalaire à se dérouler de manière 

stéréosélective. De même, dans le cas de la formation de l'intermédiaire (hydro)peroxo, les réactions 

d'oxydation pourraient également se dérouler de manière sélective en raison de l'environnement 

chiral direct autour de la FMN.  

 

IV. Conclusion 

Pour conclure une bonne partie des polymères initialement envisagés a pu être synthétisée 

et caractérisée par spectroscopie RMN 1H (polymère bi et trifonctionnalisés, polymère chiral) . Malgré 

une faible diversité au niveau des taux de greffage des polymères synthétisés, quelques polymères 

se distinguent et seront principalement utilisés par la suite (PEImgo 2, PEImgo 5, PEImg 12, PEImago 38 et 

le PEIcom). Nous avons montré qu’il était probable que plusieurs de ces polymères soient 

chimiquement non synthétisables pour les raisons décrites précédemment (taux de greffage trop 

important, précipitation, etc…). Pour plus de clarté, la dénomination des polymères sera la suivante 

: par exemple le polymère modifié 3, dans le Tableau 12, sera dénommé PEImgo 3 (0,17/0,24), 0,17 

correspondant au greffage des groupements guanidinium et 0,24 à celui des groupements octyle. Le 

polymère de référence utilisé pour toutes les expériences de caractérisation et de catalyse sera le 

PEImgo 2 (0,17/0,17) et nous l’appellerons : PEIref. 
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Chapitre 3 : Assemblage de l’enzyme artificielle et catalyse 

d’oxydation 

  

La synthèse et la caractérisation des polymères décrites dans le Chapitre 2 ont permis 

d’obtenir une grande diversité de polymères. Il est maintenant primordial de bien comprendre 

comment ces polymères peuvent interagir en solution aqueuse avec le cofacteur FMN, avant de 

commencer les études catalytiques 

 

I. Etude de l’enzyme artificielle. 

1. Incorporation de la FMN dans le polymère modifié 

Comme vu précédemment, la FMN absorbe la lumière avec deux bandes caractéristiques à 

370 et 450 nm en solution aqueuse. Par ailleurs, la bande à 370 nm est particulièrement sensible à 

son environnement et il est connu que cette bande subit un déplacement hypsochrome d’une dizaine 

de nanomètres lorsque la flavine se trouve en solution dans un solvant hydrophobe.[124] Cette 

caractéristique devrait donc nous permettre de savoir si la FMN est incorporée dans l’environnement 

hydrophobe localement généré au sein du polymère. La Figure 77 A montre le spectre d’absorbance 

de la FMN en présence et en absence du polymère modifié (PEIref : PEImgo 2 (0,17/0,17)). On remarque 

un déplacement d’environs 12 nm de la bande à 374 nm lors de l’ajout du polymère modifié à une 

solution de FMN. Ce résultat démontre l’insertion de la FMN dans un environnement hydrophobe, 

celui du polymère. Autre point intéressant, lorsque l’expérience est effectuée avec le polymère 

commercial (Figure 77 B), un décalage plus faible est observé. Cette incorporation est sans doute 

rendue possible par la protonation des amines du polymère qui génère des groupements ammonium 

et facilite l’insertion de la FMN dans le polymère commercial. L’absence des groupements octyle 

diminue cependant le caractère hydrophobe du polymère. 
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Figure 77 : (A) Spectre UV-Visible d’une solution de FMN dans l’eau à 50 µM (—) et en présence de PEIref 50 mM (—). (B) Spectre UV-
Visible d’une solution de FMN dans l’eau à 50 µM (—) et en présence du Polymère commercial 50 mM (—). 

 

Le système devant être utilisé en catalyse, il est important de savoir si l’ajout d’un substrat 

gêne l’insertion de la FMN au sein du polymère. Pour cela, nous avons réalisé le spectre d’absorption 

de la FMN en présence de PEIref avec des concentrations croissantes de bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one 

(substrat potentiel pour de futures réactions catalysées par l’enzyme artificielle PEIm-FMN). Comme 

on peut le constater sur la Figure 78, l’ajout d’un large excès de substrat (2000 équivalents par 

rapport à la FMN), ne modifie pas le spectre et le même décalage d’une dizaine de nanomètres est 

observé. Ceci indique que l’excès de substrat n’exclut pas la FMN de l’environnement localement 

hydrophobe du polymère modifié.  
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Figure 78 : Spectre UV-visible de la FMN dans l’eau à 25 µM (—) en présence de polymère 25 mM (—) avec différentes proportions 
de substrat, 0,5 mM (20 équivalents (—)) et 50 mM (2000 équivalents (—)).  

 

2. Etude de la réduction de la FMN par NADH dans l’eau 

a) Utilisation du polymère modifié PEImgo 2 (0,17/0,17) 

Après avoir démontré l’insertion de la flavine dans l’environnement hydrophobe du polymère, 

la réactivité de NADH avec le système PEIm-FMN a été étudiée. Un excès de NADH a été ajouté au 

système PEIm-FMN et la Figure 79 montre la variation d’absorbance à 340 nm caractéristique du 

NADH, en fonction du temps. En absence de PEIm, on remarque que cette absorbance reste 

relativement constante au cours du temps, ce qui signifie que le NADH n’est pas consommé et n’est 

donc pas en mesure de réduire efficacement la FMN en solution à ces faibles concentrations. En 

revanche, lorsque PEIref est ajouté au milieu réactionnel, la cinétique de disparition de la bande à 340 

nm est fortement améliorée (30 fois plus rapide avec le polymère). Dans ces conditions, la totalité 

des 20 équivalents de NADH est consommée en deux heures. Ceci indique que la FMN incorporée 

dans le polymère est capable d’oxyder un excès de NADH, démontrant également son comportement 

catalytique. Ce résultat nous incite à penser que la FMN est réduite en FMNH2 puis réoxydée grâce à 

l’oxygène moléculaire. L’oxydation de FMNH2 en FMN au cours du processus suggère la formation 

d’une espèce intermédiaire de type (hydro)peroxo comme cela est le cas au cours du cycle 

catalytique des BVMOs. 
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Figure 79 : Suivi de l’oxydation du NADH (400 µM) en fonction du temps à 340 nm, dans une solution aqueuse de FMN (20 µM) et 
de polymère (4 mM) (■) et sans polymère (■). 

 

Afin de trouver les limites d’efficacité du système, la charge catalytique en FMN a été 

diminuée. Ainsi, la Figure 80 montre qu’en présence de 200 équivalents de NADH par rapport à la 

FMN, le système PEIm-FMN est toujours capable d’oxyder la totalité du NADH avec un temps de 

réaction relativement court (10 h). L’insertion de la FMN dans le polymère induit une accélération 

d’un facteur 100 de l’oxydation du NADH par la FMN. La réaction a également été effectuée avec 

2000 équivalents de NADH par rapport à la FMN, mais dans ces conditions le système a besoin 

d’environ 4 à 5 jours pour consommer l’intégralité du NADH. De plus, sur des temps de réactions 

aussi longs, la dégradation du NADH devient également un problème. Pour la suite, ce sont donc 200 

équivalents de NADH qui seront utilisés pour l’optimisation du système (pH, concentration du 

polymère…).  
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Figure 80 : Suivi de l’oxydation du NADH (400 µM) en fonction du temps à 340 nm, dans une solution aqueuse de FMN (2 µM) et de 
PEIref (4 mM) (■) et sans polymère (■). 

 

Dans le but d’optimiser le système, une étude en fonction de la concentration du polymère a 

été réalisée, toujours en travaillant avec 200 équivalents de NADH par rapport à la flavine. On 

remarque sur la Figure 81 que la vitesse initiale d’oxydation du NADH est très faible pour des 

concentrations en polymère inférieures à 0,5 mM. Elle augmente ensuite rapidement pour atteindre 

un maximum pour des concentrations en polymère de 3 à 4 mM. Et enfin, elle décroît lorsque la 

concentration en polymère dépasse 4 mM (10 équivalents par rapport à NADH). Le positionnement 

du NADH par rapport à la FMN étant primordial pour un transfert d’hydrure optimal, la réactivité 

n’apparaît qu’au moment où le polymère commence à être saturé en NADH et donc le NADH 

idéalement placé à proximité de la FMN. Ainsi, à de faibles concentrations en polymère, le nombre 

restreint de « sites actifs » ne favorise pas la proximité des deux molécules et donc le transfert 

d’hydrure. En revanche, à forte concentration en polymère, la FMN et le NADH seront dans 

l’incapacité de saturer la totalité des sites actifs, diminuant également l’efficacité du système. 
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Figure 81 : Vitesse initiale de l’oxydation du NADH mesurée à 340 nm en fonction de la concentration en PEIref d’une solution 
aqueuse de FMN (20 µM) PEIref (x nm) et NADH (400 µM). 

 

b) Etude de l’influence du pH sur l’oxydation de NADH 

Ayant travaillé jusqu’à présent uniquement dans l’eau distillée pour l’étude de la 

consommation du NADH, il nous a semblé essentiel d’étudier l’influence du pH sur cette réaction et 

l’utilisation des tampons MES (pH 5 à 6,5), HEPES (pH 7 à 8) et CHES (pH 8,5-9) nous a permis de travailler 

à différentes valeurs de pH (Figure 82). 

 

Figure 82 : Structure des tampons utilisés pour la catalyse. 

 

La Figure 83 montre les vitesses initiales d’oxydation de NADH en présence ou en absence de 

polymère pour des pH compris entre 5,5 et 9. Les résultats nous indiquent que l’oxydation est 

d’autant plus efficace que le pH est acide, que ce soit avec ou sans le polymère. Le pH influence peu 

l’oxydation du NADH (un facteur 2 en présence de polymère), mais l’efficacité de l’enzyme artificielle 
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est tout de même légèrement améliorée pour des pH inférieurs à 7,5. Il semblerait donc que travailler 

à pH acide soit un choix judicieux, car dans ces conditions, les amines du polymère ainsi que les 

fonctions guanidinium sont protonées, ce qui favorise l’insertion de la FMN et du NADH au sein du 

polymère.  

 

 

Figure 83 : Vitesse initiale de l’oxydation du NADH (400 µM) mesurée à 340 nm en fonction du pH, dans une solution aqueuse de 
FMN (2 µM) et de PEIref (4 mM) (▲) et sans polymère (■), en solution tamponnée à pH 5,5 – 6,5 (MES 20 mM), à pH = 7 - 8 (HEPES 

20 mM) ou à pH = 8,5 - 10 (CHES ou 20 mM). 

 

c) Influence de la nature des polymères sur l’oxydation de NADH 

Un certain nombre de polymères ont été synthétisés avec des proportions en octyle et 

guanidinium différentes. Nous avons décidé d’étudier l’influence de la nature de ces substituants sur 

les cinétiques d’oxydation du NADH à différents pH. Cinq polymères ont ainsi été choisis pour leurs 

fonctionnalisations relativement différentes (les deux polymères mono-fonctionnalisés avec des 

groupements octyle PEImo ou guanidinium PEImg, le polymère de référence PEIref, un polymère PEImgo 

avec un fort taux de greffage en octyle et enfin le PEIcom). D’une façon générale, pour les cinq 

polymères, l’effet du pH est similaire. La Figure 84 nous permet de voir qu’à pH acide (inférieur à 7,0), 

les vitesses initiales d’oxydation sont légèrement meilleures qu’à pH basique (par un facteur 5), 

comme déjà décrit précédemment. Cependant, il est difficile de ressortir une tendance en fonction 

des groupements greffés. En effet, que ce soit en présence de polymères mono-, bi- ou non-

fonctionnalisés, la vitesse d’oxydation du NADH est relativement similaire, sauf pour le polymère 

fortement hydrophobes, où la vitesse est légèrement meilleure. Il apparaît au vu de ces résultats, 
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qu’avec une concentration en polymère adéquate, permettant l’insertion du NADH et de la FMN, 

l’oxydation du NADH est réalisable quelle que soit la nature du polymère utilisé (commercial, mono 

ou bifonctionnalisé). 

 

Figure 84 : Vitesse initiale de l’oxydation de NADH (400 µM) mesurée à 340 nm en fonction du pH pour des solutions contenant de 
la FMN (2 µM) et différents polymères (4mM) : (■) Polymère commercial, (●) polymère monofonctionnalisé en octyle (0,2 eq), (▼) 

polymère monofonctionnalisé en guanidinium PEImg 12 (0,09 eq), (▲) PEIref (0,17 eq en guanidinium et 0,17 eq en octyle) et 
(♦)polymère bifonctionnalisé PEImgo 5 (0,17 eq en guanidinium et 0,41 eq en octyle). 

 

d) Influence du substrat sur l’oxydation de NADH 

Après avoir démontré l’oxydation du NADH par une quantité catalytique de FMN incorporée 

dans l’environnement hydrophobe du polymère, nous nous proposons d’examiner l’influence d’un 

potentiel substrat (la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one) sur cette oxydation. Sur la Figure 85, l’ajout de 

2000 équivalents de substrat par rapport à la FMN n’accélère que très légèrement l’oxydation du 

NADH et cette modification n’est pas assez significative pour conclure sur l’influence du substrat à 

accélérer l’oxydation du NADH. Néanmoins, ces résultats confirment que le substrat n’interfère ni 

avec l’incorporation de la FMN (Figure 78) ni avec la réactivité entre la FMN et le NADH.  
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Figure 85 : Suivi de l’oxydation du NADH (400 µM) en fonction du temps à 340 nm, dans une solution aqueuse de FMN (2 µM), de 
PEIref (4 mM) (■) et en présence de bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (4mM) (●). 

 

Pour résumer cette étude spectroscopique, les résultats montrent que l’environnement 

hydrophobe du polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et octyle est favorable à 

l’accueil de la FMN, permettant d’oxyder le NADH avec une quantité catalytique de FMN. De plus, 

l’ajout d’un substrat ne perturbe ni l’insertion de la FMN, ni l’oxydation du NADH mais n’engendre 

pas une accélération de l’oxydation de NADH. Pour finir, il semblerait que des conditions légèrement 

acides favorisent la réaction entre le NADH et la FMN. 

 

II. Catalyse d’oxydation de Baeyer-Villiger utilisant O2 dans l’eau. 

1. Première approche pour l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one 

Les résultats précédemment obtenus ont permis de mettre en évidence l’incorporation de la 

FMN ainsi que sa réactivité avec le NADH en présence de polymère. Il est donc intéressant d’étudier 

le système PEIm-FMN-NADH en catalyse d’oxydation. La bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one semble être 

un substrat de choix. En effet, la présence d’une fonction cétone ainsi qu’une fonction alcène permet 

d’étudier également la sélectivité du catalyseur (Figure 86). 

Comme décrit dans le Chapitre 1, la FMN est sensible à la lumière. Ainsi, l’intégralité des 

réactions seront réalisées en verrerie opaque (flacons ambrés) afin d’éviter des réactions parasites 

dues à la photo-activation de la FMN.  
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Figure 86 : Premier essai d’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) avec l’enzyme artificielle (FMN (5 µM), PEIref (10 
mM)) en présence de NADH (1 mM), dans l’eau à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Après une nuit à température ambiante dans l’eau, le mélange réactionnel contenant le 

système bio-inspiré, le substrat et le réducteur est analysé par spectrométrie de masse et 

spectroscopie RMN 1H après traitement. L’analyse GC-MS (Figure 88) permet de mettre en évidence 

la formation de deux produits, dont un produit majoritaire avec un temps de rétention correspondant 

à la lactone 1 (3,3a,6,6a-tetrahydro-2H-cyclopenta[b]furan-2-one), ainsi qu’un produit secondaire, la 

lactone 2 (3,3a,6,6a-tetrahydro-1H-cyclopenta[c]furan-1-one) pour un rendement global de 50%. Les 

deux lactones ont été identifiées grâce à l’analyse GC-MS, puis leur structure a été confirmée par 

RMN 1H. 

 

 

Figure 87 : Mécanisme d’oxydation de de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) avec l’enzyme artificielle (FMN (5 µM), PEIref (10 
mM)) en présence de NADH (1 mM), dans l’eau à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

 La régiosélectivité de la réaction peut être expliquée par la vitesse de migration des 

groupements alkyle. En effet un carbone secondaire migre plus aisément qu’un carbone primaire lors 
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de l’étape de formation de la lactone (Figure 87). De plus, que ce soit en RMN ou lors de l’analyse 

GC-MS, aucune présence du produit d’époxydation n’a été observée, ce qui indique la formation 

exclusive des produits de la réaction de Baeyer-Villiger. Ce résultat très encourageant est le premier 

exemple d’une d’enzyme artificielle capable de catalyser une oxydation de type Baeyer-Villiger avec 

une flavine non modifiée, en solution aqueuse et en utilisant l’oxygène moléculaire comme oxydant.  

 

 

Figure 88 : Analyse GC-MS du brut réactionnel après oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one en présence de l’enzyme 
artificielle 

 

Suite à ce résultat préliminaire prometteur, une phase d’optimisation a donc été mise en place 

en faisant varier différents paramètres tels que la nature et la concentration du polymère, le pH et la 

concentration du réducteur. 
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2. Optimisation des conditions pour la catalyse d’oxydation 

a) Influence des proportions polymère/catalyseur sur l’activité catalytique. 

Les conditions réactionnelles choisies pour cette étude sont les mêmes que celles utilisées 

précédemment lors des études en spectroscopie UV-visible. Avant de commencer l’étude concernant 

l’influence de la nature des différents polymères utilisés, nous avons préalablement évalué 

l’influence des proportions du polymère PEIref par rapport au catalyseur sur l’activité catalytique de 

l’enzyme artificielle, ainsi que l’influence du pH. Pour mémoire, la meilleure vitesse initiale 

d’oxydation du NADH a été obtenue en présence de 2000 équivalents en monomère de PEIref par 

rapport à la FMN à pH acide. 

Comme précédemment pour l’oxydation du NADH, une étude en fonction de la concentration 

du polymère est effectuée. Ainsi, la Figure 89 montre que la réaction effectuée en absence de 

polymère ne produit que 3% de lactones, ce qui est en accord avec la très faible consommation de 

NADH observée. Effectivement, en absence de polymère, le NADH n’est pas en mesure de réduire la 

FMN ce qui ne permet pas de former l’intermédiaire (hydro)peroxoflavine capable de réaliser 

l’oxydation de substrats organiques. D’autres contrôles ont également été réalisés, en absence 

d’oxygène, de NADH, ou du système PEIm-FMN et aucun produit d’oxydation n’a été observé après 

réaction. La réaction est donc possible seulement si les quatre composants FMN, polymère, NADH et 

oxygène sont réunis en solution. (Tableau 15). 

Tableau 15 : Réactions contrôles  

Conditions Rendement (%) 

Système complet a 70 

Sans PEI 3 

Sans NADH 0 

Sans FMN 0 

Sans O2 0 

à Condition : Substrat (10 mM), FMN (5 µM), NADH (1mM), substrat 
(10 mM) 

  

Sur la Figure 89 sont présentés les rendements de l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-

one, ainsi que la vitesse initiale d’oxydation du NADH en fonction des différentes concentrations de 

polymère fonctionnalisé. 
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Figure 89 : Rendement global de l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de de FMN (5 µM), NADH 
(1mM)et PEIref (x mM) (■). Vitesse initiale de l’oxydation du NADH mesurée à 340 nm en fonction du nombre d’équivalents en 

monomère du polymère d’une solution aqueuse de FMN (2 µM), PEIref (x nm) et NADH (400 µM) (■). 

 

Une différence notable de rendement est observée lors de la réaction. En absence de 

polymère, la vitesse initiale d’oxydation de NADH et le rendement de la réaction de BV sont 

quasiment nuls. En présence de faibles proportions en polymère, l’oxydation du NADH reste lente, 

alors que le rendement de la réaction de Baeyer-Villiger atteint rapidement 70%. Pour de plus fortes 

concentrations en polymère (supérieures à 1000 équivalents de monomère par rapport à la FMN), 

les rendements diminuent (rendement de 50% pour 5000 équivalents de monomère) de la même 

façon que la vitesse d’oxydation du NADH. Le rendement maximal est atteint pour environ 250 

équivalents de PEIm (en monomère) par rapport à la concentration en flavine, malgré de faibles 

vitesses d’oxydations du NADH. Ce rendement reste ensuite stable jusqu’à 1000 équivalents de 

monomère alors que la vitesse initiale d’oxydation de NADH continue d’augmenter jusqu’à 2000 

équivalents. Pour la suite, nous utiliserons donc une concentration en monomère de PEIref de 1000 

équivalents par rapport à la concentration de FMN afin de combiner une vitesse d’oxydation du 

NADH optimale ainsi qu’un bon rendement. 

b) Influence du pH sur la catalyse d’oxydation en milieu tamponné. 

Afin d’approfondir la compréhension de ce système catalytique, le pH est un paramètre 

important à prendre en compte. La réaction a ainsi été effectuée sur une gamme de pH allant de 5,5 
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à 9,5 (Figure 90). Pour des pH inférieurs à 7,0, seule la lactone 1 est obtenue avec un rendement 

maximal de 47% à pH = 6,7. A pH plus basique, les deux lactones sont obtenues (90% de sélectivité 

pour la lactone 1) avec un rendement global maximal de 72% à pH = 9,0. Ces résultats peuvent être 

rationnalisés. En effet, à pH basique, l’intermédiaire peroxyflavine formé est un meilleur nucléophile 

que la forme protonée (hydroperoxyflavine), expliquant les meilleurs rendements obtenus. En 

revanche, la sélectivité pour la lactone 1 à pH acide est difficilement explicable. On peut supposer 

que la forme hydroperoxyflavine étant moins réactive que son homologue peroxo, la formation de la 

lactone 2 n’est pas favorisée. Il est également possible que les faibles quantités de produits formés 

ne soient pas détectables lors de l’analyse.  

 

Figure 90 : Formation des lactones 1 et 2 en fonction du pH : réaction de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de 
FMN (5 µM) PEIref (5 mM) NADH (1mM), durant 10 h, en solution tamponnée à pH 5,5 – 6,5 (MES 20 mM), à pH = 7 - 8 (HEPES 20 

mM) ou à pH = 8,5 - 10 (CHES ou 20 mM), à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

c) Cinétique d’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one 

L’étude cinétique du système a permis de déterminer le temps optimal pour réaliser la 

réaction. La concentration en lactone atteint un plateau après 10 h de réaction avec un rendement 

de 70%, une excellente sélectivité pour la lactone 1 (87%) et un TON d’environ 140. La réaction en 

absence de polymère durant un temps de réaction similaire, ne produit que 5% de lactone. De plus, 

la formation des lactones est en parfaite corrélation avec la consommation en NADH observée en 
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spectroscopie UV-visible. En effet, lorsque la totalité du NADH est oxydée en NAD+ (après 10 h de 

réaction), on observe l’arrêt de la réaction (Figure 91).  

 

Figure 91 : A) Cinétique de formation des lactones 1 et 2 catalysée par l’enzyme artificielle FMN (5 µM), PEIref (5 mM) (■) ou 
FMN (5 µM) (■) en présence de NADH (1 mM), en solution tamponnée à pH = 8,5 (20 mM CHES), à température ambiante et sous 

pression atmosphérique. B) Cinétique de formation des lactones 1 et 2 catalysée par l’enzyme artificielle FMN (5 µM), PEIref (5 mM) 
en présence de NADH (1 mM) et bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM), en solution tamponnée à pH = 8,5 (20 mM CHES) ) (●),et 
suivi de l’oxydation du NADH (400 µM) en fonction du temps à 340 nm, dans une solution aqueuse de FMN (2 µM) et de PEIref (4 

mM) (■) à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

d) Influence de la concentration en réducteur sur l’activité catalytique. 

Pour continuer l’optimisation et améliorer la compréhension du système, il était crucial 

d’étudier la concentration en réducteur. Des tests faisant varier la concentration en NADH de 200 

équivalents à 6000 équivalents par rapport au cofacteur flavinique ont donc été effectués. Les temps 

réactionnels ont été allongés jusqu’à 66 h afin de permettre à l’enzyme artificielle de consommer la 

totalité du NADH. L’augmentation du NADH à des concentrations sur-stœchiométrique par rapport 

au substrat (supérieur à 10 mM) permet d’améliorer la conversion jusqu’à 58% avec un excellent TON 

de 1160. Cependant, les rendements en sont impactés, puisque le rendement maximal de 81% est 

obtenu pour une concentration en NADH de 2 mM (tableau 16). Dans des conditions 

stœchiométriques, une conversion de 42% est obtenue. La diminution des rendements observée 

pour de fortes concentrations en NADH, peut être due à des temps réactionnels trop courts pour 

consommer la totalité du réducteur, à un environnement qui devient trop réducteur pour permettre 

la stabilisation d’un intermédiaire peroxyflavine et/ou à un phénomène de dégradation du NADH qui 

commence à rentrer en jeu pour ces temps de réaction. Par ailleurs, le coût élevé du NADH (165 000 
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€ / Kg) n’est pas une option judicieuse pour réaliser des réactions avec des quantités sur-

stœchiométriques de réducteur. 

 

Tableau 16 : Rendement, conversion et TON mesurés pour la réaction de Baeyer-Villiger utilisant la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one 
(10 mM) comme substrat en présence de FMN (5 µM) PEIref (5mM) en fonction de la concentration de NADH, en solution 

tamponnée à pH = 8,5, (CHES 20 mM), à température ambiante et sous pression atmosphérique durant 66h. 

NADH (mM) 
Rendement vs 

NADH(%) 
Conversion (%) TON 

1 67 7 135 

2 81 16 325 

4 62 25 500 

6 53 31 640 

8 48 40 770 

10 42 42 840 

15 56 56 1100 

20 58 58 1160 

30 54 54 1080 

 

e) Influence de la nature du polymère sur l’activité catalytique 

Les paragraphes précédents ont permis de déterminer les conditions optimales de temps, de 

concentrations et de pH pour réaliser l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one. Nous nous 

proposons maintenant d’étudier l’influence de la nature des polymères sur les rendements obtenus 

pour cette même oxydation de BV. Sept polymères, préalablement caractérisés par RMN 1H, ont ainsi 

été utilisés pour catalyser l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one par O2 dans les conditions 

décrites précédemment. 
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Figure 92 : Rendement global de l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de de FMN (5 µM) NADH 
(1mM) et de différents PEI (5 mM) en solution tamponnée à pH = 8,5 (20 mM CHES) à température ambiante et sous pression 

atmosphérique durant 10 h. 

La Figure 92 montre que la nature des polymères influence peu les rendements obtenus. En 

effet, les rendements obtenus pour l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one sont relativement 

similaires, quelles que soient les proportions en groupements octyle et/ou guanidinium greffés sur le 

polymère. Si le polymère commercial est utilisé en remplacement d’un polymère fonctionnalisé, la 

réaction se produit avec un rendement très légèrement inférieur (55%). Ces résultats confirment de 

nouveau que le polymère commercial permet lui aussi l’interaction de la FMN avec NADH, en 

facilitant le transfert d'ions hydrure et également en favorisant l’interaction entre l’espèce active et 

le substrat.  

 

Figure 93 : Formation des lactones 1 et 2 en fonction du pH, par oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence 
de FMN (5 µM) PEI (5 mM) NADH (1mM), en solution tamponnée MES 20 mM, pH 5,5 – 6,5, HEPES 20 mM, pH = 7 - 8 ) ou CHES 20 

mM, pH = 8,5 – 10, durant 10 h, à température ambiante et sous pression atmosphérique pour le PEIref et PEImago 38. 
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Le polymère trifonctionnalisé octyle/guanidinium/acide carboxylique a également été 

comparé au polymère de référence. La Figure 93, ci-dessus, montre les rendements obtenus pour 

l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one en fonction du pH avec un polymère trifonctionnalisé 

(PEImago 38) et le polymère de référence. L’efficacité pour l’oxydation est légèrement meilleure après 

l’ajout de groupements carboxylate sur un polymère bifonctionnalisé guanidinium/octyle. Les 

travaux d’Imada sur une flavine modifiée en position N3 par une chaîne peptidique montrent par des 

calculs DFT que l’efficacité de la réaction dépend de la présence d’un groupement acide carboxylique 

qui peut stabiliser l’intermédiaire peroxyflavine via un réseau de liaisons hydrogène. [111] Sur la base 

de ces travaux, l’amélioration du rendement peut être due à la stabilisation par liaison hydrogène de 

l’espèce active qui est susceptible de se former au cours de la réaction (Figure 94). Cependant, il est 

difficile de conclure sur cette hypothèse au vu de la faible amélioration des rendements entre les 

deux polymères. De plus, à ce jour, nous n’avons pas réussi à observer la formation de cet 

intermédiaire (hydro)peroxyflavinique. Une étude plus approfondie des conditions de modification 

des polymères devrait nous permettre de greffer une proportion de groupements carboxylate plus 

importante favorisant peut-être les interactions entre l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine et les 

groupements carboxylate et donc sa stabilité.  

 

Figure 94 : Représentation schématique d’un polymère trifonctionnalisé octyle, guanidinium et acide carboxylique avec la 
potentielle stabilisation d’un intermédiaire peroxo sur la flavine incorporée au polymère 

 

f) Comparaison avec des oxydants chimiques classiques.  

A titre de comparaison, la réaction de Baeyer-Villiger a également été effectuée en utilisant 

des oxydants classiques tels que H2O2 et mCPBA (Tableau 17). L’utilisation d’une quantité sur-

stœchiométrique de peroxyde d’hydrogène (2,4 équivalents), dans l’acide acétique, donne un 
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mélange de lactone 1 et 2 avec un rendement de 91% et une très bonne sélectivité de 85% pour la 

lactone 1. En revanche, pour la réaction réalisée dans le méthyl tert-butyl éther (MTBE) à 30 °C avec 

mCPBA (1,5 eq), la sélectivité est seulement de 29% pour la lactone 1, malgré un excellent 

rendement. Ainsi, le système biomimétique (PEIm-FMN) utilisant O2 dans l’eau apparaît comme une 

alternative prometteuse pour réaliser des réactions avec de très bons rendements proches de 80% à 

pH basique, et une sélectivité comparable à celle obtenue avec H2O2. 

 

Tableau 17 : Oxydation biomimétique ou chimique de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one. 

 

  Sélectivité 

Conditions rendement 1 2 3 4 

FMN / NADH / PEI / pH = 6,7 a 47% 100 0 0 0 

FMN / NADH / PEI / pH = 8,5 a 80% 80 20 0 0 

H2O2 (2,4 eq), acide acétique b 91% 85 15 0 0 

mCPBA (1,5 eq), MTBE 30 °C 95% 29 0 34 37 

a Rendement déterminé par GC, [FMN] = 5 μM, [PEI] = 5 mM, [Substrat] = 10 mM, [NADH] 
= 1 mM. b rendement isolé en utilisant les condition de la référence [125]. c D’après la 
référence [128]. 

 

Le rendement et la sélectivité obtenus pour la lactone 1 avec l’enzyme artificielle sont 

comparables aux résultats obtenus avec des flavines modifiées de la littérature. En 2005, l’équipe 

d’Imada a réussi l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one avec un rendement similaire, mais 

avec une très mauvaise sélectivité (47%).[108] Puis, plus récemment, ils ont obtenu un rendement de 

80% avec une bonne sélectivité de 88% à l’aide d’un catalyseur supramoléculaire (Figure 39).[94] 

Cependant, ces systèmes utilisent soit des solvants organiques, soit H2O2 comme oxydant et toujours 

avec des flavines modifiées, contrairement à l’enzyme artificielle, qui est fonctionnelle en solution 

aqueuse avec l’oxygène moléculaire. Ainsi, cette enzyme artificielle est le premier système 
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catalytique utilisant un cofacteur flavinique naturel non modifié pour activer le dioxygène dans l’eau 

et réaliser des réactions de type Baeyer-Villiger. 

 

3. Champs d’application de l’enzyme artificielle 

a) Réaction de Baeyer-Villiger 

Nous avons montré que le système PEIm-FMN-NADH était capable d’activer le dioxygène et 

d’oxyder la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one dans l’eau avec de très bons rendements. Il serait donc 

intéressant de tester ce catalyseur sur d’autres cétones cycliques à 4, 5 ou 6 chaînons (Figure 95). 

 

Figure 95 : Oxydation de Baeyer-Villiger de divers cyclobutanones avec l’enzyme artificielle (FMN = 5 µM, PEIref = 5 mM) en 
présence de NADH (1 mM), Substrat (10 mM), en solution tamponnée à pH = 8 ,5 (20 mM de CHES) durant 10 h, à température 

ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Un premier problème se pose : la solubilité de certains substrats. L’adamantanone et la 

2,2,4,4-tetramethylcyclobutane-1,3-dione sont des composés solides, insolubles dans l’eau, ce qui ne 

permet pas au système d’oxyder ces substrats. En effet, en fin de réaction, l’intégralité du produit de 

départ est récupérée. La réactivité des composés est aussi un paramètre à prendre en compte 

puisque les cycles à 5 carbones, tels que la cyclopentanone ou la 2-chlorocyclopentanone, sont des 
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substrats avec un cycle moins tendu que les cyclobutanones et sont donc plus difficiles à oxyder. Dans 

le cas de la cyclopentanone, aucune réactivité n’est observée. Concernant la 2-

chlorocyclopentanone, un autre problème apparaît, puisque qu’en solution aqueuse, le composé se 

dégrade en acide 5-oxopentanoïque au cours du temps.[126] Finalement, uniquement les dérivés de 

cyclobutanones sont assez réactifs pour être oxydés.  

La cyclobutanone est oxydée avec un rendement de 35%. La substitution de la position 3, par 

un groupement électroattracteur (- I), permet d’améliorer le rendement de la réaction à 52% pour la 

3-phenylcyclobutanone. En revanche, l’ajout d’un groupement carboxylate en position 3 inhibe 

complètement la réaction malgré une excellente solubilité et l’intégralité du produit de départ est 

récupéré en fin de réaction. 

 

b) Réaction de sulfoxydation 

En reprenant les conditions développées pour la réaction de Baeyer-Villiger, l’enzyme 

artificielle a par la suite été utilisée pour des réactions de sulfoxydation sur divers thioéthers. Les 

résultats de la Figure 96 montrent que l’oxydation du dithiane en mono-sulfoxyde est favorable avec 

un bon rendement de 60% et aucune trace de di-oxydation ou de suroxydation en di-sulfoxyde ou en 

sulfone. L’oxydation du thioanisole est quant à elle moins favorable avec un rendement très faible 

en sulfoxyde (10%). Toutes les autres tentatives de sulfoxydation des thioéthers aliphatiques se sont 

soldées par un échec, notamment à cause des problèmes de solubilité, d’évaporation ou tout 

simplement de réactivité. 

Il est important de noter que pour tous les substrats testés, les réactions de contrôle en 

absence de polymère n’ont montré aucune réactivité et aucun produit d’oxydation n’a été observé. 
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Figure 96 : Oxydation de divers sulfures avec l’enzyme artificielle (FMN = 5 µM, PEIref = 5 mM) en présence de NADH (1 mM), 
Substrat (10 mM), en solution tamponnée à pH = 8 ,5 (20 mM de CHES) durant 10 h, à température ambiante et sous pression 

atmosphérique. 

 

Pour résumer, nous avons montré que l’incorporation de FMN dans l’environnement 

localement polarisé et hydrophobe du polymère permettait à ce cofacteur flavinique de collecter 

efficacement les électrons de NADH et d’activer par la suite le dioxygène pour réaliser des réactions 

d’oxydation de Baeyer-Villiger ou de sulfoxydations avec de bons rendements, mais le système reste 

limité à quelque substrats particuliers. 

 

4. Etude mécanistique 

Toujours dans l’optique d’approfondir l’étude du système, des réactions de contrôles avec le 

peroxyde d’hydrogène, ainsi qu’un suivi de sa formation et/ ou consommation ont permis d’en 

apprendre plus sur le fonctionnement de l’enzyme artificielle.  

L’oxydation du substrat modèle bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one a tout d’abord été réalisée avec 

H2O2 en remplacement du système PEIm-FMN-NADH. La Figure 97 montre une amélioration du 

rendement d’environ 20% quel que soit le pH utilisé, avec un maximum de 90% à pH 9,5. Dans ce cas, 

la même sélectivité est observée concernant la formation des lactones 1 et 2 avec H2O2. Ces résultats 
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ne sont en aucun cas étonnant, puisque le peroxyde d’hydrogène est un oxydant largement décrit 

dans la littérature pour réaliser ce genre d’oxydation en chimie organique. Cependant, à la suite de 

ce résultat, une première question se pose, est-ce H2O2 ou un intermédiaire (hydro)peroxyflavine qui 

réalise l’oxydation lors des réactions catalysées par l’enzyme artificielle ? 

 

Figure 97 : Rendement total en lactone 1 et 2 en fonction du pH lors de l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) par 
H2O2 (1mM)) ou avec l’enzyme artificielle (FMN (5 µM), PEIref (5 mM)), en présence de NADH (1 mM), en solution tamponnée MES 

20 mM (pH 5.5 - 6.5), HEPES 20 mM (pH = 7 - 8) ou CHES 20 mM (pH = 8.5 – 10), à température ambiante et sous pression 
atmosphérique durant 10 h. 

 

Pour essayer de répondre à cette question, nous avons décidé de suivre la concentration en 

peroxyde d’hydrogène dans différentes conditions réactionnelles grâce à des languettes de mesure 

sensibles à la concentration en peroxyde que l’on peut utiliser directement dans la solution aqueuse 

(Quantofix®). La Figure 98A montre l’évolution de la concentration en peroxyde d’hydrogène au cours 

du temps : soit durant une réaction avec le système complet (Polymère, FMN, NADH et substrat) 

(triangles rouges), soit en absence du substrat (cercle verts), ou en absence de polymère (carrés noir). 
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Figure 98 : A) Cinétique de la formation de H2O2 en présence de FMN (5 µM) et de NADH (1 mM) (■), de FMN (5 µM), NADH (1 mM) 
et PEIref (5 mM), (●), de FMN (5 µM), NADH (1 mM), PEIref (5 mM), et bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM), (▲), en solution 

tamponnée à pH = 8,5 (CHES 20 mM), à température ambiante et sous pression atmosphérique. B) Cinétique de consommation de 
H2O2 en présence de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one uniquement (10 mM) (▲) et ou de PEIref (5 mM) et de bicylo[3.2.0]hept-2-en-

6-one (10 mM) (●). 

 

La première information à tirer de la Figure 98 est qu’en absence de polymère, le mélange 

NADH-FMN ne produit pas ou très peu de H2O2. Ce résultat est en accord avec ceux précédemment 

obtenus, montrant que NADH seul n’est pas en mesure de réduire la FMN. Concernant les enzymes 

de type BVMO, nous avons montré dans la partie bibliographique qu’en absence d’un substrat, 

l’intermédiaire (hydro)peroxo formé libérait une molécule de H2O2 pour redonner la flavine oxydée 

(processus de découplage). Le même processus se produit lorsque la FMN et le NADH sont mis en 

présence du polymère où on observe la formation de H2O2 (10 mg/L). On peut donc fortement 

supposer que, dans ce cas, l’intermédiaire peroxyflavinique se forme pour conduire ensuite à la 

libération de H2O2 et la régénération du cofacteur flavinique jusqu’à consommation totale de NADH. 

En revanche, lorsque le substrat est ajouté au milieu réactionnel, il y a toujours formation de H2O2 

mais en concentration moins importante (2,5 mg/L) que lors de la réaction en absence du substrat, 

pour laquelle la concentration en peroxyde d’hydrogène reste constante après formation. Il est donc 

légitime de supposer que l’intermédiaire peroxoflavine se forme, puis qu’une compétition entre 

l’oxydation du substrat par cette espèce et la libération de H2O2 se mette en place. Il est également 

possible que l’intermédiaire peroxyflavine ne réagisse pas avec le substrat, mais que H2O2 libéré 

réagisse rapidement avec le substrat et ne puisse pas s’accumuler en solution (Figure 99).  
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Figure 99 : Représentation schématique du mécanisme possible avec l’enzyme artificielle. 

 

Afin de valider cette hypothèse, la réaction est effectuée en présence d’une catalase (une 

oxydoréductase qui catalyse la dismutation de H2O2 en O2 et H2O de façon très efficace), qui devrait 

consommer la totalité du peroxyde d’hydrogène formé et devrait donc inhiber la réaction si celle-ci 

était réalisée par le H2O2 libéré en solution. Or, après réaction, un rendement de 60% en lactones est 

obtenu, ce qui laisse supposer que l’oxydation se fait soit majoritairement via le H2O2 généré au sein 

du polymère, soit une grande partie de la réaction est réalisée directement par l’intermédiaire 

peroxyflavine, comme c’est le cas pour les BVMOs (Figure 100). 
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Figure 100 : Représentation schématique de la réactivité supposée de l’enzyme artificielle en présence de catalase. 

 

5. Utilisation du polymère chiral pour la catalyse d’oxydation 

Le paragraphe précédent a permis de mettre en évidence l’efficacité de l’enzyme artificielle 

pour favoriser les réactions d’oxydation des cyclobutanones ou des thioéthers au sein de ses « sites 

actifs ». Or, un polymère chiral a été synthétisé au préalable avec des groupements bis-naphtalène. 

Il était donc intéressant d’utiliser ce polymère pour essayer de catalyser l’oxydation énantiosélective 

de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one. En reprenant les meilleures conditions réactionnelles mises au 

point pour les réactions de Baeyer-Villiger, l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one est donc 

réalisée avec le polymère chiral. 
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Tableau 18 : Réaction d’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) catalysée en présence de polymère chiral. 

 

PEI Rendement (%)a 1 : 2 ee 1 (%) ee 2 (%) 

PEIcom 52 ± 1 83 : 17 rac rac 

PEIref 70 ± 3 85 : 15 rac rac 

PEImgo 5 (0,17/0,41) 72 ± 4 82 : 18 rac rac 

PEI chiral 67 ± 1 88 : 12 3,5 rac 

a Rendement déterminé par GC, [FMN] = 5 μM, [PEI] = 5 mM, [Substrat] = 10 mM, [NADH] = 1 
mM. 

 

Les résultats du Tableau 18 montrent les rendements ainsi que les excès énantiomériques 

obtenus pour différents polymères, dont le polymère chiral. La première information importante à 

ressortir de ces résultats est qu’en changeant le polymère fonctionnalisé guanidinium/octyle par le 

polymère chiral, il n’y a pas de perte de rendement. Une autre information est qu’aucun excès 

énantiomérique n’est observé lorsque la réaction est effectuée avec les polymères non chiraux 

(PEIcom, PEIref ou PEImgo 5). Un très faible excès énantiomérique est en revanche observé de façon 

reproductible lors de l’utilisation du polymère chiral pour l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-

one. Ce résultat indique que le polymère fonctionnalisé par des groupements naphtalènes est 

capable d’induire une légère chiralité. Le problème du faible taux de greffage du bi-naphtalène ajouté 

à la répartition aléatoire des groupements lors de la synthèse des polymères, peuvent expliquer les 

faibles excès énantiomériques obtenus avec ce système. 
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III. Conclusion 

Globalement, l’incorporation de la FMN au sein d’un polymère fonctionnalisé par des 

groupements octyle/ guanidinium a permis d’oxyder efficacement le NADH. Une fois réduit, le 

cofacteur flavinique FMNH2 s’est avéré capable d’activer le dioxygène et de réaliser l’oxydation de 

divers substrats (cyclobutanones et thioéthers), devenant ainsi le premier système avec une flavine 

naturelle capable de réaliser des réactions d’oxydation en solution aqueuse par l’oxygène 

moléculaire. Les résultats obtenus en catalyse d’oxydation sont relativement modestes pour certains 

substrats, avec des rendements de 10 et de 35% pour le thioanisole et la cyclobutanone 

respectivement. En revanche, de meilleurs rendements sont obtenus pour le dithiane (60%), la 3-

phenyl-cyclobutanone (52%) et la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (70%), dont la lactone 

correspondante a été obtenue avec une très bonne sélectivité. Un rendement de 82% a également 

été obtenu pour l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one avec 2 mM de NADH. 

Ces résultats prometteurs ont ensuite été comparés avec les résultats obtenus avec des 

oxydants chimiques plus classiques, ainsi qu’en présence des systèmes utilisant des flavines 

modifiées. Cela a permis de mettre en évidence les avantages de cette enzyme artificielle par rapport 

aux systèmes déjà existants. Pouvoir travailler en solution aqueuse, à pression atmosphérique et à 

température ambiante tout en utilisant l’oxygène de l’air comme oxydant sont les principaux 

avantages de ce système qui permet au final de réaliser des oxydations dans des conditions 

particulièrement douces. 

Les études préliminaires sur le mécanisme nous laissent supposer que l’intermédiaire 

(hydro)peroxoflavine catalyse au moins une partie de la réaction, malgré la formation de peroxyde 

d’hydrogène in situ. Cependant, le système se limite actuellement à l’oxydation de substrats réactifs 

tels que des cyclobutanone activées. A cet égard, il serait intéressant d’arriver à stabiliser 

l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine, en travaillant sur la fonctionnalisation du polymère, 

notamment sur le greffage des groupements carboxylate qui ont déjà montrés des résultats 

prometteurs malgré un faible taux de greffage. Cela permettrait peut-être de favoriser l’oxydation 

d’autres substrats (cyclopentanone, cyclohexanone …).  

Enfin, les résultats préliminaires obtenus avec le polymère chiral suggèrent que ce dernier 

arrive à induire une faible stéréosélectivité lors de l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one. 

Afin d’obtenir des excès énantiomériques plus prononcés, greffer une proportion plus importante de 
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groupements chiraux ou greffer une flavine au sein d’un polymère chiral par liaison covalente 

permettrait peut-être à l’espèce active de se trouver directement à proximité d’un site chiral. 

L’utilisation de flavine chirales greffées ou non au sein du polymère, pourrait également être une 

solution pour favoriser l’induction d’une énantiosélectivité. 

Malgré une très bonne spécificité pour la FMN le NADH est un réducteur coûteux et peu 

adapté pour la chimie organique à grande échelle. C’est pourquoi, dans le chapitre suivant nous nous 

efforcerons de trouver une alternative, en cherchant soit à le remplacer par un réducteur moins cher, 

soit en le régénérant par diverses méthodes compatibles avec notre système.  
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Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 

Au cours des chapitres précédents, nous avons démontré que le NADH pouvait transférer ses 

électrons de façon efficace à la FMN lorsque cette dernière était incorporée au sein d’un 

polyéthylèneimine modifié et soluble dans l’eau. L’utilisation du même système en conditions 

aérobie a ainsi permis de catalyser des réactions d’oxydation efficaces en utilisant directement le 

dioxygène de l’air comme oxydant. Cependant, le coût élevé du NADH (165 000 €/Kg) est prohibitif 

pour son utilisation en quantité stœchiométrique lors des réactions étudiées. Deux solutions ont ainsi 

été envisagées pour remédier à ce problème : remplacer NADH par un autre réducteur moins coûteux 

ou le régénérer en solution au cours de la réaction.  

 

I. Remplacement du NADH par l’ascorbate de sodium 

Notre objectif est de trouver un réducteur sacrificiel compatible avec le système en 

remplacement du NADH, qui présente un coût trop important pour la catalyse à grande échelle. Notre 

choix s’est ainsi tout naturellement tourné vers l’utilisation de l’ascorbate de sodium, qui est un 

réducteur hydrosoluble, peu coûteux (250 €/Kg), respectueux de l’environnement et qui a déjà été 

décrit dans la littérature pour réduire des sels de flaviniums. 

 

1. Etude spectroscopique 

L’oxydation de l’ascorbate de sodium par la FMN a tout d’abord été étudiée en solution 

aqueuse et en présence d’oxygène, en suivant la décroissance de la bande caractéristique de sa forme 

réduite à 265 nm. Ainsi, lorsque 200 équivalents d’ascorbate sont ajoutés à une solution de FMN et 

de polymère modifié dans l’eau non tamponnée, cette bande décroît et disparaît presque 

intégralement après 16 h de réaction. Ceci démontre clairement que le système PEIm-FMN est 

capable d’oxyder l’ascorbate de sodium de façon catalytique (Figure 101).  
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Figure 101 : Evolution en fonction du temps du spectre d’absorbance de l’ascorbate de sodium (100 µM) dans l’eau en présence de 
FMN (0,5 µM) et de PEIref (0,5 mM) ; (—) t = 0, (—) tfinal = 1200 min. Encart : décroissance de l’absorbance maximale à 265 nm en 

fonction du temps. 

 

Plusieurs contrôles ont ensuite été réalisés. Ainsi, l’ascorbate de sodium seul en solution 

aqueuse, ne s’oxyde que lentement en présence d’oxygène. Par ailleurs, les vitesses initiales 

mesurées, en suivant les cinétiques de disparition de l’ascorbate de sodium à 265 nm, ne montrent 

aucune influence de la nature du polymère sur l’oxydation de l’ascorbate par une quantité catalytique 

de FMN. L’ajout d’un substrat (bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one) ne permet pas non plus d’améliorer la 

cinétique d’oxydation de l’ascorbate de sodium (Figure 102). Il semble donc que l’ascorbate soit 

suffisamment réducteur pour réduire la FMN incorporée au polymère en solution aqueuse.  
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Figure 102 : Vitesse d’oxydation, mesurée à partir de l’absorbance à 265 nm, d’une solution d’ascorbate de sodium 100 µM dans 
l’eau seul ou en présence de FMN (0,5 µM), ou de FMN (0,5 µM) et de PEIref (0,5 mM) ou enfin de FMN (0,5 µM), de PEIref (0,5 mM) 

et de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (1 mM). 

 

Les résultats précédents avec l’ascorbate de sodium ont tous été obtenus dans l’eau distillée 

et il était intéressant d’étudier l’influence du pH sur l’activité de ce nouveau système. Nous avons 

pour cela utilisé différents tampons : MES (pH = 5,5-6,5), HEPES (pH = 7-8) et CHES (pH = 8,5), déjà 

utilisés pour l’étude avec NADH. Les résultats obtenus sont présentés dans la Figure 103. 

 

Figure 103 : Vitesse initiale de l’oxydation de l’ascorbate de sodium (100 µM) mesurée à partir de l’absorbance à 265 nm en 
fonction du pH, dans une solution aqueuse de FMN (0,5 µM) et de PEIref (0,5 mM) (●). 
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Ainsi, les résultats obtenus pour l’oxydation de l’ascorbate de sodium en fonction du pH sont 

très différents de ceux obtenus avec le NADH. A pH acide, on observe une vitesse d’oxydation environ 

5 fois moins rapide qu’à pH légèrement basique. Cela peut s’expliquer grâce aux espèces présentes 

en solution aux différents pH. En effet, il est connu que l’acide ascorbique (AH2) (couple AH2/A•-, E0 = 

0,72 V) possède un pouvoir réducteur moins important que l’ascorbate (AH-) (couple AH-/A•-, E0 = 0,3 

V), donc moins efficace pour réduire la FMN.[127–130] Or, à pH acide, la forme AH2 est majoritaire, 

expliquant ainsi la différence de vitesse d’oxydation entre pH acide et légèrement basique (pKa = 

4,04).  

Le fait que l’ascorbate de sodium soit capable, comme le NADH, de réduire la FMN en FMNH2 

suggère que le système ascorbate de sodium/FMN soit capable lui aussi de conduire, en présence 

d’oxygène, à l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine. Toutes les conditions sont donc réunies pour que 

l’association de l’ascorbate de sodium, avec la FMN incorporée dans le polymère, puisse reproduire 

l’activité des monooxygénases. La réaction d’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one a donc été 

étudiée en présence de ce nouveau système. 

 

2. Catalyse d’oxydation avec l’ascorbate de sodium 

L’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one a donc été réalisée en présence de 5 µM de 

FMN, 5 mM de polymère et 1 mM d’ascorbate de sodium. Dans ce cas, le rendement en 

lactone, toujours calculé par rapport à la quantité de réducteur, est seulement de 30% et de 

8% pour le contrôle sans polymère après 10 heures de réaction (Figure 104). Tout comme avec 

NADH, seules les lactones 1 et 2 sont obtenues en fin de réaction et aucune trace du produit 

d’époxydation n’est observée. 

 

Figure 104 : Oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de l’enzyme artificielle composée de FMN (5 µM), 
PEIref (5 mM), ascorbate de sodium (1 mM), en solution tamponnée à pH = 8,5 (20 mM CHES), à température ambiante et sous 

pression atmosphérique. 
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Ce rendement est assez faible, mais il s’agit d’une réaction d’oxydation dans l’eau, utilisant 

O2. C’est donc un résultat suffisamment intéressant pour poursuivre avec ce nouveau système. A 

présent, il est primordial de trouver les meilleures conditions réactionnelles afin de déterminer si ce 

système est capable d’oxyder plus efficacement la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one et également s’il est 

capable d’oxyder d’autres substrats. 

La cinétique d’oxydation a donc été étudiée avec l’ascorbate de sodium en tant que réducteur 

(Figure 105). Les résultats montrent qu’un temps de réaction beaucoup plus long (48 h) est nécessaire 

avec ce système, par rapport au système utilisant NADH comme réducteur, pour atteindre un 

rendement maximal de 65% en lactone 8 fois supérieur à celui obtenu lors de la réaction contrôle 

sans polymère. Il apparaît donc ainsi que la cinétique de formation des lactones lors de cette réaction 

(Figure 105) n’est pas cohérente avec la cinétique de d’oxydation de l’ascorbate de sodium déterminé 

lors des analyses par spectroscopie UV-visible (Figure 101). Il semblerait donc que ce système ait 

recours à un mécanisme légèrement différent pour la formation de l’intermédiaire 

(hydro)peroxyflavine. Ce point sera développé plus tard dans ce chapitre.  

 

 

Figure 105 : Cinétique de formation des lactones 1 et 2 catalysée par l’enzyme artificielle constituée de (FMN : 5 µM, PEIref : 5 mM) 
(●) ou FMN (5 µM) (■) en présence d’ascorbate de sodium (1 mM), bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en solution tamponnée à 

pH = 8,5 (20 mM CHES), à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Toujours dans l’optique de mieux comprendre comment fonctionne le système, l’influence du 

pH a également été étudiée. La Figure 106 montre les rendements obtenus après 48h pour 



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
115 

l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one sur une gamme de pH allant de 5,5 à 10. Les premières 

informations à tirer suite à ces résultats sont qu’à pH acide, au même titre qu’avec NADH, seule la 

lactone 1 est produite avec un rendement maximal de 35% à pH = 7,0. A pH basique, les lactones 1 

et 2 sont observées avec une sélectivité de 90% pour la lactone 1 et un rendement maximal de 70% 

à pH = 8,5. 

 

Figure 106 : Profil de pH de la formation des lactones 1 et 2 en présence de FMN (5 µM), PEIref (5 mM), ascorbate de sodium 
(1mM), en solution tamponnée à pH 5,5 – 6,5 (MES 20 mM), à pH = 7 - 8 (HEPES 20 mM) ou à pH = 8,5 - 10 (CHES ou 20 mM), 10 

mM de bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one, durant 48h, à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Pour essayer de mieux comprendre le système, nous avons également suivi la formation et la 

consommation du peroxyde d’hydrogène en fonction du temps. Les mesures de la Figure 107 

révèlent que lors des 24 premières heures de réaction, le système polymère – FMN en présence 

d’ascorbate produit également H2O2 (2 mg/L), qui est ensuite consommé pour l’oxydation de la 

bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one. Au vu de ces résultats, il apparaît que ce nouveau système se comporte 

de manière similaire au système utilisant NADH comme réducteur.  



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
116 

 

Figure 107 : Cinétique de la formation de H2O2 en présence de FMN (5 µM), d’ascorbate de sodium (1 mM), de PEIref (5 mM) et de 
bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM), en solution tamponnée à pH = 8,5 (20 mM CHES) à température ambiante et sous pression 

atmosphérique. Concentration de H2O2 (mg/L) en fonction du temps. 

 

L’intérêt principal d’utiliser l’ascorbate de sodium à la place de NADH est son coût 

excessivement moins élevé que celui du NADH. C’est pourquoi une série de réactions a été réalisée 

en augmentant les proportions de réducteur afin d’essayer d’obtenir une conversion totale pour 

l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one. 

Tableau 19 : : Rendement, conversion et TON pour la réaction de Baeyer-Villiger utilisant la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) 
comme substrat en présence de FMN (5 µM), PEIref (5mM) et de concentrations croissantes en ascorbate de sodium, en solution 

tamponné à pH = 8,5 (CHES 20 mM) à température ambiante et sous pression atmosphérique durant 48h 

Ascorbate (mM) Rendement (%) a Conversion (%) TON 

1 65 7 140 
2 47 9 180 
4 28 11 220 
6 20 11 220 
8 15 12 240 

10 12 12 240 
15 12 12 240 
20 12 12 240 
30 12 12 240 

a Rendement déterminé par GC par rapport à l’ascorbate de sodium, [FMN] = 5 μM, [PEI] = 
5 mM, [bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one] = 10 mM, [Asc] = x mM. 

 

L’augmentation de la concentration en ascorbate de sodium à 2 mM ne permet pas 

d’améliorer le rendement de catalyse qui passe de 65% à 1 mM à 47% à 2 mM. Au contraire, le 
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système est même beaucoup moins performant avec une baisse du rendement jusqu’à 12% lorsque 

l’ascorbate est utilisé en quantité stœchiométrique par rapport au substrat. Cela correspond donc à 

une conversion de 12% qui plafonne, même pour des concentrations sur-stœchiométrique 

d’ascorbate. Ce comportement est différent de celui observé avec NADH pour lequel une conversion 

de 58% pouvait être obtenue en présence d’excès de NADH. Ces résultats peuvent cependant être 

rationalisés par le fait que NADH est un réducteur spécifique de la FMN et doit donc moins interférer 

H2O2 produit en cours de réaction. Ici, le peroxyde d’hydrogène formé est probablement plus 

susceptible d’être réduit par l’excès d’ascorbate de sodium présent dans le milieu, ce qui limite 

l’oxydation du substrat. [131] Cependant, les résultats à faible concentration en réducteur restent très 

encourageants, avec de bons rendements malgré des temps de réaction plus longs qu’avec le NADH. 

Des études supplémentaires seront nécessaires pour essayer de stabiliser l’intermédiaire 

(hydro)peroxyflavine et ainsi s’affranchir du problème lié au peroxyde d’hydrogène. 

Le système a ensuite été utilisé pour réaliser des réactions d’oxydation sur divers substrats 

organiques (cétones cycliques et sulfures). Les meilleures conditions mises en évidence pour 

l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one ont été reprises pour ces nouveaux substrats. Les 

rendements obtenus pour les différents substrats sont compilés dans la Figure 108. Globalement, le 

système polymère/FMN utilisant l’ascorbate de sodium en tant que réducteur permet d’oxyder les 

mêmes substrats que NADH, avec des rendements légèrement inférieurs, sauf pour l’oxydation de la 

cyclobutanone qui n’a pas aboutie à la lactone correspondante, contrairement à la réaction avec 

NADH, mais des problèmes de reproductibilité avaient déjà été observés lors de cette réaction avec 

le NADH. Toutes les réactions de contrôle en absence de polymère n’ont montré aucun produit 

d’oxydation. 
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Figure 108 : Oxydation de divers substrats (cétones ou thioéthers) (10 mM) avec l’enzyme artificielle (FMN = 5 µM, PEIref = 5 mM) 
en présence d’ascorbate de sodium (1 mM), en solution tamponnée à pH = 8 ,5 (20 mM de CHES) durant 48 h, à température 

ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Pour résumer, nous avons démontré que l’ascorbate de sodium pouvait remplacer NADH afin 

de réduire la FMN enfouie au sein d’un polymère fonctionnalisé, pour catalyser, en présence de 

dioxygène, diverses réactions d’oxydation telles que Baeyer-Villiger et sulfoxydations. En revanche, 

l’ascorbate de sodium s’est avéré être peu efficace lors de son utilisation à de fortes concentrations 

en raison de sa réactivité directe avec le peroxyde d’hydrogène. L’ascorbate de sodium étant un 

réducteur à un électron, il paraît intéressant d’étudier de plus près sa réactivité avec la FMN, de façon 

à mieux comprendre la différence observée entre les deux réducteurs lors des cinétiques. 

 

3. Etude mécanistique de la réactivité du système avec l’ascorbate de sodium 

Dans un premier temps, nous nous proposons de suivre la réduction de la flavine par 

spectroscopie UV-visible en modifiant légèrement les conditions réactionnelles afin de pouvoir 

observer les bandes caractéristiques de la FMN (370 nm et 450 nm).  
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a) Suivi de la réduction de la flavine par spectroscopie UV-visible 

Comme nous l’avons montré précédemment, la réduction de la FMN incorporée dans le PEIref 

par 10 équivalents de NADH en condition anaérobie se traduit par une diminution de sa bande 

d’absorbance à 450 nm (Figure 109A). Dans ces conditions, la FMN est totalement réduite après une 

heure et peut facilement être réoxydée par simple exposition à l’oxygène en une vingtaine de 

minutes (Figure 109B).  

 

 

Figure 109 : A) Evolution du spectre UV-Visible d’une solution de FMN (25 µM) dans l’eau désoxygénée en présence de NADH (250 
µM) et de PEIref (2,5 mM) : (—) t = 0, (—) tfinal = 150 min. B) Suivi en fonction du temps de l’absorbance à 450 nm de la bande 

caractéristique de la FMN (25 µM) en présence de NADH (250 µM) et de PEIref (2,5 mM) dans l’eau désoxygénée (Jusqu’à 150 min.) 
puis réoxydation par O2 après réouverture à l’air. 

 

En revanche, lorsque la réaction est effectuée avec l’ascorbate de sodium, on observe un 

spectre complètement différent. La bande d’absorbance à 450 nm ne subit aucune modification 

après l’ajout du réducteur et reste stable durant la totalité de la réaction. La Figure 110 montre 

également l’apparition d’une bande à 614 nm qui atteint son maximum après 10 h de réaction et 

décroît ensuite lentement. En parallèle, on observe également l’augmentation de la bande à 360 nm. 

Cette étude permet de mettre en évidence la formation d’une nouvelle espèce qui, d’après la 

littérature, semblerait être la flavine semiquinone. [132–134] Or, à l’heure actuelle, aucune étude par 

spectroscopie UV-visible n’a été réalisée sur des flavines semiquinones en dehors de leur squelette 

protéique. C’est pourquoi des études supplémentaires sont nécessaires afin de confirmer la 

formation de ce radical. 
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Figure 110 : A) Evolution du spectre UV-Visible d’une solution de FMN (25 µM) dans l’eau désoxygénée en présence d’Ascorbate de 
sodium (250 µM) et de PEIref (2,5 mM) en solution tamponnée à pH = 7,0 (20 mM d’HEPES) : (—) t = 0, (—) t = 600 min. B) ) Suivi de 

l’absorbance à 614 nm en fonction du temps d’une solution de FMN (25 µM) dans l’eau désoxygénée en présence de PEIref (2,5 
mM) après ajout d’ascorbate de sodium (250 µM). 

 

Lorsque la réaction est effectuée en absence de polymère, le spectre d’absorbance 

caractéristique de la FMN ne subit aucune modification après ajout de l’ascorbate de sodium (Figure 

111B). Comme nous l’avons montré dans le chapitre précédent, le polymère commercial permet 

l’oxydation du NADH par la FMN avec des cinétiques comparables à celle du polymère fonctionnalisé. 

Or, si le polymère commercial est utilisé avec l’ascorbate de sodium, on observe l’apparition de la 

bande à 614 nm, mais avec une intensité 10 fois moins importante qu’avec le polymère fonctionnalisé 

(Figure 111A). Ces résultats confirment de nouveau que le PEIcom, chargé positivement, permet 

l’incorporation de la FMN et facilite sa réduction. Cependant, les groupements octyle et guanidinium 

semblent avoir davantage d’importance pour la stabilité de ce nouvel intermédiaire que pour 

l’oxydation du NADH. 



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
121 

 

Figure 111 : A) Evolution du spectre UV-Visible d’une solution de FMN (25 µM) dans l’eau désoxygénée en présence d’Ascorbate de 
sodium (250 µM) et de PEIcom (2,5 mM) : (—) t = 0, (—) tfinal = 400 min. B) Evolution du spectre UV-Visible d’une solution de FMN (25 

µM) dans l’eau désoxygénée en présence d’Ascorbate de sodium (250 µM) et en absence de PEI : (—) t = 0, (—) tfinal = 400 min. 

 

L’étape suivante a donc été d’étudier l’influence du pH sur la formation de cette 

intermédiaire. Effectivement, les formes anioniques et neutres de la flavine semiquinone peuvent 

être stabilisées dans les enzymes et présenter des spectres UV caractéristiques (Chapitre 1 : 

Introduction Bibliographique, Propriétés spectrales, Figure 6).  

Le système PEIm-FMN-Asc en absence d’oxygène est donc étudié à différent pH, l’objectif 

étant de pouvoir observer les deux formes de la flavine semiquinone. On peut ainsi observer à pH = 

5,5 (Figure 112A) une absence totale de la bande à 614 nm après l’ajout d’ascorbate de sodium, mais 

une forte augmentation de la bande à 360 nm. L’augmentation du pH jusqu’à 8,5 (Figure 112 - B, C 

et D) permet ensuite le passage d’une solution jaune à une solution verte, qui reflète la formation 

progressive de la bande à 614 nm, ainsi que la diminution de l’intensité de la bande à 360 nm. Ces 

résultats sont assez étonnants si on compare aux spectres UV-visible rapportés dans la littérature 

pour des flavines semiquinone stabilisées dans des enzymes.[134–137] En effet, dans les flavoprotéines, 

les bandes caractéristiques des flavines semiquinone neutres à 580 et 615 nm ne sont observées qu’à 

pH basique et en aucun cas à pH acide. Par ailleurs, il est important de noter que dans le système 

PEIref-FMN, l’apparition des nouvelles bandes à 360 ou 614 nm n’est pas concomitante à la 

décroissance de la bande à 450 nm, correspondant à la FMN oxydée. Ces résultats incohérents, 

associés à l’absence dans la littérature d’autres études en solution aqueuse de ce type 
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d’intermédiaire, nous empêchent de pouvoir tirer une conclusion définitive sur la nature de l’espèce 

formée. 

Comme décrit dans l’introduction (Propriétés spectrales), les flavines semiquinone possèdent 

une signature spectrales caractéristique en fluorescence, donc, afin de confirmer l’existence de cette 

espèce, des spectres de fluorescence, à la fois du système FMN-Asc et FMN-NADH en présence de 

polymère, ont été envisagés. Cependant, l’appareillage disponible pour réaliser l’étude par 

spectroscopie de fluorescence ne nous permet pas de travailler en condition anaérobie. et les études 

ont donc été réalisées en conditions aérobie. 

 

 

Figure 112 : Evolution du spectre UV-Visible d’une solution de FMN (25 µM) dans l’eau désoxygénée en présence d’Ascorbate de 
sodium (250 µM) et de PEIref (2,5 mM) : A) en solution tamponnée à pH = 5,5 (MES (20 mM) : (—) t = 0, (—) t = 300 min. B) en 

solution tamponnée à pH = 6,5 (MES (20 mM) : (—) t = 0, (—) t = 700 min. C) en solution tamponnée à pH = 7,5 (HEPES (20 mM) : 
(—) t = 0, (—) t = 700 min et D) en solution tamponnée à pH = 8,5 (CHES (20 mM) : (—) t = 0, (—) t = 800 min 

 

La Figure 113 montre qu’en présence d’oxygène le système PEIref-FMN-Asc est capable de 

former cette nouvelle espèce, mais en quantité moins importante qu’en absence de dioxygène. La 

stabilité de l’espèce est également impactée par la présence du dioxygène avec une durée de vie 

deux fois moins importante. Cette expérience met en lumière une réactivité entre le dioxygène et 
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cet intermédiaire, mais avec une vitesse de réaction faible nous permettant d’observer cette espèce 

en spectroscopie UV-visible. 

 

 

Figure 113 : Suivi de l’absorbance à 614 nm fonction du temps d’une solution de FMN (25 µM) en présence de PEIref (2,5 mM) après 
ajout d’ascorbate de sodium (250 µM) dans l’eau désoxygénée (●) ou dans l’eau oxygénée (■). 

 

Pour essayer d’améliorer la quantités d’espèces formée en présence d’oxygène, des études 

sur la concentration en ascorbate et en polymère ont été réalisées. Les résultats présentés dans la 

Figure 114A montrent que l’addition de 25 équivalents d’ascorbate de sodium par rapport à la flavine 

sont nécessaire pour atteindre le maximum d’absorption à 614 nm et permettent également 

d’obtenir une absorbance supérieure à celle obtenue en conditions anaérobies avec 10 équivalents 

d’ascorbate de sodium. L’ajout d’une plus grande quantité d’agent réducteur permet seulement 

d’améliorer légèrement la cinétique de formation de l’espèce. Ensuite, concernant les proportions 

de monomère par rapport à la FMN, l’ajout d’une quantité croissante de polymère (jusqu’à 2,5 mM, 

100 équivalents) permet d’améliorer la quantité de chromophore formé (Figure 114B). Cependant, 

au-delà de cette concentration, le système précipite et devient impossible à étudier par 

spectroscopie UV-visible.  
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Figure 114 : A) Evolution de l’absorbance à 614 nm lors de l’addition de concentrations croissantes en Ascorbate de sodium (0-1000 

M) à une solution aqueuse de FMN (25 µM) et de PEIref (2,5 mM). B) Evolution de l’absorbance à 614 nm lors de l’ajout de 

concentration croissantes en PEIref (0-2500 M) à une solution aqueuse de FMN (25 µM) et d’ascorbate de sodium (625 µM). 

 

Enfin, cinq polymères portant des proportions différentes en groupements guanidinium et 

octyle ont été utilisés pour étudier leur influence sur la réduction de la flavine par l’ascorbate de 

sodium. Dans le tableau ci-dessous sont décrits les différents polymères utilisés pour cette étude.  

Tableau 20 : Noms et structures des polymères quantifiés par RMN 

Polymères 
Nombre d’équivalent mesuré 
par RMN guani/octyle/acide 

vs [mono] 

PEIcom 0/0/0 

PEImg 12 0,09/0/0 

PEImgo 13 0,29/0,19/0 

PEImgo 4 0,17/0,37/0 

PEIref 0,17/0,17/0 

PEImacgo38 0,29/0,33/0,06 

 

Le PEImg 12 et PEIcom, ne possédant pas de groupements octyle dans leur structure, sont les 

polymères les moins favorables (Figure 115). Les autres polymères possèdent quant à eux des 

groupements octyle ainsi que des groupements guanidinium en différentes proportions (PEImgo 13, 

PEImgo 4, et PEIref) et également des groupements acides carboxylique (PEImacgo 38). La meilleure 

stabilisation de l’intermédiaire est obtenue avec le polymère de référence, puis elle diminue 

légèrement quand les proportions en octyle ou en guanidinium sont trop importantes. Il faut noter 
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que la faible activité observée avec les polymères sans octyle met en avant l’importance de ce 

groupement et donc de l’environnement hydrophobe qu’il apporte pour stabiliser l’espèce formée. 

Au final, pour les quatre polymères bi ou trifonctionnalisés, la formation de l’espèce absorbant à 614 

nm est relativement similaire quelles que soient les proportions en octyle et en guanidinium (Figure 

115). 

 

Figure 115 : Maximum d’absorbance mesuré à 614 nm d’une solution de FMN (25 µM), d’ascorbate de sodium (625 µM) et avec 
différents polymères (2,5 mM). 

 

Suite à ces études en spectroscopie d’absorption électronique, la spectroscopie de 

fluorescence a été envisagée pour étudier la réduction de la FMN par l’ascorbate. Cependant, en 

raison d’études préliminaires démontrant le quenching de la fluorescence de la FMN après l’ajout de 

25 équivalents de monomère de PEIref par rapport à la flavine, une modification des conditions 

d’analyses était nécessaire. De façon à obtenir une bonne activité sans quencher complètement la 

fluorescence du cofacteur flavinique, 20 équivalents de monomère de PEIref par rapport à la FMN 

seront utilisés pour entreprendre l’étude. 
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b) Etude par spectroscopie de fluorescence  

Suite à l’observation, lors de la réaction d’un solution de FMN (25 µM) avec l’ascorbate de 

sodium (625 µM) en présence de PEIref (2,5 mM) dans l’eau et en présence d’oxygène, d’une bande 

d’absorbance à 614 nm qui pourrait correspondre à la formation d’une espèce radicalaire de type 

semiquinone, nous avons irradié cet échantillon à cette même longueur d’onde, de façon à étudier 

ses propriétés de fluorescence. La Figure 116A montre l’apparition d’une bande d’émission à 686 nm, 

qui est comparable à celle des flavines semiquinones neutres observées pour les flavoenzymes à pH 

légèrement basique. Il faut noter que les réactions de contrôles en absence de polymères, ou en 

remplaçant l’ascorbate de sodium par du NADH, ne conduisent pas à la formation de cette espèce 

(Figure 116B).  

 

Figure 116 : A) Spectre UV-visible d’une solution de FMN (25 µM) en présence de PEIref (2,5 mM) et d’ascorbate de sodium (625 
µM) dans l’eau (—)et spectre de fluorescence d’une solution de FMN (100 µM) en présence de PEIref (2 mM) et d’ascorbate de 

sodium (1 mM), longueur d’excitation = 614 nm (——). B) Variation en fonction du temps de l’intensité de fluorescence à 686 nm 
d’une solution de FMN (100 µM) en présence de PEIref (2 mM) et d’ascorbate de sodium (1 mM) (▲) ou de NADH (1mM) (●) ; sans 

PEIref (■), dans l'eau, après excitation à 614 nm.  

 

Les études par spectroscopie UV-visible et de fluorescence suggèrent donc fortement la 

formation de la flavine semiquinone neutre grâce à la réduction monoélectronique de la FMN par 

l’ascorbate de sodium en présence de polymère. Toutefois, une étude RPE a également été réalisée 

afin de confirmer la formation du radical flavinique. 
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c) Etude par spectroscopie RPE 

La réduction de la flavine en présence de polymère a donc été analysée par spectroscopie de 

résonance paramagnétique électronique (RPE). Pour cela, le spectre RPE d’une solution de FMN (1 

mM) en présence de PEIref (5 mM) et d’ascorbate de sodium (10 mM) a été enregistré après 10 h 

d’agitation dans l’eau désoxygénée, ce qui correspond au temps pour atteindre la concentration 

maximale de la nouvelle espèce absorbant à 614 nm. 

Le spectre RPE obtenu à partir de la solution de FMN en présence de polymère et d’ascorbate 

de sodium, présente un singulet centré à g = 2,003 d’intensité très faible, qui pourrait correspondre 

au signal du radical FMN. Cependant, la faible intensité du signal nous empêche de conclure avec 

certitude sur la formation de la semiquinone.  

 

Figure 117 : Spectre RPE après 10 h d’agitation d’une solution de FMN (1 mM) en présence de PEIref (5 mM) et d’ascorbate de 
sodium (10 mM) dans l’eau désoxygénée.  

 

L’augmentation de la concentration en FMN à 1 mM pour les analyses RPE provoque 

l’apparition d’un léger précipité en cours de réaction. La faible intensité du signal obtenue lors de 

l’analyse RPE de la solution nous a alors poussé à réaliser l’analyse RPE du précipité obtenu. Ainsi, 

l’analyse du solide obtenu en fin de réaction, après évaporation à sec, a permis de mettre en évidence 

un signal RPE beaucoup plus intense centré à g = 2,00358 (Figure 118 A) qui pourrait correspondre à 

la formation du radical flavinique à l’aide du système PEIm-ascorbate de sodium et donc confirmer 

les résultats obtenus en spectroscopie UV-visible et en fluorescence. De plus, ce résultat corrèle avec 

les travaux de l’équipe de Schleicher, qui a caractérisé les radicaux FMN•− et FMNH• en solution 



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
128 

aqueuse en piégeant ces radicaux dans une matrice d’agarose.[138] En parallèle, différents contrôles 

ont été réalisés afin de corréler ce résultat avec ceux obtenus en absorbance et en fluorescence. 

Lorsque la FMN est seule en solution, l’ajout d’ascorbate de sodium ne permet pas sa réduction, ce 

qui corrèle avec les études par spectroscopies UV-visible et de fluorescence. Cependant, la réaction 

effectuée avec le NADH génère aussi un signal RPE très similaire à celui obtenu avec l’ascorbate 

(Figure 118B). 

Ces résultats sont contradictoires à ceux obtenus à la fois en spectroscopie UV-visible et en 

fluorescence, mais peuvent cependant être rationalisés. En effet, contrairement aux analyses RPE 

réalisées directement sur le mélange réactionnel, dont les échantillons ne sont jamais exposés au 

dioxygène, les analyses RPE réalisées sur les solides nécessitent un prélèvement au contact de l’air. 

Il se peut donc que la FMN réduite par NADH réagisse avec le dioxygène pour former un intermédiaire 

radicalaire. Ce contrôle ne nous permet donc pas de conclure définitivement sur la formation de la 

flavine semiquinone, car il semble mettre en évidence que l’oxygène moléculaire soit à l’origine du 

signal observé en RPE avec NADH. Ce phénomène pouvant également être à l’origine du signal 

observé avec l’ascorbate, ces résultats obtenus en RPE ne permettent pas de conclure sur la 

formation de l’intermédiaire semiquinone. Nous devrons donc, dès que possible, réaliser ce 

prélèvement en boîte à gants de façon à démontrer si en absence d’oxygène, le radical semiquinone 

se forme bien avec l’ascorbate et ne se forme pas avec NADH. 

 

Figure 118 : A) Spectre RPE du solide après 10 h d’agitation d’une solution de FMN (1 mM) en présence d’ascorbate de sodium (10 
mM) de PEIref (5 mM) (—) et en absence de PEIref (—) dans l’eau désoxygénée. B) Spectre RPE du solide après 10 h d’agitation d’une 

solution de FMN (1 mM) en présence de NADH (10 mM) de PEIref (5 mM) dans l’eau désoxygénée 
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En conclusion, l’objectif initial de remplacer le NADH par de l’ascorbate de sodium afin de 

réaliser des oxydations en quantités stœchiométriques n’a pas été atteint en raison de la probable 

réduction de H2O2 par l’excès d’ascorbate de sodium. Cependant, à de plus faibles concentrations, 

l’ascorbate de sodium est capable de réduire la FMN enfouie au sein du polymère et permet de 

réaliser des réactions d’oxydation avec des rendements similaires à ceux obtenus avec NADH. 

De plus, les études de spectroscopie UV-visible et de fluorescence ont montré la formation et 

la stabilisation d’un nouvel intermédiaire au sein de polymères fonctionnalisés faisant du système 

associant la FMN, le polymère et l’ascorbate de sodium comme réducteur le premier système, en 

dehors des flavoenzymes, à présenter des spectres UV-visible et de fluorescence caractéristiques 

d’une flavine sous forme semiquinone. Cependant, les études par spectroscopie RPE ne sont pas 

suffisamment abouties pour pouvoir confirmer ce résultat. Une nouvelle méthodologie est donc 

requise pour réaliser l’analyse RPE du solide sans exposition à l’oxygène moléculaire, afin de clôturer 

cette étude sur le radical flavinique. 

Au vu des résultats obtenus avec l’ascorbate et la formation d’un radical relativement stable 

au sein du polymère, nos collaborateurs ont entrepris de réaliser des réactions radicalaires en 

conditions anaérobies. Les sels de diaryliodonium ont ainsi été choisis comme substrats en raison de 

leur capacité à promouvoir la formation d’un radical aryle via un transfert monoélectronique. Au 

cours de ces études, notre rôle a principalement été de piéger le radical phényle de façon à 

démontrer sa formation par spectroscopie RPE. 

 

4. Chimie radicalaire 

Après une série d’expériences exploratoires et de phases d’optimisation, le système 

biomimétique composé de PEIref (50 mM) de FMN (5 mM) et d’ascorbate de sodium (100 mM) s’est 

avéré capable de catalyser la formation de liaison C-C entre un pyrrole et un sel d’iodonium en 

quantité stœchiométrique par rapport à l’ascorbate de sodium avec un rendement de 30% (Figure 

119). Il a cependant été démontré par nos collaborateurs que le caractère électrophile du sel 

d’iodonium pouvait également conduire à une réactivité de type substitution nucléophile aromatique 

avec l’excès de pyrrole utilisé. 

 



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
130 

 

Figure 119 : Réaction entre le pyrrole (100 mM) et un sel d’iodonium Ph2IPF6 (100 mM) catalysée par l’enzyme artificielle 
constituée de FMN (5 mM) et de PEIref (50 mM)) en présence d’ascorbate (100 mM), dans l’eau en absence d’oxygène. 

 

Pour déterminer quel type de réactivité était réellement mise en jeu dans les conditions 

réactionnelles utilisées, nous avons entrepris de piéger le radical phényle et de prouver sa formation 

par spectroscopie RPE. Le radical phényle ayant un temps de demi-vie court, il a été envisagé de le 

piéger à l’aide d’une molécule possédant une fonction nitrone. Pour ce faire, le polymère, la FMN et 

l’ascorbate de sodium ont été mis en présence du diphényle-iodonium avec la N-tert-butyle-α-phényl 

nitrone (PBN) en tant que piégeur de radical (Figure 120). 

 

Figure 120 : Piégeage du radical phényle par le PBN (1 mM) lors de la réaction entre le pyrrole (1 mM) et un sel d’iodonium Ph2IPF6 
(1 mM) catalysée par l’enzyme artificielle (FMN (50 µM) PEIref (0,5 mM)) en présence d’ascorbate (1 mM), dans l’eau en absence 

d’oxygène. 

 

Le triplet de doublet centré en g = 2,0059 représenté sur la Figure 121A est représentatif du 

signal de l’adduit nitroxide obtenu lors de la réaction entre le PBN et le radical phényle. En parallèle, 

des réactions de contrôle en absence de différents constituants ont également été réalisées. En 

supprimant l’ascorbate de sodium ou le sel d’iodonium (Figure 121 – C et D), aucun signal n’est 

observé. Par contre, concernant le contrôle en absence du système PEIm-FMN, on observe le signal 

caractéristique de l’adduit nitroxide, suggérant que l’ascorbate seul est capable de réduire 

légèrement le sel d’iodonium et de former ainsi le radical phényle en plus faibles quantités.  
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Figure 121 : A) Spectre RPE d’une solution de FMN (50 µM) en présence de PEIref (0,5 mM), d’ascorbate de sodium (1 mM), de 
Ph2IPF6 (1 mM) et de PBN (1 mM). B) En absence de PEI/FMN, C) en absence d’ascorbate de sodium et D) en absence de Ph2IPF6. 

 

L’étude RPE a ainsi permis de prouver la formation de l’intermédiaire radicalaire, démontrant 

également le mécanisme supposé précédemment. Malgré la compétition avec la substitution 

nucléophile aromatique, le système PEIm-FMN-Asc est donc capable de réaliser un transfert 

monoélectronique vers un substrat et d’engendrer des réactions radicalaires. 

 

5. Conclusion 

Pour résumer, le remplacement de NADH par l’ascorbate de sodium en tant que réducteur 

pour l’enzyme artificielle polymère/FMN s’est avéré être un bon choix qui a permis de réaliser des 

réactions d’oxydation de divers substrats organiques (cétones et thioéthers) par le dioxygène avec 

de bons rendements. Cependant, concernant son utilisation en quantité stœchiométrique, voir sur-

stœchiométrique, un problème majeur a été mis en évidence dans les différents paragraphes : la 

réduction du peroxyde d’hydrogène par l’excès de l’ascorbate de sodium, qui inhibe fortement 

l’activité du système. Par ailleurs, la stabilisation de l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine est le point 

clé pour résoudre le problème de formation d’H2O2 en solution. Pour cela, deux possibilités s’offrent 
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à nous, soit effectuer des modifications sur le polymère pour créer des « sites actifs » stabilisant 

l’intermédiaire, soit modifier la flavine en position N5 ou N3 toujours dans l’optique de stabiliser 

l’espèce active et de limiter la formation de H2O2. 

 

D’un point de vue mécanistique, ce nouveau système s’est montré particulièrement efficace 

pour former, semble-t-il, une flavine semiquinone (neutre ou anionique) stabilisée au sein des poches 

hydrophobes du polymère. Il semblerait donc que le polymère fonctionnalisé limite la diffusion des 

espèces en solution, ce qui pourrait réduire considérablement la réaction de dismutation entre deux 

radicaux flaviniques et favoriser l’accumulation du radical flavine semiquinone.[138] Ces espèces ont 

pu être caractérisées pour la première fois par spectroscopie UV-visible et de fluorescence en dehors 

des enzymes. Cependant, il reste à optimiser les conditions pour confirmer la nature du radical flavine 

par spectroscopie RPE. 

Enfin, le système a prouvé qu’il était capable d’effectuer des transferts monoélectroniques 

vers des substrats organiques, initiant ainsi des réactions radicalaires dans l’eau et à température 

ambiante, sans utilisation en quantité stœchiométrique de composés toxiques comme l’étain, ou de 

températures élevées comme c’est encore le cas dans de nombreux procédés en chimie 

radicalaire.[139] 

En conclusion, la première option consistant à remplacer le NADH par un réducteur moins 

coûteux afin de réaliser des réactions en quantité stœchiométrique n’a pas abouti aux résultats 

escomptés. L’option de régénérer le NADH à l’aide de différentes méthodes a donc été envisagée. 

 

  



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
133 

II. Régénération de NADH en cours de catalyse 

Les systèmes biocatalytiques utilisent souvent des cofacteurs tels que NADH, et la viabilité 

économique du système dépend majoritairement de l’efficacité de la régénération de ce cofacteur. 

Le NAD(H) peut être obtenu à partir de procédés de fermentation bactérienne[140] ou par isolement 

à partir de levure[141]. Ces deux méthodes reposent sur un protocole lourd à mettre en œuvre 

expliquant le coût important de NADH.  

Il existe six grandes méthodes pour régénérer le NADH :  

• Enzymatique 

• Biologique 

• Electrochimique 

• Electro-enzymatique  

• Chimique  

• Photochimique 

Ici nous nous intéresserons uniquement aux méthodes enzymatiques et chimiques. 

Bien que moins utilisée, l’approche chimique pour la régénération du NADH a fait l’objet de 

quelques travaux ces dernières années. Historiquement, la réduction de NAD+ par NaS2O4,[142]
 

représente l’une des toutes premières méthodes mise au point. Cependant, cette technique présente 

l’inconvénient d’être très peu sélective, bien qu’elle soit bon marché. Plus récemment, l’utilisation 

de catalyseurs métalliques (complexe de Ruthénium ou Iridium) pour la réduction de NAD+ en NADH 

par le dihydrogène, ou l’utilisation du formiate de sodium, ont connu un grand engouement. Ces 

catalyseurs présentent une grande sélectivité pour NAD+ et sont compatibles avec les conditions 

réactionnelles utilisées par le système polymère/ FMN/ NADH en milieu aqueux à pH 8,5 et à 

température ambiante. 

 

1. Utilisation d’un complexe d’iridium 

Nous nous sommes donc tout d’abord orientés vers un complexe d’iridium utilisant le 

formiate de sodium comme donneur sacrificiel d’hydrures (Figure 122). [143] 
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Figure 122 : Mécanisme proposé pour la réduction du NAD+ par un complexe d’iridium utilisant du formiate. 

 

a) Synthèse du complexe 

Le complexe [Cp*Ir(H-bpy)Cl]Cl est préparé, comme décrit dans la littérature, à partir de 

[Cp*IrCl2] (12,5 mM) dans le méthanol en présence de deux équivalents de pyridine (25 mM). [144] Le 

mélange est agité sous atmosphère inerte durant 16 h. La poudre obtenue en fin de réaction est 

solubilisée dans le méthanol puis recristallisée par diffusion d’éther avec un rendement isolé de 91%. 

Le complexe étant déjà décrit dans la littérature, une analyse par spectroscopie RMN a suffi à 

confirmer la structure du complexe (Figure 123).[144]  

 

 

Figure 123 : Synthèse du complexe d’iridium [Cp*Ir(H-bpy)Cl]Cl. 
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b) Etude de la réduction de NAD+ par spectroscopie UV-visible 

Le complexe [Cp*Ir(H-bpy)Cl]Cl utilisé dans cette étude sera appelé [Ir] ou simplement 

complexe d’iridium. Dans un premier temps, nous avons suivi la réduction de NAD+ (500 µM) par 

spectroscopie UV-visible. Cela en présence de différentes concentrations en complexe d’iridium (1-

50 mM) pour une quantité donnée de formiate de sodium (50 mM) dans l’eau afin d’observer la 

capacité de ce complexe à catalyser la réduction du NAD+ en NADH. 

La mesure de l’absorbance à 340 nm en fonction du temps révèle que le complexe d’iridium 

réduit efficacement NAD+ en NADH en présence de formiate de sodium (Figure 124A). De plus, les 

mesures de vitesse initiale nous indiquent que l’activité du complexe d’iridium est d’autant plus 

grande que la concentration en [Ir] est élevée, avec une vitesse initiale en présence de [Ir] (50 µM) 

20 fois supérieure à celle mesurée pour [Ir] (1 µM). Dans ces conditions, l’ajout de polymère diminue 

la vitesse de réduction catalysée par le complexe [Ir] d’un facteur 5 (Figure 124B), mais l’activité du 

complexe reste suffisante en présence du polymère pour réduire NAD+ en NADH dans un temps 

similaire à celui nécessaire pour l’oxydation du NADH par le système PEIm-FMN (10 h pour oxyder 

200 équivalents de NADH par rapport à la FMN). 

 

Figure 124 : Evolution de l’absorbance à 340 nm en fonction du temps d’une solution aqueuse de NAD+ (500 µM) : A) en présence 
de HCOONa (50 mM) et du complexe d’iridium (50 µM) (■), (25 µM) (●), (10 µM) (▲), (5 µM) (▼), (1 µM) ) (◆ ) et (0 µM) (■). B) 

Evolution de l’absorbance à 340 nm en fonction du temps d’une solution aqueuse de NAD+ (500 µM), en présence de HCOONa (50 
mM), du complexe d’iridium (50 µM) (■) et de PEIref (2,5 mM) (●), sans complexe d’iridium (●). 
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c) Catalyse d’oxydation en présence de l’enzyme artificielle et du complexe d’iridium 

A la suite de ces premiers résultats, des réactions d’oxydation ont été conduites en présence 

du complexe d’iridium pour régénérer le NADH. Comme nous pouvions le présager au vu des résultats 

obtenus par spectroscopie UV-visible, l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en 

présence d’une quantité catalytique de complexe d’iridium (50 µM), ainsi qu’un large excès de 

formiate de sodium (1 M), conduit en présence de l’enzyme artificielle (FMN 5 M, PEIref 5 mM) et 

de 1 mM de NADH à la lactone correspondante avec une conversion de 50 % (Figure 125). Il faut 

noter cependant que le temps de réaction a été allongé à 72 h afin de permettre au système d’être 

le plus performant possible. Il semblerait donc que le complexe d’iridium régénère 4 fois le NADH au 

cours de la réaction.  

 

 

Figure 125 : Oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de l’enzyme artificielle (FMN (5 µM), PEIref (5 mM)) 
et de NADH (1 mM), de complexe d‘iridium (50 µM) et de HCOONa (1 M), dans une solution tamponnée à pH = 8,5 (CHES 20 mM) à 

température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Différentes réactions de contrôle ont ensuite été réalisées en supprimant les constituants du 

système les uns après les autres (Figure 126). La réaction réalisée sans le complexe d’iridium permet, 

comme attendu, de retrouver le rendement initial de 70 % de lactone 1 et 2 par rapport à la quantité 

de NADH introduit (soit une conversion de 7% de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one). En revanche, de 

manière surprenante, les expériences de contrôle sans NADH ou sans FMN conduisent à des 

conversions de 30 et 25 % respectivement. Enfin, une conversion de 70 % est obtenue lorsque la 

réaction est effectuée en absence de polymère. 
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Figure 126 : Conversion en lactone 1 et 2 de de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) avec l’enzyme artificielle, FMN (5 µM), 
PEIref (5 mM) en présence de NADH (1 mM), de complexe d‘iridium (50 µM) et de HCOONa (1 M), dans une solution tamponnée à 

pH = 8,5 (CHES 20 mM) à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Dans le but de comprendre cette série de résultats, d’autres réactions de contrôle ont été 

entreprises, cette fois-ci en supprimant à la fois NADH, FMN et PEIref (Tableau 21). 

Tableau 21 : Réaction de contrôle pour l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one en présence de complexe d’iridium dans une 
solution tamponnée à pH = 8,5 (CHES 20 mM) à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

Conditions a Conversion (%) 

Complexe d’iridium 0 

Complexe d’iridium + 
HCOONa 

55 ± 4 

Complexe d’iridium + 
HCOONa + PEIref 

22 ± 2 

a condition : bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM), complexe 
d‘iridium (50 µM) et HCOONa (1 M) 

 

Le Tableau 21 nous indique que la réaction réalisée uniquement en présence du complexe 

d’iridium n’engendre pas de réactivité. En revanche, l’ajout de formiate de sodium à une solution 

contenant le complexe d’iridium permet d’obtenir une conversion de 55% en lactone 1 et 2. L’ajout 

du polymère au milieu réactionnel diminue de moitié l’activité du complexe avec une conversion de 

22%. La diminution du rendement observée en présence de polymère modifié peut être due à la 

présence des amines qui peuvent piéger l’hydrure du complexe d’iridium, diminuant ainsi son 

efficacité pour activer le dioxygène. 
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Il semblerait donc que le complexe d’iridium en présence de formiate de sodium soit capable 

d’activer le dioxygène suivant le cycle décrit Figure 127 et ainsi de générer du peroxyde d’hydrogène 

permettant d’oxyder la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one. Ce phénomène a déjà été observé dans la 

littérature,[145–147] et nous avons également pu le mettre en évidence en mesurant la concentration 

de H2O2 en solution. 

 

Figure 127 : Mécanisme proposé pour l’activation du dioxygène par un complexe d’iridium. 

 

Suite à cette observation, nous avons abandonné l’utilisation de complexe d’iridium et nous 

nous sommes orientés vers l’utilisation d’enzyme naturelle pour régénérer le NADH. Ce choix semble 

d’ailleurs plus approprié au développement d’un système catalytique éco-compatible impliquant des 

enzymes artificielles et des enzymes naturelles. 

 

2. Utilisation de l’alcool déshydrogénase (ADH) 

La seconde méthode envisagée pour régénérer le NADH consommé par l’enzyme artificielle, 

est l’utilisation d’une enzyme couplée à un substrat sacrificiel (Figure 128). Deux enzymes ont alors 

été sélectionnées : la formiate déshydrogénase de candida biodinii (FDH) et l’alcool déshydrogénase 

de Saccharomyces cerevisiae (ADH). 

 



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
139 

 

Figure 128 : Représentation schématique de l’oxydation d’un substrat à l’aide de l’enzyme artificielle et régénération du NADH 
avec une enzyme naturelle. 

 

a) Choix du substrat pour l’ADH et réaction d’oxydation 

L’utilisation d’une ADH est particulièrement attrayante, puisqu’elle permettrait non 

seulement de régénérer NADH, mais aussi d’envisager de réaliser une réaction tandem. En effet, pour 

régénérer NADH, l’ADH oxyde un alcool en cétone qui pourrait à son tour être utilisée comme 

substrat de l’enzyme artificielle pour la réaction de Baeyer-Villiger. Ainsi, ce système permettrait 

d’oxyder un alcool secondaire directement en lactone en utilisant simplement O2, dans l’eau et en 

ne produisant aucun sous-produit, excepté de l’eau (Figure 129).  

 

Figure 129 : Recyclage du NADH par une alcool déshydrogénase pour une réaction tandem d’un alcool secondaire en ester avec 
l’enzyme artificielle.  

 

L’ADH utilisée est disponible commercialement, mais elle est décrite comme étant spécifique 

à l’éthanol. Or l’enzyme artificielle requiert l’utilisation de cétones cycliques tendues (cyclobutanone) 

pour pouvoir effectuer des réactions de Baeyer-Villiger. Plusieurs alcools ont donc été testés en 

comparaison avec l’éthanol pour leur aptitude à réduire NAD+ (Figure 130). L’isopropanol et le 
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cyclobutanol (150 mM) se sont ainsi avérés être de bons substrats de l’ADH avec une régénération 

totale de 400 µM de NADH en quelques minutes lors de l’utilisation du cyclobutanol et en 1 heure 

lors de l’utilisation de l’isopropanol. Etonnamment, concernant l’éthanol, seule la moitié du NAD+ 

engagé est réduite après 3 heures de réaction. Notre choix s’est donc naturellement porté vers le 

cyclobutanol pour tester le système (Figure 131). 

 

Figure 130 : Evolution de l’absorbance à 340 nm après l’ajout de NAD+ (400 µM) à une solution d’ADH (200 nM), et de 150 mM de 
cyclobutanol (■), d’isopropanol (●) ou d’éthanol (▲) dans une solution tamponnée à pH = 8,0 (HEPES (50 mM)) à température 

ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Suite à ces résultats, une réaction d’oxydation a été réalisée avec le cyclobutanol (10 mM) en 

présence de l’enzyme artificielle (FMN 5 µM et PEIref 5 mM), d’une ADH (200 nM) et de NAD+ (1 mM). 

Cependant, après analyse par chromatographie en phase gazeuse, seule la formation de 

cyclobutanone (2 mM) est observée, sans trace de lactone. Ce résultat amène à se poser plusieurs 

questions :  

• L’enzyme naturelle est-t-elle stable dans les conditions utilisées? 

• L’enzyme artificielle inhibe-t-elle l’enzyme naturelle ou inversement ? 

• Y-a-t-il assez de substrat disponible pour réaliser l’oxydation ? 
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Figure 131 : Réaction tandem du cyclobutanol (10 mM) avec une alcool déshydrogénase (200 nM) en présence de l’enzyme 
artificielle (FMN (5 µM), PEIref (5 mM)) et de NAD+ (1 mM) dans une solution tamponnée à pH = 8,0 (HEPES (50 mM)) à température 

ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Afin de répondre à ces questions, de nouvelles études par spectroscopie UV-visible ont été 

entreprises. 

 

b) Etude du système complet associant l’enzyme artificielle à l’ADH 

Dans un premier temps, l’effet de 5 mM de polymère fonctionnalisé (PEIref) sur l’ADH (200 

nM) a été testé et la Figure 132A nous montre l’absorbance à 340 nm en fonction du temps. On 

remarque clairement que l’ajout de PEIref inhibe complètement la réduction de NAD+ (400 µM) et 

donc vraisemblablement l’activité de l’ADH. Pour éviter l’interaction entre les deux macromolécules, 

des membranes de dialyse peuvent être utilisées (Figure 133). Ainsi, en plaçant le polymère et la FMN 

dans un compartiment et l’alcool déshydrogénase dans l’autre compartiment, il est possible de 

résoudre ce problème et l’ADH retrouve son activité optimale.  

L’autre problème envisageable est que l’enzyme naturelle puisse être dégradée par le 

peroxyde d’hydrogène généré par l’enzyme artificielle en cours de catalyse. Nous avons donc incubé 

l’ADH en présence de peroxyde d’hydrogène (0,5 mM et 1 mM) durant 3 h avant d’ajouter 

l’isopropanol et le NAD+. La Figure 132B montre clairement que le peroxyde d’hydrogène inhibe 

complètement l’activité de l’alcool déshydrogénase.  



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
142 

 

Figure 132 : A) Evolution de l’absorbance à 340 nm après ajout de NAD+ (400 µM) : A) dans une solution d’ADH (200 nM), 
d’isopropanol (100 mM) (■) et de PEIref (5 mM) (●) dans une solution tamponnée à pH = 8,0 (HEPES 50 mM). B) dans une solution 
d’ADH (200 nM), d’isopropanol (100 mM) (■) et après 3 h d’incubation avec 0,5 mM de H2O2 (●) ou 1 mM (▲) dans une solution 

tamponnée à pH = 8,0 (HEPES 50 mM). 

 

Figure 133 : Représentation schématique de la compartimentalisation de l’enzyme naturelle et artificielle.  

 

L’ajout de catalase (10 nM) a donc été envisagé pour éliminer H2O2 au fur et à mesure de sa 

formation en solution. Malheureusement, même en présence de catalase avec le système de 

compartimentalisation, aucune activité de type Baeyer-Villiger n’a pu être observée ni avec le 

cyclobutanol (10 mM), ni avec la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence d’isopropanol 

(Figure 134). 
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Figure 134 : A) Réaction tandem du cyclobutanol avec compartimentalisation de l’alcool déshydrogénase (200 nM) et de l’enzyme 
artificielle (FMN (5 µM), PEIref (5 mM)), en présence de NAD+ (1 mM) et de cyclobutanol (10 mM), dans une solution tamponnée à 

pH = 8,0 (HEPES 50 mM) à température ambiante et sous pression atmosphérique. B) Oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one 
(10 mM) avec compartimentalisation de l’alcool déshydrogénase (200 nM) et de l’enzyme artificielle (FMN (5 µM), PEIref (5 mM)), 
en présence de NAD+ ( 1 mM) et de cyclobutanol ou d’isopropanol (150 mM), dans une solution tamponnée à pH = 8,0 (HEPES 50 

mM) à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

D’autres souches d’alcool déshydrogénase pourront être utilisées dans l’espoir de trouver une 

enzyme plus résistante dans les conditions expérimentales utilisées. La stabilisation de 

l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine est également un point clé à résoudre, qui permettrait d’utiliser 

l’enzyme sans formation de peroxyde d’hydrogène et donc sans dégradation de celle-ci. 

 

3. Utilisation de la formiate déshydrogénase (FDH) 

Pour nous focaliser sur la régénération du NADH, nous avons envisagé de développer un 

processus plus simple utilisant la formiate déshydrogénase (FDH) pour réduire NAD+ en NADH. La 

FDH utilise le formiate comme substrat sacrificielle, qui est un composé très simple, peu coûteux et 

non toxique. L’enzyme possède un autre avantage : la réaction ne produit que du CO2 comme sous-

produit. De plus, l’utilisation de ce système ne nous restreint pas uniquement à des réactions de type 

Baeyer-Villiger, il peut être élargi à une gamme plus large de réactions incluant sulfoxydation, N-

oxydation ect… La disponibilité commerciale de la FDH constitue également un avantage certain pour 

son utilisation dans notre système. 

Pour toutes les expériences qui suivront, l’activité de la FDH sera mesurée suivant la cinétique 

de réduction du NAD+ en NADH à 340 nm comme pour l’ADH précédemment. 

 



Chapitre 4 : Evolution des conditions catalytiques 

 
144 

a) Etude par spectroscopie UV-visible 

Pour ne pas reproduire les mêmes erreurs qu’avec l’alcool déshydrogénase, plusieurs 

contrôles ont tout d’abord été effectués. Premièrement, le pH optimal de l’enzyme se situe au 

voisinage de pH = 8, ce qui est un premier point positif, considérant le fait que l’enzyme artificielle 

fonctionne également mieux à pH basique. Par ailleurs, il est important de noter que pour atteindre 

son activité optimale l’enzyme requiert l’utilisation de concentration élevée en formiate de l’ordre 

de 0,5 M. 

Dans un premier temps, l’influence de la formiate déshydrogénase (20 nM) sur l’oxydation de 

NADH (200 µM) par l’enzyme artificielle (FMN 1 µM et PEIref 1 mM) a été étudiée (Figure 135A). On 

observe que l’ajout de FDH réduit de moitié l’activité de l’enzyme artificielle. Ensuite, la Figure 135B 

montre l’influence du polymère de référence (0-10 mM) sur la réduction du NAD+ (400 µM) par la 

FDH(200 nM) et en présence de formiate de sodium (150 mM). On remarque que l’ajout de polymère 

n’a quasiment aucune influence sur la réduction de NAD+ par la FDH. 

 

 

Figure 135 : A) Evolution de l’absorbance à 340 nm après l’ajout de NADH (200 µM) dans une solution de FMN (1 µM) et de PEIref (1 
mM) (●) et de FDH (20 nM) (■) dans une solution tamponnée à pH = 7,6 (HEPES (50 mM)). B) Evolution de l’absorbance à 340 nm 
après l’ajout de NAD+ (400 µM) dans une solution de FDH (200 nM) et de HCOONa (150 mM) (■) et en présence de 1 mM de PEIref 

(●), 5 mM de PEIref (▲), 10 mM de PEIref (▼) dans une solution tamponnée à pH = 7,6 (HEPES (50 mM)). 

 

Un autre point à considérer est la stabilité de la FDH vis-à-vis du peroxyde d’hydrogène. Pour 

cela, on incube la FDH (200 nM) avec 0,5 mM et 1 mM de H2O2 durant 24h avant d’ajouter NAD+ (400 

µM) et le formiate de sodium (100 mM). On remarque sur la Figure 136A que lorsque l’enzyme est 
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incubée durant 24 h avec du peroxyde d’hydrogène, une perte d’activité est observée. Il faut à 

présent 5 h pour réduire la totalité du NAD+ contre 1 h en absence de H2O2 , mais cette perte d’activité 

est nettement moins prononcée que pour l’alcool déshydrogénase qui perdait totalement son 

activité. Concernant l’enzyme artificielle, l’influence du formiate de sodium (0-200 mM) sur 

l’oxydation du NADH (400 µM) a également été étudié. Pour des concentrations supérieures à 25 

mM en formiate de sodium, l’activité de l’enzyme artificielle est fortement impactée. En effet, 

seulement 75 % du NADH est oxydé en présence de 100 mM de formiate et 45 % avec 200 mM après 

24 h de réaction. Il est possible qu’à fortes concentrations, le formiate entre en compétition avec la 

FMN et le NADH en saturant les « sites actifs » du polymère, diminuant la probabilité qu’une 

molécule de FMN se retrouve à proximité d’une molécule de NADH. 

 

Figure 136 : A) Evolution de l’absorbance à 340 nm après l’ajout de NAD+ (400 µM) dans une solution de FDH (200 nM), HCOONa 
(100 mM) (■) et après 24 h d’incubation avec 0,5 mM de H2O2 (●) ou 1 mM (▲)dans une solution tamponnée à pH = 7,6 (HEPES (50 

mM)). B) Evolution de l’absorbance à 340 nm après l’ajout de NADH (400 µM) dans une solution de FMN (2 µM), de PEIref (2 mM) 
(■) et en présence de 200 mM de HCOONa (●), de 100 mM de HCOONa (▲), de 25 mM de HCOONa (▼) et de 1 mM de HCOONa 

(♦) dans une solution tamponnée à pH = 7,6 (HEPES (50 mM)). 

 

Plusieurs paramètres devront donc être pris en considération de façon à trouver les 

conditions expérimentales permettant à la FDH de fonctionner, tout en conservant l’activité Baeyer-

Villiger du catalyseur bio-inspiré. Chaque paramètre a donc été évalué lors de la catalyse d’oxydation 

de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one par le catalyseur bio-inspiré PEIref-FMN en présence de FDH et de 

NAD+.  
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b) Optimisation des conditions réactionnelles pour le système complet 

 

 

Figure 137 : Oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one catalysé par l’enzyme artificielle et en présence de FDH et de formiate 
d’ammonium pour régénérer le NAD+. 

 

L’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) (Figure 137) a été conduite à 

température ambiante et sous pression atmosphérique durant 5 jours dans des solutions 

tamponnées en faisant varier la concentration en formiate d’ammonium de 0 à 1M (Figure 138 A), 

en FDH de 0 à 5 M (Figure 138B), en FMN de 0 à 200 M (Figure 138C) et le pH de 3,5 à 9,5 (Figure 

138D). De plus, après avoir observé la forte entrave du formiate de sodium sur l'enzyme artificielle, 

l'idée d'utiliser le formiate d'ammonium a été envisagée dans l'espoir de réduire la concurrence entre 

la FMN et le formiate. 

Les études en fonction de la concentration en formiate d’ammonium (Figure 138A) montrent 

qu’il est nécessaire de travailler avec des concentrations élevées en formiate (60% de conversion à 

500 mM). Cependant, des concentrations supérieures à 500 mM en formiate semblent néfastes au 

système. Il est ainsi probable que le formiate sature les groupements guanidinium du polymère, 

empêchant l’interaction spécifique du polymère avec le NADH et la FMN. Les études en fonction des 

concentrations de FMN (Figure 138C) et de FDH (Figure 138B) ont permis de déterminer 

respectivement des concentrations optimales de 100 µM pour la FMN et 500 nM pour la FDH. Une 

concentration trop élevée en FMN provoque la précipitation du système, qui n’est alors plus 

opérationnel. Dans le cas de la formiate déshydrogénase, une concentration trop faible ne permet 

pas de régénérer le NADH assez rapidement. Enfin, les études en fonction du pH (Figure 138D) ont 

permis de montrer que les meilleures conversions étaient obtenues à pH basique (pH = 9,5). Il a été 

montré précédemment que l’enzyme artificielle avait une meilleure activité à pH basique et il est 

décrit dans la littérature que le pH optimal de la formiate déshydrogénase se situe également à pH 

basique. Il est donc naturel que le système présente une activité optimale à pH basique. 
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Figure 138 : Optimisation des différents paramètres pour l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM). A) Oxydation de 
la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de FMN (5 µM), PEI (5 mM), NAD+ (1 mM), FDH (500 nM), et différente 
concentration de HCOONH4 (10 – 1000 mM) dans une solution tamponnée à pH = 7,6 (HEPES (50 mM)). B) Oxydation de la 

bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de FMN (5 µM), PEI (5 mM), NAD+ ( 1 mM), HCOONH4 (500 mM), et différente 
concentration de FDH (10 – 5000 nM) dans une solution tamponnée à pH = 7,6 (HEPES (50 mM)). C) Oxydation de la 

bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de PEI (5 mM), NAD+ ( 1 mM), FDH (500 nM), HCOONH4 (500 mM), et différente 
concentration de FMN (5 – 250 µM) dans une solution tamponnée à pH = 7,6 (HEPES (50 mM)). D) Oxydation de la 

bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) en présence de FMN (5 µM), PEI (5 mM), NAD+ ( 1 mM), FDH (500 nM), HCOONH4 (500 mM) 
à différents pH (3,5 – 9,5), dans une solution tamponnée à température ambiante et sous pression atmosphérique durant 5 jours. 

 

En parallèle, l’étude cinétique du système combinant l’enzyme artificielle (FMN 100 µM et 

PEIref 5 mM) et une FDH (500 nM) en présence de formiate de sodium (500 mM) a permis de 

déterminer le temps optimal pour réaliser l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) 

(Figure 139). La concentration en lactone atteint un plateau après 6 jours de réaction avec un 

rendement de 50% et une sélectivité de 90 % pour la lactone 1. Le fait de ne pas observer une 

conversion quantitative du substrat en lactone signifie que le système se dégrade en cours de 

réaction, car le formiate en large excès devrait permettre une conversion quantitative. Cela provient 

probablement de la combinaison de plusieurs facteurs, dont la stabilité de NADH en solution ou 

encore la dégradation progressive de la FDH par H2O2. 
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Figure 139 : Cinétique de formation des lactones 1 et 2 catalysée par l’enzyme artificielle (FMN : 100 µM, PEIref : 5 mM) en présence 
de FDH (500 nM), de HCOONa (300 mM), de NAD+ (1 mM) et de bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (10 mM) dans une solution 

tamponnée à pH = 9,5 (CHES (50 mM)), à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

Suite à cette phase d’optimisation, les conditions optimales mises au point précédemment 

(FMN (100 µM), PEIref (5 mM), FDH (500 nM), formiate d’ammonium (500 mM) dans un tampon 

CHES à pH = 9,5) ont permis d’obtenir une conversion maximale de 67% pour l’oxydation de la 

bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (Tableau 22). Cela signifie que le NADH a pu être régénéré jusqu’à 7 

fois, que la FMN a effectué 70 turn-over alors que la FDH en plus faible concentration en a effectué 

13 000. Ces conditions ont également été appliquées à différents substrats pour d’autres oxydations 

de Baeyer-Villiger ou sulfoxydation (Figure 140). Comme on pouvait s’y attendre, l’utilisation du 

nouveau système ne permet pas d’oxyder les substrats déjà récalcitrants avec l’enzyme artificielle 

utilisée seule (cyclobutanone, cyclopentanone, adamantanone et thioanisole). Pour les autres 

substrats, de bons taux de conversions, supérieur à 50 %, ont été obtenus. 

Concernant les expériences de contrôle, réalisées en absence de FMN, de FDH, de NAD+ ou 

de formiate, elles ont conduit à une conversion d’environs 2 % (oxydation résiduelle déjà observée 

lorsqu’on laisse le substrat seul dans l’eau). En revanche, le système conserve une activité assez 

élevée en absence de polymère, avec une conversion de 40 %. Cela peut s’expliquer par le fait qu’une 

concentration élevée de FMN favorise sa réaction avec NADH en absence de polymère. Par ailleurs, 

la FMN peut potentiellement interagir avec des poches hydrophobes de la FDH, favorisant ainsi sa 

réactivité avec NADH. Phénomène qui avait d’ailleurs déjà été observé lors de l’interaction de la FMN 

avec la papaïne.[148]  
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Tableau 22 : Conditions optimisées pour l’oxydation de la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one catalysé par l’enzyme artificielle et en 
présence de FDH et de formiate d’ammonium.  

 

Conditions optimales 

HCOONH4 500 mM 

PEIref 5 mM 

FMN 100 µM 

FDH 500 nM 

NAD+ 1 mM 

Tampon (pH) HEPES (50 mM) pH = 9,5 

 

 

 

Figure 140 : Oxydation de divers substrats (cétones ou thioéthers) (10 mM) catalysée par l’enzyme artificielle (FMN : 100 µM, PEI : 
5 mM) en présence de FDH (500 nM), de HCOONH4 (500 mM) et de NAD+ (1 mM) dans une solution tamponnée à pH = 9,5 (CHES 

(50 mM)), à température ambiante et sous pression atmosphérique. 
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Théoriquement, le système devrait pouvoir fonctionner de façon infinie, jusqu’à 

consommation totale du substrat ou du formiate. Or, ce n’est pas le cas pour notre système en raison 

de la dégradation de certains composants clés. Nous avons déjà observé la dégradation de la FDH par 

H2O2 qui diminue l’efficacité de l’enzyme, empêchant la régénération du NADH et donc le maintien 

d’une concentration suffisante pour le bon fonctionnement de l’enzyme artificielle. 

L’autre problème qui limite le système est la dégradation du NADH au cours du temps, comme 

l’illustre la Figure 141 qui montre une diminution de la concentration de plus de la moitié en 4 jours.  

 

Figure 141 : Evolution de l’absorbance à 340 nm après l’ajout de NAD+ (400 µM) dans une solution contenant l’enzyme artificielle 
(FMN : 40 µM, PEI : 2 mM) en présence de FDH (200 nM), de HCOONH4 (500 mM), dans une solution tamponnée à pH = 7,6 (HEPES 

(50 mM)), à température ambiante et sous pression atmosphérique. 

 

4. Conclusion  

Pour résumer, la robustesse de la FDH a permis de l’utiliser avec l’enzyme artificielle et 

d’obtenir un nouveau système capable de régénérer efficacement le NADH et d’obtenir de bons 

rendements en oxydation. Cependant, la nécessité d’augmenter les concentrations en FMN diminue 

l’impact du polymère et permet au système de fonctionner très convenablement en absence du 

polymère.  
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III. Conclusion 

Pour conclure, nous avons indiqué en début de chapitre le coût élevé du NADH et notre 

objectif de nous affranchir de cette contrainte soit en le régénérant, soit en le remplaçant par un 

autre réducteur.  

L’ascorbate de sodium a tout d’abord été utilisé en remplacement du NADH. Les résultats 

obtenus en catalyse d’oxydation se sont avérés mitigés : certes, l’architecture supramoléculaire du 

polymère permet à l’ascorbate de sodium de réduire efficacement la FMN et de réaliser l’oxydation 

de divers substrats avec de bons rendements, mais l’objectif de travailler en conversion, avec des 

quantités stœchiométriques, voir sur-stœchiométrique en ascorbate s’est avéré plus compliqué en 

raison de la réactivité entre l’ascorbate de sodium et le peroxyde d’hydrogène formé in situ. 

Cependant, un résultat a attiré notre attention lors des différentes études spectroscopiques 

réalisées. Il semble que l’utilisation de l’ascorbate de sodium permet la formation d’un radical 

flavinique (flavine semiquinone anionique ou neutre) qui est ensuite stabilisé plusieurs heures au 

sein des poches hydrophobes du polymère modifié. Des études RPE sont encore nécessaires pour 

confirmer la formation de ce radical. 

Les résultats préliminaires obtenus pour l’activité radicalaire démontrent bien que le système 

est capable d’initier des réactions radicalaires. La recherche de meilleures conditions réactionnelles 

est nécessaire pour améliorer les rendements de ces réactions. 

La seconde option envisagée était la régénération du NADH à l’aide d’une enzyme naturelle. 

L’utilisation de l’alcool déshydrogénase (ADH) pour réaliser des réactions tandem dans un premier 

temps n’as pas permis d’atteindre les objectifs escomptés en raison de son instabilité en présence du 

peroxyde d’hydrogène formé par l’enzyme artificielle. L’utilisation d’une seconde enzyme a donc été 

envisagée. 

Ainsi, l’utilisation de la formiate déshydrogénase (FDH) a permis de mettre au point un 

nouveau système combinant une enzyme naturelle pour la régénération du NADH et une enzyme 

artificielle pour l’oxydation de divers substrats organiques. La formation de peroxyde d’hydrogène 

est également un problème pour cette enzyme naturelle, mais dans une moindre mesure par 

comparaison avec l’alcool déshydrogénase. Afin d’obtenir un système plus performant, il est 
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impératif de résoudre le problème de formation du peroxyde d’hydrogène en stabilisant 

l’intermédiaire peroxyflavine au sein du polymère. 

L’utilisation d’autre déshydrogénase (aldéhyde, acétaldéhyde ou lactate déshydrogénase 

ect…) ou l’utilisation d’autres méthodes de régénération comme l’utilisation de procédés 

électrochimiques sont des options envisageables pour régénérer le NADH.  
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Conclusion et perspectives 

I. Conclusion 

L’objectif principal de ces travaux était d’utiliser une flavoprotéine artificielle déjà décrite au 

laboratoire comme réductase artificielle. Pour d’une part, utiliser le flux monoélectronique généré 

par les flavines de façon à initier des réactions radicalaires en conditions anaérobies et, d’autre part, 

activer le dioxygène et catalyser des réactions d’oxydation de type Baeyer-Villiger comme le font les 

Baeyer-Villiger Monooxygénases (BVMOs) en conditions aérobies. 

Une série de polymères a donc été synthétisée à partir d’un polyéthylèneimine multibranché 

hydrosoluble de 25 kDa (PEI) fonctionnalisé avec différents groupements de type guanidinium, 

octyle, acide carboxylique ou bi-naphtalène, de façon à obtenir une bibliothèque de polymères bi- 

ou tri-fonctionnalisés qui ont tous été caractérisés par spectroscopie RMN du proton. 

Ces polymères ont ensuite été utilisés pour assembler les enzymes artificielles par 

incorporation de la flavine mononucléotide (FMN) dans leur microenvironnement hydrophobe 

localement polarisé. Concernant leur réactivité avec le nicotinamide adénine dinucléotide (NADH) en 

conditions aérobies, nous avons clairement pu mettre en évidence que l’entité macromoléculaire 

composée de polymère modifié et de FMN (PEIm/FMN) était capable d’oxyder un large excès de 

NADH de façon catalytique, suggérant que sa forme réduite pouvait être réoxydée par le dioxygène 

via la formation d’un intermédiaire de type (hydro)peroxyflavine.  

L’étape suivante a donc été d’étudier l’activité de ce système pour catalyser des réactions 

d’oxydation afin d’évaluer sa capacité à oxyder de petites molécules par activation réductrice du 

dioxygène. L’enzyme artificielle s’est ainsi montrée particulièrement efficace pour oxyder un substrat 

modèle (la bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one) avec un rendement de 70 % et une excellente sélectivité 

dans l’eau, à température ambiante et sous pression atmosphérique. Ce résultat constitue le premier 

exemple de catalyseur bio-inspiré capable de réaliser des réactions d’oxydations de type Baeyer-

Villiger, en solution aqueuse, avec une flavine non modifiée et en utilisant directement l’oxygène de 

l’air dans des conditions douces de pression et de température. 

La gamme de substrats étudiés a ensuite été étendue aux thioéthers ou aux cyclobutanones 

diversement substituées, en utilisant notamment un polymère chiral pour réaliser des réactions 

énantiosélectives. Au cours de ces études, le système a montré ses limites. Il semble en effet que 
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l’instabilité de l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine puisse conduire à la formation de peroxyde 

d’hydrogène en cours de catalyse et que ce soit ce dernier qui réalise l’oxydation. Cela constitue 

l’inconvénient majeur du système, limitant pour l’instant son utilisation à l’oxydation de 

cyclobutanones. La diffusion de H2O2 hors du polymère semble également empêcher toute induction 

asymétrique qui ne sera envisageable que si l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine est davantage 

stabilisé pour permettre à la réaction de se dérouler dans l’environnement chiral du polymère. 

L’autre problème du système est qu’il nécessite l’utilisation d’un large excès de substrat pour 

fonctionner, ce qui nous empêche d’obtenir de bons résultats en conversion (réducteur et substrat 

en proportion stœchiométrique). Moins de 50% de conversion a ainsi été obtenue. Enfin, compte 

tenu du coût élevé de NADH, nous avons cherché une solution pour nous affranchir de son utilisation 

et deux options nous ont semblé intéressantes : (i) remplacer le NADH par un autre réducteur ou (ii) 

le régénérer en solution[149]. 

L’utilisation de l’ascorbate de sodium a été un choix évident pour le remplacement du NADH. 

En effet, il était déjà décrit dans la littérature capable de réduire des flavines, son utilisation est 

compatible avec les conditions réactionnelles du système PEIm-FMN et il présente un coût 600 fois 

moins élevé que celui de NADH. L’ascorbate de sodium s’est montré efficace pour réduire la FMN, ce 

qui a permis au système de réaliser des réactions d’oxydations avec des rendements similaires à ceux 

obtenus avec le NADH pour les réactions réalisées en excès de substrat. Cependant, son utilisation 

en quantité stœchiométrique par rapport au substrat s’est avérée moins efficace que l’utilisation de 

NADH et les conversions observées n’ont pas excédé 12%. Il semble encore une fois que la formation 

in situ de peroxyde d’hydrogène pose problème, probablement à cause d’une réactivité plus forte de 

H2O2 avec l’ascorbate qu’avec NADH. 

Sur un plan mécanistique, des études spectroscopiques lors de l’utilisation de l’ascorbate ont 

pu démontrer la formation de flavines semiquinone à la fois sous la forme anionique et neutre, 

stabilisées par le polymère modifié. Ces résultats constituent la première étude par spectroscopies 

UV-visible et de fluorescence d’une telle espèce en dehors des systèmes enzymatiques. Des études 

RPE sont toujours en cours afin de confirmer la formation et la stabilisation de ce radicale flavinique. 

Parallèlement à l’observation de cet intermédiaire radicalaire, l’équipe du Prof. Goddard, avec 

qui nous collaborons dans le cadre du projet ANR « ARTENOSYN », a pu montrer que ce même 

système pouvait catalyser des réactions de couplage C-C radicalaires. Dans le cadre de cette étude, 
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nos études RPE ont permis de démontrer le caractère radicalaire de la réaction grâce à l’utilisation 

d’un piégeur de radical de type nitroxide.  

 

Figure 142 : Différentes réactions catalysées par l’enzyme artificielle en présence d’ascorbate de sodium comme réducteur. 

 

En parallèle, la régénération du NADH par voie chimique ou enzymatique a également été 

étudiée. L’utilisation d’un complexe d’iridium s’est montrée problématique en raison de la 

génération de peroxyde d’hydrogène catalysée par ce complexe en présence de formiate. Nous avons 

donc rapidement abandonné cette option. Concernant sa régénération par voie enzymatique, deux 

enzymes ont été considérées : la formiate déshydrogénase (FDH) et l’alcool déshydrogénase (ADH). 

L’instabilité de l’ADH en présence de peroxyde d’hydrogène et de polymère a rendu l’étude 

complexe. Malgré des tentatives pour remédier à ces problèmes, la fragilité de cette enzyme ne nous 

a pas permis d’obtenir les résultats souhaités.  

La FDH, en revanche, s’est montrée nettement plus robuste aux conditions réactionnelles 

utilisées. Cette combinaison originale entre une enzyme naturelle et une autre artificielle a conduit 

à de très bons taux de conversions de certains substrats (conversion de 70% pour la bicylo[3.2.0]hept-
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2-en-6-one) grâce à 7 cycles de régénération du NADH en solution, ce qui ouvre des perspectives 

intéressantes pour le développement du système (Figure 143). 

 

Figure 143 : Réactivité de l’enzyme artificielle en présence de formiate déshydrogénase pour régénérer le NADH . 

 

II. Perspectives 

Les résultats décrits au cours de ce manuscrit ouvrent de nombreuses opportunités et 

pointent également les problèmes du système. En ce qui concerne l’amélioration de l’enzyme 

artificielle, des optimisations sont possibles à plusieurs niveaux. Une étude plus profonde des 

conditions expérimentales et d’analyse (spectrométrie de masse) pour la modification du polymère 

permettra peut-être d’obtenir des polymères beaucoup plus diversifiés qui pourront ainsi avoir plus 

d’influence sur la catalyse des réactions d’oxydation notamment en stabilisant l’intermédiaire 

(hydro)peroxyflavine. La stabilisation de l’intermédiaire pourrait également être obtenue en utilisant 

des flavines alkylées en position N3 et/ou N5 qui ont déjà été décrites pour stabiliser l’intermédiaire 

(hydro)peroxyflavine de dérivés flaviniques de synthèse, utilisés en solvant organique. La 

modification directe de la FMN naturelle et son utilisation en milieu aqueux reste un challenge 

important, mais des résultats préliminaires récemment obtenus au laboratoire, concernant le 

méthylation de la position N3 sont encourageants.  

Stabiliser l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine est l’étape clé afin d’obtenir un système encore 

plus performant, ceci pourrait permettre d’obtenir de meilleurs résultats en catalyse 

énantiosélective, en favorisant les réactions directement à proximité de groupements chiraux. Cela 
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permettrait également d’éviter la formation de H2O2, qui est actuellement l’inconvénient majeur de 

ce système, notamment lors de l’utilisation d’ascorbate de sodium ou d’enzymes naturelles. La 

stabilisation de cette espèce pourrait également élargir la gamme de réactions possibles 

(époxydation, N-oxydation ect…). Pour cela, plusieurs possibilités s’offrent à nous, comme, par 

exemple, greffer davantage de groupements carboxylate pour aménager un environnement autour 

du cofacteur flavinique qui permette de stabiliser les intermédiaires flavine-OOH ou flavine-OO- par 

des interactions intermoléculaires de type liaisons H. Ou encore modifier les flavines en position N3 

et/ou N5 par des substituants apportant des effets électroniques permettant la stabilisation de 

l’intermédiaire (hydro)peroxyflavine. 

D’autres méthodes peuvent être envisagées pour la régénération du NADH, comme 

l’utilisation de procédés électrochimiques, l’utilisation d’autres déshydrogénasse moins sensibles aux 

conditions réactionnelles (aldéhyde, acétaldéhyde ou lactate déshydrogénase ect…). De plus, en 

réduisant la formation de peroxyde d’hydrogène, de nouveaux tests de réaction tandem avec l’alcool 

déshydrogénase seront possibles. 

A plus long terme, avec des conditions optimales, des réactions tandem pourront être 

envisagées. Il serait ainsi possible d’effectuer une première séquence de réactions en conditions 

anaérobies pour tirer profit du flux monoélectronique de la flavine réduite, et initier ainsi des 

réactions radicalaires conduisant par exemple à des couplages C-C, puis exposer le système à 

l’oxygène pour poursuivre avec une seconde séquence de réactions d’oxydations. 
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Partie expérimentale 

I. Matériels et méthodes 

La FMN, le NADH, l’ascorbate de sodium et le polymère (polyéthylèneimine multibranché de 

25 kDa) sont des produits commerciaux et ont été achetés chez Alfa Aesar, Sigma Aldrich et Acros 

Organics et utilisés sans autre purification. 

Tampons utilisés :  

• MES (acide 2-(N-morpholino)éthanosulfonique) de pH 5 à 6,5, 

• HEPES (acide 4-(2-hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique) de pH 7 à 8 

• CHES (N-cyclohexyl-2-aminoéthanesulfonique) de pH 8,5-10 

 

1. Spectroscopie d’absorption électronique UV-visible 

Les expériences de spectroscopie d’absorption UV/visible ont été réalisées à l’aide d’un 

spectrophotomètre Varian Cary 300 Bio, équipé d’un thermostat Varian Cary Temperature Controller 

et de cuves en quartz de 10 x 10 mm² x 20 mm équipées d’un septum pour les expériences réalisées 

sous atmosphère inerte. Le logiciel Cary WinUv a été utilisé pour l’enregistrement des spectres. La 

vitesse de balayage utilisée pour enregistrer des spectres est de 600 nm.min-1. 

 

2. Spectrométrie de masse  

Les analyses par spectrométrie de masse ont été réalisées à l’aide d’un spectromètre Brucker 

2009 à analyseur tandem (quadripôle couplé à un temps de vol) équipé d’une source d’ionisation 

électrospray. Les concentrations des solutions injectées varient entre 10-4 et 10-3 mol.L-1. 

 

3. Spectroscopie de résonance magnétique nucléaire (RMN) 

Les analyses par résonance magnétique nucléaire des composés et des polymères synthétisés 

ont été effectuées à l’aide de spectromètres Bruker, AC300 (300 MHz) et AC360 (360 MHz). Les 

échantillons ont été dissous dans du chloroforme, du méthanol, de l’éthanol ou de l’eau deutéré(e) 

(CDCl3, CD3OD, CD3CD2OD ou D2O). Les déplacements chimiques sont donnés en partie par million 

(ppm) par rapport au TMS. 
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4. Spectroscopie électronique de fluorescence 

Toutes les expériences de fluorescence sont réalisées sur un appareil Tecan infinite M200 pro 

plate-reader, en utilisant des Microplaques de culture cellulaire, 96 puits, PS, Fd F, puit cheminée, 

noir, CELLSTAR® TC, stérile. 

 

5. Chromatographie en phase gazeuse (GC) 

Toutes les expériences de GC sont réalisées sur un appareil SHIMADZU GC-2014A avec une 

colonne Zebron ZB Semi Volatiles (30 m x 0,25 mm x 0,25 μm) ou une colonne Hydrodex g_DiMOM 

(25 m x 0,25 mm x 0,25 μm) pour les analyses chirales. 

 

6. Spectroscopie de résonance paramagnétique électronique (RPE) 

Les expériences de RPE sont réalisées sur un spectromètre Bruker Elexsys E 500 avec un 

cryostat à flux d’hélium liquide Oxford ESR 9 muni d’un thermocouple or-chrome positionné 

directement sous l’échantillon. Les expériences sont faites à 100 K ou à 298 K, avec une fréquence de 

9,374 GHz, une puissance de 0,78 mW et une modulation de l’amplitude de 6 gauss. 

 

II. Synthèse 

1. Synthèse du complexe d’iridium [Cp*Ir(H-bpy)Cl]Cl 

 

 

La 2,2-bipyridine (41 mg, 2,63 mmol, 2,1 eq.) et le complexe [Cp*IrCl2]2 (100 mg, 1,26 mg, 1 

eq.) sont agités durant une nuit à température ambiante dans le méthanol (10 mL). Après réaction, 

le méthanol est évaporé. Le solide jaune obtenu est recristallisé par diffusion d’éther dans le 
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méthanol. Le complexe [Cp*Ir(H-bpy)Cl]Cl est obtenu sous forme de cristaux jaunes avec un 

rendement de 91% (125 mg). 

[Cp*Ir(H-bpy)Cl]Cl :  

 

RMN 1H (300 MHz, CD3OD) : δ(ppm/TMS) = 9,00 (d, J = 5,0 Hz, 2H), 8,64 (d, 

J = 5,0 Hz, 2H), 8,28 (t, J = 7,5 Hz, 2H), 7,85 (t, J = 7,5 Hz, 2H), 1,72 (s, 15H) 

ppm. 

 

 

2. Synthèse des authentiques  

• Synthèse de la 4-phényloxolan -2-one : 

 

 

28 mg de mCPBA (1,5 eq.) sont ajoutés à une solution de cyclobutanone (11,3 mg, 1 eq.) dans 

le dichlorométhane (2 mL) et le mélange est agité durant une nuit à température ambiante, avant 

d’ajouter 5 équivalents de triéthylamine (5eq) puis de laver la phase organique à l’eau. La phase 

aqueuse est extraite au dichlorométhane (3 x 10 mL), puis les phases organiques réunies sont lavées 

avec une solution de NaHCO3 saturée, séchées avec MgSO4 et évaporées sous pression réduite. Le 

produit est obtenu sous forme de solide avec un rendement de 95% (11,8 mg). 

 

RMN 1H (300 MHz, CDCl3) : δ(ppm/TMS)  = 7,40-7,23 (m, 5H), 4,68 (t, J = 8,5 

Hz, 1H), 4,28 (t, J = 8,5 Hz, 1H), 3,80 (pent, J = 8,5 Hz, 1H), 2,93 (dd, J = 8,5 

Hz, J = 17,5 Hz, 1H), 2,67 (dd, J = 8,5 Hz, J = 17,5 Hz, 1H), ppm. 
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• Synthèse de la 4-Oxatricyclo[4.3.1.13,8]undecan-5-one[150]: 

 

 

Mode opératoire :  

Le mCPBA (287 mg, 1 eq.) est ajouté à une solution de tricyclo[4.3.1.13,8]undecan-5-one (250 

mg, 1 eq.) dans le dichlorométhane (2,5 mL) et le mélange est agité durant une nuit à température 

ambiante. Après réaction, le précipité blanc est filtré, et le filtrat est lavé avec une solution de NaOH 

(1 M) (3 x 10 mL). Le filtrat est ensuite extrait 3 fois avec 10 mL de dichlorométhane, puis les phases 

organiques sont rassemblées, séchées avec MgSO4 et évaporées sous pression réduite. Le produit est 

obtenu sous forme de solide blanc avec un rendement de 91% (252 mg). 

 

RMN 1H (300 MHz, CDCl3) : δ(ppm/TMS)  = 4,48 (m, 1H), 3,07 (t, J = 6,0 Hz, 

1H), 2,10 – 1,73 (m, 12 H), ppm. 

 

 

Les autres authentiques étaient disponible commercialement.  

3. Synthèse des polymères modifiés. 

a) Synthèse des amines guanidylées pour les analyses par RMN 1H 

• Synthèse de la Amino((2-(dimethylamino)ethyl)amino)methaniminium : 

  

  

À une solution de 2-(diméthylamino)ethylamine (0,68 mmol, 1 eq.) dans le DMF (5mL), sont 

additionnés de la triéthylamine (4 eq., 378 μL) puis une solution de 1H-Pyrazole-1-carboxamidine 

hydrochlorée (100 mg, 0,68 mmol, 1 eq.) dans le DMF (1 mL). Après 6 heures à température 

ambiante, la solution est évaporée à sec et caractérisée par spectroscopie RMN 1H. 
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Amino((2-(dimethylamino)ethyl)amino)methaniminium :  

 

RMN 1H (300 MHz, CD3OD) : δ(ppm/TMS)  = 3,33 (t, J = 6,39 Hz, 2H), 2,59 (d, 

J = 6,39 Hz, 2H), 2,25 (s, 4H) ppm. 

 

 

• Synthèse de la amino((2-(methylamino)ethyl)amino)methaniminium et de la amino((2-

((amino(iminio)methyl)(methyl)amino)ethyl)amino)methaniminium : 

 

  

À une solution de 2-(méthylamino)ethylamine (0,68 mmol, 1 eq.) dans le DMF (5mL), sont 

additionnés de la triéthylamine (4 eq., 378 μL) puis une solution de 1H-Pyrazole-1-carboxamidine 

hydrochlorée (100 mg, 0,68 mmol, 1 eq.) dans le DMF (1 mL). Après 6 heures à température 

ambiante, la solution est évaporée à sec et caractérisée par spectroscopie RMN 1H. 

amino((2-(methylamino)ethyl)amino)methaniminium :  

 

RMN 1H (300 MHz, CD3OD) : δ(ppm/TMS)  = 3,32 (t, J = 6,39 Hz, 2H), 2,77 (d, 

J = 6,39 Hz, 2H), 2,35 (s, 2H) ppm. 

 

amino((2-((amino(iminio)methyl)(methyl)amino)ethyl)amino)methaniminium :  

 

RMN 1H (300 MHz, CD3OD) : δ(ppm/TMS)  = 3,67 (m, 4H), 2,91 (s, 4H) ppm. 
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b) Synthèse des polymères bifonctionnalisés 

 

 

Figure 144 : Schéma de synthèse pour un polymère bifonctionnalisé guanidinium-octyle (PEmgo). 

Mode opératoire général :  

Le début de la synthèse est le même pour tous les polymères modifiés. Ils sont synthétisés 

dans des tubes Falcon de 50 mL à partir de polyéthylène imine multibranché d’une taille moyenne 

de 25 kDa. Le polymère est solubilisé dans du DMF (10 mL) pour donner une concentration en PEIcom 

de 17,2 mg.ml-1 (400 mM en monomère). Ensuite, sont additionnés :  

- Dans le cas de la mono-fonctionnalisation par les groupements octyle : 

4 équivalents de triéthylamine par groupements octyle sont additionnés à la solution de 

PEIcom (10 mL à 400 mM en monomère) puis, l’iodooctane est ajouté goutte à goutte (0,2 à 2 

équivalents par monomère). La solution est laissée 3 heures sous agitation à température ambiante. 

Il faut noter qu’à partir de 0,6 équivalent d’octyle ajoutés, le polymère modifié précipite et ne peut 

être resolubilisé. Il n’est donc pas possible de fonctionnaliser le PEIcom uniquement avec des 

groupements octyle au-delà de 0,6 équivalent par monomère. 

- Dans le cas de la mono-fonctionnalisation par les groupements guanidinium : 

4 équivalents de triéthylamine par groupement guanidinium sont additionnés à la solution de 

PEIcom (10mL à 400 mM en monomère) puis une solution fraîchement préparée de chlorhydrate de 

1-H-pyrazole-1-carboxamidine dans le DMF (1 mL) est additionnée goutte à goutte (0,2 à 0,6 
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équivalent par monomère). Un précipité jaune (solide d’aspect chewing-gum) se forme après 

quelques heures et la solution est laissée sous agitation 4 jours à température ambiante. 

- Dans le cas de la mono-fonctionnalisation par les groupements naphtalène : 

Pour la fonctionnalisation avec des groupements naphtalène, la concentration finale de la 

solution de PEIcom est de 200 mM dans un volume de 2 mL. 4 équivalents de triéthylamine par 

groupement naphtalène sont alors additionnés à la solution de PEIcom puis une solution fraîchement 

préparée de (S)-2,2-Bis(bromomethyl)-1,1-binaphthyl dans le DMF (1 mL) est additionnée goutte à 

goutte (0,1 à 0,2 équivalent par monomère). La solution est laissée sous agitation 4 jours à 

température ambiante. La solution est limpide durant le temps de la réaction. 

- Dans le cas de la bi-fonctionnalisation avec les groupements guanidinium et octyle : 

Pour la fonctionnalisation avec des groupements guanidinium et octyle, on procède de la 

même manière que pour les mono-fonctionnalisations. Toutefois, le chlorhydrate de 1-H-pyrazole-1-

carboxamidine est ajouté après 3 heures de réaction avec l’iodooctane. Puis la solution est laissée 

sous agitation 4 jours à température ambiante. La solution est limpide de couleur jaune plus ou moins 

intense en fonction du nombre d’équivalents d’iodooctane ajoutés. 

- Dans le cas de la bi-fonctionnalisation avec les groupements guanidinium et naphtalène : 

Pour la fonctionnalisation avec des groupements guanidinium et naphtalène, on procède de 

la même manière que pour les mono-fonctionnalisations. Toutefois, le chlorhydrate de 1-H-pyrazole-

1-carboxamidine est ajouté après 3 heures de réaction avec le (S)-2,2-Bis(bromomethyl)-1,1-

binaphthyl. La solution est laissée sous agitation 4 jours à température ambiante. La solution devient 

turbide après ajout de la praxadine au milieu réactionnel. 

- Dans le cas de la tri-fonctionnalisation avec les groupements guanidinium, octyle et acide 

carboxylique : 

Pour la fonctionnalisation avec les groupements guanidinium, octyle et carboxylate, on 

procède de la même manière que la fonctionnalisation seule. Toutefois, le chlorhydrate de 1-H-

pyrazole-1-carboxamidine est ajouté en dernier après 3 heures de réaction avec l’iodooctane, puis 

24 h de réaction avec le carboxylate. La solution est laissée sous agitation 4 jours à température 
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ambiante. La solution est limpide de couleur jaune plus ou moins intense en fonction du nombre 

d’équivalents d’iodooctane ajoutés. 

Traitement :  

Le traitement est identique pour tous les polymères modifiés. Après réaction, le milieu 

réactionnel est hydrolysé avec 10 mL d’une solution aqueuse de HCl (50 mM) et agité pendant 20 

minutes. Durant cette étape, les précipités formés au cours de la réaction se dissolvent, excepté les 

polymères comportant une forte proportion de groupements octyle. 

Purification :  

Les solutions résultantes sont transférées dans des membranes de dialyse (Spectra/Pore 

membrane, avec un « Cut-off » de 12000 – 14000 Da) pour ensuite être purifiées par dialyse sous 

faible agitation successivement dans chacune des solutions suivantes pendant au moins 2 heures : 

20% EtOH dans HCl 50 mM ; HCl 50 mM ; eau distillé (x 2) ; NaOH 50 mM (x 2) et eau distillée (x 3). 

Après dialyse, la solution est replacée dans un tube Falcon, les volumes sont quantifiés et les 

concentrations en monomère des différents polymères modifiés sont estimées à partir du nombre 

de moles de polymère engagées et du volume final obtenu, puis mesurées par RMN 1H. 

Caractérisation par RMN du proton:  

2 mL de la solution obtenue après dialyse sont lyophilisés et le solide obtenu est dissous dans 

600 µL de solvant deutéré (ethanol-d6 ou D2O) puis analysé par RMN du proton.  

Déplacements caractéristiques : 

• Protons des méthylènes du squelette du PEI : δ = 2,65 (4H, CH2) 

• Protons des méthylènes en position alpha des amines fonctionnalisés par un groupement 

guanidinium : δ = 3,27 (4H pour la substitution sur des amines secondaires ou 2 H dans le cas 

des amines primaires) 

• Protons des chaînes Octyle : δ = 2,46 (2H, CH2), 1,50 (2H, CH2), 1,32 (10H, CH2), 0,91 (3H, CH3) 
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- Polymère bifonctionnalisé guanidinium-octyle:  

 

Figure 145 : Spectre RMN 1H dans l’éthanol d6 d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et octyle enregistré 
sur un spectromètre à 300 MHz. 

 

Le taux de greffage des différents groupements a été estimé par RMN 1H selon le calcul 

suivant :  

Dans le cas des protons des groupements octyle, l’aire des pics a, b et c correspondant à 15 

protons permet de calculer l’aire correspondant à 1H : 7,74/2 + 38,45/10 + 11,66/3 = 3,83. Ensuite, 

la valeur de l’aire des deux H du méthylène d (2x3,83) est retirée à l’aire du pic des protons e et e’. 

Cette valeur (e + e’ - d) ajoutée à celle de f correspond à l’aire de la totalité des protons du squelette 

du polymère (e, e’ et f). Concernant les protons f, deux types de substitutions par des groupements 

guanidinium sont possibles, soit sur les amines primaires, soit sur les amines secondaires. Si la 

substitution s’effectue sur les amines primaires, il y a un seul méthylène en position α du groupement 

guanidinium, le signal correspondant intègre donc pour 2H (f, 2H). En revanche, sur les amines 

secondaires, deux méthylènes sont en α du groupement guanidinium, le signal correspondant intègre 

donc pour quatre protons (f, 4H). De plus, le polymère commercial comprend 25% d’amines primaires 
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et 50 % d’amines secondaires. On peut donc considérer qu’il y a deux fois plus d’amines secondaires 

que d’amines primaires. Ainsi, on estime que les protons en α d’un groupement guanidinium peuvent 

être attribués de la façon suivante : (f, 4H) pour 66% et (f, 2H) pour 33% ce qui donne une valeur 

moyenne pour f de 3,3H. Le nombre d’équivalents de chaque substituant est donc déterminé grâce 

au rapport de la valeur de l’aire correspondant à 1 H pour chaque substituant sur la valeur de l’aire 

correspondant à 1 H pour la totalité des protons du polymère Enfin, la détermination de la 

concentration est réalisée à l’aide de la masse obtenue après lyophilisation. En ce qui concerne la 

masse molaire du polymère, on utilise celle du monomère à laquelle on ajoute la masse molaire de 

chaque substituant multiplié par leur nombre d’équivalents calculé précédemment. 

. 

 

Figure 146 : Détail des calculs pour déterminer le nombre d’équivalents en groupement octyle et guanidinium greffés ainsi que la 
concentration d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et octyle. 
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- Polymère bifonctionnalisé acide-guanidinium:  

 

Figure 147 : Spectre RMN 1H à 300 MHz dans l’éthanol d6 d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et acide 
carboxylique (acide 4-bromobutanoique). 

 

Dans le cas des protons des groupements acide butanoique, l’aire des pics a et b 

correspondant à 4 protons permet de calculer la valeur de l’aire correspondant à 1H (2,85/2 + 1,55/2 

= 1,03). Ensuite, la valeur de l’aire correspondant aux deux H du méthylène c (2x1,03) est retirée à 

l’aire du pic des protons e et e’. Cette valeur (e + e’ - d) ajoutée à celle de f correspond à l’aire de la 

totalité des protons du squelette du polymère (e, e’ et f). Le nombre d’équivalents de chaque 

substituant est donc déterminé grâce au rapport de la valeur de l’aire correspondant à 1 H pour 

chaque substituant sur la valeur de l’aire correspondant à 1 H pour la totalité des protons du 

polymère. Enfin, la détermination de la concentration est réalisée à l’aide de la masse obtenue après 

lyophilisation. En ce qui concerne la masse molaire du polymère, on utilise celle du monomère a 

laquelle on ajoute la masse molaire de chaque substituant multiplié par leur nombre d’équivalents 

calculé précédemment. 
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Figure 148 : Détail des calculs pour déterminer le nombre d’équivalent en groupement acide et guanidinium greffés ainsi que la 
concentration d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et acide carboxylique (acide 4-bromobutanoique). 
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- Polymère tri-fonctionnalisé acide-guanidinium-octyle:  

 

-  

Figure 149 : Spectre RMN 1H à 300 MHz dans l’eau deutéré d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium, acide 
carboxylique (acide 4-bromobutanoique) et octyle. 

 

Dans le cas des protons des groupements octyle, l’aire des pics a, b et c correspondant à 15 

protons permet de calculer la valeur de l’aire correspondant à 1H (43,27/12 + 11,40/3 = 3,3,7). 

Ensuite, la valeur de l’aire correspondant aux deux H du méthylène d (2x3,7) est retirée à l’aire du pic 

des protons e et e’. Dans le cas des protons des groupements acide, l’aire des pics h et i 

correspondant à 4 protons permet de calculer la valeur de l’aire correspondant à 1H (3,80 /2 + 2,12/2 

= 1,48). Ensuite, la valeur de l’aire correspondant aux deux H du méthylène g (2x1,48) est retirée à 

l’aire du pic des protons e et e’. Cette valeur (e + e’ – d – g) ajoutée à celle de f correspond à la totalité 

des protons du squelette du polymère (e, e’ et f). Le nombre d’équivalents de chaque substituant est 

donc déterminé grâce au rapport de la valeur pour 1 H de chaque substituant sur la valeur de l’aire 

correspondant à 1 H pour la totalité des protons du polymère. Enfin, la détermination de la 

concentration est réalisée à l’aide de la masse obtenue après lyophilisation. En ce qui concerne la 

masse molaire du polymère, on utilise celle du monomère a laquelle on ajoute la masse molaire de 

chaque substituant multiplié par leur nombre d’équivalents calculé précédemment. 
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Figure 150 : Détail des calculs pour déterminer le nombre d’équivalents en groupements acide, octyle et guanidinium greffés ainsi 
que la concentration d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium, acide carboxylique (acide 4-

bromobutanoique) et octyle. 
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- Polymère bifonctionnalisé guanidinium-naphtalène:  

 

Figure 151 : Spectre RMN 1H à 300 MHz dans l’eau deutéré d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et bi-
naphtyle. 

 

Dans le cas des protons des groupements naphtalène, l’aire du pics Har correspondant à 10 

protons permet de calculer la valeur de l’aire correspondant à 1H (11,17/10 = 1,12). Ensuite, la valeur 

de l’aire correspondant aux quatre H du méthylène a (4 x 1,12) est retirée à l’aire du pic des protons 

e, e’ et f. Cette valeur (e + e’ – f - a) correspond à la totalité des protons du squelette du polymère 

(e, e’ et f). Le nombre d’équivalents de naphtalène greffé est donc déterminé grâce au rapport de la 

valeur de l’aire correspondant à 1 H du naphtalène sur la valeur de l’aire correspondant à 1 H pour la 

totalité des protons du polymère. 
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Figure 152 : Détail des calculs pour déterminer le nombre d’équivalents en groupements acide, octyle et guanidinium greffés ainsi 
que la concentration d’un polymère fonctionnalisé par des groupements guanidinium et bi-naphtyle. 

 

III. Caractérisation et réactivité de l’enzyme artificielle FMN-PEIm 

1. Incorporation de la FMN dans le polymère. 

Différentes solutions aqueuses sont préparées dans des cuves UV-visible en quartz (2 mL) et 

les spectres sont enregistrés entre 300 et 550 nm : 

• FMN (50 µM) 

• FMN (50 µM) – Polymère (10 mM)  

• FMN (50 µM) – Polymère (10 mM) – Substrat (1-10-125 mM) 

 

2. Suivi de l’oxydation du NADH par spectroscopie UV-visible 

Pour l’oxydation de NADH, 920 µL de solution aqueuse de FMN (2 µM) et de polymère modifié 

(2 mM en monomère) sont préparés directement dans une cuve UV-visible. Une solution aqueuse de 

NADH (5 mM) est préparée en parallèle. Le suivi de la cinétique d’oxydation de NADH est ensuite 

effectué à 20°C, après addition de NADH (80 µL, 200 équivalents, concentration finale 400 µM), en 

enregistrant les variations de son absorbance à 340 nm en fonction du temps. Les points sont 

enregistrés toutes les minutes pendant 12 heures. 

 

3. Suivi de l’oxydation de l’ascorbate de sodium par spectroscopie UV-visible 

Pour l’oxydation de l’ascorbate de sodium, 920 µL de solution aqueuse de FMN (0,5 µM) et 

de polymère modifié (0,5 mM en monomère) sont préparés dans une cuve UV-visible. Une solution 
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aqueuse de d’ascorbate de sodium (5 mM) est préparée en parallèle. Le suivi de la cinétique 

d’oxydation de l’ascorbate de sodium est ensuite effectué à 20 °C, après addition de l’ascorbate de 

sodium (20 µL, 20 équivalents, concentration finale 100 µM) en enregistrant les variations de son 

absorbance à 265 nm. Les points sont enregistrés toutes les minutes pendant 12 heures. 

 

4. Suivi de la réduction de la FMN par NADH ou l’ascorbate par spectroscopie UV-visible 

Pour la réduction de la FMN par un réducteur (NADH ou ascorbate de sodium) sous 

atmosphère inerte, 2 mL de solution aqueuse de FMN (25 µM) et de polymère modifié PEIref (2,5 mM) 

sont préparés dans une cuve UV-visible. Parallèlement, une solution aqueuse de réducteur (NADH ou 

Ascorbate de sodium) (12,5 mM) est préparée. Les deux solutions sont dégazées durant deux heures. 

La réaction est initiée par injection du réducteur (40 µL, 10 équivalents, concentration finale 250 μM) 

à travers le septum qui recouvre la cuve. La même expérience est réalisée sans polymère. La cinétique 

de réduction de la FMN est suivie à 20 °C sous atmosphère d’argon en enregistrant les variations de 

l’absorbance entre 250 et 800 nm en fonction du temps. Un spectre est enregistré toutes les minutes 

pendant les 60 premières minutes puis toutes les 10 minutes. 

 

5. Suivi de la réduction de la FMN par l’ascorbate de sodium par fluorescence 

Les expériences de fluorescence sont réalisées dans une plaque 96 puits à fond noir. 90 µL de 

solution aqueuse de FMN (100 μM) et de polymère modifié PEIref (2 mM) sont versés dans chaque 

puits. Parallèlement une solution aqueuse d’ascorbate de sodium (10 mM) est préparée. La cinétique 

est initiée par injection de 10 µL d’ascorbate de sodium (concentration finale 1 mM) dans chaque 

puits pour un volume final de 100 μL. La même réaction est réalisée en absence de polymère ou en 

remplaçant l’ascorbate de sodium par le NADH. Les spectres sont enregistrés à une longueur d’onde 

d’excitation de 614 nm avec 25 flashs, un temps de mesure de 20 μs, un temps de latence avant la 

mesure de 8 μs et un temps de repos après la mesure de 2 ms. Le maximum d’émission est mesuré 

à 686 nm. Une valeur est enregistrée toutes les 5 minutes pendant 12 heures. 
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6. Suivi de la régénération de NADH par spectroscopie UV-visible 

Pour ces expériences, les concentrations des solutions d’enzymes naturelles sont déterminées 

à l’aide d’un spectrophotomètre ThermoFischer Nanodrop 2000 en mesurant l’absorbance à 280 nm.  

• Réduction de NAD+ par le complexe d’iridium [Cp*Ir(H-bpy)Cl]Cl :  

900 µL de solution aqueuse de [Cp*Ir(H-bpy)Cl]Cl (50 µM) et de formiate de sodium (50 mM) 

sont préparés dans une cuve UV-visible. Parallèlement, une solution aqueuse de NAD+ (5 mM) est 

préparée. La cinétique est initiée par injection de 100 µL de solution de NAD+ (concentration finale 

500 μM). La même expérience est réalisée en présence de PEIref (2,5 mM). La cinétique de réduction 

de NAD+ est suivie à 20 °C en enregistrant les variations de l’absorbance à 340 nm en fonction du 

temps. Un spectre est enregistré toutes les minutes pendant 15 heures. 

• Réduction de NAD+ par la formiate déshydrogénase (FDH) :  

920 µL de solution aqueuse de FDH (200 nM) et de formiate de sodium (150 mM) sont 

préparés dans une cuve UV-visible. Parallèlement, une solution aqueuse de NAD+ (5 mM) est 

préparée. La cinétique est initiée par injection de 80 µL de solution de NAD+ (concentration finale 400 

μM). La même expérience est réalisée en présence de PEIref (5 mM). La cinétique de réduction de 

NAD+ est suivie à 20 °C en enregistrant les variations de l’absorbance à 340 nm en fonction du temps. 

Les points sont enregistrés toutes les minutes pendant 5 heures. 

• Réduction de NAD+ par l’alcool déshydrogénase (ADH) :  

920 µL de solution aqueuse d’ADH (200 nM) et d’alcool (cyclobutanol, isopropanol ou éthanol) 

(150 mM) est préparés dans une cuve UV-visible. Parallèlement, une solution aqueuse de NAD+ (5 

mM) est préparée. La cinétique est initiée par injection 80 µL de solution de NAD+ (concentration 

finale 400 μM). La même expérience est réalisée en présence de PEIref (5 mM). La cinétique de 

réduction de NAD+ est suivie à 20 °C en enregistrant les variations de l’absorbance à 340 nm en 

fonction du temps. Les points sont enregistrés toutes les minutes pendant 5 heures 

 

7. Mise en évidence du radical semiquinone par RPE 

Deux millilitres de solution aqueuse de FMN (1 mM) et de polymère modifié PEIref (5 mM) sont 

préparés dans un Schlenk. Parallèlement, 1 mL d’une solution aqueuse d’ascorbate de sodium (10 
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mM) est également préparée dans un Schlenk. Les deux solutions sont dégazées par des cycles de 

congélation-décongélation sous vide. La solution d’ascorbate est ensuite canulée vers la solution de 

FMN (volume total 3 mL) et le mélange réactionnel est agité à l’abri de la lumière durant 10 h.  

Après ce temps, pour la mise en évidence de la formation du radical semiquinone en solution, 

100 µL de la solution finale sont canulés dans un tube RPE préalablement dégazé, qui est ensuite 

plongé dans un bain d'éthanol à ~ 173 K (éthanol refroidi dans de l’azote liquide) puis transféré dans 

l’azote liquide et refroidi à 77 K, avant d’être introduit dans le spectromètre RPE. Les contrôles sont 

réalisés dans les mêmes conditions. 

Pour les mesures réalisées sur le solide, la solution finale est évaporée à sec et le solide est 

transféré dans un tube RPE préalablement dégazé qui est ensuite plongé dans un bain d'éthanol à ~ 

173 K (éthanol refroidi dans de l’azote liquide) puis transféré dans l’azote liquide et refroidi à 77 K 

avant d’être introduit dans le spectromètre RPE. Les contrôles sont réalisés dans les mêmes 

conditions. 

 

8. Mise en évidence du radical phényle par RPE 

1,5 mL de solution aqueuse de FMN (1 mM), de polymère modifié PEIref (5 mM), de PBN (1 

mM), et de sel d’iodonium Ph2IOTf (1 mM) sont préparés dans un Schlenk. Parallèlement, 1 mL d’une 

solution d’ascorbate de sodium (1 mM) est également préparée dans un Schlenk. Les deux solutions 

sont dégazées par des cycles de congélation-décongélation sous vide. Ensuite, la solution d’ascorbate 

est canulée vers la solution de FMN (volume total 2,5 mL) et le mélange réactionnel est agité à l’abri 

de la lumière durant 4 h. Après ce temps, 50 µL de solution sont transférés dans un capillaire puis 

dans un tube RPE qui est ensuite introduit dans le spectromètre RPE à température ambiante. Les 

contrôles sont réalisés dans les mêmes conditions. 

 

9. Mesure de la concentration en peroxyde d’hydrogène 

Les mesures de la concentration en H2O2 ont été effectuées dans des flacons ambrés de 1,5 

mL. A 920 µL d’une solution aqueuse de FMN (5 µM), de substrat (10 mM) et de PEI (5 mM) sont 

ajoutés 80 µL d’une solution aqueuse de réducteur, NADH ou ascorbate de sodium, 25 mM (200 

équivalents, concentration finale 1 mM) pour obtenir un volume final de 1 mL. Le mélange est agité 
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à température ambiante et sous pression atmosphérique. Des languettes de mesure sensibles au 

peroxyde d’hydrogène (Quantofix®) sont plongées directement dans la solution aqueuse pour 

mesurer sa concentration (0,5 mg/L – 25 mg/L ou 0,015 mM – 0,75 mM). Les contrôles sont réalisés 

dans les mêmes conditions. La concentration maximale pouvant être atteinte est de 1 mM avec ces 

conditions réactionnelles. 

 

IV. Catalyse des réactions d’oxydation 

1. Catalyse par le système PEIm-FMN-NADH :  

Les expériences ont été effectuées dans des flacons ambrés de 1,5 mL. A 920 µL d’une solution 

aqueuse de FMN (5 µM), de substrat (10 mM) et de PEI (5 mM) sont ajoutés 80 µL d’une solution 

aqueuse de NADH 25 mM (200 équivalents, concentration finale 1 mM) pour obtenir un volume final 

de 1 mL. Le mélange est laissé sous agitation pendant 10 h (bouchon fermé) à température ambiante 

et sous pression atmosphérique. Les contrôles sont réalisés dans les mêmes conditions. 

 

2. Catalyse par le système PEIm-FMN-Ascorbate de sodium :  

Les expériences ont été effectuées dans des flacons ambrés de 1,5 mL. A 920 µL d’une solution 

aqueuse de FMN (5 µM), de substrat (10 mM) et de PEI (5 mM) sont ajoutés 80 µL d’une solution 

aqueuse d’ascorbate de sodium 25 mM (200 équivalents, concentration finale 1 mM) pour obtenir 

un volume final de 1 mL. Le mélange est laissé sous agitation pendant 48 h (bouchon fermé) à 

température ambiante et pression atmosphérique. Les contrôles sont réalisés dans les mêmes 

conditions. 

 

3. Catalyse par le système PEIm-FMN-ADH-alcool-NAD+ :  

Les expériences ont été effectuées dans des flacons ambrés de 1,5 mL. A 920 µL d’une solution 

aqueuse de FMN (5 µM), de substrat (10 mM), de PEI (5 mM), d’ADH (200 nM) et d’alcool 

(cyclobutanol, isopropanol) (10 mM) sont ajoutés 80 µL d’une solution aqueuse de NAD+ 25 mM (200 

équivalents, concentration finale 1 mM) pour obtenir un volume final de 1 mL. Le mélange est laissé 

sous agitation pendant 5 jours (bouchon fermé) à température ambiante et sous pression 

atmosphérique. Les contrôles sont réalisés dans les mêmes conditions. 
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4. Catalyse par le système PEIm-FMN-FDH-formiate d’ammonium-NAD+ :  

Les expériences ont été effectuées dans des flacons ambrés de 1,5 mL. A 920 µL d’une solution 

aqueuse de FMN (100 µM), de substrat (10 mM), de PEI (5 mM), de FDH (500 nM) et de HCOONH4 

(500 mM) sont ajoutés 80 µL d’une solution de NAD+ 25 mM (200 équivalents, concentration finale 1 

mM) pour obtenir un volume final de 1 mL. Le mélange est laissé sous agitation pendant 5 jours 

(bouchon fermé) à température ambiante et sous pression atmosphérique. Les contrôles sont 

réalisés dans les mêmes conditions. 

Informations complémentaires : 

• Problème d’évaporation de certains substrats si le flacon n’est pas fermé 

• Pas d’amélioration de rendement si la solution est pré-saturée en dioxygène 

• Pas d’amélioration de rendement si la solution est sous surpression de dioxygène 

 

5. Analyse par GC des mélanges réactionnels après catalyse  

 

Le traitement est identique pour toutes les solutions. Pour les analyses par GC, 40 µL d’une 

solution d’acétophénone (utilisée comme standard) 50 mM dans ACN sont ajoutés au mélange 

réactionnel (concentration finale 2 mM). 8 mL d’ACN sont par la suite ajoutés et le mélange obtenu 

est séché avec Na2SO4 (10 g). 1 mL de cette solution est ensuite filtrée sur silice (1 cm dans une pipette 

pasteur). Enfin, 3 μL de filtrat sont injectés sur une colonne Zebron ZB Semi Volatiles (30 m x 0,25 

mm x 0,25 μm), ou sur une colonne Hydrodex g_DiMOM (25 m x 0,25 mm x 0,25 μm) pour l’analyse 

de la chiralité des produits. Selon le substrat utilisé, les conditions suivantes ont été utilisées :  

Bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one : gradient de température de 100 °C à 130 °C à 5 °C/min, puis 

de 130 °C à 220 °C à 50 °C/min, puis palier de 4 minutes 220°C. Température de l’injecteur et du FID 

: 300 °C. Etalon interne : acétophénone. Temps de rétention (min) : Bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one 

(2,82), acétophénone (3,99), lactone 2 (5,71) et lactone 1 (5,78).  

Bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (chiral) : gradient de température de 110 °C à 130 °C à 5 °C/min, 

puis palier de 13 min à 130 °C, puis gradient de température de 130 °C à 170 °C à 8°C/min et enfin 

palier de 1 minute à 170 °C. Température de l’injecteur et du FID : 300 °C. Etalon interne : 

acétophénone. Temps de rétention (min) : Bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one (4,35), Bicylo[3.2.0]hept-2-
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en-6-one’ (4,63), acétophénone (5,60), lactone 2 (14,37), lactone 1 (15,57), lactone 1’ (16,54) et 

lactone 2’ (16,92). 

Thioanisole, dithiane, adamantanone, benzyl-méthyl-thioéther : gradient de température 

de 100 °C à 130 °C à 5 °C/min, puis de 130 °C à 220 °C, à 50 °C/min, et palier de 4 minutes à 220 °C. 

Température de l’injecteur et du FID : 300 °C. Etalon interne : acétophénone (3,99).  

Thioanisole : Temps de rétention (min) : thioanisole (4,32), méthyl-phényle sulfoxyde (7,56), 

méthyl-phényle sulfone (8,04). 

Dithiane : Temps de rétention (min) : dithiane (4,64), 1,3-dithiane 1-oxyde (8,58). 

Adamantanone : Temps de rétention (min) : Adamantanone (7,52), 4-

Oxatricyclo[4.3.1.1~3,8~]undecan-5-one (9,78). 

Benzyl-méthyl-thioéther : Temps de rétention (min) : benzyl-méthyle thioéther (5,11), 

benzyl-méthyle sulfoxyde (8,69), benzyl-méthyle sulfone (9,00). 

3-Phenyl-cyclobutanone : gradient de température de 100 °C à 220 °C à 20 °C/min, puis palier 

de 2 minutes à 220 °C. Température de l’injecteur et du FID : 300 °C. Etalon interne : acétophénone. 

Temps de rétention (min) : acétophénone (3,02), 3-Phényle cyclobutanone (4,58), 3-Phényl-gamma-

butyrolactone (6,18). 

Cyclobutanone : gradient de température de 50 °C à 54 °C à 1°C/min, puis de 54 °C à 150 °C à 

15 °C/min °C, et de 150 °C à 220 °C à 50 °C/min, puis finalement palier de 1 minute à 220 °C. 

Température de l’injecteur et du FID : 300 °C. Etalon interne : acétophénone. Temps de rétention 

(min) : cyclobutanone (2,28), gamma-butyrolactone (6,28), acétophénone (9,95). 

Tert-butyl- méthyl-thioéther : gradient de température de 50 °C à 100 °C à 5°C/min, puis de 

80 °C à 220 °C à 50 °C/min °C, et palier de 3 minutes à 220 °C. Température de l’injecteur et du FID : 

300 °C. Etalon interne : acétophénone. Temps de rétention (min) : tert-butyl-méthyle thioéther 

(2,62), tert-butyl-méthyle sulfoxyde (7,27), acétophénone (9,78). 

Diisopropyle thioéther : gradient de température de 50 °C à 80 °C à 5 °C/min, puis de 80 °C à 

220 °C à 50 °C/min °C, et palier de 3 minutes à 220 °C. Température de l’injecteur et du FID : 300 °C. 

Etalon interne : acétophénone. Temps de rétention (min) : diisopropyle thioéther (3,45), 

acétophénone (7,85), diisopropyle sulfoxyde (8,69). 
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Cyclopentanone : gradient de température de 100 °C à 118 °C à 3°C/min, puis de 118 °C à 220 

°C, 50 °C/min, palier de 2 minutes à 220 °C. Température de l’injecteur et du FID : 300 °C. Etalon 

interne : acétophénone. Temps de rétention (min) : acétophénone (4,20), Cyclopentanone (2,09), 

Valerolactone (4,12). 

Le Tableau 23 regroupe les coefficients directeurs des différentes droites d’étalonnage 

établies à partir de l’analyse par GC des différents composés standard, en vue de l’analyse 

quantitative des différents échantillons obtenus lors des expériences de catalyse d’oxydation 

effectuées. 

La concentration des différents composés obtenus lors des différentes réactions d’oxydation 

a été quantifiée d’après l’équation suivante :  

 [𝑐𝑜𝑚𝑝𝑜𝑠é 𝑋] = [𝑠𝑡𝑎𝑛𝑑𝑎𝑟𝑑] ×
𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑐𝑜𝑚𝑝𝑜𝑠é 𝑋

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑠𝑡𝑎𝑛𝑑𝑎𝑟𝑑
×

𝑎 𝑠𝑡𝑎𝑛𝑑𝑎𝑟𝑑

𝑎 𝑐𝑜𝑚𝑝𝑜𝑠é 𝑋
 

Avec Aire : l’aire du pic associé au composé sur le chromatogramme 

a : coefficient directeur  

[composé] : concentration du composé 
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Tableau 23 Coefficients directeurs des droites d’étalonnage réalisés par chromatographie en phase gazeuse des différents 
composés utilisés lors des études de catalyse d’oxydation.  

Composés Coefficient directeur de la droite d’étalonnage 

Acétophénone 1,88697 x 1013 

Bicylo[3.2.0]hept-2-en-6-one 1,35491 x 1013 

lactone 1 1,46253 x 1013 

lactone 2 1,46645 x 1013 

Cyclobutanone 1,21053 x 1013 

Butyrolactone 7,77500 x 1012 

3-phényle cyclobutanone 2,04921 x 1013 

3-Phényl-gamma-butyrolactone 2,73801 x 1013 

Thioanisole 1,90799 x 1013 

Méthyl-phényle sulfoxyde 1,97849 x 1013 

Dithiane 2,08509 x 1013 

1,3-dithiane 1-oxyde 9,48712 x 1012 

Benzyl-méthyle thioéther 4,41342 x 1013 

Benzyl-méthyle sulfoxyde 6,17230 x 1013 

benzyl-méthyle sulfone 2,9002 x 1013 
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