MANIPULATION N° 1

Amidon, amylase et fermentation alcoolique

L’amidon est un polyglucane (polymère de glucose) composé d’amylose et d’amylopectine. C’est un polymère de réserve accumulé sous forme transitoire dans les chloroplastes des tissus chlorophylliens ou sous forme plus durable dans des organes de réserve comme les tubercules ou les graines. Il sert de réserve glucidique pour la plante et fait l’objet de différentes utilisations alimentaires et non alimentaires. Les propriétés technologiques de l’amidon diffèrent suivant les proportions d’amylose et d’amylopectine.

L’amylase est un complexe enzymatique (-amylase, -amylase, phosphorylase) qui catalyse la dégradation de l’amidon en maltose, destiné à alimenter le métabolisme végétal en sucres ou à servir de substrat glucidique au cours de procédés agroalimentaires comme la fermentation. Les processus fermentaires peuvent être induits en anaérobiose par les levures par exemple.

L'objectif de la manipulation est de mettre en évidence la présence d’amidon de différentes qualités (en fonction de leur contenu en amylose et en amylopectine) dans des grains de maïs. Il s’agit également de démontrer la présence d’amylase dans du malt (orge germé) en étudiant la capacité d’un extrait à hydrolyser un empois d’amidon et en suivant l’apparition séquentielle de produits de dégradation réactifs au lugol (solution iodo-iodurée). Il s’agit enfin d’apprécier les capacités fermentaires de levures (Saccharomyces cerevisiae) alimentées en différentes sources glucidiques.

1. Analyse qualitative comparée de l’amidon de différentes variétés de riz et de maïs

a. Contexte 

La proportion d’amylopectine dans l’amidon des céréales est en général comprise entre 70 et 100%. La teneur de l'amidon de riz en amylose est le principal facteur de qualité à la consommation. Cette teneur est directement en corrélation inverse avec l'augmentation de volume et l'absorption d'eau pendant la cuisson et avec le caractère gluant. Les différentes variétés sont classées de la façon suivante (teneurs en amylose apparentes obtenues par test  iode-amidon): 

riz cireux (=waxy=collant=gluant) :
1-2% d’amylose

amylose très basse 

: 
2-12% d’amylose

amylose basse


: 
12-20%

amylose intermédiaire

: 
20-25%

amylose élevée


: 
25-33%

Le caractère cireux est lié à une mutation sur un gène (gène waxy) codant une amidon synthétase liée aux granules d’amidon. Cette enzyme est directement associée à la synthèse d’amylose, alors que l’amidon synthétase soluble – qui reste active chez les mutants waxy - est impliquée dans la synthèse de l’amylopectine. 
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Chez le maïs, les proportions d’amylose et d’amylopectine dans l’albumen peuvent également constituer un critère de qualité. Il existe comme pour le riz des variétés dites « waxy » à très faible teneur en amylose, utilisées pour la production d’un amidon dont les propriétés physiques sont recherchées par des filières spécifiques, en particulier en industrie agroalimentaire. 

b. Objectifs

· Mise en évidence de variations qualitatives au niveau de l’amidon de différentes variétés de céréales.

· Mise en évidence de l’impact de la mutation waxy – largement utilisée dans les sélectionneurs - sur la qualité de l’amidon. 

c. Analyse qualitative de l’amidon de 4 variétés de maïs et de 4 variétés de riz

Matériel :

Lots de 4 grains de maïs pour chacune des 4 variétés (origine : société Advanta)

Lots de grains de riz correspondant à 4 types (5, 6, 7, 8)

	
	Maïs
	Riz

	
	1
	2
	3
	4
	5
	6
	7
	8

	Type ou variété
	Anjou 249
	Alumeo
	Belgrano
	Awax 308
	Riz basmati
	Riz long
	Riz gluant
	Riz pour desserts


16 tubes à essais + 1 portoir métallique pour bain marie, 4 mortiers et pilons

Solution de lugol (2.5 g de Iodure de potassium et 1.27 g de diiode (I2) dans 500 ml d’eau)
Démarche expérimentale

Le lugol colore intensément en bleu l’amylose et en rose clair l’amylopectine. La sensibilité de la coloration pour l’amylopectine est plus faible d’un facteur 20 environ. 

Numérotez une série de tubes de 1 à 8. Pour chaque variété de riz, peser environ 500 mg de grains puis les disposer dans des mortiers et les broyer le plus finement possible. Peser 50 mg de poudre et les disposer dans le tube à essais numéroté correspondant de la première série de tubes. Nettoyer et sécher les mortiers à l’aide de papier. Pour chaque variété de maïs, broyer le plus finement possible 2-3 grains dans des mortiers. Peser ensuite 50 mg de poudre et les disposer dans un  tube à essais numérotés correspondants de la série de tubes. 

Ajouter 10 ml d’eau distillée dans chacun des 8 tubes. Suspendre la poudre au vortex. Ajouter 50 µl de la solution de lugol. Vortexer et observer les colorations. Ajouter à nouveau 50 µl de lugol si besoin pour intensifier la coloration. Conclure sur la présence d’amylose dans les différentes variétés. 

2. Etude de la dégradation de l’amidon par l’amylase

a. Substrat et réactifs

Amidon soluble à 2% (solution préparée à l’avance, aliquotes décongelées le jour du TP)

Chauffer dans un erlen-meyer de 500 ml, 150 ml d’eau distillée (éviter l’ébullition). Peser 4 g d’amidon soluble, délayer dans 10 ml d’eau distillée froide ; verser cette suspension en 4 ou 5 fois dans l’eau distillée presque bouillante (à chaque fois, agiter jusqu’à obtention d’une solution limpide). Porter à ébullition 3 ou 4 minutes ; refroidir sous l’eau du robinet puis transvaser dans une fiole jaugée de 200 ml et compléter avec de l’eau.
Solution iodo-iodurée = lugol (préparée à l’avance)

La solution contient, par litre, 1,27 g d’iode et 2,50 g d’iodure de potassium.

Remarque : réactivité de produits de dégradation de l’amidon au lugol :

Amidon : bleu « noir »

Amylodextrines : violacé

Erythrodextrines : rouge

Achroodextrines : jaune orangé

Maltose : jaune clair (teinte du lugol)

  
Solution tamponnée à pH 5,2

La solution tamponnée est préparée en ajoutant 10,70 ml d’une solution de phosphate disodique (2 mM) à  9,30 ml d’une solution d’acide citrique (1 mM).
Solution de chlorure de sodium à 5‰ (5g par litre) dans l’eau distillée.

b. Extraction de l’amylase (1 préparation pour l’ensemble des binômes)

Peser 10 g de poudre de malt (orge germé), dans un erlen-meyer de 250 ml. Ajouter 100 ml de la solution  de chlorure de sodium à 5‰ et agiter (agitateur magnétique) pendant 15 minutes. Transvaser la suspension dans deux tubes à centrifugation, équilibrer sur une balance et centrifuger 10 minutes à 5000 rpm. Le surnageant est dilué 10 fois (prélever 10 ml de surnageant et compléter à 100 ml dans une fiole jaugée à l’aide de la solution de chlorure de sodium à 5‰ ) et constitue ainsi la préparation enzymatique.
c. Influence du temps sur le déroulement de la réaction

Préparer 8 tubes à essais selon le tableau suivant :

	Tube n°
	1
	2
	3
	4
	5
	6
	7
	8

	Empois d’amidon (ml)
	2
	2
	2
	2
	2
	2
	2
	2 ml eau distillée

	Tampon pH 5,2 (ml)
	2
	2
	2
	2
	2
	2
	2
	2

	
	Placer les tubes au bain-marie à 30°C pendant 3 minutes puis y pipeter :

	Amylase (ml)
	1
	1
	1
	1
	1
	1 ml sol amylase diluée 3 fois
	1 ml sol amylase bouillie
	1


Agiter les tubes ; les replacer au bain-marie à 30°C.

Toutes les 3 minutes, prélever en duplicata dans l’un des tubes 1 à 5 1 ml du milieu réactionnel ; déposer le prélèvement dans un tube à essais contenant 0,1 ml de lugol (on a au préalable préparé 10 tubes avec du lugol). Agiter et définir la coloration du tube. En déduire l’état d’avancement de la réaction (Conserver précieusement les reliquats de la réaction, voir point 3.c.)

Après 15 minutes, prélever en duplicata 1 ml du milieu réactionnel des tubes 6 à 8 ; déposer le prélèvement dans un tube à essais contenant 0,1 ml de lugol (on a au préalable préparé 6 tubes avec du lugol). Agiter et définir la coloration du tube. Conclure.

3. Caractérisation de la fermentation alcoolique

a. Préparation des levures (pour 2 binômes)

Peser 2 g de levures de boulangerie (Saccharomyces cerevisiae) dans un petit bécher. Prélever 100 ml d’eau distillée dans une éprouvette. Mettre les levures en suspension dans ces 100 ml d’eau distillée. Placer le tout en agitation douce.

b. Mise en évidence du dégagement de CO2

L’activité fermentaire des levures est appréciée par la mesure du CO2 dégagé. L’expérience est assistée par ordinateur selon la méthodologie ESAO® (Jeulin, France). Une sonde de type « électrode de Severinghaus » est spécifiquement dédiée à la mesure du CO2 . La sonde est utilisable dans les milieux aqueux ou gazeux. Elle se compose d’une électrode de type pH, immergée dans un électrolyte spécifique dont le pH est une fonction de la concentration de CO2 du milieu dans lequel elle est placée.


Placer dans la cuve réactionnelle du système ESAO® 10 ml de la suspension de levures. Activer l’agitation magnétique et positionner l’électrode à CO2 dans l’orifice central ; s’assurer de l’obturation de tous les orifices de la cuve. Attention : la tête de l’électrode est fragile ; en aucun cas la tête de l’électrode doit entrer en contact avec le barreau magnétique. Paramétrer le système en choisissant le mode « RESPIRATION ». Le temps d’analyse est fixé à 20 minutes. Le volume total de la cuve est fixé à 12 ml. Seule la mesure de CO2 est réalisée. Démarrer l’enregistrement pendant 8 minutes. Ajouter après cette période (sans arrêter l’enregistrement), par un orifice latéral débouché le temps de la manipulation, 2 ml d’une solution de glucose (50 mg.ml-1, solution préparée à l’avance). Observer l’allure des tracés (temps de latence, cinétique de production du CO2 , apparition d’un plateau,…). L’enregistrement s’arrête après 20 minutes. Retirer délicatement l’électrode ; la rincer abondamment à l’eau distillée et la positionner à l’air libre sur son support jusqu’à la mise en place de l’expérimentation suivante. Retirer le couvercle et la cuve du réacteur ; les rincer abondamment à l’eau du robinet puis à l’eau distillée ; sécher et remettre en place. Garder le tracé à l’écran.

b. Mesure de l’activité fermentaire en fonction de la nature du substrat

Renouveler l’opération précédente en modifiant la nature du substrat. Les enregistrements sont superposés. Pour cela, au moment de démarrer un nouvel enregistrement prendre la précaution de conserver les données précédentes.

Les substrats à tester sont : un empois de farine d’orge non germé, un empois de malt, une solution de maltose (100 mg. mL-1)
Comparer les tracés obtenus. Conclure.

MANIPULATION N° 2

Caractérisation de flavonoides dans des produits végétaux d’intérêt

Au cours de ce TP nous aborderons une famille majeure de métabolites secondaires : les flavonoïdes. Les flavonoïdes sont des composés de la famille des phénylpropanoïdes, le plus souvent incolores ou jaune. Les anthocyanes qui sont des pigments vacuolaires largement représentés chez les végétaux supérieurs dérivent des flavonoïdes. La plupart de ces molécules sont temps biologiquement actives ce qui leur confère des fonctions écologiques et suscite l’intérêt des nutritionnistes et des médecins. Au-delà de l’intérêt qu’on peut tirer de leur utilisation médicale, la présence des métabolites secondaires spécifique dans certaines plantes ou de certains taxons, peut être utilisée dans des approches taxonomiques. 
Les propriétés physicochimiques des flavonoïdes sont à l’origine d’un certain nombre de techniques relativement simples de détection et d’identification, sur lesquelles reposent la grande majorité des travaux de phytochimie réalisés au cours du XXème siècle. Ces techniques sont basées sur :

· Les spectres d’absorption dans la gamme de l’UV-visible des molécules qui peuvent être comparées à des bibliothèques de spectres et la possibilité de déplacer les maxima d’absorbance en mettant les composés en présence de réactifs particuliers

· La capacité de ces molécules à être oxydées par exemple par le FeCl3, donnant lieu à des produits d’oxydation colorés 
· Les propriétés de fluorescence des flavonoïdes, qui peuvent également être modulées en intensité et en couleur par l’ajout de réactifs

· La chromatographie sur papier ou sur couches minces qui permet de séparer les molécules en fonction de leurs affinités respectives pour les phases solide et liquide choisies
Bien qu’aujourd’hui, l’identification et le dosage des flavonoïdes fasse appel à des techniques plus sophistiquées mais aussi beaucoup plus onéreuses (basées sur la chromatographie liquide haute performance couplée à des spectromètres de masse),  les techniques simples de révélation proposées dans ce TP permettent encore de réaliser des dosages rapides et d’évaluer la localisation tissulaire des composés. 
1. Caractérisation de la présence d’anthocyanes et de bétalaïnes
a. Matériel

Feuilles de chou rouge, racines de betterave

Mortier et pilon, entonnoir, papier filtre, éprouvette. 

8 tubes à essais, HCl 0,1M ; NaOH 0,1M ; NaOH 1M

Spectrophotomètre 

b. Démarche expérimentale
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Pour chaque plante, peser 1 gramme de tissu. Broyer dans un mortier avec du sable. Ajouter 20 ml d’eau distillée. Poursuivre le broyage. Après avoir laissé décanter, filtrer le surnageant sur papier. Répartir la solution filtrée dans 4 tubes à essais numérotés de C1 à C4 pour le chou et de B1 à B4 pour la betterave. Dans un tube 1 ajouter quelques gouttes d’HCl 0,1 M. Dans le tube 3 ajouter quelques gouttes de NaOH 0,1 M. Dans le tube 4 ajouter quelques gouttes de NaOH 1 M. Observer les modifications de couleur. Pour les extraits de chou, réaliser le spectre 200-700 nm sur chacune des solutions. Identifier le déplacement des maxima d’absorbance causés par les variations de pH. Interprétez les résultats d’après la nature biochimique des pigments que vous supposez être à l’origine de la coloration des tissus de racines de betterave et de feuilles de choux. A titre indicatif, le colorant « rouge betterave » utilisé en industrie alimentaire correspond à l’additif E162, distinct des E163 qui eux correspondent aux anthocyanes. 

2. Flavonols, flavanones et composés phénoliques 

a. Matériel

3 mortiers et pilons, éthanol, sable de Fontainebleau

Pomelo, citron vert et pomme rouge

1 plaque de silice pour 3 ou 4 binômes, cuve de chromatographie, chloroforme, méthanol

Papier Whatman 3M, dispositif d’observation sous lampe UV placé dans une pièce borgne. 

Solution éthanolique de DPBA 0,5% (w/v), compresseur et pulvérisateur placés sous une hotte aspirante

b. Extraction

Prélever et peser 1 g de fragments d’écorce (environ 1,5 cm de diamètre) de citron vert et de pelure de pomme. Prélever également 1 g d’albedo (mésocarpe) de pomelo.  Broyer ces échantillons dans des mortiers dans 4 ml d’éthanol additionnés d’un peu de sable. Annoter 3 microtubes. Verser chaque extrait dans un microtube jusqu’au trait (environ 1 ml) puis centrifuger 3 minutes à 5 000g.

d. Chromatographie

Cette technique va permettre de séparer les composés phénoliques présents dans les échantillons, et pas uniquement les flavonoïdes. Ces composés seront visualisés en mettant à profit leurs propriétés de fluorescence en l’absence de traitement par un réactif.  
Les plaques de silice sont coûteuses. Chaque plaque de silice sera utilisée pour les dépôts de 3 binômes. Préparer une plaque de silice : tracer au crayon de bois la ligne de dépôt à 2 cm du bord de la plaque. Sur cette ligne de dépôt, déposer quelques µl de chaque échantillon sur une ligne de 1 cm environ, de façon à ce que le dépôt soit le plus fin possible en dépit de la tendance du solvant à migrer des deux cotés de la ligne de dépôt. Abaisser presque complètement une fenêtre de hotte aspirante et placer les plaques sous cette fenêtre. Le flux d’air entrant va accélérer le séchage des dépôts. Une fois le dépôt séché, redéposer une couche de dépôt identique par-dessus la premier dépôt (sauf pour les témoins qui sont suffisamment concentrés), sécher à nouveau puis rajouter une troisième couche. Placer ensuite la plaque dans une cuve de migration contenant 200 ml de chloroforme additionnés de 2 ml de méthanol. Laisser migrer environ 1h de façon à ce que le front de solvant atteigne les ¾ de la plaque. Observer les profils de composés phénoliques par révélation de la fluorescence sous lampe UV. Commentez les profils obtenus pour différents tissus de la même espèce (pomelo), et comparez les profils entre espèces. 
d. Révélation des flavonoides par DPBA

Préparer une bande de papier filtre. Déposer cote à cote 20 µl de chaque extrait brut ainsi que des témoins concentrés de deux flavonols : la quercétine (250µM) et la rutine (205µM), et une flavanone : la naringine (1mM) (250 µM). Sous la hotte aspirante, pulvériser le réactif (DPBA 0.5% dans de l’éthanol) puis laisser sécher sous la hotte (opération réalisée avec les encadrants).  Observer la fluorescence des molécules sous UV et conclure quand à la présence de flavonols et de flavanones dans les différents extraits. Peut-on conclure pour tous les extraits ? Notez que cette technique est beaucoup moins sensible pour révéler les flavanones, ce qui oblige à utiliser des concentrations en naringine plus élevées. Peut-on en fonction de cela déterminer un ordre de grandeur des contenus en flavonoïdes dans certains tissus ? 
e. Caractérisation des flavonoïdes par spectrométrie

Les dosages dans les UV requièrent l’utilisation de cuves en quartz coûteuses et fragiles. Ce travail sera réalisé avec les enseignants. Réaliser le blanc avec de l’éthanol entre 200 et 700 nm. Réaliser les spectres de la naringine pure et de la quercétine pure à 40 µM dans de l’éthanol puis les refaire en conditions basiques (ajout de 50µl de NaOH 1 M pour 1 ml). BIEN RINCER LES CUVES ENTRE LES ESSAIS POUR ELIMINER TOUTE TRACE DE NaOH. Diluer ensuite 3 µl de l’extrait brut d’albedo de pomelo dans 1 ml d’éthanol et tracer les spectres d’absorption. Ajouter 50 µl de NaOH 1 M aux surnageants d’origine (extraits bruts) et observer les changements de coloration. 
· Combien de pics d’absorption peut-on identifier ?  Quel est l’impact d’un changement de pH sur les spectres ?  Quel lien peut-on établir entre chacun des pics d’absorption et la structure moléculaire des composés étudiés ? 

· Conclure en tenant compte des résultats obtenus avec le DPBA sur la nature et la quantité des flavonoïdes contenus dans l’albedo de pomelo. 

Remarque : Ce travail d’analyse spectrométrique ne pourra être réalisé pour les flavonoïdes de pelures de pommes. Ces tissus contiennent un nombre important de composés phénoliques dont les spectres d’absorption se superposent. Leur analyse individuelle supposerait une étape de séparation par chromatographie
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3. Analyse du contenu en catéchines dans des extraits de feuilles de thé

a. Objectifs


Les molécules de la famille des catéchines sont des flavan-3-ols qui sont des précurseurs des tannins condensés, mais qui peuvent également s’accumuler à des niveaux très importants dans les tissus végétaux et plus particulièrement les feuilles de thé (Camelia sinensis). On retrouve chez le thé un mélange de catéchine, d’épicatéchine, de gallocatéchine et d’épigallocatéchine et des dérivés tels que l’épigallocatéchine gallate (EGCG). Ces molécules présentent des activités anti-oxydantes remarquables, à la base d’une partie des allégations concernant la santé concernant le thé. Ces molécules provoquent la précipitation des protéines de la même façon que les tannins. Ce phénomène est à l’origine de la sensation d’astringence associée à la consommation d’infusion de thé. Ces molécules piègent très efficacement certains métaux comme le fer, favorisant le risque d’anémie chez les gros consommateurs de thé. 

L’objectif de l’expérience est de mesurer la quantité de catéchines contenues dans des feuilles de différents types de thé et d’estimer la quantité de catéchines apportée par une tasse de thé. La technique de dosage est dérivée du procédé décrit par A.E. Hagerman et L.G. Butler en 1978 (J. Agric. Food Chem. 26:809-812). 
c. Matériel

Feuilles de thé vert et de thé noir : quelques grammes par binôme

Solution de FeCl3 10 mM dans HCl 1N : 20 ml par binôme

Solution de triéthanolamine 5 %(v/v) ajustée à pH 9.4 avec du HCl 6N : 100 ml par binôme

11 tubes à essais 

2 éprouvettes de 20 ou 50 ml, deux petits entonnoirs et une grille de filtration

d. Procédure expérimentale

Pour chaque type de thé (vert ou noir), peser 200 mg de feuilles et les placer dans un tube à essai. Ajouter 10 ml d’eau distillée. Placer les tubes dans un bain marie à 100°C pendant 10 minutes. Sortir les tubes et les laisser refroidir. Filtrer l’infusion sur un tamis posé sur un entonnoir, le tout au dessus d’une éprouvette graduée. Diluer par 2 la solution filtrée dans de l’eau distillée.

Préparer 9 tubes à essais numérotés de 1 à 9. Y ajouter les extraits de thé dilués, les solutions standard qui vous sont fournies pour différentes concentrations et les réactifs selon les indications du tableau suivant :

	Tubes
	1 : blanc de la gamme étalon : eau distillé
	2 : catéchine 0.25 mg /ml
	3 : catéchine 0.5 mg /ml
	4 : catéchine 0.75 mg /ml
	5 : catéchine 1 mg /ml
	6 : blanc du thé vert
	7 : dosage thé vert
	8 : blanc du thé noir
	9 : dosage thé noir

	Solution standard de catéchine 
	0,5 ml d’eau
	0,5ml de catéchine 0.25 mg /ml
	0,5 ml de catéchine 0.5mg /ml
	0,5 ml de catéchine 0.75 mg /ml 
	0.5 ml de catéchine 1 mg /ml
	
	
	
	

	Extrait de feuilles de thé
	
	
	
	
	
	Thé vert 0,5 ml
	Thé vert : 0,5 ml
	Thé noir : 0,5 ml
	Thé noir : 0,5 ml

	Solution de FeCl3 10mM HCl 1M
	1.25 ml
	1.25 ml
	1.25 ml
	1.25 ml
	1.25 ml
	
	1.25 ml
	
	1.25 ml

	Solution Triethanolamine pH 9.4
	8.25 ml
	8.25 ml
	8.25ml
	8.25ml
	8.25 ml
	9.5 ml
	8.25 ml
	9.5 ml
	8.25ml


Laisser la coloration se développer pendant 10 minutes.

Lire les absorbances au spectrophomètre à 510 nm en faisant le zéro d’absorbance avec :

· le tube 1 pour la gamme étalon

· le tube 6 pour le dosage dans l’extrait de thé vert 

· le tube 8 pour le dosage dans l’extrait de thé noir

Calculer les teneurs en catéchines totales (en mg par g de matière sèche) contenues dans les feuilles des deux types de thé. A partir de la masse de feuilles contenues dans un sachet (environ 2 grammes), évaluer la quantité de catéchines contenues dans une tasse de thé.  

Afin d’éviter de boucher les éviers, pour nettoyer les tubes à essais contenant encore les feuilles, utilisez la grille de filtration pour vider l’infusion dans l’évier, puis jetez les feuilles à la poubelle.

4. Analyse du contenu en tannins condensés (proanthocyanidines) dans des graines de légumineuses utilisées en alimentation animale

a. Objectifs 

Les tannins forment une famille hétérogène de composés phénoliques de poids moléculaire compris entre 500 et 20 000 et ayant la propriété de précipiter certaines protéines. Cette propriété est utilisée dans certains procédés de tannerie. On distingue les tannins hydrolysables (polymères d’acides galliques estérifiés autour d’un noyau glucidique) des tannins condensés appelés également proanthocyanidines. Ces derniers sont des polymères de flavanoïdes, la plupart étant des polymères de flavan-3-ols tels que la catéchine et l’épicatéchine. 

D’un point de vue écologique, les tannins sont des produits du métabolisme secondaire qui peuvent apporter un avantage adaptatif face à des attaques d’herbivores et de pathogènes. Ils s’accumulent de façon très importante chez certaines plantes et dans certains tissus. Les graines de certaines plantes utilisées en alimentation animale contiennent des quantités importantes de tannins qui peuvent constituer un facteur limitant ou retardant l’assimilation des protéines et des minéraux. C’est le cas pour certaines variétés de légumineuses comme le pois ou le lupin, mais également chez le colza et le sorgho. On considère le plus souvent que les tannins sont des facteurs anti-nutritionnels

· Dosage des tannins condensés dans des graines de pois protéagineux et de pois fourrager.

· Mise en évidence de la nature biochimique des tannins condensés en tant que polymères de flavonoïdes

b. Principe du dosage

Deux techniques sont principalement utilisées pour le dosage des tannins condensés : le dosage à la vanilline et le dosage par clivage oxydatif à l’aide de butanol acide. L’expérience suivante utilise cette technique au butanol acide pour analyser les tannins condensés présents dans des racines. Les produits de la réaction sont d’une part une unité terminale non-modifiée et d’autre part, des unités anthocyanidines issues du clivage. Pour les tannins condensés formés de monomères de catéchines et d’épicatéchines, les anthocyanidines issues du clivage sont des cyanidines. C’est la raison pour laquelle on appelle également ces tannins des procyanidines. Les tannins condensés formés de monomères de gallocatéchines et d’épigallocatéchines sont clivés en delphinidines.

c. Matériel 

Extrait acétonique de graines de pois fourrager et protéagineux: 0,5 ml de chaque par binôme 

2 tubes falcon de 15 ml

Solution de butanol acide (n-butanol + HCl concentré 95:5) : 10 ml par binôme

Solution acide de sulfate ferrique d’ammonium (0.5g de FeNH4(SO4)2, 12 H2O dans 25 ml de HCl 2N) : 200 µl par binôme

Bain marie 100°C

d. Procédure expérimentale

Peser 25 mg de farine de graines et les mettre dans un tube à essais.  Ajouter 5 ml d’acétone 70% puis vortexer pendant 2 minutes. Laisser décanter et transférer le surnageant dans un tube propre
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Pour chacune des deux variétés de pois, placer 2 graines dans un mortier. A l’aide d’un pilon, endommager grossièrement les téguments. Placer le matériel dans un tube plastique à bouchon à vis (type Falcon 15 ml). Ajouter 3 mL d’acétone 70% puis vortexer pendant 2 minutes et laisser reposer 5 minutes. Transférer 0,5 mL de cet extrait dans un nouveau tube de 15 mL. Sous une sorbonne : Ajouter 3 ml d’une solution de butanol acide (n-butanol – HCl concentré 95 :5). Ajouter alors 100µl d’une solution acide de sulfate ferrique d’ammonium (0.5 g de FeNH4(SO4)2, 12 H2O dans 25 ml de HCl 2N). Bien reboucher le tube et le placer dans un bain marie bouillant pendant 20 minutes. Observer l’apparition d’une coloration rouge.  
MANIPULATION N° 3

ETUDE DE la capacité du Colza à accumuler 

et assimiler le nitrate

Pour construire leur machinerie cellulaire, en particulier leurs protéines, les plantes prélèvent directement l’azote minéral dans le sol, sous forme de nitrate et d’ammonium, et éventuellement fixent l’azote moléculaire de l’air en symbiose avec des bactéries (ex. Légumineuses). En pratique agricole, l’azote minéral du sol est fourni généralement sous formes d’engrais nitriques ou ammonitriques. Si les engrais azotés ont permis depuis une cinquantaine d’années d’augmenter beaucoup les rendements des cultures, les nitrates non assimilés, entraînés par les eaux de lessivage des sols, sont responsables, entre autres, de la pollution des nappes phréatiques. De plus, les nitrates qui peuvent s’accumuler dans les organes végétaux récoltables sont considérés comme un danger potentiel pour la santé humaine. Désormais, l’agriculture doit concilier le maintien des rendements agricoles et les respect de la qualité de l’environnement et il s’avère nécessaire de comprendre les mécanismes physiologiques, biochimiques et moléculaires impliqués dans les voies d’assimilation de l’azote chez les plantes (Assimilation de l’azote chez les plantes, J.F. Morot-Gaudry, éd., INRA éditions, Paris, 1997).
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Chez les végétaux, la première étape de l'assimilation de l'ion nitrate N03- est sa réduction en ion nitrite N02- :  NO3- (degré d'oxydation +5)
N02- (degré d'oxydation +3) + H20

Cette réaction est catalysée par la nitrate réductase, complexe enzymatique qui comprend du FAD, du molybdène, un cytochrome b et nécessite la présence d'un donneur d'électrons (NAD(P)H + H+). La nitrate réductase est une enzyme inductible par son substrat et dont l’activité fait l’objet d’une régulation fine et complexe.

Les capacités d’assimilation des nitrates par des couverts végétaux sont de plus en plus exploitées dans le cadre de cultures intermédiaires « pièges à nitrates » ayant pour but de limiter les lixiviations d’azote. L'objectif de la manipulation est de mettre en évidence et de quantifier la capacité de plantes de Colza (Brassica napus L.) (Brassicacée d’intérêt agronomique à fort potentiel de prélèvement d’azote dans le sol) à prélever et accumuler du nitrate ainsi que l'activité de la nitrate réductase dans les racines et les feuilles de jeunes plantes placées dans différentes conditions d’alimentation nitrique.

1. Dispositif expérimental

Des plantes de Colza (Brassica napus L.) sont cultivées en bassines sur de la vermiculite (support inerte) imbibée du milieu nutritif de Hoagland et Arnon en enceinte phytotronique (14h jour, 10h nuit, 25°C jour, 18°C nuit) pendant 4 semaines. Les plantes sont ensuite divisées en 2 lots, l’un transféré sur milieu sans nitrate (lot 0NO3) et l’autre transféré sur milieu enrichi en nitrate de potassium 15mM (lot 15NO3). Le traitement dure ainsi 2 semaines au cours duquel les solutions nutritives sont remises à niveau avec une solution nutritive ne contenant pas de nitrate. Les plantes disponibles en TP sont alors âgées de 6 semaines.

Après extraction en milieu aqueux à chaud à partir des organes foliaires (en différenciant feuilles jeunes et feuilles âgées) et des organes racinaires, les contenus en nitrate dans les tissus racinaires et foliaires ainsi que les nitrates résiduels dans la solution nutritive après 2 semaines de croissance sont dosés par colorimétrie par la méthode de nitratation de l’acide salicylique. Une solution mère d’étalonnage pour le dosage des nitrates est fournie en salle de TP. 

La mesure de l’activité Nitrate Réductase se fait in vivo en mesurant la quantité de nitrite formé à partir de nitrate fourni aux disques foliaires. On suit, in vivo, pour des disques de feuilles et des fragments de racines, la formation de nitrites à l'obscurité (l'obscurité empêche la réduction ultérieure des nitrites par défaut de ferrédoxine réduite) et, en anaérobiose. Les nitrites formés réagissent avec l'acide sulfanilique. On obtient un composé diazonium qui, en présence de dichlorhydrate d'-naphtyl-éthylène-diamine, donne un composé coloré en rose violet dont le maximum d'absorption se situe à 540 nm. Une solution mère d’étalonnage pour le dosage des nitrites est fournie en salle de TP. 

2. Mesure du nitrate résiduel dans la solution de culture et du nitrate accumulé dans les organes foliaires et racinaires

a. Préparation de l’extrait

Préparer 6 grands tubes à essai et les identifier (FJ0 : feuilles jeunes 0NO3 ; FA0 : feuilles âgées 0NO3 ; R0 : racines 0NO3 ; FJ10 : feuilles jeunes 10NO3 ; FA10 : feuilles âgées 10NO3 ; R10 : racines 10NO3)  (marqueur résistant à un bain marie bouillant). Avant de faire les prélèvements tissulaires, peser la masse totale des plantes (feuilles + racines) traitées dans un récipient de culture pendant 2 semaines aux nitrates. Pour chaque lot, à partir de 3 plantes, prélever les 3 feuilles les plus jeunes (apicales) (FJ0 et FJ10), les 2 feuilles les plus âgées (basales)(FA0 et FA10) et les organes racinaires après rinçage à l’eau du robinet puis à l’eau distillée. Mesurer la masse fraîche (MF) à la balance de précision. Couper en fragments et placer l’intégralité des fragments dans un grand tube à essai. Vous disposerez ainsi de 6 extraits (FJ0, FA0, R0, FJ10, FA10, R10). 

Ajouter dans le tube à essais 50 mL d’eau distillée. Surmonter d’un système de réfrigération et placer au bain marie bouillant. Après 20 min, sortir les tubes du bain marie, refroidir en plaçant les tubes dans de l’eau froide. Homogénéiser au vortex. Verser environ 1,5 mL de l’extrait dans deux micro tubes (conserver le reste de l’extrait dans le tube) puis centrifuger 5 min à 10 000 g (débris végétaux dans le culot, nitrate dans le surnageant).
b. Dosage du NO3-
Précautions d’utilisation

L’utilisation d’acide (et/ou de soude) concentré est dangereuse. En cas de projection sur les mains ou le visage, se rincer abondamment sous l’eau courante pendant 10 min. Prévenir obligatoirement l’enseignant en cas d’incident. Travailler sous hotte ventilée avec une protection pour les yeux. Pour éviter les accidents, chaque binôme viendra à tour de rôle faire ses pipetages au poste prévu à cet effet. Après chaque passage à ce poste, nettoyer la paillasse avec une éponge mouillée pour éliminer toute trace d'acide sulfurique.

Réactifs

Acide salicylique à 5 % (m/v) (déjà préparé : Peser 5g d’acide salicylique dans un bécher de 200 mL. Ajouter à l’éprouvette 100 mL d’acide sulfurique très concentré (attention : 36N)

Soude (NaOH) 2M (déjà préparé)

Dosage

Préparer 28 tubes à essai et faire les pipetages selon le tableau I (les solutions d’étalonnage de nitrate sont à préparer dans l’eau distillée à partir de la solution mère à 10mM de KNO3). Agitez légèrement (pas de vortex) vos tubes pour bien homogénéiser le mélange. Un précipité blanc apparaît au fond du tube. Quand tous les pipetages sont réalisés, placer le portoir sous la 2ème hotte (poste « soude ») et prévenir le binôme suivant que le poste « acide sulfurique » est libre. Après 20 min, ajouter dans chaque tube 9,5 mL de NaOH 2M (soude). Attention la température de votre tube va s'élever. Attendre 5 min pour homogénéiser le contenu des tubes (attention à l'échauffement et aux projections lors du mélange soude – acide). L'apport de soude permet l'alcalinisation du milieu qui rend visible (jaune) le produit de la réaction NO3--Salicylate qui elle s'est réalisée en milieu acide. L'intensité de la couleur jaune traduit la concentration en NO3-. Lire l’absorbance à 410 nm.

Tableau I : protocole de pipetage pour le dosage du nitrate

	Courbe d’étalonnage du nitrate de potassium

	N° tube
	1
	2
	3
	4
	5
	6
	7
	8
	9
	10
	11
	12

	Nitrate (en mM)
	0
	2
	4
	6
	8
	10

	Nitrate (en µL)
	100

	Nitrate (en nmol/essai)
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	

	Ajouter 0,4 mL d’acide salicylique (montage pipette + seringue) 

	Température ambiante 20 min 

	Ajouter 9,5 mL de NaOH 2M attendre 5 min Homogénéiser

	Absorbance à 410 nm
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	

	Dosages des NO3- extraits de plantes

	N° tube
	13
	14
	15
	16
	17
	18
	19
	20
	21
	22
	23
	24

	Tissus traités
	FJ0
	FA0
	R0
	FJ10
	FA10
	R10

	Extrait (en µL)
	100

	Ajouter 0,4 mL d’acide salicylique (montage pipette + seringue) 

	Température ambiante 20 min 

	Ajouter 9,5 mL de NaOH 2M attendre 5 min Homogénéiser

	Absorbance à 410 nm
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	

	Absorbance moyenne
	
	
	
	
	
	

	Dosages des NO3- dans les milieux de culture

	N° tube
	25
	26
	27
	28
	
	
	
	
	
	22
	23
	24

	Milieu de culture après 2 semaines
	N+ (nitrates)
	N+ (nitrates)
	ED (eau distillée)
	ED (eau distillée)
	
	

	Extrait (en µL)
	100

	Ajouter 0,4 mL d’acide salicylique (montage pipette + seringue) 

	Température ambiante 20 min 

	Ajouter 9,5 mL de NaOH 2M attendre 5 min Homogénéiser

	Absorbance à 410 nm
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	

	Absorbance moyenne
	
	
	
	
	
	
	
	
	


Attention : ne jetez pas le contenu de vos tubes avant de vérifier qu’ils entrent dans la gamme de lecture de la courbe d’étalonnage. Tracer préalablement cette courbe.

3. Mesure de l’activité Nitrate Réductase

Réactifs

Substrat (préparé) : On prépare, dans un erlenmeyer de 250 ml, une solution de phosphate 0,2 M, tamponnée à pH 7,5 en mélangeant :

- 19 ml de phosphate monopotassique KH2PO4 0,2 M (mesurés à l'éprouvette),

- 85 ml de phosphate disodique Na2HPO4, 12 H2O, 0,2 M (mesurés à l'éprouvette),

-100 µl de Triton X-100 (mesurés à la pipette),

- 1 ml de l-propanol (mesuré à la pipette).

On agite doucement jusqu'à solubilisation complète du Triton, puis on ajoute 1,89 g de glucose et 848 mg de KNO3, substrat de l’enzyme (concentration finale 0,08 M).

Solution d'acide sulfanilique à 1% (réactif préparé) : Dissoudre, dans un bécher de 25 ml, 1 g d'acide sulfanilique dans 10 ml d'acide chlorhydrique 3N. On transvase quantitativement dans une fiole de 100 ml. On ajuste avec HCl 3N. On bouche et on agite.

Solution de -naphtyl-éthylène-diamine à 0,02% (réactif préparé) : On dissout, dans un bécher de 25 ml, 20 mg de -naphtyl-éthylène-diamine dans 10 ml d’H2O. On transvase quantitativement dans une fiole de 100 ml ; on ajuste avec H2O. On bouche, on agite (conservation en flacon brun).

Prélèvement du matériel végétal (travailler rapidement pour ne pas laisser le matériel végétal se détériorer) : suivre les recommandations des enseignants en début de séance.

Préparer et numéroter 12 tubes à essai à vis et placer 5 mL de substrat dans chaque tube. 

Feuilles : Des explants foliaires sont réalisés à l’emporte-pièce et répartis par lot des 6 disques pour chaque traitement pour les feuilles jeunes et les feuilles âgées dans 8 tubes (2 lots par essai : FJ0a, FJ0b, FA0a, FA0b, FJ10a, FJ10b, FA10a, FA10b). Etablir par ailleurs la masse fraîche moyenne d’un lot de 6 disques.

Racines : Prélever  des racines des 3 plantes cultivées sur KNO3 0 mM et 10 mM. Eliminer si il y a lieu les très grosses racines. Répartir ces racines en 2 lots équivalents. Peser rapidement chaque lot puis placer chaque lot dans un tube (R0a, R0b, R10a, R10b).

Réaction enzymatique.

Remarques : Les conditions anaérobioses seront assurées en bouchant les tubes et l’obscurité par l’utilisation d’un bain marie fermé.

On place les tubes dans une cloche à vide et on fait le vide à l'aide de la pompe à vide, de façon à faire pénétrer les réactifs dans les méats foliaires –demander à un enseignant (Insister, pour la réalisation du vide, jusqu'à ce que les bulles montent à mi-tube environ !). On laisse revenir lentement à la pression atmosphérique en agitant. On répète l'opération (cinq ou six fois) jusqu’à ce que les tissus végétaux ne flottent plus en surface. Pour cette opération, rassembler un maximum de tubes dans le dessiccateur pour rentabiliser l’opération. 

On bouche les tubes puis on les place au bain-marie à 30°C pendant 45 min. Le bain-marie doit être maintenu fermé pour maintenir l’obscurité.

Dosages des nitrites NO2- dans le milieu réactionnel.

Préparer 24 tubes à essai (12 tubes pour l’étalonnage et 12 tubes pour les essais). Les solutions d’étalonnage de nitrite sont à préparer dans l’eau distillée à partir de la solution mère à 0,5mM de NaNO2.

Après le séjour au bain-marie, les tubes sont placés pendant 3 min dans un bain-marie bouillant (déboucher les tubes) pour stopper la réaction. Ils sont ensuite refroidis en les plaçant dans de l’eau froide puis agités vigoureusement (vortex) pour extraire les nitrites. Ceux-ci sont alors dosés dans les surnageants suivant la procédure décrite dans le tableau II. 

Tableau II : protocole de pipetage pour le dosage du nitrite

	Courbe d’étalonnage du nitrite de sodium

	N° tube
	1
	2
	3
	4
	5
	6
	7
	8
	9
	10
	11
	12

	Nitrite (en mM)
	0
	0,1
	0,2
	0,3
	0,4
	0,5

	Nitrite (en ml)
	1

	Nitrite (en nmol/essai)
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	

	Ajouter 1 ml d'acide sulfanilique à 1%

	Vortexer

	Ajouter 1 ml d'-naphtyl-éthylène-diamine.  Homogénéiser

	Température ambiante 20 min 

	Absorbance à 540 nm
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	

	Dosages essais enzymatiques

	N° tube
	13
	14
	15
	16
	17
	18
	19
	20
	21
	22
	23
	24

	Traitement
	FJ0
	FA0
	R0
	FJ10
	FA10
	R10

	Extrait (en mL)
	1

	Ajouter 1 ml d'acide sulfanilique à 1%

	Vortexer

	Ajouter 1 ml d'-naphtyl-éthylène-diamine.  Homogénéiser

	Température ambiante 20 min 

	Absorbance à 540 nm
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	
	


 Dans un tube à essais long (16 x 160 mm), on introduit 1 ml d'acide sulfanilique à 1% ; on ajoute 1ml du contenu du tube mis en expérience (ou 1 mL d’eau distillée pour l’à blanc) puis 1 ml d'-naphtyl-éthylène-diamine (Dispenseurs de volume déjà réglés sur 1 mL). On agite vigoureusement, sans perte, et on laisse la coloration se développer pendant 20 minutes à la température ambiante. Puis, on transfère le contenu dans une cuve de spectrophotomètre et on lit la D.O. à 540 nm. Utiliser la même cuve (neuve) pour tous les dosages.

4. Expression des résultats

Courbes d’étalonnage

Tracer pour chacun des ions NO3-, NO2-,  la courbe d’étalonnage. A partir des courbes définir l’absorbance maximale limite d’utilisation de ce protocole. Pour les extraits pour lesquels l’absorbance dépasse cette valeur de D.O. limite, faire une dilution au demi ou plus avant de réaliser une nouvelle mesure d’absorbance. 

Calculer ensuite sur la partie droite de la courbe la pente   et à partir de cette pente puis la quantité de NO3- ou NO2-, dans le tube à essai selon l’équation : Absorbance =  x quantité / essai.

Calcul des quantités de nitrate prélevées dans la solution nutritive

En fonction du volume de solution nutritive et de la concentration résiduelle en nitrate, calculer la quantité nitrates prélevée par les plantes. Ramenez cette quantité de nitrates à la masse de plantes. Par extrapolation, estimer la quantité de nitrate potentiellement prélevée sur un hectare par une culture de colza, en faisant l’hypothèse d’un rendement de 4 tonnes par ha.  
Calcul des quantités de nitrate stocké
Calculer pour chaque extrait et pour les dosages correspondants, la quantité (en « mole ») de nitrate par essai (100 µL) puis par extrait (50 mL). En déduire le nombre de moles de nitrate par gramme de matière fraîche. 

Calcul de l’activité nitrate réductase

Calculer à partir de la gamme d’étalonnage la quantité de nitrite formée par essai (1ml) puis dans 5 ml de réaction enzymatique. En déduire l’activité de la nitrate réductase exprimée en nmoles de nitrite formées par min. et par gramme de matière fraîche. 

Comparer ces données en fonction de la nature des organes et du traitement azoté. Discuter. Conclure

MANIPULATION N° 4

Analyses du phosphore phytique et de l’activité phytasique dans des graines d’intérêt alimentaire

Introduction

Le phosphore phytique ou myo-inositol 1,2,3,4,5,6-hexaphosphate (phytates) représente généralement entre 50 et 80% du phosphore total de la graine. C’est le principal composé de stockage du phosphore des graines des plantes supérieures. Chez les polygastriques, ce phosphore est libéré du fait de la production par la microflore du rumen d’enzymes qui catalysent la déphosphorylation de l’acide phytique (les phytases). Chez les monogastriques, la situation est variable et le phosphore phytique d’origine alimentaire est généralement moins bio-disponible. En alimentation avicole et porcine, la faible disponibilité du phosphore d’origine végétale pose certains problèmes de carences minérales notamment. L’acide phytique en chélatant certains nutriments minéraux comme le potassium, le magnésium, le calcium, le fer ou le zinc rend ces cations peu assimilables. Un autre problème essentiel de la non assimilation des phytates est son rejet dans l’environnement. Généralement, cette faible biodisponibilité du phosphore phytique est compensée par un apport de phosphore minéral de type phosphate mono- ou bicalcique. Les problèmes de rejet du phosphore peuvent être résolus selon le modèle Hollandais par un apport de phytase dans l’aliment, augmentant ainsi la digestibilité de l’acide phytique.

L’objectif de l’expérimentation consiste à caractériser l’activité phytasique d’une préparation d’origine fongique et à apprécier en utilisant cette phytase purifiée la quantité de phosphore phytique disponible dans des farines végétales d’origines diverses.

1. Dosage du phosphore inorganique (protocole à utiliser pour les points 2 et 3)

L’activité phytasique (de type phosphatase) libère de l’orthophosphate inorganique dosé par une méthode colorimétrique basée sur la formation d’un complexe chromogène de phosphovanadomolybdate (réaction de Misson). L’intensité de la réaction obtenue (dont l’absorbance est mesurée à 430 nm) est proportionnelle à la quantité de phosphore se trouvant dans la solution.

Il convient dans un premier temps de construire une courbe d’étalonnage utilisable pour le dosage du phospore d’origine phytique.

Solution de réactif prête à l’emploi:

· 200 mL d’une solution de molybate d’ammonium à 10% (dans de l’eau ultra-pure) + 200 mL d’une solution de métavanadate d’ammonium (2,35 g de métavanadate d’ammonium dans 7 mL d’acide nitrique concentré complété à 1l avec de l’eau ultra-pure) + 134 mL d’acide nitrique concentré ; le tout est ajusté à 1 l à l’aide d’eau ultra-pure. 
· Préparer des solutions de concentrations croissantes (0 ; 0,5 ; 1 ; 1,5 ; 2 ; 2,5 mM) de phosphate monopotassique à partir d’une solution mère à 5 mM préparée dans une solution tamponnée d’acétate de sodium (105 mL d’acide acétique 0,2M + 395 mL d’acétate de sodium 0,2 M ; pH ajusté à 5,6).

· Les essais consistent à mélanger 2 mL de solution à doser + 2 mL de réactif (l’à blanc est réalisé avec 2 mL de la solution tamponnée sans phosphate monopotassique + 2 mL de réactif). La réaction est stabilisée après 10 min d’incubation à température ambiante. La lecture d’absorbance est réalisée à 430 nm au spectrophotomètre.

Tracer la courbe d’étalonnage ainsi obtenue (Absorbance = f(qté de Pi par essai))

2. Mesures cinétiques de l’activité phytasique

Il s’agit de mesurer l’ordre de la réaction enzymatique ainsi que les paramètres cinétiques de vitesse initiale en conditions non limitantes en substrat (Phytate de sodium) en présence de MgCl2.

La solution de phytase est préparée en incubant 1g de poudre de préparation phytasique dans 50 mL d’une solution tamponnée d’acétate de sodium (105 mL d’acide acétique 0,2M + 395 mL d’acétate de sodium 0,2 M ; pH ajusté à 5,6) pendant 30 min, à 37°C sous agitation. Deux concentrations de solutions enzymatiques sont testées : dilution de la solution mère 1/500 (100 µl dans 50 mL de tampon acétate pH 5,6) et dilution 1/1000 (50 µl dans 50 mL de tampon acétate pH 5,6).

Le substrat consiste en une solution de Phytate de sodium à 5 mM dans le tampon acétate (pH 5,6). Prêt à l’emploi. 

La solution de MgCl2 favorisant l’activité enzymatique est préparée à la concentration de 100 mM dans le tampon acétate (pH 5,6). Prête à l’emploi.

L’essai consiste à préparer en duplicata pour les deux concentrations enzymatiques et pour cinq temps d’incubation (soit 20 tubes) le mélange suivant : 2 mL de solution tamponnée d’acétate de sodium pH 5,6 + 2 mL de substrat + 50 µl de la solution de MgCl2 + 1 mL de solution enzymatique.

L’incubation des essais est réalisée au bain-marie à 37°C. Les réactions sont stoppées par addition dans les tubes de 3 mL d’une solution d’acide trichloroacétique (TCA) à 20% (prête à l’emploi). L’arrêt de la réaction est programmée aux temps 0 min (ajout immédiat de TCA avant l’incubation), 10 min, 20 min, 30 min, 40 min.

A l’issue le phosphore libéré est dosé suivant la méthode décrite précédemment à partir de 2 mL de prélèvement (voir point 1).

Tracer les courbes représentatives de la cinétique enzymatique.

3. Appréciation des contenus en phosphore phytique dans différentes farines de graines

Des farines de graines valorisées en alimentation animale sont à disposition : farines de soja, de maïs, de blé, de tourteau de Colza.

La quantité de phosphore phytique présente dans ces farines est mesurée en appréciant la quantité de phosphore libérée après incubation des farines en présence d'une solution de phytase.

La libération enzymatique du phosphore phytique est obtenue en incubant pendant 30 min à 37°C, sous agitation 1g de farine dans 5 mL de la solution phytasique non diluée préparée précédemment (voir point 2). Un contrôle est réalisé en incubant 1 g de farine dans la solution tamponnée sans phytase.

A l’issue de l’incubation, les préparations sont centrifugées (10 min 5000 rpm), le surnageant recueilli. A 2 mL du surnageant est rajouté 2 mL de réactif pour doser le Pi libéré (voir point 1). Avant lecture de l’absorbance à 430 nm, une centrifugation du milieu réactionnel est nécessaire.

Apprécier les quantités de phosphate inorganique libérées et les teneurs en phytates des différentes farines examinées. Comparer. Discuter.



