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RESUME 
 
 
 
La chitine et le chitosane sont des biopolyméres présentant un grand intérêt pour 

la recherche en ce qui concerne la chélation des ions métalliques et leurs 

applications en tant que complexes polymère-métal. 

Le but de ce travail est de synthétiser et caractériser le complexe chitosane-cuivre 

tout en étudiant l’effet de la structure du complexe, en variant le rapport molaire 

(unité glucosamine : cuivre) sur son activité antibactérienne contre salmonella 

enteritidis. 

Cette étude décrit l’extraction de la chitine à partir des carapaces des crevettes 

rouges et sa conversion en chitosane. Ces biomatériaux ont été caractérisés par 

spectrométrie IR, diffraction des rayons X (DRX), et par analyse élémentaire. Le 

degré de désacétylation de la chitine et du chitosane sont respectivement 78.31% 

et 85.94%. 

On a procédé à la préparation de sept complexes chitosane-cuivre avec différent 

contenu en cuivre. Ces complexes ont été caractérisés par la spectrométrie IR, 

spectrophotométrie UV-VIS, analyse élémentaire, diffraction des rayons X et par la 

spectrométrie d’absorption atomique (SAA). SAA a confirmé qu’ils se sont formés 

dans des rapports molaires (unité glucosamine : cuivre) de 6:1, 4:1, 3:1, 1:0.4, 

1:0.8, 1:0.9, 1:1, six structures correspondantes aux différents rapports de 

chélation ont été proposées.    

L’activité antibactérienne, in vitro, de ces complexes a été évaluée qualitativement 

et quantitativement. Le taux d’inhibition la concentration d’inhibition minimale 

(CIM) et la concentration bactéricide minimale (CBM) de ces complexes ont été 

déterminées et comparées avec ceux du chitosane. 

Tous les résultats ont montré que les complexes chitosane-cuivre, spécialement 

ceux de rapport molaire autour ou égal à 1 :1, sont des candidats potentiels en 

tant que nouveaux agents antibactériens qui peuvent être utilisé dans la protection 

de l’environnement et la santé humaine contre  salmonella enteritidis. 

 

 

 

ABSTRACT 



 

 

Chitin and chitosan are biopolymers of great interest to research concerning their 

chelating power to metal ions and their applications as polymer- metal complexes. 

 

The aim of this work is synthesize and characterization of the chitosan-Cu(II) 

complex and the study of  the complex structure effect, by varying the molar ratio 

glucosamine unit: copper, on its antibacterial activity against salmonella enteritidis. 

    

This study describes the extraction of chitin from red shrimp shell and its 

convertion into chitosan. These biomaterials were characterized by spectroscopy 

FT-IR, X-ray diffraction (XRD), and elemental analysis. The degree of 

deacetylation of chitin and chitosan were 78.31% and 85.94%, respectively. 

 

Seven chitosan–copper complexes with different copper concentrations were 

prepared and characterized by FT-IR, UV-VIS, X-ray diffraction (XRD), elemental 

analysis and atomic adsorption spectrometry (AAS). AAS confirms that they were 

of a molar ratio (glucosamine unit : copper) of 6:1, 4:1, 3:1, 1:0.4, 1:0.8, 1:0.9, 1:1, 

six possible structures corresponding to different chelate ratios were proposed.  

 

In vitro qualitative and quantitative tests were carried out. Inhibition rate, the 

minimum inhibitory concentration (MIC) and the minimum bactericidal 

concentration (MBC) of these complexes were evaluated and compared with 

chitosan antibacterial activity.  

 

All results have shown that chitosane-copper complex, in particular the 

approximately or 1:1 chitosan-copper complex, are potential candidates as new 

antibacterial agents which can be used against salmonella enteritidis.    
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INTRODUCTION 

 

 

           L’utilisation quotidienne des produits antibactériens a pris son rôle dans la 

santé humaine et dans l’environnement à travers leur utilisation comme des 

médicaments [1]. Cependant, la résistance aux effets des antimicrobiens est un 

sérieux problème. 

Ce problème, souvent appelé « résistance aux antimicrobiens » ou RAM, coûte 

des vies et de l’argent et menace notre capacité à traiter les infections chez les 

humains et chez les animaux. [2] 

 

           Une bactérie peut acquérir une résistance aux antimicrobiens quand une 

mutation génétique se produit dans l’organisme ou lorsqu’elle acquiert des gènes 

de résistance existants dans un autre organisme. [2] 

La résistance aux antibiotiques des bactéries à gram négatif concerne de 

nombreuses bactéries et recouvre un ensemble hétérogène aussi bien dans ses 

mécanismes de résistance et sa sélection que son potentiel de dissémination. [3] 

 

           Les céphalosporines, les fluoroquinolones et les cotrimoxazoles sont des 

antibiotiques de choix dans le traitement des infections invasives de salmonelles 

chez les enfants. Les études récentes rapportent l’émergence de salmonelles 

résistantes aux céphalosporines à spectre large. Cependant, la dissémination de 

telles souches peut avoir de sérieuses conséquences cliniques. [3]  

 

           La solution disponible actuellement contre le développement de la 

résistance antimicrobienne des salmonelles est d’utiliser des médicaments 

différents, souvent nouveaux, pour traiter leurs effets.  
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           Dans ce sens, l’exploitation de nouvelles sources naturelles, à partir des 

résidus alimentaires frais, peut fournir une solution efficace à ce problème. 

La priorité est réservée aux produits qui réduisent le nombre de décès et évitent 

les effets secondaires et négatifs sur la santé humaine. [1]  

 

           Le chitosane est un biopolymère non toxique et non allergique, il est 

caractérisé par sa biocompatibilité, biodégradabilité, bioactivité [4], à coté de son 

activité antibactérienne, fungistatique, et anti-tumeur. [5] 

C’est un dérivé partiellement ou totalement désacétylé de la chitine : un 

polysaccharide biodégradable fournit surtout par les carapaces d'invertébrés 

marins. La chitine est le deuxième polymère le plus abondant dans la nature après 

la cellulose. [6] 

 

           Les caractéristiques physiologiques et biologiques uniques du chitosane lui 

offre un grand potentiel dans plusieurs industries comme agent antibactérien. [4,5] 

Cependant, le chitosane est bactéricide uniquement dans certaines conditions. 

Des études récentes ont montré que le chitosane avec un faible poids moléculaire, 

dans la gamme de 5 à 10 KDalton, a une meilleure activité bactéricide et 

biologique quand on le compare au chitosane à poids moléculaire élevé. [7-9]  

Cela est dû à la faible solubilité du chitosane de haut poids moléculaire dans les 

solutions aqueuses à pH neutre. [10]   

  

D’autre part, grâce à la teneur élevé en azote, le chitosane a une grande capacité 

à réagir avec les ions métalliques par, en fonction du pH, formation de chélates ou 

par interactions électrostatiques. [11] 

 

           La liaison de coordination, établit entre les groupements fonctionnels du 

chitosane et les ions métalliques, affaiblit les liaisons qui entourent le site de 

coordination et cause quelques points faibles dans la chaîne du chitosane ce qui 

peut conduire à sa dégradation. [12]   

 

           Ces informations nous conduisent à penser que l’association des 

influences bactériostatiques du chitosane et du cuivre, en plus de la possibilité de 

la diminution du poids moléculaire du chitosane par compléxation des ions de 
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cuivre, peut conduire à un produit encore plus puissant contre la Salmonelle 

enteritidis. Sachant que le cuivre métallique et les ions de cuivre ont une activité 

antibactérienne contre les bactéries les plus nuisibles [13].  

 

           L’interaction entre le chitosane et le cuivre à été largement évaluée dans la 

littérature en étudiant son adsorption sur le chitosane [14,15] ou la 

préconcentration / séparation des ions métalliques [16-18].  

Le chitosane montre une affinité exceptionnelle envers le cuivre, traduite par un 

taux d’adsorption élevé par rapport aux autres métaux. [19] 

 

           Plusieurs travaux ont étudié la formation du complexe chitosane-Cu (II) 

[12,20,21], quelques études ont eu comme objectif l’évaluation de l’activité 

antibactérienne de ces complexes et la corrélation structure-activité 

antibactérienne. [22,23] 

 

           Dans le but d’étudier l’effet de la liaison de coordination, et donc la 

structure des complexes chitosan-Cu (II), sur l’activité antibactérienne du 

chitosane de haut poids moléculaire contre S. enteritidis, on a procédé :  

 

-à l’extraction de la chitine à partir des carapaces des crevettes rouges (au niveau 

de l’ANRH, Soumaa),  

 

-à sa conversion en chitosane, puis à la formation de sept complexes de différents 

rapports molaires (cuivre : unité glucosamine), de 1 : 1 ; 1 : 2 ; 1 : 3 ;  

1 : 4 ; 2 :1 ; 3 : 1 ; et 4 : 1 (au niveau du laboratoire de chimie physique 

moléculaire et macromoléculaire de l’université de Blida), 

 

- et finalement à l’évaluation de leur activité antibactérienne contre S. enteritidis 

(entreprise au niveau du laboratoire d’hygiène de la wilaya de Blida). 
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CHAPITRE 1 

LA CHITINE ET LE CHITOSANE 

 

 

 

1.1.  Introduction :  

 

           Les biopolymères sont des composés produits dans la nature par les 

organismes vivants et les plantes. Ils sont éventuellement dégradés et réabsorbés 

dans la nature après avoir participé dans le biocycle naturel. Les biopolymères les 

plus connus sont l’amidon et les polysaccharides tel que la cellulose et la chitine. 

[24] 

 

           Les polysaccharides sont largement distribués dans la nature avec des 

propriétés et des structures moléculaire très variées. Ces structures ont eu, 

auparavant, une considération moins importante que les autres polymères 

naturels tels que les protéines et les acides nucléiques vu les fonctions 

biologiques de ces derniers.  

Cependant, les polysaccharides attirent une attention de plus en plus croissante 

grâce à leurs activités biologiques et propriétés physicochimiques avec des 

structures et des caractéristiques uniques qui sont tout à fait différentes de celles 

des polymères synthétiques. [25]  

 

           La chitine est un aminopolysaccharide linéaire abondant dans la nature. Il 

est  formé d'unités  N-acétyl-glucosamines liées entres elles par des liens 

glycosidiques de type β-1,4 [4]. Sa structure est similaire à celle de la cellulose, 

elle a des groupements acétamides NHCO-CH3 dans la position C2 à la place de 

groupements hydroxyles présents dans la cellulose (figure 1.1). [26] 

 

          Le terme chitosane (parfois dit chitosan [27]), loin de répondre à une seule 

et unique structure chimique bien définie, s’adresse à toute une famille de 
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copolymères composés de deux types de monoméres (figure 1.2 [28]) : 

monomère N-acétyl-D-glucosamine qui est l’unité de la chitine et le monomère N-

glucosamine qui est l’unité de chitosane en proportions variables [27,19]. 

En général, quand le nombre des unités glucosamines est moins que 60%, le 

biopolymère est appelé chitine. Inversement, quand le nombre des unité N-

glucosamine est plus élevé que 60% le terme chitosane est utilisé. [29]  

 

           L’intérêt principal dans le chitosane dérive de sa nature cationique dans les 

solutions d’acides dilués, ce qui lui offre des propriétés uniques par rapport aux 

autres polysaccharides qui sont habituellement neutres ou négativement chargés. 

[19] 

En plus de sa charge positive, sa non-toxicité, biocompatibilité et biodégradabilité,  

le chitosane est un produit de viscosité différente et facilement modifiable 

chimiquement [30]. Il peut être produit sous plusieurs formes : billes, flocons, 

poudre, pâte, film, fibre, membrane….etc. [27].  
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Figure 1.1 : La structure chimique de (a) la chitine, (b) le chitosane et (c) la 

cellulose [26] 
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1.2.  Histoire de la chitine et du chitosane :  

 

           En 1811, le professeur Henri Braconnot, directeur du jardin biologique à 

Nancy, France, isole un produit fibreux à partir de certains champignons. Il  

observe que cette substance n’est pas soluble dans les solutions aqueuses 

acides, par exemple l’acide sulfurique.   

Une décennie plus tard, la même substance est trouvée dans certains insectes. 

Ojear (parfois dit Odier) en 1823 la nomme « Chitine » (du grec Khiton qui signifie 

enveloppe). [26] 

 

           Le chitosan est isolé et identifié pour la première fois sous le nom de  

« chitine modifiée » en 1859 par le professeur C. Rouget qui, après avoir soumis 

la chitine à un traitement alcalin sous reflux avec une solution concentrée 

d’hydroxyde de potassium [26,27], trouve que le produit ainsi obtenu possède des 

caractéristiques physico-chimiques bien différentes du polymère naturel dont il est 

issu. Contrairement à la chitine, ce produit est soluble dans les solutions acides. 

[10,26,27]  

 

           Trente-cinq ans plus tard, en 1894, Hoppe-Seyler décrit une procédure 

permettant d’obtenir, par chauffage à 180°C, la chi tine d’origine animale (carapace 

de crabes, scorpions et araignées). Il trouve un produit soluble dans l’acide 

acétique dilué, qu’il n’identifie pas comme étant la « chitine modifiée » découverte 

par Rouget et crée alors le terme chitosane. [26,27]  

En 1878, Ledderhose propose que la chitine se compose de glucosamine et 

d’acide acétique. [26]  

En 1934, une procédure de fabrication de chitosane à partir de son parent naturel, 

la chitine, est décrite par Rigby dans un brevet. [27]  

Durant les années 1930 et 1940, ces polymères de glucosamine reçoivent 

beaucoup d’intérêt dans l’extrême orient, principalement pour leurs applications 

dans les champs de médecine et dans la purification de l’eau. [26]  

 

           Depuis le milieu des années 1960, un nombre considérable des recherches 

sur la chitine et le chitosane proviennent de l’Asie, principalement le japon.  
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Le but, à l’époque, était de mieux comprendre ce matériau et de découvrir la 

totalité du spectre de la recherche concernant le chitosane, à partir de la meilleure 

méthode de production et de purification, la dérivation chimique jusqu’à la myriade 

d’applications. Grâce aux applications biomédicales, les efforts de recherches sont 

devenus plus rationnels et concentrés dans ce domaine. C’est une conséquence 

de la nature spéciale des applications biomédicales de ce matériau. [10,31]  

Durant les années 1970, l’intérêt de ces bio-macromolécules a été vivement 

renouvelé en découvrant ses propriétés adsorbantes envers les métaux [32] et en 

organisant la première conférence Chitine-Chitosane au Etats-Unis en 1977.   

Le travail novateur de Muzzarelli pendant les années quatre vingt a fortement 

avancé notre compréhension de ces matières.  

 

           Actuellement, il est connu que la chitine et le chitosane (collectivement 

appelé les substances chitineuses) sont des sources renouvelables que l’on peut 

trouver en abondance dans la nature. Ce fait a attiré plus d’intérêt pour le 

développement de nouvelles applications de ces simples substances. [26] 

 

1.3.  Source de la chitine et du chitosane:  

 

           La chitine est produite naturellement par biosynthèse, sa production est 

pratiquement inépuisable. Elle se trouve naturellement dans les téguments 

d'insectes, de nématodes et d'invertébrés marins. On en retrouve également dans 

la paroi cellulaire de certaines algues et dans les parois de champignons. [6]  

La principale source de chitine exploitée commercialement demeure néanmoins 

les carapaces d'invertébrés marins. Les arthropodes comptent plus d’un million 

d’espèces constituant une large source permanente de biomasse. [33,34]    

 

           Les carapaces d'invertébrés marins sont fournies en grandes quantités par 

l'industrie de la transformation alimentaire des crustacés. Pour ces industries, les 

téguments sont un véritable déchet et leur utilisation est une forme de 

revalorisation de la biomasse. 

Les champignons utilisés par l'industrie des fermentations sont une deuxième 

source de chitine exploitée commercialement. La chitine est extraite des parois 
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des microorganismes après leur utilisation en fermenteur. Il s'agit donc d'un autre 

exemple de revalorisation de la biomasse. [6]   

 

           La chitine se trouve dans les carapaces des crabes, crevettes et les 

homards (α-chitine) avec une proportion de 14% à 35% du poids sec des 

carapaces. Les carapaces des crustacés bivalves tels que les palourdes et les 

huîtres contiennent un pourcentage de chitine relativement bas (3-6%). Cette 

petite quantité de chitine est liée à une haute proportion de minéraux, ce qui rend 

l’extraction de la chitine à partir de cette source non rentable économiquement. 

 

           Les Céphalopodes tel que les calmars et les seiches contiennent jusqu’à 

40% de chitine (β-chitine) dans leurs colonnes vertébrales. L’extraction de la 

chitine à partir d’une telle source pure de chitine a l’avantage de ne pas exiger 

l’étape de déminéralisation pour éliminer le sel de calcium. Malheureusement, la 

colonne vertébrale du calmar ne représente que 1% de son poids total [35]. 

Le tableau 1.1 regroupe les principales sources de la chitine. 

 

Tableau 1.1: Pourcentage de la chitine dans ses principales sources naturelles. 

[26,34] 

   

La source Le pourcentage de chitine 

Champignon 5-20% 

Les vers 20-38% 

Les scorpions 30% 

Les araignées 38% 

Les cafards 35% 

Coléoptère de l’eau 37% 

Les crevettes 40% 

Le ver de soie 44% 

Le crabe ermite 69% 

Le crabe comestible 70% 
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           De son côté, le chitosane se retrouve naturellement en tant que composant 

de la paroi cellulaire interne de champignons tels que les zygomycètes, 

Phycomyces blakesleeanus et Mucor rouxii, dans la paroi de certaines algues 

vertes, et de façon temporaire dans la carapace d'arthropodes lors de leur mue. 

Néanmoins, la principale source du chitosane commercialisé demeure la chitine 

que l'on traite chimiquement par hydrolyse basique. [6,27]   

 

           Le chitosane produit par désacétylation de la chitine contient des 

groupements acétyles uniformément distribués le long de la chaîne du polymére. 

Par opposition, dans le chitosane présent dans les parois des champignons les 

résidus acétylés sont présents dans des clusters (groupes). [19]    

           La biosynthèse annuelle de la chitine d’origine marine est estimée à être de 

109 à 1011 tonnes. Ce qui la positionne en deuxième place derrière la cellulose. 

[24,25,36]   

           Les principaux producteurs de la chitine et du chitosane sont le Japon (qui 

fournit approximativement 90% du chitosane global du marché) [37] et les USA 

[35, 38,39]. L’Inde, la Chine, le Pakistan, la Norvège et l’Islande, entre autres, sont 

de nouveaux producteurs de chitine et de chitosane. [38]   

 

1.4.  Production de la chitine et du chitosane :  

 

           Quelque soit la source de la chitine, la matière première doit être traitée 

dés que possible après son obtention pour limiter la dégradation microbiologique 

et enzymatique qui réduit le rendement en chitine. [35]  

 

           Suivant la source exploitée, la chitine est produite par deux méthodes : la 

méthode chimique traditionnelle et les méthodes biologiques.  

 

1.4.1.  La méthode chimique traditionnelle :  

 

           L’extraction de la chitine et du chitosane en utilisant la méthode chimique 

traditionnelle s’effectue par une succession d’étapes chimiques.  
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           La première étape est de broyer finement les carapaces des crevettes ou 

des crabes, la source principale de la chitine. 

Dans la deuxième étape, les carapaces finement broyées sont traitées par une 

solution aqueuse de NaOH 3-5% pour éviter la contamination de la chitine par les 

protéines en les éliminant, c’est la déprotéinisation (DP).  

Les carapaces déprotéinisées sont par la suite déminéralisées, c’est l’étape de la 

déminéralisation (DM). Le calcium est éliminé en traitant les carapaces 

déprotéinisées par une solution aqueuse d’HCl 3-5%. Le produit légèrement rose 

obtenu est la chitine [10,40]. 

Les pigments caroténoïdes sont extraits par certains solvants tels que l’huile 

comestible à 60°C [35], l’acétone [41] ou le propan ol [42].  

 

           Pour obtenir le chitosane, la chitine est traitée par une solution aqueuse de 

NaOH 40-45% à haute température. C’est la désacétylation (DSA). Le processus 

de désacétylation implique l’élimination des groupements acétyles de la chaîne 

moléculaire de la chitine en laissant des groupements amines à leurs places. 

[10,38]    

 

           La désacétylation homogène implique le traitement sous vide de la chitine 

par une solution de NaOH. Cela a pour but de dégager l’air présent entre les 

particules de la chitine et pour accélérer et assurer la diffusion homogène du 

NaOH.  

Cette condition produit une homogénéité de désacétylation (distribution des 

groupements amines) dans le chitosane [43].  

          En fonction de l’origine et du processus de fabrication, le chitosane obtenu 

peut avoir des propriétés et des compositions différentes. [24,44]   

La production de la chitine et du chitosane en utilisant la méthode chimique 

traditionnelle est schématisée dans la figure 1.3. [26] 



 23 

 

Figure 1.3 : Schémas des principales étapes d’extraction de la chitine et sa 

conversion en chitosane [26] 

 
1.4.2.  Les méthodes biologiques :  

 

           De nouvelles méthodes biologiques pour extraire la chitine ont été mises au 

point. Ces méthodes produisent une chitine dans des conditions opératoires plus 

douces et avec des caractéristiques plus compatibles que ceux de la chitine 

produite par la méthode traditionnelle.   

 

           Ces nouvelles méthodes sont réalisées par voie enzymatique en cultivant 

des bactéries protéolytiques sur les surfaces des carapaces pour la dégradation 

des protéines.  

Parmi une série d’enzymes testés, la chymotrypsine s’est avéré être la plus 

efficace pour accomplir un degré de déprotéinisation semblable à celui de la 

méthode chimique. [35]   

 

           La fermentation avec l’acide lactique peut être aussi utilisée comme  

méthode biologique d’extraction de la chitine [6]. C’est un processus de 
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fermentation contrôlé dans lequel l’acide lactique produit va dissoudre les 

carbonates de calcium contenu dans les carapaces. Une matière liquide est 

produite à partir de laquelle les protéines, la chitine, et les pigments sont obtenus. 

 

           Le chitosane peut être préparé biologiquement à partir de la chitine en 

utilisant des méthodes enzymatiques ou la fermentation.  

 

1.5.  Facteurs affectant la production du chitosane : 

 

1.5.1.  Effet des conditions de traitement lors de l’isolation de la chitine:  

 

           W. A. Bough et al [45] ont produit dix chitosanes à partir des carapaces des 

crevettes en utilisant différentes conditions opératoires. Les conditions testés 

sont : la déprotéinisation alcaline contre la déprotéinisation enzymatique, la 

déminéralisation acide contre aucun traitement. 

 

           La déprotéinisation alcaline ou enzymatique n’a pas affecté le contenu du 

chitosane en azote, cependant, la viscosité du chitosane obtenu par hydrolyse 

enzymatique est réduite. 

Quelques différences de viscosité sont observées entre les produits déminéralisés 

et les produits non déminéralisés, une différence importante dans la distribution du 

poids moléculaire dans ces produits est évidente.   

La fermentation avec l’acide lactique est utilisée pour l’extraction de la chitine des 

crevettes roses. Ce processus élimine 690 g.kg-1 de matière inorganique, 490 

g.kg-1 de protéine et 540 g.kg-1 de lipides à l’échelle du laboratoire.   

Les propriétés fonctionnelles de la chitine, le poids moléculaire et le degré de 

désacétylation du chitosane sont similaires à ceux de la chitine et du chitosane 

obtenus chimiquement. [45]   

 

           En dépit de l’extraction incomplète de la chitine, ce processus biologique 

d’extraction de la chitine peut être utilisé pour produire de la chitine et du 

chitosane dans des conditions qui respectent la protection de l’environnement. 

[46]   
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1.5.2.  Effet du processus de désacétylation :  

 

           Dans le but d’étudier l’effet du processus de désacétylation sur les 

propriétés du chitosane, A. Tolaimate et al [33] ont converti la chitine en chitosane 

suivant deux procédés.  

 

           Dans le premier (procédé de Broussignac, KOH alcoolique) ils ont utilisé un 

mélange d’hydroxyde de potassium solide (KOH) (50%), éthanol 90%  

(25%) et le monoéthylène glycol (25%), qui est un milieu de réaction presque 

anhydre. 

L’autre méthode de désacétylation (procédé de Kurita, NaOH aqueux) consiste à 

mettre la chitine dans une solution d’hydroxyde de sodium (NaOH)  

(50% poids / volume) sous azote et sous agitation. 

Le borohydrure de sodium NaBH4 et le thiophènol sont ajoutés au milieu  

réactionnel pour éviter la dégradation du polymère.  

 

           Dans le cas de β-chitine des calmars, en comparaison avec le procédé de 

Broussignac, le procédé de Kurita a conduit à un chitosane de poids moléculaire 

élevé et de degré de désacétylation élevé sous des conditions de réaction 

modérées (NaOH 40%, T 80°C).  

 

           Cependant, quand la α- chitine des carapaces de crustacés est 

désacétylée, l’effet inverse est observé. Le procédé de Broussignac présente 

l’avantage d’avoir du chitosane de meilleur qualité (un poids moléculaire élevé et 

un degré de désacétylation élevé) en une seule étape d’une courte durée (2h pour 

les crevettes et 7-8 h pour les crabes araignées). [33] 

 

1.5.3.  Effet de l’ajout d’additifs dans le milieu réactionnel :  

 

           Les donnés fournis par la littérature montrent que l’ajout du borohydride de 

sodium (NaBH4), un agent réducteur [47],  au milieu réactionnel évite l’oxydation 

du produit et assure une action protectrice contre la dégradation de la chaîne 

polymérique. [33,48]  
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           Quand la réaction de désacétylation est réalisée en présence de NaBH4, le 

chitosane obtenu à partrir de l’α-chitine (crevette) ou β-chitine (calmars) est 

différent de celui préparé sans NaBH4 par sa couleur blanche et son poids 

moléculaire élevé. [49] 

 

           Le thiophènol, qui n’est pas un agent réducteur, est mentionné comme 

étant efficace pour minimiser la dégradation du polymère durant la désacétylation 

avec une solution aqueuse de NaOH. [33,50]   

 

           La désacétylation mené sans aucun additif produit un chitosane qui est 

légèrement plus désacétylé mais avec une sévère dépolymérisation. [47] 

 

1.5.4.  Effet de l’atmosphère :  

 

          L’opération sous un gaz inerte (azote ou argon) durant la réaction de 

désacétylation résulte en un chitosane plus cristallin [49] ayant une viscosité élevé  

que celui préparé sous air atmosphérique. Ce qui n’est pas toujours désirable.  

Elle permet de réduire la  modification du poids moléculaire causé par les 

mécanismes d’oxydation lors de l’opération sous air [51].   

L’effet dégradatif de l’air est beaucoup plus prononcé pour les carapaces de taille 

de 1mm. [45]  

 

1.5.5.  Effet de la concentration de NaOH, le temps  et la température de la  

désacétylation :  

 

           C-H. Chen  et al [52] ont étudié l’effet de la température, le temps de 

désacétylation, et de la concentration de NaOH sur le degré de désacétylation 

(DD) du chitosane.  

Les résultats ont montrés que la valeur du DD augmente avec l’augmentation de 

la concentration de NaOH, le temps et la température de la désacétylation.  

 

           U. Chinadit et al [53] ont étudié l’effet des conditions de désacétylation sur 

le chitosane produit. Ils ont utilisé une solution de NaOH 50% à plusieurs hautes 
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températures 70°C, 80°C et 90°C pendant 3 à 5 h et même à température 

ambiante pour 3 à 7 jours. 

Ils ont trouvé qu’à température élevée, le chitosane produit est obtenu avec un 

degré de désacétylation entre 66.23% et 87.6%. 

Pour le traitement à température ambiante pendant 3 jours, le chitosane produit 

est obtenu avec un degré de désacétylation entre 72.00% et 73.00%. [53]  

 

1.5.6.  Effet de la provenance :  

 

           La source influe sur le poids moléculaire viscosimétrique du chitosane, sur 

l’évolution de la réaction de désacétylation de la chitine et sur le degré de 

désacétylation du chitosane produit. 

 

           Des chitines de différentes sources ont été soumises, par A. Tolaimate et al 

[33], à des réactions de désacétylation suivant le processus de Broussignac.  

La durée minimale nécessaire pour obtenir un produit soluble dans l’acide 

acétique 5% dépend de la source de la chitine employée.   

Un temps de réaction de 1h est suffisant dans le cas de β-chitine des calmars. 

Dans le cas de α-chitine le temps minimal est autour de 3 à 4 h pour la chitine des 

crevettes roses et des seiches. 

Pour les homards, les crabes rouges, et les crabes araignées le produit soluble 

dans l’acide acétique 5% n’est obtenu qu’à partir de 6 ou 7 h de traitement. 

 

1.6.  Les propriétés physico-chimiques de la chitin e et du chitosane :  

 

           La chitine est un matériau blanc, dur avec une structure inélastique de 

poids moléculaire élevé [10], de stoichiométrie (C8H13NO5)n , elle contient 6.9% 

d’azote [41]. La chitine brute extraite à partir de ses sources naturelles contient 

environs 10% de groupes amines libres. [54]   

Le chitosane est un amine primaire de stoichiométrie (C6H11NO4) n, il contient 

8.7% d’azote. [41]   

 

          Les principaux paramètres caractéristiques de la chitine et de son dérivé le 

chitosane sont la fraction désacétylée, le poids moléculaire, la cristallinité et la 
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solubilité. Ces paramètres influent les propriétés physico-chimiques du chitosane 

et peuvent être ajustés selon l’application pour laquelle il est préparé. [55]  

 

1.6.1.  Le degré de désacétylation (DD) :  

 

1.6.1.1.  Définition :  

 

           Le chitosane et la chitine sont tout les deux des copolymères de même 

structure chimique globale et ne se distinguent que par la proportion relative des 

unités acétyl glucosamine et glucosamine les constituant. Le degré d’acétylation 

(DA) est définie comme étant la fraction molaire des unités acétylées (unité acétyl 

glucosamine). Le degré de désacétylation (DD) est définie comme étant la fraction 

molaire des unités désacétylées (unité glucosamine). [43]  

DA et DD sont relié par l’équation (1) [28] : 

 

DD=1-DA           (eq 1.1) 

  

           Ce paramètre influe sur toutes les propriétés physico-chimiques (poids 

moléculaire, viscosité, solubilité...) du chitosane et apparaît donc comme le plus 

important paramètre puisqu’il peut influé la performance du chitosane dans ces 

applications. [35 37,38]  

Le degré de désacétylation peut être augmenté en utilisant des additifs ou en 

opérant sous azote ou argon. [57]  

 

1.6.1.2.  Détermination du degré de désacétylation : 

 

           La détermination du DD est devenu l’une des analyses de routine lors de 

l’extraction de la chitine et la préparation du chitosane. [38, 58] 

   

Une telle méthode doit être rapide, précise et de préférence ne nécessite aucune 

courbe d’étalonnage obtenu par d’autres méthodes et ne fait appel à aucune 

solution étalon de DD connu. [58,59,60] 
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           Plusieurs méthodes ont été proposées tel que le titrage potentiométrique 

(ou volumétrique), la spectrométrie infrarouge (IR), la spectrophotométrie 

ultraviolet -visible (UV-VIS), l’analyse élémentaire, et la résonance magnétique 

nucléaire (RMN). Malheureusement, ces techniques montrent souvent des 

contradictions considérables dans les valeurs obtenues de DD. [58]   

 

           Le DD ne peut pas être déterminé uniquement par l’une des méthodes qui 

exige la masse exacte de l’échantillon, tel que la première dérivée du spectre UV, 

principalement à cause de l’interférence causé par les impuretés présentes dans 

l’échantillon. 

 

          Ces méthodes, qui ne sont valables que pour des échantillons bien purifiés, 

peuvent être employées avec le recours à d’autres méthodes plus précises tel que 

la RMN du proton. [43]  

 

1.6.1.2.1.  Détermination du DD par la RMN du proto n:  

 

           Toutes les techniques à l’exception de la RMN, exigent le poids exact du 

chitosane. Par conséquence, l’humidité doit être éliminée avec soin et la pureté 

des échantillons doit être déterminée séparément. Beaucoup de techniques non 

RMN sont inexactes, longues ou compliquées.  

Par conséquence, ce n’est pas surprenant que la RMN du proton soit reconnu 

comme une méthode de choix pour la détermination du DD de chitosane 

puisqu’elle ne nécessite pas l’étalonnage de l’appareil. 

 

           Dans la méthode RMN, il n’est pas nécessaire de connaître exactement la 

quantité de chitosane utilisée et la pureté de l’échantillon ne doit pas être 

forcément déterminée puisque le pic de l’impureté ne chevauche pas avec ceux 

utilisés dans la détermination du DD. [58]  

 

           Cette technique s’est avéré être précise et exacte pour la quantification des 

produits de haut DD [58,59] qui est toujours difficile à déterminer avec les 

méthodes conventionnelles tel que la spectrométrie infrarouge à transformée de 
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Fourier (IRTF) ou le titrage potentiométrique [58]. Ce qui lui a permis d’être utilisée 

à l’échelle industrielle. [59]   

 

           L’importance de la RMN du proton dans la détermination du DD de 

chitosane est aussi démontrée par le fait que la valeur du DD donnée par cette 

méthode est une valeur de référence pour les autres méthodes. [59]   

La méthode RMN du proton en phase liquide est une méthode logique puisque le 

DD peut être déterminé en utilisant différentes combinaisons de pics, elle n’est 

limitée que par le taux de solubilité du chitosane qui dépend du DD et de son 

poids moléculaire. [58, 61]   

 

1.6.1.2.2.  Détermination du DD par RMN de l’état  solide (RMN du 13C): 

 

           Parmi les techniques proposées pour la détermination du DD, la RMN du 
13C est l’une des plus puissantes techniques qui permet une détermination directe 

du DD des produits solubles et insolubles et n’exige aucune préparation spécifique 

de l’échantillon. [52,62]  

A présent, la spectrométrie RMN du 13C à l’état solide n’est pas encore largement 

disponible dans la plupart de laboratoires. Les résultats obtenus par cette 

technique sur les échantillons sélectionnés peuvent être utilisées pour étalonner 

des techniques moins chères et plus disponibles tel que la spectrométrie IRTF. 

[62] 

 

1.6.1.2.3.  Détermination du DD par IRTF :  

 

           La spectrométrie IR est la technique la plus répandue dans la détermination 

du DD. [57,63]  

Cette méthode est assez rapide, elle est utilisée pour du chitosane à l’état solide 

(on a pas à dissoudre l’échantillon) sous forme de pastille de KBr [58], ou pour 

plus de précision sous forme de film. [64]   

 

           Pendant les deux dernières décennies, des améliorations dans la technique 

IR ont été proposés en faisant appel à d’autres bandes d’absorption et /ou de 

nouvelles lignes de base pour la détermination du DD.  
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L’utilisation de la bande amide I (1655cm-1) combinée à celle des groupements 

hydroxyles (3450cm-1) comme une référence semble avoir les meilleurs résultats. 

[24,58]   

 

           Des équations empiriques pour calculer le DD du chitosane en utilisant ces 

deux bandes avec différentes lignes de bases ont été proposées (tableau 1.2). 

 

Tableau 1. 2 : Les formules utilisées dans la détermination du DD du chitosane 

 

La formule référence 

 

DD=97.67-[26.486 (A1655/A3450)] 

 

 I. S. Lima et al [57] 

 

 

DA= (A1655/A3450) x 115 

 

W. L. Teng et al [65] 

 

 

 

DD= 100 x (1-(A1655/A3450)/1.33) 

 

Y. Zhang et al [43]  

K. V. Harish Prashanth et al [50] 

A.B. Vishu Kumara et al [66] 

 

 

DD=87.8-[3(A1655/A3450)] 

 

M. Fernandez Cerveraa et al [67] 

 

 

A1320/A1420 = 0.3822+0.03133 x DA 

 

N. Q. Hien et al [68] 

 

 

 

1.6.1.2.4.  Détermination du DD par titrage potenti ométrique :  

 

           La détermination du DD par titrage potentiométrique est l’une des 

méthodes les plus simples pour la détermination du DD [69]. Les équipements et 
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les réactifs demandés sont aisément disponible dans n’importe laboratoire de 

chimie.  

Dans cette méthode, le chitosane est dissous dans une solution diluée d’acide 

chlorhydrique et titrée potentiométriquement par une solution d’hydroxyde de 

sodium [33,69], de préférence sous azote pour éviter la dégradation du polymère. 

[70] 

 

           Le titrage résulte en une courbe de titrage de deux points d’inflexion. Le 

premier et le deuxième point d’inflexion, notés 1 et 2  (figure 1.4), sont des points 

d’équivalence du titrage de l’acide hydrochlorique en excès et le titrage du 

chitosane protoné, respectivement.  

 

 

Figure 1.4 : La courbe de titrage dans la méthode de Broussignac [69] 

 

           La différence entre les deux points d’inflexion le long de l'abscisse 

correspond à la quantité d’acide consommée pour la protonation des groupements 

amines du chitosane. [33,69,70,71,72]     

 

1.6.1.2.5.  Détermination du DD par analyse élément aire :  

 

L’analyse élémentaire est une technique très employée pour la détermination du 

DD. Deux formules sont disponibles dans la littérature pour ce but : 

 

                                                              C/N – 5.145 
                                DD = (1-    ) x 100 (eq 1.2)                                      
                                                              6.816-5.145 
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Où C/N est le rapport entre les pourcentages en carbone et en azote [69]   

DA (%)= [(8,695-%N)/1,799] x100                (eq 1.3) 

Où 8.695 est le pourcentage d’azote dans le chitosane complètement désacétylé. 

1.799 est la différence entre 8.695 et 6.896 qui est le pourcentage d’azote dans la 

chitine complètement acétylée. [73,74] 

 

1.6.1.2.6.  Détermination du DD par la diffraction des rayons X (DRX) :  

 

           La détermination du DD par la diffraction des rayons X des poudres 

(méthode de l’indice de cristallinité (ICr020)) présente plusieurs avantages dont le 

plus important est la non destruction du produit.  

Les traces d’impuretés tel que NaOH et NaCl présentent dans l’échantillon ne 

peuvent pas interférer avec la détermination du DD puisque, généralement, 

l’impureté ne peut pas être détecté par la DRX si elle ne dépasse pas 3% du poids 

total.  

           Y. Zhang et al [43] ont évalué la relation entre l’état cristallin du chitosane 

et son DD en analysant les diffractogrammes DRX de plusieurs chitosanes. 

En étudiant la variation de l’indice de cristallinité (ICr) en fonction du DD, les 

auteurs ont trouvé que ICr diminue linéairement avec l’augmentation du DD.  

Cette relation linéaire entre CrI et DD suggère la possibilité de la détermination du 

DD des macromolécules tel que la chitine et le chitosane par DRX. 

 

1.6.2.  La viscosité et le poids moléculaire :  

 

           La chitine et le chitosane représentent une longue chaîne ayant une masse 

moléculaire supérieur à plusieurs millions de Dalton [27,75] entre 1.03x 106 et 

2.5x106 Da. 

La réaction de désacétylation est responsable de la réduction du poids 

moléculaire du chitosane entre 1x105 et 5x105 [5] (entre 1.5x105 et 6x105 [26]). 
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           La viscosimètrie capillaire est la technique la plus utilisée pour la 

détermination du poids moléculaire du chitosane. Elle est  très simple : le temps 

que prend une solution de polymère avec un certain volume pour passer à travers 

un capillaire fin est comparé au temps de passage du solvant à travers le même 

capillaire. Les deux temps de reflux (tsolution et tsolvant ) sont proportionnels à la 

viscosité (ηsolution et η solvant ), et inversement proportionnels à la densité. [76]     

La viscosité relative (ηrel ) est un simple rapport des temps d’écoulement : 

 

ηrel  = ηsolution / η solvant  = tsolution / tsolvant             (eq 1.4) 

 

           On définit aussi la "viscosité spécifique (ηsp )" comme étant le changement 

fractionnel de la viscosité lors de l’ajout du polymère. 

La viscosité réduite (ηred ) est la variation de viscosité spécifique par unité de 

concentration du polymère. 

Elle est définit par l’équation : 

ηred = ηsp / C                             (eq 1.5) 

 

ηrel et  ηred sont dépendantes de la concentration du polymère, donc pour extraire 

les propriétés intrinsèques de la chaîne du polymère, ces deux fonctions doivent 

être extrapolées à zéro. Quand la concentration du polymère est donnée en g/dl, 

la viscosité intrinsèque [η] sera donnée en dl/g.       

 

Le poids moléculaire du polymère est calculé par l’équation de Mark-Houwink 

 

[η] = KMa                             (eq 1.6) 

 

Avec: K et a sont les constantes de Mark-Houwink (MH), elles sont inversement 

reliés et influencé par le DD, le pH, et la force ionique du solvant. [77]  

L’exposant a est une fonction de la géométrie du polymère. 

Dans un bon solvant, la molécule est mieux dissoute et la viscosité intrinsèque est 

élevée, la constante « a » est proche de 0.75 ou plus dans un bon solvant. Dans 

un faible solvant la solution du polymère a une faible viscosité intrinsèque et la 

constante « a » est proche de la valeur 0.5. [78,79]  
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Tableau 1.3 : Les constantes de Mark-Houwink pour différents solvants 

 

solvant K (ml/g) a Type de 

viscosimètre 

références 

NaCl 0.1M à 25 ± 

0.1°C 

 

1.75x10-5 

 

0.98 

 

Ostwald 

 

[80] 

0.1M HOAC-0.2 M 

NaCl à 25 ± 0.1°c 

 

1.81x10-3 

 

0.93 

 

Ubbelohde 

 

[51,67,81] 

0.1M HOAC-0.2 M 

NaCl à 25 ± 0.1°C  

 

1.424x10-3 

 

0.96 

 

/ 

 

[82,83] 

NaCl 0.1M à 30°C  7.92x10-5 1.00 / [84] 

0.1M HOAC-0.2M 

NaAC à 25± 0.1°C  

 

1.68x10-3 

 

0.96 

 

/ 

 

[85] 

0.2M HOAC 

0.1M NaAC à 

30 ± 0.5°C 

 

1.64x10-30 

xDD14 

 

-1.02x10-2 x 

DD +1.82 

 

Ubbelohde 

 

[7,86,87] 

 

0.5M HOAC-0.2M 

NaAC à 25±0.1°C 

 

3.5x10-4 

 

0.76 

 

Ostwald 

 

[50,66] 

0.3M HOAC-0.2M 

NaAC à25± 0.1°C 

 

0.078 

 

0.76 

 

Ostwald 

 

[80] 

 

 

1.6.3.  La solubilité :  

 

           La chitine est hautement hydrophobique et insoluble dans l’eau, les acides, 

les bases et plusieurs solvants organiques [10], même avec une composition en 

groupements acétyles de 50%. 

La chitine a des liaisons d’hydrogènes régulières, pour la dissoudre un solvant qui 

renforce la répulsion interchaîne ou détruit les liaisons d’hydrogènes 

intermoléculaires [44] tel que l’hexafluoroisopropanol, l’hexafluoroacétone, et les 

chloroalcools [26] est exigé. 
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           La substance chitineuse est, habituellement, appelée chitosane lorsqu’elle 

est soluble dans les solutions acides, ce qui correspond à un degré de 

désacétylation supérieur à 60%.[55] 

Le chitosane, étant un polyélectrolyte cationique de pKa entre 6.2 et 7 (en fonction 

du degré de désacétylation) [24,36], à pH neutre ou basique contient des 

groupements amines libres d’où il est insoluble dans l’eau [19, 89,90]. Les 

groupements amines protonés dans les solutions d’acides diluées (pH<6 [5,30,89], 

pH < 6.5 [24,57]) facilitent la dissolution de la molécule [5,30,89]. 

Tandis que les fortes liaisons hydrogènes inter et intramoléculaires, qui peuvent 

être formées par les groupements amines à la position C2 et les groupements 

hydroxyles sur C3 et C6, conduisent à la réticulation du chitosane par lui-même 

[19,91], et par conséquence à une très faible solubilité du produit (uniquement 

soluble dans les solvants protonés). [25,92,93]  

 

Une solution aqueuse d’acide acétique 1-3% est souvent utilisée pour la 

dissolution du chitosane. [30]  

 

1.6.4.  La cristallinité :  

 

           L’origine de la chitine influe sur l’arrangement de la chaîne du polymère. 

Trois types de polymorphes de chitine ont été identifiés. Ce sont α-chitine (les 

carapaces de crevettes et de crabes), β-chitine (à partir des calmars), et γ-chitine 

(cuticules abdominales de céphalopodes), elle correspondent aux arrangements 

des chaînes, respectivement, parallèles, antiparallèles et alternatives. [25, 43,55]   

            

           La forme la plus abondante et la plus stable est l’α- chitine. Elle dispose de 

deux chaînes avec des mailles cristallines de symétrie P212121 indiquant de fortes 

liaisons hydrogènes intermoléculaires. [43,94]   

La β-chitine a une symétrie de P21 , la γ-chitine a été identifié par Rudall et elle n’a 

pas été encore l’objet d’études détaillées comme dans le cas des formes α- et β-, 

et encore, elle n’est pas encore reconnu comme étant une troisième structure de 

la chitine. [94]  

Les molécules d’eau sont présentes dans la structure de la chitine et du chitosane, 

elles stabilisent la structure du cristal. [95]   
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           Suivant l’origine du chitosane et son traitement durant l’extraction à partir 

de la source mère, la cristallinité résiduelle peut variée considérablement.  

La cristallinité contrôle l’hydratation du polymère, ce qui détermine l’accessibilité 

aux sites internes. Ce paramètre influe fortement la cinétique de l’hydratation et la 

sorption. [28]   

    

           Les plus importantes modifications dans la cristallinité du polymère sont 

observés comme un résultat des interactions du chitosane avec les ions 

métalliques ou avec les acides. [55,96]  

 

1.7.  Applications du chitosane :  

 

           Les applications de la chitine sont limitées en comparaison avec le 

chitosane. La chitine est chimiquement inerte et insoluble dans l’eau et les 

solutions acides, tandis que le chitosane est relativement réactif et peut être 

produit sous différentes formes (billes, flocons ou membrane). [5,24,30]  

Les groupements fonctionnels du chitosane lui offrent de nombreuses 

caractéristiques physiologique et biologiques uniques avec un grand potentiel 

d’applications dans plusieurs industries. [1]   

 

           Les premières applications ont été développées dans les domaines où le 

chitosane présentait un grand intérêt notamment en pharmacologie, cosmétologie 

et surtout en médecine. Ce n’est que plus tard, avec la prise de conscience de la 

nécessité de maîtriser les rejets polluants, que les premières études concernant 

les propriétés du chitosane à fixer les métaux lourds ont été entreprises. [97]  

   

1.7.1.  Applications médicales :  

 

           Le chitosane est biocompatible avec les tissus vivants, donc il ne cause 

pas des réactions allergiques et de rejet. Il se décompose lentement en produits 

inoffensifs (sucres aminés) qui sont complètement absorbés par le corps humain 

[30].  
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Le chitosane n’est pas toxique et possède des propriétés antibactériennes 

remarquables, il s’élimine facilement de l’organisme sans causer des réactions 

latérales concourantes [30]. Grâce à sa charge positive à pH physiologique, le 

chitosane est adhésif ce qui augmente sa rétention dans le site d’application 

[19,27]. Le chitosane hautement désacétylé est généralement réservé aux 

applications biomédicales. [55]    

 

           Les propriétés biologiques du chitosane, tel que sa non toxicité, la 

biocompatibilité et la biodégradabilité [19,98] confèrent à ce polysaccharide un 

attrait particulier pour la mise au point de systèmes à libération contrôlée, 

particulièrement dans la livraison des macromolécules délicates.    

           C’est en tant qu’excipient pour la fabrication de formes orales solides que le 

chitosane a tout d’abord retenu l’attention. Dans cette application, il a 

principalement été utilisé comme excipient pour compression directe, combinant 

des qualités de liant, lubrifiant et désagrégeant avec la capacité d’améliorer 

l’écoulement de diluants conventionnels (lactose, mannitol, etc.). Son intérêt est 

d’autant plus grand dans le cas de la fabrication de comprimés contenant des 

principes actifs de type anti-inflammatoires non-stéroïdiens. Il est capable de 

contrecarrer leur effet indésirable le plus fréquent, à savoir irritation de la 

muqueuse gastrique, de par ses propriétés antiacide et antiulcéreuse.  

           L’utilisation du chitosane pour la mise au point de formes orales a été 

étendue à la fabrication et à l’étude de systèmes microparticulaires. La plupart des 

auteurs sont parvenus à une libération prolongée et contrôlée des principes actifs 

incorporés [99].   

Les propriétés recherchées chez le chitosane sont non seulement celle d’un 

véhicule susceptible de prolonger la libération du principe actif tout en réduisant sa 

toxicité mais aussi celle d’un agent décrit comme lui-même doué d’une activité 

antitumorale.   

L’applicabilité et l’intérêt du chitosane pour le développement de préparations 

destinées à une administration par voie nasale, ophtalmique ou transdermique ont 

été développés. [27]   
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           A coté de son inclusion dans les pansements pour réduire l’inflammation et 

la guérison des blessures, le chitosane purifié est utilisé dans le traitement 

d’hypocholestérolémie pour réduire le niveau du cholestérol dans le sang et dans 

le foie [35,100]. Il est aussi utilisé comme agent coagulant du sang pendant la 

chirurgie vasculaire et dans la protection dentaire pour prévenir la formation de la 

plaque bactérienne. [35]    

 

           De nombreuses études ont démontré que les chitosanes et leurs dérivés se 

sont avérés sûrs et efficaces pour améliorer l’absorption au niveau des 

muqueuses des macromolécules hydrophiles telles que des peptides et des 

protéines. [101]   

           Le peu d’applications médicales du chitosane qui ne sont pas permises dû 

à sa faible force mécanique, peuvent être accomplies par le chitosane cristallin 

dérivé des tendons des crabes qui a une force mécanique suffisante pour des 

utilisations orthopédiques. [102]  

 

1.7.2.  Traitement des eaux :  

 

           Le traitement des eaux usées (éliminer les métaux lourds, pesticides et les 

teintures [35,90,103]) et le traitement du sol [104] sont l’une des applications 

courantes des formulations à base de chitine/chitosane.  

Cela est dû aux propriétés de coagulation, floculation et de chélation du chitosane 

provenant de la haute densité des groupements amines sur sa chaîne 

polymérique.     

Le chitosane réagit, et donc élimine, les contaminants de l’eau tel que les solides 

en suspension dans les rejets de l’industrie alimentaire et les teintures dans les 

effluents de textile.  

Les produits persistants hautement toxiques trouvés dans les rejets de l’industrie 

de plastique, d’électricité et de lubrifiants, peuvent être éliminés respectivement 

par les mécanismes de coagulation/floculation et adsorption [90].   

D’autres contaminants dangereux, tels que les phénols trouvés dans les rejets de 

l’industrie du papier et de pulpe, peuvent être éliminés en leur convertissant en o-

quinone par l’enzyme tyrosinase puis ultérieurement par réaction avec les 

groupements amines du chitosane. [90]   
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           Le chitosane est utilisé comme agent coagulant pour éliminer les protéines. 

Il a l’avantage, par rapport aux agents chimiques de floculation traditionnelle, 

d’être non-toxique et donc la matrice organique rejetée peut être utilisée comme 

aliment des animaux. [35]   

 

           La décharge des métaux lourds dans les systèmes aquatiques est devenu 

une préoccupation mondiale. Ces polluants sont introduits dans les systèmes 

aquatiques comme rejets de plusieurs opérations industrielles. 

Les métaux lourds tel que le plomb, le zinc, et le chrome ont un nombre important  

d’applications dans les travaux de l’acier, pulpe et papier, l’industrie de cuir, la 

pétrochimie, les engrais ...etc.  

La pollution causé par le plomb est principalement due aux automobiles et la 

fabrication des batteries. Pour le zinc et le chrome, leurs applications majeures 

sont dans les engrais et le tannage du cuir, respectivement. [105]   

  

           Plusieurs technologies ont été développées au cours des dernières années  

pour l’élimination des ions métalliques toxiques de l’eau.  

Les plus importantes sont la filtration, la précipitation chimique, l’échange d’ions et 

l’adsorption, l’électro-déposition, les membranes, [106] et l’extraction par solvant. 

[105]    

Toutes ces technologies ont des avantages et des limitations tel que la 

consommation d’énergie et de réactifs qui sont des polluants toxiques et doivent 

être éliminés à leur tour à coté de l’élimination non complète des métaux. [90,105]   

 

           L’échange d’ion par chélation est une technique qui a été étudiée au niveau 

du laboratoire mais pas trop appliquée à l’échelle industrielle. Par opposition à 

l’échange d’ions simples, l’échange d’ions par chélation prend l’avantage de 

former des molécules de structure de trois dimensions pour éliminer des ions 

métalliques de taille spécifique en présence d’une large quantité d’autres ions. 

[106]   

 

           Les biopolymères sont retenus parmi les meilleurs matériaux chélateurs 

[32, 63,105,106]. Le charbon actif est très utilisé dans ce domaine, cependant, il 

est généralement utilisé en conjugaison avec la précipitation chimique, la filtration, 
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et l’échange d’ions. Ce processus est trop cher et il n’est pas efficace pour 

quelques métaux. Donc, il est indispensable de chercher d’autres biosorbants qui 

soient moins cher et plus efficace. [32] 

 

           Le chitosane est un agent chélateur très puissant, il a acquis une véritable 

importance pendant les dernières années grâce à la haute performance, le faible 

coût, et son affinité naturelle envers les éléments métalliques [105] avec une 

capacité de se lier aux ions métalliques qui dépasse de loin celle du charbon actif. 

[24]   

           Le chitosane est industriellement attractif puisqu’il est capable de diminuer 

la concentration des ions métalliques de transition au dessous du ppb, largement 

disponible et ne causent pas de problèmes écologiques. [32]   

En plus de l’utilisation du chitosane sous forme de flocons, les dérivés du 

chitosane ont été utilises dans le développement de nouvelles résines pour la 

préconcentration des ions métalliques par analyse en flux continu.  

A. Otavio Martins et al [70] ont synthétisé du chitosane fonctionnalisé par 8-

hydroxyquinoline (oxine). Dans une autre étude [107], ils ont préparé une résine 

de chitosane de type éthylénediamine. R. K. Katarina et al [108] ont proposé la 

résine de chitosan sulphoxine et A. A. Atia [109] a préparé des résines chitosane / 

amine et chitosane / azole. 
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CHAPITRE 2 

LES COMPLEXES METALLIQUES DU CHITOSANE  

 

 

2.1.  L’interaction chitosane-ion métallique :  

 

           Le chitosane dans son interaction avec les cations métalliques est plus 

réactif que la chitine. Il présente une meilleure interaction avec les cations 

multivalents, spécialement les cations bivalents. Les propriétés de chélation du 

chitosane sont liées à : 

1- La présence d’un nombre de groupements amines primaires avec leur 

doublet électronique libre, réagissant en tant que des sites de bases fortes 

donneurs d’électrons. [28]  

2- La haute hydrophilicité du chitosane vue le grand nombre des groupements 

hydroxyles [55,106]  

3- La structure flexible de la chaîne du polymère, ce qui favorise la 

configuration la plus favorable du chitosane pour la formation du complexe. 

[57,106]   

4- L’hétérogénéité du polymère grâce à la présence des unités 

acétyleglucosamine et glucosamine. [55]   

      5-  La contribution des groupements hydroxyles (spécialement ceux à la   

           position C3 dans la compléxation des ions métalliques. [55]   

 

           L’adsorption des cations métalliques a lieu à pH proche de la neutralité ou 

faiblement acide [28,55]. La désorption a lieu par contact avec les solutions 

basiques, bien que des agents complexants peuvent être utilisés. [55]   

La compléxation des cations métalliques est gouvernée par le pH : la compétition 

des protons réduit radicalement la complèxation des cations en dessous du pH 4 -

4.5. [28]   

H. Zhang et S. Schiewer [63] ont démontré que la capacité de complexation du 

chitosane augmente avec l’augmentation du DD entre 10% et 80% à cause de 
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l’augmentation du contenu en groupements amine et la réduction de la cristallinité. 

Cependant, quand le DD atteint 90% ou plus, la capacité de sorption diminue dû à 

la re-cristallisation du chitosane. [63]  

 
 
2.2.  L’affinité du chitosane envers les métaux :  

 

           Il est intéressant de noter que le chitosane a une affinité limitée envers les 

métaux alcalins et alcalino-terreux dû à l’absence des orbitales d et f insaturés 

(contrairement aux métaux de transition). Par conséquent, le chitosane est sélectif 

envers les métaux de transition. [55,96]   

 

           L’affinité du chitosane envers les métaux a été largement étudiée, elle est 

influée par le pH et la force ionique de la solution et la compétition des autres ions. 

[24]. Les séries d’affinité les plus fréquentes sont : [111]  

Cu(II)  >Ni(II)  >Zn(II)  >Co(II)  >Fe(II) >Mn(II) (série 1) 

Hg (II) >Cu (II) >Fe(II) >Ni(II)  >Ag(I)  >Cd (II) >Mn(II)  >Pb (II) >Co(II)  >Cr(III) 

(série 2) 

Cu(II)  >Zn(II)  >Cd (II) >Cr(III) >Pb(II)   (série 3) 

Hg(II)  >Cu(II)  >Ni(II)  >Zn (II)  (série 4) 

Cu (II) >Ni (II) >Zn(II)  >Co(II)  >Mn(II)   ( série5) 

Cu(II)  >Ni(II)  >Zn (II) >Co (II)  (série 6) 

Cu(II)  >Ni (II) >Co(II)  >Mn(II)   (série 7) 

Cu (II) >Hg (II) >Cd(II)  >Ni (II) >Pb (II) (série 8) [106]  

Pd(II)  > Au(II)  > Hg (II) > Pt(II)  > Cu (II) > Ni(II)  > Zn(II)  > Mn(II)  > Pb(II)  > Co(II)  

> Cr(II)  > Cd(II)  > Ag(I)  (série 9) [24]  

Ces séries sont obtenues principalement pour des chlorures de métal ou des 

sulfates dans des solutions aqueuses avec un pH soit non indiqué soit reporté être 

dans la gamme de 5.2-5.6 (série 5 ), proche de la neutralité (série3 et 4), pH7 

(série 6) et pH5 (série 8). 

Les séries enregistrées prouvent que l’affinité du chitosane envers les ions des 

métaux de transition obéit à la série de stabilité des complexes d’ions métalliques 

d’Irving-Williams. [111]  
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La figure 2.1 montre la sélectivité ionique du chitosane envers les cations divalents 

et trivalents. 

 

  
 
Figure 2.1 : la sélectivité ionique du chitosane : la quantité (moles) de cations 

divalents et trivalents fixée par g de film. [112] 

 

2.3.  Mécanismes d’interaction :  

 

           La plus grande partie des publications actuelles ont pour but l’étude de 

l’adsorption des ions métalliques et d’évaluer la cinétique et les isothermes 

d’adsorption. Peu de publications ont eu comme objectif de mieux comprendre le 

mécanisme d’adsorption [55] ou la structure de ces complexes de macroligand 

(par exemple les calculs ab initio). [11]  

           Le peu de publications qui ont traité le sujet de l’interaction entre le 

chitosane et les ions métalliques ont cité, habituellement, trois mécanismes 

d’interaction [28] :  

a- la chélation du métal 

b- attraction électrostatique ou l’échange d’ion 

c- formation de paire d’ions [28,113] 

Le mécanisme d’interaction dépend de l’ion métallique et de sa spéciation, et la 

matrice de la solution et son pH, puisque ces paramètres peuvent affecter la 

protonation du polymère (répulsion du cation métallique) [55].   

 

           Bien que la formation de paire d’ions est plus intéressante pour 

l’interprétation de la rétention de quelques cations métalliques alcalins ou alcalino-

terreux (par exemple : rétention de paire d’ions formée par interaction du strontium 

avec les anions carbonate). Les mécanismes les plus intéressants impliqués dans 
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l’interprétation de l’interaction chitosane-ion métallique sont la chélation et les 

interactions électrostatiques. [28]  

 

2.3.1.  Chélation:  

 

           Plusieurs hypothèses ont été proposées pour l'interprétation des 

mécanismes d’interactions entre le chitosane et les ions métalliques, deux 

modèles ont été proposés : 

(a) le modèle de pontage ou le complexe de pontage et  

(b) le modèle pendant ou le complexe pendant   

Dans le modèle de pontage, les ions métalliques sont liés à plusieurs 

groupements amines de la même chaîne ou de chaîne différente, à travers une 

chélation inter ou intramoléculaire. 

Par opposition au modèle de pontage, dans le modèle pendant l’ion métallique est 

lié à un seul groupement amine dans la forme pendante. [55,96]  

 

2.3.2.  Attractions électrostatiques / échange d’io ns:  

 

           Ce type d’interaction est gouverné, principalement, par le pH fortement 

acide de la solution et de la complexation de l’ion par d’autres ligands solubles. 

Les groupements amines sont facilement protonés dans les solutions acides et le 

polymère est ainsi dissous. Cette protonation  peut causer des attractions 

électrostatiques entre le chitosane et des composés anioniques tel que les anions 

métalliques (résultant de la complexation des ions métalliques par les chlorides et 

les ligands anioniques) [55]. Il est à noter que l’adsorption d’un ion métallique de 

valence n par mécanisme d’échange de cation conduit à la libération de n ions 

d’hydrogène. [106]  

  

           La réduction du taux de complexation des cations métalliques dans les 

solutions acides est une autre conséquence de la protonation des groupements 

amines. Elle est due à la compétition entre les protons et les cations pour 

l’interaction avec les groupements amines. [28]  

La chélation des cations métalliques par les ligands présents dans la solution peut 

conduire à la formation d’anions métalliques. Par conséquent, l’interaction de l’ion 
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métallique avec le chitosane par un mécanisme d’attraction électrostatique aura 

lieu à travers l’échange des contres ions associés aux groupements amines 

protonés par les anions métalliques [114] au lieu du mécanisme de chélation. [55]  

Pour les anions métalliques tel que les complexes anioniques du platine, 

palladium ou l’or avec les ions chlorures, ou les chromates, les molybdates, ou les 

vanadates le mécanisme de sorption implique leur attraction électrostatique par 

les groupements amines protonés. L’intervalle de pH optimum pour la sorption du 

métal et la stabilité du polymère est de pH 2-4. Cette gamme optimale de pH est 

expliquée par deux raisons : 

a- la spéciation de l’anion métallique (formation d’espèces adsorbable : 

prédominance des formes polynucléaires des molybdates, vanadates ou les 

complexes chloro-anions). 

b- la protonation des groupements amines (pour l’équilibre électronique) et la 

compétition entre les anions (provoquée par l’acide : l’acidité excessif limite 

fortement la performance de la rétention). [28]   

 

2.4.  Paramètres influant l’interaction chitosane-i on métallique :  

 

           La formation du complexe chitosane-ion métallique a lieu premièrement à 

travers les groupements amines du chitosane comme ligands. 

Parmi les facteurs qui contrôlent la formation de ces complexes, les plus 

importants sont : 

1- la concentration totale des groupements amines dans le chitosane qui est 

directement lié au DD. 

2- la disponibilité ou l’accessibilité des groupements amines qui dépend de la 

configuration géométrique de la matrice du chitosane. [111]   

Ce n’est pas la fraction des groupements amines libres qui est déterminante du 

taux de chélation mais plutôt le nombre de groupement amines libres accessibles. 

En effet, le nombre total de ces groupements n’est pas nécessairement accessible 

aux métaux, quelques uns de ces sites amines sont impliqués dans des liaisons 

hydrogènes inter- ou intramoléculaire. De plus, la cristallinité du polymère peut 

influer l’accessibilité aux sites de chélation. [55]  
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2.5.  L’interaction chitosane-cuivre (II) :  

 

           L’interaction du chitosane avec les cations de cuivre a été la plus étudiée. 

Une haute capacité de sorption a été obtenue, elle est de l’ordre de 200 mg de 

Cu2+ par gramme de chitosane. [28]   

Le cation de cuivre dans une telle interaction est lié simultanément à un 

groupement NH2 et à un groupement OH libre sur C6 de l’unité glucosamine du 

chitosane. La sphère de coordination du cuivre de quatre sites est complétée par 

deux molécules d’eau suivant le model pendant.  

L’autre possibilité, le model de pontage, consiste à remplacer les deux molécules 

d’eau par une autre paire d’atomes d’oxygène de la même ou d’une autre chaîne 

polymérique pour compléter la sphère de coordination du cuivre.  

Dans les deux cas, la charge positive du cation est neutralisée par un contre ion. 

[57] 

 

           Il a été démontré que le chitosane forme un complexe unique avec le 

cuivre, sa structure est similaire à [Cu NH2(OH)2]
2+ à pH en dessous de 6,1.   

           En considérant la sphère de coordination du cuivre, le quatrième site peut 

être occupé par  soit une molécule d’eau ou un groupement OH dans la position 

C3. 

Cette hypothèse a été récemment confirmée par des mesures calorimétriques, 

l’ion de  cuivre est lié à trois atomes d’oxygène et un atome d’azote avec une 

géométrie carré plan ou tétraédrique.   

 

           Des différences sont observées dans le mécanisme de sorption et/ou la 

spéciation du métal adsorbé sur le polymère quand les conditions expérimentales 

sont altérés (pH, concentration du métal, le rapport métal / ligand).  

Le changement de la conformation du polymère (état dissous, état solide…) influe 

sur le mécanisme de coordination et plus spécifiquement sur le type de complexe 

formé entre le cuivre et les groupements amines. [55]   

 

           Le monomère du chitosane (unité glucosamine) n’est pas très efficace pour 

la complexation du cuivre. Les oligomères (chitosane dépolymérisé) ont montré 

plus d’efficacité dans la complexation de cuivre.  
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           E. Guibal dans sa revue [55] a rapporté que Shahgoli et al ont observé une 

forte chélation entre le cuivre et le chitosane tetrasaccharide, tandis que Rhazi et 

al ont trouvé que le seuil du degré de polymérisation de l’oligomère est de 6. [55]   

Le besoin de la polymérisation est une autre pièce d’évidence qui prouve la 

contribution de plusieurs unités glucosamine dans le mécanisme de chélation, 

certainement,  dû à la contribution des groupements hydroxyles  des unités 

vicinaux ensemble avec le groupement amines d’un monomère donné dans la 

rétention de l’ion de cuivre. [55]   

La figure 2.2 montre deux des structures possibles des complexes  

chitosane-cuivre (II).  

La tableau 2.1 regroupe les caractéristiques d’adsorption (la constante de 

dissociation apparente de Langmuir (Kd) et la capacité maximale de l’adsorbant 

(qm)) de quelques formes de chitosane envers le cuivre 

 

 

 

(a) 

 

 

(b) 

Figure 2.2 : Les structures des complexes chitosane –cuivre (II) disponibles dans 

la littérature : (a [68]) et (b [21]) 

 

 

 



 49 

Tableau 2.1 : les caractéristiques d’adsorption (la constante de dissociation 

apparente de Langmuir (Kd) et la capacité maximale de l’adsorbant (qm)) de 

quelques formes de chitosane envers le cuivre [37]  

 

adsorbant pH qm (mmole/g) Kd (mmole/l) 

Flocons de 

chitosane 

 
4.7-5.4 

 
2.75 

 
0.26 

Poudre de 

chitosane 

 
5 

 
0.71 

 
0.03 

Carapace des 

crevettes 

roses 

 
 

6 

 
 

0.27 

 
 

0.19 

Chitosane 

réticulé 

 
5 

 
3.91 

 
4.14 

 

2.6.  Formation des complexes chitosane-ion métalli que :  

 

           La littérature rapporte la formation des complexes chitosane-ion métallique 

selon deux méthodes : [11,20]  

1-méthode de coprécipitation : le chitosane est utilisé à l’état dissout en contact 

avec la solution métallique. Le complexe est précipité avec un contre solvant à la 

fin de la réaction  

2- méthode d’adsorption : le chitosane est mis en contact à l’état solide (grains, 

flocons ou membrane) avec la solution métallique aqueuse. L’ion métallique sera 

adsorbé sur le chitosane par complexation ou par échange d’ion ou par adsorption 

physique (les forces de Van der Wells) et le produit final sera uniquement lavé à la 

fin de la réaction. 

 

          La réaction de formation du complexe chitosane-ion métallique est 

présentée comme suit :  

 

                   Chit-NH2 + H3O
+ 
�  Chit-NH3

+ + H2O 

                  Chit-NH3
+ + M2+ + H2O

     
�  (Chit-NH3

+ -M) 2+ + H3O
+  
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On suppose que la chélation d’un seul ion métallique par plusieurs groupements –

NH2 et NHCOCH3 isole effectivement chaque ion métallique de ces voisins. Ce qui 

permet l’utilisation du chitosane dans le traitement des eaux usées. [41]    

 

2.7.  Applications des complexes chitosane-ion méta llique :  

 

2.7.1.  La dégradation du chitosane :  

 

           La production de chitosane de faible poids moléculaire est très demandée  

pour ces applications en médecine, en cosmétique et en agriculture. Il a une  

efficacité physiologique spéciale comme antitumeur, antifungique, antibactérien, 

réducteur du niveau de cholestérol, rétention de l’eau et autres par rapport au 

chitosane de poids moléculaire élevé. [8,12]  

 

           L’efficacité du chitosane est avéré être dépendante de son poids 

moléculaire ; entre cinq échantillons avec des poids moléculaires de 1500, 3000, 

8000, 13000 Da, l’échantillon de 1500 Da a une meilleur activité antifungique. 

Les produits avec un poids moléculaire de 1500 et 3000 Da présentent une 

meilleure capacité de retenir l’eau. 

La capacité du chitosane à diminuer la graisse dans le sang est considérablement 

plus grande pour les poids moléculaires de 8000-20.000 Da que celle du 

chitosane oligomèrique (chitosane dégradé).  

Donc, il est très important de contrôler le poids moléculaire du chitosane, lors de 

sa dégradation pour satisfaire les exigences de son utilisation. 

 

           Jusqu'à présent, plusieurs méthodes ont été proposées pour la dégradation 

du chitosane :  

-La dégradation enzymatique par le chitinase, le chitosanase [115], lipase, 

protéinase, polysaccharase, et les lysozimes [19] 

- la dégradation physique par les rayons -X et par micro-onde [115]. 

-les méthodes chimiques tel que l’hydrolyse acide par les acides inorganiques 

(HCl, HF, H2SO4, H3PO4, HNO3) ou avec les acides organiques tel que l’acide 

acétique et l’acide formique. 
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- l’hydrolyse oxydative avec un oxydant tel que l’eau oxygénée (H2O2), l’ozone 

(O3), et l’acide peracétique (CH3COOOH). 

Ces méthodes sont utilisées usuellement pour la dégradation du chitosane. [12] 

 

A l’exception de la méthode du chitosanase, qui peut donner des oligomères de 6 

à 8 résidus glucosamines, les autres méthodes produisent du chitosane de bas 

poids moléculaire avec une mauvaise distribution des unité glucosamines et un 

rendement très faible.  

 

           X. Yin et al [12] ont amélioré une nouvelle méthode de production du 

chitosane à faible poids moléculaire avec une distribution uniforme des unités 

glucosamines. Cette méthode est basée sur la dégradation oxydative du chitosane 

après une réaction de complexation avec les métaux de transition (Cu2+, Mn2+, 

Co2+, Ni2+) pour un rapport molaire chitosane : ion métallique de 1 : 8.  

Ce rapport permet une distribution uniforme et constante du métal le long de la 

chaîne de chitosane. 

           La liaison de coordination affaiblit les liaisons qui entourent le site de 

coordination et cause quelques points faibles dans la chaîne du chitosane. [12]       

 

           Une faible quantité de H2O2 (50-100µl) est ajoutée à la solution de 

chitosane pour attaquer les points faibles provoqués par la liaison de coordination 

et produire ainsi des fragments de chitosane de 8 unités glucosamines. 

H2O2 est utilisé comme oxydant parce que son produit après réduction est H2O ce 

qui simplifie le processus de séparation. 

 

           La solution du complexe dégradé est passée à travers une colonne qui 

contient une résine échangeuse de cation pour éliminer les ions métalliques 

encore présents sur le chitosane. 

Après la séparation et le séchage, on obtient du chitosane de faible poids 

moléculaire. [12]       
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Figure 2.3 : La dégradation du chitosane sous l’effet des liaisons de coordination 

[12] 

 

2.7.2.  Applications catalytiques :  

 

           Le développement de procédés catalytiques basés sur l’emploi des métaux 

précieux et stratégiques (groupe du platine) et des supports catalytiques à base 

de polymère à conduit à  améliorer la récupération du métal à la fin de la réaction 

catalytique.  

L’avantage de l’emploi des polymères comme supports catalytiques réside dans la 

plus forte interaction du métal avec le polymère qu’avec les supports 

conventionnels. De plus, la structure du polymère peut augmenter la sélectivité de 

la réaction.  

 

           Les biopolymères sont fréquemment cités comme des supports possibles 

pour des séparations énantiosélectives. Le chitosane a été utilisé pour la 

séparation des isomères optiques d’acides aminés. [55] 

La facilité avec laquelle ce biopolymère réagit avec les ions métalliques, la 

conformation du chitosane et sa flexibilité peuvent expliquer le nombre des études 

récentes concernant son utilisation comme support catalytique [27,55,116].  
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           Le premier emploi du chitosane comme support catalytique dans la 

préparation de catalyseurs d’hydrogénation remonte au début des années quatre-

vingt. [55] 

La facilité avec laquelle il peut être modifié physiquement et chimiquement a 

ouvert de nouvelles perspectives pour la fabrication de nombreux catalyseurs pour 

plusieurs applications notamment l’oxydation, les réactions de polymérisation 

d’ouverture de cycles, la synthèse chimique fine, aussi bien que les réactions 

d’hydrogénation et de réduction. [27,55]  

 

           Les paramètres critiques pour la préparation de catalyseurs supportés de 

chitosane sont : 

1- la porosité, la diffusion et l’accessibilité aux sites. 

2-la concentration du métal et son état d’oxydation. 

3-la structure moléculaire du complexe chitosane-métal [27]   

 

2.7.3.  Application comme agent antibactérien :    

                

           L’activité antibactérienne du chitosane et de ces dérivés contre plusieurs 

bactéries a été reconnue et considérée comme l’une de ces propriétés les plus 

importantes dans ces applications biologiques possibles. [10]   

L’exploitation de nouvelles sources naturelles et leurs dérivés pour contrôler les 

maladies pathogéniques est devenue une préoccupation mondiale.  

La priorité est donnée aux produits qui réduisent le nombre de décès et évitent les 

effets secondaires et négatifs sur la santé humaine. [1]   

 

2.7.3.1.  Mécanismes de l’activité antibactérienne:   

 

          L’intensification des groupements amines protonés (NH3
+) sur le chitosane 

dans les solutions acides conduit à l’augmentation de la quantité de chitosane 

adsorbé sur la surface des bactéries.  

Cette adsorption conduit à de grands changements dans la structure des parois 

cellulaires et dans la perméabilité de la membrane cellulaire. Ces deux effets 

conduisent à la destruction de la cellule bactérienne. [36] 

 



 54 

           Le mécanisme exact de l’activité antibactérienne du chitosane et de ses 

dérivées n’est pas parfaitement connu, cependant,  plusieurs mécanismes 

possibles ont été proposés : 

- l’interaction entre les groupements amines cationiques et les anions des parois 

cellulaires des bactéries, 

-l’interruption du transport de masse à travers les parois cellulaires et l’inhibition  

  de la biosynthèse, 

-le blocage des transcriptions ARN par adsorption du chitosane protoné à l’ADN 

bactérien [1,10]. 

Ce sont des mécanismes possibles pour l’accélération de la destruction des 

bactéries. [5,89]   

 

Les deux mécanismes d’inhibition les plus acceptés sont :  

 

           Le premier explique l’action du chitosane de haut poids moléculaire qui 

peut altérer la perméabilité de la membrane cellulaire des bactéries et empêcher 

le rassemblement des constituants de la cellule pour sa reconstruction.   

S. K. Kim et al [10] suggèrent que le site d’action de ce type de chitosane est 

probablement l’enveloppe bactérienne et la mort des microorganismes est 

probablement due à la destruction de la membrane des bactéries.  

Ce mécanisme est expliqué par la charge positive du chitosane qui facilite la 

formation de liaisons entre les groupement amines à la position C2 du monomère 

glucosamine et les groupement d’acide carboxylique chargé négativement présent 

dans les macromolécules de la surface des parois cellulaires des bactéries. Ils 

forment ensemble un complexe polyélectrolytique.  

Celui là peut réagir comme une couche imperméable qui enveloppe la cellule et 

supprime l’activité métabolique des bactéries en bloquant la perméabilité aux 

éléments nutritifs à travers les parois cellulaires. [10,117]  

 

           Le deuxième mécanisme explique l’action du chitosane de faible poids 

moléculaire grâce auquel il peut entrer facilement à l’intérieur des cellules.  

Puisque le chitosane peut adsorber et flocculer les substances électronégatives 

dans la cellule, il détruit l’activité physiologique des bactéries et les tue.   
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           L-Y. Zheng et al [117] ont étudié l’effet antibactérien du chitosane avec un 

poids moléculaire inférieur à 305 kDa contre S. aureus et E. coli.  

Pour S. aureus le mécanisme dominant est le premier mécanisme déjà expliqué, 

tandis que le deuxième mécanisme est le plus approprié pour E. coli. 

Les micrographes électroniques des bactéries a gram positif (S. aureus ) et négatif  

(E. coli ) en présence du chitosane montrent que la cellule membranaire de S. 

aureus est affaiblie ou éventuellement détruite, tandis que le cytoplasme de E. coli 

concentré et l'interstice des cellules est clairement élargie. Cela indique que le 

mécanisme de l’activité antibactérienne du chitosane contre les bactéries à gram 

négatif est différent de celui contre les bactéries à gram positif.     

 

Cette étude indique que le mécanisme de l’activité antibactérienne du chitosane 

est différent selon les types de bactéries (gram positif et gram négatif). 

Par ailleurs, le mécanisme antibactérien du chitosane peut être différent des 

autres polysaccharides à cause de la présence de la charge positive sur la surface 

du chitosane. [117]   

 

L’activité antibactérienne du chitosane est fortement dépendante de son poids 

moléculaire. Il doit être inférieur à une valeur critique, qui permet la pénétration 

des molécules dans les cellules bactériennes. [10,117]        

 

2.7.3.2.  Les paramètres influant l’activité antiba ctérienne du chitosane :  

 

2.7.3.2.1.  Effet des caractéristiques du chitosane  :  

 

           L’activité antibactérienne du chitosane est sensiblement affectée par son 

poids moléculaire, le nombre de groupements amines, le pH du milieu, la solubilité 

du chitosane et sa charge positive en milieu acide. [1, 10,36] 

Néanmoins, les facteurs principaux qui affectent l’activité antibactérienne du 

chitosane sont le poids moléculaire et la concentration. [7] 

La concentration minimal inhibitrice du chitosane est entre 0.005 et 0.1% tout 

dépend de l’espèce bactérienne, le poids moléculaire du chitosane, et le pH de la 

solution. [7]  
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           Le nombre des groupements amines dépend du degré de désacétylation 

(DD) et le degré de polymérisation (DP) du chitosane. On a observé que le taux 

de décès des cellules bactériennes s’accroît avec l’augmentation du DD [31]. 

Dans la plus part des cas, le chitosane avec un DD entre 85 et 95% a montré la 

plus haute activité antibactérienne. [10,36]   

Une  meilleure adsorption du chitosane par la surface cellulaire des bactéries est 

observée entre pH 4.0 et 5,0 [36], tout en notant que l’activité antibactérienne du 

chitosane augmente avec la diminution du pH dans cette gamme de pH [118]. 

  

           Des études récentes ont montré que le chitosane avec un faible poids 

moléculaire dans la gamme de 5 à 10 kDa montre une activité bactéricide et 

biologique plus grande quand on le compare avec le chitosane de poids 

moléculaire élevé. [7, 8,9]  

 

En général, le chitosane avec un bas poids moléculaire entre 5 et 27kDa est 

reconnu généralement comme étant efficaces contre la multiplication des 

bactéries. 

Cependant, le chitosane de poids moléculaire de 30 kDa n’est pas utilisé comme 

agent antibactérien dû à sa faible solubilité dans les solutions aqueuses à pH 

neutre. [10]   

 

           Puisque la charge positive favorise l’activité antibactérienne du chitosane, 

la modification des groupements amines à la position C2 du glucosamine par des 

groupes fortement chargés positivement est recommandée pour améliorer 

l’activité antibactérienne. [10]  

X. Wang et al [22,23] ont étudié l’effet de la structure des complexes chitosane-

Zn(II), chitosane-Cu(II), et chitosane-Fe(II) sur leur activité antibactérienne contre 

des bactéries à gram négatif et des bactéries à gram positif. Ils ont constaté que 

l’introduction de ces métaux au sein du chitosane par chélation conduit à 

l’intensification de la charge positive sur le chitosane et donc à l’amélioration de 

son activité antibactérienne. 
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2.7.3.2.2.  Effet des propriétés de charge des paro is cellulaires des bactéries:  

 

           En plus des caractéristiques de chitosane positivement chargé, la 

distribution de charge sur la surface des cellules bactériennes semble avoir un 

rôle considérable sur l’activité antibactérienne du chitosane et de ces dérivés. [10]  

 

           Y-C. CHUNG et al [36] ont étudié et démontré la relation entre l’activité 

antibactérienne du chitosane et les caractéristiques de la surface des parois 

cellulaires des bactéries. Ils ont employé du chitosane, extrait à partir des 

carapaces des crevettes avec des degrés de désacétylation de 75% et 95%.  

Ils ont examiné leurs effets antibactériens contre cinq bactéries, trois bactéries à 

gram négatif qui sont Pseudomonas aeruginosa, Salmonella typhimurium, 

Escherichia coli et deux bactéries à gram positif Staphylococcus aureus et 

Streptococcus faecalis, au moyen de l’analyse de l’hydrophilicité, la charge 

négative de la cellule bactérienne et la quantité de chitosane adsorbé sur la 

surface cellulaire. Les résultats ont montré que : 

La charge négative sur la surface cellulaire des bactéries à gram négatif est 

supérieure à celle des bactéries à gram positif. 

Pour mieux comprendre l’effet de la charge négative de la surface cellulaire sur 

l’activité antibactérienne du chitosane, la quantité de chitosane bactéricide 

adsorbée sur les différentes bactéries a été déterminée et regroupée dans le 

tableau 2. 2. 
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Tableau 2.2 : La quantité de chitosane adsorbée (µg de chitosane /109 bactérie / 

ml)  sur les différentes cellules bactériennes, en fonction du pH et du DD. [36]   

              

                 G (-)       G (+) 

    Conditions           Pseudomona    Samonella  Escherichia          Staphylococcus    Streptococus

                     aeruginosa       typhimurium       coli  aureus             faecalis 

             

           

        pH=5 

        DD 95%                    22.5                 20.6               18.7                    17.5                    16.8 

        DD 75%                    18.8                 17.3               15.4                    14.2                    12.7 

 

        pH=4 

        DD 95%                     25.3                 23.6                21.8                    18.3                   17.9 

        DD 75%                    21.6                 19.2                17.1                    16.6                   15.4 

             

 

 

          Les auteurs ont conclu que le chitosane est plus adsorbé sur la surface des 

bactéries à gram négatif que ceux à gram positif. 

L’hydrophilicité des parois cellulaire n’explique pas complètement la différence 

entre l’activité antibactérienne du chitosane contre les bactéries testées, par 

contre la charge de surface cellulaire le fait [36]. Cela explique clairement 

pourquoi la plus part des bactéries à gram négatif sont sensible au chitosane.  

La charge négative et sa distribution sur la surface cellulaire sont apparemment 

les facteurs déterminants de l’activité antibactérienne du chitosane et de ces 

dérivés. [10]  
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CHAPITRE 3 

MATERIAUX ET ESSAIS  

 

 

Trois grandes manipulations constituent la partie expérimentale de ce travail, qui 

sont : 

          1-  Extraction et caractérisation de la chitine et son dérivé le chitosane. 

         2-  Formation et caractérisation de sept complexes métalliques  

 chitosane-cuivre (II) 

          3-  Evaluation de l’activité antibactérienne du chitosane et des sept  

                complexes chitosane-cuivre (II) contre la salmonelle et étude de la  

                corrélation structure-activité antibactérienne.         

Tous les produits utilisés dans ce travail sont de grade analytique de source 

Aldrich et Fluka, ils ont été utilisés tels quels sont sans aucune purification. 

Les produits et le matériel utilisés dans l’évaluation de l’activité antibactérienne ont 

été fournis par l’institut Pasteur d’Alger. Il s’agit de la salmonelle (présente dans 

un gel conservateur), le bouillon nutritif, la gélose hektoén et son additif, l’eau 

physiologique stérile (0,9%) et l’eau distillée pH 7. 

Les mesures de l’absorbance à 620nm ont été faite avec un spectrophotomètre 

BIBBY, Anadéo RS232. 

Les spectres IRTF ont été enregistré dans l’intervalle de 400 à 4000 cm-1, à l’aide 

d’un spectrophotomètre à transformée de fourrier de marque SHIMADZU munit du 

logiciel «WinFirst». L’appareil utilisé pour l’analyse élémentaire est de type LECO 

CHN-900 munit d’un détecteur infrarouge. Les diffractogrammes ont été 

enregistrés à l’aide d’un diffractomètre de marque Bruker, model D-8. 

Le poids moléculaire du chitosane a été déterminé à l’aide d’un viscosimètre à 

tube capillaire de type AVS 310. La mesure de la quantité de cuivre dans les 

complexes a été faite par un spectrophotomètre d’absorption atomique de type 

PYE AM901, marque PHILIPS. 

Les spectres éléctroniques ont été enregistrés à l’aide d’un spectrophotomètre de 

marque VARIAN Cary Win UV. 
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3.1.  Extraction de la chitine et sa conversion en chitosane :  

 

3.1.1.  Extraction de la chitine :  

 

3.1.1.1.  Source naturelle employée :  

 

           Les carapaces des crevettes rouges, « aristeus antennatus » : le nom  

scientifique (source : http://www.minefi.gouv.fr), sont la source naturelle qu’on a 

employé pour l’extraction de la chitine. Elles ont été obtenues le mois de mars 

2006 à partir du port de Bouharoun, Wilaya de Tipaza. 

 

           Les crevettes ont été soigneusement décortiquées en séparant la partie 

abdominale [41] des antennes,  pieds, et  queues [119]. Cela a été entrepris sous 

le prétexte que la partie abdominale contient moins de lipides [41]   

4Kg de crevettes rouges ont donné 105g de la partie abdominale et 110g du reste 

(antennes, pieds et queues). 

Les deux parties des carapaces sont représentées sur la figure 3.1 a et b  

  

                                                  

 a b 

 

Figure 3.1 : Les carapaces des crevettes rouges, a : la partie abdominale, b : la 

partie restante 

 

           Les carapaces ont été lavées plusieurs fois avec l’eau de robinet, séché 

pendant une semaine à l’air libre puis moulues avec un mixeur domestique. 

 

Pour éviter la dégradation microbiologique et enzymatique qui réduit le rendement 

en chitine, les deux parties ont été conservées séparément au congélateur dans 

des sacs en plastique à -20°C  jusqu’au moment d’ut ilisation. [119]   
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          Pour extraire la chitine, les carapaces ont subit un traitement de 

déprotéinisation puis un autre de déminéralisation suivie d’une décoloration et 

finalement le séchage.  

 

3.1.1.2.  La déprotéinisation :  

  

           Les particules de chaque partie ont été ajoutées lentement à l’aide d’une 

spatule et un entonnoir en papier à une solution de NaOH 2,5 M avec une 

proportion de 1:10 (g de carapaces / ml de solution) à température ambiante sous 

agitation constante de 350 rpm pendant 8 heures. [120] 

           Au bout de ce temps, les carapaces ont été filtrées à travers un entonnoir 

de Buchner et lavées plusieurs fois avec de l’eau distillée jusqu’à pH neutre 

(élimination totale du NaOH). 

La déprotéinisation a été entretenu une fois 

 

3.1.1.3.  La déminéralisation :   

 

           Les même carapaces, à la suite de la déprotéinisation, ont été mises 

progressivement dans une solution d’HCl 1,7 M à température ambiante avec un 

rapport carapace : solution de 1:10 (g:ml), sous agitation constante de 350 rpm 

pendant 8 heures. [120] 

Le produit a été filtré et lavé plusieurs fois avec de l’eau distillée jusqu’à pH 

neutre.  

La déprotéinisation a été entretenu une fois 

 

           Le produit obtenu après ces deux traitements est supposé être la chitine. 

Celui issu de la partie abdominale est rose claire et celui issu du reste est de 

couleur plus foncée. Donc une étape de décoloration est demandée. 
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3.1.1.4.  La décoloration :  

 

           Pour éliminer les pigments naturels, la partie abdominale à subit une 

extraction avec l’acétone une fois puis un lavage avec  l’eau distillée plusieurs fois. 

 

           La chitine issue de la partie restante des carapaces a subit un traitement 

différent à cause de sa couleur plus foncée, elle a été mise dans l’acétone à 60°C 

sous agitation constante pendant 30 minutes puis lavée plusieurs fois avec l’eau 

distillée [107]  

 

En prenant en compte que la chitine va être conservé pour plusieurs mois, il fallait 

déshydrater le produit en le lavant 3 fois avec le méthanol. [42]  

 

3.1.1.5.  Le séchage :  

 

           La chitine a été mise sur un plateau en verre à l’air libre pour le séchage 

pendant 3 jours puis mise dans un dessiccateur avant d’être pesée pour 

déterminer le rendement.  

Le produit a été conservé dans une boite en polyéthylène jusqu'à utilisation.   

 

3.1.2.  Préparation du chitosane :   

  

Le chitosane est préparé à partir de la chitine par la désacétylation de cette 

dernière comme suit : 

La chitine a été ajoutée lentement sous agitation constante de 350 rpm à une 

solution de NaOH 50% (poids / volume), mise dans un ballon à fond rond de trois 

cols de 500 ml, pour un rapport chitine:solution de 1:30 (g:ml) et chauffé à reflux à 

la température de 107°C pendant 2 heures [121].  

Les deux produits issus des deux parties des carapaces ont subit le même 

traitement. 

 

Le chitosane obtenu après 2 heures de réaction a été filtré à travers un 

entonnoir de Buchner et lavé avec de l’eau distillée chaude pour éliminer le NaOH 
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jusqu’à pH neutre puis déshydrater avec le méthanol et séché à l’air libre pendant 

3 jours et finalement pesé. 

 

3.1.3.  Caractérisation de la chitine et du chitosa ne :  

 

           Les deux produits ont été identifiés par spectrométrie infrarouge IRTF, par 

analyse élémentaire et par diffraction des rayons X (DRX). 

Le degré de désacétylation de la chitine et du chitosane ont été déterminés par 

analyse élémentaire, et IRTF et titrage potentiométrique, respectivement. 

Le poids moléculaire viscosimétrique du chitosane a été déterminé par la méthode 

viscoscopique. 

 

Le chitosane n’est exposé à l’analyse élémentaire, au titrage potentiométrique et à 

la mesure de viscosité qu’après son nettoyage (voir section prétraitement du 

chitosane). Tandis que l’enregistrement de son spectre IRTF a été fait avant et 

après son nettoyage.  

 

3.1.3.1. Caractérisation par la spectrométrie IRTF :   

 

           Les produits ont été caractérisés par la spectrométrie à transformée de 

Fourier (IRTF) au moyen des pastilles de KBr préparée comme suit : 

Une petite quantité de chaque produit est séchée à 105°C pendant 1heure puis 

moulue. À 2mg de cette poudre on ajoute 150 mg de KBr (qualité IR), bien 

homogénéiser le mélange dans un mortier puis préparer les pastilles sous une 

force de 10.000 N. Le spectre IRTF a été enregistré dans l’intervalle de 400 à 

4000 cm-1. 

 

Le spectre IRTF du chitosane est utilisé également dans la détermination du degré 

de désacétylation en utilisant l’équation suivante : [67]   

 

DD =87.8 -[3(A1655/A3450)]           (eq 3.1) 
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Où A1655 et A3450  sont les absorbances de la bande amide I à 1655 cm-1, une 

mesure du contenu en groupement N-acétyle, et la bande hydroxyle situé à 3450 

cm-1,  respectivement. 

 

3.1.3.2.  Caractérisation par l’analyse élémentaire  : 

 

           La chitine et le chitosane ont été caractérisés par analyse élémentaire. 

Cette analyse est basée sur la combustion de l’échantillon à analysé. Après la 

combustion du biopolymère, les gaz obtenus passent à travers une cellule 

infrarouge entre deux fenêtres de CaF2 où ils seront détectés. 

Les résultats ont été utilisés pour la détermination du degré de désacétylation de 

la chitine à travers l’équation (1.2) 

 

3.1.3.3.  Caractérisation par la diffraction des ra yons X (DRX) :  

 

           Les diffractogrammes de la chitine et du chitosane ont été enregistrés dans 

le rang de 2θ entre 4 et 40°. 

  

3.1.3.4.  Mesure de la viscosité et détermination d u poids moléculaire :     

 

           La mesure de la viscosité dans 0.2 M NaCl / 0.1 M CH3COOH a été faite en 

utilisant un viscosimètre de type Ubbelohde.  

   

Afin de préparer une solution de chitosane de concentration 0.04 g/dl, 0.02g a été 

dissoute dans 50 ml de solvant, laissé pendant 4h à température ambiante puis 

filtré dans un fritté pour éliminer les impuretés.    

 

On a mesuré le temps d’écoulement du solvant en mettant 15 ml dans le tube 

capillaire mis dans un bain marie maintenu à température constante de  

25 ± 0,1°C. Puis, on a mesuré celui du chitosane av ec des concentrations de  

0,04 g/dl, 0,03 g/dl, 0,02 g/dl et 0,01 g/dl en préparant à chaque fois une dilution 

de la solution précédente pour avoir la concentration voulu et en lavant à chaque 

fin de mesure le tube capillaire par le solvant. Les mesures sont refaites plusieurs 

fois et les valeurs prisent en compte sont celles qui ont une différence de 0.1s. 
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Le poids moléculaire viscosimètrique moyen a été calculé en utilisant l’équation de  

Marc-Houwink (equation 1.6) avec: K = 1,81 x 10-3  ml/g et a = 0,93.   

 

3.1.3.5.  Titrage potentiométrique :  

 

           La détermination potentiométrique du degré de désacétylation a été faite 

suivant une méthode de titrage acido-basique modifier par X. Jiang et al [69]  

 

0,3g de chitosane est dissout dans 25 ml d’une solution d’HCl  0,1042 M pendant 

4h puis on lui ajoute 100 ml d’eau distillée. 

Une quantité calculée de KCl (0,737g) est ajoutée à la solution pour ajuster sa 

force ionique (I) à 0,1. [69,122]  

La quantité de KCl est calculée à partir de la formule :  

 

I = ½ Σ zi
2  ci                (eq 3.2) 

                      

avec : 

I : est la force ionique de la solution  

zi : le nombre de charge portée par l'espèce chimique i 

ci : la concentration molaire de l'espèce chimique i (en mol/L)  [123] 

Le titrant était un mélange de NaOH 0,1025 M et KCl  0,1 M. 

La modification portée par X. Jiang et al [69] consiste à fixer l’intervalle de pH, 

dans lequel le titrage sera effectué, entre 2 et 6 puisque au delà du pH 6 le 

chitosane se précipite.  

 

Donc, on ajoute le titrant jusqu’à pH2 puis on ajoute à chaque fois 0,5 ml et on 

note le pH jusqu’à la valeur de 6. 

La courbe de titrage pH = f (VNaOH) sera tracée et le DD sera déterminé par 

l’équation suivante :  

DA= 16,1(y –x) f/w             (eq 3.3) 

Avec : 

            y et x sont les volumes de la solution de NaOH consommés au points        

             d’équivalence (ml) 
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            f  est la molarité du titrant (NaOH) (mol/l) 

            w est le poids initiale du chitosane (g)     

 

3.2.  Formation des complexes chitosane-cuivre  

 

3.2.1.  Prétraitement du chitosane :  

 

            On a constaté, d’après le spectre IRTF, que le chitosane préparé a été 

contaminé. Il a probablement interagit avec des impuretés susceptibles d’être 

présente sur le plateau sur lequel le séchage a été entretenu. 

Dans ce cas, une étape de nettoyage (régénération) avant son emploi dans la 

formation des complexes a été entreprise. 

Le chitosane a été mis progressivement dans un bécher qui contient une solution 

de NaOH 0,2M sous agitation constante à température ambiante pendant 2h, puis 

filtré et lavé avec de l’eau distillée plusieurs fois. Ensuite il a été mis dans un 

mélange méthanol-eau (50-50) sous agitation pour 1h afin d’améliorer 

l’accessibilité du métal aux sites d’azote. [113]  

Le produit après lavage avec l’eau distillée sera séché à l’air libre pendant 3 jours. 

 

3.2.2.  Formation des complexes :  

 

          Sept complexes chitosane-cuivre ont été préparés avec différents rapports 

molaires cuivre:unité glucosamine (l’unité glucosamine du chitosane est 

(C6H11O4N), elle est de 161g/mol). Ils sont regroupés dans le tableau 3.1   

 

           Le chitosane (0.5 g) est mis dans 30 ml d’acide acétique 1%(v/v) pendant 

20h, c’est la quantité qui a été utilisée pour la formation de chaque complexe. 

Sept solutions de nitrates de cuivre Cu (NO3)2.3H2O de 10 ml ont été préparées 

avec des concentrations différentes correspondantes aux rapports molaires de 

chaque complexe. Ils sont représentés dans le tableau 3.2 

 

           Avec un pH mètre on prend le pH de la solution de chitosane présente 

dans un bécher et on l’augmente à 6,2 (pH de formation du complexe chitosane-

cuivre[124]) avec du NaOH 0,1M. Puis on ajoute délicatement à l’aide d’une 
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millipipette la solution appropriée de nitrate de cuivre goutte à goutte sous 

agitation constante et à température ambiante en ajustant le pH de temps en 

temps, après l’ajout de quelques gouttes de la solution métallique, à 6.2. 

 

Tableau 3.1 : Le rapport  molaire correspondant à chaque complexe 

          

Numéro du complexe                  cuivre : unité glucosamine 

       

complexe1                                           1 :1  

          

complexe2                                           1 :2 

          

complexe3                                           1 :3 

          

complexe4                                           1 :4 

          

complexe5                                           2 :1  

          

complexe6                                           3 :1 

          

complexe7                                           4 :1 

          

 
           Après le versement de la totalité des 10 ml de la solution de nitrate de 

cuivre, le mélange est laissé sous agitation constante (350 rpm) pendant 3h à 

température ambiante.  

 

          Au bout de 3h  le complexe formé sera précipité en versant le contenu du 

bécher dans un autre qui contient une quantité en excès (quatre fois celle de la 

solution du complexe) d’une solution du contre solvant qui est le Na2CO3 0,1% 

(poids/volume). 

 

Les précipités obtenus de couleur entre le bleu clair et le bleu foncé ont été lavés 

plusieurs fois avec de l’eau distillée pour éliminer les traces des ions de cuivre 
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présentes sur la surface du complexe, puis lavé par l’éthanol et séchés sous air à 

température ambiante pendant 3 jours puis pesés.  

 
Tableau 3.2 : La quantité de cuivre utilisée dans la formation de chaque complexe 
 
          
Numéro du complexe                         quantité de cuivre (g) 
          
complexe1                                                       0,757 
          
complexe2                                                       0,379 
          
complexe3                                                       0,253 
          
complexe4                                                       0,189 
          
complexe5                                                       1,516  
          
complexe6                                                       2,27 
           
complexe7                                                       3,03  
          
 
 

3.2.3.  Caractérisation des complexes :  

 

           Les complexes ont été identifiés par la spectrométrie IRTF, 

spectrophotométrie UV-VIS, analyse élémentaire et par la spectrométrie 

d’absorption atomique (SAA). Les complexes 6 et 7 ont été caractérisés par la 

diffraction des rayons X (DRX)  

 

3.2.3.1.  Caractérisation par la spectrométrie IRTF  : 

 

           Les pastilles ont été préparées suivant la même procédure et par le même 

appareil que ceux de la chitine et du chitosane  

 

3.2.3.2.  Caractérisation par la spectrophotométrie  UV-VIS : 

 

           Des solutions de chitosane et des sept complexes ont été préparées avec 

une concentration de 3x10-3 g/ml ou 0,3% (poids/volume) dans l’acide 

chlorhydrique 0,3%.   
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La solution de chitosane a été prise comme ligne de base afin de n’avoir que les 

pics dus à la présence du cuivre au sein du complexe. 

 

3.2.3.3.  Caractérisation par l’analyse élémentaire  : 

 

           Les complexes formés ont été caractérisés par analyse élémentaire suivant 

la même procédure et par le même appareil que la chitine et le chitosane. 

 

3.2.3.3.  Caractérisation par la diffraction des ra yons X (DRX) :  
 
           Les diffractogrammes des complexes 6 et 7 ont été enregistrés dans le 

rang de 2θ entre 4 et 40°. Cette analyse est menée dans le bu t d’enregistrer le 

changement de structure dû à la complexation du cuivre. 

 

3.2.3.4.  Caractérisation par SAA :  

 

           La caractérisation des complexes chitosane-ion métallique par SAA peut se 

faire par deux méthodes : [19]  

 

� La méthode indirecte : dans laquelle le filtrat est analysé pour connaître la 

concentration du cuivre qui n’a pas réagie avec le chitosane. En 

connaissant la concentration initiale de cuivre on pourra déduire la quantité 

de cuivre qui a interagie avec le chitosane. 

 

� Méthode directe : dans laquelle une quantité du complexe est dissoute 

dans l’acide nitrique concentré, la solution sera analysé par SAA pour 

déterminer la concentration de cuivre qui a interagit avec le chitosane. 

 

Dans notre travail, on a déterminé la concentration de cuivre dans les complexes  

par la méthode direct comme suit : 

 

On tenant compte du rapport stoichiométrique de chaque complexe, on a préparé 

des solutions qui contiennent théoriquement (c'est-à-dire si le complexe c’est 
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formé effectivement dans le rapport préfixé) 10 ppm de cuivre. La procédure de 

calcul est comme suit : 

Sachant que 10 ppm c’est 10 mg/l, on a calculé le nombre de mole de cuivre qu’il 

y a dans 10 mg de cuivre et on a trouvé 1.57x10-4 mole/l. Puis on a calculé la 

quantité de complexe qu’il faut peser, qui contient 1.57x10-4 mole de cuivre, en se 

basant sur le rapport stoichiométrique de chaque complexe. 

La quantité du complexe calculée sera mise dans 1l de solvant (acide nitrique 

1%), un échantillon de cette solution sera analysé par SAA. 

 

En ayant la vraie quantité de Cu2+ présente dans la solution on peut avoir le vrai 

rapport stoichiométrique dans lequel le complexe c’est formé ainsi que le 

pourcentage de cuivre dans le complexe.  

 

3.3.  Application antibactérienne du chitosane et d es sept complexes :  

 

3.3.1.  Mode opératoire :  

 

3.3.1.1.  L’obtention des colonies de salmonelle :  

 

           Une toute petite quantité du gel conservateur qui contient la salmonelle a 

été transmise avec un inoculateur à anse stérilisé à la flamme dans un tube à 

essai qui contient de l’eau physiologique (0,9%).  

Dans ce tube on introduit un écouvillon qui a une extrémité en coton hydrophile 

pour prendre quelques gouttes d’eau et les étaler sur la surface d’une gélose 

hektoén (la gélose (agar) est un polysaccharide isolé à partir des algues marines 

rouges [125]). Elle est préparée en faisant fendre la gélose hektoén dans un bain 

marie puis on lui ajoute l’aditif hektoén. Une fois refroidit on la fait écouler dans les 

boites de pétri en plastique et on la laisse se gélifier pendant quelques minutes 

avant utilisation directe ou conservation à froid pour quelques jours. 

La boite sera incubée dans une étuve à 37°C pour 24 h, au bout de ce temps des 

colonies de salmonelle vont apparaître sur la surface de la gélose hektoén. 
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                          a 

                                    b 

Figure 3-2 : La gélose Hektoen a : avant incubation, b : après incubation 

 

 

3.3.1.2.  Préparation de la suspension de bactéries  : 

 

           Suivant les recommandations microbiologiques de l’association 

européenne de saucisse naturelle (European Natural Sausage Casings 

Association (ENSCA)) la concentration acceptable des entérobactéries et la S. 

Aureus est inférieur à 102 bactérie/g et la limite maximale pour les mêmes 

bactéries est entre 103 et 104 [126]. 

 

           Les tests antibactériens dans tous les articles consultés sont effectués pour 

des suspensions de bactéries qui contiennent entre 105 et 106 bactérie/ml. 

Probablement parce que ce n’est qu’à partir de cette concentration que ce genre 

de bactéries devient dangereux.  

 

           Le but ici est de préparer une suspension de bactérie qui contient entre 105 

et 106 bactérie/ml.  

Dans un tube à essai qui contient 10 ml d’eau physiologique on met une ou deux 

colonies de salmonelle (suivant sa taille) à l’aide d’un inoculateur à anse et on 

mesure l’absorbance de cette suspension à 620 nm. 
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Il est connu que le spectre UV-VIS des microorganismes et les suspensions des 

bactéries contient des informations quantitatives sur leurs propriétés tel que le 

nombre, la taille, la forme, la composition chimique, et la structure interne. [127]  

 

Une suspension de bactéries qui a une absorbance entre 0,22 et 0,32 à 620 nm 

est une suspension qui contient approximativement 108 bactérie/ml 1. 

 

           Afin d’avoir une suspension moins diluée qui contient entre 105 et 106 

bactérie/ml, celle qui contient 108 bactérie/ml a subit une série de dilutions (6 

dilutions) comme suit : 

1ml de cette dernière est transmis sous des conditions aseptiques dans un autre 

tube à essai qui contient 9 ml d’eau physiologique. Bien mélanger puis 

retransmettre 1ml de la suspension de ce deuxième tube à un troisième tube qui 

contient à lui aussi 9 ml d’eau physiologique, refaire la même procédure jusqu’au 

sixième tube. 

 

1ml de la  sixième suspension est mis dans une boite de pétri en plastique stérile, 

on verse dessus environ 25 ml de gélose hektoén, à laisser se gélifier pendant 

quelques minutes puis on l’incube à 37°C pour 24h .  

Au bout des 24h, les bactéries sont visibles sur la surface de la gélose. On les 

dénombre à l’œil nu, le nombre de bactéries trouvé sera multiplié par le facteur de 

dilution (10 fois) pour trouver le tube qui contient la suspension voulue et qui sera 

utilisé par la suite.   

 

3.3.1.3.  Préparation et stérilisation des solution s des produits :  

  

           Pour préparer des solutions de chitosane et des sept complexes de 

concentration 1% (ou 10 mg/ml), 0.1g de chaque produit est mis dans 10 ml d’HCl 

0.3% (préparé en mettant 1,6 ml d’HCl 37% dans 200 ml d’eau distillée). 

 

A partir de cette solution on a préparé une autre plus diluée de concentration 0,1% 

(ou 1mg/ml) en mettant 1ml dans 10ml de solvant.  
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Ces solutions avant chaque usage doivent être mise dans l’autoclave à 121°C 

pendant 15 à 20 min [71,75,128] afin de les stériliser.   

 

3.3.2.  Evaluation de l’activité antibactérienne de s produits :   

 

L’activité antibactérienne du chitosane et des complexes chitosane-cuivre (II) a été 

évaluée quantitativement et qualitativement. [139]  

 

3.3.2.1.  Evaluation qualitative :  

 

           Dans notre travail, les tests qualitatifs sont réalisés par la détermination du 

taux d’inhibition. [117,130]  

La procédure suivie pour la détermination du taux d’inhibition est comme suit : 

Dans des tubes à essai qui contiennent 5 ml de bouillon nutritif on a mis 20µl de la 

solution du produit (le chitosane et chaque complexe à part) de concentration 1%, 

un autre tube à été réservé uniquement à l’HCl 0,3%. 

Dans chaque tube on a ajouté 20 µl de la suspension de bactérie de 105 - 106 

bactérie/ml préparée précédemment. Les neuf tubes seront incubés à 37°C pour 

24 h. L’expérience est refaite trois fois. 

L’absorbance de chaque solution est mesurée dans des conditions aseptiques à 

620 nm avant et après incubation. 

Le taux d’inhibition du chitosane et des sept complexes est calculé par l’équation 

suivante proposée par H. Liu et al [8]  

 

                                                               APr -APr0 
                           Taux d’inhibition = 1-                      x100%                (eq 3.4)        
      AHCl -AHCl0 

APr0 : est l’absorbance du milieu bactérien avec le produit avant incubation 

APr    : est l’absorbance du milieu bactérien avec le produit après incubation 

AHCl0 : est l’absorbance du milieu bactérien avec la solution d’HCl avant incubation 

AHCl   : est l’absorbance du milieu bactérien avec le produit après incubation 

   

           1 Cette information ainsi que toute la procédure à suivre pour la préparation 
de la suspension de bactéries de 105 et 106 bactérie/ml ont été testés, confirmés 
et fournis par le laboratoire de microbiologie du CRD SAIDAL d’Alger. 
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 3.3.2.2.  Evaluation quantitative :  

 

Ces tests sont réalisés en déterminant les valeurs de :  

1-La concentration minimale inhibitrice (CMI) qui est définit comme la plus faible 

concentration du produit qui inhibe complètement la multiplication des bactéries 

après incubation de durée entre 19 et 32h (à négliger une seule colonie ou une 

faible brume causée par inoculation). [7,128, 130]  

 

2-La concentration minimale bactéricide (CMB) est définit comme étant la plus 

faible concentration de produit qui tue 99,9% des bactéries. [71]   

La CMB est déterminée à partir des tubes utilisés dans la détermination de la CMI 

en testant la vie des microorganismes présents dans ces tubes et qui ne montrent 

aucune multiplication. [7,71] 

 

           Nos tests quantitatifs sont basés sur la méthode conventionnelle de dilution 

de bouillon. 

 

3.3.2.2.1.  Détermination de la CMI :  

 

           Dans notre travail la CMI est déterminé par la méthode de dilution de 

bouillon (dilution broth method).  

Chacun des treize tubes à essai contenant 5 ml de bouillon nutritif est mis dans 

l’autoclave à 121°C pendant 15 à 20 min. [71]  

Au premier tube on ajoute 5 ml de la solution stérile du produit de concentration 

0,1%. Bien mélanger puis transmettre 5ml du mélange au deuxième tube et ainsi 

de suite jusqu’au douzième tube. 

De cette façon on aura dans chaque tube la moitié de la quantité de produit qu’il y 

avait dans le tube avant comme suit :  

 

Tube1 contient 0.1%  soit 1mg/ml 

Tube2 contient 0.05% soit 0.5 mg/ml 

Tube3 contient 0.025% soit 0.25 mg/ml 

Tube4 contient 0.0125% soit 0.125 mg/ml 

Tube5 contient 0.00625% soit 0.0625mg/ml soit 62.5 µg/ml 
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Tube6 contient 0.00312% soit 0.0312mg/ml soit 31.2 µg/ml 

Tube7 contient 0.00156% soit 0.0156mg/ml soit 15.6 µg/ml 

Tube8 contient 0.000781% soit 0.00781mg/ml soit 7.81µg/ml 

Tube9 contient 0.000390% soit 0.00390mg/ml soit 3.9 µg/ml 

Tube10 contient 0.000195% soit 0.00195mg/ml soit 1.95 µg/ml 

Tube11 contient 0.000097%  soit 0.00097mg/ml soit 0.97 µg/ml 

Tube12 contient 0.0000488% soit 0.000488mg/ml soit 0.488 µg/ml 

Le treizième tube est un contrôleur (témoin) (ne contient pas de produit). 

 

            Les tubes seront incubés à 37°C pour 24 h puis les bactéries seront 

dénombrées sous microscope. Le tube qui contient la CMI est celui qui contient la 

plus faible concentration de produit qui, sous microscope, ne montre aucune 

bactérie. Les expériences sont refaites trois fois. 

 

3.3.2.2.2.  Détermination de la CMB  : 

  

           La CMB est déterminée à partir des tubes utilisés dans la détermination de 

la CMI en testant la vie des microorganismes présents dans ces tubes et qui ne 

montre aucune multiplication. [7,71] 

 

A l’aide d’un écouvillon, une goutte de chaque tube utilisé dans la détermination 

de la CMI est transmise et étalée sur la surface d’une gélose hektoén puis incubé 

à 37°C pour 24h. 

La multiplication de ces bactéries prouve l’existence de ces germes dans le tube 

original. Au contraire, si aucune multiplication n’est observée cela démontre que le 

tube original ne contient aucune bactérie vivante et le produit est considéré 

bactéricide à cette concentration. Tous les essais sont refaits trois fois. 

 

3.3.2.3.  Analyse statistique des résultats :  

 

           A l’aide du logiciel STATITCF, nous avons effectué l’analyse statistique, 

analyse des variances, de nos résultats obtenus des tests antibactériens.   
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Quand cette analyse des variances révèle des différences considérables, une 

comparaison des moyennes à l’aide du test NEWMAN et KEULS permettra de 

faire un classement des produits testés à un seuil d’erreur de 5%. 

Les résultats statistiques sont exprimés par la probabilité (P) qui permet de 

déterminer le niveau de différence entre les produits testés. 

 

Une probabilité (p) p < 0.001 : la différence entre les produits est très hautement 

significative. 

Une probabilité (p) 0.001< p <0.01 : la différence entre les produits est hautement 

significative. 

Une probabilité (p) 0.01< p <0.05 : la différence entre les produits est significative. 

Une probabilité (p)  p>0.05 : la différence entre les produits est non significative. 

 

Le test NEWMAN-KEULS permet de constituer des groupes de traitements 

homogènes en se basant sur les valeurs des plus petites amplitudes significatives 

(ppas). [131] 
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CHAPITRE 4 

RESULTATS ET INTERPRETATIONS 

 

 

 

4.1.  Extraction de la chitine et sa conversion en chitosane :  

 

4.1.1.  Rendement des réactions :  

 

           Les résultats de caractérisation montrent que seulement la partie 

abdominale des carapaces des crevettes rouges contient de la chitine. Les 

masses de chitine et du chitosane obtenus sont présentées dans le tableau 4.1 

 

Tableau 4.1 : Les masses (g) des carapaces utilisées, la chitine et le chitosane 

obtenus  

 

partie abdominale  chitine chitosane 

105 20.23 19.64 

 

L’extraction de la chitine a été faite à partir de la partie abdominale avec un 

rendement de 19.27%. 

Sa conversion en chitosane a eu pour rendement  97.08% soit un rendement de 

18.71% à partir de la partie abdominale.   

Ces résultats sont très acceptables vu que les carapaces des crustacées 

contiennent entre 14% et 35% de chitine. [37]  

 

4.1.2.  Identification de la chitine et du chitosan e : 

 

          La chitine et le chitosane ont été identifiés par IRTF, analyse élémentaire, et 

par diffraction des rayons X 
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4.1.2.1.  Identification de la chitine et du chitos ane par IRTF :  

 

4.1.2.1.1.  Présentation des résultats :  

 

           L’analyse des spectres IRTF des deux produits, issus de la partie 

abdominale et la partie restante des carapaces, montre l’existence de la chitine 

uniquement dans la partie abdominale des carapaces et c’est cette chitine qui a 

été désacétylée pour avoir le chitosane. (Figure 4.1 et 4.2). 

 

           Les spectres de la chitine, du chitosane, du chitosane contaminé et du 

chitosane nettoyé sont présentés dans les figures 4.1, 4.3, 4.4 et 4.5, 

respectivement. Les spectres de la chitine et du chitosane sont très similaires à 

ceux publiés dans la littérature. [41,47,122,112,132]  

A titre comparatif, on présente si après (figures 4.6, 4.7 et 4.8) l’un des spectres 

IRTF de la chitine et du chitosane qui sont très similaires à notre résultat. 

 

          Les spectres IRTF de la chitine et du chitosane avant et après nettoyage 

présentent les bandes suivantes : (le premier chiffre représente la bande de la 

chitine les deux chiffres entre parenthèses représentent les bandes de vibration du 

chitosane et le chitosane nettoyé, respectivement) 

 

- L’α-chitine issu de la partie abdominale des carapaces des crevettes est 

caractérisée par une bande large avec un sommet intense à 3447 cm-1 attribuée 

aux vibrations d’allongement des groupements hydroxyles (OH) [122] et un autre 

sommet moins intense à 3266 cm-1 attribuée aux vibrations d’allongement des 

groupements amines (NH). 

Dans le spectre du chitosane, la bande de vibration d’allongement des 

groupements hydroxyle (OH) apparaît comme une large bande à 3448 cm-1 et à 

3446 cm-1 pour le chitosane et le chitosane nettoyé, respectivement. Les bandes 

amines (NH) apparaissent comme un épaulement à 3276.16 cm-1 et à 3276.51 

cm-1 dans les spectres du chitosane et du chitosane nettoyé, respectivement. 

[73,133]  
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Ces bandes majoritaires sont larges et se chevauchent à cause des liaisons 

hydrogène inter et intramoléculaire. [67,134]  

 

-La bande amide I à 1653 (1657, 1657) cm-1 est attribuée aux vibrations de 

déformation de C=O [135,136], elle est caractéristique de l’unité acétylé du 

chitosane. [134] (figure 1.2) 

 

-La bande amide II qui correspond à la vibration de déformation des groupements 

NH et qui apparaît dans le rang de 1640 cm-1 à 1550 cm-1 comme une forte bande 

[137] est présente dans les trois spectres comme suit : 

 - dans le spectre de la chitine deux bandes à 1628 cm-1 et à 1554 cm-1  

 - dans le spectre de la chitosane brut deux bandes à 1625 cm-1 et à 1562 cm-1 

 - dans le spectre de la chitosane nettoyé deux bandes à 1626 cm-1 et 1559 cm-1   

 

L’attribution de ces deux bandes d’absorption à la bande amide II est largement 

reportée dans la littérature. [66,83,135]  

-La bande à 1316 cm-1 (1317 cm-1, 1316 cm-1) correspond aux vibrations de 

déformation des groupements CO-NH soit la bande amide III. [49]   

 

-Les deux bandes à 2929 cm-1 et à 2961 cm-1 dans le spectre IRTF de la chitine 

sont attribuées aux vibrations d’allongement asymétrique des groupements CH. 

[83,138]  

Dans les spectres du chitosane on n’observe qu’une seule bande à 2923 cm-1 et à 

2921 cm-1  pour le chitosane et le chitosane nettoyé, respectivement. Cette bande 

est l’une des bandes caractéristiques du chitosane. [7,88,137] 

 

-La bande à 2883 cm-1 (2883 cm-1, 2882 cm-1) est associée aux vibrations 

d’allongement symétrique de CH2. [137,139]  

 

-La bande intense à 1074 cm-1 (1077 cm-1,1076 cm-1) est associée aux vibrations 

d’allongement de C-O du C3 du chitosane (OH secondaire), celle à 1024 cm-1 

(1029 cm-1 ,1027 cm-1) est attribuée aux vibrations d’allongement de C-O de C6  

du chitosane (OH primaire). [73]  
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-La bande à 1423 cm-1(1420 cm-1,1422 cm-1) est attribuée au vibration de 

déformation de la liaison CH2 et à l’orientation des groupements hydroxyle 

primaires dans le polysaccharide [66] et aux réarrangement des liaisons 

hydrogène pour avoir l’orientation la plus favorable des groupements OH primaires 

dans la région amorphe du polysaccharide. [50]   

 

-La vibration de déformation asymétrique du bridge C-O-C apparaît à  

1155 cm-1(1155 cm1 ,1155 cm-1). [12,54,73,83,134]   

 

-La bande de vibration de déformation de CH apparaît à 894 cm-1 (897 cm-1, 

897 cm-1) et la bande de  vibration de déformation des groupements amine (NH2) 

apparaît à 697 cm-1 (611 cm-1, 667 cm-1). Leur présence prouve que ni le cycle 

glucopyranosique ni les groupements amines n’ont été  détruit. 

[61,82,124,137,138]  

 
 
-La bande pointue à 1378 cm-1(1379 cm-1, 1378 cm-1) correspond à la déformation 

symétrique des groupements CH3. [61,138]   

 

-la bande à 3107 cm-1 (3115 cm-1, 3113 cm-1) est attribuée aux liaisons 

d’hydrogène intermoléculaire. [140]  
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Figure 4.1 : Le spectre IRTF du produit issu de la partie abdominale des carapaces (la chitine) 
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Figure 4.2 : Le spectre IRTF du produit issu de la partie restante des carapaces 
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Figure 4.3 : Le spectre IRTF du chitosane 
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Figure 4.4 : Le spectre IR du chitosane contaminé 
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Figure 4.5 : Le spectre IR du chitosane nettoyé 
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Figure 4.6 : Spectre IRTF de ; a : α-chitine et b : β-chitine [112] 
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Figure 4.7 : Spectre IRTF du chitosane de DD de 92% préparé à partir des carapaces des crevettes [132] 

 

 
 
 

Figure 4.8 : Spectre IRTF du chitosane [47] 
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4.1.2.1.2.  Interprétation des spectres IRTF de la chitine et du chitosane :  

 

           La différence principale entre les spectres de la chitine et du chitosane 

réside dans la région de 1500 à 1700 cm-1 [47]  (voir figure 4.1, 4. 3 et 4.5) 

Dans le spectre de la chitine la bande à 1656 cm-1 qui représente le contenu en 

groupement acétyle (bande caractéristique de la chitine) est intense par rapport à 

celle à 1628 cm-1 qui représente la fraction désacétylée. 

Dans le spectre du chitosane, on observe une intensification de la bande à 1628 

cm-1 par rapport à celle à 1656 cm-1 indiquant une désacétylation effective de la 

chitine. Une désacétylation traduite aussi par le déplacement de la bande amide II 

présente à 1554 cm-1 dans la chitine vers les plus hautes fréquence à 1562 cm-1 

dans le chitosane [15]. Cette bande n’apparaît qu’en faible intensité dans le 

spectre du chitosane. [41]  

Les bandes d’absorption dans cette zone sont plus intenses dans le spectre de la 

chitine par rapport à leur voisinage, par contre dans celui du chitosane elles 

apparaissent avec une intensité modérée. C’est une allure est présente aussi 

dans les spectres de la chitine et du chitosane publiés. [41,47]  

 

           Quand les deux bandes à 3448 cm-1 et 3415 cm-1 qui représentent νOH et   

νNH  apparaissent avec une certaine intensité, on observe deux bandes à 1625 et 

1657 cm-1 [47], c’est le cas pour le spectre du chitosane.  

 

           Plusieurs publications ont reporté d’après Brugnerotto [136] que les bandes 

caractéristiques du polysaccharide sont celles à 1155 (1155, 1155) cm-1 (νCOC), 

1074 (1077,1076) cm-1 (νCO de C3), 1024 (1029, 1027) cm-1 ( νCO de C6) et à 894 

(897, 897) cm-1 ( δCH ).[7,82]   

La présence de ces bandes dans les trois spectres indique la nature 

polysaccharide des trois produits. [7,88]  

 

           L’absence d’une bande autour de 3500 (c’est le cas dans les trois spectres) 

indique la participation des groupements OH du C3 (OH secondaire) et –CH2OH 

du C6 (OH primaire) dans les liaisons hydrogène inter et intramoléculaire et donc 

l’absence de groupements OH libres. [50] 
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           Le déplacement de la bande présente au dessus de 3000 cm-1(à 3266 cm-1 

dans le spectre de la chitine) vers les plus hautes fréquences dans le chitosane (à 

3415 cm-1) indique l’augmentation de l’ordre dans la structure du chitosane. [50]   

Une haute cristallinité du produit est traduite aussi par la présence d’une bande 

pointue à 611cm-1. [141]   
 

           La bande de vibration d’allongement des groupements OH et NH présente 

dans le spectre du chitosane avant nettoyage sont fortement chevauchées 

puisqu’elles apparaissent comme une forte bande à 3448 cm-1 (νOH) avec un petit 

épaulement à 3276.16 cm-1 (νNH) . Après nettoyage, ces deux bandes sont moins 

chevauchées puisque la bande νNH apparaît sous forme d’un palier bien visible à 

3276 cm-1. 

Cette diminution de chevauchement peut être expliquée par la réduction des 

liaisons hydrogène inter et intramoléculaire [67,134] comme conséquence du 

traitement de nettoyage qu’a subit le chitosane avant la réaction de complexation.  

Ce changement structurale affecte l’allure et l’emplacement des bandes amide I et 

amide II dans le spectre du chitosane nettoyé et implique la modification de 

l’arrangement des liaisons d’hydrogène et la structure cristalline du chitosane. Une 

modification cristalline traduite aussi par le déplacement et le changement d’allure 

de la bande de vibration de déformation des groupement amine δNH2 située à 611 

cm-1 [141] dans le chitosane brut vers les plus hautes fréquences à  667 cm-1 [134] 

dans le chitosane nettoyé.  

 

4.1.2.2.  Identification par analyse élémentaire :  

 

           Les résultats de l’analyse élémentaire de la chitine et du chitosane sont 

présentés dans le tableau 4.2 
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Tableau 4.2 : Pourcentages expérimentaux et calculés (entre parenthèse) du 
carbone, hydrogène, et d’azote dans la chitine et le chitosane. 
 

Le produit C% H% N% 

chitine 40.72 (47.28) 5.236 (6.45) 5.012 (6.89) 

chitosane 38.79 (44.76) 5.331 (6.89) 5.720 (8.7) 

 

Les résultats expérimentaux sont relativement en accord avec les pourcentages 

calculés. Les pourcentage CHN théoriques sont calculés pour une chitine 

totalement acétylée et un chitosane totalement désacétylé. Pour une chitine de DA 

de 100% extraite à partir des crevettes roses le pourcentage de carbone 

expérimental est de 44.74% et le pourcentage d’azote expérimental est de 6.36%. 

[33]   

Pour nos produits, la chitine est 78.31% désacétylé et le chitosane est 85,94% 

désacétylé ce qui explique, peut être, la légère différence entre les résultats 

expérimentaux et les valeurs calculées. 

 

4.1.2.3.  Identification par la DRX :  

 

           La chitine et le chitosane sont des formes polymorphiques qui se 

produisent dans la forme α- à partir des crevettes et des crabes. [43]   

Les diffractogrammes montrent cinq réflexions cristallines observées pour 2θ dans 

le rang de 5- 40°.  (Figures 4.9 et 4.10 respectivement)   

Les deux pics de diffractions les plus intenses et les plus larges sont situés au tour 

de 2θ de 10° et 20°, ce qui est en accord avec la littér ature. [41,43,66,107,142]   

Dans le diffractogramme du chitosane, l’intensité du pic de diffraction au tour de 

20° (qui est le pic le plus intense) est faible par  rapport à celle du même pic dans 

le diffractogramme de la chitine.  

Y. Zhang et al [43] explique ce fait par l’augmentation du degré de désacétylation. 

(DD de la chitine est de 78% et DD du chitosane est de 85%).  

Ce pic se déplace vers des angles les plus hauts dans le diffractogramme du 

chitosane. Tandis que, le second pic d’un point vu intensité qui est situé au tour de 

10° garde le même emplacement. Ce résultat est en a ccord avec l’étude de Y. 

Zhang et al [43]   
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           D’autre part, la diminution de l’intensité de réflexion au tour de 20° indique 

aussi la diminution du nombre des groupements acétamides avec une structure 

moins ordonnée. Ce qui confirme les donnés du spectre IRTF du chitosane. [66]   

 

           Malgré le changement de cristallinité observé entre la chitine et le 

chitosane, les deux diffractogrammes sont très semblables ce qui confirme la 

désacétylation partielle de la chitine préparée et donc confirme la valeur de DD 

donnée par l’analyse élémentaire. 

 

4.1.3.  Détermination du degré de désacétylation :  

 

           Le degré d’acétylation (DA) est définie comme étant la fraction molaire des 

unités acétylées (unité acétyl glucosamine). Le degré de désacétylation (DD) est 

définie comme étant la fraction molaire des unités désacétylées (unité 

glucosamine). [43]  

DA de la chitine a été déterminé par analyse élémentaire. DD du chitosane a été 

déterminé par IRTF et par titrage potentiométrique. 

 

4.1.3.1.  Détermination du DA de la chitine :  

 

           Les résultats de l’analyse élémentaire présentés dans le tableau. 4.3 

montrent que pour la chitine N% est de 5.012 et C% est de 40.72, donc DD est de 

78.31% soit DA de 21.69%. 
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Figure 4.9 : Le diffractogramme de la chitine 
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Figure 4.10 : Le diffractogramme du chitosane
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4.1.3.2.  Détermination du DD du chitosane :  

 

4.1.3.2.1.  Détermination du DD par IRTF :  

 

           Les valeurs de l’absorbance de quelques bandes sont utilisées dans la 

détermination du DD puisqu’elles sont proportionnelles à la concentration (la loi de 

Beer-Lambert). 

Cela n’est applicable que pour les spectres là où la proportionnalité concentration / 

absorbance est vérifiée (quand l’absorbance A est suffisamment basse ; bien au 

dessous de 1). [56]   

 

           La détermination du DD ou DA (DD = 1 - DA) a été reportée par plusieurs 

auteurs, elle est basée sur la comparaison entre l’absorbance d’une bande qui est 

proportionnelle à la désacétylation (bande de mesure) à l’absorbance d’une autre 

bande qui est indépendante de la désacétylation (bande de référence). [56,57,63]   

Notre chitosane est trouvé être 85,94% désacétylé 

 

4.1.3.2.2.  Détermination du DD par titrage potenti ométrique :  

 

Le degré de désacétylation est calculé en comparant entre le nombre des 

groupements amines libres (par unité de poids de l’échantillon) et le poids de 

l’unité glucosamine [122]. Ce qui nous conduit à l’équation de M.R. Avadi et al [71]  

(l’équation 3.3). 

Titrage potentiomètrique
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Figure 4.11 : Variation du pH en fonction du volume de NaOH 
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La figure 4.11 montrent que y = 10 ml  et  x = 12 ml. 

A partir de cette méthode, le degré d’acétylation est trouvé être égale à 14.35 d’où 

DD est égale à 85.65 qui est une valeur proche de celle déterminée par IR 

(85,94%). 

 

4.1.4.  Mesure de la viscosité et détermination du poids moléculaire du 

chitosane:  

 

Le poids moléculaire viscosimétrique moyen a été calculé en utilisant l’équation de  

Marc-Houwink. A partir de la droite ηsp  / c = f (c) (figure 4.12), La viscosité 

intrinsèque [η] est trouvée être égale à 2,83 dl/g soit 283 ml/g, d’où le poids 

moléculaire viscosimétrique moyen est de 384647 g/mol soit environ 385 KDalton 
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Figure 4.12 : Détermination de la viscosité intrinsèque par la méthode de Huggins 

 

4.2.  Identification des complexes :  

 

Les masses des complexes formés sont données dans le tableau 4.3 

 

Les sept complexes ont été identifiés par spectrométrie IRTF, les 

spectrophotométrie UV-VIS et SAA, et par analyse élémentaire. Les complexes 6 

et 7 ont été caractérisés par la DRX. 
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Tableau 4.3 : Les masses des complexes formés à partir de 0.5 g de chitosane 

 

complexe masse (g) 

complexe1 (1 : 1) 0.751 

complexe2 (1 : 2) 0.62 

complexe3 (1 : 3) 0.62 

complexe4 (1 : 4) 0.62 

complexe5 (2 : 1) 1.213 

complexe6 (3 : 1) 1.393 

complexe7 (4 : 1) 1.688 

 

 

4.2.1.  Identification des complexes par IRTF:  

 

           La première examinations des spectres des complexes chitosane-cuivre 

nous conduit à les classer en quatre groupes selon leur ressemblance d’allure. 

Le premier groupe regroupe les complexes 5, 6 et 7 (figures 4.13, 4.14, 4.15, 

respectivement). 

Le deuxième pour le complexe 1 (figure 4.16). 

Le troisième pour les complexes 2 et 3 (figure 4.17 et 4.18, respectivement) et le 

quatrième pour le complexe 4 (figure 4.19). 

 

Les points communs qui relient les spectres IRTF de tous les complexes sont : 

1- le déplacement de la bande δNH vers les plus grandes fréquences dans tous les 

complexes indiquant la participation des groupements amines dans la 

complexation du cuivre dans tous les complexes formés. 

2-  L’apparition de nouveaux petits pics situés dans la zone de faible fréquence 

entre 540 et 420 cm - 1, ces pics sont attribuées aux vibrations d’allongement des 

liaisons Cu-O et Cu-N [11,29]  

3- la quantité de cuivre complexée (liée) avec le polymère est en relation directe 

avec la diminution de l’intensité et l’emplacement des bandes OH et NH. [21] 
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Les différences observées entre ces spectres reflètent un taux de compléxation et 

une structure différente entre les quatre groupes. Voici une interprétation des 

spectres  IRTF pour chaque groupe à part. 

 

4.2.1.1.  Interprétation des spectres du premier gr oupe (complexes 5, 6 et 7) :   

 

           Les spectres IRTF des complexes 5 (2 :1) ,6 (3 :1) et 7 (4 :1) (figures 4.13, 

4.14, 4.15, respectivement) indiquent la complèxation des ions de cuivre par le 

chitosane à travers les faits suivants : 

 

1-la disparition de la bande δOH associée aux liaisons d’hydrogène à 3113 cm-1 et 

celle due à la vibration d’allongement des groupements CH2 à 2882 cm-1 et 

l’allongement des groupements CH à 2921 cm-1. Avec l’apparition d’une bande au 

dessus de 3500 cm-1 tout à côté de celle de l’allongement vibratoire des 

groupements OH mais avec une intensité très réduite par rapport au spectre du 

chitosane nettoyé. 

Cela indique que les interactions de type liaison d’hydrogène inter et 

intramoléculaire sont très faible et probablement absentes complètement à cause 

de l’implication des groupements OH dans la complexation de cuivre.  

 

2-  La disparition des bandes de vibration d’allongement des groupements C-O de 

C3 (OH secondaire) et la réduction très importante et remarquable de l’intensité 

de la bande d’allongement des groupements C-O du C6 à côté de son 

déplacement vers les plus hautes fréquences (voir le tableau. 4.7), indiquent leur 

engagement dans des liaisons de coordination avec le cuivre. 

 

3-  La présence des bandes δCH à 885 cm-1 et δNH2 à 676 cm-1 légèrement déplacé 

par rapport à ceux du chitosane nettoyé du fait de la complexation (voir le tableau. 

4.7),  prouve que le cycle pyranosique n’est pas détruit et que les groupements 

amines sont impliqués dans la complexation. [134]    
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4- La presque disparition et le déplacement des bandes amide I et amide II qui 

sont caractéristiques des groupements acétyle et amine, respectivement traduit 

non seulement l’engagement des groupements NH2 dans la complexation des 

ions de cuivre mais aussi l’implication des groupements OH du C3 et C6 dans la 

complexation. 

 

 5- La disparition de la bande du bridge peut être expliquée par la 

dépolymérisation de la chaîne du chitosane à cause de l’engagement de l’unité 

glucosamine dans la formation des liaisons de coordination qui sont des liaisons 

fortes capable d’affaiblir jusqu’à détruire les liaisons C-O-C du bridge. [12] 

 
4.2.1.2.  Interprétation du spectre du deuxième gro upe (le complexe1) ;  

 

           Le spectre du complexe 1(figure 4.16) est un spectre intermédiaire entre 

les spectres du premier groupe d’une part et les deux autres groupes d’autre part, 

il est caractérisé par : 

 

1- L’apparition d’une bande au dessus de 3500 cm-1 (à 3512 cm-1) indiquant que 

les interactions de type liaison hydrogène inter et intramoléculaire sont très faible. 

[47,66]   

 

2- La modification remarquable de l’intensité de la bande d’allongement            

vibrationnel des groupements CH2 (à 2886 cm-1) par la diminution de son intensité    

devant celle attribuée aux vibrations d’allongement des groupements CH (à 2929  

cm-1) indique le changement de l’environnement des groupements –NH3
+. [143]  

 
3- Le déplacement de la bande de vibration de déformation des groupements CH2 

vers les plus basses fréquences, indique un arrangement différent des 

groupements hydroxyles primaires et la modification de l’environnement des 

groupements CH2OH. [50]     
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Figure 4.13 : Le spectre IR du complexe 5 (2 : 1) 
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Figure 4.14 : Le spectre IR du complexe 6 (3 : 1) 
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Figure 4.15 : Le spectre IR du complexe 7(4 : 1)
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4- L’apparition de la bande νCOC à 1156 cm-1 montre que la chaîne polymérique du 

chitosane n’est pas détruite, mais son déplacement prouve l’interaction chitosane-

cuivre dans ce complexe. 

 

5- La diminution de l’intensité et le déplacement de la bande à 1655 cm-1 (amide I) 

traduit l’implication des unités acétyleglucosamine dans la complexation de cuivre 

à côté des unités glucosamines  

 

4.2.1.3.  Interprétation des spectres du troisième groupe (complexes 2,3)  

 

           Ces spectres montrent dans leur ensemble une complexation des ions de 

cuivre moins importante que celle présentée par les complexes du premier 

groupe. Cela est dû au rapport molaire cuivre : unité glucosamine employé et par 

conséquence à la quantité de cuivre présente dans la solution lors de la formation 

des complexes. 

 

Les spectres IR des complexes 2 et 3 (figures 4.17 et 4.18) sont caractérisés par : 

 

1- Les bandes d’allongements vibrationnels des groupements OH et NH sont 

chevauchées dans le spectre IRTF du chitosane employé. Son interaction avec le 

cuivre conduit au dévoilement de la bande NH [73] qui apparaît à côté de celle de 

OH. Ce dévoilement est probablement dû à une affectation des liaisons 

d’hydrogène par la réaction de complexation de cuivre. [47,66]     

 

2- La modification remarquable de l’intensité de la bande d’allongement            

vibrationnel des groupements CH2 (à 2886 cm-1) par la diminution de son intensité    

devant celle attribuée aux vibrations d’allongement des groupements CH (à 2929  

cm-1). Ce fait est causé par la diminution du nombre des groupements –NH3
+. 

[143]   

 

Le déplacement de la bande de vibration de déformation des groupements CH2 

vers les plus basses fréquences, indique un arrangement différent des 

groupements hydroxyles primaires et la modification de l’environnement des 

groupements CH2OH. [50]
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Figure 4.16 : Le spectre IRTF du complexe 1 (1 : 1) 
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Figure 4.17 : Le spectre IRTF du complexe 2 (1 : 2) 
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Figure 4.18 : Le spectre IRTF du complexe 3 (1 : 3)
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3- La diminution de l’intensité et le déplacement de la bande à 1656 cm-1 (amide I) 

traduit l’implication non seulement des groupements amines dans la complexation 

de cuivre mais aussi la participation des groupements acétyles dans ces 

réactions.  

 

4- Le déplacement des bandes d’amide II vers 1563 cm-1 est expliqué par la 

réticulation des chaînes du chitosane par le cuivre qui peut jouer le rôle d’un agent 

de réticulation à travers des liaisons de coordination intermoléculaires au sein du 

chitosane. [66]  

  

 5- La disparition de la bande δNH à 1626 cm-1 et son remplacement par un 

épaulement dans les spectres des complexes 2 et 3 indique probablement plus de 

cristallinité dans ces deux complexes chose indiqué aussi par le retour de la 

bande de δNH2 vers 611 cm-1. [47,141]   

 

6- La disparition de la bande δOH associée aux liaisons d’hydrogène située à 3113  

cm-1 dans le spectre du chitosane nettoyé indique de faible interactions de type 

liaison d’hydrogène inter et intramoléculaire. [47,66] 

 

7- Dans le spectre du complexe 2 la bande amide III apparaît sous forme d’un 

épaulement et se déplace vers les plus hautes fréquences dans celui du complexe 

3. C’est un autre changement qui indique la modification de l’environnement de la 

liaison C-N. 

 

8- Le déplacement de la bande νCOC vers les plus grandes fréquences traduit 

l’interaction entre le chitosane et le cuivre. 

 

4.2.1.4.  Interprétation du spectre du quatrième gr oupe (le complexe 4):  

 

           Le spectre IRTF du complexe 4 est différent, dans certains points, de ceux 

des autres complexes. Il présente, par contre, quelques points en commun avec 

celui du chitosane. (Figure 4.19) 
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Les principales caractéristiques de ce spectre sont :  

 

1- Le dévoilement de la bande NH causé par l’interaction du chitosane avec le 

cuivre [73] est plus prononcé dans le spectre du complexe 4 que les complexes 2 

et 3, probablement dû à une interaction chitosane-cuivre différente dans le cas de 

ce complexe.   

 

2- Contrairement aux autres spectres IRTF, dans le spectres du complexe 4 il n’y 

a aucun déplacement des bandes νCO de C3, νCO de C6, νCOC, δCH2, δCH3,  δOH 

liaison hydrogène. 

Cette information très importante prouve que ni les groupements OH primaire ni 

les groupement OH secondaire n’ont contribué à la formation du complexe et le 

bridge C-O-C n’est pas du tout affecté par la complexation du cuivre. 

Cela nous conduit à admettre que pour ce complexe l’ion de cuivre est lié au 

chitosane uniquement à travers le groupement amine. Le reste des sites de la 

sphère de coordination du cuivre sont occupés par les molécules d’eau, suivant le 

modèle du complexe pendant.  
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Figure 4.19: Le spectre IRTF du complexe 4 (1 : 4)
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4.2.2.  Identification des complexes par analyse él émentaire :  

 

           Les résultats de l’analyse élémentaire des complexes chitosane-cuivre et 

leur comparaison avec les pourcentages théoriques sont représentés dans le  

tableau 4.4.   

 

Tableau 4.4 : Pourcentages expérimentaux et calculés (entre parenthèse) de 

carbone, hydrogéne, et d’azote dans les complexes chitosane-cuivre synthétisés. 

 

 C% H% N% 

chitosane 38.79 (44.76) 5.331 (6.89) 5.720 (8.7) 

Le complexe 1 

(C6H11NO4)Cu0.4(OAc)2 

 

28.12 (23.67) 

 

4.138 (3.64) 

 

4.487 (4.602) 

Le complexe 2 

(C6H11NO4)3Cu(OAc)2 

 

29.09 (32.53) 

 

4.27 (5.00) 

 

3.028 (6.32) 

Le complexe 3 

(C6H11NO4)4Cu(OAc)2 

 

30.45 (34.91) 

 

4.482 (5.37) 

 

3.44 (6.79) 

Le complexe 4 

(C6H11NO4)6Cu(OAc)2 

 

34.25 (37.68) 

 

5.019 (5.80) 

 

4.57 (7.32) 

Le complexe 5 

(C6H11NO4)Cu0.8(OAc)2 

 

16.90 (21.85) 

 

2.463 (3.36) 

 

4.260 (4.25) 

Le complexe 6 

(C6H11NO4)Cu0.9(OAc)2 

 

15.04 (21.43) 

 

2.27 (3.30) 

 

4.227 (4.17) 

Le complexe 7 

(C6H11NO4)Cu (OAc)2 

 

11.74 (21.04) 

 

1.868 (3.24) 

 

4.132 (4.09) 

 

           Les pourcentages théoriques du carbone, d’hydrogène et de l’azote sont 

calculés sur la base d’une unité glucosamine du chitosane de formule (C6H11NO4)  

de 161 g/mole en ignorant son hydratation ainsi que l’hydratation de la totalité du 

complexe. C’est la raison principale de la différence enregistrée entre les résultats 

théoriques et expérimentaux. 
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         Les masses molaires des complexes calculées à partir des formules bruts 

déterminé par la spectrophotométrie d’adsorption atomique (SAA) ont conduit à 

des pourcentages de carbone, d’hydrogène et d’azote assez comparables à ceux 

déterminés par l’analyse élémentaire. 

Cela nous conduit à admettre la méthode de calcul utilisée dans la détermination 

de la stoichiométrie des complexes par les résultats de la SAA.    

 

En comparant les résultats de l’analyse élémentaire du chitosane avec ceux de 

ses complexes, on remarque : 

 

� La spécificité qui relie les complexes 5, 6, et 7 par rapport aux autres 

complexes. La large différence observée entre les pourcentages de 

carbone, d’hydrogène, et d’azote dans le chitosane et ces trois complexes 

indique la formation véritable des complexes.  

 

� Contrairement aux autres complexes, il y a une faible différence entre les 

pourcentages enregistrés pour le chitosane et le complexe 4 sauf pour 

l’azote, indiquant la réservation de la même structure de la chaîne 

polymérique même après complexation lors de l’interaction cuivre- 

groupement amine dans le complexe 4.     

  

4.2.3.  Identification des complexes par UV-VIS:  

 

           Le chitosane a été utilisé comme ligne de base pour n’avoir que les pics 

d’absorption dus à la présence du cuivre au sein du chitosane. 

Les spectres UV-VIS enregistrés pour tous les complexes montrent le même pic 

d’absorption située à 215,1nm avec un épaulement. (Tableau 4.5). 

Ce pic d’absorption est situé dans le proche UV (200 à 380 nm), il peut être 

attribuée aux bandes intraligands du chitosane qui existe dans le spectre 

électronique du chitosane à 205nm.  

 
           Ce sont des transitions de type n→π* et π →π* [144]. Ce pic est déplacé 

vers 215 nm dans les spectres électronique des complexes chitosane-cuivre à 
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cause de la présence du métal. L’épaulement observé à la sortie de ce pic est 

causé par la destruction de la symétrie du ligand. 

          Le spectre électronique du complexe 4 est le seul qui a présenté deux pics 

d’absorption, tous les deux sont des pics intraligands. Le premier est identique à 

celui du chitosane et l’autre, correspond à la longueur d’onde d’adsorption 

maximale (λMAX), est identique à celui des autres complexes. Cela reflète la forte 

ressemblance entre la structure du chitosane et le complexe 4 et sa spécificité par 

rapport aux autres complexes.    

 

Tableau 4.5 : Les pics d’absorption UV-VIS des complexes chitosane-cuivre 

préparés 

  

complexe λλλλ (nm) absorption 

1 (1 : 1) 215,1 0,982 

2 (1 : 2) 215,1 0,336 

3 (1 : 3) 215,1 0,785 

4 (1 : 4) 205 

215,1 

0.873 

0,960 

5 (2 : 1) 215,1 0,728 

6 (3 : 1) 215,1 0,902 

7 (4 : 1) 215,1 0,510 

 

 

4.2.4.  Identification des complexes par DRX :  

 

           Les diffractogrammes des complexes 6 et 7 (figures. 4.22 et 4.23) montrent 
plus de pics que celui du chitosane mais qui sont moins large, ce qui révèle la 
formation d’une nouvelle phase cristalline. [23]   
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Figure 4.20 : Le spectre UV des complexes 5, 6, et 7 

 

 
 
 

Figure 4.21 : Le spectre UV des complexes 1, 2, et 3 
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Figure 4.22: Le spectre UV du complexe 4 

 

 
 
 

Figure 4.23: La bande d-d du complexe1 
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Figure 4.24: La bande d-d du complexe2 
 
 

 
 

 
Figure 4.25 : La bande d-d du complexe3
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Figure 4.26 : La bande d-d du complexe4 
 
 

 
 

Figure 4.27 : La bande d-d du complexe5 
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Figure 4.28 : La bande d-d du complexe6 
 
 

 
 
 

Figure 4.29 : La bande d-d du complexe7 
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Figure 4.30 : Le diffractogramme du complexe 6 
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Figure 4.31 : Le diffractogramme du complexe 7
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4.2.5.  Identification des complexes par SAA :  

 

           L’analyse par SAA nous permet d’avoir le pourcentage de cuivre dans 

chaque complexe et le vrai rapport stoichiométrique (cuivre : unité glucosamine) 

dans lequel ils se sont formés [19]. Les résultats sont présentés dans le tableau 

4.6 

 

Tableau 4.6 : Les résultats obtenus de la spectrométrie d’absorption atomique 

 

Numéro 

de 

complexe 

Rapport 

Stoichio-

métrique 

proposé 

Masse 

du 

complexe  

(g) 

Concentration 

de cuivre 

(ppm) 

Pourcentage 

de cuivre1 

(%) 

Le vrai 

rapport 

Stoichio-

métrique 

1 1 : 1 0,013 1,97 15,15 0,4 : 1 

2 1 : 2 0,025 3,16 12,64 1 : 3 

3 1 : 3 0,038 3,74 9,84 1 : 4 

4 1 : 4 0,05 3,21 6,42 1 : 6 

5 2 : 1 0,0063 2,05 32,54 0,8 : 1 

6 3 : 1 0,0084 2,96 35,24 0,9 :1 

7 4 : 1 0,0063 2,60 41,27 1 : 1 

 

 

Le pourcentage de cuivre par unité glucosamine est calculé à partir des résultats 

de SAA par l’équation suivante : 

 

Cu % = Ccu x 10-3 / m x 100          (eq 4.5) 

Avec 

   Ccu est la concentration de cuivre en ppm 

    m  est la masse de complexe utilisé dans l’analyse SAA  

 

Le vrai rapport stoichiométrique est calculé en utilisant l’équation 4.6 pour les 

complexes 1, 2, 3 et 4 et l’équation 4.7 pour les complexes 5, 6 et 7   
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Rapport stoichiométrique = 63,55 x m / 161x Ccu x 10-3       eq 4.6 

 

Rapport stoichiométrique = 161 x Ccu x 10-3 / 63,55 x m        eq 4.7 

 

Avec 

   63,55 est la masse molaire du cuivre  

   161    est la masse de l’unité glucosamine (C6H11O4N)      

   Ccu     est la concentration de cuivre en ppm 

    m      est la masse de complexe utilisé dans l’analyse SAA  

 

4.2.6.  La structure la plus probable des complexes  synthétisés :  

 

           X. Yin et al [12] ont démontré, à partir du spectre RPE d’un complexe 

cuivre-chitosane (1 : 8), que le cuivre forme un complexe avec le chitosane dans 

une géométrie plan carré. 

On a réussi à synthétiser le complexe 1 : 1 (résultat confirmé par SAA) dans 

lequel la sphère de coordination du cuivre à pH autour de 6.1 est [Cu NH2(OH)2] 

avec un quatrième site de coordination occupé par une molécule d’eau ou un 

atome d’oxygène du C3 d’une autre unité glucosamine[100].  

 

           Suivant les données fournies par la littérature et par nos résultats, six  

structures de nos complexes ont été proposées. Cette proposition est basée 

surtout sur le vrai rapport stoichiométrique suivant lequel le complexe s’est formé, 

sur l’examination des spectres IRTF des complexes pour savoir si les sites 

amines, OH du C3, et OH du C6 ont réellement interagi avec le cuivre ou pas, et 

finalement sur les spécificités du spectre électronique et l’analyse élémentaire de 

tous les complexes et particulièrement le complexe 4. 

 

Ces résultats nous conduisent à la proposition suivante (figure 4.24) des 

structures des complexes synthétisés qui sont proches de ceux proposés par X. 

Wang et al [23]  
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Figure 4.32 : Les structures proposées des complexes : a1 et a2 : les complexes 5, 

6 et 7, b : le complexe1, c : le complexe 2, d : le complexe3, et e : le complexe 4  
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4.3. Test de l’activité antibactérienne contre la s almonelle :  

 

4.3.1.  Détermination du taux d’inhibition :  

 

           Les résultats de la mesure des absorbances des solutions de chitosane et 

des sept complexes ainsi que les taux d’inhibition sont présentés dans les 

tableaux 4.7 et 4.8, respectivement. 

L’effet de la présence et la quantité de cuivre au sein du chitosane sur son taux 

d’inhibition est traduit par l’augmentation du pouvoir inhibiteur des produits. 

 

4.3.2.  Détermination de la CMI :  

 

           Les résultats de la détermination de la CMI sont présentés dans la table 4.9 

Les valeurs de la CMI pour les complexes chitosane-cuivre sont de 2 à 7 fois 

moins que celle du chitosane 

 

4.3.3.  Détermination de la CMB :  

 

Les résultats de la détermination de la CMB sont présentés dans le tableau 4.11 
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Tableau 4.7: Les absorbances des solutions (produit + bactérie avant et après incubation) 

 

Absorbance solvant chitosane complexe1 complexe2 complexe3 complexe4 complexe5 complexe6 complexe7 
A1 0.058 0.063 0.220 0.216 0.190 0.166 0.673 0.789 1.327 
A2 0.06 0.058 0.229 0.189 0.187 0.166 0.690 0.769 1.304 
A3 0.05 0.059 0.232 0.195 0.199 0.160 0.689 0.770 1.299 
 
Amoy 

0.056 
±  
0.01 

0.06 
 ±  
0.003 

0.227 
 ±  
0.007 

0.200  
± 
 0.02 

0.192 
 ±  
0.01 

0.164 
 ±  
0.03 

0.684 
 ±  
0.008 

0.776 
 ±  
0.06 

1.31  
± 
 0.014 

A01 0.049 0.046 0.217 0.108 0.190 0.153 0.655 0.79 1.289 
A02 0.051 0.054 0.221 0.2 0.192 0.157 0.677 0.779 1.301 
A03 0.038 0.059 0.237 0.193 0.185 0.164 0.681 0.780 1.301 
 
A0moy 

0.046 
±  
0.006 

0.053  
±  
0.006 

0.225 
 ±  
0.01 

0.197  
±  
0.046 

0.189  
±  
0.003 

0.158  
±  
0.003 

0.671  
±  
0.01 

0.783 
 ± 
 0.005 

1.297  
±  
0.006 

 

 

Tableau 4.8 : Le taux d’inhibition du chitosane et des complexes chitosane-cuivre 

 

 chitosane complexe1 complexe2 complexe3 complexe4 complexe5 complexe6 complexe7 

taux 

d’inhibition 

(%) 

 

46 

 

85 

 

77 

 

77 

 

54 

 

100 

 

100 

 

100 
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Tableau 4.9 : Les valeurs de la CMI en mg/ml  

 

essai Le 

solvant 

chitosane complexe1 

(1 : 1) 

complexe2 

(1 : 2) 

complexe3 

(1 : 3) 

complexe4 

(1 : 4) 

complexe5 

(2 : 1) 

complexe6 

(3 : 1) 

complexe7 

(4 : 1) 

premier 

essai 

 

0.1 

 

0.25 

 

0.0156 

 

0.0625 

 

0.0625 

 

0.125 

 

0.0039 

 

0.0039 

 

0.0039 

deuxième 

essai 

 

0.1 

 

0.25 

 

0.0156 

 

0.0312 

 

0.0625 

 

0.125 

 

0.0039 

 

0.0039 

 

0.0039 

troisième 

essai 

 

0.1 

 

0.5 

 

0.0312 

 

0.0312 

 

0.0312 

 

0.125 

 

0.00781 

 

0.00195 

 

0.00195 

 

moyenne 

 

0.1 

± 

0.00 

 

0.33 

± 

0.125 

 

0.0208 

± 

0.0097 

 

0.0416 

± 

0.016 

 

0.052 

± 

0.02 

 

0.125 

± 

0.00 

 

0.0052 

± 

0.0019 

 

0.00325 

± 

0.001 

 

0.00325 

± 

0.001 
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Tableau 4.10 : Classement des produits par perfection de leur activité antibactérienne 
 
 

Le produit CMI (µg/ml) Emplacement de 
CMI 

Activité 
antibactérienne 

Le chitosane 
 

330 100 < CMI < 500 moyenne 

Le complexe 1 
 

20.8 CMI < 100 bonne 

Le complexe 2 
 

41.6 CMI < 100 bonne 

Le complexe 3 
 

52 CMI < 100 bonne 

Le complexe 4 
 

125 100 < CMI < 500 moyenne 

Le complexe 5 
 

5.2 CMI < 100 bonne 

Le complexe 6 
 

3.25 CMI < 100 bonne 

Le complexe 7 
 

3.25 CMI < 100 bonne 
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Tableau 4.11 : Les valeurs de la CMB en mg/ml 

 

essai Le 

solvant 

chitosane complexe1 

(1 : 1) 

complexe2 

(1 : 2) 

complexe3 

(1 : 3) 

complexe4 

(1 : 4) 

complexe5 

(2 : 1) 

complexe6 

(3 : 1) 

complexe7 

(4 : 1) 

premier 

essai 

 

0.1 

 

0.5 

 

0.0312 

 

0.0625 

 

0.125 

 

0.25 

 

0.0156 

 

0.00781 

 

0.00781 

deuxième 

essai 

 

0.1 

 

0.5 

 

0.0312 

 

0.0625 

 

0.0625 

 

0.5 

 

0.0156 

 

0.00781 

 

0.00781 

troisième 

essai 

 

0.1 

 

0.5 

 

0.0312 

 

0.0625 

 

0.0625 

 

0.25 

 

0.00781 

 

0.00781 

 

0.00781 

 

moyenne 

 

0.1 
± 

0.00 

 

0.5 

± 

0.00 

 

0.0312 

± 

0.00 

 

0.0625 

± 

0.00 

 

0.083 

± 

0.01 

 

0.333 

± 

0.125 

 

0.013 

± 

0.0039 

 

0.00781 

± 

0.00 

 

0.00781 

± 

0.00 



 128 

4.3.4.  Interprétation des résultats :  

 

Les mécanismes possibles de l’activité antibactérienne de nos produits sont : 

 

1- le chitosane, sur la surface cellulaire des bactéries, peut former une membrane 

qui empêche la pénétration des éléments nutritifs à l’intérieur de la cellule 

bactérienne.  

 

2- le chitosane de faible poids moléculaire entre à l’intérieur des cellules. Puisque 

le chitosane peut adsorber et flocculer  les substances électronégatives dans la 

cellule, il détruit l’activité physiologique des bactéries et les tue. [117]  

 

           Le chitosane que nous avons testé pour son activité antibactérienne 

semble être incapable de passer à travers la membrane extérieure des bactéries 

puisque il est de haut poids moléculaire (385 KDa) et puisque aussi que cette 

membrane bactérienne fonctionne comme une barrière extérieure efficace contre 

les macromolécules. Par conséquence, l’accès direct à la partie intercellulaire de 

la bactérie par ce chitosane est improbable. 

 

           L’activité antibactérienne de notre chitosane est supposée être suivant le 

premier mécanisme suivant lequel la charge positive des groupements amines sur 

C2 a conduit à une structure polycationique qui peut interagir avec les composants 

anioniques (lipopolysaccharides, protéines) et les groupements d’acide 

carboxylique chargés négativement présents sur la surface des microorganismes. 

Ils forment ensemble un complexe polyélectrolytique, celui là peut réagir comme 

une couche imperméable autour de la cellule et supprime l’activité métabolique 

des bactéries en bloquant la perméabilité aux éléments nutritifs à travers les 

parois cellulaires. Ce qui conduit à une altération de la structure des parois 

cellulaires et donc la perméabilité de la membrane cellulaire. Ces deux effets 

conduisent à la destruction de la cellule bactérienne. [10,23,36,117] 

 

           Le chitosane testé a montré un faible taux d’inhibition contre Salmonella 

enteritidis (46%) fort probablement à cause de son haut poids moléculaire puisque 

le poids moléculaire est l’un des facteurs principaux qui affectent l’activité 



 129 

 
antibactérienne du chitosane [9,10,88,104], sachant que pour les bactéries à gram 

négatif, avec la diminution du poids moléculaire l’activité antibactérienne 

augmente. [117]   

 

           La valeur de CMI pour notre chitosane est de 0.33 mg/ml. À titre 

comparatif, CMI pour un chitosane de poids moléculaire de 788 kDa est de 0.5 

mg/ml contre la même bactérie. [23] 

Cette légère diminution est due probablement à la différence de poids moléculaire 

entre notre chitosane et celui de la référence.  

  

           L’intensification des groupements amines protonés (NH3
+) sur le chitosane, 

par chélation du cuivre conduit à l’augmentation de la quantité de chitosane 

adsorbé sur la surface des bactéries. [23,36] et par conséquence à l’amélioration 

de l’activité antibactérienne, chose remarquée en examinant les taux d’inhibition et 

les valeurs de la CMI et la CMB des complexes 1, 2, 3, et 4. 

 

           Pour les bactéries à gram négatif, avec la diminution du poids moléculaire 

l’activité antibactérienne augmente. La raison principale de ce fait peut être que le 

chitosane de faible poids moléculaire entre dans les cellules microbiennes plus 

facilement et détruit le métabolisme de la cellule puisque c’est le mécanisme le 

plus favorable pour ce type de bactérie. [117]  

 

           Les complexes 5, 6, et 7 ont cette caractéristique, la dégradation qu’a subit 

le chitosane grâce à la liaison de coordination avec le cuivre permet à ces trois 

complexes non seulement l’intensification de la charge positive sur le chitosane 

mais aussi lui donne la taille favorable pour pouvoir pénétrer à l’intérieur de la 

cellule bactérienne afin de la détruire suivant le deuxième mécanisme.  

Ces complexes ont pu atteindre des valeurs de CMI de l’ordre de quelques µg/ml 

(voir tableau 4.9) avec un taux d’inhibition de 100% (voir tableau 4.8). 

 

           Le mécanisme le plus accepté dans ce cas est expliqué par le fait que le 

chitosane peut altérer la perméabilité de la membrane cellulaire de la bactérie et, 
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encore, empêcher la reconstruction de la cellule par le rassemblement de ces 

constituants. Ce qui conduit finalement au décès définitif de la bactérie [10], c’est 

l’activité bactéricide du chitosane, elle a été testée en déterminant la valeur de la 

CMB. 

 

           Grâce à leur pouvoir pénétrant, les complexes 5, 6, et 7 ont marqué des 

valeurs de la CMB de l’ordre du µg/ml, les complexes 1, 2, 3, et 4, grâce à 

l’intensification de la charge positive sur leurs chaînes, ont marqué des valeurs de 

la CMB plus faibles que celle du chitosane qui est de 0.5 mg/ml (voir tableau 

4.11).    

 

           En conclusion, et selon la méthode proposée par Pessini et al. (2003) et 

utilisée par F. CHAAIB KOURI [145] l’évaluation de l’activité antibactérienne se fait 

comme suit:  

- pour une CMI < 100 µg/ml, l’activité antibactérienne est bonne  

- pour 100 < CMI < 500 µg/ml, l’activité antibactérienne est moyenne  

- pour une 500 < CMI < 1000 µg/ml, l’activité antibactérienne est faible  

- pour une CMI > 1000 µg/ml, l’activité antibactérienne est nulle  

Le classement de nos produits par perfection de leur activité antibactérienne est 

montré dans le tableau 4.10 

 

           Les différences observées entre les valeurs de la CMI et la CMB des 

produits de même taux d’inhibition (les complexes 5,6, et 7) sont probablement 

due aux différents pourcentages de cuivre dans ces complexes. Ces différences 

sont clairement dévoilées dans les résultats du test statistique de NEWMAN-

KEULS qui classe les complexes dans des groupements homogènes (tableau 

4.17)  

 

           A titre informatif, nous reportons ci après (tableau 4.12) les résultats de  

A. V. Yadav et S. B. Bhise [146] qui ont étudié l’activité antibactérienne du 

chitosane caractérisé par une viscosité de 325, déterminé dans 2 M d’acide 

acétique pour une concentration de 1%, et d’un degré de désacétylation de 80%. 

Ils ont étudié son activité contre les organismes de la typhoïde (S. enterica, S. 

enterica var. Paratyphi-A et S. enterica var. Paratyphi-B) et l’ont comparé avec 
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celles des antibiotiques standard (Ciprofloxacin et Sparfloxacin). Ils ont trouvé que 

la valeur de la CMI du chitosane est de 50µl. La méthode utilisée par les auteurs 

est la détermination du diamètre de la zone d’inhibition autour d’un disque en 

papier filtre imbibé dans des solutions de chitosane de différentes concentrations. 

 
Tableau 4.12 : Comparaison entre l’activité antibactérienne du chitosane avec les 

antibiotiques standards contre S. enterica, S. enterica var. Paratyphi-A et S. 

enterica var. Paratyphi-B [146] 

 
 Diamètre de la zone d’inhibition (mm) 

Organisme 
testé 

Ciprofloxacin 
(25 µg) 

 

Sparfloxacin 
(25 µg) 

 

Chitosane 
(50 µg) 

 

Chitosane 
(100 µg) 

 
S. enterica 43 26 20 39 
S. enterica 

var. Paratyphi-
A 

 
43 

 
21 

 
18 

 
38 

S. enterica 
var. Paratyphi-

B 

 
45 

 
24 

 
16 

 
35 

 
 

4.3.5.  Analyse statistique des résultats :  

 

           Dans de nombreuses branches de la biologie, les calculs statistiques sont 

nécessaires pour extraire quelque chose de sensé de certaines données. [148]  

Lorsque nous analysons des données, notre objectif est simple : nous souhaitons 

tirer les conclusions les plus solides possibles à partir d’un nombre limité de 

données.  

Pour réaliser cela, nous devons surmonter un problème majeur : 

Des différences importantes sont souvent masquées par la variabilité biologique et 

/ ou l’imprécision expérimentale, ce qui rend difficile de distinguer les différences 

réelles de la variation aléatoire. 

La rigueur statistique permet d’éviter de commettre ce genre d’erreur, ce sont les 

principales raisons pour lesquelles nous avons besoin d’effectuer des calculs 

statistiques. [131]  

Le tableau 4.13 représente les résultats du calcul statistique : la probabilité et le 

classement des produits en groupes homogènes.  
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Ces résultats indiquent une différence très hautement significative  

(p < 0.001) entre les  produits testés pour la détermination des taux d’inhibition et 

des valeurs de la CMI. Une différence hautement significative (0.003) est 

enregistrée pour les résultats de la détermination des valeurs de la CMB. 

Le classement statistique des complexes testés en groupes homogènes est en 

accord avec l’interprétation de nos résultats concernant la faible différence entre le 

chitosane et le complexe 4. Ce qui est en accord avec le classement des produits 

selon leur valeur de la CMI (tableau 4.9)   

La particularité qui relie les complexes 5, 6, et 7 par rapport aux autres complexes 

est visible dans les résultats du taux d’inhibition. Pour ces complexes malgré le 

taux d’inhibition de 100% enregistré pour chacun d’eux, Ils ne sont pas classés 

dans le même groupe homogène. Cela dévoile la différence entre ces produits 

provoquée par les différents taux de cuivre présent dans ces complexes et qui a 

causé les différences dans les valeurs de la CMI et la CMB enregistrés pour ces 

produits. 
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Tableau 4.13 : Les résultats du calcul statistique  

 

Le taux d’inhibition La CMI La CMB  

Le groupe 

homogène 

La 

probabilité 

Le groupe 

homogène 

La 

probabilité 

Le groupe 

homogène 

La 

probabilité 

Le solvant  

E 

 

/ 

 

/ 

Le 

chitosane 

 

E 

 

A 

 

A 

Le 

complexe 

1 

 

D 

 

C 

 

C 

Le 

complexe 

2 

 

D 

 

C 

 

C 

Le 

complexe 

3 

 

D 

 

C 

 

C 

Le 

complexe 

4 

 

E 

 

B 

 

B 

Le 

complexe 

5 

 

C 

 

C 

 

C 

Le 

complexe 

6 

 

B 

 

C 

 

C 

Le 

complexe 

7 

 

A 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

0.0000 

 

C 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

0.0000 

 

C 

 

 

 

 

 

 

 

 

0.003 
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CONCLUSION 

 

 

Les principaux résultats qu’on peut tirer de ce travail sont les suivants : 

 

           L’utilisation du chitosane à l’état dissous (pH 6.2) pour la formation des 

complexes a mené à avoir moins de liaisons hydrogène et moins de cristallinité et 

donc une meilleure accessibilité aux sites de chélation internes (groupements 

amines).  

 

           Pour les complexes chitosane-cuivre formés, les analyses par SAA ont 

montré que la quantité de cuivre mise en solution n’a pas réagit complètement 

avec le chitosane. Ce qui a conduit à la formation de complexes avec des rapports 

molaires différents de ceux proposés au départ.  

 

           Les conditions opératoires dans lesquels les complexes ce sont formés 

sont douces (température ambiante) donc elles ne peuvent pas conduire à la 

dépolymérisation du chitosane. La  dégradation du produit observée dans les 

complexes 5,6 et 7 est dû uniquement à la liaison de coordination (liaison forte) 

établis entre les groupements amines et hydroxyles de l’unité glucosamine et les 

ions de cuivre (II) qui a affaibli les liaisons du bridge. 

 

           L’introduction du cuivre au sein du chitosane par chélation a conduit à 

l’amélioration de son activité antibactérienne contre la salmonelle enteritidis. 

 

           Le chitosane semble être incapable de passer à travers la membrane 

extérieure des bactéries puisque cette membrane fonctionne comme une barrière 

extérieure efficace contre les macromolécules. Le mécanisme avec le quel il a pu 

avoir un taux d’inhibition de 46% est probablement sa réaction, grâce à la charge 

positive des groupements amines, comme une couche imperméable autour de la 
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cellule bactérienne ce qui conduit à une altération de la structure des parois 

cellulaires et donc à la destruction de la cellule bactérienne.  

 

           En plus de son activité antibactérienne, l’introduction du cuivre au sein du 

chitosane conduit au renforcement de la charge positive des groupements amines. 

Ces deux facteurs conduisent à l’amélioration de l’effet antibactérien des 

complexes 1, 2, 3, et 4 suivant le même mécanisme que celui du chitosane. 

 

           Dans le cas des complexes 5, 6, et 7, en plus de l’intensification de la 

charge positive sur les sites amines, la dépolymérisation du chitosane, sous l’effet 

des liaisons de coordination, permet à ces complexes l’accès direct et facile à la 

partie intercellulaire de la bactérie et détruire ainsi le métabolisme de la cellule. 

Ces complexes ont marqué les meilleurs résultats avec un taux d’inhibition de 

100% et des valeurs de la CMI et la CMB de l’ordre du µg/ml.  

 
           Dans notre travail, l’effet de la liaison de coordination et la corrélation 

structure - activité antibactérienne des complexes chitosane-cuivre ont été 

évaluée.  

 

           Tous les résultats montrent que les complexes formés, en particulier ceux 

de rapport molaire prés de 1 : 1 sont des candidats potentiels comme nouveaux 

agents antibactériens pouvant être utilisés dans la lutte contre la salmonelle et 

donc ils peuvent être utilisés, par exemples, comme des films protecteurs tout en 

contrôlant la quantité de cuivre dans le produit.  
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