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I. Généralités 

La biomasse lignocellulosique est utilisée dans de nombreux domaines: production de 

biopolymères (utilisation pharmaceutiques, médicale,…), d’énergie et la transformation des 

matériaux lignocellulosiques (panneaux composites, pâtes à papier et produits papetiers). 

Parmi les diverses productions agricoles, les graminées constituent une source importante 

pour l’alimentation humaine (céréales) et animale (nourriture des herbivores producteurs de 

viande) mais sont également utilisées dans le domaine non alimentaire (matériaux, papier, 

bioéthanol,…). Cependant, une grande part de la biomasse des graminées est peu valorisée. 

L’amélioration des procédés de transformation suppose une meilleure connaissance de la 

structure de la matière première.  

La structure chimique des parois de graminées, moins étudiée que celle du bois présente 

des caractéristiques distinctes. En effet, la teneur en lignine des parois cellulaires de 

graminées est plus faible que celle des bois de gymnospermes et d’angiospermes, mais par 

contre la structure chimique de ces lignines est beaucoup plus complexe[1-3]. De plus, les 

hémicelluloses de graminées sont réticulées avec la lignine par l’intermédiaire des acides 

phénoliques (acide férulique et p-coumarique), ce qui conduit à la mise en place d’une 

structure ternaire lignine-acides phénoliques-hémicellulose[4 ,5]. Ces complexes limiteraient la 

déstructuration des composés pariétaux[6]. L’étude des propriétés associatives de ces 

polymères et de leur assemblage supramoléculaire est susceptible de fournir des éléments 

déterminants pour la compréhension de la structure et des propriétés de la paroi et par 

conséquent la bioconversion des ressources lignocellulosiques. 
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II. La paroi végétale                                                                                                                    

La paroi végétale est une structure extracellulaire organisée et complexe, semi rigide et 

dynamique qui enveloppe la membrane cytoplasmique des cellules végétales. Parmi des 

nombreuses fonctions, elle joue un rôle essentiel dans les propriétés mécaniques des organes, 

participe à la croissance des tissus et assure un rôle de barrière qui permet aux cellules de 

résister à la pression osmotique et aux attaques des pathogènes. 

La paroi végétale est un composite pluristratifié hiérarchisé composé d'un assemblage de 

divers polyosides (cellulose, hémicelluloses et pectines) imprégnés de composés phénoliques 

dont les lignines[7,8] (Figure 1A) sans exclure l'intervention de certaines protéines[9]. La nature 

et les proportions relatives de ces différents polymères varient selon la plante considérée et 

son développement[10].  

A BA BA B

 

Figure 1 : A) Modèle d’association des polymères de la paroi végétale lignifiée. B) 

Représentation schématique d’une paroi végétale montrant ces différents niveaux 

d’organisation, 

 

Ces polymères organisés en trois couches hétérogènes et dynamiques évoluent en 

fonction du type et de la physiologie des cellules. On distingue, la lamelle mitoyenne, la paroi 
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primaire et la paroi secondaire (Figure 1B). Ces régions pariétales présentent des 

compositions chimiques et des organisations supramoléculaires distinctes correspondant à des 

stades successifs de maturation[9 ,11]. En conséquence, la formation de la paroi est un 

ensemble de processus soumis à la fois à des contraintes biosynthétiques (disponibilité des 

enzymes par exemple) mais également à des contraintes physico-chimiques  (gradient de 

concentration, gradient de macromolécules, variabilité structurale des polymères etc….). La 

prise en compte des caractéristiques physicochimiques des réseaux pariétaux est indispensable 

à la compréhension de la formation et l’architecture de la paroi végétale et par conséquence 

leurs propriétés ultérieures (aptitude au fractionnement, porosité, etc….). 

La possibilité de construction d’un ensemble macromoléculaire est définie par des 

associations intra- et intermoléculaires. S’il on prend l’exemple des microfibrilles de 

celluloses, on peut définir plusieurs niveaux de mise en place dans la paroi: les monomères de 

glucose se polymérisent en des chaînes de glucose qui s’allongent par des liaisons osidiques, 

ces chaînes de glucose s’associent essentiellement par des liaisons d’hydrogène, formant les 

microfibrilles de cellulose. Les microfibrilles se groupent en macrofibrilles qui s’incorporent 

dans la paroi (Figure 2). Si ce schéma est évident dans le cas de la cellulose, il est beaucoup 

moins simple dans le cas de la matrice lignocellulosique, car toutes ses fonctionnalités 

(support mécanique, cohésion, susceptibilité aux dégradations chimiques et enzymatiques) ne 

sont pas encore complètement comprises. Une meilleure approche des fondements des ses 

fonctionnalités consiste à prendre en compte les processus d’assemblage de cette matrice et de 

caractériser l’organisation supramoléculaire qui en découle. Ces deux paramètres (processus 

d’assemblage et organisation finale), sont une clé essentielle pour une meilleure maîtrise du 

désassemblage des composés pariétaux et par conséquence leurs utilisations dans les 

différents processus d’application.  
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Figure 2 : Ensemble d’évènements impliqués par la mise en place de la cellulose dans la 

paroi. A : cellobiose unité de base de la cellulose constituée de deux glucose liés en β-(1-4) 

par une liaison glycosidiques ; B : chaîne de cellulose ; C : structure de microfibrilles, 

assemblage de molécules de cellulose ; D : fragment de macrofibrilles montrant les 

microfibrilles ; E : fragment de la couche pariétale montrant  des microfibrilles de cellulose 

(blanc) et une matrice de hémicellulose /lignine (noir) (d’après Esau, 1977)[12]. 

 

Mon étude a consisté à identifier et comprendre certains phénomènes reliant la structure 

chimique des polymères élémentaires (type de monomères de lignines, structures des 

polyosides,…), leur réactivité au cours des processus d’assemblage et finalement 

l’organisation finale de ces assemblages supramoléculaires. Par analogie à l’exemple de la 

cellulose cité plus haut, mon travail se situe entre l’échelle moléculaire (niveau 1) et l’échelle 

supramoléculaire (niveau 2). 
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Une des particularités importantes des lignines réside dans l’étape finale de formation 

du polymère. En effet, le processus de polymérisation déhydrogénative est initié 

enzymatiquement mais se déroule ensuite selon un processus chimique. En conséquence 

d’une part ce processus est sensible aux conditions de milieux, mais également de pouvoir 

être reproduits de façon simple in vitro. Même insatisfaisantes, les approches modèles de la 

lignification ont été largement utilisées par le passé et ont permis une meilleure 

compréhension de la lignification. En effet, en simplifiant le système d’étude, ces approches 

permettent de déconnecter certains phénomènes liés in vivo. Ils ont pour avantage d’autoriser 

de nombreuses conditions techniques expérimentales inaccessibles dans le monde biologique. 

C’est pourquoi, l’ensemble de mes travaux a été abordé par le biais d’approches modèles.  

Au début de cette étude, nous avons commencé à développer des modèles ternaires à 

base de la cellulose bactérienne à savoir le composite cellulose/xylane/lignine, ces travaux ont 

abouti à une publication sur les propriétés de sorption des xylanes (Annexes). Toutefois, 

compte tenu de la difficulté à maîtriser l’hétérogénéité de ces dispositifs, nous avons focalisé 

notre étude par la suite sur des modèles binaires en solution à savoir xylane/lignine. 

 

III. Objectifs du travail 

L’objectif de ce travail est donc de relier des structures chimiques à des organisations 

supramoléculaires au moyen de structure modèles en vue de comprendre des phénomènes 

physico-chimiques non accessibles par des approches biologiques ou biochimiques. Dans ce 

contexte, nous avons focalisé notre approche sur l’étude de la réaction de polymérisation de 

lignine en présence d’hétéroxylanes (hémicelluloses majoritaire de graminées) afin de 

modéliser la mise en place des parois végétales de graminées. Nous n’avons pas cherché à 

décrire en priorité la structure fine de complexes lignine-polyosides, mais plutôt à obtenir des 

informations relatives à la réactivité des monolignols dans ces milieux complexes et aux 



Introduction générale 

 6

propriétés associatives de ces polymères. Nous avons ainsi abordé deux grands volets, se 

déclinant chacun en deux sous-chapitres. Ces parties formeront les quatre chapitres résultats 

de ma thèse et seront précédées par une synthèse bibliographique:  

 

Réactivité des monolignols en présence d’arabinoxylanes: 

Nous avons étudié la réactivité des monolignols en examinant d’une part l’effet des 

complexes xylanes/DHPs sur la formation de liens covalents entre les polyosides et les 

lignines modèles (Chapitre n°1).  

La majorité des études modèles a été réalisée en milieu dilué alors que la paroi est à 

l’évidence un milieu dense. C’est pourquoi dans le deuxième chapitre, j’ai abordé les 

modifications structurales (et donc la réactivité associée) provoquées par une densification du 

milieu de polymérisation des lignines modèles (Chapitre n°2). 

 

Organisation supramoléculaire de complexes arabinoxylanes/lignines modèles: 

Nous avons étudié par différentes techniques l’organisation supramoléculaire de 

complexes arabinoxylanes/lignine modèles. Les hétéroxylanes (HX) étudiés varient entre eux 

structuralement par la quantité d’acides phénoliques, présents une caractéristique majeure des 

graminées. 

 -Dans une première partie la morphologie des complexes a été étudiée par microscopie 

électronique à transmission et leur formation a été suivie par chromatographie d’exclusion 

stérique couplée à un détecteur de diffusion de lumière (Chapitre n°3). 

 -Le second chapitre de cette partie explore la structure interne des complexes par 

diffusion de la lumière statique et dynamique et surtout par diffusion des neutrons aux petits 

angles utilisant une approche de contraste isotopique permettant de distinguer les deux 

partenaires au sein du complexe (Chapitre n°4). 
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I. Constituants de la paroi 

I.1. La cellulose  

La cellulose est un homopolymère linéaire formé d’unités D-glucopyranose liées entre 

elles par des liaisons de type glycosidique β-(1→4). Le cellobiose (dimère de glucose) est le 

motif répétitif de la cellulose[13]. Cette conformation explique la linéarité de la molécule qui 

se trouve stabilisée par un réseau de liaisons hydrogène intermoléculaires et intramoléculaires. 

Le nombre d’unités glucose constituant une chaîne de cellulose, appelé degré de 

polymérisation DP, dépend de l’origine et du traitement subi par la cellulose au cours de sa 

purification. Le DP de la cellulose dans les parois secondaires varie entre 13000 et 14000, 

alors que dans les parois primaires le DP est plus faible et varie entre 2000 et 6000 [14]. Les 

microfibrilles de cellulose correspondent à des assemblages entre les chaînes β-(1→4) D-

glucanes par formation de liaisons hydrogènes intermoléculaires[13]. Ce réseau permet de 

maintenir ensemble les molécules et favorise l’établissement d’un état solide ordonné. Le 

cœur de ces microfibrilles est très cristallin tandis que les chaînes de surface constituent les 

zones dites amorphes[15]. On distingue plusieurs types de cellulose. La cellulose native[15] 

(nommée cellulose I) est constituée de deux phases cristallines: les allomorphes Iα et Iβ dont 

les proportions varient selon l’origine de la cellulose[16-18]. Les autres allomorphes de 

cellulose sont obtenus par traitements chimiques ou thermiques de la cellulose I[15,19]. 

 

I.2. Les pectines 

Les pectines ont pour structure de base un enchaînement linéaire d’unités acide D-

galacturonique, qui peut être interrompu par des enchaînements alternés de résidus rhamnose 

et acide D-galacturonique (rhamnogalacturonanes). Ces derniers enchaînements peuvent être 

ramifiés par des chaînes latérales riches en unité arabinose et galactose (arabinanes, 
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galactanes et arabinogalactanes)[20-22]. Les pectines sont localisées principalement dans la 

paroi primaire et la lamelle mitoyenne des plantes vasculaires. Ce sont les composants 

principaux des parois primaires des dicotylédones ; les pectines sont présentes en quantités 

moindres dans les parois des monocotylédones, en particulier des graminées[8]. 

 

I.3. Les hémicelluloses 

Les hémicelluloses sont des polyosides amorphes, constitués de sucres neutres (xylose, 

arabinose, galactose, mannose) et d’acides uroniques. On distingue plusieurs types de 

composés dont la structure varie selon l’origine, le tissu, le type cellulaire et selon le stade de 

maturité des tissus. 

 

I.3.1. Les xyloglucanes  

Les xyloglucanes sont constitués d’une chaîne linéaire de monomères de D-glucose liés 

en β (1→4) et substitués par des unités de xylose dont certaines peuvent être prolongées par 

du galactose et du fucose. Les proportions des différents constituants et le degré de 

substitution peuvent varier donnant lieu à différents xyloglucanes[23]. Les liaisons β-(1→4) 

rigidifient la molécule et lui permettent de se lier aux microfibrilles de cellulose par de 

nombreuses liaisons hydrogène[24,25]. Les xyloglucanes sont les principales hémicelluloses de 

la paroi primaire des dicotylédones. Ils sont également présents en plus faible quantité dans 

les parois des monocotylédones et se distinguent par leur degré de ramification plus 

important[26]. 
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I.3.2. Les (1→4) (1→3)-β-glucanes  

Les (1→4) (1→3)-β-glucanes contiennent en moyenne 30% de liaisons β-(1→3) et 70% 

de β-(1→4) et ne sont pas ramifiés. Les chaînes sont constituées d’une répétition d’un motif 

de base de 3 à 4 glucanes lié en β-(1→4) séparé par des liaisons β-(1→3) isolées altérant la 

rigidité de la chaîne. Ces glucanes se trouvent principalement dans les parois primaires des 

graminées[8,22]. 

 

I.3.3. Les mannanes  

Les mannanes regroupent les glucomannanes et des galactoglucomannanes. La chaîne 

principale est constituée d’unités mannose et glucose liées en β (1→4).  Les chaînes peuvent 

être également ramifiées par des unités de galactose. Ces hémicelluloses sont surtout 

retrouvées dans les parois de gymnospermes. Chez les angiospermes, les mannanes sont 

absents (graminées) ou faiblement représentés[8,26]. 

 

I.3.4. Les xylanes  

Ces polymères osidiques sont constitués d’une structure linéaire, le plus souvent 

ramifiée par des segments courts et dispersés. Les xylanes sont constitués de sucres neutres 

(xylose, arabinose, galactose, glucose, mannose) et d’acides uroniques (acide glucuronique et 

acide-4-O-méthyl-glucuronique). La variabilité de ces composés selon l’origine, le tissu ou le 

type cellulaire et selon le stade de maturité des tissus, génère une grande diversité 

structurale[27-30]. On distingue parmi les différents types de xylanes, les arabinoxylanes, 

hémicelluloses majoritaires des parois végétales de graminées. 

Les arabinoxylanes sont des chaînes d’unités de D-xylose liées en β (1→4), substituées 

par des unités de L-arabinose liées en O-3 et/ou O-2 des résidus D-xylose de la chaîne 
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principale (Figure 3). Ils peuvent porter des substituants tels que l’acide D-glucuronique et 

l’acide 4-O-méthyl glucuronique liée en O-2 au D-xylose. Les arabinoxylanes peuvent être 

estérifiés sur la position O-5 des unités d’arabinose par l’acide férulique et l’acide p-

coumarique (Figure 3). Certains arabinoxylanes sont substitués irrégulièrement par des 

groupements acétyles en position O-2 et O-3 des résidus D-xylosyl[31,32]. Lors de leur 

isolement par des solutions alcalines, les arabinoxylanes sont désacétylés, et les acides 

phénoliques estérifiant les substituants arabinose sont libérés. Des résidus D-galactose et D-

glucose sont également présents en plus faible quantité[33-36]. Le degré de substitution varie 

fortement selon l’origine botanique et le mode d’extraction. 
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Figure 3 : Structure chimique d’arabinoxylane 

 

En général, les arabinoxylanes présentent une variabilité importante de leurs 

caractéristiques structurales. Le degré de substitution des chaînes xylanes par l’arabinose 

(Arabinose/Xylose : Ara /Xyl)[37], la masse molaire, le type et la distribution de substitution 

déterminent leur degré de solubilité ainsi que leur capacité à se lier aux constituants de la 

paroi végétale[38-40]. Chez les graminées, ce sont les arabinoxylanes qui ponteraient les 

microfibrilles de cellulose. Seuls les arabinoxylanes peu ramifiés sont capables de créer des 

liaisons hydrogènes inter chaînes et avec la cellulose[22]. Il faut noter que les arabinoxylanes 
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sont également susceptibles d’interagir de manière covalente avec les autres polymères 

pariétaux, notamment la lignine via les acides phénoliques[41,42]. 

 

I.4. Les acides phénoliques 

Les parois de graminées sont caractérisées par la présence d’acides p-coumarique (pCA) 

et férulique (FA). Ces deux acides sont distingués par le nombre de groupements méthoxy 

(OCH3) associés au cycle aromatique (Figure 4). Les pCA peuvent être liés aux lignines, cette 

particularité sera traitée dans la partie suivante dédiée aux lignines. Nous n’aborderons dans 

cette partie que les acides phénoliques (FA et pCA) estérifiés aux unités arabinose des 

arabinoxylanes. Le FA et dans une moindre mesure, le pCA, présentent une forte réactivité 

sous l’action d’enzymes oxydatives (peroxydase/H2O2)
[41 ,43]. Au cours de cette réaction, 

l’acide férulique est oxydé pour former un radical phénoxyle. La réaction de dimérisation 

s’effectue selon un mécanisme non enzymatique par un simple couplage des deux radicaux 

phénoxyl. La réactivité des composés phénoliques dépend de leur structure chimique. L’acide 

férulique porte un groupement hydroxyle sur le noyau aromatique en position para- conjugué 

à une chaîne propénoïque. Cette substitution permet la délocalisation de l’électron non 

apparié lorsque l’acide férulique est sous la forme oxydée (radical phénoxyle). Selon la 

localisation de l’électron au moment de couplage radicalaire entre deux radicaux, différentes 

formes peuvent être produites: acides diféruliques (di-FA) ou déhydrodimères (Figure 5), 

trimères et tétramères[44-48]. 

Sous l’action d’oxydant ou d’un système peroxydase/H2O2, les arabinoxylanes 

féruloylés peuvent former des gels[46,47,49]. Ces phénomènes de gélification sont provoqués 

par la dimérisation des acides phénoliques. Ces connections inter chaînes conduisent à la 

construction de réseaux d’arabinoxylanes définis dans les trois dimensions de l’espace. Les 
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régions d’interconnection ou « zones de jonction » peuvent intéresser deux chaînes 

d’arabinoxynane ou plus. 
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Figure 4: Structure chimique des acides férulique (FA) et p-coumarique (pCA). 
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Figure 5 : Mécanisme d’oxydation de l’acide férulique (FA) et formation des dimères de 
l’acide férulique (di-FA 
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Les phénomènes de dimérisation (in vivo) jouent un rôle important dans la structuration 

de la paroi[41,50]. Dans les parois des graminées, FA se présente majoritairement sous une 

forme estérifiée aux arabinoxylanes. Ainsi deux FA estérifiés chacun par un arabinoxylane 

sont susceptibles de se lier pour former des points de réticulation «pont di-FA» entre deux 

chaînes d’arabinoxylanes ou avec la  lignine (Figure 6). De telles interactions pourraient 

contribuer à compacter le réseau pariétal[51,52]. De plus, les di-FA serait impliqués dans 

l’adhésion des cellules entre elle et entre les couches cellulaires[53]. Monomères (FA) et 

dimères (di-FA) pourraient être des points d’initiation de la lignification dans les parois des 

graminées[48,54,55]. 
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Figure 6 : Réticulation des arabinoxylanes entre eux et avec la lignine 
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I.5. Les lignines 

I.5.1. La biosynthèse de la lignine 

Les lignines représentent un polymère aromatique tridimensionnel de structure 

complexe[56]. La biosynthèse des monomères de lignine est multi étape et fait intervenir 

plusieurs enzymes de la voie des phenylpropanoîdes. Un acide aminé aromatique (la 

phénylalanine) est désaminé en acide trans-cinnamique avec libération d’ion ammonium.  

Par hydroxylation puis éventuellement méthylation (en 3 et/ou 5 du cycle aromatique), 

l’acide cinnamique conduit aux acides phénoliques p-coumarique, férulique ou sinapique 

(Figure 7). Les fonctions carboxyles sont activées puis réduites en alcool. Au cours des 20 

dernières années, cette voie biosynthétique a fait l’objet de nombreux travaux dont les 

résultats ont permis de préciser les différentes étapes conduisant à la formation des 

monomères de lignine[57]: l’alcool p-coumarylique (H) (3-(4-hydroxyphényl)-2-propèn-1-ol), 

l’alcool coniférylique (G) (3-(3-méthoxy-4-hydroxyphényl)-2-propèn-1-ol) et l’alcool 

sinapylique (S) (3-(3,5-diméthoxy-4-hydroxyphényl)-2-propèn-1-ol) (Tableau 1). Ces 

monomères diffèrent entre eux par la présence de groupements méthoxyles en ortho et para 

du groupement phénol. 

 

 

Figure 7 : Schéma de la biosynthèse des lignines 
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Tableau 1: Monomères et unités de lignine 

 

SSyringyleSinapylique

GGaïacyleConiférylique

Hp-Hydroxyphénylep-coumarylique

StructrureSymbole UnitéAlcool 

SSyringyleSinapylique

GGaïacyleConiférylique

Hp-Hydroxyphénylep-coumarylique

StructrureSymbole UnitéAlcool 
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I.5.2. La polymérisation des monomères de lignine 

Les alcools cinnamyliques (monomères) peuvent être oxydés par des oxydases[58]. 

Comme dans le cas de FA, l’oxydation des monolignols conduit à un radical existant sous 

quatre formes mésomères en équilibre. Ce processus est sous le contrôle des conditions du 

milieu et non pas sous un contrôle enzymatique direct. Suivant les conditions de la 

polymérisation, les radicaux se couplent dans des proportions différentes (Figure 8). Le 

couplage deux à deux des radicaux conduit à la formation de dimères, qui peuvent être ré-

oxydés et couplés entre eux pour former des espèces de plus haut poids moléculaire. Cette 

polymérisation radicalaire conduit à un polymère dont la structure est statique et fortement 

ramifiée. 

Durant cette réaction, des liaisons covalentes peuvent être établies avec les autres 

polymères pariétaux, essentiellement les hémicelluloses. Elles seraient en partie responsables 

de la difficulté à isoler la lignine et les polyosides et rendent les systèmes insolubles.  
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Un mécanisme de formation de ces liaisons covalentes met en jeu l’addition nucléophile 

des polyosides (fonctions carboxyliques des acides uroniques ou groupements hydroxyl) sur 

la méthylène quinone (MQ) formée durant la réaction de polymérisation[59] (Figure 8). Le 

deuxième, notamment dans le cas des graminées, implique FA qui peut relier les polyosides et 

la lignine par l’intermédiaire de déhydro-oligomères[41,48,54]. Ces liaisons sont formées par 

oxydation monoélectronique des motifs phénoliques. Le pCA est rencontré essentiellement 

dans la paroi secondaire[60,61] et sous forme estérifiée aux lignines[62-64]. 
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Figure 8 : Schéma de la polymérisation radicalaire des monomères 
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Scalbert et al.(1985) ont montré que, dans la paille de blé, 93% des liaisons entre les 

acides phénoliques et les lignines étaient assurées par des liaisons esters impliquant le pCA[62]; 

la liaison s’établirait exclusivement en position γ des monomères de lignine[65]. Le pCA n’est 

pas uniquement impliqué dans des liaisons de type ester. Une étude des acides phénoliques 

liés en éther a montré que 13.3 % de pCA total des parois est concerné par ce type de 

liaison[66]. 

 

I.5.3. La variabilité structurale des lignines 

La synthèse et le dépôt de lignine s’effectuent après la croissance des cellules, pendant 

la synthèse de la paroi secondaire. Au sein même de la cellule, la proportion en lignines 

décroît de la lamelle mitoyenne jusqu’à la paroi secondaire[67]. De même, la nature et la 

quantité en monomères de lignines (H, G, S) varie selon la localisation spatiale dans la 

cellule[68]. Les trois unités monomères phénylpropanes (H, G, S ; Tableau 1) peuvent être 

liées entre elles par différents types de liaisons. Celles-ci sont classées en liaisons carbone-

carbone (liaisons 5-5, β-1, β-5, β-β) ou diaryl éther (liaisons 4-O-5), ces types de liaisons sont 

dites « condensées ». Elles sont résistantes aux dégradations chimiques usuelles. D’autres 

liaisons qualifiées de « non condensées » ou « labiles » sont de type éther (liaisons α-O-4, β-

O-4), les liaisons β-O-4, étant les plus fréquentes dans les lignines naturelles. Elles sont 

rompues facilement par les méthodes de dégradation chimiques (thioacidolyse, oxydation au 

nitrobenzène alcalin,…)[1,69-71]. L’estimation de la quantité des liaisons β-O-4 par les 

méthodes chimiques de dégradation et par spectroscopie RMN et FTIR est couramment 

utilisée pour classer les différents types de lignine[2,69,72-74]. Cependant, la quantité des 

liaisons détectées et la proportion de lignines analysées sont dépendantes des méthodes 

utilisées. 
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Figure 9 : Exemple de liaisons inter-monomères au sein des lignines A) condensées B) labiles 

ou non condensées (R = H ou OCH3). 

 

La structure des lignines varie d’une part selon le type d’unités présentes c'est-à-dire 

selon leur degré de méthoxylation et d’autre part selon le type de liaisons présentes et donc 

selon le degré de condensation. 

Un autre facteur d’hétérogénéité des lignines est lié à l’origine botanique et à l’état de 

maturation de la plante. En effet la teneur relative en unités H, G et S est spécifique de 

l’origine végétale des lignines[75-77] mais également du type cellulaire[52]. Les lignines de 

gymnospermes sont constituées principalement d’unités G. Les lignines d’angiospermes 

présentent, en plus des unités G, des unités S en quantité variable selon, l’âge, le tissu et 

l’espèce de la plante[2,69,77]. Les lignines de la famille de Graminées, les plus complexes, sont
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caractérisées par la présence des unités G, S majoritaire et d’unité H en faible quantité[2,3,78] 

(Tableau 2, Figure 10).  
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Figure 10 : Structure chimique d’un modèle de lignine. A) Graminées[79] et B) de 

Gymnospermes[80].  

 

Billa et Monties (1995) ont démontré une variabilité des teneurs en lignines et acides 

phénoliques pariétaux dans différentes parties anatomiques de la paille de blé[81]. La 

composition monomérique et le degré de condensation des lignines in situ varient selon le 

tissu considéré (les nœuds, les entre-nœuds ou les feuilles). Par exemple le rapport S/G 

augmente de 0.5 (lignines de feuilles) à 1.9 (lignines des nœuds)[81]. De plus, les lignines des 

nœuds et entre-nœuds sont moins condensées que les lignines de feuilles[81]. La composition 

en monomères des lignines dépend également de l’âge de la plante. En effet, au cours de la 

maturation de la plante et dans une cellule donnée, les lignines ont tendance à s’enrichir en 
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unités constitutives S, en particulier dans la paroi secondaire. L’augmentation du rapport S/G 

est un signe à la fois de l’évolution et de la maturité des lignines et de la plante[82]. 

 

Tableau 2 : Distribution molaire des monomères H/G/S issus de la dégradation par 

thioacidolyse de parois de différentes origines végétales[78,83].  

 

5/49/46Graminées (Angiospermes monocotylédones)
« Paille de blé »

-/32/63Feuillus (Angiospermes dicotylédones)
« Peuplier »

2/98/trConifère (Gymnospermes)
« Epicéa »

Composition monomérique H/G/SOrigine du végétale

5/49/46Graminées (Angiospermes monocotylédones)
« Paille de blé »

-/32/63Feuillus (Angiospermes dicotylédones)
« Peuplier »

2/98/trConifère (Gymnospermes)
« Epicéa »

Composition monomérique H/G/SOrigine du végétale

tr : traces  

 

Cependant, peu d’informations précises sont disponibles sur l’organisation des lignines 

G par rapport aux GS notamment, leurs interactions avec les autres polymères pariétaux, 

l’effet de l’acide férulique sur leurs réactivités et par conséquence leurs morphologies et leurs 

structures moléculaires.  

 

II. La mise en place de la paroi lignifiée 

Après sécrétion dans l’espace extracellulaire, les polymères pariétaux s’organisent et 

s’assemblent en une structure cohésive: la paroi. Cette structure assure de nombreuses 

fonctions qui évoluent au cours de la vie de la plante. L’évolution chimique et architecturale 

de cette structure est associée aux évènements biologiques de la cellule mais également aux 

modifications des propriétés physico-chimiques des parois[26]. 
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Figure 11 : Représentation schématique de la biosynthèse des parois lignifiées[82] TC : 

complexe terminal ; CMF : microfibrilles de cellulose ; HC : hémicelluloses ; L : lignine ; 

PEC : pectines ; FA : acide férulique. PO : peroxydase ; H, G, S : précurseurs de lignine. 

 

La première étape est la formation de la lamelle mitoyenne, où plusieurs vésicules 

golgiennes viennent déverser leur contenu (Figure 11,12). Cette structure est formée d’un gel 

épais et rigide constitué principalement de pectines associées entre elles via des ions de 

calcium.  

Dans un deuxième temps, au cours de l’expansion  et de la différenciation cellulaire, 

l’apposition, de pectines, de microfibrilles de cellulose et des hémicelluloses conduit à la 

formation de la paroi primaire (Figure 11,12). L’établissement des diverses liaisons entre ces 

constituants permet la formation d’une structure fibrillaire souple, extensible et très 

hydrophile tant qu’elle n’est pas lignifiée[23,84].  
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Figure 12 : Relation entre le dépôt des polymères pariétaux et la formation de la structure 

hétérogène de la lignine chez les Graminées[82], LM : Lamelle mitoyenne ; P : paroi primaire ; 

S1, S2, S3 : couches des parois secondaires ; FA : acide férulique ; pCA : acide p-coumarique ; 

H, G, S : précurseurs de lignine. 

 

Lorsque la croissance cellulaire a cessé, certaines cellules (les cellules impliquées dans 

les fonctions de soutien et de conduction) élaborent, au niveau de la face interne de la paroi 

primaire, une paroi secondaire. C’est une structure épaisse, compacte, mécaniquement 

inextensible et résistante. La formation des parois secondaires correspond à un épaississement 

de la paroi primaire par dépôt successif de polyosides (Figure 11,12). Quand la paroi 

secondaire s’épaissit, la production de pectines est stoppée et la formation de chaînes de 

xylanes estérifiées par les acides phénoliques débute[82]. La paroi secondaire est composée 

d’hémicelluloses et de microfibrilles cristallines de cellulose organisées dans trois 
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couches (S1, S2 et S3), qui se distinguent par des orientations différentes des microfibrilles de 

cellulose par rapport à l’axe de la cellule. La cellulose et les hémicelluloses apparaissent plus 

organisées structurellement que dans la paroi primaire, ce qui confère aux parois secondaires 

de remarquables propriétés mécaniques[85].  

 

Après le dépôt de polyosides, le réseau va être incrusté par la lignine (Figure 11,12). 

L'inclusion de la lignine ajoute davantage de rigidité et de complexité à la matrice pariétale[82]. 

La structure et l’organisation de la lignine au sein de cette matrice varie en fonction de l’état 

physiologique (âge, stress,...) du tissu et de l’espèce considérée.  

La lignification apparaît en premier lieu dans les coins cellulaires puis se propage 

tangentiellement dans la lamelle mitoyenne (ML) puis dans la paroi primaire (P) (Figure 

11,12). Ces zones, comme décrites précédemment sont constituées par des réseaux 

cellulosiques, hémicellulosiques, et pectiques hydrophiles et interpénétrés. Lorsque la 

lignification est complète, la proportion de la lignine dans ces régions (LM et P) peut atteindre 

plus de 50 % en poids de la structure[86].  

Les premiers monomères intervenant dans la lignification sont de type p-

hydroxylphényle (H) (Figure 12). Les monomères de lignine sont synthétisés dans le 

cytoplasme et sont excrétés à travers la membrane cytoplasmique sous forme de 

glucoside[82,87] (Figure 11). Suite à leur sécrétion dans la matrice pariétale, les précurseurs 

diffuseraient dans cette structure gélifiée puis s’adsorberaient dans un premier temps à la 

surface des microfibrilles de cellulose[88]. Sous l’action de β-glucosidase, de peroxydases et 

de laccases, les trois monomères seraient oxydés puis polymériseraient (Figure 11).  

Après ces premières étapes, la lignification s’étend aux parois secondaires et s’effectue 

au cours de la déposition de cellulose et d’hémicelluloses dans S2 (Figure 11,12). Cette 

dernière étape, la plus longue, affecte principalement la paroi secondaire. Elle commence dès 
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la formation de S3 et se caractérise chez les Angiospermes par une lignine riche en unités S 

(Figure 12). 

Les composés phénoliques (FA et pCA) ne sont pas simplement déposés et polymérisés 

dans la paroi mais contribuent à son architecture en établissant diverses liaisons covalentes 

avec les autres polymères[65,89,90]. Ces liaisons participent aux mécanismes d’arrêt de la 

croissance cellulaire en conférant à la cellule sa forme définitive[5,91,92]. FA et pCA 

s’accumulent à des stades différents de la maturation des parois (Figure 12). FA 

s’accumulerait avant et au début de la lignification, en parallèle avec des lignines de type G 

(Figure 12), alors que pCA interviendrait plus tardivement et accompagnerait la synthèse 

d’une lignine riche en unités S[60]. Le pCA ne semble pas intervenir dans la formation des 

esters/éthers entre les différents types de polymères. Il est très intéressant de remarquer 

qu’avec la maturité, la quantité relative de FA estérifié diminue[93,94]. Cette diminution est 

due à la mise en place de liaisons éthers entre certains FA et les lignines[66]. Du fait de cette 

liaison, les FA estérifiés impliqués ne sont plus dosés en tant que FA estérifiés. Lam et 

al.(1994) ont montré, dans le cas des lignines du Björkman isolées de pailles de blé, que la 

totalité des FA éthérifiés aux lignines sont également estérifiés aux polyosides[95]. En effet, 

seuls les complexes lignine-polyosides via l’acide férulique ancrant les lignines aux 

polyosides agiraient comme initiateur et/ou comme site de nucléation pour la lignification des 

parois[48,62,96]. 

D’autres part, les polyosides et la lignine pourraient être additionnés au carbone-α (Cα) 

de la méthylène quinone, conduisant à la formation des complexes lignine-polyosides[97-100]. 

Ces différents modes d’associations entre les polyosides et la lignine affectent la structure et 

l’ultrastructure des lignines et par conséquent l’architecture de la paroi végétale. 
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III. Interaction lignine-polyosides 

Une étude approfondie de la structure et des fonctions de la paroi végétale nécessite la 

connaissance des interactions entre les divers polymères constitutifs. En effet, par 

l’intermédiaire d’associations physiques et chimiques, les polymères pariétaux s’organisent en 

une structure rigide et insoluble pour former la paroi, chimiquement et biologiquement 

résistante. Les parois doivent pouvoir résister à des pressions turgescentes mais elles doivent 

également pouvoir subir une expansion durant la croissance cellulaire. La cohésion entre les 

différents polymères pariétaux est assurée par différents types de liaisons: liaisons non 

covalentes (hydrogènes, hydrophobes, ioniques, ...) et covalentes. Nous décrirons ici 

uniquement les liaisons covalentes entre les polyosides et la lignine.  

Les lignines sont étroitement imbriquées avec les autres constituants pariétaux : 

hémicelluloses, cellulose, pectines, glycoprotéines. Les liaisons covalentes entre les lignines 

et les polyosides forment des complexes LCC (Lignine Carbohydrates Complexes). Nous 

décrirons  les LCCs entre les polyosides et la lignine qui font intervenir le méthylène quinone 

(MQ) et les acides phénoliques.   

 

III.1. Interactions covalentes via la méthylène quinone (MQ) 

Plusieurs méthodes d’extraction et d’identification ont été utilisées afin de caractériser 

les LCCs. Ces liaisons conduisent à accroître la rigidité pariétale et la cohésion intercellulaire 

et rendent généralement le système très insoluble et limiteraient ainsi la digestibilité des 

parois[6]. Trois grandes classes de LCC ont été reportées dans la littérature : les liaisons (1) 

benzyl éther[97,100]; (2) benzyl ester[101,102] et (3)  de façon plus marginale des types 

glycosidiques[103]. Les deux premiers types se forment suite à un mécanisme d’addition 

nucléophile des groupements hydroxyl ou carboxyle des polyosides au Cα de la méthylène 
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quinone (MQ) formée pendant la polymérisation des monolignols (Figure 13). Ce mécanisme 

réactionnel est en concurrence avec l’addition d’une autre nucléophile notamment l’addition 

de l’eau.  
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Figure 13 : Mécanisme de formation des liaisons benzyle éther et ester entre la lignine et les 

hémicelluloses selon un « mécanisme nucléophile » via la méthylène quinone (MQ). 

 

La complexité de cette réaction nucléophile a conduit plusieurs auteurs à retenir des 

approches modèles pour expliquer ce mécanisme réactionnel. Ces travaux seront développés 

dans la partie dédiée à la modélisation des interactions lignine-polyosides. 
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III.2. Interactions covalentes via les acides phénoliques 

Dans le cas des graminées un autre mode d’association covalente entre les réseaux 

polyosidiques et la lignine se met en place via les acides phénoliques[41,54] (Figure 14). Les 

acides phénoliques, sont des molécules « bifonctionnelles » car elles peuvent engager leur 

fonction carboxylique (COOH) dans des liaisons esters et leurs groupements hydroxy-phénol 

dans des liaisons éther[62,104]. Ils constituent des agents potentiels de la réticulation des 

polymères pariétaux. 
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Figure 14 : Représentation schématique des liaisons ester et éther entre les arabinoxylanes et 

la lignine [105]. 

 

L’acide férulique (FA) est principalement lié aux lignines par liaison éther[62,106,107]. 

Jacquet (1997) a montré que cette liaison par couplage  radicalaire intervient au niveau du 
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carbone β des unités constitutives des lignines[104] (Figure 15). Les dimères de type β-O-4 

identifiés par Jacquet (1997) sont la signature formelle du couplage radicalaire d’une 

molécule d’ester férulique avec un alcool précurseur de lignines[104] (Figure 15). Ceci 

implique que les esters féruliques liés aux xylanes soient co-polymérisés oxydativement avec 

les précurseurs des lignines de graminées (Figure 14,15). Ils apparaissent comme des points 

de croissance pour le polymère lignine ainsi fortement ancré aux hémicelluloses. Monomères, 

dimères (di-FA) et/ou trimères (tri-FA) et tétramères d’acide férulique[45,48,108,109] engendrent 

par leur pontage des associations étroites entre les polyosides tels que les arabinoxylanes et la 

lignine[55,110,111] (Figure 14,15). Lam et al. (1992) ont mis au point une méthode permettant 

d’estimer les acides féruliques liés à la fois aux hémicelluloses et aux lignines[112]. Ils ont 

ainsi montré que tous les acides féruliques éthérifiés étaient également estérifiés dans le cas 

de la paille de blé. Par contre, pour le pCA, il n’a pas pu être mis en évidence de tel rôle de 

pontage entre les hémicelluloses et les lignines[112]. 

Ces diverses et nombreuses structures ester et/ou éther augmentent la réticulation des 

polymères pariétaux en permettant la formation des ponts entre les polyosides pariétaux et /ou 

entre les lignines et les polyosides. En outre, les complexes lignine-polyosides via l’acide 

férulique agiraient comme initiateur et/ou comme site de nucléation pour la lignification des 

parois[54,62,105,55] (Figure 14,15). Ceci suggère que la structure des polyosides et leur mode 

d’association avec la lignine sont des facteurs potentiellement déterminants de la structure et 

la formation de la paroi végétale lignifiée. 
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Figure 15 : Couplage entre la lignine et les hémicelluloses selon un « mécanisme oxydatif » 

via l’acide férulique[105]. G: Gaïacyle ; S: Syringyle ; FA: Acide Férulique ; AX: 

Arabinoxylane. 
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IV. Modèles chimiques des parois végétales lignifiées  

IV.1. Synthèse des DHPs (DeHydrogenative Polymers = modèle de lignine)  

Devant la complexité structurale des lignines et la difficulté à isoler la lignine native à 

partir des parois d’une part, la diversité des interactions entre la lignine et les différents 

constituants de la paroi d’autre part, le recours à des modèles chimiques a permis d’identifier 

certaines étapes et mécanismes de la formation des lignines. L’étude de lignines de synthèse 

ou dehydrogenative polymers (DHPs) a été initiée par Freudenberg (1968)[59]. En utilisant 

une approche biomimétique, la réaction in vitro de l’alcool coniférylique en présence d’extrait 

de champignons contenant des laccases ou en présence de peroxydase et de peroxyde 

d’hydrogène (H2O2) conduit par polymérisation, à des déhydropolymères insolubles (DHPs) 

dont la structure est assez proche de celle des lignines. Ces molécules ont largement été 

étudiées afin de comprendre à la fois la structure et la réactivité des lignines[113,114]. Cette 

modélisation a fourni de nombreuses informations sur l’orientation des réactions de 

polymérisation des lignines en fonction des paramètres physico-chimiques du milieu et des 

conditions de polymérisation[115,116]. La polymérisation des lignines est initiée par des 

enzymes mais contrôlée par des paramètres purement chimiques. La connaissance du 

mécanisme de polymérisation permet de comprendre que la variation des conditions du milieu 

de polymérisation peut affecter les paramètres cinétiques et thermodynamiques de la réaction 

et par conséquence modifier la structure finale des lignines.  

 

IV.2. Paramètres réactionnels affectant la structure des DHPs. 

Sarkanen (1971) a montré que la structure des DHPs est affectée par la vitesse 

d’addition des précurseurs au milieu réactionnel contenant la peroxydase/H2O2
[117]. 
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Ce processus de polymérisation déhydrogénative peut être envisagé selon deux modalités: 

dans le premier cas une addition  brutale dite « à la verse » ou « Zulaufverfahren : ZL » 

conduit à la formation d’un polymère « bulk » lié à une « prise en masse » des monomères. 

Dans le second cas les réactifs sont additionnés progressivement « à la goutte » 

(Zutropfverfahren : ZT)  dans le milieu réactionnel contenant la peroxydase. Les premiers 

dimères formés serviraient de sites de nucléation sur lesquels viendraient se condenser 

d’autres monomères. Cette polymérisation conduirait à un polymère issu de l’élongation de la 

chaîne selon un processus couramment appelé « end wise ». Dans le cas de la réaction « à la 

verse », la concentration élevée en monomères favoriserait le couplage monomère-monomère. 

Le polymère « bulk » obtenu est enrichi en β-β et β-5 et contient une faible proportion de 

liaisons β-O-4. En revanche, lors de l’addition progressive des monomères « à la goutte », la 

concentration locale en monomère reste peu élevée, ce qui favoriserait le couplage entre 

radicaux oligomères et monomères avec l’apparition d’un grand nombre de liaisons β-O-4.  

Ce schéma permet de mettre en évidence l’importance des caractéristiques cinétiques de la 

réaction. Cette affirmation a été appuyée par l’équipe de Higuchi qui a réalisé la 

polymérisation de l’alcool coniférylique dans un tube de dialyse autorisant une diffusion très 

lente des monomères dans le milieu contenant la peroxydase[118,119]. Ces auteurs ont pu 

montrer l’effet de la vitesse de diffusion du monomère de lignine sur l’augmentation du taux 

de liaisons β-O-4 et la masse molaire des DHPs. 

Au-delà des paramètres cinétiques, d’autres paramètres peuvent également affecter la 

structure des DHPs, notamment la nature du monomère[117,120], le pH[121], la présence des 

polyosides. Afin d’étudier la réactivité des trois précurseurs des lignines de graminées, 

Jacquet et al.(1997) ont synthétisé des DHPs à partir du précurseurs H, G et/ou S seuls ou en 

mélange. Ils ont montré par thioacidolyse des différences structurales importantes entre les 

DHPs, mais également entre les DHPs et la lignine naturelle[120]. En effet, ils ont 
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montré que le taux de liaisons β-O-4 varie en fonction du type de monomère, par exemple la 

présence du monomère S favoriserait l’augmentation de liaisons β-O-4. Fournand et al. (2003) 

ont réalisé la polymérisation des monomères de lignine à différents pH (4.5, 6 et 8) en 

présence du peroxydase. Ils ont révélé que le pH influence la réactivité du monomère et par 

conséquent la structure des produits[121]. Par exemple la formation de liaisons β-O-4 sera 

favorisée aux faibles valeurs de pH. Toutefois, le paramètre « concentration locale », c’est à 

dire la présence des polyosides semble avoir un effet remarquable sur l’orientation de la 

réaction de polymérisation et par conséquence sur la structure final de la lignine, cette 

particularité sera développée dans la partie suivante. 

 

IV.3. Modélisation des interactions lignine-polyosides  

Dans la paroi végétale, la formation de liaisons covalentes peut être établie par un 

mécanisme d’addition nucléophile des polyosides (fonctions carboxyliques des acides 

uroniques ou groupements hydroxyl) sur le méthylène quinone MQ formée durant la réaction 

de polymérisation [59]. Cette réaction est directement en concurrence avec l’addition de l’eau. 

L’assemblage DHP-polyosides a fait l’objet de nombreuses études basées sur des approches 

modèles susceptibles d’expliquer ce mécanisme réactionnel.  

Afin d’étudier cette réaction, plusieurs auteurs ont utilisés des modèles simple comme la 

réaction entre le MQ et des sucres (arabinose, galactose, acide glucuronique, etc...). Afin de 

déplacer la réaction en faveur de l’addition des sucres à la MQ, certains paramètres physico-

chimiques de la réaction ont été modifiés, par exemple la durée et la température de la 

réaction de polymérisation[122,123], la concentration en eau par utilisation de mélanges 

eau/solvants organiques[124-126], ou le pH de la réaction[127]. Sipilä (1991) a réalisé la réaction 

entre la MQ et l’acide glucuronique dans un mélange dioxane/eau à pH 4 et à pH 6,
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il a montré par RMN la formation des liaisons benzyl ester uniquement à pH 4[127]. Les 

travaux de Hemmingson et Leary (1978) ont rapporté que la formation des liaisons benzyle 

éther a été obtenue par l’intermédiaire des groupements hydroxyles primaires de glucose en 

milieu aqueux à 60°C avec un rendement de 48%[123]. De manière générale, tous ces travaux 

proposent que des conditions non aqueuses soient nécessaires pour l’addition nucléophile des 

polyosides au Cα de la MQ.  

Afin de mimer le milieu de la paroi végétale lignifiée, la concentration du milieu en 

polyosides a été prise en considération. A cette fin, plusieurs auteurs ont synthétisé des DHPs 

en présence de polyosides[118,128-136]. Toutefois, ces études modèles précisent que des liaisons 

covalentes entre la lignine et les polyosides peuvent être formées dans des solutions diluées de 

polyosides[128,132,134,135]. Par exemple, Higuchi et al. (1981) ont synthétisés des DHPs dans 

des tubes de dialyses en présence de mannanes, de pectines ou de xylanes[132]. Ils ont suggéré 

la formation de LCC uniquement en présence de mannanes et de pectines par une addition 

nucléophile, respectivement des groupement hydroxyles et carboxyles au Cα de la MQ. Par 

ailleurs, Cathala et al.(2001) utilisant des techniques de fractionnement/dégradation, ont pu 

proposer que des liens covalents existent entre les pectines et les DHPs via l’acide 

galacturonique et le MQ[134,135].  

Néanmoins, le schéma de ce mécanisme réactionnel n’est pas totalement expliqué; la 

réactivité des espèces impliquées dépend en effet de plusieurs paramètres physico-chimiques 

de la réaction (concentrations locales, disponibilité des fonctions réactives, etc…) qui peuvent 

modifier les équilibres thermodynamiques et cinétiques et par conséquent rendre la réaction 

extrêmement complexe. La compréhension de la réaction de polymérisation doit prendre en 

compte la structure supramoléculaire et l’organisation des différents partenaires de la réaction, 

paramètres rarement considérés.  
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Dans le cas des graminées, des suspensions cellulaires de maïs ont été utilisées comme 

des modèles de parois primaires afin d’étudier les interactions lignine/arabinoxylanes via les 

acides phénoliques. Ces études ont mis en évidence que les arabinoxylanes interagissent avec 

la lignine selon deux mécanismes différents conduisant à la formation des liaisons de types 

éther et ester entre les deux polymères[89,105]. Le premier mécanisme est une addition 

nucléophile des groupements hydroxyles au Cα de la MQ et la formation des liaisons de type 

α-éther. Le second mécanisme est le plus favorable, c’est un couplage radicalaire qui ferait 

intervenir les acides phénoliques (plus de 90% des arabinoxylanes sont liés à la lignine par la 

voie oxydative)[55,105]. Le couplage des arabinoxylanes via des déhydrodimères puis leurs 

incorporation dans la lignine[54,55,111]conduit à la formation d’un réseau ternaire complexe et 

interconnecté. Ces résultats montrent que la paroi primaire des graminées devient 

intensivement réticulée par les monomères et les dimères d’acides férulique pendant la 

lignification. 

 

Au delà de la réticulation covalente entre la lignine et les polyosides, la stabilité de ce 

système est potentiellement assurée par des laissons non covalentes. La première question est 

la nature de ces liaisons (liaisons hydrogènes, hydrophobes, ioniques, etc...) ainsi que leur 

mécanisme de formation. La deuxième question a attrait au rôle de ces liaisons dans la 

formation de la paroi végétale lignifiée. La mise en évidence de ces structures au sein des 

systèmes modèles devrait permettre de proposer des hypothèses sur leurs rôles dans la 

stabilité et la dynamique de ce système.  

En effet, les monomères de lignine comportent plusieurs fonctions alcools et phénols 

susceptibles de réagir avec des polymères chargés via des liaisons hydrophobes, 

électrostatiques ou hydrogènes. Des simulations de dynamique moléculaire ont été utilisées 
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afin d’examiner la mobilité des composés modèles de lignine près d'une surface de 

cellulose[88]. Ces travaux suggèrent que les monomères et les oligomères de lignine 

s’adsorbent rapidement sur la surface des microfibrilles de cellulose. Ainsi, il semble 

fortement probable que les interactions électrostatiques soient principalement responsables de 

cette adsorption[88]. Cette hypothèse s’appuie sur les travaux de Shigematsu et al.(1994) qui 

suggèrent que les oses sont susceptibles de se lier aux monomères de lignine selon différentes 

manières et à des degrés divers. En effet, Shigematsu et al.(1994) ont montré que la solubilité 

des monomères de lignine augmente en présence des solutions osidiques[137]. Ce phénomène 

est d’autant plus marqué que le nombre de groupements méthoxyles des monomères de 

lignine est faible. Ces résultats ont été complétés par d’autres approches permettant d’estimer 

une constante d’association entre les monomères de lignine et les oses[137]. Ces associations 

dépendent de la structure des monomères et du type des oses. Par exemple le monomère G a 

une plus grande d’affinité avec le xylose que le monomère S. De telles interactions peuvent 

affecter l'organisation spatiale de la lignine ainsi que le réseau lignine-polyosides et par 

conséquent l'architecture de la paroi. Dans le cas de l’association DHP-polyosides, Cathala et 

Monties (2001) ont synthétisé des DHP en présence de pectines[135]. Les auteurs ont montré 

que, la concentration en DHPs augmente dans la fraction soluble dans l’eau en fonction de la 

concentration de pectines. Compte tenu de l’insolubilité des DHPs en milieu aqueux, cet effet 

a été attribué à la solubilité des molécules de DHPs en présence de pectines. Ainsi, la 

solubilité de DHP et par conséquent la stabilité de l’ensemble est assurée par des liaisons non 

covalentes[135]. 

Donc, les interactions non covalentes entre les polyosides et la lignine devraient être 

prises en compte afin de mieux appréhender les évènements physico-chimiques associés à la 
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formation de la paroi végétale lignifiée. Les travaux réalisés à ce jour ont pu mettre en 

évidence un effet des polyosides sur la structure des DHPs qui se traduit notamment par 

une augmentation de la quantité des liaisons β-O-4 et de la masse molaire des DHPs dans de 

nombreux cas. Ces travaux soulignent le fait que l’état physique du milieu de polymérisation 

est critique pour la structure et l’ultrastructure de DHP.  

 

IV.3.1. Effet sur la structure chimique  

Parmi les paramètres influençant la réaction de polymérisation des lignines, l’effet de 

différents polyosides a été étudié. Ces travaux ont montré l’évolution de liaisons β-O-4 en 

présence de polyosides dans de nombreux cas, la comparaison entre ces travaux reste 

néanmoins très complexe. En effet dans le cas de pectines, Terashima et al.(1995) ont montré 

que le taux de liaisons β-O-4 augmente en présence de pectines[129,130], plus tard Cathala et 

al.(2001) ont démontré l’inverse[134]. De même, Higuchi et al.(1981) ont montré que la 

polymérisation de l’alcool coniférylique dans des tubes de dialyses en présence de mannanes 

et de pectines affecte la structure de DHP. Par contre, la présence de xylanes n’a aucun 

effet[132]. Ces résultats contradictoires peuvent être liés à la structure de polyosides utilisés 

mais également aux conditions physico-chimiques de polymérisation. L’augmentation des 

liaisons β-O-4 a été souvent attribuée à la solubilité du monomère de lignine en présence de 

polyosides[135,137], qui favoriserait le couplage entre monomère et oligomères[129,130] 

provoquant la formation d’un polymère de type « end wise »[58]. 

 

Un résultat similaire (augmentation de taux des liaisons β-O-4) a été obtenu en réalisant 

la polymérisation de l’alcool coniférylique dans un mélange eau/méthanol[138] ou dans le 1,4-

dioxane[139]. Chioccara et al.(1993), ont montré une augmentation des liaisons β-O-4 suite à
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l’augmentation de la proportion de méthanol dans le milieu réactionnel et par conséquent la 

diminution de la polarité[138]. Ils ont attribué ce phénomène à un mécanisme faisant intervenir 

des équilibres réversibles entre les complexes π formé par deux radicaux. Le couplage de 

deux radicaux dépend alors de l’énergie d’activation nécessaire pour atteindre l’état de 

transition (Figure 16) modifiant ainsi les proportions relatives des différents dimères 
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Figure 16 : Mécanisme de formation des dimères de l’alcool coniférylique[138].  

 

D’après, ces travaux, le paramètre « concentration locale», c’est à dire présence des 

polyosides mais également la polarité du milieu réactionnel a un effet remarquable sur 

l’orientation de la réaction de la polymérisation et par conséquent sur la structure finale de la 

lignine.  
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IV.3.2.  Effet sur les particularités macromoléculaires 

Dans la plupart des cas, la polymérisation des monomères de lignine en présence des 

polyosides se traduit par une augmentation de la masse molaire comparé à un DHP synthétisé 

en milieu tamponné[118,134,135]. Compte tenu de l’insolubilité des lignines en milieu aqueux, 

cet effet a été attribué à la solubilité des molécules de DHPs en présence de polyosides[135,137]. 

Cet état d’organisation favoriserait les couplages entre monomères et oligomères qui 

conduisent à la formation d’un polymère « end wise » de haut poids moléculaire[117]. Ces 

travaux soulignent que la présence de polyosides dans le milieu de polymérisation est critique 

pour la structure des DHPs 

 

IV.3.3. Effets sur l’ultrastructure 

Certains travaux ont démontré que la présence de polyosides affecte également 

l’ultrastructure des DHPs et la structure du complexe polyosides/lignine. Par exemple, les 

travaux de Higuchi et al.(1981)[132], ont montré par des observations microscopiques 

(Microscopie Electronique à Balayage: MEB) que la structure des complexes DHP/mannanes 

et DHP/pectines apparaît sous forme de film, c’est à dire que les nodules de DHP sont 

dispersés dans le réseau de polyosides. Par contre, la morphologie du complexe DHP/xylanes 

est complètement différente et correspond à une structure granulaire[132]. Les auteurs ont 

suggéré que cette différence de morphologie est la confirmation de la formation de LCC 

uniquement en présence de mannanes et de pectines, les xylanes ne semblent pas du tout 

réagir avec les DHPs.  

Afin de mieux prendre en compte l’organisation de la paroi végétale lignifiée, un 

mélange ternaire « cellulose/pectine/DHPs » a été récemment obtenu en tant que modèle des 

parois végétales lignifiées de réseau dense et interpénétré[136,133]. Ces travaux montrent
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que la présence de pectine dans le milieu de polymérisation affecte également l'ultrastructure 

des DHPs. L’observation de ces mélanges par MEB a mis en évidence que les nodules de 

DHP sont complètement dispersés en présence de pectines. Par contre, dans le cas du mélange 

cellulose/DHP, les nodules ovoïdes de DHP ne semblent pas réagir avec la cellulose.  

 

L’ensemble de ces travaux indique que la polymérisation de lignine est très sensible aux 

paramètres physico-chimiques du milieu de réaction. Par conséquent, non seulement la 

polymérisation de lignine peut être partiellement affectée par la voie biosynthétique de 

monolignols et le système d'oxydation enzymatique mais également la structure et 

l'organisation spatiale de lignine peuvent être indirectement modulées par une modification de 

la quantité et de la structure des polyosides sans autre variation du système de polymérisation.  

La structure supramoléculaire et l’organisation des différentes partenaires de la réaction 

sont des paramètres rarement considérés. Toutefois, les travaux de Cathala et al.(2005)[136,140] 

ont montré récemment que la polymérisation de l’alcool coniférylique en présence des 

pectines conduit à la formation d’agrégats stables de pectines/DHPs. Une étude de 

l’organisation et la formation de ces agrégats, au moyen de sondes fluorescentes tel que le 

pyrène, montre l’apparition de domaines hydrophobes. L’organisation supramoléculaire de 

ces polymères au sein de ces agrégats a été étudiée en utilisant d’une part la diffusion de la 

lumière et d’autre part la diffusion des neutrons aux petits angles au moyen d’une stratégie de 

contraste isotopiques. Les résultats obtenus montrent que les pectines et les DHP présentent 

une séparation de phase à courte échelle (la dizaine de nanomètre) ; des zones riches en DHPs 

et des zones riches en pectines ont été mises en évidence. En revanche à plus grande échelle 

(10-100 nm) les pectines et les DHPs participent au même complexe. Cette conclusion est 

cohérente avec les observations faites en microscopie électronique sur des parois en cours de 

lignification qui montrent que ce processus débute de façon non homogène par la formation



Synthèse bibliographique 

 40

de nodules nanométriques de lignine[141]. Ensuite, lorsque la concentration en DHP augmente, 

les agrégats se densifient conduisant à une diminution de la teneur en eau. Cette situation a pu 

notamment être observée dans le cas de la polymérisation des monomères de lignine à 

l’interface eau/air[142]. Ces résultats mettent en évidence un effet d’hydrophobicité de la paroi 

lors de la lignification[143]. L’ensemble des données précédentes souligne la nécessité 

d’appréhender les interactions et la structure supramoléculaire à l’échelle nanométrique. Ces 

informations seront utiles afin de bien comprendre la cohésion des parois pour favoriser leur 

fractionnement.  
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Abstract The mechanism of lignin carbohydrate com-

plex formation by addition of polysaccharides on quinone

methide (QM) generated during lignin polymerisation was

investigated using a model approach. Dehydrogenation

polymers (DHPs, lignin model compounds) were synthe-

sized from coniferyl alcohol in the presence of a glucur-

onoarabinoxylan (GAX) extracted from oat spelts, by

Zutropfverfahren (ZT) and Zulaufverfahren (ZL) methods.

The methods ZT and ZL differed in their distribution of

QM over the reaction period but generated roughly the

same QM amount. Steric exclusion chromatography of the

ZT and ZL reaction products showed that only the ZT

reaction produced high molar mass compounds. Covalent

linkages in the ZT reaction involving ether bonds between

GAX moiety and a carbon of the lignin monomer were

confirmed by 13C NMR and xylanase-based fractionation.

The underlying phenomena were further investigated by

examining the interactions between GAX and DHP in

sorption experiments. GAX and DHPs were shown to

interact to form hydrophobic aggregates. In the ZT process,

slow addition permitted polymer reorganisation which led

to dehydration around the lignin-like growing chains

thereby limiting the addition of water on the quinone

methide formed during polymerisation and thus favoured

lignin–carbohydrate complex (LCC) formation.

Keywords Aggregation � Carbohydrate complex �
Dehydrogenation polymers (DHP) �
Glucuronoarabinoxylan � Lignin

Abbreviations

CA Coniferyl alcohol

CPMAS Cross polarization magic angle spinning

DHP Dehydrogenation polymer

DMSO Dimethyl sulfoxide

GAX Glucuronoarabinoxylan

HPAEC High-pressure anion exchange chromatography

LCC Lignin–carbohydrate complex

LiBr Lithium bromide

NMR Nuclear magnetic resonance

QM Quinone methide

SEC Steric-exclusion chromatography

ZL Zulaufverfahren

ZT Zutropfverfahren

Introduction

Lignified plant cell wall is formed by successive deposition

of cellulose, hemicelluloses and lignins to form a com-

posite in which component polymers are physically and

chemically bound to each other. This mechanism of bio-

genesis is important in determining the ultrastructure of

A. Barakat � B. Chabbert
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lignified plant cell walls and thus their physical and

chemical properties. Cell wall formation ended by lignin

deposition according to the dehydrogenative polymerisa-

tion of monolignols (p-coumaryl, coniferyl and sinapyl

alcohols, Fig. 1; Terashima et al. 1993). Lignin polymeri-

sation therefore occurs within a water swollen polysac-

charide gel. During this process, polysaccharides and lignin

are covalently linked through lignin–carbohydrate com-

plexes, as demonstrated several decades ago by Björkman

(1957). These covalent links are important in the biological

roles of plant cell walls (mechanical resistance, protection

against pathogens) and in the ability of the cell wall to be

transformed for application purposes (production of pulp or

chemicals, biodegradation, etc). Comprehension of the

interactions between lignin and polysaccharides and their

formation processes may therefore be helpful in under-

standing cell wall architecture. Such information could also

be used to improve the fractionation and transformation of

cell-wall-related products.

Two main processes are involved in the mechanism of

lignin–carbohydrate complex (LCC) formation. The first is

based on oxidative coupling of the phenolic components of

the plant cell wall (Fry 1986; Grabber et al. 2000). The

polymerisation of monolignols in the presence of feruloy-

lated polysaccharides, for example, has been described as a

very efficient way of coupling polysaccharides to the lignin

network (Grabber et al. 2000, 2002). These processes are

restricted to herbaceous species and are thought to occur in
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Fig. 1 Addition of nucleophiles

to the quinone methide

intermediate generated during

the dehydrogenation of

coniferyl alcohol. Addition of

water will form the b-O-4

linkages whereas addition of

polysaccharide will form

lignin–carbohydrate complex.

Thus, LCC formation competes

with b-O-4 formation. In

hydrated media the latter

process will be prominent
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the early stages of lignification. The second process,

ubiquitous in all lignified walls, involves the addition of

nucleophilic groups on the transient quinone methide (QM)

intermediate generated during the oxidative polymerisation

of lignin (Takahashi and Koshijima 1988; Xi et al. 2000;

Terashima 2001; Fig. 1). Studies on cell wall materials

have indicated that these linkages represent a non negli-

gible part of the lignin unit (Terashima 2001). However,

the complete process of LCC formation is not fully

understood since many nucleophiles (i.e. hydroxyl or car-

boxylic groups of hemicelluloses, phenols, water) are

present in the cell wall. Due to their similar nucleophilic

potentials, competition based on ratio concentration may

occur between them. Some works based on model studies

have demonstrated this competition and emphasized the

fact that the addition of hemicellulose to quinone methide

may be limited by competition of the water addition. For

instance, the addition of neutral monomeric sugar to QM

does not occur even in a buffered 1:3 dioxane solution

containing ten equivalents (compared to QM) of methyl a-

D-glucopyranoside (Sipilä 1990). Thus, to displace the

reaction in favour of LCC formation, several authors in-

creased the reaction duration and temperature (Hemming-

son and Leary 1975), or limited the water concentration

either by introducing aqueous/organic solvent mixtures

(Sipilä 1990) or high saccharide concentrations (Tanaka

et al. 1976) which suggests that nonaqueous conditions are

necessary for LCC formation. All these hypotheses show

some consistency with the cell wall conditions during lig-

nification. However, other model studies have shown that

LCC can be formed in a dilute aqueous solution of hemi-

celluloses (Ohnishi et al. 1992; Cathala and Monties 2001).

The present work develops the hypothesis that LCC for-

mation is not only under the kinetic control of water/

polysaccharide competition. Local structural heterogene-

ities may also affect this process such as the formation of

aggregates stabilized by noncovalent interactions between

hemicelluloses and lignin. These supramolecular structures

change the local environment of the reaction by lowering

the local water concentration and thus affect (or control)

the LCC formation.

In the present study, dehydrogenation polymers (DHPs,

lignin model compounds) were synthesized in the presence

of a glucuronoarabinoxylan (GAX) extracted from oat

spelts, since GAX is the major hemicellulose present in

angiosperms. The GAX sample used in this study was free

of phenolic acids and permitted focus on the QM pathway

of LCC formation. DHPs were synthesised according to the

Zulaufverfahren (ZL) and Zutropfverfahren (ZT) methods.

The first one consists in the simultaneous adding of all

reactants whereas, in the later one, reagents are slowly

added. The major difference between ZL and ZT poly-

merisation lies in the distribution of the radical over the

reaction period. All other physicochemical parameters re-

main identical in both methods, notably the amounts of

quinone methide generated during the reactions. This

comparison can be used to evaluate the competition

occurring between water and polysaccharide. Steric-

exclusion chromatography (SEC) analysis of the ZL and

ZT reaction mixtures revealed the formation of a high

molar mass product in ZT only. The occurrence of covalent

linkages in the ZT products was confirmed by NMR and

xylanase-based fractionation, and indicated that LCC for-

mation was not only under kinetic control. We also dem-

onstrated that interactions between GAX and DHP resulted

in the formation of hydrophobic micro-domains.

Materials and methods

Extraction and purification of oat spelt GAX

The GAX sample was produced by successive extraction

and fractionation (Winter et al. 2006). The starting material

was extracted from oat spelts with 5% (w/v) NaOH at 90�C

and purified by washing with methanol/water (60/40 v/v),

methanol and ether. The purified sample was bleached with

3% ClO2 at 70�C and 25% concentration (w/w) for 3 h,

dissolved in water (concentration 5% w/v; 100�C for

20 min, shaken over night at 20�C) and centrifuged

(20 min, 2,800 g) to remove the insoluble fraction. The

supernatant was freeze dried (Alpha 2-4 LSC, Christ, Os-

terode am Harz, Germany), and yielded the water-soluble

fraction GAX. The physicochemical characteristics of this

fraction are presented in Table 1.

Synthesis of unlabelled and labelled coniferyl alcohol

(4-hydroxy-3-methoxy cinnamyl alcohol)

Coniferyl alcohol was obtained using the procedure de-

scribed by Ludley and Ralph (1996). Synthesis of a13C

Table 1 Physicochemical characteristics of oat spelt glucuronoara-

binoxylan

Sugars composition (%) Glucuronoarabinoxylan

Uronic acids 6.2

Ara 15.1

Xyl 64.7

Gal 5.5

Glc 4.5

Ara/Xyl 0.23

Mw (g/mol) 43000

Ara Arabinose, Xy xylose, Ga galactose, Glc glucose, Ara/Xyl molar

ratio of L-arabinose to D-xylose, Mw weight average molar mass

equivalent to pullulan standards
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coniferyl alcohol was achieved according the previously

published synthesis (Terashima 1996). Spectra of labelled

and nonlabelled product were identical. 1H NMR (CDCl3,

250 MHz), 6.89 (m, 3H), 6.53 (d, 1H), 6.21 (d, 1H), 4.18

(d, 2H), 3.85 (s, 3H).

Polymerisation of coniferyl alcohol

in glucuronoarabinoxylan solution

In both ZT and ZL, the DHPs were prepared with and

without (control) GAX. Control DHPs were used for the

sorption experiment and physical mixture. Three solutions

were prepared for the polymerisation experiments. Solution

A 100 mg of GAX dissolved in 100 ml of phosphate buffer

(1/30 N; pH 5.0). Solution B 100 mg of coniferyl alcohol

labelled or unlabelled (0.56 mmol) in 3 ml of dioxane and

22 ml of GAX (1 g/l) in phosphate buffer (1/30 N; pH 5.0).

Solution C 0.1 ml (2 eq compared to coniferyl alcohol) of

hydrogen peroxide H2O2 (35% wt in water) in 25 ml of

GAX (1 g/l) in phosphate buffer (1/30 N; pH 5.0). For the

end-wise polymerisation, ZT method, solutions B and C

were gradually added to 50 ml of solution A, containing

5 mg of peroxidase (EC 1 11.1.7, 250–330 unit/mg, pur-

chased from Sigma), for 4 h at 25�C. For the ZL method,

all reagents were added simultaneously to 50 ml of solu-

tion A containing 5 mg of peroxidase. The reaction mixture

was stirred for 4 h at 25�C. DHP controls without GAX

were prepared in phosphate buffer (1/30 N; pH 5.0).

The concentrations of all the reagents in the ZL and ZT

experiments are reported in Table 2. The total concentra-

tions of QM able to react with water or GAX were esti-

mated from the b-O-4 contents of ZL and ZT products

synthesized under similar conditions (Cathala et al. 1998).

Monosaccharide composition determination

The neutral and acidic carbohydrates were identified and

quantified by high-pressure anion exchange chromatogra-

phy (HPAEC). Samples were hydrolysed with 12 M H2SO4

acid for 2 h at room temperature, then diluted at 1.5 M and

allowed to react for 2 h at 100�C. All samples were then

filtered (0.45 lm) before injection onto a CarboPac PA-1

anion exchange column (4 · 250 mm, Dionex, Voisins les

bretonneux, France). Monosaccharide composition was

analysed and quantified using L-fucose as the internal

standard and standard solutions of neutral carbohydrates (L-

arabinose, D-glucose, D-xylose, D-galactose) and uronic

acids (D-galacturonic and D-glucuronic acids).

NMR spectroscopy

Solid-state NMR experiments were performed on a Bruker

DRX 400 spectrometer (100.62 MHz for carbons; Wis-

senbourg, France). The CPMAS (cross polarization magic

angle spinning) experiments were performed using a dou-

ble resonance H/X CP-MAS 4 mm probe at a spinning rate

of 10,000 Hz. The pulse sequence operated with a 3.75 ls

90� proton pulse, a 1 ms contact time at 62.5 kHz, a 3 s

recycle time for an acquisition time of 34 ms during which

dipolar decoupling (TPPM) was applied at 67 kHz.

1,024 scans were acquired at ambiant temperature

(294 ± 1 K) and no line broadening was applied in order to

perform the spectral decomposition. Chemical shifts were

calibrated with external glycin, (carbonyl carbon at

176.03 ppm). The software used to decompose each

spectrum was based on the SIMPLEX method (Lorentzian/

Gaussian 50/50 line type).

Liquid-state NMR spectra were recorded on a Bruker

ARX 400 spectrometer operating at a carbon frequency of

100.62 MHz. The NMR experiments were realized in

DMSO-d6 using a single pulse detection of carbon with

power-gated 1H decoupling. The 90� carbon pulse was set

to 11.25 ls and a proton decoupling (WALTZ16) of 3 kHz

was applied during acquisition (1.25 s) but also during the

recycle delay (5 s) in order to gain signal by nuclear-

overhauser enhancement (NOE; Kuhlmann and Grant

1968). Each NMR experiment was realized at 313 K with

22 K scans and calibration of the carbon chemical shifts

were realised using the carbon signal of DMSO as an

internal reference.

Table 2 Total concentration of

CA, QM and arabinose and

concentration ratio of the

reactants calculated at the

maximum of their concentration

in the GAX–DHP ZL and

GAX—DHP ZT reaction

a [H2O] = 55 M

GAX–DHP ZL

reaction

GAX–DHP ZT

reaction

Total coniferyl alcohol concentration (mM) 2.77 2.77

Total QM concentration (mM) (based on b-O-4 content ZL 12%;

ZT 15% determined by thioacidolysis (Cathala et al. 1998)

3.3 0.416

Xylose + arabinose monomers concentration (mM) 0.312 0.312

[GAX]/[QM] at the maximum concentration of QM (i.e. at t = 0

for ZL and after 3 min for ZT)

9.45 182

[H2O]a/[QM] 16.6 · 103 3.179 · 106
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Size exclusion chromatography in dimethyl sulfoxide

(DMSO)/water (9/1 v/v) containing 50 mM of LiBr

Analysis was performed using a multi-detection system

consisting of a UV-Detector (LC 1200 UV/VIS-detector,

Polymer Laboratories, Marseille, France), and a RI-detec-

tor (Shodex RI-71, Sopares, Gentilly, France). A set of

GRAM columns from Polymer Standard Service (Mainz,

Germany) was used (3, 100, 300 nm, each 8 · 300 mm).

The eluent was a mixture of DMSO/water (9/1 v/v) con-

taining LiBr 50 mM. The flow rate was 0.4 ml/min at

60�C. Samples were dissolved in the eluent at a concen-

tration of 4 mg/ml for 1 h at 95�C, followed by 23 h at

40�C (Saake et al. 2001). Samples were filtered through

regenerated cellulose membranes (0.45 lm). The percent-

age recovery after filtration, based on UV absorbance, was

better than 75% in all cases. The molar masses were

determined using a calibration with pullulan standards.

Collection and calculation of the data was performed using

WINGPC 4.6 software of Polymer Standard Service.

Enzymatic degradation and fractionation

of GAX–DHP ZT polymerisation

Solutions of GAX ZT polymerisation were incubated with

endo-b-1,4-xylanase solution (Ecopulp TX 200C; Röhm

Enzym, Rajamäki Finland, SHARE 1031 7143). Enzyme

was added at 200 nkat/g of GAX at 55�C for 1 h, under

stirring. After treatment, the enzyme was inactivated by

boiling at 100�C for 5 min. A reference solution of GAX/

DHP (without enzyme) was treated under the same con-

ditions. A precipitate was formed only with the xylanase

treated sample and was collected by centrifugation. The

supernatant was concentrated under reduced pressure to

obtain the water-soluble fraction (WSOL). The precipitate

was poured into 95% aqueous dioxane and the supernatant

and residue separated by centrifugation to obtain a diox-

ane-soluble fraction (DSOL) and a residue, the dioxane-

insoluble fraction (DINS). All fractions were freeze-dried.

Sorption experiments of GAX to DHP

Sorption assays were performed in phosphate buffer (1/

30 N; pH 5). GAX solutions were diluted to give a range of

concentrations (0.025, 0.05, 0.1, 0.25, 0.5 and 1 mg/ml)

from a stock solution of GAX prepared at 1 mg/ml. An

aliquot of 1.5 ml was added to DHP samples (7.5 mg).

GAX solutions and GAX DHP blends were incubated for

4 h at 25�C. After incubation, the samples were centrifuged

at 7,700 g for 20 min. Unbound GAX present in the

supernatant was quantified by HPAEC. The adsorbed GAX

amounts were calculated from the difference between the

GAX concentrations in the supernatant before and after

adsorption. The DHP concentrations in the supernatant

were determined from their absorbance at 280 nm. The

supernatant solutions were then studied by fluorescence

probe with pyrene.

Detection of hydrophobic microdomains

by fluorescent probe

All spectra were recorded on a SPEX Fluoromax spectro-

photometer (Edison, NJ, USA) equipped with thermostatic

controlled cell at 25�C. A fixed amount of pyrene

(1.6 · 10–6 M in the final solution) was added to the

supernatant from the sorption experiments and samples,

which were allowed to equilibrate overnight prior to fluo-

rescence measurement. The samples were excited at

341 nm and emission spectra were recorded between 350

and 500 nm with a slit width of 1 mm for the excitation slit

and 5 mm for emission. The relative intensity of peaks 1

(k = 372 nm) and 3 (k = 382 nm) was used to determine

the local polarity of the medium surrounding the pyrene

molecules.

Results

Dehydrogenative polymerisation of coniferyl alcohol

in GAX solution by ZL and ZT methods

The polymerisations by ZT and ZL methods differed in the

speed of reagent addition. In the ZL process all reactants

were added simultaneously whereas in the ZT method they

were added gradually (dropwise). The two methods there-

fore differed mainly in their distribution of radicals (and

thus the associated QM) over the reaction time. Assuming

the immediate oxidation of CA in the medium, the minute-

by-minute distribution of QM throughout the reaction

period was calculated for ZT and ZL according to the

following equations:

½QM�ZLt ¼ ½QM�tote
�kt

½QM�ZTt ¼ ½QM�tot=14400� ½QM�t�1e�kt

where k is the observed rate constant of QM in water

measured previously by Hemmingson and Leary (1.18 ·
102 s–1; Hemmingson and Leary 1975) and 14,400 s is the

reaction time (Fig. 2).

Both reactions produced a colloidal suspension in the

presence of GAX, in contrast to the reference polymeri-

sation performed in phosphate buffer without GAX. This

suggests an interaction between GAX and DHP. An effect

of polysaccharide on DHP solubility had already been

noted in the presence of pectin (Cathala and Monties
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2001). The possible formation of LCC in both syntheses

was evaluated by SEC and NMR spectroscopy.

Size-exclusion chromatography (SEC) in dimethyl

sulfoxide DMSO/water/lithium bromide in the ZT

and ZL GAX reaction mixtures

DMSO containing 50 mM of LiBr at 60�C was used as

solvent, since this mixture can solubilize both lignin and

GAX and also dissociates most of the noncovalent inter-

actions because of solvent polarity and the chaotropic ef-

fects of the lithium bromide combined with elution at high

temperature. The SEC device was equipped with a differ-

ential refractive index (DRI) and ultraviolet (UV) detec-

tors. The DRI is a universal detector which is sensitive to

any kind of molecule dissolved in the solvent—in this case,

polysaccharides and lignin—, whereas the UV system is

specific to UV-absorbing materials, here DHPs. We con-

firmed that the noncovalent interactions between GAX and

DHP were dissociated in our chromatographic system by

first analysing a physical mixture (PM; mixture of GAX

and ZL DHPs) obtained by suspending DHP in an aqueous

GAX solution (Fig. 3a). After stirring, the suspension was

freeze-dried, dissolved in DMSO/LiBr and injected into the

SEC system. Two peaks were clearly distinguishable, the

first (eluted around 22 ml) displayed a strong RI signal and

hardly any UV absorption whereas the second (eluted

around 28 ml) presented both UV and RI signals. Com-

parisons with pure standards confirmed that the peak at

22 ml corresponded to GAX and the other to the DHP

fraction (data not shown). The evaluation of molar mass

indicated an absence of significant variation in comparison

with the starting materials and thus confirmed the ability of

our chromatographic system to limit DHP–GAX interac-

tions. Two peaks, corresponding to GAX and DHPs, were

again detected in the ZL experiments (Fig. 3b). However,

careful examination of the molar mass revealed that the

peak eluted around 22 ml presented a higher molar mass

than pure GAX (Table 3) suggesting that some limited

coupling may have occurred. This hypothesis was sup-

ported by the associated UV signal which also seemed to

be more intense than in the PM profile. Three distinct

populations were clearly visible in the case of GAX ZT

(Fig. 3c). Peak I presented both UV and RI signals sug-

gesting the presence of GAX and DHPs. The low elution

volume (19 ml) indicated the presence of species with very

large molar mass (Table 3) which could be attributed to

covalent complexes between GAX and DHPs. This peak

was absent from the PM and GAX–ZL profiles thus the
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reactions. In the ZL reaction all the QM has reacted during the first
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hyphothesis of covalent complex occurring in this reaction

can be proposed. This assumption is supported by the

determination of the ratio between the RI and UV signals.

The ratio measured for the peak eluted at 19 ml of the

GAX–ZT reaction profiles is higher (2.45) compared to

those measured in the peaks eluted around 28 ml in the

physical mixture (1.66), the GAX–DHP ZL reaction (1.52)

and the GAX–ZT reaction (1.7). This indicates the pres-

ence of nonabsorbing materials, i.e. xylans in the peak

eluted at 19 ml. The second peak of the ZT elution curve

was similar to that observed in the PM profile and corre-

sponded to the GAX fraction. This hypothesis was sup-

ported by the low intensity of the UV signal, compared to

the RI signal. Peak III had a larger elution volume (28 ml)

and consisted of smaller molecular weight species that,

according to their UV signal, could be attributed to DHP. It

was concluded from this set of experiments that peak I

observed in the ZT experiment could be attributed to a

covalent complex that was not formed in the ZL experi-

ment.

NMR analyses of ZT and ZL GAX–DHP

Solution-state 13C NMR is a powerful method for revealing

the structure of soluble lignin fragments. However, the

presence of carbohydrates in the same spectra together with

the low abundance of some linkages such as LCC, obscure

the signals. Thus, one strategy usually reported in litera-

ture, consist in the use of 13C labelled lignin monomers to

increase the sensitivity of the analysis. This was used both

in the case of synthetic (Parkas et al. 2001) and natural

lignin (Terashima et al. 2002) and also applied to the

investigation of LCC (Xi et al. 2000). Solution state 13C

NMR spectra of the ZL and ZT GAX–DHPs reaction

obtained from a labelled coniferyl alcohol are reported

in Fig. 4a and b. The peaks that can be discerned in the

ZL–GAX 13C-enriched DHPs were assigned according to

Parkas et al. (2001; Fig. 4a; Table 4). Signals around

73 ppm (peaks noted 5) can be assigned to the Ca in the

aryglycerol-b-aryl ether structures. Ca in b–b structures

can be attributed to the signals occurring around 86 ppm

(peak noted 2) and close to the b-5 linkages (88 ppm, peak

1). Another signal arises at 83.5 ppm which can be

assigned to the dibenzodioxocin linkages. Ca in b-O-4/a-

O–R (R can be a polysaccharide or a phenol) structures are

expected to have an intermediate chemical shift around 80–

82 ppm (peaks 3 + 4). Only a minor peak can be seen in

this region for the ZL spectra. The general pattern of the

ZT spectra is similar to the ZL one. However, all the sig-

nals are broader displaying a lower resolution. The other

main modification concerns the region between 80 and

84 ppm that displays a very broad and irresolute signal

while the peaks at 81 and 83.5 observed in the ZL spectra

are not anymore visible. Broadening of the signal likely

reflects the higher molar mass of the ZT sample compared

Table 3 Molar mass values of GAX-DHP ZT, GAX-DHP ZL and physical mixture (PM)

Product GAX + DHP Physical mixture (PM) GAX–DHP ZL Polymerization GAX–DHP ZT Polymerization

Peaks II III II III I II III

Content (%) 49 51 48 52 36 37 27

Mw (g/mol) · 10–3 43 1.7 132 1.9 904 36 0.96

Mw Weight average molar mass equivalent to pullulan standards

5

3 + 4

2
1

4a GAX-ZT-DHP

4b GAX-ZL-DHP
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Fig. 4 Liquid 13C NMR spectra of GAX–ZL–DHPs (a) and GAX–

ZT–DHPs (b) obtained from a13C labelled coniferyl alcohol
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to the ZL one. However, even whithout a high resolution, a

signal in this range obviously occurs in the ZT spectra in

contrast to the ZL spectra, thus suggesting the presence of

peaks in the range of etherified Ca carbon with carbohy-

drate and phenol groups. A definitive attribution of this

signal was attempted using a long-range correlation

(HMQC; Ralph et al. 1999) between the H5 of arabinose

and the 81–82 ppm signal region. Due to the large broad-

ening of the signal, no correlation was detected. This ex-

treme broadening can be explained by a very low mobility

of the molecules that is consistent with the entrapment of

the LCC linkages within a covalent network. This

assumption is supported by the poor solubility of the ZT

samples in the solvent (DMSO) at the NMR concentration

range (i.e. 10–50 mg/0.5 ml). Indeed a gel like structure

was formed in the tube even after acetylation. In order to

deeper investigate the high-molar fraction that is almost

insoluble under the NMR experimental conditions, samples

were analysed by solid-state 13C NMR analysis. Spectra of

the ZL and ZT GAX mixture are presented in the Fig. 5a

and b. The general pattern of the peaks was similar to that

assigned in liquid-state except for the 81 ppm region (peak

noted 3 + 4) that displays a higher signal. Linkage fre-

quencies and their relative contribution were obtained by

the decomposition of the complex ZT and ZL spectra,

followed by the estimation of their relative frequency (see

Fig. 5 for the decomposition and Table 4 for the relative

areas). The relative area of the peak at 81 ppm is roughly

two times higher in the ZT (15.25%) than in the ZL

experiment (8.9%; Table 4). As few changes of its half-

width were observed, this increase was related to a higher

proportion of linkages resonating at 81 ppm. Occurrence of

a peak at 81 ppm in the ZL samples can be explained by

the addition of some polysaccharides to the QM as sus-

pected in SEC and also by the addition of phenol groups of

DHPs. Indeed, the ZL methods is known to produce higher

free phenol groups that are thought to react at acidic pH

with quinone methide (Sipilä and Brunow 1991). The

relative area measured in the ZL reaction mixture is in

good agreement with previous studies done on bacterial

cellulose/DHPs (9%) and bacterial cellulose/pectin/DHPs

(6%) composites (Cathala et al. 2005) where it was con-

cluded that bacterial cellulose based composites were al-

most free of LCC. Thus the increased on the intensity of

the peak at 81 ppm in the ZT reaction mixture has to be

Table 4 Chemical shifts and relative bond frequencies for a carbon (expressed as relative percentages) of GAX–ZL–DHPs and GAX–ZT–DHPs

synthesized with a13C coniferyl alcohol

Chemical

shifts (ppm)

Structural units GAX–ZT–DHPs

(%)

GAX–ZL–DHPs

(%)

DHPs control a

(%)

71–73 (5) Ca in b-O-4 bonds + Ca esterified to carbohydrates 26.5 19.2 16

81 (3 + 4) Ca etherified (carbohydrates or DHPs) 15.25 8.9 9

85 (2) Ca in b–b bonds 14.9 18.2 25

87–88 (1) Ca in b-5 bonds 23.15 29.15 30

130 Ca in coniferyl alcohol end groups 20.2 24.6 21

For spectral identification from 1 to 5, see Fig. 5
a Values obtained for control DHPs from reference Cathala et al. (2005)
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related to the formation of benzyl ether groups on the a
carbon of DHPs. It has also to be noted that the proportion

of the other type of linkages supports the idea of the

modification of the monomer reactivity in the ZT reaction

(Table 4). The amount of b-O-4 linkages (noted 5 in

Fig. 5) increases while the condensed linkages (b–b, noted

2 and b-5, noted 1) decrease together with residual co-

niferyl end groups. Accordingly, the structure of the GAX–

ZT–DHPs is closer to those of natural lignin than GAX–

ZL–DHPs.

Isolation of the LCC fraction by xylanase treatment

and fractionation from the GAX–ZT reaction

Many techniques, involving chemical or enzymatic and/or

organosolvent treatments have been used to isolate LCC

(Koshijima et al. 1972; Takahashi and Koshijima 1987;

Koshijima and Takahashi 1988). Avoiding a harsh pro-

cedure, the GAX ZT reaction was digested by an en-

doxylanase. Endo-b-1,4-xylanase randomly cleaves the

xylane main chain and generates various substituted xy-

looligosaccharides. The GAX–ZT reaction product gave

rise to a precipitate during the enzyme treatment, which

was not observed in the absence of xylanase. The xy-

lanase-treated sample was centrifuged and the supernatant

freeze dried to give a water soluble fraction (Wsol). The

precipitate was treated with a dioxan/water mixture to

separate the dioxan/water soluble fraction (Dsol) from the

dioxan/water insoluble fraction (Dins). When these Wsol

and Dsol fractions were analysed by 13C NMR and SEC in

DMSO/water LiBr, they mostly consisted of polysaccha-

rides and DHP, respectively, (data not shown). Dins could

not be subjected to DMSO/water SEC- and NMR analyses

due to its complete insolubility. However, the carbohy-

drate and lignin compositions of all fractions were

determined. The results are reported in Table 5. Carbo-

hydrate content decreased gradually between Wsol and the

Dins fraction, whereas a reverse relationship was observed

for lignin content. The main variation concerned the

molar ratios of arabinose and xylose. The Dins fraction

had a significantly higher arabinose content than the other

fractions (Table 5), which indicated an enrichment of

polysaccharides with high arabinose substitution in this

fraction. These results are consistent with the 13C NMR

analysis and with previous works that demonstrated a

covalent bond between the hydroxyl group of the C5

arabinose substituent and the a-position of the lignin

monomer. No substantial differences in neutral or acid

sugars could be detected in any fractions, in agreement

with NMR data and despite previously reported results

(Sipilä and Brunow 1991).

Sorption of GAX to ZL and ZT DHPs

Noncovalent interactions between GAX and DHPs were

evaluated by testing the binding capacity of GAX on

DHPs. Since DHPs are mostly insoluble in aqueous solu-

tions, GAX solutions at various concentrations were incu-

bated in the presence of a fixed quantity of DHP (Fig. 6).

The amounts of GAX in the supernatant after centrifuga-

tion (Fig. 7) were determined by HPAEC after acid

hydrolysis. The quantities of adsorbed materials (Fig. 7)

were obtained from the difference between the amounts

determined in binding assays and the starting solutions. ZT

and ZL DHP presented very similar behavior for all the

parameters investigated. Evolution of the arabinose/xylose

ratio of the adsorbed materials was also monitored and any

significant variation detected. All the ratios were similar to

those of the total samples (roughly equal to 0.23). Thus

there is no specific interaction with rich arabinose fraction

of GAX.

Some DHPs were solubilized during the sorption

experiment as evidenced by the increased UV absorbance

measured in the supernatant after centrifugation. This ‘‘co-

solvent effect’’ is reminiscent of the fact that ZL and ZT

DHPs do not precipitate during synthesis. However, the

amounts of soluble DHPs in the sorption experiment re-

mained low (less than 1.5% of the total DHP) compared

with the ZT and ZL experiments where all the DHPs was

dispersed in the reaction medium.

Table 5 Carbohydrates and DHP content in fractions extracted after the xylanase treatment of GAX–DHP ZT product

Product GAX–DHP ZT Polymerization WSOL DSOL DINS

Carbohydrates content (%) 50 (100)a 97.9 (82)a 24 (11)a 11 (7)a

Neutral sugars (%) 94.1 ± 0.4 93.7 ± 1.4 96.3 ± 0.7 95.5 ± 0.1

Acid sugars (%) 5.9 ± 1.0 6.3 ± 1.1 3.7 ± 0.2 4.5 ± 0.5

Ara/Xyl 0.23 ± 0.01 0.22 ± 0.02 0.24 ± 0.01 0.31 ± 0.02

Lignin content (%) 50 (100)b 2.1 (2)b 76 (34)b 89 (46)b

WSOL Water soluble fraction, DSOL dioxane soluble fraction, DINS dioxane insoluble fraction, Ara/Xyl molar ratio of L-arabinose to D-xylose
a and b, % yields of carbohydrates and lignin, respectively on the basis of original GAX–DHP ZT product
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Formation of hydrophobic microdomains

in the supernatant of sorption experiment solutions

Fluorescence properties of many molecules depend on the

physicochemical characteristics of their environment. Py-

rene is a hydrophobic molecule that has a fine fluorescence

spectrum. The relative intensities of bands 1 (372 nm) and

3 (382 nm) are sensitive to the local polarity of the medium

(I1/I3 = 1.7 in water and I1/I3 = 0.60 in hexane; Kaly-

anasundaram and Thomas 1997). This (I1/I3) ratio de-

creases as the polarity of the pyrene environment decreases

(Winnik and Regismond 1996). Pyrene, due to its hydro-

phobic character, will be preferentially located in hydro-

phobic microdomains when they occur, so the curve of I1/I3

versus polymer concentration can be used to determine the

formation of such domains. Another method consists of

plotting the R/R0 values versus GAX concentration for the

GAX solution and supernatant from the sorption experi-

ment where R0 corresponds to the I1/I3 ratio at

[GAX] = 0 mg/ml and R to the I1/I3 ratio at 0.025, 0.05,

0.1, 0.25 and 0.5 mg/ml of GAX. When R/R0 is equal to 1

there is no formation of hydrophobic domains, whereas a

decrease in the R/R0 value indicates their formation. Dilute

GAX solutions display a constant value of 1 (Fig. 8)

whereas aggregation occurs at a high concentration (1 g/l).

Thus it is likely that the GAX molecules exist as mostly

nonassociated chains below this value. This pattern of

aggregation, in polysaccharides forming hydrophobic do-

mains, has already been reported for hemicellulose (Shig-

ematsu et al. 1994a). The R/R0 ratio, in the supernatant

from the DHPs sorption experiments, was almost constant

at very low concentrations and decreased to less than 0.1 g/

l of GAX which was significantly lower than the aggre-

gation limit of the pure GAX solution. No striking variation

was noted between ZT and ZL DHPs. These results show
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that DHPs and GAX are associated in a hydrophobic

complex resulting in a decrease in local polarity and an

increase in the soluble DHPs fraction. This pattern is

reminiscent of previous studies that demonstrated the

occurrence of condensed aggregates formed between DHPs

and polysaccharides (Lairez et al. 2005).

Discussion

Formation of LCC in ZL and ZT polymerisation

The precise chemical mechanism responsible for LCC

formation can be described as the nucleophilic addition of

functional groups of polyosides to the transient quinone

methide generated during dehydrogenative coupling of

monolignols. The rates of addition of nucleophiles to qui-

none methides are reported to be pH dependent and linked

to the dissociation constant of the hydroxyl compounds

(Sipilä 1990). In the present study, the pH values in the ZL

and ZT procedures were identical and the concentrations of

hydroxyl compounds (GAX and water) were kept constant

throughout the reaction time. Thus it can be assumed that

the rate constants of addition of hydroxyl compounds to the

QM were identical under both ZT and ZL conditions. The

ZL and ZT methods generated roughly the same amount of

QM. The amount of QM could in fact be estimated from

the b-O-4 content of the final product, that is 15% of the

total linkages for the ZT reaction and 12% for the ZL

procedure (Cathala et al. 1998). The main difference be-

tween the two methods was the distribution of QM over the

reaction time (Fig. 2). In the ZL process, all the CA was

added at the beginning of the reaction. Assuming that

peroxidase was not limiting, the amount of peroxidase

(5 mg of 250–330 unit/mg) used in both experiments was

able to oxidize 25 mM of CA per second whereas the total

amount of CA added was 0.55 mM. Thus all the CA was

immediately oxidized and produced a peak concentration

of QM ([QM]max = 3.3 mM). Based on the rate constant of

water addition determined by Leary (1972), it was calcu-

lated that almost all the QM reacted within 8 min (Fig. 2).

In the ZT process CA was added throughout the reaction

and the QM concentration attained a steady state of

2.9 · 10–5 M after roughly 3 min which lasted until the

end of the reaction time. In both cases, the water concen-

tration (55 M) predominated over the GAX concentration

(3.12 · 10–2 M equivalent of monosaccharide).

The rate of LCC formation is a function of the con-

centration of the reactive species (i e. GAX and QM) and

the rate constant of addition and can theoretically be de-

scribed by the following equation:

½LCC� ¼ kGAX½GAX�½QM� � kH2O½H2O�½QM�

where kGAX and kH2O are the rate constants of GAX and

H2O addition, respectively.

It is obvious from this equation that LCC formation is

disfavoured in dilute aqueous solutions as high water con-

centrations can limit the reaction. If LCC formation occurs, it

can be attributed either to a higher reactivity of the poly-

saccharides (i.e. high rate constant of addition) or to a

modification of the local reaction conditions that then reduce

the local water concentration and thus enhance polysaccha-

ride addition. This situation can be summarized as follows:

(1) The rate constant of xylan addition is far higher than

the rate constant of water addition. LCC formation

will occur with both ZT and ZL methods.

(2) The rate constant of xylan addition is in the same order

of magnitude as the rate constant of water addition and

the local organization of the polymer has no impact on

reactivity. Water addition will predominate and LCC

will not be formed under ZL or ZT conditions.

(3) The rate constants of water and GAX addition are

similar and the local organization of the polymer may

favour the addition of polysaccharides. The longer

addition time and gradual polymerisation of DHP will

provide more opportunities for the polymers to reor-

ganize and interact. LCC will be formed mainly

during the ZT process.

Thus, independently of the rate constants of addition,

comparison of the ZT and ZL reaction products provides a

means of evaluating the competition between water and a

polysaccharide and investigating the potential relevance of

non covalent interactions in LCC formation.

Characterization of LCC in the ZL and ZT reactions

The characterization of LCC is not an easy task, since these

low frequency linkages are diluted in highly complex lig-

nin/polysaccharide structures. In order to demonstrate the

difference existing between ZT and ZL, without any

ambiguity, we characterized both the polymeric effects (i.e.

formation of high molar mass complexes by SEC) and the

molecular attributes of the LCC formation (i.e. identifica-

tion of the covalent bonding by NMR).

Size exclusion chromatography (SEC) is a powerful

technique for studying the macromolecular properties and

characteristics of polymers. However, artefacts are usual

and aggregation, for example, can be a source of consid-

erable misinterpretation as already emphasized in previous

studies (Porsch and Sundelöf 1994; Saake et al. 2001;

Cathala et al. 2003). For these reasons, we used DMSO/

water containing 50 mM of LiBr at 60�C, a system suitable

for the analysis of both polysaccharides and lignin or DHP.

The set of SEC experiments demonstrated that the ZT

method had a marked impact on LCC formation since high
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molar mass complexes were exclusively observed in this

process although some limited coupling could occur in the

ZL reaction (increase of peak II molar mass in Fig. 3 and

Table 3). The SEC investigation of physical mixtures of

DHP and GAX proved that even after drying of the phys-

ical mixtures the aggregation observed in aqueous system

(Fig. 7) could be fully re-dissolved in the DMSO/water

eluent (Fig. 3a). This strongly supports the conclusion, that

the high molar mass products found in the ZT synthesis are

really covalently bound LCC.

These conclusions were confirmed by NMR studies

which demonstrated covalent linkages between GAX and

ZT–DHP involving the arabinose moiety of GAX. This was

further confirmed by analysing the Dins fraction that was

enriched in arabinose compared to the starting samples. The

role of arabinose in LCC formation has already been evi-

denced both in model and cell wall materials (Takahashi

et al. 1982; Ohnishi et al. 1992; Toikka et al. 1998). More

surprising was the absence of glucuronic acid enrichment in

the Dins fraction and the lack of proof in the NMR data of

the occurrence of an ester linkage between glucuronic acid

and the a carbon of the lignin monomer. Indeed this addi-

tion was suggested to be prevalent at neutral pH in previous

work by Sipilä (1990). However, the addition of carboxylic

acid was carried out in mixed organic/water solutions with

monomeric models (Sipilä and Brunow 1991). This differ-

ence in experimental conditions may have resulted in the

different reactivities of the active groups. However, another

point linked to our experimental conditions might be

responsible for these different findings. Indeed, as discussed

above, the formation of covalent bonds is linked to the

occurrence of hydrophobic clusters. Such clusters might

reject polar glucuronic acid groups thereby limiting their

reactivity. Further investigations under a range of experi-

mental conditions are needed to discuss this point in detail.

It can be concluded that the formation of covalent link-

ages occurs between GAX and DHP by addition of the C5

hydroxyl groups of the arabinose of the quinone methide

generated during the ZT dehydrogenating process. This

does not happen in the ZL reaction although all the reaction

parameters are identical except for the QM concentration

over the reaction time. To get an in-depth understanding of

the process, the interactions between GAX and DHPs were

then evaluated by physico-chemical means.

Evidence for noncovalent interaction between

DHPs and GAX

Sorption experiments provide a simple but efficient

means of demonstrating noncovalent interactions between

soluble and insoluble components. In the present study,

interactions between DHPs and GAX were evidenced

and compared to similar values obtained in studies of

hemicellulose/cellulose interaction. The degree of GAX

bonding, with both DHPs, attained roughly 10 lg/g and

was thus in the same range as observed between cellulose

and polysaccharides in similar conditions. Indeed, the

amounts of xyloglucans adsorbed to cellulose were about

14 lg/mg, whereas values of 2.5 and 4 lg/mg were mea-

sured for arabinan and galactan-rich pectins, respectively

(Vincken et al. 1995; Zykwinska et al. 2005). The main

difference between the present results and these earlier

ones is related to the fact that the DHP/GAX isotherm did

not attain a plateau, at least in the range of concentrations

studied here. In previous studies, the plateau of adsorption

isotherms has been attributed to full coverage of the

accessible surfaces of the cellulose molecules. This is

supported by the fact that the plateau values vary according

to the type of cellulose (Hayashi et al. 1987). In the present

study, the absence of a plateau together with the shape of

the isotherm (exponential evolution) may indicate that the

accessible surfaces became more and more abundant with

the increase in GAX concentration suggesting that the

GAX molecules were able to disrupt insoluble DHP

aggregates and thus increase the accessible surfaces. This

assumption is consistent with the increase in DHPs con-

centration observed in the supernatants after centrifugation

(Fig. 8). In the case of a [GAX]/[DHP] ratio of 1/7.5 (mg/

mg), for example, the DHP concentration was about 1.5-

fold higher in the presence of GAX compared to the water

blank (Fig. 8). This indicates the existence of an attractive

interaction between GAX and DHP. Such a finding has

been previously reported and evidenced for other kinds of

polysaccharides (Higuchi et al. 1971; Shigematsu et al.

1994b; Cathala and Monties 2001). The pattern of inter-

action did not vary significantly between ZL and ZT DHPs.

However, it should be remembered that the ZT and ZL

DHPs only presented small structural differences (Cathala

et al. 1998). Indeed they exhibited rather similar b-O-4 and

hydroxyl group contents, and small differences in molar

mass. This is an advantage when comparing the addition

rate constants for the two methods as explained below.

However, it is not the most favourable system for detecting

the specificity of noncovalent interactions between GAX

and different lignin types. Closer analysis of this specificity

would necessitate the presence of large structural differ-

ences and accordingly a variety of different lignins and

lignin models. This will require further investigation in the

future. Our main conclusion is that both DHPs interact with

GAX.

Noncovalent interactions and end-wise process

promote the formation of covalent coupling

The present works demonstrate the occurrence noncovalent

interactions between DHP and GAX molecules. However,
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interactions occurred with both types of DHPs whereas

LCC were mainly formed during the ZT reaction. The

absence of LCC formation in the ZL reaction can be ex-

plained by the fact that CA reacts almost immediately and

simultaneously to the colloid formation. Since ZL DHPs

and xylans can interact, aggregates are likely formed

explaining the formation colloidal suspension that limit the

precipitation of the ZL DHPs. Since all the CA molecules

react rapidly the reaction is stopped before any process of

rearrangement (aggregates fusion, DHPs diffusion, etc). In

the case of the ZT process, formation of aggregates also

occurs at the early times of the reaction. Since CA and

DHPs are rather hydrophobic molecules (Shigematsu et al.

1994b), during the addition process, they will be likely

located and polymerized within aggregates formed earlier

in the reaction process. This will increases the local DHPs

concentration as previously evidenced (Lairez et al. 2005)

inducing dehydration process by self aggregation. Elimi-

nation of water molecules will promote the addition of

GAX. Noncovalent interactions together with the slow

addition process result in the building up of supramolecular

structures that induced a change in reactivity. However it is

clear that without one of these two parameters, LCC will

not be efficiently formed. In planta, the dehydration pro-

cess has already been observed during lignification (Ino-

mana et al. 1992) whereas formation of xylan–lignin

network was also suggested by Salmen and Olsson (1998).

Similar behaviour to that described here can occur and

affect the reactivity of lignin-like molecules, as it will fa-

vour addition of the hydroxyl group of polysaccharides to

quinone methide by lowering the local water concentration

within the complexes. Thus in complement to the previ-

ously described hypotheses (high polysaccharide concen-

tration, long reaction time), we propose a general scheme

of LCC formation based on the formation of aggregates by

noncovalent interaction. This favours the nucleophilic

addition of hemicellulose to QM by increasing the poly-

saccharide and/or lowering the local water concentrations,

and thus limits water competition (Fig. 9).

Conclusion

Based on the results of model experiments some new

features in the process of LCC formation are proposed.

Lignin-like products were shown to interact with GAX to

form hydrophobic complexes. As summarized in Fig. 9,

this led to dehydration of the local environment around the

lignin-like growing chains, thereby limiting the addition of

water to the quinone methide formed during polymerisa-

tion. In the present study, arabinose was found to provide

the most reactive nucleophile whereas no such evidence

was found with glucuronic acid addition.

We therefore propose that local noncovalent interactions

influence and control the formation of covalent linkages

between lignin and carbohydrate networks by forming

supramolecular assemblies. To understand how this control

proceeds, the specific relationships and interactions be-

tween different lignin and xylan types needs to be inves-

tigated. However, the model proposed in Fig. 9 can be

generally applied to cell wall formation. It implies that

LCC formation increases throughout the lignification pro-

cess together with the lignin content. This suggests that

LCC formation is maximal at the end of lignification and
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Peroxidase

Lignin 
monomer
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into the cell wall and are 
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occurs and hydrophobic
microdomains are formed

Local water concentration 
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Fig. 9 Schematic

representation of the formation

of LCC during the lignification

process
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that this process can be understood as the final step in cell

wall construction by blockage of the interpenetrating net-

works. This process can thus be considered as a regulation

mechanism in addition to the oxidative pathway that

dominates at the earlier stages of cell wall construction.
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Abstract 

 

In plant cell walls, lignin polymerization occurs in concentrated polysaccharide gel. The 

effect of high polysaccharide concentrations on the structure of lignin model compounds 

(DHPs = Dehydrogenation polymers), were investigated by running lignification-like 

polymerisation under three reaction conditions in which the concentrations of all reactants 

(xylan/coniferyl alcohol (CA)/oxidising system) were gradually increased. Control 

experiments were also run in similar conditions but without polysaccharides. DHPs showed 

increased solubility with increased concentrations of reactants in the presence of xylans but 

were mostly insoluble in buffer control experiments. The structures of DHPs were 

characterized by thioacidolysis and size exclusion chromatography (SEC).  Results indicated 

that the frequency of β-alkyl aryl ether bonds and DHP molecular weight increased with 

increasing concentration of the reaction mixture in the presence of xylans whereas those of 

control DHPs decreased slightly under the same conditions. This emphasizes the role of the 

pre-existing polysaccharide gel and high concentrations existing the cell wall during 

construction of the lignin polymer. 

 

Keywords: Arabinoxylan; Aggregation; Dehydrogenation Polymers; β-O-4 linkages; 

Lignification; Molar mass. 

 

Abbreviations 

CA: coniferyl alcohol, AX: arabinoxylan., DHPs: Dehydrogenation polymers, SEC : Size 

exclusion chromatography, CAC: critical aggregation concentration, Mw: weight average 

molecular weight, Mn: number average molecular weight, THF: tetrahydrofuran. 
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Impact of reaction media concentration on the solubility and the chemical 
structure of lignin model compounds. 
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In order to investigate the impact of the concentration reaction medium on the 
structure of lignin model compounds (DHPs = Dehydrogenation polymers), we 
synthesized lignin model compounds with and without xylans at various 
concentrations. Results indicate that the frequency of β-alkyl aryl ether bonds, 
molecular weight and solubility of DHP increase with the concentration of the 
reaction medium in presence of xylans. 
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1. Introduction 

 

Lignified cell walls are composite materials resulting from the assembly of different 

biopolymers. Cell wall formation is a complex process in which polymers are deposited in a 

successive and highly controlled manner. The initial deposits are of polysaccharides (cellulose 

and hemicelluloses) whereas lignin polymerization occurs at the end of the process in the pre-

existing polysaccharide environment. Lignin is formed through the dehydrogenative 

polymerization of three aromatic monomers (p-coumaryl, coniferyl -CA- and sinapyl alcohol). 

Polymerization occurs by an enzyme-initiated but chemically controlled process that is 

influenced by the physicochemical characteristics of the environment. Information on the 

relationship between the reaction environment and the chemical structures of lignin has been 

obtained by model approaches. The dehydrogenation process can be reproduced in vitro by 

the synthesis of Dehydrogenation Polymers (DHPs) generated by oxidative polymerization of 

monolignols using either peroxidase or laccase (Freudenberg and Neish, 1968). This versatile 

system has allowed a wide range of modifications of polymerization conditions to be studied. 

Thus the effect of many physicochemical parameters, such as addition mode of the reactants 

(Sarkanen, 1971), type of monomer (Sarkanen, 1971), oxidizing enzyme (Wallace and Fry, 

1999), pH (Terashima et al., 1995; 1996; Fournand et al., 2003), presence of polysaccharide 

(Higuchi et al., 1971) and many others have been investigated. Despite all these efforts, the 

synthesis of DHPs structurally similar to lignin has never been achieved implying that the 

laws governing lignin polymerization are far from being fully understood.   

 Among all the various parameters previously studied, the concentrations of the 

reactants have received little attention. Indeed, model experiments were mostly run in dilute 

solutions whereas the cell wall environment contains high concentrations of polysaccharides. 

A few attempts have been made to investigate this effect. In the early eighties, Higuchi’s team 
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prepared DHP by diffusion of coniferyl alcohol through a dialysis tube containing the 

oxidizing system and 2% polysaccharide solutions (pectin, mannan and xylan) (Tanahashi et 

al., 1981). The molecular weights of the DHPs were found to increase in the presence of 

mannan and pectin but remained unchanged in the case of xylans, compared to reference 

DHPs obtained by classic dropwise addition of the reactants. Later on, Terashima et al 

prepared DHPs in the presence of pectin solution. The structures of the resulting DHPs were 

more condensed than that of the control (Terashima and Seguchi, 1988). The reverse was 

found when DHPs were synthesized in the presence of concentrated pectin solutions 

(Terashima et al., 1995; 1996). Indeed, dioxan-water extracted DHPs from a pectin reaction 

mixture were found to be structurally closer to lignin than DHPs prepared in dilute solution 

(Terashima et al., 1995; 1996). Similar trends were also reported by our group using bacterial 

cellulose/pectin composites as polymerization medium (Touzel et al., 2003) whereas the 

Fukushima’s group reports recently that polymerization of coniferyl alcohol in the presence of 

cyclodextrin led to the same conclusion (Nakamura et al., 2006). However these structural 

variations cannot be unambiguously attributed to the high concentration of polysaccharide. In 

Terashima’s work (Terashima et al., 1995; 1996), DHPs were obtained  by dioxane-water 

extraction and represented only a minor proportion of the total DHPs. Thus, an effect of DHP 

fractionation cannot be ruled out. In the case of a diffusion cell (Touzel et al., 2003) or 

dialysis tube (Tanahashi et al., 1981), very slow addition rates of the monomer may also be 

partly responsible for the observed structural modifications.  

 Our aim in this study was to investigate the effect of increasing the concentration of 

the polymerization medium during DHPs synthesis in order to mimic cell polymerization 

conditions. Since xylans are the most abundant hemicelluloses present in cell wall 

architecture, we chose to focus on the effect of arabinoxylans (AX) that are typical xylans of 

grass cell walls. Thus, we polymerized coniferyl alcohol (CA) in the presence of 
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arabinoxylans while increasing the concentrations of the reactants (Fig 1). The concentrations 

of all the reactants (CA, peroxidase and hydrogen peroxide) were calculated to keep the ratios 

between them identical for all three concentration values studied (0.1%, 0.5% and 1%). These 

concentrations were higher than the critical concentration for xylan aggregation, determined 

by fluorescent probe, to ensure that reactions did not occur in a dilute solution system. The 

solubility and chemical structure of the AX-DHPs (DHPs prepared in presence of AX) and 

control DHPs (DHPs prepared without AX) were evaluated. 
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Figure 1: Structure of arabinoxylan (AX) and mechanism of polymerization of coniferyl 

alcohol. 
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2. Results and discussion 

 

2.1. Characterisation of AX aggregations 

 

At high concentrations, polymer chains can form inter-chain aggregates (Winnik and 

Regismond, 1996). Aggregation induces the formation of hydrophobic domains that can be 

detected by fluorescence probe studies using, for example, pyrene as probe molecule. Pyrene 

is a hydrophobic molecule and would thus be located predominantly in the hydrophobic 

region. The fluorescence spectrum of pyrene is highly sensitive to the polarity of the medium. 

The emission spectrum of pyrene exhibits several fine vibronic peaks. The relative intensity 

of peaks 1 (372 nm, I1) and 3 (382 nm, I3) (Fig 2) is sensitive to solvent polarity and is usually 

considered indicative of the polarity of the microenvironment surrounding the pyrene moiety 

(Kalyanasundaram and Thomas 1997). For example, I1/I3 is equal to 0.6 in hexane and to 1.7 

in water. Hence, the I1/I3 value can be used to probe the micelle or aggregate formation.  

In aqueous solution, depending on the concentration range and ramification levels, the 

arabinoxylan chains can be associated, leading to the formation of aggregates or gel networks 

(Roubroeks et al., 2000; Dervilly-Pinel et al., 2004; Warrand et al., 2005). In figure 2 the 

intensities of peaks 1 and 3 of the fluorescence spectra of pyrene in 0.25 and 0.5% AX 

solution are different. This clearly indicates the formation of hydrophobic domains in the 

0.5% solution that can be related to aggregation phenomena. The I1/I3 ratio was plotted as a 

function of the AX concentrations (Fig 3). The curve shows a sigmoidal decrease as the AX 

concentration increases. In the low AX concentration range, the I1/I3 ratio is constant and 

roughly equal to 1.65, indicating that pyrene acts in a polar environment. The I1/I3   value then 

shows a sharp decrease that evidences the formation of AX aggregates. The CAC value  
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Figure 2: Fluorescence spectra of pyrene (5×10-7 M) in the presence of an increasing 

concentration of AX: continued line 0.25 % and dashed line 0.5 % of AX. 
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Figure 3:  CAC determined by fluorescence probe study: Change in the I1/I3 ratio of vibronic 

band intensities of pyrene (5×10-7 M) with AX concentration and scheme of the aggregation 

pattern of AX chain 
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(critical aggregation concentration) is determined from the point of intersection between 

linear extensions of the rapidly decreasing part and the horizontal part of the curve (Aguiar et 

al., 2003) (see Fig 3).  The estimated CAC value is 0.1% (v/w). These results suggest the 

formation of inter-chain aggregates by hydrophobic interaction in agreement with previous 

results (Shigematsu et al., 1994a). This clearly indicates that xylans do not exist as free 

soluble individual chains at concentrations higher than 0.1% w/v but in an associated form. 

The polymerizations were therefore carried out at the same or higher CAC concentrations, 

namely 0.1, 0.5 and 1.0% w/v. 

 

2.2. Polymerization of coniferyl alcohol and DHPs solubility in buffer and in AX solutions  

 

Table 1. Parameters of coniferyl alcohol polymerization with and without AX.  

Samples [AX] (%) 
(SolnA) 

wt CA (%) 
(SolnB) 

VH2O2 (ml) 
(SolnC) 

Unit of 
peroxidase a 

 

[DHP]/[AX] 
ratio 

DHP0.1 0 0.1 0.1 625-750 - 
DHP0.5 0 0.5 0.5 3125-3750 - 
DHP1 0 1 1 6250-7500 - 
 
AX-DHP0.1 

 
0.1 

 
0.1 

 
0.1 625-750 

 
1 

AX-DHP0.5 0.5 0.5 0.5 3125-3750 1 
AX-DHP1 1 1 1 6250-7500 1 
V: volume; wt: weight; CA: coniferyl alcohol; AX: arabinoxylan.  
a: one unit will form 1.0 mg purpurogallin from pyrogallol in 20 s at pH 6.0 at 20 °C 
 

 

The end-wise polymerization (Zutropfverfahren; ZT) mode was used to prepare DHPs 

without AX and in AX solutions (AX-DHP). The AX/CA ratio was kept equal to 1 while the 

amounts of added peroxidase and hydrogen peroxide were adapted to be similar between the 

three conditions (Table 1).  The main difference between all polymerisations is the final 

concentration in AX-DHP. However the only parameter that differed here was the rate of 
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addition of monomers. Addition time was also kept constant (240 min) in order to have an 

equal ratio between radicals and polysaccharides in all experiments. However, this has the 

disadvantage of increasing the addition rate with increasing xylans concentration so that the 

experiment with 1% w/v exhibits more pronounced bulk polymerization (Zulaufverfharen; ZL, 

all reactants added simultaneously)  than that with 0.1% w/v. 

Polymerization

Centrifugation 

AX-DHP
(0.1, 0.5 and 1%)

AX-DHP0.1 AX-DHP1AX-DHP0.5

Water soluble 
fraction

Insoluble fraction

Yields (%) of water
insoluble DHP 22.5 12.5 4.5

DHP
(0.1, 0.5 and 1%)

DHP0.1 DHP0.5 DHP1

Centrifugation 

Insoluble fraction

68 67 71

Water soluble 
fraction

 
 
 

Figure 4: Fractionation pathway of AX-DHPs and reference DHPs (without AX) resulting 

from polymerization of AX and CA at various concentrations. Water-insoluble fractions are 

collected after centrifugation. 

 

Since DHPs are mostly insoluble in aqueous solutions, they are usually collected by 

centrifugation. All the reaction mixtures (DHP synthesized with and without AX) were 

subjected to centrifugation. The solid residue was washed with ultra pure water and then 

freeze dried to obtain the water insoluble fraction (Fig 4). The yields of DHPs prepared 

without AX were between 67-71% (based on starting coniferyl alcohol) in agreement with 

previous works (Terashima et al., 1995; Cathala and Monties 2001), whereas those of water-
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insoluble DHP prepared in AX solutions decreased drastically from5  to 22%  (Fig 4). We 

concluded from these results that the majority of DHP molecules remain in the aqueous 

supernatant. A similar effect had already been noted when DHPs were synthesized in the 

presence of pectin (Cathala and Monties, 2001).  Polysaccharides improve the solubility of 

DHPs, either by the formation of colloidal aggregates as demonstrated previously (Lairez et 

al., 2005) (Barakat et al., 2007a) or by the formation of covalent bond (Barakat et al, 2007b) 

and even more so when the two are combined. This effect is notably more efficient at higher 

polysaccharide concentrations despite the increase in DHP concentration which emphasizes 

the role of density of the medium.  

 

2.3. Characterization of the structure of the dioxane water soluble DHP fraction 

Centrifugation 

AX-DHP polymerization
(0.1, 0.5 and 1%)

Freeze drying
Dioxane-water (95:5) extraction

Soluble fraction

S-AX-DHP0.1 S-AX-DHP1S-AX-DHP0.5

Residue

R-AX-DHP0.1 R-AX-DHP1R-AX-DHP0.5

72             64              32
Yields (%) of dioxane-water

soluble DHP
 

 

Figure 5: Fractionation pathway of dioxane-water-soluble and -insoluble DHP recovered from 

AX-DHP resulting from polymerization of AX and CA at various concentrations. 
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The yields of DHPs precipitated out of the AX solution were rather low compared to the 

starting CA, so analyses of this fraction would not be representative of the total DHPs formed. 

We therefore decided to treat the freeze-dried samples with dioxane-water (95:5), which is a 

specific solvent of DHPs, in order to extract a greater proportion of DHPs (Fig 5).  The yields 

of dioxane-water soluble DHPs (S-AX-DHP) were 72% for the 0.1% w/v, 64% for the 0.5% 

v/w and 32 % for the 1% v/w synthesis (based on starting CA, Fig 5). Carbohydrate analyses 

indicate that dioxane-water soluble DHPs do not contain any polysaccharide contamination 

whereas the insoluble DHP fraction (R-AX-DHP) contained both arabinoxylans and DHP. 

The AX recovery yields exceeded 90-95% of the starting AX materials indicating that no 

significant solubilisation of xylans had occurred during dioxane/water extraction. The 

carbohydrate contents gradually became lower with the increase in polymerization media, to 

attain 84% (R-AX-DHP0.1), 76% (R-AX-DHP0.5) and 58% (R-AX-DHP1) since that more 

and more important amount of the DHPs remains trapped. From this results, one can suppose, 

that the S-AX-DHP fractions are constituted of free DHPs whereas the insoluble fraction may 

contain some covalent bonded DHPS-AX complexes.  

 

2.3.1. Size exclusion chromatography (SEC) of acetylated dioxane-water soluble DHPs in 

THF 

 

The control DHP and S-AX-DHP were subjected to acetylation and their molecular weights 

determined by size exclusion chromatography (SEC) in THF. THF-SEC analysis was not 

possible in the case of acetylated R-AX-DHPs, due to their very poor solubility in THF even 

after acetylation. This is likely due to the presence of polysaccharide in the samples that may 

limit DHP solubility either by the formation of non covalent aggregates and/or the formation 

of covalently bonded complexes. The weight average molecular weight (Mw) and number 
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average molecular weight (Mn) were determined using the relative calibration method based 

on the elution of 10 polystyrene standards in THF (Faix et al., 1981; Cathala et al., 2003). As 

shown in Table 2, the molar masses of DHP prepared in the absence of arabinoxylan remain 

roughly stable or show a slight decrease close to the standard deviation of the measurement. 

Indeed the values range from 2.6 KDa to 2.3 KDa for 0.1% and 1% v/w polymerization 

respectively. This can be attributed to the increased rate of addition of reactant that moves the 

reaction type nearer to the ZL process that is known to produce DHPs of lower molar mass 

than the ZT process (Cathala et al., 1998). On the other hand the molar masses of DHPs 

prepared in the presence of AX (S-AX-DHP) increased with concentration of the medium. 

Moreover, the latter values were in all cases higher than those prepared in the absence of AX 

(Fig 6).  

 

Table 2.  SEC-THF analysis of a series of DHPs synthesised in buffer (without AX) and in 

AX (AX-DHP) at different concentrations (0.1, 0.5, 1%). 

 
Samples Mw  (g/mol) P 

 
DHP0.1 
DHP0.5 
DHP1 

 

 
2660 
2480 
2322 

 

 
1.38 
1.66 
1.63 

 
S-AX-DHP0.1 
S-AX-DHP0.5 
S-AX-DHP1 

 

 
3020 
3440 
4020 

 

 
2.21 
2.54 
1.99 

 
P = Mw/ Mn: Polydispersity; Mw: weight average molecular 

weight (g/mol); Mn: number average molecular weight (g/mol) 
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Figure 6: Elution profile in THF (absorbance at 280 nm) of S-AX-DHP1 (continuous line) 

and control DHP1 synthesised without AX (dashed line). 

 

 An increased molar mass in the presence of polysaccharide was previously observed 

with increasing pectin concentrations (Tanahashi and Higuchi, 1981; Cathala and Monties, 

2001). As demonstrated above, the presence of polysaccharide induces aggregates formation 

and avoids the precipitation that otherwise occurs in their absence. As a consequence the 

DHPs present within the AX-DHPs aggregates can be coupled either with other oligomers or 

with newly added monomer. Both reaction leads to an increase in molar mass. In the absence 

of polysaccharide, the DHPs are precipitated as the molar mass increases and are thus no 

longer reactive. The coupling process is therefore restricted to newly-added monomer and 

soluble oligomers of lower molar mass yielding lower molar mass compounds.  
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2.3.2. Evaluation of β-O-4 linkages by thioacidolysis 

 

The contents of β-O-4 linkages (alkyl-aryl-ether, the most abundant structure in native lignin) 

in the control DHPs experiment (without AX), the S-AX-DHP and R-AX-DHP samples were 

determined by thioacidolysis. Thioacidolysis is a highly specific method which cleaves the 

alkyl aryl ether bonds (β-O-4). The results for the degradation products of  DHP, S-AX-DHP 

and R-AX-DHP samples at different concentrations reported in table 3 indicate that the 

relative content of the β-O-4 structure is substantially lower in DHP synthesised without AX  

than in DHP synthesized in AX solution (AX-DHP), in agreement with previous works 

(Higuchi et al., 1971; Terashima et al., 1995; 1996). Moreover the β-O-4 content increases 

with the AX concentration whereas in DHP synthesised without AX it remains stable or 

shows a slight decrease. Table 3 shows that the thioacidolysis yield of DHP (1092 µmol/g) 

synthesised in concentrated AX solution (1%) is very similar to that obtained from pine lignin 

(Lapierre, 1993). This finding is also in agreement with the results of Terashima et al. (1995; 

1996), when DHPs were synthesized in concentrated pectin solution . 

 

 

Table 3. Percentage of β-O-4 (µmol/g of DHP) linkage recovered from thioacidolysis from 

DHPs synthesized with and without AX at different concentrations. 

 
Samples β-O-4 (µmol/g of DHP) 

(Thioacidolysis) 
DHP0.1 
DHP0.5 
DHP1 

674 
657 
633 

 
S-AX-DHP0.1 
S-AX-DHP0.5 
S-AX-DHP1 

 
877 
924 
1092 

 
R-AX-DHP0.1 
R-AX-DHP0.5 
R-AX-DHP1 

 
755 
830 
935 
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As previously discussed by Sarkanen (Sarkanen, 1971a), the slow diffusion of the monomer 

radical in the Zutropfverfahren (ZT) reaction type would favour the formation of an “end-

wise” polymer containing more β-O-4 linkages. On the other hand, a high concentration of the 

radical in the reaction mixture would result in the formation of a “bulk” polymer containing 

fewer β-O-4 linkages. Concordantly, decreasing proportions of β-O-4 linked-structures were 

recovered with increased concentrations of CA in the case of DHP synthesized without AX.  

In contrast, polymerizations in the presence of increasing AX concentrations resulted in a 

higher frequency of β-O-4 linkages in the DHPs. This effect can be attributed to the solubility 

of lignin monomer in polysaccharides solution (Shigematsu et al., 1994b ; Cathala and 

Monties, 2001), which favors the reaction between monomer and oligomer radicals leading to 

an "end wise” polymer with an enriched β-O-4 content (Sarkanen,1971). We have also 

recently shown that DHPs and xylans can interact by non covalent interactions into 

aggregates in dilute solution (Barakat et al., 2007b) and this association would likely explain 

the formation of colloidal suspensions of AX-DHP complex. Such a trend would be enhanced 

by the densification of the AX-DHP system afforded to the increased concentrations of AX 

and CA. Therefore, preferential location of DHP in these hydrophobic aggregates would 

permit continuous water removal during the polymerization (Lairez et al., 2005). Hence, 

increased hydrophobicity of the AX-DHP matrix may promote frequent reactions between the 

phenoxy radical (Fig1, I) and the β-radical (Fig1, IV) resulting in an increase of β-O-4 

linkages. The occurrence of β-O-4 rich structures were thus reported in DHP synthesized in 

aqueous solution containing 1, 4-dioxane (Tanahashi , 1990). Similarly, Chioccara (1993) 

reported that the formation of β-O-4 dimer was enhanced with increasing methanol content in 

a (water-methanol) solvent mixture and Nakamura demonstrated that cyclodextrin could also 

enhance the β-O-4 content of DHPs by forming an inclusion complex with the coniferyl 

alcohol (Nakamura et al., 2006). In addition, local removal of water will favour the formation 
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of a covalent linkage between arabinoxylan and DHP (Barakat et al., 2007a). Besides the 

impact of the local environment on  coniferyl alcohol reactivity, covalent and non covalent 

associations between DHP and AX would prevent the precipitation of DHP and oligomers, 

which could then further react giving rise to high molecular weight DHP intimately associated 

with AX.  

 

Based on these results, we suggest that the structure of DHPs prepared from coniferyl alcohol 

in a concentrated AX-DHP system would approximate native lignin more closely than that of 

DHP prepared in buffer and a dilute solution of polysaccharides. The increases in β-O-4 

linkages and molecular weight in the presence of highly concentrated polymerization media 

emphasize the fact that the local density of the polysaccharides-lignin system is critical to the 

pattern of lignin construction and organisation. This information provides new insights into 

the assembly of lignified cell-wall during lignin deposition. 

 

 

3. Experimental 

 

3.1. Fluorescence probe study of AX aggregation  

  

AX solutions (0.01%-1%) were mixed with pyrene (5×10-7 M final concentration). 

Absorption spectra were recorded on a Perkins Elmer (lambda 5) UV/vis spectrophotometer.  

Following excitation at 335 nm wavelength, the emission spectra of pyrene showed vibronic 

peaks at 372 nm (intensity I1) and 382 nm (intensity I3) the relative intensity (I1/I3) being 

sensitive to solvent polarity.  
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3.2. Synthesis of DHPs in buffer and in AX solution 

 

We synthesize Dehydrogenation Polymers (DHPs) of coniferyl alcohol (CA). In this study, 

DHPs were also synthesized in the presence of arabinoxylan (AX) (Fig. 1) which is the major 

hetero-polysaccharide present in angiosperms. The AX, purchased from Megazyme had a 

molar mass of 75 KDa and an arabinose/xylose ratio of 0.35. They contain less than 1% of 

glucuronic acid (monosaccharide composition was determined by the method described in 

point 3.5) and thus can be considered as an arabinoxylans (AX). CA was obtained according 

to the procedure described by Ludley and Ralph ( 1996). 

Three solutions were prepared for the polymerization experiments.  

- Soln A: Solutions of AX at 0.1, 0.5 and 1% were prepared in phosphate buffer (1/30 N; pH 

5.0).  

- Soln B: Each weight (100, 500 and 1000 mg) of coniferyl alcohol was dissolved in 3 ml of 

dioxane and 22 ml of each concentration (0.1, 0.5 and 1%), respectively of SolnA. 

- Soln C: 25 ml of SolnA containing hydrogen peroxide H2O2 (2 eq compared to coniferyl 

alcohol) (see Table 1).  

End-wise polymerization (Zutropfverfahren method, ZT) was achieved as follows: Soln B and 

Soln C were pumped over a period of 4 h at 25 °C into 50 ml of each concentration of Soln A 

containing appropriate amounts of the horseradish peroxidase (E 1.11.1.7 purchased from 

Sigma, 250-300 u/mg. One unit will form 1.0 mg of purpurogallin from pyrogallol after 20 s 

at pH 6.0 at 20 °C). After 4 h of magnetic stirring, three complexes were formed by the 

reaction: AX-DHP0.1, AX-DHP0.5 and AX-DHP1, corresponding to AX and CA 

concentrations of 0.1, 0.5 and 1% respectively. Control DHPs (without AX) were prepared in 

the same conditions at 0.1, 0.5 and 1% of CA in phosphate buffer (1/30 N; pH 5.0). The 

control DHPs occurred as precipitates that were  collected by centrifugation (10000 rpm, 10 
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min), washed with distilled water three times and freeze dried to obtain DHP0.1, DHP0.5 and 

DHP1 fractions. DHP polymerization in the presence of AX leads to a colloïdal suspension 

with no clear-cut formation of precipitates. The solubilities of the DHPs in AX solutions were 

further estimated from the concentration of DHPs in the supernatant obtained after 

centrifugation (10000 rpm, 10 min) of the reaction mixture. The water-soluble and -insoluble 

DHPs were separated. The amount of water-soluble DHPs was determined by recording the 

supernatant absorbance at 280 nm. The proportion of insoluble DHP was calculated from the 

difference between the calculated amounts of DHP in the reaction mixture based on the 

starting CA and the amount of soluble DHP after centrifugation.  

 

3.3. Preparation of insoluble and soluble dioxane-water DHPs 

 

After freeze drying, the set of AX-DHP complexes (AX-DHP1, AX-DHP0.5 and AX-DHP0.1) 

was dissolved in dioxane-water (95:5). Subsequent centrifugation produced two fractions: a 

dioxane-water soluble fraction (S-AX-DHP) as supernatant and the dioxane-water insoluble 

fraction (R-AX-DHP) as residue. The S-AX-DHP fractions were filtered through a 0.45 µm 

filter. After freeze drying, both S-AX-DHP and R-AX-DHP fractions were washed three 

times with distilled water and again freeze dried.   

 

3.4. Size-exclusion chromatography of acetylated samples in THF 

 

Prior to chromatography, the S-AX-DHP samples (dioxane-water soluble) were subjected to 

acetylation in an acetic anhydride/pyridine mixture (1:1) for 24 h at 40 °C. The reaction 

products were then poured into ice water and extracted with dichloromethane. The organic 

layers were washed with dilute hydrochloric acid, saturated sodium bicarbonate solutions and 
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finally water. The organic fractions were dried over magnesium sulphate and concentrated 

under reduced pressure to give the acetylated S-AX-DHP. The SEC analyses were performed 

using a multi-detection system consisting of a pump (model 510, Waters), autosampler (U6K 

injector, Waters), two Polymer Laboratories (PLgel Mixed D, 5µ) column and UV-detector 

(model 920, Waters). Separation in THF was performed by injecting 100 µl of 0.1% of the 

acetylated samples into thermostatically controlled PLgel columns (40 °C). The flow rate was 

1 ml/min. Molar mass evaluation was based on the elution of polystyrene standards 

 

3.5. Polysaccharide analysis  

 

The quantification of carbohydrate was carried out using HPAEC. 5-10 mg of each sample 

was hydrolysed by sulphuric acid (H2SO4) 12 M for 2 h at room temperature, then diluted to 1 

M for 2 h at 100 °C. All samples were filtered (PTFE, 0.45 µm) and 50-100 µl solutions were 

injected onto a CarboPac PA-1 anion exchange column (4 x 250 mm, Dionex). The 

monosaccharides were quantified using L-fucose as internal standard.  

 

3.6. Thioacidolysis 

 

AX0-DHPs (DHPs synthesised without AX), S-AX-DHPs (dioxane-water soluble) and R-

AX-DHPs (dioxane-water insoluble) were degraded by thioacidolysis to determine the 

content of β-O-4 linked structures according to Lapierre’s procedure (Lapierre et al., 1986). 

The main degradation products were analysed by GC as TMSi derivatives using a J&W 

Scientific column (DB 1, 30 m 0.25 mm, 0.25 µm film). Detection was by FID using 

tetracosane as internal standard.  
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Coniferyl alcohol (G monomer) and a mixture of coniferyl alcohol/sinapyl alcohol (GS monomers, 1/1 ratio)
were polymerized to dehydrogenation polymers (DHPs) in presence of two structurally related heteroxylans (HX)
differing only in their phenolic substitution patterns. One (HX-40) was enriched in ferulate (FA) while the other
(HX-90) was almost devoid of FA. The morphology of the resulting nanoparticles was studied by transmission
electron microscopy whereas formation of particles was followed by size exclusion chromatography with online
multiangle laser light scattering. HX-40-DHP-G- and HX-40-DHP-GS-derived particles display complex
morphological patterns whereas HX-90-DHP-G and HX-90-DHP-GS present rather spherical shapes. The
determination of particle sizes and molar masses showed that HX-90 samples formed denser particles than HX-
40 ones. These differences are discussed in relation to the ferulate substitution level.

Introduction

Plants have developed a wide range of highly organized and
hierarchical composite materials (cell walls, protein bodies,
cutin, microtubules, starch granules, etc.) to achieve the multiple
functions required for their development. These supramolecular
assemblies provide diverse chemical structures selected through-
out the evolutionary process together within an inexhaustible
source of models of organization that can be an inspiration to
design new materials. For instance, in secondary plant cell walls,
hydrophilic polysaccharides are embedded with hydrophobic
phenolic polymers during lignification to form effective com-
posites exhibiting remarkable properties and organization.1,2 To
control these properties, it is necessary to understand the
organization of the lignin-polysaccharide matrix that is closely
related to the chemical composition of the elementary polymers
constituting the intricate networks. Thus, it will be useful to
understand the relation between chemical composition and
supramolecular organization either to optimize the use of plant-
based products or build bio-inspired composite materials based
on biopolymers extracted from renewable resources.
Heteroxylans (HXs) are a major class of polysaccharides in

cell walls. In the case of graminaceous species, HXs consist of
a backbone of !-(1-4)-linked D-xylose residues substituted on
O-2 or/and O-3 by short side chains mainly composed of a single
arabinose residue.3 Some of the arabinose residues are ester-
linked on O-5 to ferulic acid (FA) that can react under oxidative

conditions with either other FA molecules or lignin.4,5 In the
first case, covalent linkages (dehydrodimer, trimer, or tetramer)6-8
are formed between HX chains,9,10,11 inducing interchain con-
nections whereas in the second case, covalent linkages between
lignins and polysaccharide networks are created via ferulate.5,12
Both events are thought to have a significant impact on the
lignification process and the final properties of cell walls. Indeed,
lignification, the final step of the secondary cell wall formation,
is an enzymatically initiated but chemically driven reaction and
thus intimately depends on the structure of the preexisting poly-
merization medium (i.e., polysaccharide gel).13,14 Previous
studies have already pointed out the chemical importance of
FA and more generally of phenolic acids in the organization of
unlignified cell walls and their influence on lignin polymeriza-
tion.5,15-18 The chemical implication of FA in cell wall
construction is now established. However the relation between
the fine chemical structure and the supramolecular architecture
of cell walls is not yet fully understood.
Our objective was to study how the FA substitution of HX

influences the formation and the morphology of HX-DHP
complexes (analogues of cell wall components). We polymer-
ized coniferyl alcohol and a mixture of coniferyl alcohol and
sinapyl alcohol in the presence of two structurally similar HXs
that differed only in their phenolic substitution patterns. The
morphology of the resulting nanoparticles was characterized by
transmission electron microscopy (TEM) whereas the formation
of particles was followed by size exclusion chromatography with
online multiangle laser light scattering (SEC-MALLS) analysis.
The combination of these approaches provided complementary
information on both the final ultrastructure of the complexes
and the evolution of the size, mass distribution of polymers,
and internal density during the synthesis and in the final
particles. Both approaches highlighted the importance of the
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ferulate moiety on the building up of the supramolecular
organization of the particles.

Materials and Methods

HX Extraction and Characterization. HX fractions were isolated
from maize bran under mild or severe alkaline conditions using 1.5 M
KOH at 40 °C for 2.5 h (HX-40) or 1% Ca(OH)2 at 90 °C for 2.5 h
(HX-90).19 The maize bran was suspended in an alkaline solution (10
g/100 mL). The residue was separated by centrifugation and was rinsed
with water (3 times). The extract was acidified to pH 3.5, concentrated,
and dialyzed against distilled water. The pH was adjusted to 3.5, and
HX samples were isolated by EtOH precipitation (3 vol, overnight at
4 °C). Recovery yields of 8.1% and 40% (wt %) were observed for
extraction with KOH and Ca(OH)2, respectively. HX fractions were
further purified by ion exchange chromatography on a DEAE Sepharose
CL-6B column as previously described.20 HXs were loaded onto the
column, and the gel was washed with 2.5 column volumes of 0.05 M
NaOAc buffer, pH 4.5. The bound material was eluted with 2.5 column
volumes of 0.05 M NaOAc buffer, pH 4.5. The bound fractions eluted
with 0.05 M buffer were pooled, concentrated, extensively dialyzed
against distilled water, and freeze-dried to give purified HX fractions
(HX-40 and HX-90). Chromatographic yields were approximately 90%
for both fractions.
The identification and quantification of neutral and acidic carbohy-

drates was carried out using high-performance anion exchange chro-
matography. The various samples were hydrolyzed using 1 M H2SO4
acids for 2 h at 100 °C. All samples were then filtered (PTFE, 0.45
µm) before injection onto a CarboPac PA-1 anion exchange column
(4 × 250 mm, Dionex). Monosaccharide composition was analyzed
and quantified using both L-fucose as the internal standard and standard
solutions of neutral carbohydrates (L-arabinose, D-glucose, D-xylose,
and D-galactose) and uronic acids (D-galacturonic and D-glucuronic
acids).
Ferulic, diferulic, and p-coumaric acids were released by incubating

30-40 mg samples with NaOH (10 mL, 2 M) for 2 h at 35 °C with
constant stirring under nitrogen. After 2 h, the reaction was stopped
by adjusting the pH to 1 with 6 M HCl prior to addition of 3,4,5-
trimethoxy-trans-cinnamic acid as an internal standard. Phenolic acids
were extracted with ether (30 mL, 3 times). Ether fractions were pooled
and evaporated to dryness under reduced pressure. The dried extract
was dissolved in 1.5 mL of methanol-water (1:1, v/v) and filtered
(0.45 µm) prior to injection on a Spherisorb S5 ODS2 (Waters, RP-
18, 250 mm × 2.6 mm) column. Phenolic acids were detected using a
Waters photodiode array UV detector and quantified at 302 nm.
Coniferyl and Syringyl Alcohol Synthesis. Coniferyl alcohol (4-

hydroxy-3-methoxy-4-hydroxy-3,5-methoxy cinnamyl alcohols (G and
S) was obtained according to the procedure described by Ludley and
Ralph.21 Coniferaldehyde and sinapaldehyde (4 g) was dissolved in ethyl
acetate (250 mL) and then reduced by sodium borohydride (1.67 g, 44
mmol, 2 equiv). After overnight stirring, the yellow precipitate was
poured into water (250 mL). This mixture was stirred for 1 h and then
extracted by ethyl acetate (3 times). Combined organic fractions were
dried over magnesium sulfate. Solvent was removed, and the solid
residue was recrystallized in a dichloromethane/hexane mixture, giving
a 75% yield pure coniferyl alcohol. 1H NMR (CDCl3, 250 MHz): 6.89
(m, 3H), 6.53 (d, 1H), 6.21 (d, 1H), 4.18 (d, 2H), 3.85 (s, 3H).
Synthesis of HX-DHP Complexes. Three solutions were prepared

for the polymerization experiments. Solution A consisted of 100 mg
of HX dissolved in 100 mL of phosphate buffer (30 mM, pH 5.0);
solution B consisted of 100 mg of coniferyl alcohol and coniferyl/
sinapyl alcohols 1/1 mixture (w/w) in 3 mL of dioxane and 22 mL of
HX (1 g/L) in phosphate buffer (30 mM, pH 5.0); solution C consisted
of 0.1 mL (2 equiv compared to coniferyl alcohol) of hydrogen peroxide
H2O2 (35 wt % in water) in 25 mL of HX (1 g/L) in phosphate buffer
(30 mM, pH 5.0). Polymerization was run according the Zutropfver-
fahren method (ZT). Solutions B and C were gradually added during

240 min to 50 mL of solution A, containing 5 mg of peroxidase (EC
1 11.1.7 purchased from Sigma 250-330 unit/mg) for 4 h at 25 °C.
For the TEM observations, only the final samples were used whereas
the SEC studies were done on samples taken out of the solution at 10,
30, and 60 min and at the end of the reaction.
Transmission Electron Microscopy. Drops of particle suspensions

were deposited onto glow-discharged carbon-coated microscopy grids.
Prior to complete drying, they were negatively stained with 2% uranyl
acetate. In addition, specimens for cryo-TEM were prepared by quench-
freezing thin films of the suspensions in liquid ethane.22 They were
mounted in a Gatan 626 cryo-holder and maintained at low temperature
in the microscope (-180 °C). All samples were observed using a Philips
CM200 “cryo” microscope operating at 80 kV. Images were recorded
on Kodak SO163 films. The negatives were digitized off-line with a
Kodak Megaplus CCD camera, and the particle diameter was measured
using the ImageJ software.
Multidetected Size Exclusion Chromatography. Size exclusion

chromatography is the most common technique to obtain information
about the molar mass of polymers. It is especially adapted in the case
of polydisperse samples, and the use of an online molar mass-sensitive
detection method such as multiangle laser light scattering allows
absolute molar mass and size determination for each slice across the
sample peak. Thus it offers the possibility to fully describe the molecular
distribution of the samples.
Measurements were performed on a multidetection system consisting

of a UV detector (Waters 486), a refractive index detector (Waters 410),
and a multiangle laser light scattering detector (Dawn MALLS, 632.8
nm, Wyatt Corporation). The MALLS detector worked simultaneously
at 18 angles. Therefore, the apparatus was equipped with nine
interference filters (on odd-numbered detectors) with a bandwidth of
1 nm to avoid any overestimation of measurement induced by DHP’s
fluorescence. The ASTRA software (Wyatt) was used for light scattering
data collection during SEC runs. Typically, 100-200 µL sample
solutions were injected at a concentration of 0.05-2%. Samples were
filtered on a 0.45 µm PTFE filter, and percentage recoveries are reported
in Table 3. Separation was performed on thermostatically controlled
Shodex OH pack 802, 803, and 805 columns (each 4.6 mm × 300
mm) at 60 °C with a flow rate of 1 mL/min using NaNO3 solution (50
mM) containing 0.02% of NaN3. We do not detect any significant
changes in the molar masses and size distributions according to the
flow rate variation, volume of injection, and injected concentrations
(data not shown), suggesting that no aggregation occurs or at least that,
if they exist, aggregates form stable structures within the range of the
physicochemical conditions used in this study.
The responses of the MALLS detectors were normalized to the 90°

detector signal. The normalization of the apparatus detector was
performed with two low molecular weight monodisperse pullulan
standards (20 000 and 11 000 g/mol). The molar mass of the particles
and the root-mean-square radius were obtained using the Berry plot
procedure with a first-order fit furnished by the Astra software. Those
are independent of any calibration or reference standards, but the sample
concentration for each slice of the peak needs to be known. It is usually
recalculated from refractive index elution profiles using the refractive
index increment (dn/dC) that is a specific value related to the polymer
structure and solvent. The dn/dC value of the DHP/HX mixtures
changed for each reaction time since DHP and HX have different
individual dn/dC and DHP/HX ratios increasing during the reaction
course. However, dn/dC for each DHP/HX ratio (equivalent to reaction
time) can be calculated by using a mixing law. The dn/dC values of
the HX/DHP mixtures were estimated from the following calculation
(dn/dC)HX-DHP) xHX(dn/dC)HX+ xDHP(dn/dC)DHP, where xi is the weight
fraction of compound i and (dn/dC)i is its refractive index increment
in water. For all calculations only the odd-numbered detectors equipped
with fluorescence filters were used. For HX, a dn/dC value equal to
0.146 was used in agreement with previous studies.23 For DHPs, since
they are insoluble in water, the refractive index increment was calculated
from (dn/dC)DHP ) [(FDHP - FDMF)(dn/dC)DHP/DMF - (∆nDMF-water)]/
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(FDHP - Fwater), where Fi is the density of compound I, (dn/dC)DHP/DMF
is the refractive index increment of the DHP in the DMF, that has
been measured to be equal to 0.147,24 and ∆nDMF-water is the difference
between the refractive indices of the two solvents. Thus the (dn/dC)
values used here lie between 0.146 and 0.278 depending on the DHP
content of the complexes.
A major difficulty arose when the mixture injected on the SEC was

not homogeneous along the elution peak. This was the case for the
HX-DHP mixture since we detected that UV elution profiles that
represent DHPs (the only UV-absorbing materials) cannot be super-
imposed to the refractive index elution profiles (total material). DHPs
were eluted rather at low elution volumes (high molar mass). Thus the
absolute determination of molecular weight would require the calcula-
tion of the dn/dC value for each slice studied. This would imply a
considerable time-consuming procedure. We ran several simulations
using different dn/dC values representing different DHP/HX ratios
around the average value calculated for each reaction time. We found
that these variations did not drastically change the absolute molecular
mass and the molecular mass distribution. Thus, we assumed that the
dn/dC values remained constant all over the peak, and we used the
values calculated for each DHP/HX ratio. This determination did not
interfere with the determination of the root-mean-square (rms) gyration
radius (〈S2〉1/2), the second parameter obtained with MALLS, since this
parameter was calculated from the angular dependence of the scattering
intensity independently of the concentration determination.25

Results

Extraction and Characterization of HX and Synthesis of
HX-DHP Complexes. HXs were extracted from maize bran
using alkaline extraction at 40 °C with 1.5 M KOH (HX-40)
and under more severe conditions at 90 °C with 1% Ca(OH)2
(HX-90).19 The choice of maize bran instead of other HX
sources was guided by two main reasons. The first one is that
the maize bran is almost devoid of the lignin20 that usually

contaminates HX samples extracted from lignified samples. The
presence of lignin contamination would have introduced artifacts
since residual lignin profoundly affects the associative behavior
of polysaccharides.26,27 The second reason is that the maize bran
extraction temperature especially modifies the FA content of
the samples while other structural parameters such as molar
mass, arabinose/xylose ratio, or glucuronic acid content that may
influence the studied patterns remain nearly constant (Table 1).
Indeed, an increase in temperature leads to the complete
deesterification of the FA-arabinose ester linkage whereas at
lower temperatures some of the FA moieties are preserved. Thus,
with this sample set, we focused our study on a single parameter,
which is the FA effect on the supramolecular organization on
HX-DHP complexes. FA moieties are sensitive to oxidation
and can be coupled to form dehydrodimers, trimers, or
tetramers.6-8 Such polysaccharides cross-coupling results in gel
formation when a sufficient HX concentration is used, namely,
0.2-0.4% for wheat or rye flour water-extractable HX3,28 and
1% for HX-40.29 In the present study, the HX concentration
(0.1%) is rather low compared to those usually used to form
gels. However, it is obvious that the first action of the peroxidase
used for monolignol polymerization is the oxidation of FA,
resulting in the formation of interchain linkages (di-FA or tri-
FA). This assumption is supported by the concomitant decrease
in the releasable FA monomer content and the increase in
dehydrodimer content measured in arabinoxylans after peroxi-
dase treatment (Table 2). Thus, the local formation of a gel or
a microgel cannot be ruled out in the case of HX-40 polymer-
ization, and at least local cross-links between HX chains are
obvious.
HX-DHP assemblies were obtained through the polymeri-

zation of the mono- and dimethoxyaled lignin monomers
(coniferyl, G, and sinapyl alcohols, S; Scheme 1) in the HX
solution. G and S units are the major monomers of the
graminaceous lignin. Thus the reaction mixtures were composed
by homo dehydrogenation polymer (DHP-G) from solely gaiacyl
monomers or via a 1:1 ratio of coniferyl and sinapyl alcohols
(DHP-GS). Polymerization proceeded according the Zutropfver-
fharen (ZT) method in which the monomers and hydrogen
peroxide (enzyme cofactor) are continuously added to a solution
of polysaccharides containing the oxidative enzyme. Monoli-
gnols are oxidized into radicals that can react either with other
monolignols, with the growing DHP polymers, or with feru-
loylated HX. Indeed, besides the formation of di-FA and tri-
FA, ferulate structure can be cross-linked with DHP during the
dehydrogenative process.30 Such a feature is supported by
previous works that demonstrated that, during lignification,
ferulate structures are incorporated into lignins.5,30 In our
experiments, only 7.0% and 10.5% of the starting FA were
identified as monomeric FA or dimers in the HX-40-DHP-G
and HX-40-DHP-GS samples. Polymerizations yielded trans-

Table 1. Physicochemical Characteristics of HX Extracted from
Maize Bran by Alkaline Extractiona

HX-40 HX-90
carbohydrates content (%)
neutral sugar 93.4 92.5
Ara 33.7 33.4
Xyl 51.3 51.1
Gal 8.4 8.2
uronic acids 6.6 7.5
Ara/Xyl 0.66 0.65

phenolics acid content (µg/mg) 4.85 0.29

Mw
b (g/mol) × 10-5 2.52 2.68

polydispersity (Mw/Mn) 1.36 1.18
a HX-40 was extracted at 40 °C with 1.5 M KOH, and HX-90 was

extracted at 90 °C with 1% Ca(OH)2. b Mw ) average molar mass.

Table 2. Ferulic Acid, p-Coumaric Acid, and Dehydroferulate Release from Heteroxylans (HXs) Following Saponification before and after
Monolignol Polymerizationa

phenol (µg/mg) HX-40 HX-40-DHP-G HX-40-DHP-GS HX-90 HX-90-DHP-G HX-90-DHP-GS
p-coumaric acid 0.55 0.17 0.089 0.14 0.035 0.017
ferulic acid 3.5 0.704 0.051 0.15 0.072 0.031
5-5′ 0.620 0.025 0.044 0 0.0026 0.022
!-0-4 0.180 0.042 0.146 0 0.039 0.049
5-8′ 0 0.01 0.17 0 0.08 0.104

total phenol 4.8 0.29 0.5 0.29 0.156 0.223
a 5-5′, 8-0-4, and 5-8′ are the three major dehydrodimers of ferulate released from HX extracted from maize bran by alkaline extraction. HX-40 was

extracted at 40 °C with 1.5 M KOH, and HX-90 was extracted at 90 °C with 1% Ca(OH)2.

Biomacromolecules Arabinoxylan-DHP Nanoparticles C



parent colloidal suspensions of HX-DHP in all of the reactions.
Suspensions were stable over periods of months.
Morphology and Size Distribution of Particles. A typical

image of a negatively stained HX-90-DHP-G preparation is

shown in Figure 1a. The particles appear as fairly well
individualized spheroidal objects although aggregation is some-
times observed. Images were also recorded from unstained cryo-
TEM specimens. As seen in Figure 1b, the shape and size of

Scheme 1. Heteroxylans Structure and Monolignol Polymerization
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HX-90-DHP-G particles embedded in vitreous ice are rather
similar to those of dry particles (Figure 1a). No aggregation
was detected. Size distribution histograms were determined by
measuring the diameters of particles from TEM and cryo-TEM
images. The outline of each particle was fitted to an equivalent
ellipse. The diameter was calculated as the average between
the largest and the lowest diameters of the ellipse. Number and
weight average diameters (Dn and Dw, respectively) as well asa
polydispersity index Pd were calculated using the expressions
presented in ref 31

where Di is the diameter and Ni is the number of particles in
the ith class.
The size-distribution histograms corresponding to negatively

stained and fast-frozen preparations are shown in Figure 1c.
They are asymmetric and extend toward the larger diameters.
We calculated Dn ) 30.8 nm (standard deviation (std) ) 9.0
nm), Dw ) 39.4 nm, and Pd ) 1.3 for dry particles and found
Dn ) 25.6 nm (std ) 9.1 nm), Dw ) 40.0 nm, and Pd ) 1.5 for

ice-embedded particles (Table 3). The slight difference in Dn,
approximately 5 nm, can be explained by considering that
hydrated and soft HX-90-DHP-G particles could flatten to some
extent when they dried on the supporting carbon film, resulting
in an increase of the apparent particle diameter. However, the
difference remains below the standard deviation value (ap-
proximately 9 nm).
The objects observed in the HX-40-DHP-G suspension have

more complex shapes. Although individual particles can be
recognized in images of negatively stained specimens (Figure
1d), they often seem to constitute the basic units of longer
stringlike objects. The images of ice-embedded particles show
that these elongated objects exist in suspension (Figure 1e)
although the shapes of the constituting units cannot be defined
with precision. This suggests that this complex feature is not
the result of aggregation occurring during the drying process
of the negative staining procedure. It is difficult to properly
evaluate the sizes of such irregular objects. Using images of
negatively stained samples, we measured the diameters of
particles as either isolated or elementary units forming the longer
strings (see arrows in Figure 1d-). In addition, we defined a

Figure 1. TEM images of (a) negatively stained and (b) ice-embedded HX-90-DHP-G particles (bars, 50 nm); (c) corresponding size-distribution
histograms. TEM images of (d) negatively stained and (e) ice-embedded HX-40-DHP-G particles (bars, 50 nm). Arrows in part d indicate
spheroidal units associated into stringlike objects. Arrows in part e point to similar elongated objects. (f) Size-distribution histogram determined
from the negatively stained preparation.
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∑
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Table 3. Mean Number and Weight Diameters (Dn and Dw,
Respectively), Standard Deviation (std, in Brackets), Polydispersity
and Connectivity Indices (Pd and C, Respectively) Determined
from TEM Images of Negatively Stained and Ice-Embedded
Particles (HX-90-DHP-G Only)a

sample Dn [std] (nm) Dw (nm) Pd C (%)

HX-90-DHP-G (NS) 30.8 [9.0] 39.4 1.3 11.9
HX-90-DHP-G (cryo) 25.6 [9.1] 40.0 1.5 n.d.
HX-90-DHP-GS (NS) 32.0 [15.2] 71.0 2.2 19.3
HX-40-DHP-G (NS) 24.6 [12.2] 55.2 2.2 84.2
HX-40-DHP-GS (NS) 18.4 [16.2] 25.7 1.4 45.5
a NS, negative staining; cryo, cryo-TEM; n.d., not determined.
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connectivity index C as the percentage of bound objects with
respect to the total number of particles measured

where Ci is the connectivity coefficient of particle i and Ni is
the number of particles in the ith class. Ci equals 1 if the particle
is in contact with one or more neighbor and 0 if it is isolated.
The size-distribution histogram of negatively stained HX-40-
DHP-G particles is shown in Figure 1f. It is asymmetric toward
the larger particles. Number and weight average diameters as
well as polydispersity and connectivity indices are summarized
in Table 3: Dn ) 24.6 nm (std ) 12.2 nm), Dw ) 55.2 nm, Pd
) 2.2, and C ) 84.2%. HX-40-DHP-G elementary particles
are thus smaller than those in HX-90-DHP-G and more
polydisperse. However, while HX-90-DHP-G particles are
mostly individual, those in HX-40-DHP-G seem to be associ-
ated into elongated objects.
As seen from images of negatively stained preparations, HX-

90-DHP-GS particles also have a spheroidal shape (Figure 2a).
The mean diameters and polydispersity index are Dn ) 32.0
nm (std ) 15.2 nm), Dw ) 71.0 nm, and Pd ) 2.2. A
significant difference between the size distributions of HX-90-
DHP-G and HX-90-DHP-GS was observed. The size distribu-
tion of HX-90-DHP-GS is wider than that of HX-90-DHP-G
particles, and the polydispersity is higher (Figure 2b). Cryo-
TEM images of ice-embedded HX-90-DHP-GS particles were
not available for comparison.
The images of negatively stained HX-40-DHP-GS (Figure

2b) particles are rather similar to those from HX-40-DHP-G
preparations (Figures 1d and 1e). Some associations of elemen-
tary spheroidal objects can be seen, but the number of stringlike
aggregates seems lower than that for HX-40-DHP-G, which
is confirmed by the lower connectivity index C ) 45.5%. We
measured Dn ) 18.4 nm (std ) 16.2 nm), Dw ) 25.7 nm, and
Pd ) 1.4. Basic elements are thus smaller and less polydisperse
than in the case of HX-40-DHP-G.
Size Exclusion Chromatography with Online Multiangle

Laser Light Scattering. Besides the morphological character-
ization obtained from TEM images, we used size exclusion
chromatography with online multiangle laser light scattering to
obtain information on the organization of the particles and their
evolution during polymerization. Samples were analyzed at
different reaction times (0, 10, 30, 60, and 240 min). The
particles analyzed by TEM correspond to the sample taken at
240 min. For all injections, we estimated the amount of products
analyzed by calculating the recovery percentage (Table 3). This
parameter estimates an estimation of the loss of products due
to sample filtration before elution and also adsorption phenom-
ena that may occur during elution. In almost all cases, the
percentage recovery represents a significant part of the amount
injected, thus demonstrating the significance of the results. Light
scattering enables the determination of the average number and
weight molar masses (Mn and Mw, respectively) and the root-
mean-square gyration radius (〈S2〉1/2). These parameters are
independent of any calibration or reference standards. The first
one requires the polymer concentration during the elution
whereas the second one is calculated from the angular depen-
dence of the scattering intensity.25 In the case of polydisperse
samples, the relationship between the polymer dimensions and

the molecular weight (M) can be obtained. This relation is
usually described as a scaling law of the form

The power law exponent q is related to the shape of the chain
and gives information about the polymer-solvent interactions
and macromolecular conformations of the polymer. Values
ranging from 0.5 to 0.6 are predicted for random-coil polymers
in rather good solvent conditions. Rigid rod polymers present
q values as high as 1 whereas spherical particles have a q value
equal to 0.3. Values below 0.3 indicate a complex conformation

C )
∑
i
Ci

∑
i
Ni

× 100 (4)

Figure 2. TEM images of (a) HX-90-DHP-GS and (b) HX-40-DHP-
GS particles negatively stained with uranyl acetate (bars, 50 nm); (c)
corresponding size-distribution histograms.

〈S2〉1/2 ) QMq (5)

F Barakat et al. Biomacromolecules



and highly polydisperse samples that may reflect more complex
patterns such as aggregated particles.25
Before the reaction starts, HX-40 presents a unique eluted

peak that displays a regular evolution of both Mw and 〈S2〉1/2
over the elution curve. The log-log plot of Mw versus 〈S2〉1/2 is
nearly fully linear except for the lowest molar mass values since
the 〈S2〉1/2 value measured is very close to the lowest limit of
detection of the system (10 nm), resulting in a noisy signal.
The fit of the linear part of the scaling law plot has a slope
value (q) roughly equal to 0.5 indicating that HX is in rather
good solvent conditions in the chromatographic solvent in good
agreement with previous measurements.23

Figures 3d-3f display Mw and 〈S2〉1/2 distributions at a
reaction time of 30 min. Both parameters show an unusual
distribution. In the first part of the elution curve (before 19 min),
Mw and 〈S2〉1/2 decrease with the elution in agreement with the
SEC process, while after 19 min those parameters increase
contrary to classical SEC profiles (Figures 3d and 3e). This
effect induces a curvature of the scaling law plots at the low
molar values (Figure 3f). Such an anomalous elution behavior

has already been observed for polyphosphagene,32,33 dendrim-
ers,34 and biopolymer microgels.25 In these previous works, this
phenomenon was attributed to the occurrence of an extremely
high molar mass fraction, such as a microgel or highly branched
molecules, trapped in the column material and eluted at volumes
higher than expected by the pure SEC process. This high molar
mass fraction coelutes with smaller size molecules that follow
the separation mechanism based on normal size exclusion
increasing the polydispersity of each slice. According to the
proportion of high and low mass fractions, Mw and 〈S2〉1/2
increase or remain stable resulting in the upturn observed in
the scaling law plots. Such behavior has been demonstrated in
all HX-DHP samples suggesting the formation of gel structures.
Such a hypothesis is consistent with the chemical structure of
HX-40 since feruloylated HX is able to form a gel in the
presence of an oxidative enzyme.28 However, gel formation
cannot be so easily deduced in the case of HX-90 samples since
they are devoid of FA; it has to be assumed that the formation
of large branched structures may occur during the polymeriza-
tion of monolignols.

Figure 3. (a, b, c) and (d, e, f) distributions and scaling law (g, h, i) (log-log plot versus) for HX-40-DHP-G at reaction time t ) 0 (a, d, g), 30
(b, e, h), and 240 min (c, f, i). Average molecular mass in weight (g/mol) root mean square radius of gyration (nm).
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Besides this anomalous behavior, at lower elution volumes,
molar mass and 〈S2〉1/2 behave as expected in classical SEC
elution profiles (Figures 4d and 4e). Thus scaling law exponents
can be calculated since two linear zones can be identified and
fitted. In the first one (intermediate molar mass range), a q value
of 0.48 is obtained, indicating that a part of the polymer is still
in good solvent conditions (Table 3). In the highest molar mass
zone, the q value is nearly equal to 0.3 (Table 4), indicating
the formation of dense spheres. Since this part presents the
highest concentrations of DHPs as demonstrated by the UV
elution profiles (data not shown), the formation of denser
structures can be related to the polymerization of monolignols.
Indeed such a collapse was already demonstrated during
coniferyl alcohol polymerization in the presence of pectin using
light and neutron scattering.35
At the longest reaction time, the elution pattern becomes more

complex (Figures 3g-3i). Increases of Mw and 〈S2〉1/2 at low
elution volumes are still visible, inducing the upturn of the
scaling law process. At higher molar masses, all of the zones
of the scaling law plots display q values lower than 0.3. The
feature can be interpreted as the collapse of the HX-DHP
structures in dense particles with complex shapes and organiza-
tion.

Table 4 summarizes all of the values measured for four
samples at different reaction times. Both Mw and 〈S2〉1/2
increase during the reaction. All along the reaction, the highest
values were measured for the HX-40 samples at the opposites
of the results obtained by TEM. SEC-MALLS data yield also
other information on the formation of HX-DHP nanoparticles.
Indeed the decrease of the q exponent of the scaling law from
a value of 0.5 to 0.3 then finally less than 0.3 indicates that
particles collapse during the polymerization and undergo a
significant densification. This is also demonstrated by the
increase of the molecular density F ) Mw/(〈S2〉1/2)3 all along
the reaction that is an indication of the densification of the
particles (amounts of matter by unit of volume) (Figure 4). A
similar trend was already demonstrated by model approaches
in the case of pectin-DHP complexes.35 Values reported here
are in good agreement with those calculated for pectin-DHP
complexes (F ) 0.21 g/cm3) with a 1:1 pectin/DHP complex35
but also for natural polymers such as glycogen (F ) 0.19
g/cm3).36 Such a collapse was suggested by in vivo study.37
However, evolutions of the HX-DHP densities are not identical
for all of the complexes, and again HX-40 and HX-90 samples
behave differently. The non-feruloylated samples reach density
values higher than that of HX-40 (Figure 4).

Discussion

The particle sizes obtained by TEM and MALLS at the end
of the reaction (240 min) are significantly different. Indeed,
SEC-MALLS values are 3-5 times larger than the TEM ones,
whereas it has been shown in the case of phytoglycogen particles
that a good agreement could be found between the results of
these two techniques.31 Moreover rank order is also changed.
Indeed the HX-40 samples have larger 〈S2〉1/2 values than the
HX-90 ones, contrary to the results found in the TEM measure-
ments. These differences can be explained by a combination of
two reasons:
The first one is related to the calculation method chosen in

the TEM approach. Since complex HX-40 sample shapes could
not be properly evaluated, we measured the size of circular
subunits. This measurement neglected the real sizes of the
elongated objects or larger aggregates. Cryo-TEM images
showed that stringlike objects existed in suspension and did not
systematically result from a drying artifact. Moreover HX-90

Figure 4. Variation with reaction time of the molecular density ((F )
Mw/NA*(〈S2〉1/2)3) for HX-40-DHP-G (triangles), HX-40-DHP-GS
(squares), HX-90-DHP-G (open triangles), and HX-90-DHP-GS
(open squares): Mw, average molecular mass in weight; 〈S2〉1/2,
root-mean-square radius of gyration (nm). Lines are guides for the
eyes.

Table 4. SEC MALLS Data Calculated for HX-DHP Samples during the Polymerization Reaction
time (min) HX-40-DHP-G HX-40-DHP-GS HX-90-DHP-G HX-90-DHP-GS

0 Mw (g/mol); P; R (%) 2.52 × 105; 1.36; 86 2.68 × 105; 1.18; 95
rms (nm) 19 24
qb 0.5 0.48

10 Mw (g/mol); P; R (%) 6.36 × 105; 3.5; 82 8.5 × 105; 2.7; 73 1.12 × 106; 2.96; 70 1.58 × 106; 3.1; 94
rms (nm) 37.8 37 37 <10
qb 0.42 0.32 0.3/<0.3

30 Mw (g/mol); P; R (%) 2.01 × 106; 2.15; 62 3.04 × 106; 1.92; 53 1.13 × 106; 3.2; 77 7.7 × 106; 2.9; 50
rms (nm) 40.8 43 27 27
qb 0.48/<0.3 0.35/<0.3 0.35/0.3 <0.3

60 Mw (g/mol); P; R (%) 2.96 × 106; 1.75; 60 7.45 × 106; 1.83; 49 2.07 × 106; 2.16; 60 1.11 × 107; 2; 49
rms (nm) 43.5 47.5 28 42
qb 0.42/<0.3 0.37/<0.3 <0.3 <0.3

240 Mw (g/mol); P; R (%) 1.43 × 107; 1.38; 55 9.09 × 106; 1.92; 53 1.33 × 107; 1.4; 61 3.3 × 107; 1.8; 48
rms (nm) 63 52 39 47
qb <0.3 <0.3 <0.3 <0.3

a Mw, average molar mass; P, polydispersity (Mw/Mn); R, percentage of recovery (amounts of eluted product calculated from the dn/dC divided by the
amount of injected product); rms, root-mean-square radius of gyration; q, power law exponent. b When several conformations exist, q is calculated for
each conformation starting from low to high molecular mass.
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samples that have a very close chemical structure did not form
such an association. Thus, the subunits measured in TEM are
certainly not dissociated in SEC, leading to larger sizes and
explaining the inversion of the size rank order. In depth analysis
of size and shape of such heterogeneous and complex objects
has to be considered in future work, in particular by observing
TEM preparations from highly dilute samples, thus preventing
any aggregation artifacts. This point supports the conclusion
that elongated objects may result from covalent linkages between
the elementary objects observed by TEM. Thus, this feature
must be related to the feruloylation level that is the main
structural difference between the two samples.
The second reason that may explain the divergence of the

TEM and SEC-MALLS results is related to the occurrence of
microgels or highly branched structure. Indeed, such products
may also contribute to the significant increase in size measured
by SEC. These structures that are demonstrated by the anoma-
lous elution profile previously discussed may have a very low
density and thus may be hardly detectable by TEM. However,
they can induce higher 〈S2〉1/2 values. This local gel formation
is likely favored in the case of HX-40 samples since they contain
the highest FA content.
These results clearly demonstrated the effect of the chemical

structure of the preexisting polysaccharide network on the
buildup of supramolecular architecture of lignin-like/polysac-
charide complexes. Indeed, FA substitution that is equal to 0.29
for HX-90 and 4.85 µg/mg for HX-40, corresponding roughly
to 0.3 and 5 FA residues per 1000 xylose residues, respectively,
induces important differences in the morphology and supramo-
lecular characteristics of HX-DHP nanoparticles. As observed
by TEM, the morphology of particles obtained from the highly
FA-substituted HX display more complex organizations. The
main pattern observed is the formation of stringlike objects
composed of spheroidal elementary units whereas less feruloy-
lated HX behaves more as individual particles. The latter
particles were found to be denser than the first one. Such
differences must be related to the FA reactivity. Previous works

have demonstrated that during lignification, the cell wall
becomes cross-linked by dehydrogenation of ferulate monomers
and by incorporation of ferulate monomers and dehydrodimers
into lignins.5 This result implies that FAs either cross-link the
HX chains and/or act as nucleation points for lignin monomers
in agreement with previous results.38 Assuming that a similar
behavior took place in our model experiments would mean that
DHPs are anchored to HX in the HX-40 sample. The exact
mechanism has to be determined since it could be attributed
either to cross-coupling between DHPs and ferulates or to the
formation of a preexisting network with FA dimer formation
creating hydrophobic domains where DHPs polymerization may
be favored. Whatever the mechanism, the growth of DHP
molecules/aggregates is favored and promoted by FA, resulting
in cross-linking of DHP particles on HX chains. As a conse-
quence, DHP particles can be interlinked by HX chains, since
two different FA moieties of a single HX chain may react with
two different DHP particles. Thus, when growth and densifi-
cation of DHP particles occur, they connect to each other and
form the stringlike structures. Such intra- and interparticle
connections may induce steric hindrance due to entanglement
of chains limiting their ability to reorganize. Such processes
may limit the densification phenomena. The lack of FA may
allow particle densification.
Beside the of FA effect, syringyl monomers also seem to

have a certain impact on particle densification since GS particles
reach a higher condensation level in both feruloylated and non-
feruloylated samples (Figure 4). This result is supported by the
decrease of the q exponent observed at early reaction times in
the case of the polymerization of a GS mixture (Table 3). This
finding may indicate that syringyl monomers present a higher
affinity for the HX than the G ones. This point will require a
future in depth investigation.
The results show the role of the phenolic substitution on the

construction of the supramolecular organization of HX-lignin-
like composites. In vivo, such a parameter may be crucial to
control of the ultrastructural organization of lignin. Indeed, the
HX-FA network may act as a scaffold and a template for the
lignin polymer growth. Thus besides the chemical importance
of FA, the control of the distribution and the amount of the FA
substitution can be proposed as a means for genetic machinery
to control the buildup of cell wall elements and the resulting
properties of this composites. These results also emphasize the
highly efficient interactions occurring between xylans and
lignins, as already suggested for wood samples.39 These findings
support the hypothesis that xylans are intimately linked with
the lignin network.
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INTRODUCTION 
 
 

        Nous avons polymérisé l’alcool coniférylique et un mélange d’alcool 

coniférylique/sinapylique en présence de deux types d’hétéroxylane (HX-40 et HX-90) 

différant entre eux par la proportion d’acide férulique (FA), le premier renferme une teneur en 

FA non négligeable (3,5 µg/mg) alors que le deuxième  (HX-90) en est pratiquement 

dépourvu (0.15µg/mg)1. L’effet de ces paramètres structuraux sur la morphologie et la 

structure des nanoparticules HX-DHP a été évaluée après caractérisation des produits de 

polymérisation obtenus à partir des ces HX (Chap n°3). La morphologie a été étudiée par 

microscopie électronique à transmission (MET). Nous avons ainsi pu observer des agrégats 

interconnectés composés d'unités élémentaires sphériques dans le cas des nanoparticules 

obtenues avec la fraction HX-40 aussi bien dans le cas du monomère G que du mélange GS. 

Par contre concernant le HX-90, nous avons observé des objets isolés1. Le suivi de la réaction 

de polymérisation par la CES-DLMA (chromatographie d’exclusion stérique couplé à la 

diffusion de lumière multi-angle) a permis de mettre en évidence que les nanoparticules sont 

plus denses avec le HX-90 qu’avec le HX-40. Ceci met en évidence l’effet de FA sur la 

structure supramoléculaire des nanoparticules. Par ailleurs, le précurseur Syringyle (S) semble 

induire la formation de particules plus denses que les unités G1. 

 

        Afin de préciser l’organisation supramoléculaire et le comportement de ces polymères au 

sein des complexes HX-DHP, nous les avons étudiés par diffusion de la lumière (DL) et 

diffusion des neutrons aux petits angles (DNPA). Ces outils sont puissants et bien adaptés 

pour la caractérisation  des solutions colloïdales. Les deux techniques  (DL et DNPA) 

permettent d’étudier la façon dont ces polymères s’organisent et interagissent, ainsi que 
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certaines de leurs propriétés dynamiques. La DL permet d’accéder à des ordres de grandeurs 

caractéristiques allant de la dizaine de nanomètre jusqu’au micron, alors que les neutrons 

permettant d’atteindre des échelles plus petites (1 à 100nm). De plus, la mise à profit de la 

propriété des neutrons à distinguer le comportement des polymères hydrogénés des polymères 

deutérés permet d’identifier le comportement individuel d’un polymère (HX ou DHP) au sein 

d’un mélange HX-DHP. Cette technique dite « variation de contraste »2  a déjà été utilisée 

dans le cas de mélange de polymères synthétiques3-5 mais également dans le cas de 

complexes pectine-DHP-G6. Ces dernières études ont notamment permis de  mettre en 

évidence que les pectines et les DHP-G, même s’ils participent au même complexe pectine-

DHP-G, ne sont pas vraiment mélangés mais présente une nette séparation de phase à 

l’échelle nanométrique6. Ainsi, au-delà de la compréhension de l’influence de l’acide 

férulique, la détermination de la structure interne des nanoparticules HX-DHP permettra une 

meilleure compréhension des liens entre polyosides et lignines et, par comparaison avec les 

résultats obtenus sur le complexe pectine-DHP, une meilleure connaissance du phénomène de 

lignification dans les parois. 
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MATERIELS ET METHODES 

 

Synthèse de l’alcool coniférylique (G) (4-hydroxy-3-methoxycinnamyl alcool) et 

sinapylique (S) (4-hydroxy-3,5-methoxycinnamyl alcool). Synthèse de l’alcool 

coniférylique pentadeutéré (4-hydroxy-3-(2H3) methoxy (2H2) cinnamyl alcool) ou 2H5-

alcool coniférylique. 

 

L’alcool coniférylique (G) et l’alcool sinapylique (S) ont été synthétisés selon la méthode 

décrite par Lidley et Ralph7 L’alcool coniférylique-2H5 a été synthétisé selon la méthode 

décrite par Lairez et coll.6  (Schéma 1A). 
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Schéma 1 : A) Structure de l’alcool coniférylique pentadeutéré (G-5D), l’alcool coniférylique 

(G) et l’alcool sinapylique (S). B) Structure de l’hétéroxylane (HX).  
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Polymérisation de l’alcool coniférylique et de l’alcool sinapylique en présence des 

hétéroxylanes (HX-40 et HX-90). 

 

Trois solutions ont été préparées pour la polymérisation du monomère de lignine (G et GS) en 

présence des solutions d’hétéroxylane (Schéma 1A et B) HX-40 et HX-90 (0.1 %) extrait de 

son de maïs, respectivement à 40 °C avec KOH 1.5M et à 90°C avec Ca(OH)21%1. 

-Solution A : solution de HX (1g/L, 100 mL) préparée dans un tampon phosphate (1/30N, pH 

5)  

-Solution B : 100 mg de monomère de lignine G ou GS dissous dans 2 mL de dioxane et 23 

mL de Solution A, (100mg de G) dans le cas de monomère G seul et (50 mg de G + 50 mg de 

S) dans le cas de monomères GS.  

-Solution C: 0.1 ml de peroxyde d’hydrogène H2O2 à 35% wt dans l’eau (2 équivalents par 

rapport au monomère de lignine) dissous dans 25 ml de Solution A.  

La Solution B et la Solution C sont additionnées progressivement « goutte à 

goutte : Zutropfverfahren (ZT) » pendant 4h dans 50 mL de Solution A contenant 5 mg de 

peroxidase (EC 1 11.1.7, Sigma (250-330 unit/mg)) et sous agitation à 25 °C. À la fin de la 

réaction, nous avons obtenu des suspensions colloïdales correspondant aux complexes : HX-

90-DHP-G, HX-90-DHP-GS, HX-40-DHP-G et HX-40-DHP-GS. 

 

Diffusion statique (DSL) et dynamique (DDL) de la lumière  

 

Les expériences de diffusion de la lumière (DSL et DDL) ont été effectuées avec un laser He-

Ne à une longueur d’onde de radiation incidente λ0 = 488 nm. Ces expériences ont été 

réalisées en utilisant le toluène comme référence. Le rapport de Rayleigh (R) est égal à 

4.27×10-5 cm-1 pour le toluène. Les mesures de diffusion des échantillons ont été effectuées 
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dans des tubes de quartz de 1 cm de diamètre à différents angles de diffusion θ (15° < θ < 

150°) avec un photomultiplicateur Hamamatsu H7155. Les vecteurs de diffusions q 

correspondant sont les suivants : 3.4 ×10-3 nm-1 < q = (4πn/λ0)sin(θ/2) < 2.5 ×10-2 nm-1 où 

l’indice de réfraction pour l’eau  n = 1.333, (pour plus des détails voir les références1,6) 

(Annexes). Le dn/dC utilisé dans le calcul pour les xylanes seuls (HX) est égal à 0.146 et 

pour le complexe HX-DHP à la fin de réaction (240 min) est égal à 0.2781. 

 
 
Diffusion des neutrons aux petits angles (DNPA) 

 

En DNPA, pour mesurer le signal d’un objet, il est nécessaire que celui-ci ait un contraste 

avec le milieu dans lequel il se trouve. Dans nos expériences, les mesures ont été effectuées 

en solution, il était donc nécessaire que les objets que nous voulions sonder aient un contraste 

envers l’eau. Le contraste se définit par une différence de longueur de diffusion b. Cette 

longueur de diffusion est calculée à partir de la densité de l’objet, de sa masse molaire et de la 

somme des longueurs de diffusion des atomes le composant.  

b = 
∑

i

0
bi d N

M 
b = 

∑
i

0
bi d N∑

i

0
bi d N

M  

Avec bi les différentes longueurs de diffusion, d la densité de l’objet, M sa masse molaire et N 

le nombre d’Avogadro. 

L’interaction des neutrons avec la matière dépend alors de la longueur de diffusion b de 

chaque noyau (Annexes). L’eau légère possède une longueur de diffusion négative et l’eau 

lourde possède une longueur de diffusion positive. Par conséquent, le signal d’un objet 

deutéré sera différent de celui d’un objet hydrogéné. On pourra donc distinguer un seul 

constituant d’un mélange binaire de polymère au sein du mélange aux conditions suivantes 1) 
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un des constituants est deutéré et l’autre hydrogéné et 2) la longueur de diffusion du solvant 

est ajustée à celle de l’un des deux composants. Le polymère ayant la même longueur de 

diffusion que le solvant sera « effacé » et seul le signal du deuxième sera visible. Une 

deuxième expérience symétrique permettra d’obtenir le signal du polymère précédemment 

effacé, alors que l’utilisation de polymères complètement hydrogénés dans un solvant deutéré 

permettra d’obtenir le signal total du mélange. Dans nos expériences, nous avons synthétisé 

l’alcool coniférylique deutéré (5D) (Schéma 1A) permettant d’obtenir des DHP deutérés (5D) 

qui ont une longueur de diffusion équivalente à un mélange 75% D2O/ 25 % H2O. Ainsi, un 

tel mélange masquera son signal et par conséquent on n’observera que le signal des HX au 

sein du complexe HX-DHP. De même les HX possèdent une longueur de diffusion 

équivalente à celle d’un mélange 35% D2O/ 65 % H2O, le fait de mettre le complexe HX-

DHP-5D dans ce mélange masquera le signal des HX et on n’observera que celui des DHP. 

Enfin, les deux polymères hydrogénés sont observés simultanément dans un solvant deutéré 

(Schéma 2).  

Les différents complexes HX - DHP ont été synthétisés dans les mélanges de D2O/H2O 

correspondant aux conditions de contraste (Tableau 1). Les échantillons ont été ensuite 

dialysés (4 fois) contre le solvant de contraste correspondant. 

Les expériences de DNPA ont été effectuées sur le spectromètre PACE au LLB à Saclay. Le 

principe général des spectromètres de diffusion aux petits angles est de placer un 

multidétecteur bidimensionnel à plusieurs mètres de ce dernier. Afin de couvrir tout le 

domaine de vecteur de diffusion, le multidétecteur a été placé à différentes distances en 

fonction du vecteur de diffusion (pour les détails voir références6,8). Le traitement des 

données a été réalisé selon Cotton9. Les mesures ont été effectuées sur les échantillons et les 

témoins correspondant (les solutions de dialyse) dans des cuvettes de quartz de 2 mm de 

diamètre. 
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Solvant 100 % D2O

HX-DHP(0D)

ρ

Solvant 35 % D2O
+ 65% H2O

Solvant 75 % D2O
+ 25% H2O

HX
DHP

HX-DHP(5D)

HX-DHP(5D)

Solvant 100 % D2O

HX-DHP(0D)

ρ

Solvant 35 % D2O
+ 65% H2O

Solvant 75 % D2O
+ 25% H2O

HX
DHP
HX
DHP

HX-DHP(5D)

HX-DHP(5D)

 

Schéma 2 : Représentation schématique des possibilités de variation de contraste. 

 

Tableau 1: Les différentes conditions de polymérisation et de contrastes isotopiques pour des 

mesures en DNPA. 

D2O (%) 
(conditions de contraste) 

 
HX-DHP-G 

 
HX-DHP-GS 

 
35 

 
HX-DHP-G(5D) 

 
HX-DHP-G(5D)S(0D) 

 
75 

 
HX-DHP-G(5D) 

 
HX-DHP-G(5D)S(0D) 

 
100 

 
HX-DHP-G(0D) 

 
HX-DHP-G(0D)S(0D) 

 
G + S (%) 

 
100 + 0 

 
50 + 50 

Rapport [HX]/[DHP] (4h) 1 1 
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RESULTATS 

 

Nous avons polymérisé l’alcool coniférylique (G : 100 %) et un mélange d’alcool 

coniférylique et d’alcool sinapylique (G/S : 50/50 %) en présence d’hétéroxylane féruloylé 

(HX-40) riche en acide férulique (FA) ou d’hétéroxylane appauvri en acide férulique (HX-90) 

(Tableau 2).  

 

Tableau 2 : Caractéristiques physico-chimiques des HX extraites à partir de son de maïs par 

des solutions alcalines, HX-40 a été extrait à 40°C et HX-90 à 90°C. 

   
HX-40 

 
HX-90 

 
Oses neutres (%) 
Ara  
Xyl        
Gal         
Oses acides (%) 
Ara/Xyl 
 

 
93.4 
33.7 
51.3 
8.4 
6.6 
0.66 

 
92.5 
33.4 
51.1 
8.2 
7.5 
0.65 

 
Acides Férulique  
(µg/mg) 
 

 
3.5 

 
0.15 

 
Mw (g/mol) × 10-5 
Polydispersité (Mw/Mn) 
 

 
2.52 
1.36 

 
2.68 
1.18 

 

Les acides féruliques (FA) présentent la particularité de se dimériser en présence du système 

peroxydase/H2O2
10,11. Au cours de cette réaction, l’acide férulique oxydé peut former un 

radical phénoxyle. La réaction de dimérisation s'effectue selon un mécanisme non 

enzymatique par un simple couplage des radicaux phénoxyle qui conduit à la formation des 

dimères (di-FA), trimères (tr-FA) voire tétramères12-18. L’acide férulique sous la forme de 
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monomère (FA), dimère, trimère ou tétramère constitue des points d’initiation de la 

lignification19.  

Avant polymérisation, les milieux HX-40 et HX-90 contiennent respectivement 4.85 et 0.29 

µg/mg d’acides phénoliques. La diminution de la teneur en FA et di-FA dans les complexes 

HX-DHP après hydrolyse alcaline (NaOH 2M)1 indique clairement l’incorporation de ces 

structures dans le DHP20,21. Ces associations entre les HX et les DHPs conduisent à la 

construction d’un complexe HX-DHP hétérogène et interconnecté. Les régions 

d’interconnections ou « zones de jonction » entre les deux polymères peuvent intéresser deux 

chaînes de HX ou plus1.  

 

L’objectif de ce travail est d’approfondir l’étude de l’effet de l’acide férulique et la nature du 

monomère de lignine (G et S), sur l’organisation supramoléculaire du complexe HX-DHP 

formé durant la réaction de polymérisation. Pour cela, les complexes HX-DHP ont été 

caractérisés par la diffusion de la lumière (DL) et la diffusion des neutrons aux petits angles 

(DNPA) afin de caractériser comment les HX et les DHPs s’organisent et interagissent à 

l’intérieur du complexe HX-DHP. 

 

Formation et organisation des nanoparticules HX-DHP : diffusion de la lumière (DL) 

 

Deux types d’expériences peuvent êtres conduites : la diffusion quasi élastique de la lumière 

et la diffusion statique de la lumière. L’ensemble des mesures a été effectué par des dilutions 

successives de l’échantillon. 
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1) Diffusion statique de la lumière DSL 

 

On mesure l’intensité diffusée en fonction du vecteur de diffusion q, I (q).  Les spectres des 

intensités diffusées en fonction du vecteur de diffusion q ont été ajustés par des 

approximations de Zimm qui s’écrit (Annexes):  

1/I = 1/Iq→0(1 + q2Rg2/3 + …) 

Où Rg est le rayon de giration des particules dans la solution, i.e. le complexe HX-DHP. Les 

mesures de diffusion de la lumière ont été effectuées sur des solutions diluées de chaque 

échantillon (i.e. les complexes HX-DHP) avec des concentrations C comprises entre 0.2 et 2.5 

mg/cm3. Ces dilutions permettent d’extrapoler la masse molaire apparente Mapp q→0(C) et la 

rayon de giration Rg (C) à une concentration nulle (Figure 1).  

 

L’extrapolation à une concentration nulle de la masse apparente (Mapp) q→0, C→0 permet de 

déterminer la masse molaire Mw (g/mol) du complexe HX-DHP en solution. La pente de la 

courbe Mapp en fonction de C permet de déduire le second cœfficient viriel 1/MA2(cm3/g). 

Tandis que l’extrapolation de Rg (C) à une concentration nulle permet de déterminer le rayon 

de giration Rg (nm) des particules. Le rapport ρ = Mw/Rg
3 (g/ cm3) est une indication de leurs 

concentrations internes « densité des particules» et f = MA2 × Mw/Rg
3 est un facteur de forme 

des particules6,22. 

La figure 1 montre que Mapp q→0(C) et Rg (C) augmentent linéairement en fonction de la 

dilution, ce qui signifie que la structure des particules en solution des différents complexes 

HX-DHP n’est pas affectée par la dilution. Ceci suggère la présence d’agrégats stables.  

Le traitement des données obtenues en DSL (figure 1) permet de déduire différentes 

caractéristiques structurales (Tableau 3) : 
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-(1) Rayon de giration (Rg): Les rayons de giration Rg des nanoparticules HX-90-DHP-

G et HX-90-DHP-GS sont dans un même ordre de grandeur compris entre 42 et 45nm 

(Tableau 3). De même avec le HX-40, la nature des monomères de lignine G et GS n’a pas 

d’effet sur le rayon de giration des nanoparticules qui varie entre 80 et 90 nm. Par contre la 

présence de FA semble induire une augmentation de Rg des nanoparticules avec le HX-40, le 

même effet a déjà été observé en CES-DLMA1. Ceci peut être attribué à la forte agrégation de 

particules synthétisées avec le HX-40, en accord avec l’observation en MET1, d’unités 

élémentaires sphériques interconnectés dans le cas de HX-40-DHP-G et GS. Dans le cas de 

HX-90, nous avons observé des particules individuelles. 

-(2) Masse molaire (Mw): Au contraire de FA, le monomère S semble avoir un impact 

sur la masse molaire. En effet dans le cas de HX-90, la masse  molaire est deux fois plus 

grande avec le monomère GS. Ceci confirme les résultats obtenus en CES-DLMA1 où nous 

avons observé que Mw du complexe HX-90-DHP-GS est deux à trois fois plus grand que Mw 

du complexe HX-90-DHP-G. Par contre dans le cas du HX-40, les masses molaires du 

complexe HX-40-DHP-G et HX-40-DHP-GS sont du même ordre de grandeur (Tableau 3).  

-(3) Densité interne (Mw/Rg
3): L’analyse des résultats (Tableau 3) montre que les 

particules GS synthétisées avec le HX-90 et HX-40 sont plus denses que les particules G . En 

revanche, comme le Rg des particules synthétisées en présence de HX-40 est deux fois plus 

élevé qu’en présence de HX-90, les particules G et GS synthétisées avec le HX-40 sont 

beaucoup moins denses que les particules synthétisées avec le HX-90. Ceci est en accord avec 

les résultats obtenus en CES-DLMA, qui montrent que la densité des particules G (ρ = 0.095 

g/cm3) et GS (ρ = 0.108 g/cm3) synthétisées avec le HX-40 sont beaucoup plus faibles en 

comparaison aux particules G (ρ = 0.374 g/cm3) et GS (ρ = 0.530 g/cm3) synthétisées avec le 

HX-901. 
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A) B)

 

Figure 1: Variation de la masse molaire Mapp (g/mol) et le rayon de giration Rg (nm) apparent 

en fonction de la concentration des différents complexes HX-DHP : A) le HX-90 et HX-40 

avec le monomère G,  B) le HX-90 et HX-40 avec le monomère GS.  

 

Tableau 3 : Récapitulatif des différents paramètres structuraux (Rg, Mw et 1/ MA2, ρ et f = 

MA2 ×MwRg
3) déterminés par DSL pour les différents échantillons (HX90-DHP-G, HX90-

DHP-GS,  HX40-DHP-G et HX40-DHP-GS). 

Complexe HX-90-DHP-G HX-90-DHP-GS HX-40-DHP-G HX-40-DHP-GS 
 
Mw ×106 (g/mol) 

 
7.2 ± 0.4 

 
15.4 ± 0.5 

 
7.5 ± 0.3 

 
7.4 ± 0.3 

 
Rg (nm) 

 
45 ± 3 

 
42 ± 2 

 
90 ± 3 

 
80 ± 3 

 
1/MA2 (mg/cm3) 

 
9.8 ± 0.25 

 
11.8 ± 0.25 

 
10.7 ± 0.25 

 
16.6 ± 0.5 

 
ρ = Mw/Rg

3 (g/cm3) 
 

0.13 ± 0.03 
 

0.34 ± 0.06 
 

0.017 ± 0.002 
 

0.024 ± 0.003 
 
f = MA2 × Mw/Rg

3 
 

13 ± 3 
 

29 ± 6 
 

1.6 ± 0.1 
 

1.44 ± 0.2 

     

-4) Forme des nanoparticules ( f = MA2 × Mw/Rg
3 ): Dans le cas d’une chaîne de 

polymère en bon solvant le facteur de forme f a été estimé à 6.6 ± 0.3 et à 36 dans le cas d’une 
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sphère dure et dense22 . Ce facteur est égal à 29 pour les particules GS synthétisées avec le 

HX-90, ce qui est très proche d’une sphère compacte, cette valeur est la même que celle 

mesurée dans le cas de pectine-DHP-G (f = 30), mais les objets sont moins denses (ρ = 0.22 

g/cm3)6. Ces résultats sont en accord avec ceux obtenues en CES-DLMA1. En effet l’exposant 

q obtenu à partir de la loi d’échelle Rg = Mq, à la fin de la réaction est inférieur ou égal 0.3, ce 

qui est une indication d’une sphère compacte23. Par contre, dans le cas des complexes HX-40-

DHP-G et HX-40-DHP-GS, le facteur de forme f,  qui est compris entre 1.4 et 1.6, est 

beaucoup plus faible.  Cependant, une interprétation de ces valeurs apparaît complexe en 

raison des effets de polydispersité et de la forte agrégation des particules comme il a déjà été 

montré par MET1.  

-5) Interaction entre les polymères (1/MA2): Le terme 1/MA2 est la concentration à 

laquelle les polymères sont en interaction et ne sont plus dans un régime dilué. Ce terme est 

égal 17 mg/cm3 dans le cas de fibronectin24, et 7.5 mg/cm3 dans le cas de pectine-DHP-G6. 

Dans le cas de xylane-DHP, ce terme est plus fort que celui de pectine-DHP-G. On note que 

dans le cas des particules HX-40-DHP-GS, ce terme est très proche de celle des protéines24.  

Ceci peut être interprété, dans un premier temps, par une forte réactivité des xylanes 

féruloylés avec les monomères GS par rapport au monomère G. Une telle différence est liée 

bien évidement à la structure des polyosides ainsi qu’au type de monomère de lignine. Cette 

différence de réactivité entre les pectines et les xylanes d’une part et entre le monomère G et S 

d’autre part durant la polymérisation peut être une information importante pour la 

compréhension des étapes de la formation et la structure des parois lignifiées. En effet, les 

pectines sont présentes dans les coins des cellules et la lamelle moyenne où se déroulent les 

premières étapes de la lignification conduisant au dépôt de lignine de type G 
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essentiellement25. Toutefois, les xylanes sont présents plutôt dans la paroi secondaire où se 

mettent en place des lignines de type GS. 

 

2) Diffusion dynamique de la lumière (DDL) 

 

En diffusion dynamique ou quasi élastique de la lumière (DDL), nous mesurons la fonction 

d’auto-correlation de l’intensité diffusée par les particules en solution à différents angles par 

rapport au faisceau incident, S(q, t) = e-Dtq2, où D est le coefficient de diffusion des 

particules (Annexes).  

tq2 (µs nm-2)t (µs)

S 
(q

, t
)

 

Figure 2: Diffusion dynamique de la lumière à différents angles de diffusion en fonction de  t 

et tq2 du complexe HX-90-DHP-G. 

 

La figure 2 montre un exemple des intensités mesurées en fonction des différents angles θ 

pour le HX-90-DHP-G. Pour les quatre échantillons, on constate que l’ensemble des courbes 

(Figure 2) se superposent en fonction de tq2, signifiant la présence des particules diffusives.  
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Figure 3: Le cœfficient de diffusion apparent Dapp en fonction de q (déduit à partir des 

courbes de S(q, t) en fonction de  tq2, (Figure 2) pour HX-90-DHP-G, HX-90-DHP-GS,  HX-

40-DHP-G et HX-40-DHP-GS. 

 

La figure 3 donne le coefficient de diffusion apparent Dapp en fonction de q déduit d’un 

ajustement exponentiel des spectres de la Figure 2. Dans le cas de HX-90, le Dapp est 

indépendant de q (parallèle à l’axe de q), mais montre un une légère évolution aux faibles 

valeurs de q avec le monomère GS. Dans le cas de HX-40 avec le monomère G et GS, les 

valeurs de Dapp augmentent en fonction de q (Figure 2). Ces résultats suggèrent deux choses : 

-(1) le coefficient de diffusion est indépendant de q dans le cas des HX90, ce qui met 

en évidence une structure dense et monodisperse  

-(2) la dépendance de coefficient de diffusion Dapp de q pour les échantillons HX40 est 

un signe d’une polydispersité des particules en solution.  

La relation de Stokes-Einstein permet de calculer le rayon hydrodynamique RH des 

particules à partir de ce coefficient de diffusion:  

D = kT/(6πηRH)  
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Tableau 4 : Récapitulatif des valeurs de coefficient de diffusion D, le rayon hydrodynamique 

RH et le rapport RH /Rg déterminés par DSL et DDL pour les différents échantillons (HX-90-

DHP-G, HX-90-DHP-GS,  HX-40-DHP-G et HX-40-DHP-GS). 

 

Complexe 

 

D (nm2/µs) 

 

RH (nm) 

 

RH /Rg 

 

HX-90-DHP-G 

 

3.1 ± 0.1 

 

69 ± 2 

 

1.5 ± 0.15 

 

HX-90-DHP-GS 

 

1.75 ± 0.05 

 

123 ± 3 

 

2.93 ± 0.2 

 

HX-40-DHP-G 

 

2.7 ± 0.1 

 

80 ± 3 

 

0.89 ± 0.06 

 

HX-40-DHP-GS 

 

1.9 ± 0.1 

 

113 ± 6 

 

1.4 ± 0.1 

 

Nous avons estimé les valeurs RH et Rg de chaque complexe à partir des données de DDL et 

DSL respectivement (Tableau 4). Nous observons que le RH est plus grand dans le cas des 

complexes HX-DHP-GS avec le HX-40 et le HX-90. Dans un premier temps ceci peut être 

interprété par la polydispersité ou l’hétérogénéité des particules en solution26. Le rapport 

RH/Rg donne une indication sur la forme et la conformation des polymères en solution. Pour 

une sphère homogène le rapport RH/Rg = (5/3)1/2  = 1.3. Dans le cas des complexes HX-90-

DHP-G et GS, le RH/Rg est plus grand que la valeur 1.3, suggérant des répartitions différentes 

et hétérogènes des DHP à l’intérieur des agrégats HX-DHP. On suppose que, ces 

nanoparticules HX-90-DHP s’organisent en un cœur dense où les DHP sont agrégés avec les 

chaînes de HX  et une couronne de HX moins dense plutôt vers l’extérieur (sera vérifié en 

DNPA). En présence de HX-90, le rayon hydrodynamique des particules GS est plus grand 

que celui des particules G, ce qui peut être expliqué par  une couronne plus large de HX plutôt 

chevelue avec le monomère GS.  
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Dans le cas de HX-40, le RH/Rg est égal à 1.4 avec le monomère GS et à 0.89 avec le 

monomère G (Tableau 4). Toutefois, le facteur de forme f déterminé en diffusion statique est 

trop faible (cf tableau 3). L’interprétation de ces résultats concernant la forme de ces 

particules est très complexe, en raison de possibles effets de polydispersité ou à un 

phénomène d’agrégation interparticules. 

 
 
Formation et organisation des nanoparticules HX-DHP : diffusion de neutrons aux 

petits angles (DNPA). 

 

Afin de mieux comprendre l’organisation des polymères à l’intérieur des agrégats, l’étude des 

complexes HX-DHP a été poursuivie par une approche de diffusion de neutrons aux petits 

angles (DNPA)8 (Annexes). Les échantillons ont été synthétisés dans des mélanges D2O/H2O. 

Nous avons fait varier le contraste en faisant varier le pourcentage D2O/H2O afin d’observer 

l’organisation de chaque polymère séparément:  

-(1) à 100 % de D2O on observe les HX et les DHPs en même temps au sein du complexe 

HX-DHP (courbes vertes figure 4) (cf partie expérimentale) (Schéma 4).  

-(2) à 35 % de D2O, on « éteint » le HX et on n’observe que le DHP dans les complexes HX-

DHP (courbe oranges). 

-(3) à 75 % on « éteint » le DHP ce qui permet d’observer uniquement les HX dans les 

complexes HX-DHP (courbes bleues).  
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A) B)

C) D)

 

Figure 4: Spectres de DNPA des échantillons : A) HX-90-DHP-G ; B) HX-90-DHP-GS; C) 

HX-40-DHP-G et D) HX-40-DHP-GS, dans différentes conditions de contraste, avec un 

spectre d’arabinoxylane seul dans 100 % de  D2O, à 35 % on voit que le DHP, et à 75 % le 

HX et à 100 % de D2O on voit les deux (HX+DHP) au sein du complexe HX-DHP. 

 

La figure 4 montre que aux faibles valeurs de q, l’intensité des pics correspondant aux 

complexes HX-DHP (courbes vertes) et au HX dans le complexe (courbes bleues) augmente 

par rapport à celle de HX seul (courbes rouges). Cette augmentation est liée à la présence de 

structures qui diffusent intensément et indique que 1)  les DHP et les HX sont agrégés et 2) la 

structure de HX dans le complexe a été modifiée par (i.e. des interactions) :  

 

-(1) Complexe HX-DHP (courbes vertes): la figure 4 montre que l’intensité diffusée varie 

comme q-4<α<-3 dans tout le domaine de q pour les quatre échantillons. Cette évolution signifie 
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la formation de particules compactes dont la taille est supérieure à 500 Å. La valeur de α, 

nettement supérieur à (-4), traduit une interface très loin d’être nette ou lisse mais plutôt 

irrégulière, ce qui peut être expliqué par la présence d’une couronne chevelue de HX, en 

accord avec l’hypothèse proposée en diffusion de la lumière .  

 

-(2) HX (courbes bleues): Pour le comportement de HX au sein du complexe HX-DHP, on ne 

constate pas de nette différence entre le HX-40 et le HX-90, mais un comportement différent 

de celui des pectines6. Dans le cas des pectines, dans la gamme  intermédiaire de q, l'intensité 

varie comme q-2, les pectines se comportent donc comme des polymères gaussiens. En 

revanche, dans le cas de HX, les courbes (courbes bleues) montrent un comportement plus 

proche de q-3 que de q-4, qui peut être du à une couronne d’arabinoxylane vers l’extérieur du 

complexe HX-DHP. Ceci est en accord avec l’hypothèse proposée en DL. 

 

-(3) DHP (courbes oranges): Concernant le comportement et l’organisation de particules 

DHP-G et DHP-GS au sein du complexe HX-DHP, on observe que les courbes correspondant 

au DHP-G et DHP-GS sont différentes que ce soit avec le HX-40 ou avec le HX-90 :  

 

-(a) Les particules DHP-G : Les signaux obtenus présentent une remontée avec 

changement de pente vers des valeurs de q intermédiaires. Ce changement de pente 

s’accompagne d’un épaulement assez marqué surtout dans le cas du HX-90-DHP-G.  

L’intensité diffusée par les particules DHP-G augmente en fonction de q en décrivant une loi 

de Porod27 (l’intensité diffusée varie comme q-4 ) avec un plateau observé aux petits q, 

caractéristique des interfaces entre deux milieux homogènes. Ces résultats montrent la 

formation de domaines de DHP-G de plus petite taille (≈100Å) que le domaine HX. La taille 

des domaines de particules DHP-G synthétisées avec les HX-40 est plus petite que la taille 



 Chapitre n°4 

 115

des domaines de particules DHP-G synthétisées avec le HX-90. Dans le cas de HX-40, aux 

petites valeurs de q, l’intensité diffusée montre une évolution en fonction de q. Ce phénomène 

peut être du à une grande polydispersité des nanoparticules (confirmant les résultats obtenus 

en DL) et apparaît cohérent avec la morphologie complexe (ficelle) de ces particules 

observées en MET. En général, ces résultats montrent que les courbes de HX et DHP-G sont 

différentes, ce qui indiquerait clairement que chaque polymère possède un comportement 

propre. En effet, le HX et le DHP-G même s’ils participent aux même complexe HX-DHP-G, 

ne sont pas vraiment mélangés mais présentent une nette séparation de phase à l’échelle 

nanométrique comme dans le cas des pectines-DHP-G6. 

 

-(b) Les particules DHP-GS : Dans le cas de particules DHP-GS, l’intensité diffusée 

évolue en fonction de q-2,5, c'est-à-dire qu’il n’y a pas d’interface nette entre le domaine de 

DHP-GS et le domaine de HX à l’inverse du comportement observé avec les DHP-G. Les 

courbes de HX (courbes bleues) et celles de particules DHP-GS (courbes oranges) se 

superposent, ce qui indiquerait que les deux polymères sont mélangés au sein du même 

agrégat. La taille des domaines de DHP-GS au sein du complexe est donc plus grande (≈ 

500Å) que celle mesurée pour les domaines de DHP-G. Cette organisation expliquerait la plus 

forte densité des particules HX-DHP-GS mesurée en DL mais également en CES-DLMA1 . 

Ce résultat peut être interprété dans un premier temps par une affinité différente du monomère 

S et G avec les xylanes.  
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DISCUSSION 

 

La différence majeure existant entre le HX-40 et le HX-90 est la teneur en FA. Le premier 

présente une teneur en FA non négligeable (3,5 µg/mg) alors que le deuxième  (HX-90) est 

pratiquement dépourvu en FA (0.15µg/mg)1. D’autre part, la seule différence entre l’alcool 

coniférylique (G) et l’alcool sinapylique (S) est la substitution par un méthoxyle en position 

ortho (Schéma 1A). Le groupement méthoxyle permet de bloquer un site de couplage 

intermonomérique et modifie la distribution électronique par des inductifs et mésomères. 

Cette réactivité, favorable à la formation des liaisons β-O-4, limite la ramification des chaînes 

et augmente la masse molaire des polymères formés28,29.  

 

Ce travail a permis de mettre en évidence que la présence de FA induit une 

augmentation du rayon de giration des nanoparticules. En effet, le Rg des particules 

synthétisées avec le HX-40 est plus grand (≈ 90 nm) qu’avec le HX-90 (≈ 42 nm). Ceci peut 

être expliqué par la forte agrégation des nanoparticules dans le cas de HX-40 (Schéma 3A) 

attribuable à la formation de microgels en présence de FA1. Ceci a déjà été montré par 

l’observation en MET1, d’unités élémentaires sphériques interconnectées dans le cas de HX-

40 avec le monomère G et GS (Schéma 3A). Dans le cas de HX-90, nous avons observé des 

particules individuelles (Schéma 3B). Par conséquent, dans le cas de HX-40 l’augmentation 

de Rg semble avoir un impact sur la densité des particules. En effet, les particules G et GS 

synthétisées avec le HX-40 sont beaucoup moins denses que les particules G et GS 

synthétisées avec le HX-90. Ceci est en accord avec les résultats obtenus en CES-DLMA1.  

Plusieurs conclusions peuvent être tirées à partir de ces résultats qui mettent en 

lumière certaines propriétés de ces polymères: 
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(1) La DL et DNPA ont permis de mettre en évidence l’hétérogénéité des particules HX-DHP 

qui s’organise de la façon suivante:  

-(a) un cœur dense qualifié hydrophobe formé d’un complexe mixte interconnecté de 

chaînes de HX et des molécules de DHP (Schéma 3C). 

-(b) une couronne de HX moins dense vers l’extérieur (Schéma 3C) qui peut être 

constituée par des microgels1 ou des chaînes de xylane.  
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Schéma 3: A, B) structures des nanoparticules de HX-40-DHP et HX-90-DHP, C) 

représentation schématique de la structure supramoléculaire des nanoparticules de HX-DHP, 

D et E) l’organisation supramoléculaire des HX et les nodules de DHP-GS et DHP-G à 

l’intérieure des agrégats HX-DHP. 

 

(2) La diffusion des neutrons montre que les nodules de DHP-G et DHP-GS s’organisent 

différemment à l’intérieur des agrégats HX-DHP : 



 Chapitre n°4 

 118

-(a) Le domaine de particules GS, dont la taille est de l’ordre de 500Å est plus grand 

que le domaine de HX (Schéma 3D). En revanche, la taille de particules DHP-G est plus 

petite et de l’ordre de 100Å (Schéma 3E).  

 

-(b) La forte agrégation du monomère S avec les chaînes de HX et par conséquent, la 

densification des particules GS semble avoir induit une diminution des interfaces entre le 

domaine de DHP-GS et le domaine de HX (Schéma 3D). Le même phénomène a été observé 

précédemment en CES-DLMA1, où nous avons observé une forte agrégation de HX avec le 

monomère GS. En revanche, pour les particules DHP-G participant à un même agrégat, une 

séparation de phase a été observée entre le domaine de DHP-G et le domaine de HX (Schéma 

3E). Ce phénomène de ségrégation a été montré dans le cas des pectines-DHP-G6, et pourrait 

être expliqué par une faible affinité du monomère G avec les polyosides comparé au 

monomère S.  

 

Ces travaux soulignent un net effet de la nature du monomère de lignine sur la structure et 

l’organisation supramoléculaire de lignine et par conséquent du complexe polyosides-lignine. 

Ceci peut être interprété par un phénomène d’affinité ou une compétition entre le monomère 

G et S avec les xylanes pendant la polymérisation. De tels mécanismes expliqueraient le dépôt 

hétérogène et complexe de lignine durant la lignification des parois de monocotylédones30-32.  

 

ABREVIATIONS 

 

HX: Hétéroxylane 

FA: Acide Férulique  

DHP: Déhydrogénative Polymers (Modèle de Lignine) 
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G: précurseur de lignine Gaïacyle 

S: précurseur de lignine Syringyle 

CES-DLMA : Chromatographie d’Exclusion Stérique couplé à la Diffusion de Lumière 

Multi-Angle. 

MET: Microscopie Electronique à Transmission. 

DL: Diffusion  de la Lumière 

DDL: Diffusion Dynamique de la Lumière 

DSL: Diffusion Statique de la Lumière 

DNPA: Diffusion de Neutrons aux Petits Angles. 
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L’utilisation de produits lignocellulosiques agricoles à différentes fins (production de 

pulpe, bioéthanol, biocomposites,…) nécessite une meilleure compréhension de la structure et 

l’organisation des parois végétales lignifiées et des mécanismes conduisant aux propriétés de 

ces réseaux complexes et variables. La mise en place des lignines est le dernier événement de 

la formation des parois secondaires, et se produit dans le gel polyosidique déjà mis en place. 

La lignification a été décrite comme un ensemble d’évènements soumis à la fois à des 

contraintes biologiques (disponibilité de la peroxydase, et des cofacteurs, etc…) mais 

également à des contraintes physico-chimiques (diffusion de monomères, forte concentration 

en polyosides, variabilité structurale des macromolécules, etc…). Afin de comprendre certains 

événements intervenant lors de la lignification, nous avons réalisé des polymérisations de 

monomères de lignine en présence de xylanes.  L’objectif de ces études est de relier la 

structure chimique des polymères élémentaires (type de monomères de lignines, structures des 

xylanes,…), leur réactivité au cours des processus d’assemblage modèle et finalement 

l’organisation finale de ces assemblages supramoléculaires (Figure 17). Ces démarche qui 

permettent d’isoler certains phénomènes étroitement liées in vivo, autorisent de nombreuses 

approches expérimentales inapplicables sur des échantillons biologiques. 
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Figure 17 : De la chimie moléculaire à la chimie supramoléculaire [144]. 

 

Nous avons focalisé nos efforts sur la compréhension des interactions entre la lignine et 

les xylanes, notamment les hétéroxylanes de graminées. Nous avons notamment pris en 

compte le fait que les xylanes et les lignines sont présents à forte concentration dans la paroi, 
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et interagissent entre eux pour former des complexes covalents et non–covalents et finissent 

par s’associer en une seule phase dont la structure finale varie en fonction des paramètres 

physico-chimiques de la réaction. A travers ce fil conducteur, nous avons étudié : 

 - L’influence de la formation d’entité supramoléculaire sur la réactivité des deux 

partenaires à travers 1) la formation de LCC (Chapitre n°1) ou 2) sur la réactivité des 

monolignols (Chapitre n°2). 

 - L’organisation et la morphologie des assemblages supramoléculaires (Chapitre n°3) 

HX/DHP ainsi que la structuration interne de ces objets (Chapitre n°4). Dans chaque cas, nous 

avons essayé de relier ces éléments à la structure chimique des polymères/monomères 

constitutifs et par conséquent à la réactivité associée. 

 

Interaction xylane/DHPs 

La formation des liaisons covalentes entre les xylanes et la lignine peut être établie selon 

deux mécanismes : i) un mécanisme oxydatif par l’intermédiaire des acides phénoliques en 

présence du système peroxydase/H2O2, ce mécanisme a été identifié chez les graminées [48], ii) 

une addition nucléophile des polyosides (fonctions carboxyliques des acides uroniques ou 

groupements hydroxyles) à la méthylène quinone (MQ)  générée pendant la polymérisation[59], 

ce mécanisme est présent dans toutes les parois lignifiées et reste encore mal compris. En 

effet, l’addition de polyosides est directement en concurrence avec l’addition des autres 

nucléophiles, notamment l’addition de l’eau. La formation de LCC pourrait être attribuée à 

une réactivité plus élevée des polyosides (i.e. constante d’addition élevée) ou à une 

modification des conditions locales de la réaction qui réduisent la concentration locale en eau 

et augmentent ainsi l'addition de polyosides. 

Afin de vérifier cette seconde hypothèse et d’essayer de proposer un mécanisme général 

de la formation des LCCs via l’addition nucléophile des xylanes à la MQ, nous avons 
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polymérisé l’alcool coniférylique (AC, 1g/L) dans des solutions diluées de xylanes (1g/L) 

selon deux méthodes Zutropfverfahren (ZT) et Zulaufverfahren (ZL). Pour cela nous avons 

utilisé un Hétéroxylane non féruloylé (HX extrait d’avoine).  

L’analyse des mélanges xylane/DHPs par la SEC et 13C RMN nous a permis de conclure sur 

la présence des liens covalents entre les xylanes et les DHP via le C5 d’arabinose uniquement 

dans le cas de la réaction ZT. Cette approche a été complétée par des techniques de 

dégradation/fractionnement. La dégradation enzymatique par une xylanase et l’extraction par 

le dioxane/eau a également renforcé l’existence des liens covalents entre les xylanes et les 

DHPs impliquant l’arabinose et la Cα de la MQ. Le rôle de l'arabinose dans la formation de 

LCC a déjà été démontré[125,126,128]. En revanche, l’acide glucuronique ne semble pas 

s’additionner à la MQ dans nos conditions. Ceci a été confirmé par les données RMN qui 

montrent l’absence des signaux spécifiques des liaisons ester entre l'acide glucuronique et le 

Cα de la MQ; ce qui pourrait être expliqué par un effet de pH[127]. En effet, Sipilä a réalisé la 

réaction entre la MQ et l’acide glucuronique à pH4 et à pH6, et a montré par RMN la 

formation des liaisons benzyl ester uniquement à pH4[127]. De même, les conditions 

expérimentales, notamment la formation des zones hydrophobes pourraient limiter la 

réactivité des fonctions carboxyliques. La variation systématique du pH permettrait de 

répondre à cette question.  

 

Ces résultats mettent en évidence la formation de LCC uniquement dans le cas de la 

réaction ZT. La seule différence entre la réaction ZL et ZT est la distribution de la quantité de 

la MQ durant la réaction. Dans le cas de ZL toute la quantité du MQ réagit au début de la 

réaction, par contre en ZT, elle est stable durant la réaction. L'absence de formation de LCC 

dans la réaction ZL peut être expliquée par le fait que toutes les molécules de la MQ 
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 réagissent rapidement avant tout processus de réorganisation des polymères ou densification 

du système. En revanche, dans le cas de ZT, la formation d’agrégats hydrophobes de xylane-

DHP par l’intermédiaire des liens non covalents peut également se produire dès le début de la 

réaction. Ainsi, les monomères additionnés seraient probablement diffusés puis polymérisés 

dans les agrégats hydrophobes de xylane-DHP déjà formés. Le DHP apparaît alors sous forme 

de nodules qui grandissent et fusionnent, ce qui conduit à la densification du système[140], 

induisant un phénomène de déshydratation. Ce phénomène a déjà été observé pendant la 

lignification de la paroi végétale[82,87,143]. Durant cette étape, la structure de la paroi est 

fortement modifiée. L’eau est notamment drainée par un mécanisme restant à déterminer. 

L'élimination continue des molécules d'eau durant la réaction limiterait la concurrence avec 

les molécules de xylane et par conséquent favoriserait l'addition  des xylanes à la MQ.  

Si le mécanisme oxydatif par l’intermédiaire des acides phénoliques en présence du 

système peroxydase/H2O2 intervient dès le début de la lignification en établissant diverses 

liaisons covalentes entre les polyosides et la lignine (Figure 18), l’addition nucléophile de 

polyosides à la MQ serait plus favorisée aux dernières étapes de la lignification permettant le 

blocage et la stabilité du système (Figure 19). 

Les informations physico-chimiques obtenues via ces approches modèles devraient être 

confrontés aux caractéristiques des parois de graminée afin de vérifier cette hypothèse sur la 

formation de LCC. L’analyse de parois de tige de blé collectées à différents stades de 

maturation devrait par exemple permettre d’établir une relation entre la formation de LCC et 

les étapes de la lignification des tissus.  
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Figure 18 : Représentation schématique de la réticulation des xylanes avec la lignine selon un 

mécanisme oxydatif via l’acide férulique (FA). 

 

Monomère de lignine

Les monomères de lignine 
diffusent dans la paroi puis 
sont polymérisés par des 

peroxydases

La formation des agrégats via
des interactions non  covalents 

conduit à la formation des 
microdomaines hydrophobes

La diminution de la concentration 
locale en eau augmenterait 

l'addition  des xylanes à la MQ  

1 2 3

Polymères de DHPXylane non féruloylé Lignin Carbohydrates 
Complexes: LCCs

Peroxydase Oligomères de DHP

Microdomaines hydrophobes

OH

CH2OH

R1

O

R1

α

β

δ

Lignine

R2

R2

MQ

O

CH2OH

R1

O

R1

α

β

δ

Lignine

R2

R2

MQ

Addition des 
groupements OH 

et/ou COOH de xylane

Monomère de lignine

Les monomères de lignine 
diffusent dans la paroi puis 
sont polymérisés par des 

peroxydases

La formation des agrégats via
des interactions non  covalents 

conduit à la formation des 
microdomaines hydrophobes

La diminution de la concentration 
locale en eau augmenterait 

l'addition  des xylanes à la MQ  

1 2 31 2 3

Polymères de DHPXylane non féruloylé Lignin Carbohydrates 
Complexes: LCCs

Peroxydase Oligomères de DHP

Microdomaines hydrophobes

OH

CH2OH

R1

O

R1

α

β

δ

Lignine

R2

R2

MQ

OH

CH2OH

R1

O

R1

α

β

δ

Lignine

R2

R2

MQ

OH

CH2OH

R1

O

R1

α

β

δ

Lignine

R2

R2

MQ

O

CH2OH

R1

O

R1

α

β

δ

Lignine

R2

R2

MQ

O

CH2OH

R1

O

R1

α

β

δ

Lignine

R2

R2

MQ

Addition des 
groupements OH 

et/ou COOH de xylane

 

Figure 19 : Représentation schématique de la réticulation des xylanes avec la lignine selon un 

mécanisme nucléophile via la méthylène quinone (MQ). 
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Réactivité de l’alcool coniférylique dans un milieu dense 

 

La paroi végétale est un milieu présentant des concentrations locales élevées. Afin 

d’examiner l’effet de la concentration élevée du milieu sur la réactivité de monomère de 

lignine et la structure finale de la lignine, nous avons polymérisé des fortes concentrations en 

alcool coniférylique (AC) (1, 5, 10 g/L) en présence de fortes concentrations en xylanes (1, 5, 

10g/L).  

Les DHPs synthétisés en absence de xylane précipitent hors de la solution au cours de la 

réaction et sont donc non-réactifs. Au contraire les DHPs synthétisés en présence de xylane 

forment des colloïdes stables. Ces associations entre les deux réseaux ont un impact sur la 

réactivité de l’AC en empêchant  la précipitation de DHP. Les oligomères pourraient alors 

continuer à réagir avec les DHPs provoquant une augmentation de la masse molaire du DHP 

associée aux xylanes. Nous avons vérifié cette hypothèse en déterminant les masses molaires 

des DHP ; elles sont systématiquement plus élevées dans le cas des synthèses réalisées en 

présence de xylane en accord avec la littérature[118].  

L’analyse de la structure de DHP par thioacidolyse met en évidence une augmentation 

de la quantité de liaisons non-condensées (les liaisons β-O-4) en présence de xylane. Les 

données rapportées dans la littérature montrent des conclusions contradictoires. Par exemple 

Higuchi et al.(1981) n’ont pas observé un effet des xylanes sur la structure de DHP[132]. De 

même dans le cas de pectines Terashima et al.(1995) ont montré que le taux de liaisons β-O-4 

augmente en présence de pectine[129,130], plus tard Cathala et al.(2001) ont démontré 

l’inverse[134]. Ceci peut être lié à la structure de polyosides utilisés mais également aux 

conditions physico-chimiques de polymérisation. 
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Dans le cas des synthèses réalisées avec des concentrations élevées en xylane/DHP, le 

taux de liaisons β-O-4 est similaire à celui mesuré dans le cas de lignines naturelles[3]. 

L’agrégation engendre un environnement apolaire favorisant la formation de liaisons β-O-4 

selon un mécanisme analogue à celui proposé dans le cas de la polymérisation réalisée dans 

des mélanges méthanol/eau[138] ou dans le 1,4-dioxane[139]. L’augmentation des liaisons β-O-

4 peut être également attribuée à la solubilité du monomère de lignine en présence de xylane, 

qui favoriserait le couplage entre monomère et oligomères provoquant la formation d’un 

polymère « end wise »[58]. 

En effet, la polymérisation de lignine est très sensible à la solvatation, à la polarité, et à 

d'autres paramètres physico-chimiques du milieu de réaction. La structure et l'organisation 

spatiale de lignine peuvent donc indirectement modulées par une modification de la quantité 

de polysaccharides/lignine dans n’importe quelle variation des systèmes de polymérisation. 

 

L’étude de la réactivité pourrait être poursuivie en examinant la polymérisation du 

monomère de lignine dans un milieu plus dense à savoir un composite de 

cellulose/polyosides[133,145]. Par ailleurs, compte tenu de l’implication de l’acide p-

coumarique (pCA) dans la formation de parois secondaires de graminées, l’étude de la 

polymérisation des monomères (G/S/pCA) en présence de xylane devrait permettre d’étudier 

l’effet de la nature de monomère de lignine sur la structure macromoléculaire de la lignine 

dans un milieu complexe. 
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Organisation supramoléculaire de complexes xylanes/lignines modèles  

 

Afin de relier la structure élémentaire des polyosides préexistant à la polymérisation de 

la lignine à la structure supramoléculaire des assemblages finaux, nous avons réalisé des 

polymérisations de monomère de lignine G et S en utilisant comme milieux modèles des 

solutions de polyosides (hétéroxylanes : HX) avec des structures différentes. Nous avons 

notamment focalisé notre étude sur une des caractéristiques des parois de graminées à savoir 

l’existence de l’acide férulique estérifié sur les résidus arabinose des HX.  Nous avons extrait 

deux types de HX différant seulement par la quantité d’acide férulique (HX-40; HX-90).  

Le suivi de réaction de polymérisation xylane/DHP par CES-DLMA  nous a permis d’étudier 

la cinétique de formation et la structure de ces assemblages. La morphologie des 

nanoparticules à la fin de la réaction a été observée en microscopie électronique à 

transmission (MET). La structure interne des différents complexes HX-DHP en fin de la 

réaction a été étudiée par diffusion de la lumière (DL) et des neutrons aux petits angles 

(DNPA) (Tableau 3).  

Plusieurs conclusions peuvent être tirées à partir de ces résultats: 

- Morphologie : La morphologie des nanoparticules observées en MET montre la 

formation de structures plus complexes dans le cas de HX-40. En effet, nous avons observé 

des agrégats interconnectés composés d'unités élémentaires sphériques. En revanche, dans le 

cas de HX-90, nous avons observé des objets isolés.  

 - Taille des nanoparticules : La taille des nanoparticules obtenues par les différentes 

techniques (MET, CES-DLMA et DL) à la  fin de la réaction sont sensiblement différentes. 

Ces différences ont été attribuées à la méthode de calcul choisie pour chaque technique mais 

également à la formation  de  microgels ou la présence de structures fortement branchées qui 

correspondent à une couronne d’arabinoxylane vers l’extérieur des agrégats 



Discussion générale 

 129

mixtes de HX-DHP. Ces structures pourraient induire des valeurs plus élevées de Rg. La 

formation des microgels est probablement favorisée dans le  cas de HX-40 puisqu'elles sont 

plus riches en acide férulique ce qui expliquerait les valeurs élevées de Rg (Tableau 3). 

 

Tableau 3 : Récapitulatif des différents paramètres structuraux déterminés par DL, MET et 

CES-DLMA pour les différents échantillons : HX90-DHP-G, HX90-DHP-GS,  HX40-DHP-

G et HX40-DHP-GS.  

 

  HX-40-DHP-G HX-40-DHP-GS HX-90-DHP-G HX-90-DHP-GS 
 Dn  (nm) a 24.6  18.4  30.8  32.0  

 Dw (nm) b
 55.2 25.7 39.4 71.0 

 
MET 

 
Pd 

c 
 

2.2 
 

1.4 
 

1.3 
 

2.2 
  

C (%) 
 

84.2 
 

45.5 
 

11.9 
 

19.3 
  

2/1
2S (nm) 

 
 

63 

 
 

52 

 
 

39 

 
 

47 
 

SEC 
 

Mw x 10-6 

(g/mol) 

 
 

14.3 

 
 

9.09 

 
 

13.3 

 
 

33.0 
  

ρ 
(mg/cm3)d 

 
 

95 

 
 

108 

 
 

374 

 
 

530 
  

Rg (nm) 
 

90± 3 
 

80± 3 
 

45 ± 3 
 

42 ± 2 
 
 

DL 

 
RH (nm) 

 
Mw x 10-6 

(g/mol) 

 
80 ± 3 

 
7.5 

 
113 ± 6 

 
7.4 

 
69 ± 2 

 
7.2 

 
123 ± 3 

 
15.4 

  
Mw/Rg3 

(mg/cm3) 

 
17 

 
24 

 
130 

 
340 

a 2RH = Dw,  b 2Rg = Dn ,  
c Pd = Dw/Dn et  d ρ = ( Mw /NA) /(

2/1
2S )3 

NA : nombre d’Avogadro 
 



Discussion générale 

 130

- Densité interne : La DL et CES-DLMA mettent en évidence que la différence de 

taille entre le HX-40 et HX-90 et par conséquent la densité des objets est liée au taux d’acide 

férulique,différence  structurale principale entre les deux xylanes, mais également à la nature 

du monomère de lignine (Tableau 3). Ces résultats démontrent clairement l'effet de la 

structure chimique du réseau préexistant de xylane sur  l'architecture et l’organisation 

supramoléculaire des complexes de  xylane/lignine.  

- Organisation interne : L’étude des complexes par la diffusion des neutrons aux petits 

angles (DNPA) a mis en évidence l’existence de zones riches en xylane et de zones riches en 

DHP. Les particules GS, dont la taille est proche de 500Å, sont plus grandes que le domaine 

riche en HX. La forte agrégation du monomère S avec les xylanes induit une densification de 

nanoparticules GS. Ceci peut être à l’origine de la diminution des interfaces entre le domaine 

de DHP-GS et le domaine de HX. En revanche, la taille de particules G est plus petite et de 

l’ordre de 100Å, en plus, même si les nodules DHP-G participent aux mêmes agrégats mixtes 

de HX-DHP, une séparation de phase a été observée entre le domaine de DHP-G et le 

domaine de HX. Ce phénomène de ségrégation a été observé dans le cas de pectines-DHP-

G[140]. Ces travaux soulignent donc un net effet du monomère S sur la structure et 

l’organisation supramoléculaire des nodules de lignine et par conséquent la structure du 

complexe xylane/lignine. 

Si ces travaux révèlent un effet marqué de la présence de l’acide férulique sur 

l’architecture supramoléculaire des complexes, les monomères de syringyles semblent 

également avoir un impact sur la densification de particules puisque les particules GS sont 

plus denses quel que soit le type de xylane. Ce résultat est soutenu par la forte agrégation 
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observée en CES-DLMA au début de la réaction en présence du monomère S; ceci a été 

confirmé par la DL (Tableau 3). Ce phénomène peut être interprété par un phénomène 

d’affinité ou une compétition entre le monomère G ou le monomère S avec les xylanes 

pendant la polymérisation. Le monomère S aurait plus d’affinité avec les xylanes que le 

monomère G. 

La structure chimique des biopolymères de départ a donc un impact sur  la taille et la 

morphologie des nanoparticules. Il serait intéressant de poursuivre ces études avec des 

systèmes plus concentrés à savoir les gels réticulés de xylane afin de se rapprocher encore des 

conditions  existant in vivo. De même la synthèse du monomère S deutéré permettrait de 

différencier le comportement de chaque monomère au sein d’un même agrégat DHP-GS : 

mélanges des monomères G et S ou existence d’une zone riche en S et/ou en G. de telles 

informations contribueraient à mieux appréhender l’organisation des lignines G par rapport 

aux GS notamment, et leurs interactions avec les polyosides.  

 

Pour conclure, l’ensemble de ces travaux souligne que l’étude de l’organisation 

supramoléculaire des assemblages lignine-polyosides à l’échelle nanométrique est 

indispensable dans la compréhension des interactions lignine-polyosides. La prise en compte 

de ce niveau d’organisation permettrait de mieux comprendre la formation des parois 

lignifiées et d’apprécier les mécanismes sous-tendant les propriétés des parois notamment leur 

aptitude au fractionnement. De plus, les informations sur les assemblages lignine-polyosides à 

cette échelle pourront ouvrir de nouvelles applications dans les domaines pharmaceutiques ou 

biotechnologiques. Ainsi par exemple, le cœur hydrophobe des nanoparticules lignine-

polyosides pourrait être utilisé  pour encapsuler des substances possédant des activités 

biologiques d’intérêt… 
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I. Diffusion statique de la lumière 

Une expérience de diffusion de rayonnement consiste à mesurer l’intensité diffusée I par 

un échantillon en fonction du vecteur de diffusion q (Figure 20). Le q-1 joue le rôle d’un 

grossissement d’un microscope. Ce vecteur de diffusion est relié à l’angle de diffusion (θ) et à 

la longueur d’onde λ par :  

q =        sin(      )       θ
2 λ

4π
(1)q =        sin(      )       θ

2 λ
4π

q =        sin(      )       θ
2 
θ
2 λ

4π
λ

4π
(1)
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Figure 20 : Principe de diffusion de rayonnement 

 

Dimensionnellement, q est homogène à l’inverse d’une longueur. C’est la longueur à 

laquelle il est fait référence lorsque l’on parle d’échelle d’observation. Considérons une 

expérience de diffusion par un système constitué de n particules en solution de N diffuseurs 

élémentaires  chacun. Appelons I0 l’intensité du rayonnement incident, I(q) (cm-1) l’intensité 

de la radiation diffusée. Les propriétés de la diffusion sont décrites par la fonction de 

diffusion: 

b1-b0v1

v0

2
V (              ) KT

M
C(      )

2

dC
C dπ(          )

-1
I(q) = (2)b1-b0v1

v0

2
V (              ) KT

M
C(      )

2

dC
C dπ(          )

-1
I(q) = (2)

 

Avec M= Nm1 (g/mol), v = Nv1 et b = Nb1, K2 =  (b1-b0v1/v0)/m1)2
 (cm2g-2) et C = nM/V (g/cm3) 
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π: pression osmotique. 

b1: longueur de diffusion du diffuseur élémentaire, soluté. 

b0: longueur de diffusion du solvant. 

v1: volume moléculaire du diffuseur élémentaire de soluté. 

v0: volume moléculaire de solvant. 

m1 : masse de diffuseur élémentaire. 

Pour une solution diluée les interactions intermoléculaires sont négligeables et on peut 

montrer que lorsque q tend vers 0, l’intensité I(q) correspond à: 

1
I = 

1
Iq→0

q2Rg
2

3
….             (3)(1 +                +         )1

I = 
1

Iq→0

1
Iq→0

q2Rg
2

3

q2Rg
2

3
….             (3)(1 +                +         )

 

En outre la diffusion de la lumière permet de déterminer la masse molaire et le second 

cœfficient du viriel. On peut en effet montrer que l’intensité I(q) dans la limite q→0 divisée 

par la concentration C est homogène à une masse apparente Mapp. 

Iq→0

CK2
= Mapp (4)

Iq→0

CK2
= Mapp (4)

 

K2 est un facteur de contraste (K2 = ((2n0/ λ0)(dn/dC))2, où n0 est l’indice de réfraction de 

solvant et dn/dC est l’incrément d’indice de réfraction de particules. L’équation (4) permet 

d’avoir accès à la masse molaire Mw (g/mol). En régime dilué Mw varie comme : 

 

 Mapp = Mw (1-2MA2C  +     )          (5) …Mapp = Mw (1-2MA2C  +     )          (5) …
 

 

L’équation (5), permet d’avoir accès au second cœfficient du viriel A2 (cm3/g) (interaction 

entre les macromolécules). 
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II. Diffusion quasi élastique ou dynamique de la lumière 
 

En diffusion quasi élastique de la lumière, nous mesurons la fonction d’auto-correlation 

de l’intensité diffusée par les particules en solution à différents angles par rapport au faisceau 

incident S(q,t). Pour une solution diluée de macromolécules avec qR <<1, où R est la taille de 

la macromolécules, on peut écrire : 

S(q, t) = e-Dtq 2
(5)S(q, t) = e-Dtq 2

e-Dtq 2
(5)(6)S(q, t) = e-Dtq 2
(5)S(q, t) = e-Dtq 2

e-Dtq 2
(5)(6)

 

Où S (q,t) est une fonction de relaxation des fluctuations de concentration dont la longueur 

d'onde q-1 et D le coefficient de diffusion de la particule. Ce coefficient est lié au rayon 

hydrodynamique RH par la relation de Stokes-Einstein :  

D =
6πηRH

kT
(6)D =

6πηRH

kT
D =

6πηRH

kT
(6)(7)D =

6πηRH

kT
(6)D =

6πηRH

kT
D =

6πηRH

kT
(6)(7)

 

Où T est la température et η est la viscosité du solvant. 

Une particule en solution a des interactions hydrodynamiques avec les molécules de 

solvant. Au cours de son déplacement, la particule entraîne avec elle tout ou partie du solvant 

contenu dans son volume. Son déplacement est équivalent à celui d’une sphère impénétrable 

de rayon RH (rayon hydrodynamique). 
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I. Spectromètres de DNPA 
 

Un faisceau de neutrons monochromatique est collimaté et envoyé sur l’échantillon. Les 

neutrons sont ensuite diffusés par l’échantillon dans plusieurs directions (Figure 21). 

 
Figure 21 : Schéma d’un appareil de diffusion de neutrons aux petits angles. 

 

Les neutrons sont ensuite mesurés par un détecteur en fonction de leur position au 

centre. Cette position donne l’angle de diffusion et de la valeur du vecteur de diffusion q tel 

que : 

q =        sin(      )       θ
2 λ

4π
(1)q =        sin(      )       θ

2 λ
4π

q =        sin(      )       θ
2 
θ
2 λ

4π
λ

4π
(1)

 

Les détecteurs sont soit un croisement de fils horizontaux et verticaux (détecteurs XY), 

soit des anneaux (détecteur centré). Ces détecteurs sont dans une atmosphère de BF3, gaz qui 

permet de capter les neutrons et de réémettre un gamma qui va créer une différence de 

potentiel entre les fils et donc être détecté ; pour des échantillons isotopes un regroupement 

est ensuite effectué pour sommer tous les neutrons comptés à une même distance du centre. 

On obtient donc une courbe d’intensité en fonction de q ; pour faire varier les valeurs de q 

deux choix sont possibles, varier la distance ou la longueur d’onde ; les longueurs d’onde sont 

comprises entre 4 et 25Å et les distance entre 1m et 7m généralement. Les valeurs extrêmes 

de q atteintes sont donc de l’ordre  de 1.10-3 à 0.5 Å-1. Pour couvrir une gamme importante de 

vecteurs d’onde, il est nécessaire de faire la mesure en plusieurs configurations, une en courte 
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distance et petite longueur d’onde pour les grandes valeurs de q, et une en longue distance et 

grande longueur d’onde pour les petits q. Nous avons effectué nos mesures sur le spectromètre 

PACE au CEA de Saclay dont la gamme de q est varie de 2.10-3 à 0.5 Å-1. 

 
II. Interaction neutron-matière 
 

La technique de diffusion de neutrons aux petits angles (DNPA) est une méthode, dite 

basse résolution, dédiée à l’étude de la forme et l’organisation de particules de tailles 

comprises entre 5 et 500 Å. Les systèmes étudiés sont par exemple des polymères, des amas, 

etc...L’expérience consiste à envoyer, sur l’échantillon, un faisceau faiblement divergent de 

neutrons monochromatiques et d’étudier l’intensité diffusée en fonction de l’angle de 

diffusion θ (Figure 22). 

θ

I(θ)

λ

I(θ)

q

θ

I(θ)

λ

I(θ)

q  

 
Figure 22: Principe de diffusion de neutrons aux petits angles 

 
 

Ici la description des neutrons, de leurs propriétés et leur usage sera limitée à 

l’expression générale de l’intensité, puis à  la description des formules analytiques permettant 

de décrire des formes géométriques simples, et enfin et surtout à des modèles théoriques plus 

élaborés, qui permettront de décrire plus fidèlement les spectres de diffusion des objets 

synthétisés[146-148].  Lors d’une expérience de diffusion de rayonnement ; l’échantillon étudié 

est placé sur le trajet d’une onde plane, monochromatique de longueur d’onde λ (Figure 23).. 
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Figure 23 : Principe de diffusion d’une onde de neutrons monochromatique. 

 

Lorsque cette onde interagit avec un atome de l’échantillon, elle est diffusée dans toutes 

les directions. L’onde diffusée est sphérique (Figure 23), on supposera une diffusion 

élastique, c’est à dire que les ondes incidentes et diffusées ont la même longueur d’onde. La 

probabilité qu’une particule soit diffusée est proportionnelle à l’aire σ d’une surface 

caractéristique entre l’atome et rayonnement considéré. Cette aire est la section efficace totale 

de diffusion: σ = 4πb2  avec b, la longueur de diffusion d’un atome isolé. 

Les ondes diffusées par plusieurs atomes interfèrent. Le résultat de ces interférences 

dépend des différences de phase des ondes diffusées. La section efficace différentielle de 

diffusion est obtenue lorsque l’échantillon reçoit un flux de neutrons Ф(λ) en cm-2S-1 et qu’il 

diffuse un nombre de neutrons I (q) en S-1 sur une surface S (surface du détecteur) située à une 

distance D (soit dans un angle solide ∆Ω= S/D2 formé par le détecteur vu depuis l’atome) 

(Figure 23). 

I(q) =
dΩ
dσ

Ф(λ) (8)∆ΩI(q) =
dΩ
dσ

Ф(λ)I(q) =
dΩ
dσ

Ф(λ) (8)∆Ω
 

Cette section efficace est divisée par le volume de l’échantillon et devient donc homogène à 

des cm-1 et peut s’écrire: 
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dΩ
dσ (9)∑ ∑

i

n

= i

n

j
b bj

ei r - rq i j(       )1
V dΩ

dσ
dΩ
dσ (9)∑ ∑

i

n

= i

n

j
b bj

ei r - rq i j(       )r - rq i j(       )1
V  

On peut finalement écrire : 

dΩ
dσ (10)∑ ∑

i

V

i

V

j
b bj

ei r - rq i j(       )
ρ2<     > ρ<    >2= (          - )b0

2 v 2b0+ ρ<    >2

dΩ
dσ
dΩ
dσ (10)∑ ∑

i

V

i

V

j
b bj

ei r - rq i j(       )
ρ2<     > ρ<    >2= (          - )b0

2 v 2b0+ ρ<    >2 (10)∑ ∑
i

V

i

V

j
b bj

ei r - rq i j(       )∑ ∑
i

V

i

V

j
b bj

ei r - rq i j(       )r - rq i j(       )
ρ2<     >ρ2ρ2<     > ρ<    >2= (          - )b0

2 vb0
2 v 2b0

2b0+ ρ<    >2ρ<    >2

 
 
Avec bi = b0ρ0 ; ρi = n/V (densité). 
 

L’intensité totale diffusée (eq 10) est la somme de deux termes : le premier terme est le 

terme de diffusion incohérente liée à l’écart moyen des longueurs de diffusion et le second est 

le terme de diffusion cohérente qui représente les corrélations spatiales collectives entre les 

objets diffusants. Le terme incohérent représente les dynamiques individuelles de chaque de 

centre diffuseur non corrélé avec un autre. Le terme incohérent est dû à des fluctuations de bi. 

       Tableau 4: Longueurs de diffusion de neutrons 

Isotope Spin b0 (10-12
 cm) 

1H 1/2 -0.373 

2H 1 0.667 

12C 0 0.665 

13C 1/2 0.62 

14N 1 0.94 

16O 0 0.580 
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III. L’intensité diffusée 

L’expression générale de l’intensité diffusée par des objets de forme quelconque en 

régime concentré dans un milieu continu fait intervenir un facteur de forme (qui décrit la taille 

et la géométrie des objets) et un facteur de structure qui décrit les corrélations entre objets 

dans le système. Donc l’expression de l’intensité diffusée peut être récrite sous la forme : 

=I(q) S(q)P(q) (12)Ф V 2b∆=I(q) S(q)P(q) (12)Ф V 2b∆ 2b∆ (11)=I(q) S(q)P(q) (12)Ф V 2b∆=I(q) S(q)P(q) (12)Ф V 2b∆ 2b∆ (11)
 

Avec Ф la fraction volumique en objets diffusants, ∆b2 le contraste entre les objets et le 

solvant, V le volume d’un objet, P(q) le facteur de forme et S(q) le facteur de structure de ces 

objets. 

Le facteur de forme est fonction de la forme d’un objet individuel. Le facteur de forme 

tend toujours vers 1 aux petits q. Si le système est en régime dilué et que les objets sont assez 

dispersés pour ne pas avoir d’interaction entre eux, alors le facteur de structure est lui aussi 

égal à 1 et la mesure de l’intensité aux petits q est directement en fonction des préfacteurs et 

permet d’atteindre une taille caractéristique, le rayon de giration, ainsi que la masse molaire 

via la densité pour les objets diffusants. Différents facteurs de forme typiques existent suivant 

le type d’objet considéré. Nous donnons ici un exemple d’une sphère, plus de détails peuvent 

être trouvés dans la littérature[146]. Le facteur de forme d’une sphère de rayon R s’écrire : 

(13)

2

P(q) = 
(sin(qR) – qRcos(qR))

(qR)3
3 (13)

2

P(q) = 
(sin(qR) – qRcos(qR))

(qR)3

(sin(qR) – qRcos(qR))
(qR)3

3 (12)(13)

2

P(q) = 
(sin(qR) – qRcos(qR))

(qR)3
3 (13)

2

P(q) = 
(sin(qR) – qRcos(qR))

(qR)3

(sin(qR) – qRcos(qR))
(qR)3

3 (12)
 

Si qR<<1, alors un développement limité donne : 

2 
(14)

2
P(q) = 

(qR)
1 -

3
( Rg = 3/5R   )22 

(14)
2

P(q) = 
(qR)

1 -
3

( Rg = 3/5R   )2
(13)

2 
(14)

2
P(q) = 

(qR)
1 -

3
( Rg = 3/5R   )22 

(14)
2

P(q) = 
(qR)

1 -
3

( Rg = 3/5R   )2
(13)
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On se trouve alors dans le domaine de Guinier qui permet de mesurer le rayon de giration 

d’un objet. De même si qR>>1, sinqR ≈ cosqR ≈ ½ et alors on obtient : 

(15)
3

P(q) ≈ 9/2 (qR) (15)
3

P(q) ≈ 9/2 (qR) (14)(15)
3

P(q) ≈ 9/2 (qR) (15)
3

P(q) ≈ 9/2 (qR) (14)
 

 
On parle alors de régime de Porod et on observe une diffusion en q-4 typique des interfaces. 

Cette expression permet de mesurer une surface spécifique pour l’objet. 

 

III.1. Le rayon de giration et le domaine de Guinier 

En milieu suffisamment dilué, le facteur de structure est égal à 1, et l’intensité est 

proportionnelle au facteur de forme des objets qui contient l’information concernant les 

corrélations entre les positions des diffuseurs élémentaires d’un même objet dominant la 

diffusion du système. 

N N
1

2
N

P(q) = (15)∑ ∑
i j

ei r q i j‹ ›
N N

1
2

N
P(q) = (15)∑ ∑

i j
ei r q i j‹ ›1

2
N

1
2

N
2

N
P(q) = (15)∑ ∑

i j
ei r q i j‹ ›P(q) = (15)∑ ∑

i j
ei r q i jei r q i jr q i ji j‹ ›

 

Le facteur de forme dépend donc du type d’objet. Cependant, aux très petits angles q→0, un 

développement général de l’équation de diffusion générale, pour qRg << 1 donne: 

(16)
3

PGuinier ≈

2
- Rg  

2
q

(16)
3

PGuinier ≈

2
- Rg  

2
q

2
- Rg  

2
q

 

Cette limite aux très petits angles s’appelle limite de Guinier, et elle est très utilisée pour 

déterminer des tailles caractéristiques d’objets isolés. Il est plus commode d’exprimer le 

rayon de giration en fonction des distances au centre de gravité, pris pour origine: 

1 2

N
Rg = (17)

N
∑
i

ir ‹ ›2 = 
2
i

r 1 2

N
Rg = (17)

N
∑
i

N
∑
i

ir ‹ ›2 = 
2
i

r 2
i

r 
 

Cette formule peut être reliée au rayon d’une sphère (pleine) de rayon R (cas souvent 

rencontré dans notre étude) par:  
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(18)Rg = 3/5R
2 2

(18)Rg = 3/5R
2 2

Rg = 3/5R
2 2

 

 

III.2. Aire spécifique de l’interface et domaine de Porod 

Certains objets sont caractérisés par l’interface entre deux milieux homogènes de 

longueurs de diffusion différentes. C’est le cas d’objets denses, homogènes et de grande taille 

par rapport à l’échelle d’observation. On s’intéresse au domaine des valeurs de q 

suffisamment grandes, où l’on observera des distances petites. A ces échelles, on peut montrer 

que la dépendance du signal est en 1/q4. La section efficace (eq 9) par unité de volume est 

alors donnée par la loi de Porod: 

4dΩ
dσ1

V
(q) = 

2π

q

2b∆ Sv (18)
4dΩ

dσ1
V

(q) = 
2π

q

2b∆ Sv4dΩ
dσ
dΩ
dσ1

V
(q) = 

2π

q

2b∆ 2b∆ Sv (18)(19)
4dΩ

dσ1
V

(q) = 
2π

q

2b∆ Sv (18)
4dΩ

dσ1
V

(q) = 
2π

q

2b∆ Sv4dΩ
dσ
dΩ
dσ1

V
(q) = 

2π

q

2b∆ 2b∆ Sv (18)(19)

 

Où Sv, est l’aire spécifique (ou aire par unité de volume) des interfaces entre les deux milieux. 

On peut avoir ainsi les informations sur la nature de la surface ou bien son rayon de courbure. 

Dans le cas d’une sphère dure par exemple, on a: 

2
4π R   n

V
Sv = (19)

2
4π R   n

V
Sv = 

4π R   n
V

Sv = (19)20)
2

4π R   n
V

Sv = (19)
2

4π R   n
V

Sv = 
4π R   n

V
Sv = (19)20)

 

Avec 4πR2 l’aire d’une particule, V le volume d’échantillon contenant n particules. 

Dans ce cas, la taille de l’objet diffuseur peut être reliée à la période des oscillations qui 

apparaissent bien mieux en représentation de Porod c’est à dire q4. Nous utiliserons 

fréquemment, les présentations de « Porod » et de « Guinier », (Chapitre n°4) qui font 

apparaître avec un traitement de signal simple, certaines dimensions caractéristiques des 

colloïdes. 
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Preparation of Arabinoxylan and its Sorption on

Bacterial Cellulose During Cultivation

Heiko Winter,1 Abdellatif Barakat,2 Bernard Cathala,2 Bodo Saake*1

Summary: The sorption of arabinoxylan (AX) on bacterial cellulose was investigated

by adding AX to the culture medium of Gluconacetobacter xylinus. The starting AX

material was produced by alkaline extraction of oat spelts. To investigate the impact

of varying AX quality, the residual lignin was reduced by ClO2 bleaching. Furthermore,

bleached and unbleached xylans were subjected to xylanase hydrolysis in order to

produce fractions of varying molar mass. Of all samples only the water soluble

fractions were used for sorption experiments. A reduced molar mass resulted in a

lower sorption of AX to the cellulose, while the lignin content increased the sorption

of AX on bacterial cellulose. The sorption of AX resulted in a reduction of bacterial

cellulose crystallinity and cellulose Ia content. In combined treatments of AX with

xyloglucan and b-glucan no synergistic effect of those polysaccharides on the AX

sorption was found.

Keywords: arabinoxylan; bacterial cellulose; b-glucan; cellulose Ia/Ib; crystallinity; molar

mass; sorption; xyloglucan

Introduction

Bacterial cellulose (BC) is often used as a

model system to elucidate influencing

factors on the formation of cellulose.[1,2]

The lack of lignin, hemicelluloses, pectin

and extractives is a major advantage of

bacterial cellulose for these purposes. In

contrast to that cellulose in lignified plant

cell walls is always contaminated by other

components and modified by isolation

procedures. BC formation is subdivided

into several steps. Glucan chains are

enzymatically synthesized from activated

D-glucose at linear terminal complexes

located in the bacterial plasma membrane.

The chains extruded into the extracellular

phase are immediately assembled into one

elementary fibril per terminal complex. As

a next step several elementary fibrils are

combined to microfibrils, then associating

to form bundles which subsequently con-

figure the final bacterial cellulose rib-

bons.[3–7] Except for the biosynthesis of

single chains, all further steps occur by self-

assembly forming highly crystalline struc-

tures by intra- and intermolecular hydrogen

bonds. Up to 30 min after extrusion, weak

alkali suffices to transform the native

cellulose I into technical cellulose II, while

later on only strong alkali has this effect.[8]

This behavior indicates that crystallite

stabilization is not finished at the time of

extrusion but can be influenced for a short-

term period. The presence of water soluble

polysaccharides in the culture medium can

affect the structure and formation of BC as

well. If these polysaccharides bind to

cellulose, they can interfere with the assem-

bly of microfibrils and bundles. Carboxy-

methlycellulose[4,9,10], glucomannan[6,9,11],

xyloglucan (XG)[9,10,12], pectin[6] and
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xylan[6,9] influence nascent BC in different

manner and extent. In general the sorption

results in less ordered bacterial cellulose

proven via electron microscopy, X-ray

diffraction, FTIR- and solid-state NMR

spectroscopy. Besides crystallinity, the ratio

of cellulose Ia and cellulose Ib can be

affected. The cellulose Ia content of BC is

reduced when cultivation is accomplished

in the presence of some polysacchar-

ides.[6,13,14] Accordingly, some of the cellu-

lose from BC/polysaccharide composites is

more akin to plant cellulose concerning

their crystalline characteristics.[9] Based on

various model systems, the role of struc-

tural hemicelluloses in plant cell walls is

redefined. Hemicelluloses are not only a

link between cellulose and lignin but also a

major factor for the formation of cellulose

structure. In view of that, it can be expected

that they influence the formation of lignin

structures as well.[15,16] In the present study

several arabinoxylan (AX) fractions vary-

ing in molar mass and lignin content were

produced and added to the culture medium

of Gluconacetobacter xylinus. The sorption

effect of these AX fractions on the cellulose

and their effect on the BC structure were

investigated. A focal point was the impor-

tance of AX molar mass for these experi-

ments. Since xylans from lignocellulosics

plants are not available in a pure form, the

effect of lignin as a major impurity was

investigated as well in this study. For testing

synergistic effects on sorption rates AXwas

also added in combination with xyloglucan

or b-D-glucan to the cultivation medium. b-

glucan consists of cellotriosy and cello-

tetrasyl units which are bound by b-(1,3)

linkages. Xyloglucan is made up of a b-

(1,4)-glucan backbone which is highly

substituted with a-D-xylose. Some of the

xylose units are further linked to b-D-

galactose.[17]

Experimental

Xyloglucan (XG),b-Glucan (b-Gl) and

Arabinoxylan (AX)

XG from tamarind seeds (Megazyme, LOT

00401) and b-Gl from oat (medium viscos-

ity, Megazyme, LOT 60501) were purchased

from Megazyme. AX samples were pro-

duced by a successive extraction and

fractionation procedure (Figure 1). The

starting material (AXraw) was extracted

from oat spelts with 5% (w/v) NaOH at

90 8C.[18] AXraw was further purified by

washing with methanol/water (60/40, v/v),

methanol and ether. A part of the purified

sample (AXMeOH) was bleached with 3%

ClO2 at 70 8C and 25% consistency for 3 h

(AXClO2). AXMeOH and AXClO2 were

both dissolved in water (concentration: 5%,

w/v; 100 8C for 20 min, shaken over night at

20 8C) and centrifuged (20 min, 3500 rpm) to

remove the insoluble fractions. The super-

natants were freeze dried (Alpha 2-4 LSC,

Christ), yielding the water soluble fractions

AX1 (from AXMeOH) and AX2 (from

AXClO2).

AX1 and AX2 were fragmented by

xylanase(78nkat/g,EcopulpTX-200C,Röhm

Enzyme) at a concentration of 0.4% in

ammonium acetate buffer (0.1 M, pH 6) at

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–84 75

Figure 1.

Diagram of the extraction and fractionation steps of the oat spelt arabinoxylan also illustrating the

abbreviations used for the different arabinoxylan fractions.
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55 8C for 30 min (fraction F1) and 60 min

(fraction F2). After enzyme denaturation

(100 8C) and centrifugation (4400 rpm,

60min) the supernatant was lyophilized.

Cultivation of Bacterial Cellulose (BC)

BC was produced by Gluconacetobacter

xylinus (DSM 2004, ATCC 23768) in a

static medium (pH 5, 28 8C) for 10–12 days

in flat poly-carbonate boxes (26/15.3/

4.5 cm).[19,20] The culture medium con-

tained 5 g/l of tryptone, 5 g/l yeast extract,

5 g/l Na2HPO4, 1.15 g/l citric acid, 0.1 g/l

cycloheximide, 20 g/l glucose and 1g/l

hemicellulose except for the reference.

Inoculating was performed with 1% bac-

teria from a pre-culture. As a pretreatment

for the carbohydrate analysis residues from

the culture mediumwere removed fromBC

mats by a washing procedure (distilled

H2O, 60 8C). Subsequently the samples

were freeze dried. For FTIR analysis an

additional intense purification was

applied.[6] A part of each mat was treated

with 0.25 M NaOH (100 8C, 6 h) followed

by washing and incubation with 2.5 M HCl

(100 8C, 4 h). Finally the samples were

washed (distilled H2O) and freeze dried

after solvent exchange with ethanol and

tert-butanol.

Monosaccharide Analysis

Individual AX fractions were hydrolyzed in

a 1-step procedure applying 1% of sulphu-

ric acid for 40 min at 120 8C. Monosacchar-

ides were determined according to Puls

et al. on MCI Gel CA08F in the borate

form.[21,22] BC mats were ground in a ball

mill (MM 2000, Retsch) and subjected to a

2-step hydrolysis: pre-hydrolysis: 72%

H2SO4, 1 h, 20 8C; post-hydrolysis: 9.8%

H2SO4, 2 h, 100 8C. Hydrolysates were

analyzed by anionic exchange chromato-

graphy with pulsed amperometric detection

(AEC-PAD) on CarboPac PA1 columns

(analytical 4� 250 mm and guard column

4� 50 mm, Dionex).

1H NMR Spectroscopy

30 mg arabinoxylan were dissolved in D2O,

freeze dried and re-dissolved in 1%NaOD.

Acquisitions were performed at 80 8C on a

Mercury spectrometer (400 MHz, Varian,

CA) using a 5 mm probe, a pulse angle of

458 and a relaxation delay of 12 sec. Signal

analysis was carried out according to Tele-

man and co-workers.[23]

Size Exclusion Chromatography (SEC)

Separation was performed on GRAM

columns (10 m; 30, 1000, 3000 Å, each

8� 300 mm; Polymer Standard Service)

using DMSO:H2O (9:1) with addition of

0.05MLiBr as eluent at 60 8Cwith flow rate

of 0.4 ml min�1.[24] Molar masses were

determined from a viscosimetric (H502B,

Viscotek) and refractive index detector

(RI-71, Shodex) using a universal calibra-

tion with pullulan standards.[25]

Nitrogen Determination

The determination of nitrogen in bacterial

cellulose was carried out with an N-Protein

NA2000 unit (Fisons Instruments). Sam-

ples were weighed on a microbalance

(M2P, Sartorius) and the system was

calibrated with atropine (C17H23NO3).

FTIR Spectroscopy

FTIR spectra were recorded on a Vector 33

spectrometer (Bruker) employing the KBr

technique. 2–3 mg carefully defibrated

freeze dried BC were blended with 350

mg pre-ground KBr without exerting pres-

sure to prevent changes of crystalline

properties. Baselines were corrected manu-

ally at 4000, 3800, 1895, 850 and 400 cm�1

(the last only at half intensity). The highest

peak in the range from 2000 to 800 cm�1

was scaled to 1. Base lines, absorption

intensities (A) and crystallinity indices

were determined applying the methods of

O’Conner et al.[26] (A1429 cm�1/A897 cm�1),

Nelson et al.[27] (A1372 cm�1/A2900 cm�1) and

Hulleman et al.[28] (A1280 cm�1/A1200 cm�1). For

the lastmethod the spectrawere additionally

deconvoluted (half bandwith¼ 20 cm�1,

peak-widthnarrowingfactor¼ 1.5).[28]Cellu-

lose Ia and Ib ratios were determined

according to the method of Yamamoto

et al. using A750 cm�1 (Aa) for cellulose Ia
and A710 cm�1 (Ab) for cellulose Ib.

[13] The

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–8476
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Ia content was calculated according to the

equation suggested by Yamamoto:

Ia¼ [2,55�Aa/(AaþAb)]� 0,32. The stan-

dard deviation (s) for most of the FTIR

methods was determined by repeated

measurements on the starting BC material:

crystallinity index O’Conner: �1.1%, crys-

tallinity index Nelson: �3.3%, cellulose Ia/

Ib ratio: �1.0%.

Results and Discussion

Preparation and Characterization of Water

Soluble Arabinoxylans

Arabinoxylan obtained from alkaline

extraction of oat spelts (AXraw) was

subjected to various purification and frag-

mentation treatments in order to produce

samples of varying lignin content and molar

mass. The carbohydrate composition was

determined after a mild 1-step hydrolysis.

The resulting hydrolysis residue is consid-

ered as a measure for lignin content

analogous to the Klason procedure.[29] This

procedure is based on a complete acid

hydrolysis of the polysaccharides and a

gravimetrical determination of the insolu-

ble lignin condensation products. Addition-

ally the kappa number of samples was

determined.[30] In this method the residual

lignin in AX is oxidized and the required

amount of KMnO4 is measured as a more

sensitive procedure for lignin determina-

tion. A purification of AXraw was per-

formed by a successive washing in order to

remove lignin impurities and low molar

mass components. Both, the hydrolysis

residue and the kappa number indicated

a reduced lignin content of the resulting

fraction (AXMeOH) while the carbohy-

drate composition of the material changed

only slightly (Table 1). A part of the sample

was subjected to a bleaching stage with

ClO2 (AXClO2) leading to a further reduc-

tion of the lignin content corresponding to a

Kappa number of 13.3 and a hydrolysis

residue of 4.7%. The bleaching resulted as

well in a change of the carbohydrate

composition, respectively a lower arabinose

and higher xylose content.

From both samples, AXMeOH and

AXClO2 the water soluble fractions were

isolated by dissolution, centrifugation and

lyophilization (Figure 1). The resulting

fractions were obtained in yields of 33%

(AX1) and 26% (AX2). Both samples had a

significantly higher arabinose content com-

pared to the previous fractions (Table 1),

indicating an enrichment of polysacchar-

ides with high arabinose substitution. It had

been previously reported that substituents

in AX improved water solubility and

impeded aggregation.[17]

The amount of 4-O-methylglucuronic

acid substituents (4-O-MeGlucA) was

determined by 1H-NMR. The ClO2 bleach-

ing had no significant effect on 4-O-

MeGlucA, while higher amounts were

found in the water soluble fractions AX1

and AX2. This indicated again that water

soluble fractions exhibited a higher branch-

ing (Table 2). The amount of arabinose

linked to the xylan backbone was deter-

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–84 77

Table 1.
Carbohydrate composition, hydrolysis residue and kappa number of arabinoxylan fractions.

Samplea) Lignin content Carbohydrate compositionb)

Kappa-no. Hydrolysis residue Arabinose Galactose Glucose Xylose

% abs. % rel. % rel. % rel. % rel.

AXraw 48.9 10.7 13.3 3.5 1.0 82.0
AXMeOH 42.0 7.6 12.1 1.9 2.4 83.4
AXClO2 13.3 4.7 8.6 2.0 2.7 86.6
AX1 –— 5.4 18.0 5.4 2.8 73.6
AX2 –— 4.9 16.1 7.7 5.1 71.1

a) see Figure 1 for abbreviations
b) determination after 1-step hydrolysis and borate anion exchange chromatography
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mined by 1H-NMR as well. These values

were lower compared to the arabinose

determined by hydrolysis and chromato-

graphy. Accordingly a part of the total

arabinose was not incorporated into the

arabinoxylan, an indication for significant

impurities most likely due to arabinoga-

lactan (Table 2). A detailed comparison of

arabinose mol-% from NMR and hydro-

lysis gave further insight into the fractiona-

tion procedure. The ClO2 bleaching

reduced the arabinose content in AX by

17% while the total arabinose content was

reduced bymore than 30%. Therefore most

of the degradation occurred in the postu-

lated arabinogalactan impurity. The water

soluble fractions AX1 and AX2 on the

other hand show a higher increase of

arabinose in the hydrolysis results. Accord-

ingly, it can be still stated that the water

soluble arabinoxylan fraction has a higher

proportion of arabinose substituents.

Nevertheless, the higher results for arabi-

nose determined by hydrolysis indicate an

enrichment of the proposed arabinogalac-

tan impurity in the water soluble fractions.

Xylanase Degradation of Water

Soluble Arabinoxylans

Various approaches have been attempted

in order to produce arabinoxylans of vary-

ingmolar mass. An ultrafiltration treatment

failed due to a clogging of membranes in

the first pre-filtration steps. A fractionated

precipitation resulted into fraction with

varying molar masses from 19,000 to 24,000

g/mol (Mp in peak maximum). Never-

theless, the chemical characterization

revealed that the major differences existed

in the substitution pattern of the various

fractions obtained.[31] Finally an enzymatic

degradation of the water soluble fractions

AX1 and AX2 with xylanase was per-

formed. The resulting size exclusion chro-

matography (SEC) elution profiles were

somehow broad but showed a clear shift to

lower elution volume (Figure 2). For the

starting materials AX1 and AX2 it became

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–8478

Table 2.
4-O-methylglucuronic acid and arabinose substitu-
ents on the xylan backbone compared to the total
arabinose content of the samples.

Samplea) 4-O-MeGlucAb) Arabinoseb) Arabinosec)

based on xylan backbone total sample

mol-% mol-% mol-%

AXMeOH 2.3 8.7 14.6
AXClO2 2.4 7.2 10.0
AX1 5.3 12.8 24.5
AX2 8.2 11.4 22.7

a) see Figure 1 for abbreviations
b) determined by 1H-NMR
c) determined by 1-step hydrolysis and borate anion

exchange chromatography

Figure 2.

SEC elution profiles of the water soluble fractions of unbleached (AX1) and bleached (AX2) arabinoxylan before

and after xylanase hydrolysis (F1 30 min; F2 60 min).
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apparent that AX1 had a more pronounced

high molar mass shoulder in the range from

18 to 20 ml. This material could not be

degraded by the xylanase, indicating a

different chemical structure. It could be

assumed that this fraction represented the

impurity postulated from the carbohydrate

analysis data. This impurity was less

pronounced in the fraction AX2 supporting

the previous conclusion that the impurity

was preferably degraded during the ClO2

bleaching. Due to the broad molar mass

distribution, the degradation intensity was

best characterized by the change of molar

mass in the peak maximum (Mp). For the

unbleached sample AX1, the Mp was

reduced from 20,970 g/mol to 10,610 g/

mol for AX1 F1 and to 6,690 g/mol for AX1

F2.

For the bleached AX2 sample the

corresponding Mp values were 22,650 g/

mol for AX2, 17,050 g/mol for AX2 F1 and

8,390 g/mol for AX2 F2. It was somewhat

surprising that Mp values were slightly

higher for the fractions produced from the

bleached sample. This might be at least

partly due to the different yields in the

generation of the water soluble fractions.

As an outcome of this fractionation and

degradation scheme six water soluble AX

samples with varying lignin content and

molar masses were obtained. The carbohy-

drate composition of these samples was

determined by a 2-step hydrolysis which

was more intense compared to the protocol

applied previously. This procedure was

chosen since a carbohydrate essay was

needed for sorption experiments which

could degrade not only AX but also

bacterial cellulose (BC), xyloglucan (XG)

and b-Glucan (b-Gl). This could only be

achieved with a procedure using concen-

trated acid (72% H2SO4) in the first step

(Table 3).

Applying the 2-step hydrolysis proce-

dure to AX1 and AX2 a slightly lower

arabinose content and a higher proportion

of galactose, glucose and xylose was

determined compared to the 1-step hydro-

lysis (Table 1). Within each fractionation

series (AX1!AX1 F1!AX1 F2 and

AX2!AX2 F1!AX2 F2) no significant

differences in the carbohydrate composi-

tion were found. Therefore it could be

stated that within each series the samples

only varied with regard to their molar mass

and not regarding their substitution pattern

or the level of impurities. The XG sample

consisted not only of xylose and glucose but

also of galactose and arabinose. This

complicated the calculation of sorption

rates for mixed experiments with AX and

XG. For the b-Gl only glucose could be

detected.

Sorption of Arabinoxylan on Cellulose

During the Cultivation of

Gluconacetobacter Xylinus

The various AX fractions were added to the

culture medium of Gluconacetobacter xyli-

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–84 79

Table 3.
Carbohydrate composition of water soluble arabinoxylan fractions, xyloglucan, and b-glucan as determined by a
2-step hydrolysis procedure and AEC-PAD chromatography.

Samplea) Xylanase hydrolysis Carbohydrate composition

min Arabinose Galactose Glucose Xylose

% rel. % rel. % rel. % rel.

AX1 –— 15.5 6.1 3.7 74.8
AX1 F1 30 16.3 6.3 3.6 73.9
AX1 F2 60 16.1 7.5 4.8 71.6
AX2 –— 14.5 7.7 5.5 72.5
AX2 F1 30 15.2 8.2 5.9 70.8
AX2 F2 60 15.9 7.2 4.9 72.1
XG –— 1.6 16.8 50.8 30.8
b-Gl –— –— –— 100.0 –—

a) see Figure 1 for abbreviations
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nus in order to investigate the sorption of

polysaccharides to the BC. Besides the AX

fractions XG and b-Gl were included into

this study. To determine the sorption of

polysaccharides, only a gentle washing of

the BC mats was performed in order to

remove the constituents of the culture

medium. Afterwards the material was

freeze dried and hydrolyzed followed by

carbohydrate analysis. A direct extraction

of hemicelluloses from the BCmats was not

pursued because even with alkali a com-

plete recovery of hemicelluloses can not be

achieved.[11] However, with the procedure

applied in this study only hydrolysis yields

in the magnitude of 40–50% could be

achieved. The nitrogen contents of samples

indicated that likewise 40–50% of proteins

were contained in the samples. This

indicates that the gentle washing procedure

could remove the low molar mass compo-

nents of the culture medium but not

bacterial residues which are the source of

the protein contamination. The combined

yield of hydrolysis and proteins amounted

to �90% for all samples indicating a

complete hydrolysis of the polysaccharides.

The normalized carbohydrate data showed

99.9 % of glucose for the BC reference

which confirmed that no carbohydrate

impurities originated from the bacteria

which would interfere with the determina-

tion of AX or XG (Tabel 4). For all

experiments performed with AX samples

especially an increased amount of xylose,

arabinose and galactose was found. XG

resulted in an increase of xylose and

galactose (Table 4). The polysaccharide

sorption rates were now calculated from the

normalized carbohydrate data under con-

sideration of the composition determined

for the various starting materials.

In order to calculate the sorption of AX1

and AX2 fractions onto BC, the xylose

percentage from Table 4 and the arabinose/

xylose ratio from the 1H-NMR measure-

ments (Table 2) were used. This procedure

enabled a good estimation of the AX

sorption without interference from the

impurities. The situation became more

complicated for the combined treatments

with the two other polysaccharides. The b-

Gl consisted only of glucose and could not

be differentiated from the cellulose. There-

fore AX sorption could only be calculated

based on the total glucan (BC plus b-Gl)

and not solely on its BC component. For the

XG even more assumptions had to be made

in order to calculate an estimate of the AX

sorption. For all experiments incorporating

AX fractions and BC, the galactose values

were rather stable between 0.7 and 1.0%.

As discussed before the galactose in AX

fractions must result from impurities, most

likely an arabinogalactan component. All

BC mats cultivated in the presence of XG

had a higher galactose content of 2.2 to

2.3% due to the galactose within the XG

polymer. It was assumed that for combined

treatments 0.7% galactose was due to the

AX fraction and the remaining galactose

due the XG fraction. Subsequently a

sorption rate of XG was calculated from

the galactose/xylose ratio in Table 3.

Considering that the lowest galactose value

for impurities from BC/AX experiments

was applied, the calculated XG sorption

should represent a rather high level. The

remaining xylose percentage was used now

for the calculation of AX sorption and

should represent a minimum value which

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–8480

Table 4.
Normalized carbohydrate composition of bacterial
cellulose (BC) mats produced in the presence of
various polysaccharide fractions.

Samplea) Carbohydrate composition

Arabinose Galactose Glucose Xylose

% rel. % rel. % rel. % rel.

BC 0.0 0.1 99.9 0.0

BC/AX1 2.1 0.9 83.2 13.8
BC/AX2 2.4 0.9 85.4 11.3
BC/AX1 F1 1.1 0.7 91.1 7.1
BC/AX1 F2 1.1 0.9 91.8 6.2
BC/AX2 F1 1.1 1.1 90.7 7.2
BC/AX2 F2 0.7 1.0 92.7 5.6
BC/XG 0.0 2.3 94.5 3.2
BC/XG/AX1 2.0 2.3 82.4 13.3
BC/XG/AX2 1.7 2.2 84.0 12.1
BC/b-Gl 0.0 0.1 99.9 0.0
BC/b-Gl/AX1 1.5 0.9 86.0 11.5
BC/b-Gl/AX2 1.1 0.9 86.9 11.1

a) see Figure 1 for abbreviations
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might be exceeded by the real sorption

level.

From the experiments with the various

AX fractions it became apparent that the

unbleached AX1 sample had a higher

sorption rate compared to the bleached

AX2 (Figure 3). It could be possible that

the higher lignin content favored the

aggregation of AX and consequently the

retention of larger particles within the BC

mat. An increased sorption of xylan

aggregates to cellulose was reported pre-

viously.[32] Further, it became evident that

enzymatic degraded fractions F1 and F2

were always adsorbed to a far lower content

by comparison to the starting materials

AX1 and AX2. Apparently high molar

masses were beneficial for the sorption of

AX onto BC. For the combined treatments

with b-Gl a lower sorption rate of AX1 and

AX2 occurred. As discussed before this

value could not be related exclusively to the

BC component of the fiber mat. Never-

theless, it is at least unlikely that a strong

synergistic effect existed between b-Gl und

AX fractions.

The sorption rate determined for XG

without AX fractions was about 10% and

rather low compared to literature data of

35% and 47%.[10,11] These differences

might result from variations in solubility,

molar mass or substitution. For combined

treatments with XG and AX the estimated

sorption rates were lower compared to the

single experiments. Considering the

assumptions made, these calculations can

not be used as proof for a reduction of AX

sorption by XG. Nevertheless, it is on the

other hand unlikely that a positive syner-

gistic effect existed between AX fractions

and the XG polymer

Effect of Polysaccharide Sorption on the

Structure of Cellulose

The changes of cellulose structure resulting

from polysaccharides in the cultivation

medium were investigated by FTIR spec-

troscopy. This method could not provide

absolute information but a qualitative

comparison between the various samples.

For these investigations it was crucial to

further purify the cellulose mats in order to

remove all impurities from the bacteria. A

purification procedure from Tokoh was

applied, which enables the determination of

cellulose Ia and Ib ratios.[6,7] The crystal-

linity index was determined as well. How-

ever, the applied purification using HCl

treatments at 100 8C resulted in a hydrolysis

of amorphous cellulose regions. From

viscosimetric determinations in cupriethy-

lenediamine the degree of polymerisation

was calculated for the various samples. The

results varied between 400 and 500 indicat-

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–84 81

Figure 3.

Polysaccharide sorption rates onto BC. For experiments with AX fractions an accurate calculation was

performed, while data for combined treatments with b-Glucan (b-Gl) and xyloglucan (XG) estimate a minimum

level of the sorption rate.
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ing a severe hydrolysis of cellulose

chains.[31] Therefore the information on

crystallinity should be considered with

caution. In future studies a milder purifica-

tion with sodium dodecyl sulfate solutions

should be applied in order to avoid

hydrolytic degradation.[33]

The evaluation of crystallinity was

performed by various methods which all

indicated a reduction of BC crystallinity as

a result of AX sorption (Figure 4). This

reduction was more pronounced for the

data obtained by the methods of Nelson

and O’Conner compared to the procedure

of Hulleman.[26–28] In experiments applying

XG or b-Gl a reduction of crystallinity

occurred as well. However, at least for the

determination method according to Nelson

and O’Conner this reduction was less

pronounced than for experiments with

AX fractions. The bleached AX2 sample

had always a higher effect compared to the

unbleached AX1 sample. This was some-

how surprising, since AX1 showed the

higher sorption rates. It has already been

discussed that the higher sorption of AX1

might result from a more intense aggrega-

tion caused by the higher lignin content. It

could be postulated that AX2 was better

integrated into cellulose microfibrils and

bundles, exhibiting a larger effect on

crystallinity, even at lower sorption rates.

The effect of the lowermolar mass fractions

F1 and F2 on the crystallinity of BC was not

conclusive, since results from the various

determination methods were somehow

contradicting (data not shown).

The ratio of cellulose Ia was significantly

reduced for BC cultivated in the presence

of the AX of high molar mass (Figure 5).

Again it can not be excluded that the

intense purification procedure might effect

the magnitude of the values determined

here. Various authors have stated that

Cellulose Ia was easier degraded compared

to cellulose Ib by both, enzymatic and acid

hydrolysis procedures.[34,35] However, con-

sidering that within this study all samples

have been submitted to the same experi-

mental procedures a comparrsion between

the various samples should be legitimate. In

accordance with the crystallinity index, the

effect of the unbleached AX1 was slightly

lower compared to the bleached AX2

sample. This might again support the

assumption that lower lignin contents

favored the integration of polysaccharides

within the cellulose microfibrils and bun-

dles. Again the results on fractions with

reduced molar mass were not univocal.

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–8482

Figure 4.

Crystallinity index of cellulose from various BC/polysaccharide mats as determined by FTIR spectroscopy

according to the methods of O’Conner (A1429/A897), Nelson (A1372/A2900), and Hulleman (A1280/A1200).
[26–28]

(see Figure 1 for abbreviations).
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Enzymatic degraded fractions from

unbleached AX1 (AX1 F1, AX1 F2) hardly

had any effect on the cellulose Ia propor-

tion compared to the reference BC sample.

The fraction AX2 F1 and AX2 F2 obtained

from the bleached sample had a similar

effect as the corresponding high molar mass

sample AX2. In general the magnitude of

these results was in accordance with the

data of Tokoh obtained after sorption of 4-

O-methylglucuronoxylan from birch.[6] The

author determined cellulose Ia values of

0.73 for the reference BC and 0.62 for BC

cultivated in the presence of birch xylan.

Conclusion

A method for the production of water

soluble AX fractions with varying molar

masses and lignin content was developed.

This enabled for the first time to investigate

the effect of these two characteristics on the

sorption of AX onto BC. In cultivation

experiments of BC with the different AX

fractions it became apparent that higher

molar masses of AX increased the sorption

rate significantly.

A higher lignin content resulted as well

in a higher sorption rate of AX to the BC

mat. Further, BC cultivation was per-

formed combining AX fractions with XG

and b-Gl. Here the determination of

sorption rates was less accurate. For

experiments with b-Gl no differentiation

between BC and b-Gl could be made from

the carbohydrate analysis. For combined

treatment with b-Gl and AX the differentia-

tion of theses components was based on

assumptions, permitting only an estimated

minimum sorption rate. Nevertheless, the

results gave a strong indication that no

positive synergistic effect existed between

those polysaccharides regarding their sorp-

tion on BC. Crystallinity and cellulose Ia/Ib
ratio were qualitatively investigated by

FTIR spectroscopy. A sample purification

was applied, which somehow obscure the

crystallinity data due to the hydrolysis of

amorphous cellulose regions. Nevertheless,

the comparison of the various samples

indicated that unbleached and bleached

AX (AX1, AX2), XG and b-Gl all reduced

the crystallinity of the BC formed during

cultivation. This tendencywas already stated

previously for various polysacchrides.[6,9,10]

Macromol. Symp. 2006, 232, 74–84 83

Figure 5.

Ratio of cellulose Ia in various BC polysaccharide mats as determined by FTIR spectroscopy according to the

methods of Tokoh.[6,7]

� 2006 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim www.ms-journal.de



For two of the three evaluation methods

applied to the FTIR spectra the effect ofAX

was more pronounced compared to XG and

b-Gl. Surprisingly the bleached sample AX2

caused a higher reduction of crystallinity,

although the sorption rates were higher for

the unbleached sample (AX1). Both AX

fractions resulted as well in a reduction of

the cellulose Ia proportion within the BC.

The cellulose Ia values for the BC refer-

ence, BC/AX1 and BC/AX2 resemble to

literature.[6] Again the findings indicate a

higher effect for the bleached AX2 sample.

Based on these results it might be hypothe-

sized that lignin impurities could favor

aggregation and higher sorption rates,

which might be preferential on outer

surfaces of microfibrils and bundles. On

the other hand a lower lignin content might

improve incorporation into the structure of

BC, due to lower aggregation. Therefore

AX2 could exhibit a stronger effect on

crystallinity and cellulose Ia/Ib ratio. Addi-

tionally the present study demonstrated

that the sorption of xylans is strongly

dependent on their structure, molar mass

and level of impurities. The developed

procedure for the production of bleached,

water soluble arabinoxylan might be a

suitable model for future studies.
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RESUME: Les lignocelluloses constituent une matière première renouvelable et disponible en 
grande quantité. L’utilisation de cette ressource végétale à des fins non alimentaires nécessite une 
meilleure compréhension des évènements sous-tendant l’architecture des parois végétales lignifiées, 
composante principale des biomasses lignocellulosiques. Devant la complexité des phénomènes 
impliqués in planta dans la construction des parois lignifiées, nous avons tenté d’approcher les 
mécanismes de formation des interactions entre les polymères pariétaux au moyen d’approches modèles 
chimiques. Dans cet objectif, nous avons examiné l’organisation supramoléculaire d’assemblages 
lignines-hémicelluloses en focalisant notre approche sur l’étude des propriétés associatives entre les 
xylanes (hémicelluloses majoritaires de graminées) et des modèles chimiques de lignines, DHPs 
(DeHydrogenative Polymers) lors de la polymérisation des lignines.  
Au sein des parois lignifiées, les xylanes peuvent être reliés aux lignines par des liaisons covalentes 
via l’acide férulique (FA) et/ou via la méthylène quinone (MQ). Ce dernier mécanisme a été étudié 
en synthétisant des DHPs en présence de xylanes non féruloylés. L’analyse du complexe 
xylane/DHP en chromatographie d’exclusion stérique et spectroscopie RMN a montré que la 
formation des liaisons covalentes entre les xylanes et les DHPs implique l’arabinose et la MQ. 
Toutefois la formation des liaisons non covalentes entre ces deux polymères peut influencer et 
contrôler la formation des associations covalentes. Afin d’examiner l’impact de la densification du 
milieu sur la réactivité des monomères de lignine, nous avons synthétisé des DHPs à fortes 
concentrations en présence de teneurs élevées en xylane. Les résultats indiquent que la densification 
du système a un effet remarquable sur la réactivité du monomère de lignine et par conséquent sur la 
structure finale des DHP (augmentation des liaisons β-alkyle aryle éther et de la masse molaire). 
L’impact de l’acide férulique dans l’organisation des assemblages lignine-xylanes a été étudié au 
cours de la polymérisation des deux principaux monomères de lignine, syringyle (S) et/ou gaïacyle 
(G) en présence de xylanes féruloylés ou non. Les données obtenues en Diffusion de la Lumière 
(DL), Chromatographie d’Exclusion Stérique couplée à la Diffusion de Lumière Multi-Angle (CES-
DLMA), Microscopie Electronique à Transmission (MET) et Diffusion de Neutrons aux Petits 
Angles (DNPA) ont mis en évidence que la présence de FA et le type de monomère de lignine S et G 
affectent la morphologie et l’organisation supramoléculaire des nanoparticules DHP-xylanes.  
 
Mots clefs: Graminées, Lignification, xylane, DHP, Acide férulique, nanoparticules. 
 
ABSTRACT: Lignocelluloses represent abundant and renewable biomass for which non food use 
still require an in-depth knowledge of the mechanisms involved in the architecture of lignified plant 
cell wall as the main lignocellulosic components. Owing to the highly complex mechanisms 
involved in planta in building the lignified cell walls; we attempted to study wall polymer 
interactions using chemical model systems. To this end, the supramolecular organization of 
composites made of xylans (as the main hemicelluloses of grass cell walls) and model lignin (DHP, 
DeHydrogenative Polymers) were investigated along in vitro polymerisation of lignin. 
In the lignified cell wall, xylans can be covalently linked to lignin via ferulic acid (FA) and/or via 
quinone methide (QM). The latter mechanism has been studied during lignin polymerisation in the 
presence of feruloylated xylan. Size exclusion chromatography (SEC) and NMR analysis of the 
DHP-xylans complex indicated that arabinose and QM are involved in covalent bonds between 
xylans and DHP. However, the formation of these linkages can be affected and controlled by non 
covalent interactions between the two polymers. In order to investigate the impact of the media 
concentration on the lignin monomer reactivity, highly concentrated DHPs were synthesised in 
increasing concentrations of xylans. Densification of the system was shown to impact on the 
monomer reactivity and consequently the DHP structure (increases of β-alkyl aryl ether bonds and of 
molar mass). The role of FA on xylan-DHP networks was further studied along polymerisation of 
the main lignin monomers, i.e. syringyl (S) and guaiacyl (G) in the presence of xylans with different 
FA levels. DHP-xylan analysis by Light Scattering (LS), Size exclusion chromatography with online 
multi-angle laser light scattering (SEC-MALLS), Transmission electron microscopy (TEM), and 
Small Angles Neutron Scattering (SANS) showed that both FA and the type of lignin monomer (S 
and/or G) have a clear impact on the morphology and supramolecular organization of DHP-xylan 
nanoparticules.  
 
Keywords: Graminaceous, Lignification, xylan, DHP, Ferulic acid, nanoparticules.   
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