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Introduction

La valorisation de la biomasse lignocellulosique renouvelable constituant la paroi
veégétale est une approche globale pour réduire la dépendance vis-a-vis des ressources
fossiles (Dittmar, 2014). Les principaux composants de cette biomasse sont la cellulose,
I’hémicellulose et la lignine (Kumar et al., 2008). Le traitement enzymatique de ces
polymeres génere des hexoses et des pentoses (Jia et al., 2015). Elle est a la base de
plusieurs processus industriels incluant des matiéres lignocellulosiques (Bhardwaj et al.,

2019).

Le xylane est 1’'une des principales hémicelluloses et le plus abondant
polysaccharide dans la nature apres la cellulose. 11 est constitué d’une chaine principale
d’unité D-xylopyranoses liées par des liaisons -1, 4-glycosidiques et de chaines latérales
de L-arabinose ou d’acide glucuronique (Ebringerova et Heinze, 2000). Sa
biodégradation requiert I’action de plusieurs enzymes appelées communément xylanases,
qui sont d’une extraordinaire variété et complexité (Wong et al., 1988). Ces enzymes sont
retrouvées chez plusieurs organismes vivants, mais principalement chez les

microorganismes (Bhardwaj et al., 2019).

Les endoxylanases (EC 3.2.1.8) sont parmi les xylanases intervenant dans la
dégradation du xylane. Ces enzymes sont des glycoside hydrolases qui catalysent le
clivage de la liaison f-1,4-glycosidiques a I’intérieur de la chaine principale de xylane
pour libérer des xylooligosaccharides et du xylose. La plupart des xylanases étudiées

appartiennent aux familles des glycoside hydrolases 10 et 11 (Collins et al., 2005).

Les xylanases sont utilisées dans les papeteries, 1’industrie alimentaire et les
aliments de bétail ainsi que pour I’extraction de certains produits d’intérét alimentaire ou

pharmaceutique (Bhardwaj et al., 2019). Toutefois, leur utilisation avec les cellulases
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dans la dégradation des matieres lignocellulosique pour la production de bioéthanol est
d’un intérét crucial, vu I’importance économique et vitale de ce biocarburant comme

source d’énergie renouvelable (Gray et al., 2006).

Les industries de transformation des matieres lignocellulosiques sont caractérisées
par la prévalence de conditions extrémes (hautes températures, pH acides ou basiques,
salinité et pression élevées), nécessitant de ce fait des xylanases actives et stables dans
ces conditions. Par conséquent, la recherche d’enzymes performantes dans ces conditions
hostiles est d’un intérét considérable ces derniéres années (Bhardwaj et al., 2019). Les
potentialités de la nature sont inépuisables et les microorganismes xylanolytiques offrent

une grande diversité.

La cristallinité ¢levée de la cellulose et 1’association complexe des polymeres au
sein de la matrice lignocellulosiques limitent la performance des enzymes (Cheng et al.,
2011 ; Silveira et al., 2015). Par conséquent, des prétraitements de cette matiére sont
nécessaires avant de passer au traitement enzymatique. Ces prétraitements font intervenir
des acides et des bases forts et a températures €levées. Ces traitements consomment
beaucoup énergies et forment des produits secondaires indésirables, en plus de la

pollution qu’ils générent dans 1’environnement (Engel et al., 2010).

Comme alternative, les liquides ioniques, qui sont des sels qui existent sous forme
liquide en-dessous de 100 °C (Sun et al., 2011), ont montré une capacité a dissoudre la
cellulose et a éliminer la lignine tout en préservant 1’environnement vue leur pression de
vapeur réduite (Méki-Arvela et al., 2010 ; George et al., 2015). lls sont thermiquement et
chimiquement stables et leurs propriétés (polarité, hydrophobicité) peuvent étre ajustées

aprés un choix correct des ions qui les composent. (Anderson et al., 2002).
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Les liquides ioniques affectent 1’activité et la stabilité des xylanases, et cette
incompatibilité conduit & un lavage excessif de la matiére lignocellulosique avant le
traitement enzymatique (Wang et al., 2011). Bien que la matiére lignocellulosique peut
étre séparée du liquide ionique apreés précipitation par 1I’eau, des quantités considérables

de liquide ionique persistent et peuvent affecter I’enzyme (Xia et al., 2014).

La recherche de xylanases tolérantes aux liquides ioniques est un enjeu crucial
pour espérer I’utilisation des liquides ioniques comme solvant de la matiére
lignocellulosiques. De plus, la compréhension des bases moléculaires de cette tolérance
peut aider au développement de nouvelles enzymes hautement tolérantes ou de liquides

ionigues compatibles avec les xylanases.

Ce travail vise globalement deux buts, le premier est de rechercher des xylanases
susceptibles d’application en industrie, notamment du bioéthanol. Le deuxiéme consiste
a contribuer a assoir les bases moléculaires de la tolérance des xylanases aux liquides

ioniques. Il comporte les étapes suivantes :

e [solement et sélection d’une souche xylanolytique
e Optimisation de la production de xylanases avec la souche sélectionnée
e Purification et caractérisation des xylanases

e [Etude de I’effet des liquides ioniques sur les xylanases
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1- Matieres lignocellulosiques

La matiere lignocellulosique est le constituant principal des parois cellulaires des
plantes et elle représente la majeure partie du carbone fixé par photosynthése (Biely,
1985). Les constituants majeurs de la matiere lignocellulosique sont la cellulose (40—
50%), I’hémicellulose (25-30%) et la lignine (15-20%) (Gray et al. 2006 ; Singla et al.
2012). Ces composés forment ensemble un réseau complexe tridimensionnel par

I’intermédiaire de liaisons covalentes et non covalentes (Fig. 1) (Sanchez, 2009).

Hemicellulose

»y
-
)

-
.
a
éa
Cellulose > ;‘_ -

OO0 =

v".

'

Figure 1. Structure de la lignocellulose (Wang et Luo 2016).
1-1. Cellulose

La cellulose est le matériel naturel le plus abondant sur terre. Elle est un polymere
linéaire d’unités glucopyranose liées entre elles par des liaisons $-1,4-glycosidiques. Le
nombre d’unités de glucose dans une molécule de cellulose varie et le degré de
polymérisation est entre 300 a 15000 selon la source et le traitement effectué. Chaque
unité de glucose est orientée de 180° par rapport a sa voisine et ainsi I’unité répétée dans

la chaine de cellulose est le résidu cellobiose (Fengel et Wegener., 1989).
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Dans la nature, les chaines individuelles de cellulose adhérent I'une a 1’autre par
des liaisons hydrogenes intra- et intermoléculaires et des interactions van der Waals pour
former les fibres élémentaires (Fig. 2) (Nishiyama et al., 2002 ; Parthasarathi et al., 2011).
Les fibres ¢lémentaires sont hautement cristallines et elles s’agrégent encore pour former
les microfibres. Toutefois, la structure de la cellulose n’est pas uniforme, il y a des régions

cristallines et des régions amorphes dans la structure (Cowling, 1975).

) ,H- -0,
HO o — 7,\ -0
\O- 'D 6\."&..\ _O ’{;ILN/“'
L) H H ,' o
0 ' : H
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O OH
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Unité anhydrocellobiose

Figure 2. Structure de la cellulose (Wahlstrom, 2014)

1-2. Hémicelluloses

Les hémicelluloses sont des hétéropolymeéres de pentoses (D-xylose et L-
arabinose), d’hexoses (D-mannose, D-glucose et D-galactose) et d’acides uroniques. Leur
degré de polymeérisation varie entre 70 et 200 selon la source (Fengel et Wegener., 1989).
Ils sont groupés en xylanes, mannanes et xyloglucanes sur la base du sucre principal de
la chaine. Les xylanes et les mannanes sont les principaux groupes des hémicelluloses
(Ebringerova et Heinze, 2000).

Le xylane est constitué d’une chaine principale d’unité D-xylopyranoses liées par
des liaisons f-1, 4-glycosidiques. A partir de la chaine principale se ramifient des chaines

latérales de L-arabinose ou d’acide glucuronique (Ebringerova et Heinze, 2000).

Dans le bois dur, le xylane constitue 10-30% du bois. Il est substitué par des
résidus d’acide méthylglucuronique a chaque dix unités de xylose et estérifié par des
groupements acétyle (3,5-7 groupements acétyle par dix unités xylose) (Fig. 3) (Willfor
et al., 2005a).
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Figure 3. Structure du O-Acetyl4-O-methyl- D-glucuronoxylane du bois dur (Dekker,
1985).

Dans le bois tendre, le xylane représente 7-15% du bois. Il contient le substituant
acide méthylglucuronique a chaque 5-6 résidus xylose et le substituants arabinose a
chaque 8 résidus xylose (Fig. 4) (Willfor et al., 2005b).
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Figure 4. Structure de 1’ Arabino-4-O-methylglucuronoxylane des gymnospermes
(Dekker, 1985)

Chez les graminées, la proportion de xylane varie entre 20 et 50%. La chaine
principale est substituée par I’arabinose et 1’acide glucuronique et des chaines latérales
d’oligosaccharides d’arabinose, Xxylose et galactose. L’acide férulique, de petites
quantités d’acide p-coumarique et parfois de 1’acide sinapinique sont estérifiés a

I’arabinose ou aux chaines d’oligosaccharides (Harris et Trethewey, 2010).
1-3. Lignine

C’est un polymere aromatique complexe abondant dans la nature. C’est un
hétéropolymere tridimensionnel composé d’unités phényle propane méthoxylees, C’est

une polymérisation de précurseurs de monolignols qui sont les alccols p-coumaryle,



Synthése bibliographique

coniferyle et sinapyle (Fig. 5). Dans la biomasse lignocellulosique, la lignine est liée aux
polysaccharides soit par des liaisons éther ou des liaisons ester (Fengel et Wegener, 1989).

CH.OH CH.OH CH,OH
i i i
CH CH CH
OCH, CH.O OCH,
OH OH OH
Alcool coniferyle Alcool sinapyle Alcool p-coumaryle

Figure 5. Précurseurs de la lignine (Jeffries, 1994).
1-4. Enzymes lignocellulolytiques

La biomasse lignocellulosique est dégradée et utilisée dans la nature par I’action
des microorganismes comme partie du cycle de carbone (Lynd et al., 2002). Les myceétes
et les bactéries produisent et synthétisent des enzymes nécessaires a cette dégradation. La
cellulose est dégradée par un systeme d’enzymes appelées cellulases. D’autres études ont
montré que les mécanismes oxydatifs participent a cette dégradation. L hydrolyse de
I’hémicellulose requiert les activités de plusieurs enzymes de types Xxylanases et
mannanases. La lignine est modifiée et dégradée par des enzymes telles les laccases, les

lignines peroxydases et les manganése peroxydases (Hatakka, 1994).
2- Xylanases
2-1. Généralités

Les xylanases sont des glycosides hydrolases (GH). Elles ont été classées dans
différentes familles sur la base de similarités dans la conformation et le mécanisme
réactionnel (Henrissat, 1991). 133 familles de glycoside hydrolases et 11 familles
d’enzymes auxiliaires (AA) ont été identifiées et listées dans le Carbohydrate Active
Enzyme database (CAZy) (Lombard et al., 2014).

En raison de I'nétérogénéité et de la complexité de la nature chimique du xylane,

sa dégradation complete nécessite l'action d'un complexe de plusieurs enzymes
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hydrolytiques avec diverses spécificités et modes d'action (Figure 6). Ces enzymes sont
divisées en enzymes de clivage de la chaine principale, endo-1,4-4-xylanases et 1,4-4-D-
xylosidase, et les enzymes de clivage des chaines latérales ; a-L-arabinofuranosidase, a-
D-Glucuronidase, acide phénolique (acide férulique et p-coumarique) estérase et acétyle

xylane estérase (Subramaniyan et Prema, 2002).

Xylan M, a-D-Glucuronidases Acetyl xylan esterases
Hy,CO
m \
COCH, OH ot
\ OH 0 OH 0
OH o] T OH
) o

CH, Xylanases
ol OH CH:OH  QoH

\ a-L-Arabinofuranosidases
Xylobiose
R

Ferulic acid esterases

OH

HO' H
A=A 7o
H,CO OH

B -Xylosidases

Figure 6. Mode d’action des xylanases. Ac: groupement acétyle; a-Araf: a-
arabinofuranosidase; a-4-O-Me-GIcA: acide a-4-O-methylglucuronique (Sunna et
Antranikian, 1997).

e Endo #-1,4 xylanase (EC 3.2.1.8)

Elles catalysent I'nydrolyse des liaisons f-D-1,4 glycosidiques a I’intérieur du
xylane. L'action des endoxylanases sur le xylane conduit a la libération de
xylooligosaccharides et du xylose (Fig. 6) (Collins et al., 2005).

e f-xylosidases (EC 3.2.1.37)

Elles catalysent 1’hydrolyse des unités xylose a 1’extrémité non-réductrice des
fragments xylooligomeéres (Fig. 6) (Shallom et Shohan, 2003). Différents types de
xylosidases ont €té caractérisées selon que leur action s’exerce sur le xylobiose, les
xyloolygosaccharides ou des polysaccharides contenant la xylose comme substituant
(Wong et al., 1988).
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e Enzymes de clivage des chaines latérales

Certaines de ces enzymes hydrolysent les liaisons glycosidiques au niveau de ces
branches et elles incluent les a-arabinofuranosidases (EC 3.2.1.55) et les a-
glucuronosidases (EC 3.2.1.139). D’autres hydrolysent les liaisons esters, comme les
acétyl xylane estérases (EC 3.1.1.72) ainsi que les autres estérases des acides féruliques
(EC 3.1.1.73), p-cumariques (EC 3.1.1.6) et phénoliques (Fig. 6) (Shallom et Shohan,
2003). L’action de ces enzymes libére le xylane des liaisons 1’attachant aux autres

hémicelluloses et au complexe lignocellulosique en général (Zilliox et Debeire, 1998).
2-2. Classification

Les xylanases sont classées sur la base de leurs propriétés physicochimiques en
deux groupes ou deux familles : la famille GH 10 (F), de poids moléculaire €levé (> 30
kDa) et point isoélectrique acide et la famille GH11 (G) de poids moléculaire faible (< 30
kDa) et de point isoélectrique basique (Collin et al., 2005). Toutefois, certaines xylanases

n’appartiennent pas a ces deux groupes (Collins et al. 2002, 2005).

Un systéme de classification plus complet a permis la classification des xylanases
dans plusieurs familles et la plupart dans les familles GH10 (ou F) et GH11 (ou G). Ce
systeme est basé sur les comparaisons de la structure primaire des domaines catalytiques
des enzymes et des propriétés mécanistiques telles la cinétique, les propriétés
catalytiques, la spécificité de substrat et les produits de la réaction enzymatique (Tab.1)
(Henrissat et Coutinho 2001 ; Collins et al. 2005).

Les familles majeures de xylanases sont les familles GH 5, 7, 8, 9, 10, 11, 12, 16,
26, 30, 43, 44, 51 et 62. Les familles GH 5, 7, 8, 10, 11 et 43 ont un seul domaine
catalytique distinct alors que les xylanases des familles 16, 51 et 62 possédent deux
domaines catalytiques (Collins et al., 2005). Les enzymes groupées dans les familles GH

9, 12, 26, 30 et 44 ont une activité xylanase secondaire (Bhardwaj et al. 2019).
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Tableau 1. Classification des enzymes xylanolytiques (Shallom et Shoham, 2003).

estérases

Enzymes Substrats EC Familles
GH5
8
Endop-1,4-xylanase fp-1,4-xylane 3.2.1.8 10
11
43
GH 3
- \ 39
) p-1,4-xylooligomeres
Endo-4-1,4-xylosidase _ 3.2.1.37 43
Xylobiose
52
54
GH 3
) 43
_ _ a-L-arabinofuranosyl (1-2)
a-L-Arabinofuranosidase . 3.2.1.55 51
ou (1-3) xylooligomeres
54
62
Acide4-0O-methyl-a-
a-Glucuronisidase glucuronique (1-2) 3.2.1.139 GH 67
xylooligomeres
CE1
2
3
Acétyl xylane estérase 2- ou 3-O-acétyl Xylane 3.1.1.72 4
5
6
7
Acides ferulique et
pcoumarique 3.1.1.73 CE1l

10
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2-3. Structures

Des structures tridimensionnelles ont été décrites pour environ 87 familles de
xylanases (Sa-Pereira et al., 2003). Le repliement structural des xylanases de la famille
10 est (a/p)s barrel (Fig. 7a) et celui des xylanases de la famille 11 est g-jelly roll (Fig.
7b) (Collins et al., 2005). La forme des xylanases de la famille GH11 ressemble a la forme
d’une main gauche dans laquelle on peut distinguer un pouce, des doigts, une paume, un
cordon et une seule hélice a (Fig. 7b). Le pouce exerce un profond effet sur la liaison et
I’hydrolyse du substrat (Paés et al., 2007 ; Pollet et al., 2009). Les doigts constituent une
poche pour la liaison du substrat. La paume est le lieu des résidus catalytiques glutamate
et acide glutamique (Macleod et al., 1994). Le cordon régule I’entrée du substrat au site
actif et des mutations dans I’hélice a conduisent a la stabilité thermique de 1’enzyme

(Turunen et al., 2001).

Des domaines fonctionnels et d’autres non fonctionnels reliés par des régions
riches en acides aminés hydroxylés peuvent étre distingués dans les structures des
xylanases. Les xylanases plus volumineuses tels les enzymes de la famille GH10
contiennent plus de domaines fonctionnels ou non que celle de la famille GH11 (Collins
et al., 2005). Parmi ces domaines, ils existent les domaines catalytiques (DC) et les

domaines de liaison aux carbohydrates (CBD).

11
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(b)

N-terminal Doigts

Résidus catalytiques

C-terminal

Pouce
Paume

Hélice

Figure 7. (a) Xylanase GH10 de Geobacillus stearothermophilus (Solomon et al.,
2007) et (b) Xylanase GH11 de Trichoderma longibrachiatum (Jaeger et Pfaendtner,
2013).

12
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Les familles GH 5, 7, 8, 10, 11 et 43 ont un seul domaine catalytique distinct, alors
que les xylanases des familles 16, 51 et 62, deux domaines catalytiques (Collins et al.,
2005).

Deux types de domaines de liaison aux carbohydrates (CBM) ont été retrouvé dans
les structures des xylanases ; les domaines de liaison aux xylane (XBM) (Black et al.,
1995 ; Ali et al., 2001) et les domaines de liaison a la cellulose (CBM). Les XBM
augmentent 1’activité de I’enzyme dans son attaque du Xxylane insoluble (Black et al.,
1995 ; Ali et al., 2001, Mangala et al., 2003), bien que certains XBMs se lient au xylane
soluble (Meissner et al., 2000 ; Kittur et al., 2003). Les domaines de liaison a la cellulose
(CBM) conféreraient a I’enzyme la capacité de se fixer aux parois végétales (Ali et al.,
2001).

2-4. Mécanismes d’action

Deux mécanismes d’hydrolyse du xylane a savoir le mécanisme par inversion et
le mécanisme par rétention sont connus chez les xylanases (Subramaniyan et Prema 2002
; Lombard et al. 2014).

Le mécanisme par rétention est un mécanisme de déplacement double, dans lequel
des résidus glutamates jouent un réle vital dans la catalyse (Fig. 8a). Il se déroule en deux
étapes. Dans la premiere (premier déplacement), I’action de deux acides carboxyliques
présents dans le site actif aboutit a la formation d’un intermédiaire covalent enzyme-a-
glycosyle. Ce dernier est formé aprés protonation du substrat par I’un des résidus acides
carboxyliques, qui agit comme catalyseur acide-base, en donnant un proton a 1’oxygéne
lié au carbone C-4 du xylose dans le glycosyle partants, et attaque nucléophilique sur le
carbone C-1 du xylose dans le glycosyle restant par 1’autre résidu carboxylique
aboutissant a la formation d’une liaison covalente. Ces deux actions conduisent ensemble
a la rupture de la liaison glycosidique et a I’inversion de la configuration £ en
configuration a. Dans la deuxiéme étape (deuxiéme déplacement), le premier groupe
carboxylique arrache un proton a une molécule d’eau et le groupement hydroxyle est
transféré au carbone anomérique qui inverse sa configuration de « a f via un état de
transition de I’ion oxocarbonium. Cette étape conduit a hydrolyse de la liaison covalente
entre I’enzyme et ’intermédiaire (Collins et al. 2005 ; Lombard et al. 2014). Les enzymes

des familles GH 5, 7, 10 et 11 agissent par ce mécanisme (Bhardwaj et al., 2019).

13
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Figure 8. Mécanismes d’action des glycoside hydrolases. (a) mécanisme par rétention,

(b) mécanisme par inversion (Davies et Henrissat, 1995).

Dans le mécanisme par inversion, la catalyse se déroule en un seul déplacement

des substrats et les résidus aspartate et glutamate jouent un role clé dans les réactions (Fig.
8b) (Bhardwaj et al., 2019). Un résidu carboxylique transfere un proton au carbone C-4
du groupe de sucres partants, tandis que le groupement hydroxyle de I’eau est transféré

au carbone anomerique pour rompre la liaison glycosidique et cause I’inversion de la

configuration du carbone anomérique (Collins et al., 2005 ; Lombard et al., 2014).
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2-5. Sources

Les xylanases sont ubiquitaires, elles sont retrouvées dans une large varieté
d’organismes vivants tels les bactéries marines, terrestres et du rumen (Chakdar et al.,
2016), les mycetes thermophiles et mésophiles (Chadha et al., 2019), les protozoaires
(Devillard et al., 1999 ; Béra-Maillet et al., 2005), les crustacés (Izumi et al., 1997), les
insectes (Brennan et al., 2004), les algues (Jensen et al., 2018) et les graines des plantes
(Bae et al., 2008 ; Sizova et al. 2011). Les xylanases des bactéries et des mycétes sont les
plus utilisées en industries (Bhardwaj et al., 2019). Chez les moisissures, les xylanases
sont fréquemment isolées a partir des genres Aspergillus, Penicillium et Trichoderma.
Chez les bactéries, elles sont souvent isolées a partir de Streptomyces chez les
actinobactéries et les genres Bacillus et Clostridium chez les autres bactéries (Bhardwaj
etal., 2019).

Les microorganismes producteurs de xylanases ont été isolés a partir
d’environnements naturels doux ou extrémes. Ainsi, les lacs d’eau douce et les sols sont
des sources de xylanases thermostables (Dhillon et al., 2000), ou alcalinostables
(Nakamura et al., 1993). Certaines xylanases thermostables ont été isolées a partir de
sources thermales (Morris et al., 1999), de sols géothermaux (Lama et al., 2004) de
sédiments d’estuaire (Khandeparkar et Bhosle, 2006) et de composts (George et al.,
2001). Certaines xylanases alcalinostables ont été isolées a partir de lacs salés (Mamo et
al., 2006) et de sols alcalins (Kohli et al., 2001).

Les matieres et les effluents des industries transformant des matiéres
hémicellulosiques sont également des sources de microorganismes Xxylanolytiques. Ces
microorganismes ont été isolés de matieres premiéres (Subramaniyan et al., 1997), de
pulpes cellulosiques (Yang et al., 1995), des eaux de lavage (Ratanakhanokchai et al.,

1998) et des résidus résultant du traitement de ces pulpes (Adamsen et al., 1995).
2-6. Applications

L’hydrolyse enzymatique offre plusieurs avantages dans les traitements
physicochimiques : 1) Pas de nécessité d’utiliser des équipements de traitement résistants
a la corrosion, 2) genération de peu de déchets, 3) formation de moins de produits

secondaires tel le 5-hydroxymethylfurfural (HMF) qui peut étre nocif pour les traitements
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en amont (Binder et Raines, 2010 ; Dadi, et al., 2006). D’autres bénéfices incluent la
possibilité de conversion presque compléte du polysaccharide (Wyman et al., 2005).

Les processus industriels impliquant la transformation de matieres riches en
xylane sont caracterisés par des conditions physicochimiques différentes. Par consequent,
les xylanases appliquées dans ces industries doivent avoir des propriétés

physicochimiques adaptées aux conditions industrielles.

En industrie de papeterie, les xylanases contribuent a I’obtention de papier de
meilleure qualité en dégradant le xylane contenu dans la pate a papier lignocellulosique.
Cette application nécessite des xylanases actives et stables aux températures et pH élevés
(Walia et al., 2017).

En panification, elles peuvent solubiliser ’arabinoxylane dans la pate et aide ainsi
a une distribution uniforme de I’eau et améliore la formation du réseau de gluten (Courtin
et Delcour 2002). Ces qualités seront obtenues avec des xylanases psychrophiles ou
mésophiles qui exercent leur action au cours du processus de préparation de la pate ou
par des enzymes thermophiles agissant pendant le processus de fermentation (Collins et
al., 2002 ; Courtin et Delcour, 2002).

Des xylanases mésophiles, acidophiles, neutrophiles ou alcalinophiles, peuvent
également étre appliquées dans ’extraction du café, de I’amidon ou des huiles végétales.
Elles peuvent étre appliquées dans la clarification des jus de fruits bruts. Ces derniers
contiennent des polysaccharides tels la cellulose, I’hémicellulose, 1’amidon, la pectine et
la lignine, qui réduisent la qualité du jus en lui conférant une viscosité élevée ou une

couleur brumeuse (Kulkarni et al., 1999).

Ces enzymes peuvent également étre utilisées dans D’extraction de certains
produits d’intérét alimentaire ou pharmaceutique. Ainsi, des acides lactiques et acétiques,
des arbmes ou des sucres peuvent étre extraits de certaines matieres apres dégradation du
xylane (Yoon et al., 2006).

Une application récente des xylanases est leur role dans le processus de production
de bioéthanol a partir de matieres lignocellulosiques. La dégradation enzymatique du
xylane accélere le processus de fermentation de ces matiéres en éthanol (Gray et al.,
2006).
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3- Production de xylanases

La production des xylanases par les microorganismes dépend du processus de
fermentation utilisé, du choix de substrat, des composés du milieu et des paramétres de

culture. Ces facteurs sont déterminés par différents processus d’optimisation (Bhardwaj

etal., 2019).
3-1. Technique de culture

Deux techniques sont utilisées : la fermentation submergée ou la croissance est le
résultat de la dégradation du xylane en solution et la fermentation sur substrat solide ou
le microorganisme se développe sur le xylane a I’état solide (Motta et al., 2013). Le choix
de la technique dépend du type de microorganismes. Les bactéries requiérent une grande
quantité d’eau, par conséquent la fermentation submergée est préférée alors que les
mycetes qui nécessitent moins d’humidité due a leur structure mycélienne donnent de
meilleurs résultats dans une fermentation a I’état solide (Walia et al., 2017). Plusieurs
travaux suggérent que la fermentation submergée utilisant des bactéries et des mycetes

est la technique préférée pour la production de xylanases ((Bhardwaj et al., 2019).

La fermentation submergée présente plusieurs avantages notamment un meilleur
controle des conditions d’aération, de pH, de température, une meilleure consommation
du xylane utilisé et un effet synergétique des enzymes xylanolytiques. Par ailleurs ce type
de fermentation peut étre adaptée a grande échelle (Polizeli et al., 2005). Comme
inconvénients, on peut citer les problémes d’inhibition par les produits de dégradation, la
lourdeur des procédés de récupération des xylanases et 1’utilisation de grands volumes de

milieu de culture (Virupakshi et al., 2005).

Les principaux avantages de la fermentation a 1’état solide sont : La simplicité de
mise en ceuvre, 1’utilisation de petits volumes et de quantités réduites de substrats,
I’obtention d’un extrait enzymatique hautement concentré et une réduction de I’inhibition
par les produits de dégradation et les protéases. Comme inconvénients, cette technique
n’est pas adaptée pour tous les microorganismes, elle requiert un contréle propre de
I’aération et de I’humidité d’autres part, le transfert de la technique a 1’échelle industrielle

est fastidieux (Mienda et al., 2011).
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3-2. Substrats pour la production de xylanases

I existe différents types de xylanes commercialisés qui sont extraits de différentes
sources végétales (xylane de bouleau, xylane de hétre, xylane d’avoine...). Cependant,
vu leur prix élevé, les scientifiques cherchent a trouver des substrats alternatifs peu
onéreux pour la production de xylanases. A cet effet, les déchets agroalimentaires et
organiques, domestiques et industriels sont utilisés comme source de carbone pour la
production de xylanases. Les résidus agroalimentaires les plus communément utilises
sont le son de blé (Kumar et al. 2018), la paille de blé (Yang et al., 2005), la paille de riz
(Bhardwaj et al. 2017), la bagasse de la canne a sucre (Suleman et Aujla 2016). On peut
citer également la noix de cocco (Rosmine et al. 2019), la coquille d’arachide
(Namasivayam et al. 2015), la pate de bois (Kalpana et Rajeswari 2015), la sciure de bois
(Sindhu et al. 2017), I’épis de mais et la mélasse, (Bandikari et al. 2014).

3-3. Composants de milieu de culture pour la production de xylanases

Le xylane est le meilleur inducteur de xylanases (Taibi et al., 2012 ; Guleriaetal.,
2013 ; Boucherba et al., 2011). Toutefois, le poids moléculaire éleve de ce polysaccharide
empéche sa pénétration a D’intérieur de la cellule. Par conséquent, des xylanases
constitutives sont produites en petite quantité dans le milieu et dont I’action aboutit a la
génération de fragments de faibles poids moléculaires tels le xylobiose, le xylotriose, le
xylotétraose et le xylose. Ces derniers induisent a leur tour la production de xylanases
(Walia et al., 2017).

La source d’azote affecte le développement du microorganisme et par consequent
la production des xylanases. Le type et la quantité de ce nutriment sont des facteurs
importants dans la production (Seyis et Aksoz 2005 ; Naveen et al. 2014). D’autres
facteurs importants dans la production de xylanases sont les microéléments, les acides
aminés et les vitamines (Simair et al., 2010 ; Bibra et al., 2018). L’addition des
biosurfactants tel Tween 80 s’est révelée également efficace dans I’augmentation de la

production de xylanases (Liu et al., 2006).
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3-4. Parametres physiques pour la production de xylanases

Durant la fermentation submergée, les paramétres physiques a optimiser sont la
température, le pH, 1’aération, la taille de 1I’inoculum et le temps d’incubation (Walia et
al., 2017). En fermentation solide il faut optimiser la taille des particules de substrat, le
prétraitement du substrat, I’humidité, 1’activité de I’eau, le type et la taille de 1’inoculum

(Behera et Ray 2016 ; Behnam et al., 2016 ; Leite et al., 2016).
3-5. Approches biotechnologiques pour la production de xylanases

Les xylanases natives sont généralement produites en faibles quantités et ne
possedent pas toutes les propriétés requises pour des application industrielles (Ahmed et
al., 2009). Pour ces raisons, des approches biotechnologiques différentes sont utilisées
pour améliorer le rendement de la production et I’introduction de caractéristiques a
I’enzyme. Ces approches incluent la mutagénése physique (Rahim et al., 2009 ; Abdel-
Aziz et al. 2011) ou chimique (Haq et al. 2004, 2008) et la technologie de 1’ADN
recombinant (Nevalainen et Peterson 2014 ; Verma et al., 2013).

4- Prétraitement de la matiére lignocellulosique
4-1. Traitements conventionnels

La biomasse lignocellulosique est tres récalcitrante a I’hydrolyse enzymatique en
raison de 1) la complexité et la structure serrée des principaux polymeéres ; cellulose,
hemicellulose et lignine ; 2) la cristallinité de la cellulose ; 3) la réduction de la surface
de liaison de I’enzyme ; 4) la faible solubilité dans les solvants conventionnels et la
présence des inhibiteurs enzymatiques (Chandra et al., 2007). Par conséquent, des

prétraitements excessifs du substrat sont nécessaires avant I’hydrolyse enzymatique.

Les prétraitements conventionnels sont divisés en général en processus physiques,
chimiques, biologiques, ou leur combinaison (Chandra et al., 2007). Les prétraitements
physiques comprennent différents types de broyage, réduisant la taille des particules et la
cristallinité de la cellulose en méme temps que 1’augmentation de la surface. Les
traitements chimiques sont basés sur des traitements par des acides et des bases qui se
débarrassent de I’hémicellulose et la lignine. La cristallinité de la cellulose peur étre
modifiée par traitement avec des solvants gonflants ou dissolvant la cellulose. Les

traitements physicochimiques incluent 1I’explosion & la vapeur ou I’ammoniaque glacé et
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la percolation par recyclage de ce dernier. Enfin, les traitements biologiques utilisent les
mycétes dégradant typiquement le bois, mais le temps de traitement long (10-14 jours) et

la nécessité d’un espace large rendent ce traitement non attractif (Larsen et al., 2012).

Tous les traitements physicochimiques ont pour inconvénients la consommation
d’¢énergie et la formation de produits secondaires indésirables, faits qui les rendent d’un
point de vue économique et environnemental non utilisables pour une hydrolyse totale
(Engel et al., 2010).

4-2. Bases structurales de la stabilité des xylanases

Les industries de transformation des matiéres lignocellulosiques sont caractérisees
en général par la prévalence de températures élevées et de pH acide ou alcalin. Par
conséquents, les xylanases appliquées dans ces industries doivent étre hautement actives

et stables dans ces conditions (Malhotra et Chapadgaonkar, 2018).

Plusieurs propriétés structurales intrinseques sont responsables de la grande
stabilité thermale de I’enzyme. La présence de ponts disulfures et ioniques, de chaines
hydrophobes latérales, de résidus proline N-terminal rigidifient la structure de la protéine
et renforcent sa stabilité aux températures élevées (Turunen et al., 2001 ; Chen et al.,
2015). La présence d’un grand rapport Thr/Ser et un grand nombre de résidus chargés,
Arg par exemple, augmente les interactions polaires et améliore la stabilisation de 1’hélice
alpha et des structures secondaires (Hakulinen et al., 2003). Les xylanases hautement
actives aux pH alcalins ou acide présentent un nombre élevé de résidus acides chargés
(Mamo et al., 2009 ; Fushinobu et al., 1998).

4-3. Traitement par liquides ioniques

Les liquides ioniques (LIs) sont des sels avec des points de fusion au-dessous de
100°C, typiquement composés d’un grand cation organique et d’un petit anion
inorganique (Sun et al., 2011). Ils sont souvent appelés des solvants verts en raison de
leur faible pression de vapeur, éliminant ainsi toute émission de composés organiques
volatiles (COVs) (van Rantwijk et Sheldon, 2007 ; Yang et Pan, 2005), ainsi que leur tres
faible toxicité (Patel et al., 2014). En plus, les LIs sont considérés comme étant stables
thermiquement et chimiquement, leur polarité et hydrophobicité peuvent étre ajustées en
choisissant correctement les ions. Ces propriétés leur conferent une efficacité de solvant

pour une large variété de composés (Anderson et al., 2002).

20


javascript:;

Synthése bibliographique

En raison de leurs structures complexes, les LIs sont capables d’interagir avec les
solutés via une grande variété d’interactions incluant la liaison hydrogéne, les interactions

dipolaires et ionique/charge-charge (Anderson et al., 2002).

Les LIs peuvent étre acides, basiques ou neutres selon la composition de leurs
ions. Les LIs acide-base peuvent étre distillés s’il y’a un équilibre entre la forme LI et
I’acide et la base conjugués, e.g. dans un liquide ionique avec un anion basique faible et
un cation possédant un proton échangeable (MacFarlane et al., 2006).

Certains Lls sont prometteurs dans le prétraitement de la biomasse
lignocellulosique en raison de leur capacité & dissoudre ce substrat. Le compose
cellulosique peut étre précipité de la solution de LI par I’addition d’un anti-solvant, tel
I’eau ou I’alcool, et il devient ainsi tres sensible a 1’hydrolyse enzymatique (Dadi et al.,
2006).

Le prétraitement par les LIs augmente la digestibilité des substrats par trois effets
: 1) la décristallisation ou la transformation de la cristallinité de la cellulose (Bian et al.,
2014), 2) I’élimination de 1’hémicellulose et de la lignine (Hou et al., 2012) et 3) la

dépolymérisation partielle de la cellulose (Singh et al., 2009).

La régénération de la cellulose aprés un traitement par les LIs pour une hydrolyse
enzymatique totale nécessite un lavage intensif du substrat. Malgré cela, des quantités
résiduelles de liquide ionique persistent dans le substrat ; il a été montré qu’elles causent
de séveres inactivation aux cellulases et inhibent la conversion microbienne en amont
(Hong et al., 2012 ; Zhao et al., 2009a).

4-4. Effet des liquides ioniques sur les enzymes

Les LIs hydrophobes stabilisent les enzymes alors que ceux de nature hydrophile
sont hautement déstabilisants (Zhao, 2010 ; Gao et al., 2015). IlIs affectent I’activité et la
stabilité de I’enzyme (Yang, 2009 ; Zhao, 2016). Dans les solutions aqueuses diluées, les
LIs hydrophiles deviennent au moins partiellement dissociés et les ions hydratés

interagissent individuellement avec 1’enzyme (Zhao, 2016).

Différents mécanismes d’inhibition enzymatiques sont observés dans les solutions
de LIs : compétitive (Li et al., 2013 ; Anbarasan et al., 2017), incompétitive (Goswami et

al., 2016), non-compétitive pure (Carneiro et al., 2009 ; Stevens et al., 2019) et mixte
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(Lau et al., 2004). Les LIs déstabilisent les enzymes via la perturbation des structures
secondaires de la protéine (Lau et al., 2004 ; Jaeger et al., 2015).

Dans les solutions diluées de Lls, ’effet kosmotrope (les séries de Hofmeister)
des ions peut étre applicable : les anions kosmotropiques et les cations chaotropiques
favorisent I’action de I’enzyme, alors que les anions chaotropiques et les cations
kosmotropiques le défavorisent (Zhao, 2016). L’hydrophobicité des ions et la
polarisabilité des anions sont parmi les facteurs impliqués dans I’effet kosmotropique sur
I’activité et la stabilité des enzymes dans les solutions aqueuses de LIs (Yang, 2009 ;
Zhao, 2016 ; Sun et al., 2017 ; Heitz et al., 2018). Toutefois, le fonctionnement de
certaines enzymes dans les LIs ne suit pas les séries de Hofmeister (Yang, 2009 ; Zhao ;
2016).

4-5. Tolérance des xylanases aux liquides ioniques

Les enzymes lignocellulolytiques des procaryotes extrémophiles présentent une
extréme tolérance vis-a-vis de la chaleur, des acides, des bases et des sels (Zhang et al.,
2011 ; limberger et al., 2012 ; Li et al., 2018). L’utilisation des enzymes thermophiles a
¢été 'une des stratégies adoptées pour promouvoir la tolérance des enzymes aux Lls
(Zhang et al., 2011 ; llmberger et al., 2012 ; Rahikainen et al., 2017).

Certaines endoxylanases de microorganismes hyperthermophiles sont tolérantes
aux LIs (Chawachart et al., 2014 ; Yu et al., 2016 ; Anbarasan et al., 2017 ; Rahikainen
etal., 2017). En général, les xylanases de la famille GH10 sont plus tolérantes au liquide
ionique 1-ethyl-3-methylimidazolium acétate ([EMIM]OAC) et d’autres LIs que les
xylanases de la famille GH11 (Chawachart et al., 2014 ; Li et Turunen, 2015 ; Yu et al.,
2016 ; Rahikainen et al., 2017). Cependant, la stabilité thermique des enzymes
thermophiles n’est pas le seul facteur dans la tolérance aux LlIs (Li et al., 2013;
Chawachart et al., 2014 ; Rahikainen et al., 2017). L’inhibition compétitive joue un role
clé dans I’inhibition des xylanases thermophiles par les LIs (Li et al., 2013 ; Chawachart
et al., 2014 ; Anbarasan et al., 2017). Une affinité ¢élevée de I’enzyme pour le substrat
contribue a la diminution de cette inhibition (Anbarasan et al., 2017).

L’inactivation de 1’endoglucanase thermostable de Acidothermus cellulolyticus
dans les LIs se déroule en deux étapes. L’inactivation commence par une inhibition

compétitive rapide et réversible a toutes les concentrations du LI suivie par une
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dénaturation lente et irréversible de la protéine apres une longue période d’incubation a
des concentrations en LI élevées (> 5%) (Summers et al., 2017). Cette inactivation

biphasique a été également observée chez des xylanases (Li et al., 2013 ; Jaeger et
Pfaendtner, 2013).
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1- Isolement, sélection et identification d’une souche xylanolytique

Des échantillons de fiente de volaille sont collectés dans un poulailler de la
commune d’Akbou (Béjaia). Dix grammes d’échantillon sont suspendus dans 500 ml
d’une solution & 0.85% NaCl. Une série de dilutions jusqu’a 10 est préparée, puis 0.1
ml de chaque dilution est étalé sur un milieu solide a base de xylane de Viet et al. (1991),
modifié, compose (g/l) de : xylane de hétre 7 g, extrait de levure 2 g, NaCl 5 g, NH4CI 5
g, KoHPO4 5 g, MgS04-7H20 0.2 g et agar 15 g. Le milieu est ajusté a pH 7. Les milieux

sont incubés a 37°C pendant 2 a 5 jours.
1-1. Sélection

Elle s’est effectuée en 2 étapes. Dans une premicre Sélection, des souches
xylanolytiques sont sélectionnées sur la base de la formation de zones claires autours des
colonies. Elles sont purifiées par repiquages successifs sur le méme milieu solide. Les

souches pures sont conservées a 4°C en gélose nutritive inclinée.

La seconde sélection est basée sur la mesure de 1’activité xylanase dans un milieu
liquide. Les souches sélectionnées dans la premiére étape sont cultivées dans le méme
milieu liquide a pH 7 et 37°C. Aprés 2 jours d’incubation, les surnageants de cultures sont

récupérés par centrifugation a 10000 rpm pendant 10 min, a 4°C.

1-2. Identification de la souche sélectionnée

Les tests physiologiques et biochimiques sont effectués selon les méthodes

conventionnelles d’identification (Renaud et al., 2000).
1-2.1. Observations microscopiques

La culture &gée de 24 h et 48h a fait ’objet d"une coloration de Gram. La mobilité
est déterminée par examen microscopique de la souche a I’état frais entre lame et lamelle
et par observation de la croissance dans le milieu mannitol mobilité. La coloration des
spores est réalisée selon la méthode de Schaeffer et Fulton sur la culture agée de 24h, 48h
et 72h (Renaud et al., 2000).
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1-2.2. Tests physiologiques et biochimiques

La souche a fait I’objet d’étude des caractéres suivants selon les méthodes
classiques préconisées (Renaud et al., 2000) :

- Le type respiratoire

- Les voies fermentaires (réaction de VVoges-Proskauer et la réaction au rouge de
méthyle)

- Laproduction d’indole et de sulfure d’hydrogéne

- L’utilisation du citrate

- La croissance a différentes temperatures (25 a 50°C), différents pH (4 a 12) et
différentes concentrations de NaCl (0,5 a 18%) par mesure de 1’absorbance a 600

nm.

Les tests biochimiques portent sur la recherche de la catalase, de I’oxydase, de

I’uréase, du nitrate réductase et du tryptophane désaminase.
1-2.3. Analyse du géne de ’ARN ribosomal 16S

La séquence compléte du géne de I’ARNr 16S est déterminée par séquencage de
I’ADNr 16S amplifié par PCR. Toutes les étapes ont été réalisées au niveau de DSMZ
(Deutsche Sammlung von Mikroorganiszmen und Zellkulturen)

L’extraction de I’ADN génomique est réalisée en utilisant le kit de purification de
I’ADN des Gram positif MasterPure™ (Epicentre Biotechnologie) suivant les
instructions du fabricant. L’amplification par PCR de I’ADNr 16S et la purification des
produits de la PCR sont effectuées comme décrit par Rainey et al., (1996). Les produits
de la PCR sont séquencés en utilisant le kit CEQ™DTCS-Quick start (Beckmann
Coulter) selon les instructions du protocole. Les séquences ont fait 1’objet par la suite
d’une électrophorese en utilisant le systéme d’analyse génétique CEQTMS8000.

Les données de la séquence résultante sont introduites dans 1’éditeur d’alignement
ae2. La séquence est alignée manuellement et comparée a des séquences de gene d’ARNr
16S représentatifs d’organismes appartenant aux actinobactéries. Pour la comparaison,
les séquences sont obtenues a partir des bases de données EMBL, RDP ou DSMZ
(Maidak et al., 1999).
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2- Activité enzymatique
2-1. Mesure de ’activité

L’activité xylanase est déterminé dans 2 ml de mélange réactionnel contenant 0.2
ml d’une dilution appropriée de I’enzyme ou du surnageant de la culture de la souche
sélectionnée et 1.8 ml d’une solution 1% (p/v) de xylane de hétre. Le substrat est dissous
dans 50 mM de tampon citrate-phosphate a pH 6 pour TFXYN10A et a pH 6.5 pour
DtXYNB et DtXYNB-DS (pH optimum des enzymes). Le tampon phosphate de sodium
a pH 7 est utilisé pour mesurer I’activité¢ xylanase de la souche sélectionnée. 0.1 mg/ml
de BSA sont utilisés comme stabilisateur dans le mélange réactionnel pour prévenir la
liaison non spécifique de I’enzyme aux parois du tube. Les mélanges sont incubés a 70°C
pour la TEXYN10A, DtXYNB et DtXYNB-DS et a 50°C pour les xylanases de la souche
sélectionnée pendant 30 min. La réaction est arrétée par addition de 3 ml de ’acide 3,5-
dinitrosalicylique (DNS) puis portée a ébullition pendant 5 min (Miller, 1959 ; Bailey et
al., 1992).

Dans les réactions avec 4% de substrat ou 35% de liquide ionique, I’activité
enzymatique est mesurée dans 1ml de mélange réactionnel. La réaction est arrétée par

addition de tampon froid et les sucres réducteurs sont mesurés par la méthode au DNS.

Dans les mélanges témoins, les enzymes ne sont ajoutées qu’apres incubation et
ajout du DNS. La lecture des absorbances est effectuée a 540 nm, au spectrophotomeétre
SHIMADZU UVmin-1240V.

La concentration des sucres réducteurs a été déterminée a partir de la courbe
d’étalonnage et les activités enzymatiques sont calculées d’apres la relation suivante

(Baily et al., 1992) :

oo . - (Cx_ [:J ot D
Activité enzymatique (Ul) = ————
Vxt

Cx: Concentration des sucres réducteurs du mélange réactionnel (umole/ml).
Ct: Concentration des sucres réducteurs du mélange témoin (umole/ml).

D: Facteur de dilution

V: Volume réactionnel

t: Temps d’incubation (minutes)
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Une unité (Ul ou umol/min) de l'activité enzymatique est définie comme la
quantité¢ d'enzyme nécessaire pour libérer unel pmole d’équivalente xylose par minute

dans les conditions expérimentales mentionnées ci-dessus.
2-2. Dosage des protéines

La concentration des protéines dans les échantillons est déterminée selon la
méthode de Bradford (1976).

2-2.1. Macrométhode

Elle permet le dosage de concentration de protéines comprise entre 0,1 et Img/ml.
L’échantillon protéique (100ul) est mélangé au réactif de Bradford (5ml), et le mélange
est placé pendant 10min a I’obscurité. L’absorbance du mélange est mesurée a 595nm et
la concentration des protéines est déterminée par interpolation linéaire sur courbe
d’étalonnage réalisé avec 1’albumine de sérum bovin (0,1 a 0,5mg/ml) (Fig. S15 de

I’annexe I).
2-2.2. Microméthode

Elle permet la mesure de la concentration de solutions protéiques comprises entre
2 et 10pg/ml. 800 ul de la solution protéique sont ajoutés a 200 pl de réactif de Bradford
et le mélange est laissé 10min a I’abri de la lumiere. La concentration des protéines
correspondante est estimée par interpolation lin€aire sur une courbe d’étalonnage de
I’absorbance en fonction de la concentration, réalisée avec 1’albumine de sérum bovin (2

a 10pg/ml) (Fig. S16 de ’annexe I).
3- Optimisation de la production de xylanases

La souche sélectionnée a fait I’objet d’une étude de I’influence des conditions
environnementales et de la composition du milieu sur la production de xylanases, afin de

déterminer les conditions optimales de cette production.
3-1. Effet de la température

Des flacons contenant 18 ml de milieu liquide a base de xylane de hétre (pH 7)
sont ensemences avec 2 ml d’une préculture de 24h de la souche dans le bouillon nutritif,

puis incubés a des températures de 25 a 45°C pendant 48h.
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3-2. Effet du pH

La production de xylanases est étudiée a différents pH (5-12), dans le milieu
liquide & base de xylane. Les milieux (18 ml) sont ensemencés avec 2 ml d’une préculture

de 24h de la souche dans le bouillon nutritif puis incubés a 30°C pendant 2 jours.

Tous les milieux de 18 ml dans la suite de I’optimisation sont ajustés a pH 9,5 et
ensemencés par 2ml d’une préculture de 24h de la souche dans le bouillon nutritif puis

incubés a 30°C pendant 2 jours.
3-3 Effet du NaCl et KCI

L’effet des sels est réalisé dans des milieux xylane de hétre contenant de 0,5 a
15% de NaCl ou de KCI.

3-4. Effet du type de xylane

La souche est cultivée dans les mémes conditions sur trois milieux contenant

différents xylanes, bouleau, hétre et glumes d’avoine.
3-5. Effet des sources de carbone et d’azote

La production de xylanases est déterminée apres croissance de la souche dans des
milieux liquides contenant 7 g/l de différentes sources de carbone ou 5 g/l de sources
d’azote. Les sources de carbone utilisées sont : les polysaccharides (xylane de hétre,
CMC, amidon et avicel), les déchets agroalimentaires (son de blé, son d’avoine, paille de
blé, sciure de bois et déchets de dattes) et les sucres simples (xylose, glucose, galactose
et cellobiose). Les sources d’azote utilisées sont : les sources organiques (peptone, extrait
de levure, extrait de malt et caséine) et les sources inorganiques (NH4Cl, (NH4)2SOa4,
NaNO3z et KNOg).

3-6. Effet de la concentration du xylane

La production de xylanases est déterminée en milieu liquide contenant le xylane

a des concentrations de 5 a 30 g/l.

28



Matériel et méthodes

3-7. Cinétique de production des xylanases

La production de xylanases a été déterminée au cours d’une période d’incubation
de cing jours dans le milieu de culture optimisé. Des mesures d’activités enzymatiques

sont effectuées sur des échantillons prélevés a 24h d’intervalle.
4- Production et purification des enzymes
4-1. Sources des xylanases

Les xylanases étudiées sont celles de la famille GH10 XYN10A de
Thermopolyspora flexuosa (TfXYN10A), les xylanases GH11 XYN11B avec son variant
stabilisé XYN11B-DS de Dictyoglomus thermophilum (DtXYN11B et DtXYN11B-DS)
et les xylanases de la souche sélectionnée. Le variant DtXYN11B-DS a un pont disulfure
dans la région N-terminal désigné ente Cysl et Cys27 (Li et al., 2013). Les xylanases
TEXYN10A, DtXYN11B et DtXYN11B-DS sont exprimées a partir d’E. coli de fagon
extracellulaire comme décrit précédemment (Anbarasan et al., 2010 ; Li et al., 2013).
TEXYNL0A est 80% pure en SDS-PAGE (Anbarasan et al., 2010). La purification de
DtXYN11B et DtXYN11B-DS est réalisée comme décrit précédemment (Li et al., 2013).

4-2. Production et purification partielle des xylanases de la souche sélectionnée

La souche est cultivée dans 3 litres de milieu optimisé distribué dans trois erlens
d’un litre de milieu de culture. Le milieu est inoculé par 5% d’une pré-culture dans le
méme milieu puis incubé a 30°C pendant 2 jours. La purification partielle des xylanases

est réalisée comme suit :
e Précipitation au sulfate d’ammonium

La culture est centrifugée a 10000 g pendant 30 min a 4°C. Le surnageant est
précipité avec le sulfate d’ammonium a 80% saturation pendant une nuit. Le précipité est
récupéré par centrifugation 10000 g pendant 30 min a 4°C et dissous dans un volume

minimal de tampon phosphate de sodium pH 7.
e Dessalement sur colonne

La solution protéique est dessalée dans une colonne de dessalement PD10

Sephadex G-25 (GE Healthcare) (Fig. 9), selon le protocole suivant :
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1. Préparation de la colonne : la colonne est préparée en enlevant le couvercle

supérieur puis en versant la solution de stockage et en coupant son bout inférieur.

2. Equilibration de la colonne : la colonne est remplie avec le tampon phosphate
de sodium pH 7 qui pénetre completement dans le volume (6 ml) de la colonne.

L’opération est répétée 4 fois.

3. Application de I’échantillon : un volume maximal de 2.5 ml est ajouté jusqu'a

occuper completement la colonne.

4. Elution : un tube est placé au-dessous de la colonne et 1’échantillon est élué avec

3.5 ml du tampon phosphate de sodium

Figure 9. Colonnes de dessalement PD10 Sephadex G-25 (GE Healthcare).

Par la suite, la solution éluée est concentrée a 2 ml par ultrafiltration dans un tube
concentrateur vivaspin 20 ml de 10,000 Da MWCO (Sartorius Stedim Biotech,
Goettingen, Allemagne) (Fig. 10). La solution est centrifugée dans le tube a 5000 rpm a
4°C.
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Figure 10. Tubes concentrateurs vivaspin 20 ml (Sartorius Stedim Biotech,

Goettingen, Allemagne).

e Filtration sur gel

La chromatographie filtration sur gel est effectuée a 1’aide du dispositif Akta
purifier 100 (GE Healthcare) (Fig. 11). Deux ml de la solution protéique sont appliqués
sur une colonne HiLoad 16/60 Superdex 200 prep grade et séparés avec une vitesse
d’écoulement d’un tampon phosphate de sodium (pH 7) de 1 ml/min. Les fractions

montrant une activité xylanase sont analysées par SDS-PAGE.
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Figure 11. Systéme de purification Akta purifier 100 (GE Healthcare).
4-3. Production et Purification de DtXYN11B et Dt XYN11B-DS

Le géne de XYN11B et son mutant portant un codon Cys aux positions 1 et 27
sont synthétisés par DNA2.0 et insérés dans le vecteur d’expression pJexpress 404 d’E.
coli. La séquence signale de la pectate lyase B (PelB) d’Erwinia carotovora est insérée a
la séquence codante de I’enzyme du coté N-terminal, afin d’assurer sa sécrétion. Les
vecteurs sont par la suite utilisés pour transformer les souches bleues d’E. coli XL1 (Li et
al., 2013).

Des précultures de souches d’E. coli XL1, contenant les genes de DtXYNB ou
DtXYNB-DS, sont préparées dans 50 ml de milieu Luria-Bertani supplémenté avec de
I’ampicilline (125pg/ml) et incubé a 37°C avec agitation (250 rpm) jusqu’a 1’obtention
d’une absorbance de 0.5. Ces pré-cultures sont utilisées pour I’ensemencement de 950 ml
du méme milieu qui est incubé a 37°C avec agitation (250 rpm) jusqu’a 1’obtention de
I’absorbance 0.5. A cet instant, IPTG (Isopropyl-1-thio-f-Dgalactopyranoside) est ajouté
a la culture a une concentration finale de 1 mM afin d’induire I’expression des enzymes.
Avant de procéder a la production des enzymes, des cinétiques de leur expression ont été

réalisées.
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Les surnageants des cultures sont récupérés par centrifugation (10000g pendant
20 min & 4°C) et la purification des protéines est réalisée selon le protocole décrit par Li
et al. (2013). La purification est dans le dispositif de filtration Akta Purifier (GE

Healthcare).
e Chromatographie échangeuse de cation

Les surnageants sont appliqués a une colonne échangeuse de cation (Hiload 26/10
SP Sepharose haute Performance). Le tampon de liaison est 1’acétate de sodium pH 5,5
(10 mM) et le tampon d’élution est le méme tampon additionné de 0.3 M de NaCl. Les

protéines sont éluées par un gradient continu a un débit de 1ml/min.
e Concentration

Les fractions avec des activités xylanases sont mélangées et concentrées a 2 ml
par ultrafiltration dans des tubes vivaspin 20 ml de 10000 Da MWCO (Sartorius Stedim
Biotech, Goettingen, Allemagne).

e Chromatographie filtration sur gel

Les fractions (2 ml) sont appliquées a une colonne filtration sur gel (Hiload 16/60
200 Superdex prep grade) et séparées a une vitesse de 1ml/min dans le tampon acétate de
sodium pH 5,5 (10 mM).

4-4. Electrophorése des protéines sur gel de polyacrylamide-SDS (SDS-PAGE)

L’électrophorése dénaturante est réalisée selon la méthode de Laemmli, (1970).
Le surnageant et les fractions protéiques sont melangées avec le tampon d’échantillon (3 :
1 vIv), chauffées a 95°C pendant 5min, puis centrifugées a 5000 rpm pendant 5 min. Le
mélange de marqueurs protéiques BIO-RAD prét & I’emploi contient 10 protéines de
poids moléculaires de 10 a 250 kDa.

Les échantillons et les marqueurs sont déposeés a raison de 20ul dans les puits d’un
gel de polyacrylamide 12% monté dans une cuve a électrophorése. La migration est

effectuée a 200V et arrétée des I’arrivée de la ligne de migration au bas du gel.

Une fois la migration terminée, le gel subit un ringage a I’eau, une coloration au
bleu de Coomassie R250 pendant une heure, un autre rincage a I’eau, puis une

décoloration avec un changement de bain (3 fois) (Annexe IlI).
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Les masses moléculaires des xylanases sont déterminées en utilisant la courbe
d’¢étalonnage Rf = f (log PM) (Fig. S1 de I’annexe I). Le rapport frontal est calculé selon

la formule suivante :

Distance parcourue par la protéine
Rf =

Distance parcourue par la lingne du bleu de
bromophénol

5- Caractérisation des xylanases de la souche sélectionnée
5-1. Effet de la température et du pH sur P’activité

La température et le pH optimum d’activité sont déterminés en mesurant I’activité
aux tempeératures 30-80°C et aux pH 4-11. Différents tampons (0.05 M) sont utilises :
Citrate (pH 4-5), Phosphate (pH 6-7), Tris-HCI (pH 8), Glycine NaOH (pH 9) et le
Carbonate-bicarbonate (pH 10-11). L’activité aux différentes températures est mesurée a

pH 7, et activité aux différents pH a 50°C pendant 30 min.
5-2. Effet des sels sur P’activité

L’activité xylanase est mesurée a différentes concentrations de NaCl et de KCI (0
a5,13M) au pH optimum de 1’enzyme a 50°C pendant 30 min. L’influence des sels a été
également testée sur I’activité¢ des xylanases TEXYNIOA, DtXYNI1B et DtXYNI11B-
DS.

5-3. Effet des liquides ioniques superbasiques sur ’activité des Xylanases

Les liquides ioniques (LIs) utilisés dans ce travail sont rapportés dans le tableau
2. Les liquides ioniques a base des cations [DBNH]*, [DBUH]*, [nDBN]* et [TMGH]*
sont préparés comme décrit précédemment (Parviainen et al., 2013 ; Parviainen et al.,
2014). [EMIM]OAC est obtenu de BASF (Ludwigshafen, Germany) avec une pureté >
95%. Pour preparer les liquides ioniques a base de guaiacolate, 1 équivalent de la
superbase est mélangé a 1 équivalent de guaiacol dans un flacon rond a température

ambiante. Le liquide ionique issu est conservé sous argon a I’abri de la lumiére.

34



Matériel et méthodes

Tableau 2. Liquides ioniques superbasiques

Liquide ionique

[DBNH]JOAC
[DBNH]CO:Et
[DBUH]OAC
[DBUH]JCO:Et
[EMIM]OAC
[MDBN]MezPO4

[TMGH]OACc
[TMGH]COzEt
[DBNH]Guaiacolate
[DBUH]Guaiacolate
[TMGH]Guaiacolate

1,5-Diazabicyclo[4.3.0]non-5-enium acetate
1,5-Diazabicyclo[4.3.0]non-5-enium propionate
1,8-Diazabicyclo[5.4.0Jundec-7-enium acetate
1,8-Diazabicyclo[5.4.0]Jundec-7-enium propionate
1-Ethyl-3-methylimidazolium acetate
Methyl-1,5-diazabicyclo[4.3.0]non-5-enium dimethyl
phosphate

1,1,3,3-Tetramethylguanidinium acetate
1,1,3,3-Tetramethylguanidinium propionate
1,5-Diazabicyclo[4.3.0]non-5-enium guaiacolate
1,8-Diazabicyclo[5.4.0]Jundec-7-enium guaiacolate

1,1,3,3-Tetramethylguanidinium guaiacolate

Les activités enzymatiques sont mesurées en présence de 5, 15, 25 et 35% de
liquides ioniques. Les LIs qui ne sont pas liquides a la température ambiante sont dissous
dans un bain marie avant leur addition & la solution de substrat. Cette addition conduit a
des variations de pH, lequel a été corrigé par addition de solution HCI (1 N) ou NaOH (8
M) avant I’addition de 1’enzyme. A concentration élevee, les liquides ioniques a base de
guaiacolate forment un précipité brun avec la solution de xylane. C’est pour cette raison

qu’ils ne sont testés qu’a la concentration 5%.

Chaque enzyme est diluée pour générer une absorbance autour de 1 a 540 nm dans
I’essai au DNS sans liquide ionique. Les activités spécifiques de chaque enzyme dans
I’essai final sont 803 U/mg pour TEXYN10A, 2175 U/mg pour DtXYN11B et 848 U/mg
pour DtXYN11B-DS.

La présence du liquide ionique dans le mélange réactionnel conduit a une
augmentation de 1’absorbance des sucres réducteurs. A cet effet, des courbes d’étalonnage
sont realisées en présence des LIs et sont utilisées pour corriger les valeurs d’absorbance
(Fig. S2 de I’annexe I).

Les expériences de cinétique enzymatiques sont réalisées pour TEXYN10A en

présence et en absence de 5 % de Lls. Les paramétres cinétiques sont déterminés en
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utilisant 1, 2, 4, 6, 8, 10, 15 et 20 mg/ml de xylane de hétre (Figs S3-S14 de I’annexe I).

L’activité enzymatique est mesurée a 70°C, pH 6.

Toutes les expériences sont répétées au moins trois fois (trois répétitions pour
chaque expérience). Les valeurs cinétiques sont calculées par la fonction analyse de

régression hyperboliques du programme Hyper 32.
6- Etudes de docking moléculaire

Les cations et les anions des liquides ioniques sont dockés un par un en utilisant
le programme SwissDock (Grosdidier et al., 2011) au site actif de la structure modelée
de TFXYN10 sur la base des structures PDB 1v6éw (Anbarasan et al., 2010) et de
DtXYN11B (PDB 1F5J) (McCarthy et al., 2000). Les structures des protéines et des
ligands incluent les atomes d’hydrogéne (ajoutées dans Swiss-PdbViewer aux protéines).
L’énergie des structures des cations est minimisée en utilisant le programme MM2 du
ChemBio3D Ultra 12.0 (CambridgeSoft) ou leur géométrie (cas de I’anion guaiacolate)
est optimisée avant leur docking en utilisant le programme Avogadro
(http://avogadro.cc/) ; bien que la minimisation préalable de 1’énergie des ligands ne soit
pas requise dans le programme SwissDock (Lohning et al., 2017). Le mode précis est
utilisé dans SwissDock et la flexibilité est permise pour le ligand et non pour les chaines
latérales. Les charges sont assignées aux molécules en utilisant le logarithme MMFF
(Merck Molecular Force Field). SwissDock calcule les énergies de liaison obtenues par
le programme CHARMM (Chemistry at HARvard Macromolecular Mechanics). Les
modes de liaison sont classes sur la base des énergies favorables, incluant I’effet du
solvant par 1’utilisation du modele implicite Fast Analytical Continuum Treatment of
Solvation (FACTS) (Grosdidier et al., 2011 ; Zoete et al., 2010). Les résultats obtenus

sont analysés par le programme UCSF Chimera (Pettersen et al., 2004).

Les résultats obtenus sont analysés statistiquement en utilisant 1’analyse de la

variance et le test de Student au moyen du programme SPSS.
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Résultats et discussion

1- Isolement et sélection d’une souche xylanolytique

Une centaine de souches xylanolytiques ont été isolées, sur un milieu solide & base
de xylane a pH 7 a partir de fiente de volaille. Le son de blé est I’un des ingrédients
incorporés dans 1’aliment donné aux volailles. La présence du xylane issu du son de blé
dans les fientes de volaille favoriserait la croissance de microorganismes xylanolytiques.
La fiente de volaille a été également une source d’isolement de microorganismes
xylanolytiques. La souche xylanolytique Aspergillus fumigatus RSP-8 (MTCC 12039) a
¢été 1solée a partir d’échantillons de sol collectés d’une décharge de fiente de volaille
(Ravichandra et al., 2016), les souches Actinomadura sp. Cpt20 (Taibi et al., 2012),
Streptomyces thermocoprophilus (Kim et al., 200) & partir de composts a base de fiente
de volaille.

1-1.  Protocole de screening
1-1.1. Premieére sélection

Cette sélection est basée sur la formation de zones claires autour des colonies. En
effet, les xylanases sécrétées dans le milieu solide dégradent le xylane qui se traduit par
un éclaircissement du milieu autour des colonies. Ainsi, 20 souches montrant des zones
claires autours des colonies sont isolées et purifiées par repiquage sur le méme milieu
(Fig. 12).

Figure 12. Zones claires autour des colonies sur un milieu solide a base de xylane.

1-1.2. Seconde sélection

Cette sélection est basée sur la mesure de 1’activité des xylanases sécrétées dans

un milieu de culture liquide. Une grande production de xylanases se traduit par une grande
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activité enzymatique dans le milieu. Les activités xylanase des 20 souches sélectionnées
sont rassemblées dans le tableau 3. L’une des souches, la souche HH2, montre une

meilleure production de xylanases en milieu liquide (Tab. 3).

Tableau 3. Activité xylanase a pH 7 et 50°C des souche sélectionnées

Souche Activité Ul/ml
HH1 5,229
HH2 6,396
HH3 1,261
HH4 1,401
HH5 0,456
HH6 5,454
HH7 3,453
HH8 3,563
HH9 5,138
HH10 5,63&
HH11 0,890
HH12 0,512
HH13 0,611
HH14 2,673
HH15 2,397
HH16 0,534
HH17 0,662
HH138 0,612
HH19 1,094
HH20 2,421

1-2. ldentification de la souche sélectionnée
1-2.1. Analyse de ’ARN16S

La comparaison du geéne de I’ARN16S effectuée au niveau de I’organisme DSMZ
indique que la souche appartient a I’ordre des actinomycetales et représente une des

souches de I’espéce Jonesia denitrificans (100% de similarité avec la séquence de la
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souche Jonesia denitrificans DSM 20603T Opéron 1-5). Il lui a été assigné le numéro ID
12-972.

La position phylogénétique de la souche ID 12-972 par rapport aux autres souches
est montrée dans le tableau 4. D’autres Actinobactéries ont été isolées également de fiente
de volaille, telles la souche Actinomadura sp. Cpt20 (Taibi et al., 2012) et la souche
Streptomyces thermocoprophilus (Kim et al., 200). La nature semi-solide de ce milieu
favoriserait la croissance de microorganismes filamenteux tels les Actinobactéries. Les

filaments poussent et pénéetrent mieux un milieu solide

Tableau 4. Similarité de la séquence du géne ARNr 16S de la bactérie 1D 12-972 avec

les séquences d’autres taxons (DSMZ).

Souche % de similarité de la séquence du
géne ARNr 16S a ID 12-972
Jonesia denitrificans DSM 20603 Opéron 1-5 100.0
Jonesia quinghaiensis DSM 157017 96.7
Beutenber giacavernaeHKI 01227 92.3
Cellulosimicrobium cellulans DSM 438797 91.8
Promicromonospora citrea DSM 431107 91.8
Sanguibacter keddieiiST74" 92.0
Terrabacter tunemscensDSM 203087 91.3
Kytococcusse dentariusDSM 205477 91.3

1-2.2. Caractéristiques morphologiques, biochimiques et physiologiques

La souche est a Gram positif, sous forme de batonnet irrégulier ou coccoide,
mobile non sporulée et anaérobie facultative. Elle est pourvue de catalase, oxydase,
nitrate réductase et uréase et fermente le mannitol. Elle et est dépourvue de tryptophane
désaminase, rouge méthyle négative, Voges-Proskauer négative, n’utilise pas le citrate,

ne produit pas HS et indole.
1-2.3. Température optimale de croissance

Les résultats montrent une souche mésophile avec une gamme de températures de 15

a 45°C, avec un optimum a 37°C (Fig. 13). La méme température est observee chez la
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souche J. denitrificans BN13 (Boucherba et al., 2011). La souche type J. denitrificans
Prevot 55134 présente un optimum a 30-37°C (Pukall et al., 2009).

0.3

0.25 |

0 1 1 1 1
25 30 35 40 45 50 55

Température °C

Figure 13. Effet de la température sur la croissance de la souche Jonesia denitrificans
ID 12-972. Le milieu est ajusté a pH 7.

1-2.4. pH optimal de croissance

La souche présente un profil alcalophile avec une gamme de pH entre 6,5-10,5, et
un optimum aux pH 8,5-9 (Fig. 14). D’autres souches alcalophiles du genre Jonesia ont
été isolées de différents habitats. La souche alcalophile Jonesiasp. YNUCCO0043 a été
1solée a partir de la liqueur noire d’une station de fabrication du papier (Wenpeng et Lan,
2006), la souche Jonesia luteola YIM 93067, pH de croissance a 7-9 a partir d’un lac salé
de la province Xinjiang, en Chine (Li et al., 2015), la souche Jonesia quinghaiensis DSM
15701T, pH optimal de croissance a pH 7-9, a partir d’un lac alcalin en Chine (Schumann
et al., 2004), et la souche Jonesia sp. DSM14140 avec un pH optimal de 9, isolée a partir

d’un échantillon de boue marine de 1’ile Rome au Danemark (Sianidis et al., 2005).
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Figure 14. Effet du pH sur la croissance de la souche Jonesia denitrificans ID 12-972.

Le milieu est incubé a 37°C.
1-2.5. Croissance en presence de NaCl

Dans le bouillon nutritif, la souche se développe en présence de concentrations de
NaCl jusqu’a 12% et montre des optima d’activité aux concentrations 1, 3 et 6% (Fig.
15). Ce phénoméne peut étre expliqué par la modification de la forme de la souche aux
différentes concentrations de NaCl donnant lieu a différentes valeurs d’absorbance.
Morphologiquement, la souche type de J. denitrificans est caractérisée en culture jeune
par des formes en batonnets irréguliers, en Y et cubiques, et dans les cultures agées par
des formes sphériques (Seeliger et Jones, 1986).
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Figure 15. Effet du NaCl sur la croissance de la souche Jonesia denitrificans ID 12-
972. Le milieu est incubé a 37°C et pH 8,5.

La souche se développe bien en présence de 6% de NaCl, elle peut étre qualifiée
de ce fait comme étant modérément halophile (Delgado-Garcia et al., 2012). La souche
type de J. denitrificans se développe jusqu’a 5% de NaCl et pas de croissance a 10% NaCl
(Seeliger et Jones, 1986). La souche Jonesia denitrificans BN13 se développe avec 2 a
12% NaCl (Boucherba et al., 2011), Jonesia quinghaiensis DSM 157017 avec 2,5 &4 7,5
NaCl (Schumann et al., 2004) et Jonesia luteola YIM 93067 a 0-8% NaCl (Sianidis et
al., 2005).

Les caractéeristiques morphologiques, physiologiques et biochimiques de la

souche sont comparées dans le tableau 5 aux caractéristiques d’autres souches de J.

denitrificans.
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Tableau 5. Caractéristiqgues morphologiques, physiologiques et biochimiques de la
souche selectionnée et celles de J. denitrificans Prevot 55134T (Pukall et al., 2009) et J.
denitrificansBN13 (Boucherba et al., 2011).

Propriété Souche J.  denitrificans | J. denitrificans
sélectionnée Prevot 551347 BN13

Coloration de Gram Positive Positive Positive

Forme de la cellule Batonnets Batonnets Batonnets
irréguliers, irreguliers, irréguliers,
coccoides coccoides coccoides

Mobilité + + +

Sporulation - - -

Gamme de température | 15-45°C 15-45°C Meésophile

Température optimale | 37°C 37°C 30-37°C

Gamme de pH 6,5-12 5-12

pH optimal 8,5-9 7 ND

Gamme de salinité 0-15% 0-12% 5%

Salinité optimale 6% ND ND

Demande en oxygéne Anaérobie Anaérobie Anaérobie
facultatif facultatif facultatif

Catalase + +

Oxidase + + -

Nitrate réductase + + +

Uréase + ND ND

Tryptophane - - ND

désaminase

Réaction VP - - ND

Réaction RM - + ND

Utilisation du Citrate - ND ND

Production d’acide + - ND

Indole - - ND

Production de H2S - - ND

ND: Non déterminé

2- Optimisation des conditions de culture et de production de xylanases

2-1. Effet de la température

Les résultats révelent une croissance et une production d’enzymes xylanolytiques

aux temperatures de 25 & 45°C avec un optimum net a 30°C (Fig. 16).
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Figure 16. Effet de la température sur la production de xylanases par la souche Jonesia
denitrificans ID 12-972. Le milieu est ajusté a pH 7 et I’activité enzymatique est
mesurée a 50°C et pH7.

Cette production coincide avec le profil de production de protéines, ce qui suggére
que la croissance est liée a la production de xylanases. Par contre, chez la souche Jonesia
denitrificans BN13, la production et la croissance atteignent un maximum a 37°C
(Boucherba et al., 2011). Un optimum de production de xylanases a 30°C a été également

observé chez d’autres actinobactéries (Thomas et al., 2013 ; Tuncer et al., 2004).
2-2. Effet du pH

La souche se développe et produit des enzymes xylanolytiques a tous les pH testés,
except¢ a pH 12. L’activité enzymatique est constante de pH 4 a 6.5, commence a
augmenter & pH 7, pour atteindre un maximum a pH 9.5, puis diminue a pH 11 pour
s’annuler a pH 12 (Fig. 17).
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Figure 17. Effet du pH sur la production de xylanases par la souche Jonesia
denitrificans ID 12-972. Le milieu est incubé a 30°C et ’activité enzymatique est

mesurée a 50°C et pH 7.

La production de xylanases semble étre favorisée aux pH alcalins, alors que la
production de ces enzymes chez la souche Jonesia denitrificans BN13 est favorable aux
pH proches de la neutralité et alcalins (pH 6-9.5) (Boucherba et al., 2011). Une activité
élevée aux pH alcalins rend ces enzymes potentiellement applicables dans le blanchiment
de la papeterie caractérisé par [I’utilisation de pH basiques. Plusieurs especes
d’Actinobactéries présentent une production optimale d’enzymes xylanolytiques aux pH
alcalins. C’est le cas de Thermoactinomyces thalophilus (pH 8.5) (Kohli et al., 2001),
Thermomonospora fusca BD25 (pH 8) (Tuncer et al., 1999), et Streptomyces sp. QG-11-
3 (pH 8) (Beg et al., 2000).

Le profil d’activité ne coincide pas avec le profil protéique, indiquant que la
croissance dans ce cas n’est pas associée a la production d’enzymes xylanolytiques. Le
maximum de production de protéines est observé a pH 8,5, alors que I’’activité
xylanolytique n’y est que de 56%. La production de xylanases est sujette a une répression
catabolique et/ou a une inhibition par des produits finaux tels les pentoses et les hexoses
(Reis et al., 2003 ; Giridhar et Chandra, 2010). Ainsi il est probable qu’a pH 8,5, la
production de ces monosaccharides issus de la dégradation du xylane favoriserait la

croissance de la souche mais inhiberait en méme temps la production des xylanases, alors
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qu’a pH 9.5, la présence du xylose en faible quantité¢ favoriserait 1’induction des

xylanases.
2-3. Effet du NaCl et KCI

La souche montre une activité xylanolytique a toutes les concentrations de NaCl
utilisées, avec une activité optimale a 0.5%, et montre une activité jusqu’a 15% (Fig. 18).
Ces résultats indiquent que la souche est halotolérante. Des pics d’activités sont
enregistrés aux concentrations 3, 6 et 10% de NaCl, suggérant la production de différents

types de xylanases.
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Figure 18. Effet du NaCl sur la production de xylanases par la souche Jonesia
denitrificans ID 12-972. Le milieu est incubé & 30°C et pH 9,5. L’activité enzymatique
est mesurée a 50°C et pH 7.

D’autres actinobactéries halotolérantes productrices de xylanases ont été décrites,
telles les souches Thermobifida halotolerans YIM 90462T (Yang et al., 2008),
Streptomyces viridochromogenes M11 (Liu et al., 2013) et Lechevalieria sp. HJ3 (Zhou
et al., 2012). La souche montre une meilleure croissance sur KCI comparée a NaCl et

exhibe une production optimale de xylanases a 3% de KCI (Fig. 19).
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Figure 19. Effet du KCI sur la production de xylanases par la souche Jonesia
denitrificans ID 12-972. Le milieu est incubé a 30°C et pH 9,5. L’activité enzymatique

est mesuréee a 50°C et pH 7.
2-4. Effet du type de xylane

Les trois types de xylane différent par leur composition, leur structure et leur
solubilité. Le xylane d’avoine est de type arabinoxylane, une chaine de xylane sur laquelle
sont fixées des chaines d’arabinose. C’est un xylane insoluble (Kormelink et Voragen,
1993). Le xylane de hétre est constitué d’une chaine d’unités D-xylopyranose liées par
des liaisons $-1,4 sur laquelle sont greffés des chaines latérales de groupements acétyle
abondants (60—70% des résidus xylose sont acétylés), et quelques arabinoses (0,9% p/p)
et du glucose (1,5% p/p). C’est un xylane qui n’est pas completement soluble (Teleman
et al., 2002). Le xylane de bouleau est constitué de 89,3% xylose, de 1% arabinose, de
1,4% glucose et de 8.3% d’acide anhydrouronique, c’est un substrat soluble (Kormelink
et Voragen, 1993).

Afin de déterminer quel type de xylane stimule le mieux la production d’enzymes
xylanolytiques, la souche Jonesia denitrificans ID 12-972 est cultivée en présence de trois
types : xylane d’avoine, xylane de hétre et xylane de bouleau. L’activité enzymatique

dans chaque extrait de culture est testée avec ces trois substrats.
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Lorsque la souche se développe en présence de xylane de bouleau, I’activité
xylanolytique est meilleure avec le xylane de hétre comme substrat, puis avec le xylane

de bouleau et enfin avec le xylane d’avoine (Fig. 20).
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Figure 20. Activité xylanase du surnageant de la culture sur le xylane de bouleau
mesurée dans trois types de xylane. Le milieu est incubé a 30°C et pH 9,5. L’activité

enzymatique est mesurée a 50°C et pH 7.

L’incapacité des xylanases produites dans la culture avec le xylane de bouleau a
dégrader le xylane insoluble d’avoine indique que ces enzymes sont spécifiques
uniquement du xylane soluble. La dégradation du xylane insoluble nécessite la présence
de domaine de liaison au carbohydrate CBM (Carbohydrate binding module) dans la
structure de la protéine (Shoseyov et al., 2006). Ainsi, il est possible que les xylanases
produites sur le xylane de bouleau sont dépourvues de CBM, les rendant incapables de se

lier au xylane insoluble.

Lorsque la souche est cultivee sur le xylane de hétre, la meilleure activité est
obtenue avec celui-ci, suivie de celle de xylane de bouleau et enfin de celle du xylane de
d’avoine (Fig. 21).
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Figure 21. Activité xylanase du surnageant de la culture sur le xylane de glumes de
hétre mesurée dans trois types de xylane. Le milieu est incubé a 30°C et pH 9,5.

L’activité enzymatique est mesurée a 50°C et pH 7.

Ces résultats montrent que les enzymes xylanolytiques produites avec le xylane de
hétre, partiellement soluble sont de deux types : un type qui serait capable de dégrader le

xylane insoluble d’avoine et un autre le xylane soluble de bouleau.

Lorsque ’extrait de la culture sur le xylane d’avoine est essayé¢ sur les trois types
de xylanes, le xylane de hétre donne la meilleure activité, suivie du xylane de bouleau et

enfin du xylane d’avoine (figure 22).
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Figure 22. Activité xylanase du surnageant de la culture sur le xylane de glume
d’avoine mesurée dans trois types de xylane. Le milieu est incubé a 30°C et pH 9,5.

L’activité enzymatique est mesurée a 50°C et pH 7.

Ces résultats indiquent que les xylanases produites sur un xylane insoluble sont capable
de reconnaitre et de dégrader un xylane soluble. D’autres Actinobactéries préférent
également le xylane de hétre comme source de production de xylanases, telle la souche

Streptomyces olivaceoviridis E-86 (Ding et al. 2004)
2-5. Effet des sources de carbone

Parmi les sources de carbone testées, le xylane de hétre s’est révélé étre la meilleure

source de production des enzymes xylanolytiques (17,64 Ul/ml) (Fig. 23).

La souche présente également une bonne production d’enzymes xylanolytiques sur
le son de blé (Fig. 23). Le xylane contenu dans ce substrat est de type arabinoxylane,
comme celui de I’avoine. Le son de bl¢ a été également rapporté comme une bonne source
de production de xylanases avec d’autres souches telles que celles de Streptomyces
alcalotolérantes (Thomas et al., 2013 ; Bajaj et al., 2010 ; Kumar et al. 2012 ; Ninawe et
Kuhad, 2005) et la souche halophile Chromohalobacter sp. TPSV 101 (Prakash et al.,
2009).
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Figure 23 : Effet des sources de carbone sur la production de xylanases par la souche
Jonesia denitrificans ID 12-972. Le milieu est incubé a 30°C et pH 9,5. L’activité

enzymatique est mesurée a 50°C et pH 7.

Une bonne production de xylanases sur le son de blé peut étre due a sa composition
; il contient 54% de carbohydrates (pentoses et hexoses), 14% de protéines, des minéraux,
des acides aminés et des vitamines (EI-Sharnouby et al., 2012) qui favoriseraient la
croissance et la production des xylanases. Une autre raison serait le faible taux de lignine

dans ce substrat qui diminuerait I’inhibition des xylanases (Sanghi et al., 2009).

Le prix du substrat est I’un des facteurs les plus importants dans le prix de revient
des enzymes industrielles (Gupta et al., 2001). Ainsi, un résidu de I’agriculture tel le son
de blé constitut un excellent substrat de faible cout dans la production des xylanases
(Heck et al., 2005).

De faibles activités xylanolytiques sont observees en présence des autres sources
de carbone, voire nulle avec la cellobiose. Ces résultats indiquent que certaines de ces
enzymes seraient constitutives, c'est-a-dire elles sont produites malgré I’absence de leurs
substrats. D’aprés Kulkarni et al. (1999), les xylanases seraient produites de fagon
constitutive a des niveaux basals pour permettre une provision en fragments de xylane de

faibles poids moléculaires qui induiraient par la suite la production de xylanases.
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L’absence d’activité en présence de cellobiose indique que ce dernier exercerait une
action inhibitrice sur les xylanases.

2-6. Effet des sources d’azote

Parmi les sources d’azote organiques testées, I’extrait de malt montre une
meilleure production d’enzymes xylanolytiques, Suivi par la peptone et I’extrait de levure.
Parmi les sources d’azote inorganiques, KNO3s est la meilleure source suivie par
(NH4)2S04 puis NaNOs (Fig. 24).

En général, les sources organiques favorisent mieux la production de xylanases
que les sources inorganiques, ceci a été constaté également chez certaines actinobactéries
(Kumar et al. 2012 ; Ding et al. 2004 ; Ninawe et Kuhad, 2005). La souche est isolée de

fiente de volaille riche en matiére organique, elle semble adaptée a ce type de milieu.
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Figure 24. Effet des sources d’azote sur la production des xylanaes par la souche
Jonesia denitrificans ID 12-972. Le milieu est incubé a 30°C et pH 9,5. L’activité

enzymatique est mesurée a 50°C et pH 7.

2-7. Effet de la concentration de xylane

La souche présente une meilleure production de xylanases a 15 mg/ml de xylane de
hétre, alors que les meilleures productions de protéines sont observées aux concentrations

de 10 et 30 mg/ml (Fig. 25). La réduction de la production de xylanases a des
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concentrations ¢levées de xylanes peut étre expliquée par 1’accumulation de sucres

réducteurs et de substances toxiques tels les furfurals, issus de la dégradation du xylane,

et qui exerceraient un effet inhibiteur (Gomes et al., 1994).
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Figure 25. Effet de la concentration du xylane de hétre sur la production de xylanases

par la souche Jonesia denitrificans ID 12-972. Le milieu est incubé & 30°C et pH 9,5.

2-8. Cinétique de production des xylanases

L’activité enzymatique est mesurée a 50°C et pH 7.

La cinétique de production des enzymes xylanolytiques pendant 5 jours

d’incubation est révélée dans la Figure 26. Elle montre que ’activité enzymatique

augmente jusqu’au deuxiéme jour, puis stabilise jusqu’au quatriéme jour, et augmente de

nouveau le cinquieme jour (Fig. 26).

Deux niveaux d’activité xylanases ont été également observés chez la souche

Streptomyces sp. 13 (Brito-Cunhaet al. 2013). Cette derni¢re a montré deux pics d’activité

xylanase aprés 12 jours d’incubation ; un pic au deuxiéme jour et un autre au douziéme.

Les auteurs ont expliqué ce phénomene par 1’induction de différentes xylanases. Les

produits des xylanases du premier pic seraient responsables de I’induction des xylanases

du deuxiéme pic.
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Figure 26. Evolution de la production de xylanases par la souche Jonesia denitrificans
ID 12-972 au cours du temps. Le milieu est incubé a 30°C et pH 9,5. L’activité xylanase
est mesurée a 50°C et pH 7.

C’est le cas également de la souche Streptomyces sp. F2621, qui aprés une
production de xylanases associées a la croissance, présentait une nouvelle augmentation
de la production a la fin de la phase stationnaire (Tuncer et al., 2004). L’augmentation de
la production a partir du quatrieme jour aprés une période de stabilité peut étre également
expliquée par le fait que les produits des xylanases du premier pic seraient responsables

de I’induction des xylanases du deuxiéme pic.

Le profil d’activité apres 3 jours d’incubation est similaire a celui obtenu avec J.
denitrificans BN13 cultivée sur le xylane de bouleau (Boucherba et al., 2011). Toutefois,
le taux de production de xylanases par notre souche est supérieur au taux de production
par J. denitrificans BN13, 118 U/ml aprés 24h d’incubation par notre souche contre 10,8
U/ml aprés 35h d’incubation par la souche J. denitrificans BN13 (Boucherba et al., 2011).
Ces auteurs ont trouvé que la production de xylanases par J. denitrificans BN13 est
partiellement associée a la croissance. Bien que la production de xylanases chez les
Actinobactéries est souvent associée a la croissance cellulaire, certains cas ont montré
que la production enzymatique et la croissance ne sont pas toujours liées (Nascimento et
al. 2002 ; Ding et al., 2004).

Une production élevée de xylanases (502 Ul/ml) est obtenue apres 5 jours

d’incubation. Elle est nettement supérieure a celles obtenues par certaines Actinobactéries
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décrites ; parmi lesquelles on peut citer : Streptomyces malaysiensis AMT-3 qui produit
116 U/ml apres 6 jours d’incubation et 1% de xylane de larix (Nascimento et al. 2003) et
Streptomyces viridochromogenes M11 qui excréte 56 U/ml aprés 8 jours d’incubation et
1% de xylane de hétre (Liu et al., 2013). Une production de 647 U/ml est rapportée chez
la souche Streptomyces olivaceoviridis E-86 aprés 7 jours d’incubation et 1,5 % de xylane
de hétre (Ding et al., 2004).

3- Production, purification et propriétés des enzymes
3-1. Purification partielle des xylanases de la souche sélectionnéee

La purification partielle des xylanases a révélé deux fractions actives (Fig.27). Sur
le gel SDS PAGE, la fraction A montre la présence d’une large bande avec un poids
moléculaire de 130 kDa, alors que la fraction B révele la présence de deux bandes, une
large avec un poids moléculaire de 45 kDa, et une étroite avec un poids moléculaire de
130 kDa (Fig. 28). Aprés comparaison avec le zymogramme effectué sur le surnageant
de la culture de J. Denitrificans BN13 (Boucherba et al, 2014), ces larges bandes
correspondent a des xylanases. Les xylanases des fractions A et B sont nommeées
respectivement JAXYNA et JAXYNB
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Figure 27. Chromatographie filtration sur gel des protéines de la souche Jonesia
denitrificans ID 12-972. Colonne HiLoad 16/60 Superdex 200 prep grade, tampon
phosphate pH 7, débit 1ml/min

Boucherbaet al, 2014, ont montré que I’extrait xylanolytique brut de J.
denitrificans BN-13 contient jusqu’a 6 xylanases, avec un poids moléculaire allant de 26
a 250 kDa (Boucherba et al., 2014), alors que deux xylanases uniquement sont détectées
pour la souche J. denitrificans ID 12-972. Cette différence peut étre expliquée par la perte

des autres xylanases au cours de la purification.

56



Résultats et discussion

230

150

100 e —

75

37

25
20

15
10

50 ——
!

Figure 28: SDS PAGE du surnageant de culture (colonnes 2 et 7), de la fraction A
(colonnes 3 et 4), de la fraction B (colonne 5 et 6) et des protéines standards (colonnes 1
et 8).

Des xylanases mutiples ont été également rapportées chez certaines
Actinobactéries (Boucherba et al., 2014 ; Wang et al., 2003), et chez des souches
halophiles et halotolérantes (Wejse et al., 2003 ; Winterhalter et Liebl, 1995). Cette
multiplicité de xylanases peut etre le résultat de modifications post-sécressionelles par la
digestion protéolytique (Biely, 1985). Elle reflete également la présence de toute une
machinerie enzymatique requise pour la dégradation du xylane (Poosarla et Chandra,
2014). Les xylanases produitent par un microorganismes ont des poids moleculaires
variés. Cette différence de poids moléculaire permet au microorganisme de s’adapter aux
architectures variables de la paroi cellulaire, atteignant ainsi les structures les plus
profondes pour une dégradation efficace des substrats lignocellulosiques (Beg et al.,
2000).

3-2. Production et purification de DtXYN11B et DtXYN11B-DS

La cinétique de production des deux xylanases montre que I’expression des deux
enzymes augmente durant les premieres heures, atteint un maximum a 6 heures
d’incubation, puis se stabilise (Fig. 29). Cependant, I’expression de la xylanase

DtXYN11B est meilleure que celle de la xylanase DtXYN11B-DS.
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Figure 29. Cinétique de production des xylanases (a) DtXYN11B et (b) DtXYN11B-
DS

Les extraits enzymatiques obtenus apres purification semblent d’une grande
pureté (80%). Les poids moléculaires des principales bandes de protéines obtenues sur
les gels d’¢lectrophorése dénaturante (Fig. 30 A et B) sont estimés a 19 kDa et 21 kDa,
valeurs qui correspondent respectivement aux poids moléculaires des Xxylanases
DtXYN11B et DtXYNB11-DS estimés auparavant par Li et al., (2013).

58



Résultats et discussion

DtXYN11B

DtXYNBE11-DS

Figure 30. SDS-PAGE des surnageants et des solutions protéiques obtenus par
chromatographie filtration sur gel de DtXYN11B (A) et de DtXYNB11-DS.(B).
Colonne 1 et 5 les protéines standards ; colonne 2 le surnageant du milieu de culture ;
colonne 3 chromatographie échangeuse de cations ; Colonne 4 chromatographie

filtration sur gel.
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3-3. Effet de la température sur activité xylanase

Les deux xylanases de J. denitrificans ID 12-972 montrent un optimum d’activité
a50°C (Fig. 31). Toutefois, JAXYNA semble mieux thermoactive que JAXYNB.
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Figure 31. Effet de la température sur I’activité des xylanases JAXYNA et JAXYNB.

L’activité xylanase est mesurée en présence de xylane de hétre a pH 7.

Les xylanases isolées d’actinomycetes mésophiles ont des optimums d’activité
entre 50 et 70°C (Liu et al., 2013 ; Zhou et al., 2012 ; Boucherba et al., 2014 ; Maheswari
et Chandra, 2000). La xylanase de la famille 11 de Streptomonospora sp. YIM 90494
présente un optimum d’activité a 55°C et de trés faibles activités a 75 et 85°C (Ren et al.,
2013). La xylanase de la souche Amycolatopsis sp. GDS a un optimum a 50°C, avec des
activités élevées a 70 et 80°C (Kshirsagar et al., 2016). La xylanase de famille 11 de la

souche Streptomyces sp. 7b montre une activité maximale a 50°C (Bajaj et al., 2010).

3-4. Effet du pH sur P’activité xylanase

Les xylanases JAXYNA et JAXYNB montrent des activités élevées entre pH 6 et
9 (Fig. 32). Elles révélent respectivement des activités optimales a pH 6 et 7 (Fig. 32).
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Figure 32. Effet du pH sur Iactivité des xylanases JAXYNA et JAXYNB. L’activité

xylanase est mesurée en présence de xylane de hétre a 50°C.

Plusieurs xylanases d’actinomycétes décrites ont révélées des optima d’activité a
pH 6 (Liu et al., 2013 ; Adiguzel et Tunger, 2016 ; Bajaj et Singh, 2010 ; Nascimento et
al., 2002). Une préférence au pH alcalins a été rapporté également chez d’autres xylanases
de souches halophiles et halotolérantes (Ren et al., 2013 ; Zhang et al., 2012 ; Zhou et
al., 2012 ; Kshirsagar et al., 2016).

3-5. Effet des sels sur I’activité xylanase

En général, les xylanases JAXYNA et JAXYNB montrent une bonne tolérance aux
sels testés. Elles révelent respectivement jusqu’a 53,64% et 65,44% d’activité en présence
de 5,13 M de NaCl et 74,26% et 80,6% en présence de 5,13 M de KCI (Fig. 33). JAXYNA
exhibe un optimum a 0,85 M de NaCl et a4 0,42-1,7 M de KCI (Fig. 33a). Elle est de ce
fait une enzyme modérément halophile. JOXYNB est plus active aux faibles

concentrations (Fig. 33b), mais elle est plus tolérante a ces deux sels que JAXYNA.
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Figure 33. Effet des sels sur I’activité des xylanases JAXYNA (a) et JAXYNB (b).
L’activité xylanase est mesurée en présence de xylane de hétre aux pH 6 et 7

respectivement et a 50°C.

Zhang et al. (2012), suggere qu’a des concentrations élevées en sels, le maintien
d’une charge négative a la surface de la protéine au pH alcalins est important pour I’action
enzymatique. Une halotolérance et une alcalophilie présentes ensemble dans la méme

enzyme suggere un lien entre ces deux propriétés.

Ces deux xylanases sont plus halotolérantes que d’autres xylanases
d’actinomycetes mésophiles. La xylanase de la souche Streptomyces sp. AOA40L reste
trés active jusqu’a 10% (1,7 M) de NaCl (80% d’activité), avec un optimum a 5% (0,85
M) de NaCl (Adiglzel et Tunger, 2016). La xylanase de Lechevalieria sp. HJ3 retient
plus de 55% de son activite aux concentrations de 0.2-2 M NaCl et 26 % a 4 M NacCl
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(Zhou et al., 2012), la xylanase de la souche Amycolatopsis sp. GDS exhibe 60%
d’activité aprés 1h d’incubation a 2.5 M NaCl et moins de 30% a 4M NaCl (Kshirsagar
etal., 2016).

La xylanase JAXYNA est stimulée en présence de 0.85 M de KCI (Fig. 33a). Les
xylanases de Streptomonospora sp. YIM 90494 (Ren et al., 2013) et Thermobifida
halotolerans YIM 90462T (Zhang et al., 2012) sont stimulées par 10 mM de KCI, mais
les xylanases d’autres actinomycées sont inhibées par la méme concentration (Liu et al.,
2013 ; Boucherba et al., 2014).

3-6. Effet des sels sur ’activité des xylanases hyperthermophiles

Les deux xylanases d’organismes thermophiles sont également hautement
tolérantes aux concentrations élevées de NaCl. (Fig. 34). Toutefois la xylanase
TfXYNL0A de la famille GH10 est plus tolérante (71,93% a 4 M NaCl) (Fig. 34a) que
les xylanases DtXYN11B et DtXYN11B-DS de la famille GH11 (57% et & 4 M NaCl)
(Figs. 34b et c). Elle présente un optimum d’activité de 0 a 2,5 M NaCl. Toutes les
enzymes tolerent mieux KCI que NaCl.

D’autres xylanases halotolérantes ont ¢été isolées de microorganismes
thermophiles (Yu et al. 2016 ; Winterhalter et Liebel, 1995; Teo et al., 2019).
L’halotolérance de TEXYN10A est comparable a celle de la xylanase GH10 TmXYN10B
de Thermotogamaritima MSB8 (100% de son activité a 2 M NaCl) (Yu et al. 2016). Elle
est supérieure a celle de deux xylanases GH10, XynA et XynB, isolées de Thermotoga
maritima MSB8. Ces deux enzymes maintiennent, respectivement 49 et 65%, de leurs
activités maximales a 2% NaCl (Winterhalter et Liebel, 1995), comparé a 94% d’activité
pour TFXYN10A. Toutefois, TFXYN10A est moins halotolérante que la xylanase GH10
XynRA2 de Roseithermus sacchariphilus RA qui retient 94% de son activité a 4% NaCl
(Teo et al., 2019) et la xylanase XynFCB de Thermoanaerobacterium saccharolyticum
NTOUI qui montre un optimum d’activité a 12,5% (2,1 M) de NaCl (Hung et al., 2011).

Les enzymes halophiles sont caractérisees par une surface comportant un nombre
important d’acides aminés acides chargés négativement et peu d’acides aminés basiques
et hydrophobes (Paul et al., 2008 ; Hutcheon et al., 2005 ; Fukuchi et al., 2003). La charge
négative des acides aminés acides contribue a 1’halotolérance en maintenant la protéine
soluble en milieu trés salin. Ceci est possible soit en formant un réseau ionique hydraté

avec les cations ou en prévenant 1’agrégation de la protéine via des répulsions
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électrostatiques des charges en surface (Ebel et al., 1999 ; Mevarech et al., 2000 ; Ebel et
al., 2002 ; Tadeo et al., 2009).
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Figure 34. Effet des sels sur ’activité des xylanases TFXYN10A a pH 6 (a),
DtXYN11B (b) et DtXYN11B-DS (c) a pH 6,5 et 70°C en présence du xylane de hétre.
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4- Activité des xylanases dans les liquides ioniques
4-1. Activité des xylanases dans 15% de liquides ioniques

Les activités des xylanases sont étudiées dans une nouvelle série de liquides
ioniques (LIs) superbasiques. Les enzymes sont d’abord testées dans 15% (v/v) de LIs &
base d’acétate-propionate et [nDBN]Me2POs (Fig. 35 et 36) et dans 5% (v/v) de LlIs a
base de guaiacolate (Fig. 37).
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Figure 35. Effet des liquides ioniques a base d’acétate et de propionate sur ’activité des
xylanases GH10 TFXYN10A, GH11 DtXYN11B et DtXYN11B-DS. L’activité
xylanase est mesurée en présence de xylane de hétre a pH 6 et 70°C. L’activité

enzymatique en absence de liquides ioniques est 100%.

La xylanase GH10 TFXYN10A montre une grande tolérance a la plupart des LIs
a 15% de concentration (Fig. 35). Par contre presque tous les LIs affectent I’activité des
xylanases GH11 DtXYN11B et DtXYN11B-DS (Fig. 35). Une tolérance similaire est
observée avec DtXYN11B et son variant stabilisé DtXYN11B-DS, montrant ainsi que la
stabilité thermale de DtXYN11B-DS n’offre aucun bénifice additionnel a I’enzyme.
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Les liquides ioniques [EMIM]OAc et [TMGH]OACc sont les mieux tolérés par
TEXYN10A (Fig. 35), alors que [TMGH]OAc, [TMGH]CO-Et et [EMIM]OAC sont
mieux tolérés par DtXYN11B (Fig. 35). [TMGH]OAc est un liquide ionique
potentiellement distillable (Parviainen et al., 2013), rendant son utilisation pratique plus

prometteuse.

La xylanase JAXYNA est la deuxieme enzyme la plus tolérante aux LIs (Fig. 36).
Cette tolérance comparée a celle des xylanases hyperthermophiles DtXYN11B et
DtXYN11B-DS (Fig. 35 et 36), montre que la thermostabilité n’est pas le seul facteur qui

intervient dans la tolérance aux LlIs.
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Figure 36. Effet des liquides ioniques a base d’acétate et de propionate sur ’activité des
xylanases JAXYNA et JAXYNB. L’activité xylanase est mesurée en présence de xylane
de hétre a 50°C et a pH 6 et 7 respectivement. L’activité enzymatique en absence de

liquides ioniques est 100%.

La xylanase JAXYNA tolere mieux les Lls a base de [TMGH]", [nDBN]" et
[EMIM]" que les LlIs a base de [DBNH]" et [DBUH]" (Fig. 36). La xylanase JAXYNB
tolere moins les LIs a base de [TMGH]* et [EMIM]" si on la compare aux xylanases
GH11 hyperthermophile DtXYN11B et DtXYN11B-DS. Par contre, elle présente une
tolérance supérieure ou comparable aux LIs a base de [DBNH]*, [DBUH]" et [nDBN]*
(Figs. 35 et 36).
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DtXYN11B et DtXYN11B-DS tolérent mieux les Lls a base du cation [TMGH]*
(Fig. 35 et 37). Elles tolerent [TMGH]guaiacolate mieux que TFXYN10A (Fig. 37). Il se
trouve également que le variant DtXYN11B-DS est plus tolérant aux LIs a base de
guaiacolate que DtXYN11B (Fig. 37). JAXYNA et JAXYNB sont complétement

désactivées par ces LlIs.
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Figure 37. Effet des liquides ioniques a base de guaiacolate sur I’activité des xylanases
GH10 TfXYN10A a pH 6, GH11 DtXYN11B et DtXYN11B-DS a pH 6,5. L’activité
xylanase est mesurée en présence du xylane de hétre a 70°C. I’activité enzymatique en

absence de liquides ioniques est 100%.

Plusieurs auteurs ont suggéré 1’existence d’un lien entre la thermophilie ainsi que
I’halotolérance et la tolérance aux LIs (Pottkamper et al., 2009 ; Zhang et al., 2011 ;
limberger et al., 2012 ; Yu et al.,, 2016). DtXYN11B-DS est plus thermophile et
thermostable que DtXYN11B (Li et al., 2013) et cette thermostabilité additionnelle
pourrait compter dans la grande tolérance aux LIs a base de guaiacolate. JAXYNA et plus
thermophile que JAXYNB et elle est plus tolérante aux LIs a base de propionate-acétate.
Ces deux enzymes sont compléetement inhibées par LIs a base de guaiacolate. Ces faits

suggerent egalement I’importance de la thermostabilité de I’enzyme dans la tolérance aux
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Lls. Toutefois, DtXYN11B est plus inhibée par les LIs a base de propionate-acétate
malgré sa thermostabilité élevée, ce qui montre que cette propriété n’est pas le seul facteur

impliqué dans la tolérance aux LlIs.

JOIXYNB montre une halotolérance comparable a celle de TFXYNI10A et
supérieure a celle de JAXYNA, mais elle est drastiquement inhibée par les LIs a base de
propionate-acétate. Ces faits suggerent que la propriété halototolérance ne garantit pas a

elle seule la tolérance aux Lls.

I1 a ét¢ montré que TEXYNI10A comme étant I’enzyme la plus tolérante aux LIS
parmi d’autres xylanases GH10 et GH11 (incluant DtXYN11B). Elle garde 100% de son
activité en présence de 15% de sept LIs (DMIM]DBP, [Chol]AcO, [BMIM]DMP,
[TMGH]n-PrCOQ, [P4444]AcO et [EMIM]DMP) (Rahikainen et al., 2017). DtXYN11B
retient en moyenne 49% de son activité dans cette série de LIs dont 90% avec [Chol]OAc
(Rahikainen et al., 2017).

Deux LIs semblent présenter une faible inhibition sur DtXYN11B : [TMGH]OAc
dans cette étude et choline acétate [Chol]OAc dans 1’étude de Rahikainen et al. (2017).
Cependant, le cation [TMGH]" exerce une forte inhibition lorsqu’il est associé a une
grosse molécule, c’est le cas de [TMGH]guaiacolate dans notre étude et [TMGH]n-
PrCOO (butyrate) dans 1’étude de Rahikainen et al. (2017). Tous ces résultats indiquent

que I’effet du cation est ajusté selon les propriétés de 1’anion.

Avec sa plus grande tolérante aux LIs, TEXYN10A a été choisie pour étudier les

mécanismes de cette tolérance.

4-2. Effet de 1a concentration élevée en substrat sur I’activité de TFXYN10A dans les

liquides ioniques

Puisque certains LIs sont connus pour I’inhibition compétitive qu’ils exercent sur
les xylanases (Anbarasan et al., 2017 ; Li et al., 2013 ; Chawachart et al., 2014 ; Yu et
al., 2016), une activité plus élevée devrait étre obtenue lorsqu’une plus grande
concentration de substrat est utilisée en présence des LIs. Le substrat a concentration

élevée entre en competition sur le site actif avec les molécules de liquide ionique.

Ainsi, les activités de TFXYN10A sont comparées dans 1% et 4% de concentration

de substrat, en présence de 15% de LlIs a base d’acétate-propionate et [NnDBNH]MePO4
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(Fig. 38) et 5% de LIs a base de guaiacolate (Fig. 39). Les résultats montrent que 1’activité

de I’enzyme est plus ¢levée dans le substrat a 4% que dans celui a 1%, avec tous les LISs.
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Figure 38. Activité de TEXYN10A dans 1% et 4% xylane de hétre en présence de 15%
de liquides ioniques a base d’acétate propionate. L’activité xylanase est mesurée a 70°C

et pH 6. L’activité enzymatique en absence de liquides ioniques est 100%

Cependant, avec les LIs a base de guaiacolate, avec 4% de substrat, le
recouvrement de 1’activité est plus faible comparé a celle obtenue en absence de LIs (Fig.
39). Ceci indique que I’inhibition s’exerce sur 1’enzyme méme en présence d’une
concentration élevée en substrat. La cause de cette forte inhibition peut étre attribuée a la
dénaturation de 1’enzyme en présence de 1’ion guaiacolate. L activité augmente avec 4 %

de substrat dans la plupart des cas en presence des LIs a base de guaiacolates (Fig. 39).

69



Résultats et discussion

90
80 - T OXylan (1%)
<70 1 I @Xylan (4%)
@ 60 -
2 :
®© 50 - I
s
g1 T B
Z 30 - = :
k3]
<L 20 A
10 A
0
Q [+] Q
ke ke S
Q (=] Q
Q Q Q
3] 3] 3]
© s ©
=5 =5 =
2 2 2
z z 5
m m
=) =) 3

Figure 39. Activité de TEXYN10A dans 1 et 4% de xylane de hétre en présence des
liquides ioniques & base de guaiacolate. L’activité xylanase est mesurée a 70°C et pH 6.

L’activité enzymatique en absence de liquides ioniques est 100%.

Les xylanases TFXYN10A, DtXYN11B et DtXYN11B-DS sont des enzymes
hautement thermostables et trés actives au-dessus de 70°C (Anbarasan et al., 2017 ; Li et
al., 2013). Elles ne sont probablement pas dénaturées par de faibles concentrations de
LIs a 70°C. Ainsi dans 35% de [EMIM]OAc, I’enzyme TfXYNIOA présente une
température optimale de 70°C (Anbarasan et al., 2017), alors que dans 20% de
[EMIM]OAC, I’enzyme DtXYNI11B révele une activité maximale a 75-80°C (Li et al.,
2013). Le recouvrement de ’activité aprés augmentation de la concentration en substrat
suggere que I’inhibition compétitive est le principal facteur dans 1’inhibition de ces
enzymes par les LIs a base d’acétate-propionate et [NnDBNH]MePO4 a 15%. D’autres
travaux ont étudié I’activité et la stabilité thermale de ces mémes xylanases (Anbarasan
et al., 2017 ; Li et al., 2013) ou d’autres xylanases thermostables (Chawachart et al.,
2014 ; Yu et al., 2016) en présence de solutions diluées de [EMIM]OAc, [EMIM]DMP

and [DBNH]OACc (5-35%). Il en ressort de tous ces travaux que ces enzymes perdent plus
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d’activité que de stabilité ce qui conforte I’hypothése de I’inhibition compétitive qui joue

un role clé dans la perte d’activité.

Le Guaiacol est un résidu phénolique de la dégradation de la lignine au cours du
traitement de la biomasse lignocellulosique (Du et al., 2010). Il exerce un effet inhibiteur
sur la xylanase d’Aspergillus japonicus (Sharma et al., 1985) et la cellulase de
Trichoderma reesei (Qin et al., 2016). A 5% de LlIs a base de guaiacolate, le variant le
plus thermostable DtXYN11B-DS montre plus de tolérance a ces LIs que DtXYN11B.
L’activité enzymatique n’est pas complétement recouverte avec ces LIs malgré la
présence d’une concentration élevée en substrat. Ces deux faits suggeérent que le pont
disulfure N-terminal, qui augmente la stabilité enzymatique de DtXYN11B-DS, protége
contre I’effet des LIs a base de guaiacolate. Ainsi, au contraire des autres LIs, ceux a base
de guaiacolate pourraient causer la dénaturation de la protéine. En se basant sur 1’étude
spectroscopique de la fluorescence a I’état stationnaire (tryptophane), il a été suggéré que
I’effet inhibiteur des composés phénoliques, tel que des LIs a base de guaiacolate, sur une
xylanase GH11 thermostable est attribué a des altérations structurales de la protéine
(Boukari et al., 2011). 1l est ainsi possible que la dénaturation protéique soit retardée par
le pont disulfure dans la région N-terminale de DtXYN11B-DS, d’ou débute la
dénaturation des xylanases GH11 (Purmonen et al., 2007). Toutefois, d’autres

expériences sont requises pour confirmer cette hypothése de la dénaturation protéique.
4-3. Activité de TFXYN10A dans différentes concentrations de liquides ioniques

L’activité de TEXYN10A a été étudié dans différentes concentrations de LIs a base
d’acétate-propionate et [NnDBN]Me2PO4 (Fig. 40). A 5%, les LIs sont bien tolérés,
[DBNH]COEt et [NnDBN]Me2PO4 augmentent méme légérement 1’activité enzymatique
(Fig. 40).
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Figure 40. Activité de TFXYN10A dans 5-30% de liquides ioniques. L’activité xylanase
est mesurée a 70°C et pH 7 en présence de xylanae de hétre. L activité enzymatique en

absence de liquides ioniques est 100%

Thomas et al., (2011) ont rapporté une 1égére augmentation de I’activité chez la
xylanase E2 dans [EMIM]MezPO4 a toutes les concentration utilisées (5, 10, 15, 20%
v/v). Aux concentrations 25-35%, on constate que ’activité enzymatique est beaucoup
mieux préservée en présence de [EMIM]OAc. [TMGH]OAC est le second liquide ionique
le mieux toléré par ’enzyme. A 35% de LIs, [EMIM]OAC présente une meilleure activité
(60%) suivie de [TMGH]OACc (20%). Tous les autres LIs inactivent 1’enzyme a la
concentration 35%.

En utilisant une série de LIs basee sur différents cations et anions, il est possible
de comparer le role de chaque ion dans I’inhibition. Avec 25% de LIs, la diminution de
I’activité suit le méme ordre que le cation soit conjugué a 1’acétate ou au propionate :
[EMIM] > [TMGH] > [DBUH] > [DBNH]. L’ordre [EMIM]OAc > [TMGH]OAC est

conservé a 35%. Toutefois, cet ordre n’est observé que pour les LIs & base de propionate
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a 15%, (Fig. 40). Cet ordre n’est pas observé a 5% ce qui indique qu’une concentration

suffisante de LIs est nécessaire pour obtenir un ordre clair d’inhibition.

A 25%, les LIs a base de propionate exercent plus d’inhibition sur I’enzyme que
ceux d’acétate. Aucune différence n’est observée entre ces deux ions aux concentrations
5% et 15% (Fig. 40). A 5%, I’inhibition générée par I’ion guaiacolate est plus accentuée
lorsqu’il est associé avec les cations [DBNH]*, [DBUH]" et [TMGH]", alors qu’avec
I’acétate et le propionate, ces cations sont mieux tolérés par TEXYN10A (Fig. 40). Une

inhibition de plus de 60% est observée avec les guaiacolates (Fig. 37).

Plusieurs propriétés des ions de LIs jouent un role clé dans I’inhibition des
enzymes en solutions diluées. Elles incluent I’hydrophobicité, la polarisabilité et la taille
de I’ion (Zhao, 2016 ; Yang, 2009 ; Heitz et al., 2018 ; Sun et al., 2017). Le degré
d’inhibition de TfXYNI10A révele que les cations sans cycle ou avec une structure
cyclique ([EMIM]" et [TMGH]") sont les plus tolérés par I’enzyme, alors que les cations
avec deux cycles ([DBNH]", [nDBN]" et [DBUH]?) sont les inhibiteurs les plus forts
(Fig. 41A).

Les cations de LlIs les plus tolérés sont ceux a faible atomes de C et H
hydrophobes, ((EMIM]+ 17 ; [TMGH]+ 17), et ceux a nombres d’atomes élevés sont les
moins tolérés ([DBNH]+ 19 ; [DBUH]+ 25 et [nDBN]+ 23). Plusieurs études ont montré
que les cations ayant une grande surface hydrophobe inhibent fortement les enzymes
(Rahikainen et al., 2017 ; Sun et al., 2017 ; Heitz et al., 2018). Cependant, dans cette
¢tude I’hydrophobicité des cations ne correspond pas completement a I’ordre d’inhibition

de TEXYNI10A, suggérant que d’autres facteurs y seraient impliqués.
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Figure 41. Structures des cations et des anions de liquides ioniques. A) Les structures
sont minimisées par le programme MM2 et crées par le programme ChemBio3D 12.0
(CambridgeSoft). B) la structure de guaiacolate est créé apres optimisation géométrique

par le programme Avogadro (https://avogadro.cc/).

Les cations utilisés sont une série d’ions superbasiques avec des basicités
variables : [nDBN]+ > [EMIM]+ > [DBUH]+ > [DBNH]+ > [TMGH]+ (du plus au
moins basique) (Parviainen et al., 2013). [DBNH]+ et [DBUH]+, cations les plus acides,

affectent plus ’enzyme, mais [mDBN]+, cation plus basique, n’est également pas toléré.
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Par conséquent, des propriétés autres que ’acidité-basicité du cation semblent dominer

I’inhibition enzymatique.

Il n’y a pas de corrélation entre ’inhibition de 1’enzyme et le rapport de la surface
totale sur le volume (ST/V) formés par les atomes polaires et non polaires du cation. Les
valeurs du ST/V des cations sont: [DBNH]* 1.01; [DBUH]" 0.96; [EMIM]* 1.11;
[MDBN]* 1.00 and [TMGH]" 1.02 (Parviainen et al., 2013).

La diminution de I’activité enzymatique en présence de propionate comparé a
I’acétate a la concentration 25% peut étre attribuée a 1’augmentation de I’hydrophobicité

due a la longueur de la chaine alkyl de I’anion (Fig. 41A).

Un autre facteur pouvant contribuer a I’inhibition, est la polarisabilité de I’anion.
Les anions sont plus polarisables que les cations avec la méme densité de charge (Yang,
2009). Les valeurs expérimentales de la polarisabilité électronique obtenue par des
mesures diélectriques sur des molécules gazeuses montrent que 1’acide propionique est
plus polarisable (6.96 A®) que I’acide acétique (5.15 A%) (Gussonia et al., 1998). Par
conséquent, ’inhibition de TfXYNIOA par les anions semble suivre leur degré de
polarisabilité. L’inhibition d’une tyrosinase dans les LIs a été 1ié a I’augmentation de

I’hydrophibicité et la polarisabilité de 1’anion (Heitz et al., 2018).

Les LIs a base de propionate sont moins visqueux que ceux a base d’acétate
(Parviainen et al., 2013), ce qui peut favoriser I’inhibition enzymatique. Xu (2017) a
constaté une diminution de la viscosité¢ avec 1’augmentation de la température due a

I’affaiblissement de 1’interaction entre le cation et [’anion.

Dans les solutions diluées de Lls, les anions kosmotropiques favorisent le
fonctionnement de 1’enzyme, alors que les anions chaotropiques le défavorisent (Zhao,
2016). Le propionate est plus kosmotropique que 1’acétate (Donald et Jenkins, 1995),
mais il est plus inhibiteur pour I’enzyme, ce qui indique que I’inhibition ne peut pas étre
expliquée seulement par I’effet kosmotropique des anions. Ce résultat est en accord avec

des études précédentes montrant que ’effet de I’anion ne suit pas toujours les séquences

de Hofmeister (Yang, 2009).

Dans les LIs a 5%, la taille et I’hydrophobicité élevée due au cycle benzéne (Fig.

41B) ainsi qu’une polarisabilité élevée (12.07 A%a I’état solide) (Gussonia et al., 1998)
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du guaiacolate seraient les causes principales de I’inhibition enzymatique de cet anion si

on le compare aux ions acétate et propionate.

Il semble qu’une hydrophobicité ¢levée de I’anion diminue la concentration de
liquide ionique nécessaire a 1’inactivation de 1’enzyme. Selon Zhao (2016), dans les
solutions de LIs diluées, les ions kosmotropiques portant les liaisons H de grande basicité
(acétate et propionate) tendent a interagir fortement avec les molécules d’eau et
deviennent moins inhibiteurs. Plus 1’anion devient hydrophobe, moins il est hydraté et
tend a interagir avec 1’enzyme. Cette interaction peut étre accentuée avec 1’augmentation

de la polarisabilité et pourrait conduire a I’inactivation de I’enzyme a faible concentration.
4-4. Effet des liquides ioniques sur les parameétres cinétiques de TEXYN10A

Le modéle cinétique en état stationnaire de Michaelis Menten décrit la cinétique
de la réaction d’une enzyme avec un seul site actif. Dans ce modéle, Kv est la
concentration du substrat correspondant a la moitié de la Vitesse maximale (Vmax) et
refléte I’affinité de I’enzyme pour le substrat, alors que Vmax €st la vitesse de la réaction
en présence d’un exces de substrat. Ainsi, 1’effet d’un liquide ionique sur Km et Vmax
traduit respectivement son effet sur la liaison du substrat au site actif et sur la vitesse

catalytique.

Les cinétiques de la réaction de TFXYN10A en présence et en absence de 5% de
LIs sont rapportées sur les Figures S2 a S13 (annexe I). Les valeurs des parametres
cinétiques sont données dans le tableau 6.

Tous les LIs augmentent le Ku, mais elle est plus élevée en présence de ceux a
base de guaiacolate, 11.335 mg/ml avec [TMGH] guaiacolate. Le Vmax est sensiblement
le méme en présence ou en absence de la plupart des LIs a base d’acétate-propionate,
excepté [DBNH]CO2Et. [DBNH]CO2Et et [NDBN]Me2PO4 qui I’augment légérement.
Ceci peut expliquer la 1égere augmentation d’activité observée a 5% de liquide ionique.
La caractéristigue commune entre ces LIs est la présence de la structure DBN dans le
cation. [DBNH]CO2Et qui révéle le Vmax le plus élevé, exerce, néanmoins, une forte

inhibition a des concentrations élevées en liquide ionique (Fig. 40).
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Tableau 6. Paramétres cinétiques de TFXYN10A en présence de 5% de LIs

Liquide ionique Vmax relative Km (mg/mL) Vimax/ Km relative
No IL 1.000 + 0.022 0.506 + 0.048 1.986 + 0.197
[DBNH]OAC 1.002 + 0.016 0.651 + 0.044 1544 + 0.004
[DBNH]COGE 1.267 +0.011 0.650 + 0.023 L951 £ 0.076
[DBUH]OAC 1.051 + 0.010 0.735 £ 0.025 1431 + 0.048
[DBUH]COEt 1.072 + 0.015 0.641 £ 0.021 L6724 0.057
[EMIM]OAC 1.076 + 0.023 0.729 + 0.060 1480 + 0.121
[MDBN]MesPO: 1.138 % 0.000 0.657 + 0.001 1732 + 0.003
[TMGH]OAC 1.037 + 0.052 0.625 + 0.088 L6734 0.181
[TMGH]COsEt 1.034 + 0.026 0.695 + 0.050 1492 + 0.072
[DBNH]guaiacolate ~ 0-3%7 £0,025 1.284 £0.217 0.281 + 0.027
[DBUH]guaiacolate  0-47> *0.020 2.928+0.472 0.164 + 0.023
[TMGH]guaiacolate  0-324 *0.003 11.335+0.346 0.028 + 0.000

La tres faible augmentation du Km en présence de la plupart des LIs a 5% indique

que TfXYN10A possede une aptitude élevée a préserver son activité. Les liquides
ioniques a base d’acétate-propionate et [nDBNH]MePO4 ne montrent aucun ordre dans
leur effet sur les parametres cinétiques (Tableau 6). Cependant, le remplacement des
anions par le guaiacolate révéle une différence significative dans les parametres
cinétiques notamment les Km. Les LIs & base de guaiacolate diminuent clairement Vmax
lequel combiné a une augmentation du Kwm, peut expliquer les faibles activités observées

en présence de ces Lls.
4-5. Liaison des molécules de liquide ionique au site actif

Le programme SwissDock est utilisé dans le docking des cations [DBNH],
[DBUH]", [EMIM]*, [nDBN]* et [TMGH]" ainsi que des anions acétate, propionate et
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guaiacolate dans les structures de TFXYN10A et DtXYN11B. Ceci permet d’obtenir des
informations préliminaires sur la fagcon par laquelle les molécules des LlIs pourraient se
lier au site actif. Elle permet également d’expliquer comment cette liaison aux 250-256
postures, assemblées en groupes, peut étre corrélée a I’activité enzymatique obtenue dans

les solutions de Lls.

4 & 13 groupes de liaison de cations sur un total de 35-50 pour TFXYNZ10A, et 20
a 33 sur un total de 34-39 groupes pour DtXYN11B sont liés au site actif (Tableau S1 de
I’annexe II). Chaque groupe représente le chevauchement de plusieurs postures de liaison,
mais certains montrent un chevauchement plus élevé. Le nombre de groupes de cations
liés au site actif semble étre corrélé avec 1’inhibition enzymatique (Tableau S1 de
I’annexe II). Le nombre élevé de groupes de cations liés a DtXYN11B est corrélé
également avec la forte inhibition de cette enzyme, comme observé précédemment avec
le cation [EMIM]* (Chawachart et al., 2014).

Dans le docking de [EMIM]" au site actif des xylanases TasXynlOA et
DtXYN11B, Chawachart et al., (2014) ont observeé que la surface de la liaison potentielle
du cation est plus réduite chez TasXyn1l0A que chez DtXYN11B. Cette surface est
également réduite chez TFXYN10A pour la liaison de tous les cations étudiés comparée
a celle chez DtXYN11B. Ceci traduit la plus forte inhibition de DtXYN11B par les
différents LIs (Figs. 42 et 43). En se basant sur la structure des protéines, Chawachart et
al. (2014) ont fourni une explication pour la différence d’inhibition par les LIs entre les
xylanases GH10 et GH11. Ils ont proposé que le site actif étroit et profond des xylanases
GHI11 permet la liaison transitoire d’une grande quantité de cations [EMIM]", alors que
dans le site actif plus ouvert des xylanases GH10, la liaison des cations [EMIM]" est

distribué en zones restreintes.
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Figure 42. Comparaison des caractéristiques du site actif de TEXYNL10A (A et B) et

DtXYN11B (C et D). La simulation montre la différence de liaison des cations aux sites
actifs des deux enzymes. Les images moléculaires sont créées par le programme UCSF

Chimera.
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Figure 43. Comparaison des sites de liaison du cation [EMIM] et des molécules de substrat
tétramérique a la surface de TFXYN10A et DtXYN11B. La simulation montre la localisation
des cations dans le site actif de TEXYN10A (A) et DtXYN11B (C) dans la méme zone de
liaison du substrat et la liaison du xylotetraose a TFXYN10A (B) et DtXYN11B (D).
Xylotétraose est docké a la structure modelée de TFXYN10A et a la structure GH11 1XYP
puis transféré a la structure 1IM4W de DtXYN11B. Les ligands sont montrés en cyan, les
atomes d’azote en bleu et les atomes d’oxygene en rouge. Les images moléculaires sont

créées par le programme UCSF Chimera.

Fondamentalement, peu de cations (1 a 4) sont capables de se lier simultanément
aux sites actifs en se basant sur I’espace disponible et la taille des cations (Fig. 44). Dans
la simulation de Jaeger et Pfaendtner (2013), deux ou trois cations [EMIM]* occupent
préférentiellement un espace tres proche du site de liaison du substrat chez la xylanase
GH11 de Trichoderma longibrachiatum. L’énergie de liaisons la plus élevée de tous les
cations dans le site actif est localisée au-dessus des résidus catalytiques, indiquant la plus

grande capacité de liaison du site de liaison au substrat. Par exemple, dans la posture du
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cation [DBNH]", dont I’énergie de liaison est la plus élevée (cation du haut sur la figure
44), I’atome d’azote du cycle est plaqué contre le résidu catalytique Glu128 tandis que la
partie hydrophobe de ce cycle est plaquée contre les cycles aromatiques de Trp85, Tyrl72

et Trp274 a la surface du site actif (non montré).

Figure 44. Docking du cation 1,5-Diazabicyclo[4.3.0]non-5-enium [DBNH]*et de
I’anion guaiacolate au site actif de TEXYN10A.

Jaeger et Pfaendtner (2013) ont observé chez la xylanase GH11 une interaction
specifique entre les résidus de surfaces lysine et arginine chargés positivement et I’atome
d’oxygene chargé négativement des anions acétate et sulfate d’éthyle des LIs. Le docking
des anions a TEXYNI10A révele que le site majeur de liaison est situ¢ a 1’autre extrémité
du site actif loin du site de liaison des cations (Figs. 44 et 45). 15 groupes de postures de
guaiacolate se lient aux sites actifs sur un total de 39 groupes (Tableau S1 de 1’annexe II),
mais deux groupes seulement d’acétate ou de propionate. Au niveau du site de liaison
I’anion guaiacolate est plaqué contre le résidu Arg275 chargé positivement (Figs 44 et
45). Les postures d’acétate et de propionate sont proches de Arg275 (Fig. 45B pour
propionate).
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Figure 45. Groupes de liaison de guaiacolate (A), propionate (B), [DBNH]* (C), [DBUH]* (D)
et [TMGH]* (E) et la liaison du Xylotétraose (F) a TFXYNI10A. La structure du site actif est
sous la forme d’une demi-lune. L’¢étoile jaune sur A et B montre la place des résidus
catalytiques, et I’¢étoile rouge, la place du résidu Arg275. Une seule pose représentative des
poses de liaison est montrée pour chaque groupe. Les atomes d’azote sont montrés en bleu et
les atomes d’oxygéne en rouge. Les images moléculaires sont créées par le programme UCSF

Chimera.

Chez TFXYN10A, en se basant sur la taille du site actif et des molécules de Lls,
ainsi que les positions des sites potentiels de liaison des cations et des anions, on estime
que I’espace du site actif pourra abriter par exemple deux cations [DBNH]" et un anion
guaiacolate. Le cation [DBNH] ne se lie pas au site de liaison du guaiacolate (Fig. 45),

laissant probablement un espace suffisant pour la liaison de ce dernier.

Le docking dans le site actif de DtXYN11B de deux cations et un guaiacolate est
montré sur la figure 46, et de groupes d’ions sur la figure 47. Chez cette enzyme, le site
actif contient quelques postures pour le guaiacolate (5 groupes), mais peu de traces

d’acétate et de propionate a des positions distancées (non montré). Les résultats du
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docking montrent que chez DtXYNI11B, les sites de liaison du cation et de 1’anion se

chevauchent contrairement a TEXYNZ10A (Fig. 46).

Figure 46. Docking de 1’anion guaiacolate (A), du cation 1,5-Diazabicyclo[4.3.0]non-5-
enium [DBNH]+ (B) et du cation 1,1,3,3-Tetramethylguanidinium [TMGH]+ (C) a la
xylanase GH11 DtXYN11B.

Figure 47. Occupation du site actif de DtXYN11B par des groupes de cation/anion de liquides

ioniques. A) DtXYNI11B avec des groupes d’anion guaiacolate, B) DtXYNI11B avec des
groupes de cations [DBNH]* et C) DtXYNB avec les groupes de cation [TMGH]". Les fleches

montrent la liaison des groupes d’ions au site actif. La région des résidus catalytiques est

montrée par une étoile rouge en A. Les images moléculaires sont créees par le programme

UCSF Chimera.

Le site actif de la xylanase GH10 TFXYN10A possede des sites de liaison sépares
pour le cation et I’anion (Fig. 44). Il est probable que ; conjuguée a une grande surface de
liaison hydrophobe du guaiacolate et du cation, I’interaction de charge entre I’anion et le
cation contribue a I’effet synergétique de ces ions dans leur liaison au site actif, inhibant

ainsi plus fortement ’activité enzymatique. Cet effet est réduit pour I’acétate et le
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propionate en raison de leur faible liaison au site actif (Tableau S1 de 1’annexe II). Cecli
est en accord avec la simulation de Jaeger et Pfaendtner (2013) ou aucun cation acétate
n’a été cinétiquement attaché au site actif d’une xylanase GHI11 en présence de
[EMIM]OAC. Chez GH11 DtXYN11B, le cation et I’anion semblent attachés a la méme
zone (Fig. 46). Cette différence des interactions combinées du cation et de I’anion avec

I’enzyme peut expliquer la différence d’inhibition de ces deux enzymes.

Les deux cycles dans le cation et le cycle guaiacolate forment ensemble une large
surface hydrophobe. Le site actif des glycosyl hydrolases contient des surfaces
hydrophobes qui lient les parties hydrophobes des chaines de carbohydrates. Ces surfaces
formeraient également des interactions fortes avec les parties hydrophobes des cations et
des anions de LIs.

Les energies de liaison des cations ne sont pas corrélées aux activités
enzymatiques (Tableau S1 de I’annexe II), alors que le niveau energétique de liaison de
guaiacolate au site actif reflete I’ampleur de I’inhibition contrairement a ceux de 1’acétate
et du propionate. Le taux d’’inhibition le plus elevé est enregistrée avec le guaiacolate
(energie de liaison -7.65 kcal/mol pour TEXYNZ10A et -6.20 kcal/mol pour DtXYN11B),
et la plus faible inhibition avec le propionate (-6.50 kcal/mol) et acétate (-6.48 kcal/mol)
(’acétate et le propionate sont testés uniquement sur TEXYN10A). Les énergies de liaison
des cations sont toutes situées dans I’intervalle de -6.4 — -7.0 kcal/mol pour les deux
enzymes, indiquant que la liaison du guaiacolate a TFXYN10A pourrait étre la plus forte
parmi ces molécules de liquides ioniques. Cette forte liaison du guaiacolate a

TfXYN10A, pourrait expliquer pourquoi I’inhibition par cet anion est plus importante
chez TFEXYN10A que chez DtXYN11B.
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L’isolement d’une souche xylanolytique a partir d’'un compost a base de fiente de
volaille conforte le caractére ubiquitaire des microorganismes xylanolytiques et de
I’importance des xylanases dans le recyclage d’une grande partiec du carbone de la

biomasse cellulosique.

La souche sélectionnée appartient a 1’espéce Jonesia denitrificans, une
actinobactérie mésophile du sol, isolée d’un compost de fiente de poulet. Elle est

alcalophile et capable de croitre jusqu’a 12% de NaCl.

L’optimisation de la production de xylanases par cette souche a permis d’obtenir
une activité enzymatique de 502 U/ml dans le milieu composé de (g.1%) : xylane de hétre
150g, extrait de malt 5g, NaCl 5g, KCI 30g, Na2HPO4 5g, MgSO4 7H20 0.2 g, ajusté a
pH 9,5 et incubé a 30 °C.

La purification partielle a abouti a deux xylanases de poids moléculaires 130 et
45kDa. La multiplicité des xylanases dans cette souche témoigne de son réle important

comme agent de dégradation du xylane.

Les deux xylanases possedent des propriétés physicochimiques les rendant
susceptibles d’application dans les différentes industries de traitement des matiéres
lignocellulosiques. En effet, avec des activités élevées a 50 °C et a des pH neutre ou
basiques, elles peuvent servir dans la production du bioéthanol et du papier. Leur
halotolérance élevée les rendent susceptibles d’application dans la dégradation de la

biomasse algale.

L’introduction des liquides ioniques comme agents de prétraitements de la maticre
lignocellulosique avant I’hydrolyse enzymatique peut remplacer les prétraitements
physicochimiques en raison de leurs avantages sur ces derniers. En effet, en plus d’étre
moins polluants, ces substances réduisent plus efficacement la cristallinité de la cellulose
et éliminent la lignine. Les conditions de traitement sont également moins
consommatrices d’énergie. Toutefois, rares sont les xylanases tolérantes aux liquides
ioniques, et la compréhension des mécanismes de cette inhibition est d’une grande

importance.
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La thermostabilité et 1’halotolérance ont été liées a la tolérance aux liquides.
Toutefois, aucune de ces propriétés ne peuvent expliquer a elle seule cette tolérance. En
effet, la tolérance aux liquides ioniques semble étre un phénomene complexe faisant

intervenir plusieurs facteurs liés a I’enzyme, au liquide ionique et a leur interaction.

Parmi les xylanases testées, la xylanase GH10 hyperthermostable TFXYN10A est
la xylanase la plus tolérante aux liquides ioniques a base d’acétate-propionate. Elle est
suivie par la xylanase de poids moléculaire élevé de la souche sélectionnee, et dont
I’halotolérance ¢levée serait 1'un des facteurs contribuant a cette tolérance. La
thermostabilité additionnelle de la xylanase GH11 DtXYN11B-DS semble étre le facteur

déterminant dans la tolérance aux liquides ioniques a base de guaiacolate.

Un site actif plus large, une surface de liaison au substrat dans le site actif moins
hydrophobe et moins d’interactions entre 1’enzyme et les ions du liquide ionique semblent
jouer un réle déterminant dans la tolérance aux liquides ioniques. Les cations et les anions
du liquide ionique contribuent ensemble a I’inhibition de 1I’enzyme en entrant en
compétition avec le substrat dans I’occupation du site actif. Ces principes peuvent étre
utilisés pour assoir les conditions du processus de traitement dans les liquides ioniques,
en construisant des xylanases tolérantes aux liquides ioniques ou des liquides ioniques

compatibles avec les xylanases.

Les résultats de cette étude ouvrent la voie a plusieurs perspectives, parmi

lesquelles :

e Production de xylanases par la souche sélectionnée avec un résidu
agroalimentaire tel que le son de blé.

e Recherche d’autres glycoside hydrolases potentiellement produites par
cette souche.

e Clonage des genes des xylanases dans Escherichia coli ou Pichia pastoris
en vue d’obtention de quantités élevées de ces enzymes.

e Détermination d’autres propriétés des xylanases telles leurs stabilités aux
températures, pH et sels.

e Essai d’hydrolyse enzymatique d’un déchet lignocellulosique apres
traitement par les liquides ioniques en utilisant les xylanases les plus
tolérantes (TFXYN10A et JAXYNA).
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Figure S1. Droite d’étalonnage des marqueurs en électrophorese dénaturante

Les courbes d’étalonnage pour le dosage des sucres réducteurs en absence ou en
présence des liquides ioniques sont montrées sur la figure S2. Les courbes pour la
détermination des paramétres cinétiques sont montrées sur les figures S3-S14.
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Figure S2A. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de
[DBNH]OAC
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Figure S2B. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de

[DBNH]CO2EL
y ={1.2233x2 + 4.3389x - 0.1786
R?=1
y = 41.3296x? + 4.4104x - 0.3774
R?=0.9999
(]
g= -0.7411x2 + 3.6338x - 0.177
© RZ=1
2
yg( .0093x2 + 2.7061x - 0.0794
2 R?=1

¢ 0%
5%
15%
25%

Xylose (mg/ml)

Figure S2C. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de

[DBUH]OAC
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Figure S2D. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de

[DBUH]CO.Et
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Figure S2E. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de

[EMIM]OAC
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Figure S2F. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de
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Figure S2G. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de

[TMGH]OAC
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Figure S2H. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de

[TMGH]CO.Et
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Figure S2I. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de 5%

[DBNH]guaiacolate
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Figure S2J. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de 5%
[DBUH]guaiacolate
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Figure S2K. Courbes d’étalonnage pour le dosage du xylose en présence de 5%
[TMGH]guaiacolate
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Figure S3. Evolution de la vitesse de la réaction de TEXYN10A en fonction de la

concentration du substrat en absence de liquide ionique
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Figure S4. Evolution de la vitesse de la réaction de TEXYN10A en fonction de la
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Figure S5. Evolution de la vitesse de la réaction de TEXYNZ10A en fonction de la
concentration du substrat en présence de [DBNH]CO2Et IL
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Figure S6. Evolution de la vitesse de la réaction de TFXYN10A en fonction de la
concentration du substrat en présence de [DBUH]OAc
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Figure S7. Evolution de la vitesse de la réaction de TEXYN10A en fonction de la

concentration du substrat en présence de [DBUH]COEt
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Figure S9. Evolution de la vitesse de la réaction de TEXYNZ10A en fonction de la
concentration du substrat en présence [MDBN]Me2PO4
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Figure S10. Evolution de la vitesse de la réaction de TFXYNZ10A en fonction de la
concentration du substrat en présence de [TMGH]OAc
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Figure S11. Evolution de la vitesse de la réaction de TEXYNZ10A en fonction de la
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Figure S12. Evolution de la vitesse de la réaction de TFXYN10A en fonction de la
concentration du substrat en présence de [DBNH]guaiacolate
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Figure S13. Evolution de la vitesse de la réaction de TFXYN10A en fonction de la

concentration du substrat en présence de [DBUH]guaiacolate
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Figure S14. Evolution de la vitesse de la réaction de TFXYNZ10A en fonction de la
concentration du substrat en présence de [TMGH]guaiacolate
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Figure S15. Droite d’étalonnage pour le dosage des protéines par la macrométhode
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Figure S16. Droite d’étalonnage pour le dosage des protéines par la microméthode
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Tableau S1. Résultats du docking moléculaire par le programme SwissDock et les activités
xylanase dans les liquides ioniques. Les activités enzymatiques sont mesurées en présence de
xylane d’hétre.

Groupes
IL dansle | Moy. AG
Enzyme . . -
cation site AG? minimale3
actif?
TfXYN10A Activité (%) 25% IL Activité (%) 15% IL
Acetate | Propionate | Acetate | Propionate
[DBNH]* 12/44 -5,93 -6.69 45.1 15.8 66.4 61.0
[DBUH]* 7/37 -6,19 -6.44 53.5 19.4 90.7 84.5
[MDBNH]** 4/39 -6.20 -6.42 - - - -
[EMIM]* 11/35 -6,26 -6.83 73.4 91.3
[TMGH]* 13/50 -6,10 -7.04 66.1 36.9 93.1 95.1
Activité (%) 5% IL
[DBNH]* [DBUH]* [TM+GH]
guaiacolate 15/39 -6.80 -7.65 34.0 335 17.0
propionate 2/35 -6.54 -6.59 111.0 105.2 101.9
acetate 2/28 -6.46 -6.48 96.0 102.7 104.0
DtXYN11B Activité (%)15% IL
Acetate | Propionate
[DBNH]* 28/38 -5,98 -6.60 17.4 18.5
[DBUH]* 33/39 -5,95 -6.47 26.2 13.1
[MDBNH]*™* | 27/34 -6.11 -6.46 - -
[EMIM]* 20/36 -6,03 -6.98 36.5
[TMGH]* 23/34 -5,86 -6.41 44.0 42.0
Activité (%)5% IL
[DBNH]* [DBUH]* [TM+GH]
guaiacolate 5/37 -5.60 -6.20 35.9 331 55.1

Par rapport a tous les groups de liaison a la protéine. ?Pour les postures d’énergies maximales de chaque
groupe de liaison au site actif. ®Dans chaque groupe. “L’activité enzymatique dans 25% et 15%
[MDBNH]Me2P0O4 est de 39,2 % et 68,1 % respectivement pour TEXYN10A, et 24% pour DtXYN11B

dans 15% L.
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Dosage des sucres réducteurs

Solution a base d’acide dinitrosalicylique (DNS)

Acide dinitrosalicylique........................e. 109
Soude.....oooviiii 16 g
Tartrate de potassium sodique.................. 30049
Eaudistillée...........cooviiiiiiiiin, qgsp 1000 ml

La solution est préparée dans 1’obscurité puis filtrée et conservée a 1’abri de la lumiére.

Dosage des protéines

Solutions utilisées dans le dosage des protéines par la méthode de Bradford (1976) est :

Bleu de Coomassie Brillant G250............... 100mg

Ethanol 95%...........cccooiiiiiiiice, 50ml

Acide phosphorique 85%...........ccccoecvviiviiennnns 100ml

HoO .o Jusqu’a 1000ml

Conservé a 4°C a I’abri de la lumiére et filtré avant utilisation

Composition des solutions d’électrophorése dénaturante

Tampon de séparation

5 T 18.5¢
S S 400 mg
Eaudistillée ...........cooiiiiiiiiiiiii 100 ml

Le pH est ajusté a pH 8.8

Tampon de concentration

TIIS ot 69
SDS 400 mg
Eaudistillée...........ccooiviiiiiii 100 ml

Le pH est ajusté a pH 6.8

Tampon de migration (X10)

TIIS o 30.3 ¢
Glycine ....oovviiiiiii 144 g

SDS 10 g
Eaudistillée ...........cooooiiiiiiiii, gsp 1000 ml

Le pH est ajusté a pH 8.3
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Le tampon de migration est réalisé par dilution 10 fois de cette solution

Tampon échantillon (X4)

Trizmabase........coovvviiiiiiiiiiiiiiiiiienen, 0.303 ¢
SDS 08¢
Eaudistillée ............coooviiiiiiiii, 4 ml

Le pH est ajusté a 6.75 avec du HCI concentré

Glycrol ......ovviiiiii e, 4 ml
B-mercaptoéthanol (14.3 M) .................... 2mi
Bleu de bromophénol............................ 0.1 mg

Des aliquotes de 1 ml sont stockées a — 20°C

Solution de fixation

Acide trichloroacétique..................c....... 114 g
Ethanol absolu..............coooiiiiiiiiian, 300 ml
Eaudistillée...........ccoooiiiiiiiii, gsp 1000 ml

Solution de coloration

Bleu de Coomassie R250 ........................ 19
Méthanol ...........cooeviiiiiiiiieen, 450 ml
Acide acétique..........ooviviiriniiiieaa, 100 ml
Eaudistillée...........ccooiviiiiiin gsp 1000 ml

Le colorant est solubilisé dans le mélange méthanol/eau distillée puis 1’acide acétique est
ajouté. La solution obtenue est filtrée a travers le un papier filtre.

Solution de décoloration

Méthanol...........cooveiiiiiiii e, 250 ml
Acide acétique........c.ovviiiiiiiiaiaaan 100 mi
Eaudistillée...........coeviiiiiiis gsp 1000 ml
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ARTICLE INFO ABSTRACT

The use of enzymes in aqueous solutions of ionic liquids (ILs) could be useful for the enzymatic treatment of
lignocellulose. Hydrophilic ILs that dissolve lignocellulose are harmful to enzymes. The toleration limits and
enzyme-friendly superbase IL combinations were investigated for the hyperthermophilic Thermopolyspora flex-
uosa GH10 xylanase (endo-1,4-B-xylanase EC 3.2.1.8) TfXYN10A and Dictyoglomus thermophilum GH11 xylanase
DtXYN11B. TfXYN10A was more tolerant than DtXYN11B to acetate or propionate-based ILs. However, when the
anion of the ILs was bigger (guaiacolate), GH11 xylanase showed higher tolerance to ILs. 1-Ethyl-3-methyli-
midazolium acetate ([EMIM]OACc), followed by 1,1,3,3-tetramethylguanidine acetate ([TMGH]OAc), were the
most enzyme-friendly ILs for TEXYN10A and [TMGH] *-based ILs were tolerated best by DtXYN11B. Double-ring
cations and a large size anion were associated with the strongest enzyme inhibition. Competitive inhibition
appears to be a general factor in the reduction of enzyme activity. However, with guaiacolate ILs, the dena-
turation of proteins may also contribute to the reduction in enzyme activity. Molecular docking with IL cations
and anions indicated that the binding mode and shape of the active site affect competitive inhibition, and the co-
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GH11 xylanase
Enzyme kinetics
Enzyme inhibition
ITonic liquid

binding of cations and anions to separate active site positions caused the strongest enzyme inhibition.

1. Introduction

The valorisation of renewable lignocellulosic materials from agri-
culture and forestry is a global approach to reducing the dependence on
fossil resources [1]. The main components of lignocellulosic biomass are
cellulose, hemicellulose and lignin [2]. The enzymatic treatment of lig-
nocellulosic carbohydrates generates hexose and pentose sugars [3].
However, the high crystallinity of cellulose and the complex association
of polymers in lignocellulose matrix limit the performance of enzymes
[4-6]. Lignocellulose processing also liberates compounds that inhibit
enzymes, and in high biomass loading their concentrations becomes
high. In addition, a major enzyme inhibition form is end-product in-
hibition in a high substrate concentration, and this principle affects the
industrial high-solids conditions [7-9]. Ionic liquids (ILs) have shown
great promise in the pretreatment of lignocellulosic biomass in reducing
recalcitrance to enzymatic hydrolysis [10,11]. However, ILs may cause a
strong enzyme inhibition effect. Thus, studying ways in which to mini-
mize the role of inhibitory factors could be essential to developing effi-
cient processes for enzymatic lignocellulose hydrolysis. ILs are salts that
exist in liquid form below 100 °C and are useful as dissolving agents in

the pretreatment of lignocellulose for improving its enzymatic hydro-
lysis. Pretreatment with ILs can effectively remove the lignin and reduce
the crystallinity of cellulose to permit enzymatic hydrolysis at high solid
loadings and low enzyme concentrations [12-14]. Ionic liquids can also
enhance chemical catalysis of cellulose for products [15] and, together
with deep eutectic solvents, are favoured as potential green solvents
[16,17]. Hydrophobic ILs are known to stabilize enzymes, whereas those
ILs of a hydrophilic nature are highly detrimental to enzymes [18,19].
The incompatibility of enzymes with ILs enhances the need for extensive
washing of the cellulose fibre before the enzymatic hydrolysis [20]. Thus,
developing new enzymes with a higher tolerance to hydrophilic ILs or
finding ILs that are more enzyme-friendly is necessary in order to in-
crease the use of hydrophilic ILs together with enzymes.

Xylan is the major constituent of hemicelluloses and the second
most abundant polymer after cellulose. Endoxylanases (EC 3.2.1.8.) are
glycoside hydrolase enzymes that hydrolyse the cleavage of 1,4-8-xy-
losidic linkages in xylan, leading to the liberation of xylooligosacchar-
ides and xylose. Most of the studied endoxylanases belong to the GH10
and GH11 families. Endoxylanases of the GH10 family have a high
molecular weight (> 30 kDa) and low isoelectric points (pI), whereas
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GH11 endoxylanases have a low molecular weight (< 30 kDa) and a
high pI [21]. Xylanases are used in feed production, pulp bleaching and
the food industry [21,22]. They can also be used to assist cellulases in
lignocellulose hydrolysis [23,24].

ILs affect both enzyme activity and stability [25,26]. In dilute aqu-
eous solutions, hydrophilic ILs become at least partially dissociated and
the solvated ion consequently interact individually with the enzyme
[25]. Different enzyme inhibition mechanisms were observed in ILs so-
lutions: competitive [27,28], uncompetitive [29], pure non-competitive
[30,31] and mixed inhibition [31]. ILs destabilize enzymes via disruption
of the protein secondary structure [32,33]. In dilute IL solutions the
kosmotropic effect (Hofmeister series) of the IL ions on enzymes may be
applicable: kosmotropic anions and chaotropic cations favour enzyme
functioning, while chaotropic anions and kosmotropic cations do not
favour it [25]. It is suggested that the specific ion effect is used instead of
the Hofmeister series effect because of the debate on whether the hy-
dration of ions perturbs the water structure surrounding the enzymes
[25]. Hydrophobicity of ions and polarizability of anions are among the
factors that are implicated in the ion-specific effect on enzyme activity
and stability in aqueous solutions of ILs [25,26,34,35]. The functioning
of certain enzymes in ILs does not follow the Hofmeister series, which
reflects the fact that the kosmotropicity/chaotropicity effect is not the
only factor governing enzyme performance [25,26].

Lignocellulose-degrading enzymes from extremophile prokaryotes
exhibit extreme tolerance towards heat, acids, alkali and salts [36-38].
The use of thermophilic enzymes was among the strategies adopted to
promote enzyme tolerance to ILs that dissolve cellulose [36,37,39].
Many endoxylanases from hyperthermophilic microorganisms show
tolerance towards ILs [27,39-41]. In general, GH10 xylanases tolerate
more 1-ethyl-3-methylimidazolium acetate ([EMIM]OAc) and other ILs
than GH11 xylanases [39-41,42]. However, resistance to protein un-
folding in thermostable enzymes is not the only factor in IL tolerance
[28,39,40]. Competitive inhibition was found to be a key factor in
xylanases inhibition [27,28,40]. The stronger binding affinity of the
substrate to the enzyme appears to lower competitive inhibition [27].
The inactivation of a thermostable endoglucanase from Acidothermus
cellulolyticus in ILs proceeds at 65 °C in a biphasic manner. The in-
activation begins with a rapid reversible competitive inhibition at all IL
concentrations, followed by a slow irreversible protein denaturation
after a prolonged incubation time at higher IL concentrations [43].
These phenomena were also observed in xylanases [28,44].

The objective of the current work was to study the effect of diluted
aqueous solutions of various untested ILs on the functioning of highly
thermostable endoxylanases belonging to the GH10 and GH11 family.
The ILs used were a set of superbase-derived ILs: 1,5-diazabicyclo[4.3.0]
non-5-enium acetate, [DBNH]OAc; 1,5-diazabicyclo[4.3.0]non-5-enium
propionate, [DBNH]CO2Et; 1,8-diazabicyclo[5.4.0]Jundec-7-enium
acetate, [DBUH]Oac; 1,8-diazabicyclo[5.4.0]lundec-7-enium propionate,
[DBUH]CO2Et; 1-ethyl-3-methylimidazolium acetate, [EMIM]OAc; me-
thyl-1,5-diazabicyclo[4.3.0]non-5-enium dimethyl phosphate, [mDBN]
Me2P04; 1,1,3,3-tetramethylguanidinium acetate, [TMGH]OAc; 1,1,3,3-
tetramethylguanidinium propionate, [TMGH]CO2Et; 1,5-diazabicyclo
[4.3.0]non-5-enium 2-hydroxy-3-methoxybenzoate, [DBNH]guaiacolate;
1,8-diazabicyclo[5.4.0Jundec-7-enium  2-hydroxy-3-methoxybenzoate,
[DBUH]guaiacolate; 1,1,3,3-tetramethylguanidinium 2-hydroxy-3-meth-
oxybenzoate, [TMGH]guaiacolate. The motivation behind the use of
these ILs is their cellulose dissolution capability and the recyclability of
some of them [45-47]. Furthermore, by using highly thermostable en-
zymes, the unfolding effect of ILs on enzymes is unlikely or minimal.
Consequently, the effect of ILs on enzyme activity could be studied.

2. Materials and methods
2.1. Sources of enzymes and ionic liquids

The xylanases studied were T. flexuosa XYN10A xylanase TfXYN10A
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(family GH10) and D. thermophilum XYNB xylanase DtXYN11B (family
GH11) and its stabilized variant DtXYN11B-DS. The DtXYN11B-DS
mutant has an N-terminal disulphide bridge designed between the Cysl
and Cys27 positions [28]. All the enzymes were expressed extra-
cellularly from Escherichia coli as previously described [28,48].
TfXYN10A was 80% pure in SDS-PAGE [48]. The purification of
DtXYN11B and DtXYN11B-DS was performed as previously described
[28] and the proteins were 70% pure in SDS-PAGE (assessed by den-
sitometry) [28]. Ionic liquids based on [DBNH] ", [DBUH] *, [mDBN] *
and [TMGH] ™" cations were prepared as previously reported [45,46].
[EMIM]OAc was purchased from BASF (Ludwigshafen, Germany, purity
>95%). To prepare guaiacolates, 1 eq. of superbase was added to 1 eq.
of guaiacol in a round-bottom flask at room temperature, while stirring.
The sample was stored under argon and away from light.

2.2. Enzyme assays

Xylanase activity was measured by incubating the enzymes with
beechwood xylan for 30 min. at 70 °C. This temperature was chosen
because the ILs reduce the apparent temperature optimum for activity
(temperature optimum for the enzymes was 80 °C, 90 °C and 95 °C for
TfXYN10A [27], DtXYN11B and DtXYN11B-DS [28], respectively). The
reaction mixture (2 mL) contained 0.2 mL of an appropriate dilution of
enzyme in 1.8 mL of 1% (w/v) substrate dissolved in 50 mM citrate-
phosphate buffer at optimal pH of enzyme activity; pH 6 for TEXYN10A
and pH 6.5 for DtXYN11B and DtXYN11B-DS. 0.1 mg/mL BSA was used
as a stabilizer to prevent non-specific enzyme binding to the tube wall.
The reaction was stopped by the addition of 3 mL 3,5-dinitrosalicylic
acid (DNS), boiled for 5 min. and then the reaction product was mea-
sured as previously described [49,50]. Enzyme activities in the presence
of ILs were carried out with 5%-35% IL solutions. The guaiacolate-
based ILs formed a brown precipitate at high concentration with the
xylan solution. For this reason, these ILs were used at 5% concentra-
tions. Each enzyme was appropriately diluted to generate an absor-
bance of around 1 at 540 nm in the DNS assay without IL. The specific
activity of each enzyme used in the final assay was 803 U/mg for
TfXYN10A, 2175 U/mg for DtXYN11B and 848 U/mg for DtXYN11B-
DS. The reaction was stopped by the addition of cold buffer and the
reducing sugars were measured using the DNS method. One unit (U) of
enzyme activity was defined as the amount of enzyme required to lib-
erate 1 pmol of product per min. ILs that were not liquid at room
temperature were melted in a heated water bath before addition of the
substrate solution. The addition of ILs to the substrate solutions induced
a change in the pH, which was corrected by the addition of HCI or
NaOH before the addition of enzyme. The presence of IL in the reaction
mixture led to an increase in the absorbance. Consequently, calibration
graphs in the presence of ILs were constructed and used to correct the
obtained absorbance values (Fig. S1 in the Supplementary Material).

2.3. Kinetic experiments

Kinetic parameters were performed for TEXYN10A in standard assay
conditions with and without 5% (v/v) IL, using 1, 2, 4, 6, 8, 10, 15 and 20
mg/mL beechwood xylan as substrate (Figs. S2 to S13). Activity was
measured at 70 °C, pH 6. All the experiments were performed at least three
times with triplicates. The kinetic values (unweighted) were calculated by
hyperbolic regression analysis function by using the Hyper 32 programme.

2.4. Molecular docking

IL cations and anions were docked one by one by SwissDock [51] to
the active site of the DtXYN11B structure (PDB code 1F5J [52]) and the
modelled structures of TfXYN10A based on the PDB structure 1véw
[48]. The protein and ligand structures included hydrogens (added in
Swiss-PdbViewer to proteins). Cation and anion structures were energy
minimized by using MM2 in ChemBio3D Ultra 12.0 (CambridgeSoft) or
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the geometry was optimized by using Avogadro (http://avogadro.cc/)
(in the case of guaiacolate anion) before the docking experiments, al-
though prior ligand minimization is not required in SwissDock [53].
SwissDock performs the final minimization during the docking [51].
Accurate mode was used in SwissDock and flexibility was permitted for
the ligand but not for the side chains. Charges are from MMFF. The
SwissDock computed CHARMM binding energies. The binding modes
were ranked based on favorable energies, including the solvent effect
using the Fast Analytical Continuum Treatment of Solvation (FACTS)
implicit solvation model [51,54]. The obtained results were analysed by
using UCSF Chimera [55].

3. Results
3.1. Activity of xylanases in ionic liquids

The activity of a family GH10 xylanase (TfXYN10A) and a family
GH11 xylanase and its stabilized variant (DtXYN11B and DtXYN11B-
DS, respectively) was studied in a new set of hydrophilic ILs and
compared to our previous studies [27,28,39,40]. The two enzyme
families were first compared by measuring their activities in 15% (v/
v) concentrations of acetate-propionate ILs and [mDBN]Me,PO,
(Fig. 1) and in 5% (v/v) concentrations of guaiacolate-based ILs
(Fig. 2). TfXYN10A showed high tolerance to most of the studied ILs
in 15% concentrations (Fig. 1). In contrast, almost all the acetate-
propionate ILs and [mDBN]Me,PO, had a drastic effect on the GH11
xylanase DtXYN11B and its stabilized variant (DtXYN11B-DS)
(Fig. 1). Similar tolerance values were obtained for both enzymes
(DtXYN11B and DtXYN11B-DS), indicating that the additional sta-
bility of DtXYN11B-DS did not offer any additional benefits to the
enzymes in this high thermostability range of the enzymes. Re-
markably, [EMIM]OAc, which was tolerated best by GH10 xylanase
in 25-35% IL concentrations (Fig. 5), was not best tolerated by GH11
xylanases at milder (15%) IL concentrations (Fig. 1), but the differ-
ence was not big.
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Fig. 1. Comparison between the activities of D. thermophilum GH11 xylanases
(DtXYN11B and DtXYN11B-DS) and T. flexuosa GH10 xylanase (TfXYN10A) in
15% ILs with 1% beechwood xylan. Activities were measured at 70 °C and pH
6.5 for DtXYN11B and DtXYN11B-DS and pH 6 for TfXYN10A. The relative
activity is shown in relation to a 100% activity level without the IL.
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Fig. 2. Activities of T. flexuosa GH10 xylanase (TfXYN10A) and D. thermophilum
GH11 xylanases (DtXYN11B and DtXYN11B-DS) in 5% guaiacolate-based ILs
with 1% beechwood xylan. Activities were measured at 70 °C and pH 6 for
TfXYN10A and pH 6.5 for DtXYN11B and DtXYN11B-DS. 100% activity is the
activity level without the IL.

DtXYN11B and DtXYN11B-DS tolerated the [TMGH] " cation-based
ILs best (Figs. 1 and 2). They tolerated [TMGH]guaiacolate even better
than TfXYN10A (Fig. 2). We also found that the more stable variant
DtXYN11B-DS was more tolerant to the guaiacolate ILs than DtXYN11B
(Fig. 2). Thus, the additional thermostability may account for the
higher IL tolerance of DtXYN11B-DS.

3.2. Activity of TfXYN10A in 4% substrate

Since many ILs are known to cause competitive inhibition, a
higher activity should be achieved in the presence of ILs when using
a higher substrate concentration. The substrate would in higher
concentration replace better the IL away from the active site. Thus,
the activities of TfXYN10A were compared in 1% and 4% substrate
concentrations (Figs. 3 and 4). The results showed that the enzyme
has much higher activity in 4% substrate than in 1% substrate with
all ILs. With acetate-propionate ILs or [mDBN]Me,PO,, elevated
activity of the enzyme was often achieved in 4% substrate in the
presence of ILs when compared to activity without IL (Fig. 3), in-
dicating that ILs improved the enzyme activity in 4% substrate when
the inhibition effect was overcome. However, with guaiacolate ILs,
the recovery of enzyme activity by 4% substrate concentration was
much lower than the activity without ILs (Fig. 4), indicating that the
enzyme suffers inhibition by guaiacolates even at elevated con-
centration of the substrate. The increase in activity upon moving
from 1 to 4% substrate appears to be higher in guaiacolate ILs in
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Fig. 3. Activity of T. flexuosa GH10 xylanase (TfXYN10A) in 1% and 4% sub-
strate in the presence of 15% ILs. Activity was measured at 70 °C and pH 6.
100% activity is the activity in each substrate concentration without IL.

most cases (Fig. 4) than in the other ILs (Fig. 3). The stronger in-
hibition may occur because of the presence of ring structure (benzoic
ring) in the guaiacolate anion (Fig. S14), which together with the
cation, probably bind better to the active site than the acetate and
propionate-based ILs. Another reason could be a stronger denatur-
ating effect of the guaiacolate anion on the enzyme.

3.3. Effect of 5-35% ILs on TfXYN10A

The activity of TfXYN10OA was further studied in different con-
centrations of the acetate-propionate ILs and [mDBN]Me,PO, (Fig. 5).
The 5% (v/v) IL concentrations of all ILs were well tolerated and 5%
[DBNH]CO,Et and 5% [mDBN]Me,PO,4 even increased TfXYN10A ac-
tivity slightly (Fig. 5). A slight enhancement of xylanase activity has
been previously observed in xylanase E2 in [EMIM]Me,PO, at all the
concentrations used (5%-20% v/v) [56]. [EMIM]OAc, which has been
previously studied [27], retained the enzyme activity much better than
all the other ILs in 25-35% concentrations. [EMIM]OAc provided the
highest activity (60%) in 35% IL concentrations. All other ILs fully in-
activated TfXYN10A in 35% concentrations, except 35% [TMGH]OACc,
which allowed around 20% activity.

By using a series of ILs based on a set of cations and anions, it was
possible to compare the role of each ion in the inhibition. In 25% ILs, the
order of decreasing activity follows an order of cations which is the same for
both shared anions: [EMIM] > [TMGH] > [DBUH] > [DBNH]. The order
[EMIM]OAc > [TMGH]OACc is preserved at 35% concentrations. However,
in 15% ILs, this order was only observed in propionate-based ILs, and not at
5% ILs concentrations (Fig. 5). These findings suggest that a sufficient
concentration of ILs is necessary to show a clear order of inhibition.

At 25% concentrations the ILs with propionate anions showed a
more drastic negative effect on enzyme activity than ILs with acetate
anions. No difference in the effect on enzyme activity was observed
between these two anions at 5% or 15% concentrations (Fig. 5).
Guaiacolate anion generated the strongest inhibition when studied with
[DBNH]", [DBUH]' and [TMGH]" cations at 5% concentrations,
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while with acetate and propionate these cations were well tolerated by
TfXYN10A enzyme at this concentration (Fig. 5). With guaiacolates an
inhibition of more than 60% was observed. (Fig. 2).
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Table 1
The kinetic parameters of TEXYN10A with ionic liquids.

ITonic liquid Relative Viax Ky (mg/mL) Relative Vyax / Ky
No IL 1.000 + 0.022 0.506 + 0.048 1.986 + 0.197
[DBNH]OAc 1.002 = 0.016 0.651 + 0.044 1.544 + 0.094
[DBNH]CO,Et 1.267 + 0.011 0.650 + 0.023 1.951 + 0.076
[DBUH]OAc 1.051 + 0.010 0.735 * 0.025 1.431 + 0.048
[DBUH]CO,Et 1.072 = 0.015 0.641 + 0.021 1.672 * 0.057
[EMIM]OAc 1.076 + 0.023 0.729 + 0.060 1.480 + 0.121
[mDBN]Me,PO, 1.138 + 0.000 0.657 + 0.001 1.732 + 0.003
[TMGH]OAc 1.037 + 0.052 0.625 + 0.088 1.673 + 0.181
[TMGH]CO,Et 1.034 = 0.026 0.695 + 0.050 1.492 + 0.072
[DBNH]guaiacolate 0.357 + 0.025 1.284 + 0.217 0.281 + 0.027
[DBUH]guaiacolate 0.475 + 0.020 2.928 * 0.472 0.164 = 0.023
[TMGH]guaiacolate 0.324 + 0.003 11.335 = 0.346 0.028 + 0.000

3.4. Effect of ionic liquids on enzyme kinetic parameters of TfXYN10A

Michaelis Menten’s steady-state model describes the kinetic reaction
of an enzyme with one substrate binding site. In this model, Ky is the
concentration of substrate corresponding to half of V., and reflects the
enzyme’s affinity for the substrate, while V,,,x is the velocity of the
reaction at excess substrate concentrations. Thus, the effect of an IL on
Ky and Vi, reflects its effect on binding of the substrate to the active
site and its effect on the catalytic rate, respectively.

To get a deeper insight into the effect of ILs on TfXYN10A, the ILs
were used at 5% concentrations to study their effect on Ky and Viax
(Table 1). Vgaax was measured as a relative value, in relation to the
value in the absence of IL, which gives a comparative result for the
effect of IL. All ILs increased the Ky, but the increase was most pro-
nounced with guaiacolate-based ILs, with [TMGH]guaiacolate resulting
in the greatest increase. The Vy,,x remained close to similar levels than
without the IL for most acetate propionate ILs, except [DBNH]CO,Et.
[DBNH]CO-Et and [mDBN]Me,PO, increased the V.., which may
explain the slight increase in activity observed at 5% IL concentrations
(Fig. 5). The common feature of these two ILs is the DBN core of the
cation. [DBNH]CO,Et showed the highest increase in Vy,,x, but despite
this, the highest inhibition at higher IL concentrations (Fig. 5). Thus,
the concentration-dependent behaviour may differ between different
ILs.

The very low increase in Ky with most ILs indicates that TEXYN10A
has a very high ability to resist the competition of 5% ILs. The acetate-
propionate pairs and [nDBNH]MePO, in the low IL concentration that
was used did not show any consistent differences in their effect on the
kinetic parameters (Table 1). However, the replacement of acetate or
propionate anions with the guaiacolate anion leads to a significant
difference in the kinetic parameters, especially in the Ky;. The guaia-
colate-based ILs also clearly decreased the V,,,x which, in combination
with an increased Ky;, may explain the low activities observed in these
ILs.

3.5. Binding of ionic liquid molecules to the active site

SwissDock, which recognizes charge interactions, was used in the
molecular docking of the structures of IL cations and anions onto the
xylanase structures (IL cations and anions are shown in Fig. S14). The
molecular docking of [DBNH] ", [DBUH]*, [EMIM]*, [mDBN]* and
[TMGH]* cations and acetate, propionate and guaiacolate anions to
TfXYN10A structure, and cations and guaiacolate anion to DtXYN11B
structure was performed in order to obtain preliminary information on
how IL molecules could bind to the active site and how the observed
binding behaviour among the detected 250-256 poses grouped into
binding clusters could correlate to the enzyme activity in IL solutions.
In TEXYN10A, 4-13 cation clusters (out of 35-50 total binding clusters)
and in DtXYN11B, 20-33 cation clusters (out of 34-39 total binding
clusters) were binding to the active site (Table S1). Each binding cluster
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represents an overlapping binding of typically several binding poses,
but also many clusters showed highly overlapping binding. All poses of
one guaiacolate cluster are placed as an example in Fig. S17A. Number
of bound clusters in the active site representing the amount of alter-
native binding sites quite largely seemed to correlate to the activity
inhibition (Table S1). The higher amount of binding cation clusters in
DtXYN11B also correlated to the stronger inhibition of DtXYN11B, as
seen earlier with [EMIM]* cation [40].

The active site shape is different in TEXYN10A and DtXYN11B, and
the extent of IL bindings is different, since the active site of GH11 en-
zyme is deeper (Figs S15 and S16). As was observed earlier in the
docking of [EMIM]" cation to the active site of TasXynlOA and
DtXYN11B xylanases [40], the potential IL cation binding areas are
much smaller in TEXYN10A than in DtXYN11B (Figs. S15 and S16). This
was seen in this study with all IL cations, reflecting the much higher
average inhibition of DtXYN11B by different ILs. Basically, only a few
cations (around one to four) are likely to fit simultaneously to the active
sites based on the available space and the size of cations (Figs. 6 and 7).

In the simulation by Jaeger and Pfaendtner (2013) [44], two or
three [EMIM]™* cations preferentially occupy space very near to the
substrate binding site of GH11 xylanase from Trichoderma long-
ibrachiatum [44]. Typically, with all cations, the highest binding energy
poses of cations in the active sites were located above the catalytic
residues, indicating the higher binding capacity of the corresponding
substrate binding site. For example, in the highest binding energy pose
of [DBNH] * cation on TfXYN10A (upper cation in Fig. 6), the nitrogen
atom of [DBNH] " ring is packed against the catalytic residue Glul28
and the hydrophobic parts of the cation rings pack against nearby
aromatic rings of Trp85, Tyr172 and Trp274 on the active site canyon
surfaces (not shown).

Jaeger and Pfaendtner (2013) [44] observed a specific interaction in
the GH11 xylanase between the positively charged lysine and arginine

Fig. 6. Docking of [DBNH]* cation and guaiacolate anion to the active site of
T. flexuosa GH10 xylanase (TfXYN10A). From separate dockings of these li-
gands, two [DBNH]" cations (marked by +) and one guaiacolate anion
(marked by -) that have space to fit the active site canyon simultaneously were
chosen to be shown. The upper [DBNH] ™" cation had the lowest AG among the
[DBNH]* poses. Corresponding [DBNH] * clusters are shown in Fig. S17C and
Fig. S18A and S18B. The catalytic residues (one with negative charge) are lo-
cated below the cations. Nitrogens are shown in blue and oxygens in red. (For
interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is
referred to the web version of this article).
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Fig. 7. Docking of IL molecules to D. thermophilum GH11 xylanase (DtXYN11B). Positions of binding guaiacolate anions (A), [DBNH] * cations (B) and [TMGH] *
cations (C) are shown. From separate SwissDock runs, the cation/anion molecules that could fit the active site simultaneously are shown for each ligand after placing
the highest energy binder (shown by star). Fig S15 shows the corresponding clusters. The catalytic residues are shown in grey and their oxygens in red. (For
interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article).

surface residues and the negatively charged oxygen atom of acetate and
ethyl sulphate anions of the ILs [44]. The docking of anions to GH10
xylanase TfXYN10A revealed that the major anion binding site was at
the other end of the active site canyon from where the cations were
binding (Figs. 6 and S18). 15 clusters of guaiacolate poses bound into
the active site out of total 39 clusters (Table S1), but only two clusters
of propionate or acetate. In the anion binding site, the guaiacolate
anion is packed against positively charged Arg275 (Fig. 6 and S18A).
Acetate and propionate poses were also located close to Arg275 (see
Fig. S18B for propionate). In TEXYN10A, based on the size of the active
site and sizes of the IL molecules and positions of the potential cation
and anion binding sites, the active site space is estimated to be able to
simultaneously harbour, for example, two [DBNH] " cations and one
guaiacolate anion, which then together are likely to fill the active site.
[DBNH]* cation did not bind to the area that binds guaiacolate (Fig.
S18C), probably giving space for guaiacolate anion binding.

Docked molecules of guaiacolate and two cations are shown in
Fig. 7 for DtXYN11B so that the highest energy binder was placed first
and then the other molecules that fit the active site without overlapping
were chosen to be shown. The space-filling structures of guaiacolate
anions, and [DBNH] * and [TMGH]* cations binding to the active site
of DtXYN11B from different clusters are shown in Fig. 7 and the cor-
responding active site clusters are shown in Fig. S17. In DtXYN11B, the
active site contained many poses for guaiacolate (5 clusters), but active
site hits for propionate and acetate were only few in distant positions
(not shown). The docking results indicated that unlike in TfXYN10A,
the anion and cation binding sites appear to be overlapping in
DtXYN11B (Fig. 7).

Binding energies of cations did not produce any clear general cor-
relation to activity effect (Table S1). The energy level of the highest
energy binders in the active site with guaiacolates compared to acetate/
propionate reflected the strength of the inhibition level. The strongest
inhibition was with guaiacolate anions (highest binding energy -7.65
kcal/mol for TfXYN10A and -6.20 kcal/mol for DtXYN11B) and the
weakest inhibition was with propionate (-6.50 kcal/mol) and acetate
(-6.48 kcal/mol) (propionate and acetate ILs tested only for
TfXYN10A). The cation-binding energies were all in the range of -6.4 —
-7.0 kcal/mol for both enzymes, indicating that the guaiacolate binding
to TEXYN10A could be strongest among these IL molecules.

4. Discussion

The processing of lignocellulose in high-solids conditions by en-
zymes for various purposes generates mixtures that contain various
molecules that inhibit enzymes. For example, substrate inhibition,

product inhibition, binding of enzymes to lignin and inhibition by en-
zymatic and chemical degradation products, such as oligosaccharides
and furfurals, can reduce enzyme efficiency [7-9]. Thus, enzymes tol-
erant to inhibiting compounds are important in industrial lignocellulose
processing [57,58]. When ionic liquids (ILs) are used to assist lig-
nocellulose pretreatment, they can inhibit enzymatic hydrolysis in the
same way as other inhibitors derived from the biomass. We have stu-
died the inhibition mechanism of ILs on glycosyl hydrolases and found
that competitive inhibition appears to be the main reason for reduced
enzyme activity [27,28,40,42]. The molecular understanding of com-
petitive inhibition is relevant to the development of better enzymes to
be used in biorefineries. Knowledge of the factors that affect enzymes in
ILs is of great importance in selecting enzyme-ionic liquid combinations
for biorefinery applications.

Xylanases have been studied for their ability to assist cellulases in
lignocellulose hydrolysis [23,24]. Their activity has been tested in hy-
drophilic ILs that are capable of dissolving lignocellulose. The first
findings with [EMIM]OAc indicated that family GH10 xylanases are
more tolerant to ILs than GH11 xylanases [27,28,40-42]. However,
further studies with different xylanases and different ILs are necessary
in order to establish this hypothesis as a general principle. Thus, in this
study, the kinetic behaviour of a GH10 xylanase and a GH11 xylanase
with its stabilized variant were studied in new aqueous IL solutions. The
goal was to gain a wider picture of the competitive inhibition caused by
ILs, and how these two enzyme families differ in this respect. TEXYN10A
was already shown to be the most IL-tolerant enzyme among other
GH10 and GH11 xylanases (including DtXYN11B), retaining 100% of
relative activity at 60 °C in the presence of a 15% concentration of
seven hydrophilic ILs ([DMIM]DMP, [BMIM]DBP, [Chol]AcO, [BMIM]
DMP, [TMGH]In-PrCOO, [P4444]AcO and [EMIM]DMP) [39].
DtXYN11B retained 49% average activity in this set of ILs, [Chol]OAc
being the most tolerated (90% activity) [39]. In the present study, we
tested the enzymes at 70 °C with seven acetate propionate-based ILs
([DBNH]OAc, [DBNH]CO.Et, [DBUH]OAc, [DBUH]CO.Et, [EMIM]
OAc, [TMGH]OAc and [TMGH]CO.Et), three guaiacolate-based ILs
([DBNH]guaiacolate, [DBUH]guaiacolate, [TMGH]guaiacolate) and
[mDBN]Me,PO,4. The results showed that, in general, GH10 xylanase
TfXYN10A tolerates this set of ILs better than the GH11 xylanases
DtXYN11B and DtXYN11B-DS. [EMIM]OAc, followed by [TMGH]OACc,
were the best tolerated by TfXYN10A. [TMGH]OAc followed by
[TMGH]CO,Et and [EMIM]OAc were the best tolerated by DtXYN11B.
[TMGH]OAC is a potentially distillable IL [45] and the studied enzymes
were very active in it, making it a promising IL for practical application.

Both GH11 xylanases DtXYN11B and DtXYN11B-DS and GH10 xy-
lanase TfXYN10A are highly thermostable and active well above the 70
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°C used as the assay temperature in this study [27,28]. Thus, they are
not likely to be denatured by low concentrations of ILs at 70 °C, since in
35% [EMIM]OACc, TfXYN10A had a temperature optimum of 70 °C [27]
and in 20% [EMIM]OAc, the temperature optimum of DtXYN11B was
75-80 °C [28]. Because of this, the recovery of activity by increasing the
concentration of the substrate suggests that competitive inhibition is
the main factor in the inhibition of enzymes by the acetate-propionate
ILs and [mDBNH]MePO, at 15% concentrations. Previous works have
studied the activity and thermal stability of the same xylanases [27,28]
or other thermostable xylanases [40,41] in the presence of a dilute
aqueous solution of [EMIM]OAc, [EMIM]DMP and [DBNH]OAc in
5-35% concentration. The enzymes appear not to lose as much enzyme
stability as activity, and competitive inhibition by the IL ions plays a
key role in the loss of activity.

Guaiacol is a common phenolic residue produced in lignin de-
gradation during biomass processing [59] and was shown to exert an
inhibitory effect on Aspergillus japonicus xylanase [60] and Trichoderma
reesei cellulase [61]. At 5% concentrations of guaiacolate-based ILs, the
finding that the stabilized variant DtXYN11B-DS shows a higher toler-
ance than the wild type DtXYN11B and that there is no full recovery of
activity at high substrate concentration, suggests that the N-terminal
disulphide that increases enzyme stability protects against the effect of
guaiacolate ILs. Thus, in contrast with other ILs, guaiacolate-based ILs
may cause unfolding of the enzyme at the studied temperature. Based
on a steady-state (tryptophan) fluorescence spectroscopy study, it was
suggested that the inhibitory effect of phenolic compounds, like
guaiacolate ILs, on thermostable GH11 xylanase was attributable to
structural alterations in the protein [62]. It is therefore possible that
protein denaturation was delayed by the stabilizing disulphide bridge in
the N-terminus of DtXYN11B-DS, a region from which the unfolding
starts in GH11 xylanases [63]. However, further experiments are
needed to confirm this hypothesis of protein denaturation.

Two ILs appear to have the lowest inhibition effect on DtXYN11B:
[TMGH]OAC in our study and choline acetate [Chol]OAc in the study of
Rahikainen et al. (2017) [39]. However, [TMGH]* cation with a large
anion molecule showed much stronger inhibition, particularly [TMGH]
guaiacolate in our study and [TMGH]n-PrCOO (butyrate) in the study
of Rahikainen et al. (2017) [39]. All these results indicate that the effect
of the cation is tuned by the properties of anion.

Several properties of IL ions have been found to play a key role in
the inhibition of enzyme in dilute solutions of ILs. They include hy-
drophobicity, polarizability and the size of the ions [25,26,34,35]. The
order of increasing inhibition of TfXYN10 by the cations reveals that
cations with one ring structure or without ring ([TMGH]® and
[EMIM] ") are the most tolerated by TfXYN10A, whereas the cations
with double-ring structures ([DBNH]*, [mDBN]" and [DBUH] ") are
the most inhibiting (Fig. S14). The most tolerated IL cations contain the
smallest amount of hydrophobic C and H atoms ([EMIM]* 17;
[TMGH]* 17) and the less tolerated IL cations have a higher amount
([DBNH]* 19; [DBUH]* 25 and [mDBN]* 23). Several studies have
indicated that a larger hydrophobic surface in the cation causes
stronger enzyme inhibition [39,35,34] However, the hydrophobicity of
the cations does not fully correspond to the order of inhibition for
TfXYN10A xylanase that was observed in our study, suggesting that
further factors are also implicated in the inhibition.

The cations used are a set of superbase conjugate acids with varying
basicities of the unconjugated superbases: [mDBN] * > [EMIM] ' >
[DBUH]" > [DBNH] " > [TMGH]* (most to least basic) [45]. [DBNH]*
and [DBUH] " were the most acidic cations and were not the most enzyme-
friendly, while [mDBN]* was the most basic cation and was not the most
tolerated. Thus, properties other than cation acidity-basicity appear to
dominate the activity inhibition. There is no correlation in the inhibition of
enzymes with the total surface area and cavity volume values (not shown)
formed from both polar and nonpolar atoms. Instead, the [EMIM] * cation
shows a higher surface area/volume (SA/V) ratio than the others, which
could relate to its milder inhibition level. The SA/V values are: [DBNH]*
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1.01; [DBUH]* 0.96; [EMIM]* 1.11; [mDBN]* 1.00 and [TMGH]* 1.02
[45].

The decrease in enzyme activity in the presence of propionate
compared to acetate anion at 25% concentrations may be attributed to
the increasing alkyl chain length of the anion (acetate compared to
propionate), which corresponds to an increase in hydrophobicity.
Another factor that may contribute to the inhibition is the polarizability
of the anion. Anions are more polarisable than cations of the same
charge density [64], which explains their dominating effect on enzymes
[26]. Experimental values of electronic polarizability obtained through
dielectric measurements on gaseous isolated molecules show that acetic
acid has less polarizability (5.15 A%) than propanoic acid (6.96 A®)
[65]. Thus, inhibition of TfXYN10A xylanase appears to follow an in-
crease in polarizability of the anion. The correlation of increased en-
zyme inhibition with increasing hydrophobicity and polarizability of
the anion was also observed in the activity of tyrosinase in ILs solutions
[34]. The propionate-based ILs used in this study exhibit lower viscosity
compared to acetate-based ILs [45], which may contribute to the ob-
served higher enzyme inhibition. Xu (2017) found that viscosity de-
creases as temperature increases due to the weakening interaction be-
tween cation and anion [66].

In dilute IL solutions kosmotropic anions favour enzyme func-
tioning, while chaotropic anions do not favour it [25]. Propionate is
more kosmotropic than acetate [67], but more inhibiting for the en-
zyme, which indicates that inhibition cannot be explained by the kos-
motropicity effect of the anions. This result agrees with previous studies
showing that the anion effect does not always follow the Hofmeister
sequences [26].

Enhanced size and hydrophobicity (presence of a benzoic ring) and
the polarizability (12.07 A3 in solid state [65]) of guaiacolate may ac-
count for the stronger enzyme inhibition of this anion compared to
acetate and propionate anions at 5% IL concentrations. It appears that
an increase in hydrophobicity of the anion decreases the IL con-
centrations needed to inactivate the enzyme. According to Zhao (2016)
[25], in diluted aqueous IL solutions (high concentration of water)
kosmotropic anions bearing high H-bond basicity (acetate, propionate)
tend to interact strongly with water molecules and become enzyme-
friendly [25]. As the anion becomes more hydrophobic (guaiacolate), it
is less hydrated and tends to interact with the enzyme. This interaction
may be stronger due to enhanced polarizability of this anion and may
lead to inactivation of the enzyme at lower IL concentrations.

Based on an examination of the protein structure, Chawachart et al.
(2014) [40] proposed a reason for the difference in IL inhibition be-
tween GH10 and GH11 xylanases. They proposed that the narrow and
deep active site of GH11 xylanases allows transient binding of large
amounts of [EMIM] " cations, whereas, in the more open active site of
GH10 xylanases, the binding of [EMIM] " cations is distributed in a
more restricted area [40]. We observed in this study that the active site
of GH10 xylanase TfXYN10A has separate cation and anion binding
sites (Fig. 6). It is likely that together with the high combined hydro-
phobic binding surface of guaiacolate and cation, the charge interaction
between the anion and cation contribute to the synergistic effect of
cation and anion in binding to the active site, thus inhibiting more
strongly enzyme activity. This effect is smaller in propionate and
acetate due to their weaker binding to the active site (Table S1). Ac-
cordingly, no kinetically trapped acetate was observed in the simulation
of Jaeger and Pfaendtner with the GH11 xylanase in the presence of
[EMIM]OACc [44].

While in GH10 xylanase TfXYN10A, the cation and anion binding
sites seem to be in separate active site areas (Fig. 6), in GH11 xylanase
DtXYN11B, the cations and anions seem to bind quite much to the same
areas (Fig. 7). Since cation binding energies are higher than guaiacolate
binding energy, then cation binding might possibly be preferred in the
active site of DtXYN11B (Table S1). These kind of differences between
different enzymes may fine tune how the combined dynamic effect of
cation and anion interactions with the enzyme cause enzyme inhibition.
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Apparently, stronger binding of guaiacolate to TfXYN10OA than to
DtXYN11B (Table S1) may explain why the inhibition with guaiacolates
was strongest with GH10 xylanase. The double ring in the cations and
the single ring in guaiacolate form larger hydrophobic binding surfaces.
The active site of glycosyl hydrolases contains hydrophobic surfaces to
bind the hydrophobic parts of sugar rings in the carbohydrate chains.
These surfaces would also form strong interactions with the hydro-
phobic parts of IL cations and anions.

In conclusion, the shape of the active site, overall interaction
properties of the substrate binding area and the interaction mode be-
tween the enzyme and inhibitor appear to play an important role in
determining the sensitivity of the enzyme to competitive inhibition
caused by IL molecules typically binding quite close to the catalytic
residues. Both cation and anion contribute to the inhibition by com-
peting out the substrate for binding to the active site. The enzyme-
specific differences in IL-tolerance were shown both by experimental
and modelling studies. Thus, the inhibition effect depends on the
combined properties of the enzymes and ILs. The obtained principles
can be used to plan process conditions for enzyme treatments in ILs, to
design enzyme-friendly ILs for biotechnical use and to engineer new
and more IL-tolerant enzymes.
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Résumé

Les xylanases sont des glycoside hydrolases impliquées dans plusieurs industries de
transformation des matieres lignocellulolytiques. Dans cette étude, une souche bactérienne xylanolytique
appartenant a I’espéce Jonesia denitrificans a été isolée d’un compost a base de fiente de volaille. La souche
produit une activité xylanase de 502 Ul/ml dans un milieu optimisé contenant par litre 150g xylane de hétre,
5g extrait de malt, 5g NaCl, 30g KCI, 5g Na;HPO., 0.2g MgSO4 7H,0, aprés 5 jours d’incubation a pH 9,5
et 30 °C. Deux xylanases, JAXYNA (130 kDa) et JAXYNB (45 kDa) y sont partiellement purifiées. Elles
sont halotolérantes et montrent des activités maximales a 50°C. Le pH optimum d’activité est de 6 et 7
respectivement pour JAXYNA et JOXYNB. Les activités des deux xylanases sont également testées en
présence de 11 liquides ioniques (LIs) superbasiques et comparées aux activités d’autres xylanase
hyperthermostables, TEXYN10A, DtXYN11B et DtXYN11B-DS. La xylanase TfXYN10A est la meilleure
enzyme tolérant les LIs a base d’acétate-propionate, suivie de JAXYNA, alors que DtXYN11B-DS est
I’enzyme qui tolére le mieux les LIs a base de guaiacolate. Ces derniers désactivent complétement JAXYNA
etJdXYNB. Le docking moléculaire des cations et des anions de LIs aux enzymes a permis de cerner
quelques conditions liées a I’activité. En effet, un site actif plus large, une surface de liaison au substrat
dans le site actif moins hydrophobe et moins d’interactions entre ’enzyme et les ions du liquide ionique
semblent jouer un rdle déterminant dans la tolérance aux liquides ioniques. La liaison simultanée du cation
et de ’anion dans le site actif cause une trés forte inhibition compétitive.

Abstract

Xylanases are glycoside hydrolases hydrolysing xylan and are applied in several industrial process.
A bacterial strain is isolated from poultry manure and identified as member of Jonesia denitrificans species.
The strain produces 502 Ul/ml xylanase activity in optimized medium composed in liter of: 1509
beechwood xylan, 5g malt extract, 5g NaCl, 30g KCI, 5g Na;HPQ,4, 0.2g MgSQ4 7H,0, after 5 days
incubation at pH 9,5 and 30°C. Two xylanases, JAXYNA (130 kDa) et JAXYNB (45 kDa), are partially
purified from this strain. Both enzymes are halotolerant and optimally active at 50°C. The optimum pH
activity is 6 for JAXYNA and 7 for JAXYNB. Activities of the two xylanases is tested in a set of 11
superbase ionic liquids (ILs) and compared to activities of hyperthermostables xylanases, TFXYN10A,
DtXYN11B and DtXYN11B-DS. TfXYN10A xylanase shows the best tolerance to acetate propionate ILs,
JUXYNA beeing the second, whereas DtXYN11B-DS is the best enzyme resisting deactivation by
guaiacolate based ILs. These laters deactivate completely JAXYNA and JAXYNB. Molecular docking with
IL cations and anions indicated that the binding mode and shape of the active site affect competitive
inhibition, and the co-binding of cations and anions to separate active site positions caused the strongest
enzyme inhibition.
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