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RÉSUMÉ 

 

 

Dans un contexte de récupération des déchets forestiers, l’entreprise Industries John Lewis 

(IJL) cherche depuis plusieurs années à valoriser l’un de ses résidus industriels : l’eau de déroulage 

de bouleau. Cette eau, brune et turbide, s’écoule à raison de 6000 à 8000 litres par jour des troncs 

de bouleau à papier, et était jetée dans sa totalité avant qu’un projet de valorisation ne soit initié entre 

IJL et le Laboratoire d’Analyse et de Séparation des Essences Végétales (LASEVE). Des travaux 

préliminaires réalisés au LASEVE ont révélé que l’extrait enrichi de l’eau de déroulage possédait un 

potentiel antioxydant. Cette activité étant très recherchée dans le domaine de la cosmétologie, le but 

de ce projet était donc de préparer un extrait actif pouvant être utilisé dans des formulations 

cosmétiques et d’identifier les molécules responsables son activité biologique.  

Un extrait enrichi en composés phénoliques a été produit à partir de l’eau de déroulage de 

bouleau. La méthode d’extraction a été développée en utilisant des solvants peu toxiques (eau et 

éthanol) afin d’obtenir un extrait exploitable dans le secteur des cosmétiques.  

Un travail de fractionnement a par la suite été réalisé sur l’extrait enrichi. Le suivi biologique 

des étapes de fractionnement a permis l’isolation et l’identification de dix composés purs dont la 

majorité possède un fort potentiel antioxydant mesuré à l’aide du test ORAC : le lyonirésinol (ORAC 

15 ± 2 μmol Trolox/mg), le carpinontriol A (ORAC 29 ± 8 μmol Trolox/mg), le lyoniside (ORAC 10 ± 3 

μmol Trolox/mg), le nudiposide (ORAC 10 ± 3 μmol Trolox/mg), le betulatétraol (ORAC 18,6 ± 0,4 

μmol Trolox/mg), le glucoside de lyonirésinol (ORAC 10,1 ± 0,3 μmol Trolox/mg), le rhamnoside de 

triméthoxyphénylsyringoyl glucose, le glucoside d’hannokinol (ORAC 22,3 ± 0,3 μmol Trolox/mg), le 

koaburaside monométhyl éther et le kelampayoside A. Parmi ces molécules, quatre n’avaient pas 

été isolées de l’eau de déroulage lors des travaux préliminaires (glucoside de lyonirésinol, 

rhamnoside de triméthoxyphénylsyringoylglucose, glucoside d’hannokinol et koaburaside 

monométhyl éther), une n’avait jamais été isolée de plantes de la famille des Betulaceae 

(koaburaside monométhyl éther) alors qu’une n’avait jamais été rapportée dans la littérature 

(rhamnoside de triméthoxyphénylsyringoyl glucose).  

En plus de présenter une bonne activité antioxydante, l’extrait enrichi s’est révélé non toxique 

pour les cellules de la peau. Ainsi, cet extrait a pu être fourni au laboratoire Boréaderme pour des 

tests de formulation cosmétique qui ont mené à la création d’une première gamme cosmétique 

désormais commercialisée : la gamme Betula du laboratoire Boréaderme.
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La forêt boréale, du latin borealis (« du Nord »), est une précieuse richesse du Québec, 

territoire dont elle recouvre plus du tiers de la superficie1. La forêt boréale est un atout aussi bien au 

niveau de la biodiversité que pour l’économie québécoise. En effet, elle abrite plus de 850 espèces 

de plantes vasculaires1 et plus de 200 000 emplois sont créés au Québec pour l’industrie forestière 

générée par la forêt boréale2. L’importance est aussi culturelle : la forêt boréale est la terre ancestrale 

des peuples autochtones, dont le savoir immense concernant l’usage des plantes médicinales 

provient essentiellement de ce territoire.  

La majeure partie de la forêt boréale est peuplée par des conifères, principalement par 

l’épinette noire (Picea mariana). Toutefois, 25% des arbres la forêt boréale sont représentés par les 

feuillus, parmi lesquels deux espèces prédominent : le peuplier faux-tremble (Populus tremuloides) 

et le bouleau blanc (Betula papyrifera)1. Une grande partie de ces arbres est récoltée par l’industrie 

forestière, majoritairement pour la fabrication du papier et le bois d’œuvre, c’est le cas notamment 

du Betula papyrifera. 

Cependant, de nombreuses ressources de la forêt restent inexplorées, c’est pour cela que 

les entreprises recherchent de plus en plus à valoriser la biomasse et les produits forestiers non 

ligneux (PFNL), pour l’instant faiblement exploités. Cette démarche s’inscrit notamment dans le 

nouveau régime forestier du Québec. En effet, pour répondre aux enjeux climatiques actuels 

auxquels le monde fait face, un nouveau régime forestier a été mis en vigueur le 1er avril 2013, ayant 

pour principal objectif la gestion durable des territoires forestiers du Québec. Les PFNL sont décrits 

par l’Organisation des Nations Unies pour l’Alimentation et l’Agriculture (FAO) comme étant 

des « biens d’origine biologique autre que le bois, dérivés des forêts, d’autres terres boisées et des 

arbres hors forêts »3. Leur valorisation présente un avantage à la fois écologique et économique. En 

plus d’aider à la conservation de la diversité biologique de la forêt boréale, la production de PFNL 

apporte aussi une solution à une crise de l’industrie forestière dans laquelle le Québec a été plongé 

à la fin du XXe siècle4. Ainsi, plusieurs entreprises spécialisées dans les PFNL se développent, tandis 

que d’autres déjà connues pour leurs produits ligneux cherchent désormais à valoriser leurs résidus 

forestiers. C’est le cas de l’entreprise Industries John Lewis (IJL) située à La Tuque, au Québec. Elle 
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se spécialise dans la transformation du bouleau blanc de la région de la Mauricie, majoritairement en 

bâtonnets pour une utilisation alimentaire. Dans une démarche de développement durable et en 

cohérence avec le nouveau régime forestier, IJL prend part à de nombreuses actions : un 

aménagement durable du territoire forestier, une utilisation de 100% du bois coupé, ainsi que la 

récupération des résidus forestiers5. Parmi ces derniers, l’eau de déroulage de bouleau semble être 

une ressource intéressante à exploiter. Ce résidu industriel est produit à raison de 6000 à 8000 litres 

par jour lors de l’opération de déroulage, c’est-à-dire la découpe du bouleau en feuilles de bois 

d’épaisseur uniforme dans lesquelles sont taillés les bâtonnets. L’eau qui découle de ce processus, 

généralement appelée eau de déroulage, est jetée dans sa quasi-totalité malgré une riche 

composition. L’eau de déroulage de bouleau n’ayant fait l’objet d’aucune étude, il semblait donc très 

opportun d’en étudier la composition chimique et les potentiels effets afin de procéder à sa 

valorisation. C’est ainsi qu’un projet de valorisation de ce résidu a été mis en place depuis 2016 entre 

le LASEVE et l’entreprise IJL. Les travaux préliminaires, réalisés il y a deux ans par le LASEVE, ont 

montré que l’eau possédait un potentiel antioxydant. Celui-ci donne l’opportunité d’une valorisation 

dans le secteur des cosmétiques. Cette dernière s’inscrit aussi dans une nouvelle tendance de 

réutilisation de sous-produits d’origine végétale en ingrédients cosmétiques6. 

 



  

 

CHAPITRE 1 

ÉTAT DES CONNAISSANCES ET OBJECTIFS 
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1.1 LE BOULEAU A PAPIER  

 

 

(CC BY) Nicholas A. Tonelli, https://pxhere.com/fr/photo/109976 

Figure 1 : Bouleau à papier (Betula papyrifera)  

 

Le bouleau à papier (Betula papyrifera) (Figure 1), aussi appelé bouleau blanc ou bouleau à 

canot, est une espèce emblématique du Canada de la famille des Betulaceae qui se retrouve à 

travers presque tout le territoire7. Son écorce possède une haute teneur en molécules lipophiles 

(comme le bétulinol) qui la rendent imperméable. Du fait de cette propriété, elle était autrefois utilisée 

par les Indiens d’Amérique dans le domaine de la construction notamment pour la fabrication de 

revêtement de canots, d’où le nom de bouleau à canot8. Toutefois, les usages du bouleau blanc ne 

se limitent pas qu’à la construction. Les différentes parties de l’arbre étaient en effet utilisées par les 

premières nations pour résoudre plusieurs problèmes de santé comme indiqué au Tableau 1.  

Du fait des nombreux usages autochtones de ses différentes espèces, le genre Betula a déjà 

fait l’objet de certaines recherches sur sa composition et ses activités biologiques. Aujourd’hui, les 

propriétés pharmacologiques du bouleau sont principalement attribuées à ses feuilles et ses écorces. 

Ce sont ces deux parties de l’arbre qui ont été les plus étudiées, permettant désormais d’avoir accès 
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à une liste complète des principales molécules qui les composent. Les feuilles du bouleau 

contiennent entre autres jusqu’à 3 % de flavonoïdes qui lui confèrent son activité diurétique9, des 

acides phénoliques connus (chlorogénique, caféique), ainsi que des tanins. Son écorce, quant à elle, 

contient des aryl- et diarylheptanoïdes10. Le bouleau est également connu pour ses dérivés 

lupaniques présents à la fois dans les feuilles et l’écorce, notamment le bétulinol. Ce dernier a fait 

l’objet de plusieurs études qui ont permis de démontrer les propriétés anti-inflammatoire, cicatrisante 

et métabolique du bouleau11, 12.  

Tableau 1 : Utilisations médicinales du bouleau blanc par les premières nations 

Partie utilisée Forme Utilisation Nation 

Feuilles Cataplasme Antipoison 

Traitement des piqûres d’insectes 

Chipewyan13  

Déné14  

Tiges et 

branches 

Décoction Maux de dents 

Maux de ventre 

Cri15  

Déné16  

Bourgeons Pommade Application sur les blessures Cri17  

Bois Décoction Maux de dos, nettoyant topique Cri15, 17 

Écorce interne Inhalation 

Décoction 

Gargarisme 

Cataplasme 

Pommade 

Décoction 

Asthme 

Douleurs menstruelles 

Maux de gorge 

Coupures infectées 

Plaies et éruptions cutanées 

Maux de ventre 

Cri18  

Métis18, Déné19  

Métis18 

Malécite20 

Cri15 

Déné14 

Écorce externe Plâtre 

Poudre 

Décoction 

Compresse 

Membre cassé ou enflé 

Poudre de bébé 

Antidiarrhéique  

Abcès 

Cri18, Déné19 

Ojibway21 

Montagnais22  

Cri23 

Racines Décoction Douleurs menstruelles  Déné18 

Sève Décoction Santé générale, problèmes respiratoires 

Douleurs gastro-intestinales 

Douleurs gynécologiques 

Déné19  

 

Ojibwas24 

Iroquois24 

 

Encore actuellement, le bouleau à papier est toujours une espèce ligneuse très valorisée au 

Québec. Désormais, c’est principalement son bois qui est utilisé car il présente des caractéristiques 

intéressantes. Tout d’abord, sa couleur pâle est attrayante pour la fabrication de meubles, planchers 

et autres éléments de mobilier, mais elle est aussi très intéressante pour l’industrie de pâtes et papier 

puisqu’elle nécessite peu d’opérations de blanchiment25. De plus, le bois de bouleau blanc a la 
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particularité de ne posséder aucune odeur et aucun goût, faisant de ce bois le plus utilisé pour la 

fabrication d’objets à portée alimentaire (cure-dents, bâtonnets de crème glacée ou de tire 

d’érable…). C’est dans ce dernier contexte qu’est produit en quantité non négligeable un résidu 

forestier dont la composition et le potentiel biologique restent encore méconnus : l’eau de déroulage 

de bouleau. 

 

1.2 L’EAU DE DÉROULAGE DE BOULEAU 

 

L’eau de déroulage, comme son nom l’indique, est produite lors de l’opération de déroulage, 

c’est-à-dire la découpe du tronc de bouleau en feuilles de bois dans lesquelles sont taillés des 

bâtonnets (crème glacée, tire d’érable). Ce résidu industriel est presque totalement jeté (environ 7000 

litres/jour) sans pour autant avoir été étudié auparavant. En effet, ni la composition ni le potentiel 

biologique de ce déchet forestier ne sont connus.   

Il est important de noter que l’eau de déroulage de bouleau n’est pas identique à l’eau de 

bouleau qui peut être retrouvée comme boisson dans le commerce. L’eau de bouleau, contrairement 

à l’eau de déroulage, correspond à la sève qui s’écoule des arbres et qui est utilisée pour fabriquer 

le sirop de bouleau. Il s’agit d’un liquide translucide dont la consommation est ancestrale (Tableau 

1). L’eau de déroulage, elle, est rougeâtre et turbide, et obtenue par action mécanique. Cette 

coloration est un premier indice qui montre que la composition chimique de l’eau de déroulage est 

plus riche que celle de la sève. La couleur marron-rouge peut s’expliquer par l’oxydation des 

composés phénoliques présents dans l’eau de déroulage26. Celle-ci peut être accélérée par des 

enzymes libérées lors de l’action de la lame comprimant le bois de bouleau. D’ailleurs, l’action 

mécanique peut aussi expliquer la composition plus complexe de l’eau de déroulage par rapport à 

celle de la sève. La lame provoque en effet l’éclatement de certaines structures végétales telles que 

les cellules, enrichissant ainsi la sève initiale pour obtenir l’eau de déroulage. 

Même si la littérature a déjà mis en lumière plusieurs fois les eaux de différents Betula, les 

connaissances sur leur composition et leur activité restent faibles comparativement à celles sur 
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l’écorce et les feuilles. Pour résumer brièvement l’état des connaissances concernant la composition 

de ces eaux, deux études des années 1960 ont tout d’abord déterminé la présence d’un 

polysaccharide, de disaccharides et de monosaccharides dans l’eau de Betula papyrifera 27, 28. La 

présence de ces sucres a également été confirmée par une équipe finlandaise dans Betula 

pubescens, Betula pendula Roth et Betula pendula var. Carelica en plus de la découverte d’acides 

organiques (malique, succinique)29. D’autre part, le sirop de Betula pubescens a aussi été étudié. Sa 

composition est semblable à celle de l’eau à partir de laquelle il a été préparé, et la présence d’acides 

aminés (citrulline, glutamine, acide glutamique) a été relevée30-33. Des études coréennes ont rapporté 

des analyses de Betula platyphylla, Betula costata et Betula davririca qui rejoignent les travaux de 

l’équipe finlandaise et montrent la présence de quelques nucléosides34. 

Concernant les activités biologiques, celles-ci sont connues grâce à l’usage traditionnel des 

eaux de bouleau. Le breuvage était utilisé notamment contre l’arthrite, les calculs rénaux et les 

maladies de la peau35. Le bouleau blanc (Betula papyrifera) était aussi utilisé par de nombreuses 

tribus autochtones en décoction : par les Ojibwas et les Iroquois pour réduire respectivement des 

douleurs gastro-intestinales et gynécologiques24, et par les Déné pour lutter contre les problèmes 

respiratoires19. 

De plus, les eaux de bouleau ont déjà démontré des effets in vitro encourageants36. En effet, 

l’utilisation des eaux végétales en cosmétologie en tant que substituts de l’eau est actuellement en 

pleine émergence. Ainsi, plusieurs demandes de brevets ont été déposées depuis 2017 pour 

l’utilisation des eaux de bouleau en cosmétique37-39.  

Finalement, les études présentées concernent seulement les eaux de bouleaux dont la 

composition semble être principalement représentée par des métabolites primaires. Très rares sont 

les métabolites secondaires qui ont été identifiés dans la sève, et aucune étude des eaux de 

déroulage n’a encore été effectuée. Malgré sa faible richesse en composés biologiquement actifs, la 

sève est commercialisée en tant que boisson stimulante du système immunitaire ou réductrice des 

problèmes articulaires40, et commence à être utilisée dans le domaine de la cosmétique. Sachant 

que l’eau de déroulage possède une composition plus riche, il était donc très opportun d’en étudier 
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la composition et les effets afin de procéder à sa valorisation. Celle-ci s’inscrit aussi dans une 

nouvelle tendance de réutilisation de sous-produits d’origine végétale en cosmétique 6.  

Ainsi, cette valorisation s’est surtout effectuée dans un but d’utilisation cosmétique au vu de 

la présence des nombreux composés phénoliques dans l’eau de déroulage, dont la présence et 

l’intérêt biologique ont été vérifiés lors de la première partie de ce projet. 

 

 

1.3 TRAVAUX PRÉLIMINAIRES 

 

1.3.1 RÉSUMÉ DES TRAVAUX 

 

Les travaux préliminaires visaient l’acquisition de premières connaissances sur la méthode 

d’obtention d’un extrait enrichi et sur la composition chimique et le potentiel biologique de l’eau de 

déroulage.  

Cette première phase du projet a permis de développer une première méthode de production 

d’un extrait enrichi à partir de l’eau de déroulage. Cette méthode consiste dans un premier temps à 

filtrer l’eau en plusieurs étapes (grossière, en profondeur, et stérilisante), puis à effectuer un 

enrichissement au méthanol sur résine diaion HP-20.  

Des premiers travaux de fractionnements réalisés par Simon Gandrieau ont déjà montré la 

présence de 11 composés phénoliques (dont 3 nouveaux) dont certains possèdent des propriétés 

antioxydantes d’un intérêt certain. Ces molécules ont été identifiées comme étant 4 glycosides 

phénoliques, 3 lignanes et 4 diarylheptanoïdes cycliques. Leur structure est présentée à la Figure 2. 

Toutefois, la majeure partie de ces composés a été obtenue en trop faible quantité pour permettre 

leur caractérisation ou même l’évaluation de leur activité biologique. 
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Figure 2 : Structure des composés isolés de l'eau de déroulage lors des travaux préliminaires : 
kelampayoside A 1, carpinontriol A 2, bétulatétraol 3, smiglabranol xyloside 4, lyoniside 5, 
nudiposide 6, glucoside de lyonirésinol 7, smiglabranol glucoside 8, bétuladiol glucoside 9, 

alnusdiol 10, triméthoxyphényl-syringoyl-glucopyranoside 11. 
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1.3.2 FAMILLES DE MOLÉCULES ISOLÉES 

 

• Glycosides phénoliques 

 

Les glycosides phénoliques sont des hétérosides composés d’une partie glycosidique (un ou 

plusieurs sucres) et d’une partie aglycone dérivée des phénols. Leur présence dans la nature est 

connue depuis plus d’un siècle et est très répandue. D’ailleurs, les composés phénoliques de faible 

poids moléculaire ont souvent tendance à se lier à un sucre dans les plantes41. La salicyline 12 est 

un bon exemple pour illustrer la structure et l’activité des glycosides phénoliques. Il s’agit d’un 

composé phénolique simple, la saligénine, lié à un β-D-glucose (Figure 3). Elle participe à l’activité 

anti-inflammatoire de l’écorce de saule dont elle est issue42. Tout comme cette molécule, un grand 

nombre de glycosides phénoliques se sont avérés anti-inflammatoires mais aussi antioxydants43-46.  

 

 

Figure 3 : Structure de la salicyline 12 

 

 

• Lignanes 

 

Les lignanes sont des composés phénoliques formés de deux unités monolignols telles que 

l’alcool para-coumarylique 13 et l’alcool coniférylique 14 représentés à la Figure 4. Ces molécules se 

retrouvent fréquemment dans la nourriture, notamment dans les céréales et graines (particulièrement 

le lin), les légumes et fruits (chou, abricot, fraise) ainsi que dans le thé et le café47, 48. 
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Figure 4 : Exemple de monolignols précurseurs des lignanes : alcool para-coumarylique (13) et 
alcool coniférylique (14) 

 

Ils font partie des phyto-œstrogènes, c’est-à-dire des molécules naturellement issues des 

plantes dont la structure se rapproche de celle de l’estradiol, un composé qui impacte notamment le 

fonctionnement reproductif sexuel49. L’entérodiol et l’entérolactone sont deux exemples de phyto-

œstrogènes reconnus de la famille des lignanes50. Ainsi, plusieurs études visent à analyser les 

interactions entre les récepteurs des œstrogènes et les lignanes, et à évaluer l’effet de ces derniers 

sur les risques de cancers51. La podophyllotoxine est un bon exemple de lignane ayant un effet 

antitumoral52. Les lignanes sont aussi connus, comme un grand nombre de composés phénoliques, 

pour leur activité antioxydante53. 

 

• Diarylheptanoïdes  

 

Le squelette principal des diarylheptanoïdes se compose de deux noyaux aromatiques liés 

par une chaîne de sept carbones (heptane). Ils peuvent être linéaires mais existent aussi sous forme 

cyclique. C’est cette dernière forme qui a été adoptée par les quatre composés isolés de l’eau de 

déroulage au cours des travaux préliminaires. L’abondance des diarylheptanoïdes dans la nature est 

beaucoup moins vaste que celle des glycosides phénoliques et des lignanes. Leur présence a été 

relevée dans des plantes principalement de la famille des Betulaceae54, des Zingiberaceae55, 56 et 

des Aceraceae57. La curcumine, issue du Curcuma longa (Zingiberaceae), est le premier 

diarylheptanoïde isolé et le plus réputé pour son grand potentiel pharmacologique. Plusieurs activités 

ont en effet été démontrées, telles qu’antioxydante, anti-inflammatoire et, plus récemment, 

anticancéreuse58-60. Ces activités ont aussi été retrouvées pour d’autres diarylheptanoïdes61-63. La 
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présence de plusieurs diarylheptanoïdes tels que le papyriféroside A 15 a déjà été rapportée dans 

l’espèce Betula papyrifera63 (Figure 5). 

 

Figure 5 : Structure du papyriféroside A 15 (diarylheptanoïde linéaire) et du carpinontriol A 2 
(diarylheptanoïde cyclique) 

 

 

 

1.4 OXYDATION DE LA PEAU ET ACTIVITÉ ANTIOXYDANTE 

 

 

Plusieurs des molécules isolées lors des travaux préliminaires (carpinontriol A 2, lyoniside 5, 

glucoside de lyonirésinol 7) présentent un fort potentiel antioxydant, une activité très recherchée dans 

le secteur de la cosmétique notamment pour le développement de produits solaires ou anti-âge dont 

la demande est de plus en plus forte. Pour répondre à cette demande, il est important de comprendre 

les origines du vieillissement cutané. 

La peau est naturellement protégée par un système antioxydant cellulaire constitué 

d’enzymes comme les superoxydes dismutases (SOD), la catalase ou le gluthathion, mais également 

de vitamines telles que la vitamine A, C ou E64. Malgré ce système antioxydant, la peau subit un 

vieillissement dû à la combinaison de facteurs intrinsèques et extrinsèques. 

Les facteurs d’origine intrinsèque correspondent au vieillissement naturel de la peau. Les 

mitochondries sont l’une des principales sources du vieillissement intracellulaire par leur production 

de ROS (Reactive Oxygen Species)65. Les ROS peuvent être des radicaux libres comme le radical 
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hydroxyle (HO•) ou l’anion superoxyde (O2

-) mais aussi des non radicaux comme le peroxyde 

d’hydrogène (H2O2). Ils sont responsables du stress oxydatif qui correspond à un déséquilibre entre 

la quantité de ROS dans l’organisme et sa capacité antioxydante66. D’autres facteurs intrinsèques 

peuvent intervenir tels que l’âge qui, en augmentant, provoque une diminution des mécanismes de 

réparation de l’ADN (systèmes de réparation des bases et des nucléotides) et du protéasome qui agit 

notamment contre l’oxydation des protéines67. Il peut également s’agir de facteurs génétiques qui 

varient d’une personne à une autre comme le taux d’hormones (par exemple l’œstrogène pour les 

femmes) ou la pigmentation de la peau. En effet, le degré de pigmentation est un facteur qui influe 

sur le vieillissement cutané : plus une peau est pigmentée, plus elle est constituée de mélanine qui 

agit comme une barrière protectrice de la peau en absorbant les rayonnements ultra-violets (UV). 

Ainsi, le vieillissement cutané peut être plus important chez les personnes ayant la peau plus claire68. 

La peau est aussi soumise à des facteurs extérieurs susceptibles d’accélérer son 

vieillissement, il s’agit des facteurs extrinsèques. Tout d’abord, le mode de vie (mauvaise 

alimentation, consommation de tabac et/ou d’alcool) peut amplifier le vieillissement cutané69. Mais le 

facteur extrinsèque majeur est l’exposition aux rayonnements UV qui provoque le photo-

vieillissement. Les UVB sont absorbés à 90% par l’épiderme (composé de kératinocytes) tandis que 

plus de 50% des UVA se rendent jusqu’au derme (composé de fibroblastes)70. Les rayonnements 

UV peuvent altérer directement l’ADN cellulaire ou agir via des ROS71. Ce mécanisme peut provoquer 

de graves dommages sur l’ADN des cellules de la peau mais aussi sur les protéines et les lipides de 

la membrane cellulaire. Les dommages peuvent même aller jusqu’à la carcinogenèse. En effet, 

lorsque l’organisme est exposé à une dose trop importante d’UV, la protéine p53 est activée bloquant 

ainsi la division cellulaire pour permettre la réparation des dommages. Lorsque les dommages sont 

trop importants, p53 déclenche la mort cellulaire programmée ou apoptose des kératinocytes et des 

mélanocytes. Toutefois, le stress oxydatif peut induire des mutations dans l’ADN du gène de p53 

provoquant ainsi l’inhibition de l’apoptose ce qui peut potentiellement mener à la formation de cellules 

cancéreuses 72. 
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La recherche de molécules ou d’extraits capables de neutraliser les ROS est donc très 

importante dans la prévention du vieillissement cutané et des pathologies que peut provoquer le 

stress oxydatif, afin de compléter les défenses antioxydantes de la peau. 

 

1.5. OBJECTIFS 

 

Dans la continuité des deux premières années de recherches sur la composition complexe 

de l’eau de déroulage de bouleau, ce projet de maîtrise visait à poursuivre l’étude de la composition 

chimique et de l’activité des composés phénoliques contenus dans ce résidu forestier, ainsi qu’à 

évaluer le potentiel de cette matrice dans des formulations cosmétiques. 

 

1.5.1. OBJECTIF PRINCIPAL 

 

Valoriser un produit forestier non ligneux, l’eau de déroulage de bouleau, pour des usages 

cosméceutique. 

 

1.5.2. OBJECTIFS SPÉCIFIQUES 

 

• Optimiser la méthode d’extraction pour obtenir à grande échelle un extrait enrichi 

utilisable en cosmétologie ; 

• Isoler des composés purs en quantité suffisante pour l’évaluation de leur potentiel 

biologique et leur caractérisation ; 

• Caractériser de manière complète chaque composé isolé ; 

• Évaluer le potentiel biologique des extraits et composés purs afin de déterminer les 

applications possibles de l’eau de déroulage ; 

• Vérifier la compatibilité de l’eau de déroulage de bouleau et de son extrait dans des 

formulations cosmétiques. 



 

 

CHAPITRE 2 

RÉSULTATS ET DISCUSSION 
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2.1. ÉTUDE PHYTOCHIMIQUE DE L’EAU DE DÉROULAGE DE BOULEAU 

 

2.1.1.  OPTIMISATION DE LA MÉTHODE D’EXTRACTION  

 

Dans un premier temps, il était important d’optimiser le procédé d’extraction qui a été mis au 

point lors des travaux préliminaires dans le but de le transposer à une plus grande échelle. Une 

filtration de l’eau de déroulage s’est avérée nécessaire avant le passage sur colonne afin d’éliminer 

toute particule en suspension dans l’eau pouvant nuire au débit de la colonne. En effet, des particules 

de bois de taille variant de l’ordre du micromètre au millimètre se trouvent en suspension dans l’eau 

de déroulage, en plus ou moins grande quantité selon les lots. Dans le cadre de la production de 

l’extrait brut utilisé dans ce projet, l’eau de déroulage a été filtrée sur coton. Cette méthode de filtration 

était suffisante pour ce projet, mais elle restera cependant à améliorer si une méthode de production 

à plus grande échelle devait être mise au point.  

Le processus d’extraction des composés phénoliques consistait à filtrer l’eau de déroulage à 

travers la résine diaion HP-20 sur laquelle les composés phénoliques sont restés adsorbés. Le 

rinçage à l’eau a permis d’éliminer les molécules ayant le plus d’affinité avec l’eau, c’est-à-dire les 

molécules très polaires. Il s’agit en grande majorité de sucres, d’un intérêt mineur pour ce projet. 

L’extrait a été obtenu en utilisant un solvant de polarité inférieure à celle de l’eau pour entraîner les 

composés phénoliques hors de la colonne. C’est l’éthanol qui a été choisi pour procéder à l’extraction. 

Il s’agit d’un solvant très souvent employé dans la production d’extraits cosmétiques, du fait de sa 

toxicité inférieure à celle du méthanol. Ainsi, ce solvant a été préféré lors de ce projet pour la 

production d’extrait brut enrichi en composés phénoliques. L’extrait obtenu peut alors à la fois être 

utilisé pour l’isolation des composés phénoliques et pour des tests de formulation cosmétique.  

Au total, précisément 481 litres d’eau de déroulage de bouleau ont été traités sur colonne 

diaion HP-20 pour obtenir 180,5 grammes d’extrait brut (Tableau 2), correspondant à un rendement 

de 0,41 grammes d’extrait éthanolique enrichi par litre d’eau de déroulage de bouleau. Des variations 

de rendement minimes ont été observées entre les lots. Cette observation peut s’expliquer par une 

éventuelle variabilité dans la procédure de déroulage en fonction de la période de l’année. Par 
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exemple, il est possible que la teneur en certains composés varie d’une saison à une autre et soit 

donc différente en fonction de la période de récolte du bois. Une étude plus approfondie de la variation 

de la composition de l’eau de déroulage en fonction des sites et des saisons pourrait être effectuée 

par extraction en phase solide (SPE). 

Tableau 2 : Résultats de production d'extrait brut 

 

 

 

L’extrait obtenu est une poudre amorphe brune à l’aspect brillant (Figure 6). Il s’agit d’un 

extrait enrichi en composés phénoliques et contenant d’autres molécules telles que des sucres non 

éliminés par le lavage à l’eau. La quantité de sucres restants dans l’extrait n’a pas été évaluée, il 

pourrait être intéressant d’effectuer cette évaluation afin de caractériser l’extrait au mieux. 

 

 

© Valentine Coicaud 

Figure 6 : Extrait brut enrichi en composés phénoliques obtenu à partir de l'eau de déroulage de 
bouleau  

 

Lot Volume 
traité (L) 

Masse 
d'extrait 

(g) 

Rendement 
(g/L) 

1 114,5 51 0,45 

2 104 48 0,46 

3 262,5 81,5 0,31 

Total 481 180,5 - 

Moyenne - - 0,41 ± 0,08 
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Au cours des travaux de fractionnement, des analyses CCM ont été réalisées afin d’observer 

globalement la composition des fractions ainsi que leur pureté. Les extraits et fractions ont également 

été analysés par HPLC-MS dans le but d’étudier plus précisément leur composition. La même 

méthode d’analyse a été conservée pendant l’entièreté du projet afin de pouvoir comparer chaque 

fraction. 

Une comparaison aux témoins isolés de l’extrait enrichi au méthanol lors des travaux 

préliminaires a été effectuée afin d’avoir une première idée sur la présence ou non de ces molécules 

dans l’extrait enrichi à l’éthanol. Le chromatogramme HPLC-MS est semblable à celui de l’extrait brut 

obtenu par extraction au méthanol lors des travaux préliminaires (Annexe 2). La comparaison en 

CCM et en HPLC-MS avec les témoins des molécules isolées lors des travaux préliminaires a montré 

que ceux-ci semblent se retrouver dans l’extrait enrichi à l’éthanol. En effet, parmi les six témoins 

disponibles testés, les pics de l’alnusdiol 10, du lyoniside 5, du carpinontriol A 2, du betuladiol 

glucoside 9 et du smiglabronol glycoside 4 ont été identifiés (Annexe 2). Seul un témoin, le 

triméthoxyphénylsyringoyl glucose, ne présente pas de pic suffisamment intense pour être identifié 

sur le chromatogramme HPLC. L’analyse CCM est moins précise, toutefois des taches aux mêmes 

rapports frontaux (Rf) que les témoins ont été observées dans l’extrait brut (Figure 7). Les taches 

observées sont principalement de couleur bleue, marron et mauve. Ces taches sont respectivement 

spécifiques aux lignanes, aux glycosides phénoliques et aux diarylheptanoïdes cycliques. Ces 

observations encouragent à utiliser l’éthanol en remplacement du méthanol étant donné que la 

composition de l’extrait brut reste similaire sans l’utilisation de solvant toxique. L’analyse CCM a 

également mis en évidence la présence de composés polaires au niveau de la ligne de dépôt (Figure 

7). Cela permet d’affirmer que le rinçage à l’eau n’a pas éliminé la totalité des composés polaires au 

moment de l’extraction. 
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© Valentine Coicaud 

Figure 7 : Analyse CCM de l'extrait brut et des témoins isolés précédemment (milieu d'élution : 
chloroforme/méthanol/eau 50 : 15 : 1 (V : V : V), révélation : H2SO4 20% dans le méthanol)  

 

Pour envisager l’utilisation de l’extrait enrichi dans des formulations cosmétiques, il est 

important que celui-ci ne présente pas de toxicité, en particulier sur les lignées cellulaires WS-1 

(fibroblastes : cellules du derme) et HaCaT (kératinocytes : cellules de l’épiderme). En effet, aucune 

toxicité pour la peau ne doit être relevée pour employer l’extrait dans un produit cosmétique qui 

entrera en contact avec la peau. Aucune cytotoxicité n’a été relevée pour les extraits enrichis (IC50 

>200 μg/mL). De plus, les extraits démontrent une bonne activité antioxydante cellulaire et ORAC 

(Tableau 3). Ces résultats encouragent à utiliser l’extrait enrichi dans le domaine de la cosmétologie. 

Les proportions en composés phénoliques varient entre 35 et 41 % massiques dans les 

extraits, ce qui montre que ces derniers sont effectivement enrichis en composés phénoliques.  
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Tableau 3 : Résultats des tests biologiques sur les extraits produits à partir des 3 lots d'eau de 
déroulage de bouleau 

  ORAC (µmol 
Trolox/mg) 

Antioxydant 
cellulaire 

(IC50 

antioxydante 
µg/ml) 

Folin-Ciocalteu 
(% (w/w)) 

 Inhibition de 
NO (IC50 
µg/ml) 

 Inhibition de 
NO (% 

inhibition à 
µg/ml) 

Extrait 
brut lot 1 

3,72 ± 0,75 0,30 ± 0,03 35 ± 5 120 ± 15 65 à 160 

Extrait 
brut lot 2 

6,7 ± 0,82 1,0 ± 0,3 37 ± 6 119 ± 11 67 à 160 

Extrait 
brut lot 3 

6,39 ± 1,09 0,26 ± 0,02 41 ± 5 >80 26 à 80 

Quercetin 22,62 ± 4,06 0,16 ± 0,05 - L-NAME 1 
mM 

75 ± 8 

 

 

 

2.1.2.  FRACTIONNEMENT  

 

• Fractionnement de l’extrait brut 

 

Afin d’identifier les molécules responsables de l’activité de l’extrait brut, un fractionnement de ce 

dernier a été engagé. Une masse de 31,5 grammes d’extrait brut a été séparée sur diaion HP-20 en 

7 fractions pour un total de 29,9 grammes récupérés, représentant un rendement de 94,9 %. Cette 

première séparation a été effectuée avec un gradient de polarité décroissante, permettant d’obtenir 

des fractions de plus en plus riches en composés apolaires (haut de la plaque) (Figure 8). 

Les fractions D, E et F présentent les activités antioxydantes cellulaires et ORAC les plus 

élevées avec des valeurs ORAC respectives de 6,79, 5,14 et 4,92 µmol Trolox/mg (Tableau 4). Ce 

sont aussi ceux qui présentent le pourcentage le plus élevé en composés phénoliques selon le test 

Folin-Ciocalteu avec des concentrations respectives de 50, 48 et 37 grammes de composés 

phénoliques pour 100 grammes d’extrait. Un lien hypothétique peut alors être établi entre l’activité 

antioxydante et la quantité de composés phénoliques dans les fractions73. Selon les résultats 

obtenus, plus la fraction possède une quantité importante en composés phénoliques, plus son activité 

antioxydante est grande. 
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Figure 8 : Analyse CCM du fractionnement de l'extrait brut sur colonne diaion HP-20 : fractions A à 
G (milieu d'élution : chloroforme/méthanol/eau 50 : 15 : 1 (V : V : V), révélation : H2SO4 20% dans le 

méthanol)  

 

 

Tableau 4 : Résultats des tests biologiques des fractions A à G 

  ORAC (µmol 
Trolox/mg) 

Antioxydant 
cellulaire 

(IC50 
antioxydante 

µg/ml) 

Folin-Ciocalteu 
(% (w/w)) 

Inhibition de 
NO (IC50 µg/ml) 

 Inhibition 
de NO (% 

inhibition à 
µg/ml) 

Fraction A 0,41 ± 0,10 10 ± 3  20 ± 3  >160 33 à 160 

Fraction B  1,78 ± 0,39 1,0 ± 0,2 28 ± 5 >160 1 à 160 

Fraction C 3,13 ± 0,40 4 ± 2  25 ± 5 >160 10 à 160 

Fraction D  6,79 ± 0,98 0,4 ± 0,2 50 ± 8 117 ± 12 67 à 160 

Fraction E  5,14 ± 1,15 0,6 ± 0,1  48 ± 8 >40 25 à 40 

Fraction F  4,92 ± 0,96 0,32 ± 0,05  37 ± 6 >80 35 à 80  

Fraction G  3,57 ± 0,57 1,1 ± 0,4  28 ± 5 45 ± 4 62 à 80 

Extrait brut 6,39 ± 1,09 0,26 ± 0,02 41 ± 5 >80 26 à 80 

Quercetin 22,62 ± 4,06 0,16 ± 0,05 - L-NAME 1 mM 75 ± 8 
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La plupart des fractions sont inactives ou possèdent une faible activité anti-inflammatoire à 

l’exception des fractions D et G qui montrent une activité modérée avec un pourcentage d’inhibition 

de NO de 67% à 160 µg/ml et 62% à 80 µg/ml respectivement. Ces résultats suggèrent qu’il est plus 

intéressant de poursuivre le fractionnement bioguidé en se concentrant sur l’activité antioxydante. 

 

• Fractionnement des fractions D et E 

 

Aux vues de l’activité antioxydante particulièrement intéressante des fractions D et E, le choix du 

prochain fractionnement s’est tourné en priorité vers ces fractions. De plus, elles présentaient toutes 

les deux des masses conséquentes (4,6 g et 3,6 g) permettant d’envisager d’autres étapes de 

fractionnement. Les deux fractions ont aussi démontré une composition similaire selon les analyses 

CCM (Figure 8) et HPLC-MS, il a donc été choisi de les rassembler en une seule et même fraction 

D+E. Après le fractionnement, une masse totale de 6,23 g répartie en 9 fractions a été obtenue. Une 

grande partie de la fraction D+E traitée était constituée de composés très polaires qui ont été éliminés 

lors du rinçage de la colonne. Le fractionnement a été efficace et a permis d’obtenir des fractions D1 

à D9 de polarité croissante. Ainsi, les fractions les plus apolaires ont été dépourvues des molécules 

polaires qui restaient sur la ligne de dépôt en CCM et qui se retrouvent désormais dans les rinçages 

(Figure 9). 
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Figure 9 : Analyse CCM du fractionnement de D+E sur colonne de silice : fractions D1 à D9 (milieu 
d'élution : chloroforme/méthanol/eau 50 : 15 : 1 (V : V : V), révélation : H2SO4 20% dans le 

méthanol)  

 

 

La fraction D2 n’a pas été testée biologiquement afin de conserver sa faible masse pour un 

éventuel fractionnement subséquent. 

Les activités ORAC des fractions testées sont particulièrement intéressantes, surtout pour 

les fractions D3 et D4 dont la valeur ORAC (respectivement 19 et 20 µmol Trolox/mg) se rapproche 

de celle du témoin positif, la quercétine (27 µmol Trolox/mg) (Tableau 5). La fraction D4 s’avère pro-

oxydante à la plus haute concentration au test antioxydant cellulaire. Mise à part la fraction D1, 

aucune fraction ne semble posséder une activité anti-inflammatoire notable aux concentrations 

testées. 

Dans l’esprit d’un fractionnement bioguidé, les fractions D3 et D4 ont été purifiées davantage 

afin d’identifier les molécules responsables de la forte activité ORAC observée. De plus, les fractions 
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D6 et D7 qui possédaient également une activité ORAC intéressante (respectivement 6,58 et 11 µmol 

Trolox/mg) ont aussi été fractionnées.  

 

Tableau 5 : Résultats des tests biologiques des fractions D1 à D7 

  ORAC (µmol 
Trolox/mg) 

Antioxydant 
cellulaire (IC50 
antioxydante 

µg/ml) 

Folin-
Ciocalteu 
(% (w/w)) 

Inhibition 
de NO (IC50

 

µg/ml) 

Fraction D1 11 ± 1 0,133 ± 0,008 50 ± 4 16±2 

Fraction D3 19 ± 1 >75 90 ± 8 >15  

Fraction D4 20 ± 2 pro-oxydant 59 ± 6 >120 

Fraction D5 9,69 ± 0,85 >75 44 ± 11 >120 

Fraction D6 6,58 ± 0,81 >75 69 ± 5 >120 

Fraction D7 11 ± 1 >75 40 ± 5 >120  

Fraction D8 3,62 ± 0,79 1,3 ± 0,1 32 ± 4 >120  

Fraction D9 3,37 ± 0,59 0,31 ± 0,02 36 ± 7 >120 

Quercetin  27 ± 4 0,038 ± 0,007  - L-NAME 1 
mM 

 

 

o Fractionnement de D3 

 

Une séparation par chromatographie « flash » en phase inverse suivie d’une purification par 

HPLC préparative a conduit à l’obtention du composé majoritaire 16 ainsi que deux autres composés 

minoritaires 17 et 18. Le spectre de masse ainsi que les spectres RMN 1H et 13C ont permis de 

confirmer l’identité du (+)-lyonirésinol 16. Les données sont en adéquation avec celles reportées dans 

la littérature74. Plusieurs signaux ont confirmé la présence des différents groupes méthoxy (Annexe 

5). Le singulet à 3,76 ppm intégrant pour 6 protons (H-7’, H-8’) a mis en évidence la présence de 

deux groupes méthoxy équivalents. Les singulets à 3,88 ppm (H-12) et 3,39 ppm (H-11) intégrant 

chacun pour 3 protons ont également permis de confirmer la présence de deux groupes méthoxy aux 

environnements chimiques différents sur la molécule. Le lyonirésinol 16 a déjà démontré des activités 

antimélanogéniques75 et anti trichomoniasis76 ainsi qu’inhibiteur de la mélanogénèse77. Ce composé 

a déjà été isolé du Vitex negundo (Verbenaceae)75. Il est plus abondant dans la nature sous sa forme 
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glycosidique, par exemple lié à un glucose (glucoside de lyoniresinol) ou un xylose (lyoniside, 

nudiposide). Les analyses 1H, 13C, DEPT-135, COSY, HSQC et HMBC des deux autres composés 

purs 17 et 18 n’ont pas permis de mener à leur identification. Il serait nécessaire de produire ces 

molécules en plus grande quantité afin d’effectuer des analyses supplémentaires pour établir leur 

structure.  

 

o Fractionnement de D4 

 

Une comparaison par HPLC-MS avec un témoin obtenu lors des travaux préliminaires a 

révélé la présence de carpinontriol A 2 dans la fraction D4 (Annexe 3). Après optimisation par CCM, 

une purification par chromatographie « flash » en phase inverse a permis d’obtenir le carpinontriol A 

2 en quantité importante (196,9 mg). Son identité a par la suite été confirmée par les analyses RMN, 

dont les spectres 1H et 13C sont en adéquation avec la littérature78 (Annexe 6). Les signaux protons 

entre 7,06 ppm et 6,56 ppm intégrant pour 6 protons au total ont permis d’affirmer que la molécule 

possédait 6 protons aromatiques (H-4, H-5, H-15, H-16, H-18, H-19). Cela a permis de vérifier la 

présence des deux cycles aromatiques tri-substitués. Le signal carbone à 218,6 ppm (C-11) a 

confirmé la présence du groupe carbonyle. Le carpinontriol A 2 est déjà connu pour son activité 

antioxydante (inhibition du radical ABTS+)79. Il a déjà été isolé de plantes du genre Carpinus 

(Betulaceae) telles que Carpinus cordata80 et Carpinus turczanionwii79. La quantité disponible ainsi 

que la facilité d’isolation dans l’extrait font de ce composé un candidat intéressant pour la 

standardisation de l’extrait. 

 

o Fractionnement de D6 

 

Les analyses de la fraction D6 ont révélé que celle-ci contenait 4 composés principaux dont deux 

majoritaires (Annexe 4). De plus, en considérant la masse relativement importante de cette fraction 

(1,52 g), il a été décidé de chercher à isoler au moins les deux composés majoritaires dont une 

quantité intéressante était suspectée. La comparaison du chromatogramme HPLC-MS à ceux des 
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témoins obtenus lors des travaux préliminaires a permis de soupçonner que les deux composés 

majoritaires étaient le lyoniside 5 et le nudiposide 6 dont la structure est représentée à la Figure 10. 

Ceux-ci correspondent respectivement au (+) et au (-)-lyonirésinol lié chacun à un xylose. Ainsi, les 

aglycones des deux composés sont deux énantiomères, toutefois l’ajout du même sucre sur les deux 

énantiomères en fait des diastéréoisomères. L’optimisation sur colonne C18 en HPLC analytique a 

montré que les deux diastéréoisomères ne se séparaient pas suffisamment pour obtenir des 

quantités intéressantes de chacun des deux composés purs (Figure 11). Ainsi, une séparation chirale 

a été envisagée. Une colonne composée de tris-(3,5-dimethylphenyl) carbamoyl amylose a été 

utilisée. Un premier test a été effectué sur colonne chirale afin de déterminer si une séparation était 

observée. Ce test a montré une meilleure séparation du lyoniside 5 et du nudiposide 6 sur colonne 

chirale (Figure 12). Cette méthode a permis une séparation plus rapide et plus efficace des deux 

composés, ainsi que l’obtention d’une troisième molécule pure : le betulatétraol 3.  

 

 

Figure 10 : Structure du lyoniside 5, du nudiposide 6 et du bétulatétraol 3 
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Figure 11 : Chromatogramme HPLC-MS du mélange lyoniside-nudiposide sur colonne C18 

 

 

Figure 12 : Chromatogramme HPLC-préparative du mélange lyoniside-nudiposide sur colonne 
chirale Regispack 5 Micron 

 

Les données RMN 1H et 13C sont en adéquation avec celles reportées dans la littérature pour 

les composés 581, 82, 681, 82 et 383. Les spectres proton et carbone du lyoniside 5 présentaient de 

nombreuses similitudes avec ceux du composé 16 (lyonirésinol). Toutefois, 5 carbones 

supplémentaires ont été observés sur la molécule, indiquant la présence d’un pentose (Annexe 7). 

Les signaux à 105,5 ppm (C-1’’) et 4,18 ppm (H-1’’) correspondant à la position anomérique ont 

confirmé la présence du sucre. Les déplacements chimiques proton et carbone du nudiposide 6 se 

sont révélés quasiment identiques à ceux du lyoniside 5, indiquant qu’il s’agissait de la même 

configuration relative (Annexe 8). L’indice de rotation a permis de confirmer que le composé 6 ([α]D - 

60,550° (MeOH ; c 0,434)) a une configuration absolue différente de celle du composé 5 ([α]D + 

38,235° (MeOH ; c 0,442)) visible à la Figure 10. Ces indices de rotation sont conformes à ceux 

présentés dans la littérature81. 
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Le betulatétraol 3 lui, présente un spectre proton caractéristique des diarylheptanoïdes 

cycliques (Annexe 9). Tout comme pour le composé 2, les signaux entre 7,04 ppm et 6,81 ppm ont 

permis de confirmer la présence des 6 protons aromatiques (H-4, H-5, H-15, H-16, H-18, H-19). 

L’intensité des signaux du spectre carbone a mis en évidence la symétrie de la molécule visible à la 

Figure 10. En effet, chaque signal correspond à deux carbones équivalents, excepté pour le signal à 

42,1 ppm beaucoup moins intense que les autres, qui correspond à un seul carbone (C-10).  

Le lyoniside 5 et le nudiposide 6 ont tous les deux déjà été identifiés dans plusieurs familles de 

plantes incluant les Betulaceae (Betula pendula)82 ou les Lauraceae (Lindera glauca)84. Le lyoniside 

5 semble être un peu plus abondant dans la nature que le nudiposide85, 86. Ils présentent tous les 

deux une cytotoxicité contre les cellules A498 (cellules épithéliales rénales cancéreuses)84. Plusieurs 

études ont montré que le lyoniside possède aussi une activité antioxydante DPPH, allélopathique et 

antifongique85.  

Le betulatétraol 3, comme son nom l’indique, a été isolé de plantes de la famille des Betulaceae : 

Betula platyphylla83, Ostryopsis nobilis87 et Alnus japonica88. Une étude suggère qu’il possède une 

activité anti-adipogénique88, mais le potentiel biologique de ce composé reste à ce jour très peu 

connu. 

 

o Fractionnement de D7 

 

La fraction D7 a été sélectionnée pour une poursuite de fractionnement afin d’identifier les 

molécules responsables de son activité ORAC intéressante (11 µmol Trolox/mg, Tableau 5). 

Les analyses HPLC-MS ont révélé que le composé majoritaire de la fraction D7 se trouvait dans 

la fraction D7A. Ainsi, la fraction D7A a été purifiée afin d’isoler ce composé majoritaire. Après 

comparaison aux témoins obtenus lors des travaux préliminaires, le composé a été identifié comme 

étant le glucoside de lyonirésinol 7. Après isolation, son identité a été confirmée par analyse RMN 

par comparaison à la littérature89, 90.  Les spectres proton et carbone présentaient de nombreuses 

similitudes avec ceux du composé 16 (lyonirésinol). Toutefois, 6 signaux carbone supplémentaires 
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ainsi que des signaux protons autour de 3 ppm ont montré la présence d’un glucose (Annexe 10). 

Les signaux à 104,8 ppm (C-1’’) et 4,30 ppm (H-1’’) correspondant à la position anomérique ont 

confirmé que la molécule était bien liée à un sucre. Le glucoside de lyonirésinol 7 a déjà été isolé de 

plusieurs écorces et racines d’arbres tels que le Betula pendula (Betulaceae)91, le Quercus petraea 

(Fagaceae)92 ou l’Annona squamosa (Annonaceae)90. Le composé a montré des activités 

antimicrobienne93, antioxydante DPPH94 et inhibitrice de la mélanogénèse77. Un second composé 

pur a été obtenu. Après analyse RMN, il s’est avéré que ce composé était le composé 5 

précédemment isolé de la fraction D6. Le chromatogramme HPLC-MS de la fraction D7C a montré 

la présence d’un composé majoritaire. La purification par HPLC préparative a finalement permis 

d’isoler les composés 19 et 20. L’élucidation de la structure de ces deux composés a été possible 

grâce aux analyses RMN 1H, 13C, DEPT-135, COSY, HSQC et HMBC (Annexe 11 et Annexe 12). Le 

spectre 1H du composé 19 présentait un singulet à 3,61 ppm (H-7, H-9) intégrant pour 6 protons 

associés à deux carbones équivalents à 57,2 ppm (C-7, C-9) par HSQC, a indiqué la présence de 

deux groupes méthoxy équivalents (Tableau 6). Les corrélations HMBC entre 3,61 ppm (H-7, H-9) et 

155,5 ppm (C-3, C-5) ont montré que ces groupes méthoxy sont présents en positions 3 et 5 du 

premier cycle aromatique (Figure 13).  

 

Figure 13 : Structure de 19 identifiée avec les corrélations 2D ayant permis l'identification. Les 
flèches représentent les corrélations HMBC et les liaisons en gras les corrélations COSY. 
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Le signal à 6,37 ppm (H-2, H-6), intégrant pour deux protons associés à deux carbones 

équivalents à 97,1 ppm (C-2, C-6) par HSQC, a indiqué une symétrie sur le cycle aromatique. Enfin, 

le signal à 3,66 ppm intégrant pour 3 protons a indiqué la présence d’un troisième groupe méthoxy, 

associé par HMBC à la position 4 grâce à la corrélation entre 3,66 ppm (H-8) et 133,52 (C-4). Toutes 

ces informations ont ainsi révélé la présence d’un premier cycle aromatique 1,3,4,5-tétrasubstitué. 

 

Tableau 6 : Déplacements chimiques, multiplicité et constantes de couplages pour chaque position 
du composé 19 

Position 13C (ppm) 1H (ppm) (multiplicité, J 
(Hz)) 

1 156,3 - 

2 
6 

97,1 6,37 (s) 

3 
5 

155,5 - 

4 133,5 - 

7 
9 

57,2 
 

3,61 (s) 

8 62,0 3,66 (s) 

1’’ 127,7 - 

2’’ 
6’’ 

108,5 7,32 (s) 

3’’ 
5’’ 

155,4 - 

4’’ 140,8 - 

7’’ 168,1 - 

8’’ 
9’’ 

57,4 3,83 (s) 

1’ 103,5 4,88 (d, 7,5) 

2’ 74,5 3,45 (m) 

3’ 78,3 3,51 (m) 

4’ 73,0 3,41 (m) 

5’ 76,5 3,79 (s) 

6’ 66,4 4,78 (m) 

1’’’ 104,4 5,37 (s) 

2’’’ 73,0 4,13 (s) 

3’’’ 72,8 3,90 (dd, 9,5, 3,3) 

4’’’ 75,5 3,47 (m) 

5’’’ 72,2 4,26 (dd, 9,8, 6,6) 

6’’’ 18,6 1,23 (d, 6,2) 

 

La corrélation HMBC entre 4,88 ppm (H-1’) et 156,3 ppm (C-1) a montré le lien entre le cycle 

aromatique en C-1 et le glucose. Le spectre COSY a permis de relier les protons H-1’ à H-5’. La 

présence de deux groupes méthoxy équivalents en positions 3’’ et 5’’ et de deux protons équivalents 
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en positions 2’’ et 6’’ a été démontrée grâce à un raisonnement similaire à celui effectué pour le 

premier cycle aromatique 1,3,4,5-tétrasubstitué. Le signal à 168,1 ppm (C-7’’) sur le spectre 13C a 

indiqué la présence d’un ester. La corrélation HMBC entre 7,32 ppm (H-2’’ ; H-6’’) et 168,1 ppm (C-

7’’) a permis de positionner l’ester en position 1’’ du cycle aromatique. Une seconde corrélation HMBC 

entre 4,80 ppm (H-6’) et 168,1 ppm (C-7’’) a indiqué la liaison entre l’ester et le glucose. 

La présence d’un second sucre a été relevée grâce aux signaux de sucre supplémentaires 

entre 3,38 et 3,54 ppm. L’absence d’un second signal CH2 en DEPT-135 indique que ce sucre en est 

dépourvu. De plus, le signal proton à 1,23 ppm intégrant pour 3 protons montre que le sucre possède 

un CH3 caractéristique d’un rhamnose. La corrélation HMBC entre 5,37 ppm (H-1’’’) et 140,84 ppm 

(C-4’’) a permis de positionner le sucre en position 4’’. Enfin, les corrélations COSY ont permis de 

relier les protons H-1’’’ à H-6’’’ comme montré à la Figure 13. 

La structure du composé 19 n’a jamais été rapportée dans la littérature. Il s’agit en fait du 

triméthoxyphényl syringoyl glucose 11 (section B sur la Figure 13), isolé lors des travaux 

préliminaires, lié à un rhamnose (section A sur la Figure 13). Le triméthoxyphényl syringoyl glucose 

11, lui, a déjà été isolé du Betula pendula91.  

Le spectre 1H du composé 20 présentait quant-à-lui des signaux correspondant à deux cycles 

aromatiques 1,4-disubstitués (Annexe 12). Les doublets à 7,05 et 7,02 ppm intégrant chacun pour 

deux protons associés par HSQC à deux carbones équivalents pour chaque doublet (respectivement 

130,3 ppm et 130,4 ppm) ont confirmé la présence de deux cycles aromatiques présentant chacun 

une symétrie. La corrélation COSY entre les signaux à 7,05 ppm et 6,70 ppm a permis de relier les 

protons H-2’ et H-3’ ainsi que H-6’ et H-5’ sur le premier cycle aromatique. De la même manière, la 

corrélation COSY entre les signaux à 7,02 ppm et 6,70 ppm a permis de relier les protons H-2’’ et H-

3’’ ainsi que H-6’’ et H-5’’. 

Le spectre DEPT135 a présenté six CH2 indiquant la présence d’une chaîne alkyle entre les 

deux cycles aromatiques. Le signal HMBC entre le multiplet à 2,72-2,51 ppm (H-7) et le signal 

carbone à 134,7 ppm (C-1’) a permis de lier le premier cycle aromatique à la chaîne. Il en va de 
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même pour le second cycle aromatique qui a été lié à l’autre extrémité de la chaîne grâce à une 

corrélation HMBC entre 2,72-2,51 ppm (H-1) et 134,6 ppm (C-1’’). Les protons H-1 à H-6 ont quant 

à eux été reliés grâce au spectre COSY.  

La corrélation HSQC entre 4,41 ppm et 104,3 ppm, correspondant à une position 

anomérique, a indiqué la présence d’un sucre. La corrélation HMBC entre 4,41 ppm (H-1’’’) et 78,4 

ppm (C-5) a permis de placer ce sucre en position C-5 sur la chaîne. Le spectre COSY a permis de 

relier les protons H-1’’’ à H-6’’’ du sucre montrant qu’il s’agit d’un glucose comme le montre la Figure 

14. 

 

Figure 14 : structure de 20 identifiée avec les corrélations 2D ayant permis l'identification. Les 
flèches représentent les corrélations HMBC et les liaisons en gras les corrélations COSY. 

 

La structure de 20 correspond ainsi à celle de l’hannokinol avec un glucose en position 5. 

Les données RMN 1H et 13C de 20 correspondent à celles reportées dans la littérature91. Le composé 

a déjà été isolé du Betula pendula91, du Betula platyphylla95 et du Tacca chantrieri62. La détermination 

de la configuration absolue de ce composé n’a jamais été présentée dans la littérature, il serait donc 

nécessaire de vérifier la configuration absolue de la molécule. La littérature a mis en lumière une 

activité antioxydante obtenue avec la méthode TBA, qui correspond à la quantification des TBA 

(Thiobarbituric Acid) dont la quantité est liée à l’état d’oxydation des échantillons95, 96. 
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• Fractionnement de la fraction C 

 

La décision de fractionner davantage la fraction C a été prise à la lumière des analyses CCM et 

HPLC-MS. La fraction présentait en effet un composé majoritaire ainsi que d’autres composés 

présents en quantité intéressante (Figure 8). De plus, la masse de C était suffisante pour effectuer 

un nouveau fractionnement (3,942 g). Une masse totale de 1,374 g répartie en 7 fractions a été 

récupérée, ce qui signifie que peu de pertes ont eu lieu durant ce fractionnement par rapport à la 

masse investie (1,444 g). Ce fractionnement a permis l’obtention de fractions de plus en plus 

enrichies en composés polaires comme illustré à la Figure 15. Il a permis d’accéder directement à 

une première molécule pure, le koaburaside monomethyl ether 21 (fraction C3).  

 

 

© Valentine Coicaud 

Figure 15 : Analyse CCM du fractionnement de C sur colonne de silice : fractions C1 à C6 (milieu 
d'élution : chloroforme/méthanol/eau 50 : 15 : 1 (V : V : V), révélation : H2SO4 20% dans le 

méthanol)  
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L’élucidation structurale de 21 a été possible grâce aux analyses RMN 1H, 13C, DEPT135, 

COSY, HSQC et HMBC (Annexe 13). Comme le montre le Tableau 7, le composé 21 présentait le 

profil d’un cycle aromatique 1,3,4,5-tétrasubstitué comme observé avec le composé 19.  

 

Tableau 7 : Déplacements chimiques, multiplicité et constantes de couplages pour chaque position 
du composé 21 

Position 13C (ppm) 1H (ppm) 
(multiplicité, J (Hz)) 

1 156,1 - 

2 
6 

96,0 6,49 (s) 

3 
5 

154,8 - 

4 134,3 - 

7 
9 

56,5 3,81 (s) 

8 61,2 3,70 (s) 

1’ 103,2 4,81 (d, 7,4) 

2’ 74,9 3,45 (m) 

3’ 78,0 3,47 (m) 

4’ 71,7 3,35 (s) 

5’ 78,4 3,43 (m) 

6’a 
6’b 

62,7 3,92 (dd, 12,0, 2,1) 
3,65 (m) 

 

 

 

Figure 16 : structure de 21 identifiée avec les corrélations 2D ayant permis l'identification. Les 
flèches représentent les corrélations HMBC et les liaisons en gras les corrélations COSY. 
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Tout d’abord, le singulet à 3,81 ppm intégrant pour 6 protons associés à deux carbones 

équivalents (56,5 ppm) par HSQC a indiqué la présence de deux groupes méthoxy équivalents. Les 

corrélations HMBC entre 3,81 ppm (H-7, H-9) et 154,8 ppm (C-3, C-5) ont montré que ces groupes 

méthoxy sont présents en positions 3 et 5 du cycle aromatique (Figure 16). Le signal à 6,49 ppm, 

intégrant pour deux protons associés à deux carbones équivalents (96,0 ppm) par HSQC, a indiqué 

une symétrie sur le cycle aromatique. Enfin, le signal à 3,70 ppm intégrant pour 3 protons a indiqué 

la présence d’un troisième groupe méthoxy, associé par HMBC à la position 4 grâce à la corrélation 

entre 3,70 ppm (H-8) et 134,3 (C-4). 

La corrélation HSQC entre le proton à 4,81 ppm et le carbone à 103,2 ppm correspondant à 

une position anomérique a indiqué la présence d’un sucre. La corrélation HMBC entre 4,81 (H-1’) et 

156,1 (C-1) a confirmé que le sucre était bien lié en position 1 du cycle aromatique. Le spectre COSY 

a ensuite permis de corréler les protons H-1’ à H-6’ du glucose.  

Le composé 21 est très peu présent dans la littérature, par conséquent les données n’ont 

pas pu être comparées à d’autres. Toutefois, quelques articles de la littérature asiatique font allusion 

à cette molécule et les données IR concordent avec la littérature97. Il s’agit de la première isolation 

du koaburaside monométhyl éther dans la famille des Betulaceae. Le composé a été isolé de cinq 

plantes provenant principalement d’Asie, telles que Glochidion eriocarpum98 ou Excoecaria 

agallocha99. Aucune activité biologique n’a été rapportée jusqu’à maintenant dans la littérature. 

 

o Fractionnement de C5 

 

Une purification par HPLC préparative de la fraction C5 a permis de réisoler le composé 7 et 

d’isoler le composé majoritaire de la fraction C : le kelampayoside A 1. Les données RMN 1H et 13C 

sont en adéquation avec celles reportées dans la littérature100, 101. La présence de deux groupes 

méthoxy équivalents a été confirmée par le singulet à 3,82 ppm (H-7, H-9) intégrant pour 6 protons 

(Annexe 14). Le troisième groupe méthoxy a été confirmé par le signal à 3,71 ppm (H-8). Le signal à 

6,46 ppm (H-2, H-6) intégrant pour deux protons a montré que seulement deux protons aromatiques 
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étaient présents sur la molécule, montrant que le cycle était tétra-substitué. Malgré son identification 

dans plusieurs écorces d’arbres principalement de la famille des Rubiaceae, aucune activité 

biologique notable n’a été publiée101-103. 

 

2.2. BILAN DU FRACTIONNEMENT 

 

 

Figure 17 : Schéma de fractionnement pour obtenir les composés purs à partir de l'eau de 
déroulage de bouleau 

 

Les travaux de fractionnement représentés à la Figure 17 ont permis d’isoler 12 molécules pures. 

Parmi elles, 10 ont été identifiées formellement (illustrés à la Figure 18) et deux restent encore 

inconnues par manque de masse pour les analyses (composés 17 et 18). Parmi les 10 molécules 

identifiées, 4 n’avaient pas encore été isolées lors des travaux préliminaires : le lyoniresinol 16, le 

rhamnoside de trimethoxyphenyl syringoyl glucose 19, le glucoside d’hannokinol 20 et le koaburaside 

monomethyl ether 21. L’existence du composé 19 n’a jamais été rapportée dans la littérature, le 

composé 20 mérite d’être étudié concernant sa configuration absolue, et le composé 21 n’avait jamais 

été isolé de la famille des Betulaceae auparavant. L’isolation et l’identification de ces composés sont 

peu communes et indiquent que l’eau de déroulage est une matrice originale et intéressante d’un 

point de vue scientifique. Parmi les composés isolés, le carpinontriol A 2 et le kelampayoside A 1 
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représentent de bons candidats pour la standardisation de l’extrait brut puisqu’ils sont présents en 

quantité importante dans l’extrait et facilement identifiables par HPLC-MS.  

 

Figure 18 : Structure des composés isolés de l'eau de déroulage de bouleau 



39 
 
2.2.1. ACTIVITÉ ANTIOXYDANTE 

 

L’activité biologique des composés purs qui ont été isolés en quantité suffisante a pu être 

évaluée. Les résultats des activités antioxydantes cellulaires et ORAC sont présentés dans le 

Tableau 8. Il s’agit de la moyenne des résultats de deux expériences indépendantes pour lesquelles 

l’activité biologique a été évaluée en triplicata. Les données montrent que la majorité des molécules 

testées possèdent une activité ORAC importante, variant entre 10 et 29 µmol Trolox/mg. Ces valeurs 

expliquent l’activité ORAC intéressante de l’extrait brut.  

Tableau 8 : Activités antioxydantes cellulaires et ORAC des composés purs isolés en quantité 
suffisante pour tests biologiques 

 
Composé 

 
Nom 

 
ORAC (µmol 
Trolox/mg) 
 

 
ORAC (µmol 
Trolox/µmol) 
 

Antioxydant 
cellulaire 
(IC50 
antioxydante 
µg/ml) 

16 Lyonirésinol 15 ± 2 6,8 ± 0,7 1,6 ± 0,6  

2 Carpinontriol A 29 ± 8 10 ± 3 >50 

5 Lyoniside 10 ± 3 6 ± 2 >50 

6 Nudiposide 10 ± 3 6 ± 2 4 ± 1 

3 Betulatétraol 18,6 ± 0,4 6,4 ± 0,1 >10 

7 Glucoside de lyonirésinol 10,1 ± 0,3 5,9 ± 0,2 1,60 ± 0,04 

20 Glucoside d’hannokinol 22,3 ± 0,3 10,7 ± 0,1 2,2 ± 0,3  

21 Koaburaside 
monométhyl éther 

0,18 ± 0,01 0,0610 ± 0,0004 3,8 ± 0,7  

1 Kelampayoside A 0,008 ± 0,003 0,004 ± 0,002 Non testé 

 Extrait brut 7,8 ± 0,7 Pas de valeur 0,19 ± 0,01  

 Trolox 3,87 ± 0,01 0,969 ± 0,003 0,035 ± 0,003 
 

 Quercétine 23 ± 2 7,6 ± 0,6 0,120 ± 0,005 

 

La valeur la plus élevée est celle du carpinontriol A 2 avec 29 ± 8 µmol Trolox/mg, qui 

dépasse même celle de la quercétine (témoin positif). Une activité antioxydante au test DPPH avait 

déjà été rapportée dans Carpinus turczaninowii104.  

Le glucoside d’hannokinol 20 est le composé testé qui possède le plus grand potentiel 

antioxydant. En effet, sa valeur ORAC de 22,3 ± 0,3 µmol Trolox/mg est semblable à celle de la 

quercétine. De plus, ses résultats au test cellulaire donnent une IC50 intéressante de 2,2 ± 0,3 µg/ml. 

Ces résultats confirment l’activité antioxydante obtenue avec la méthode TBA qui a été rapportée 
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dans la littérature95, 96. De plus, ils complètent le peu d’informations publiées dans la littérature sur ce 

composé. 

Cinq autres molécules isolées de l’eau de déroulage présentent une activité ORAC notable : 

le lyonirésinol 16, le lyoniside 5, le nudiposide 6, le betulatétraol 3 et le glucoside de lyonirésinol 7. 

Parmi elles, celle du betulatétraol 3 est particulièrement élevée. Aucune activité antioxydante ne lui 

avait été découverte jusqu’à aujourd’hui.  

Il est intéressant de constater que les deux diarylheptanoïdes cycliques testés (carpinontriol 

A 2 et betulatétraol 3) possèdent une excellente activité ORAC et pas d’IC50 notable au test cellulaire. 

En effet, les deux tests n’évaluent pas le même potentiel antioxydant : le test ORAC est un test 

chimique qui caractérise la capacité d’un échantillon à neutraliser les radicaux peroxyles, tandis que 

le test cellulaire évalue la capacité des composés à empêcher l’oxydation à l’intérieur des cellules 

(fibroblastes). Ainsi, un composé peut présenter un excellent potentiel ORAC et un potentiel 

antioxydant cellulaire plus faible. Le glucoside d’hannokinol 20 qui, lui, est linéaire et lié à un glucose, 

possède aussi une excellente activité ORAC mais aussi un bon IC50 au test cellulaire. Il serait 

intéressant de tester l’activité ORAC d’autres diarylheptanoïdes cycliques et glycosides de 

diarylheptanoïdes afin d’établir une relation structure-activité antioxydante de ce type de composé. 

Le composé qui ne possède pas de liaison glycosidique (lyonirsinol 16) est celui qui présente 

la meilleure activité ORAC et antioxydante cellulaire parmi les quatre lignanes testés (lyoniresinol 16, 

lyoniside 5, nudiposide 6, glucoside de lyoniresinol 7). Aucune activité antioxydante n’a déjà été 

relatée pour le lyonirésinol 16 contrairement au lyoniside 5 et au glucoside de lyonirésinol 7 qui ont 

déjà montré des résultats antioxydants avec le test DPPH85, 94. Les quatre lignanes possèdent une 

activité ORAC intéressante. 

Pour finir, le koaburaside monométhyl éther 21 dont aucune activité biologique n’a été citée 

dans la littérature, montre une faible valeur ORAC et une activité antioxydante modérée sur modèle 

cellulaire. 
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2.2.2. AUTRES ACTIVITÉS TESTÉES 

 

Ni l’extrait ni les molécules testées ne présentent de cytotoxicité sur les kératinocytes et les 

fibroblastes, il est donc possible de les utiliser pour des formulations cosmétiques. En ce qui concerne 

l’activité anti-inflammatoire, aucune molécule n’a présenté de résultat intéressant, mis à part l’extrait 

brut qui a montré une inhibition de NO de 49% à 160 μg/mL. Cette activité peut être mise en avant 

en complément de son activité antioxydante marquée. 

Pour résumer, au moins sept molécules isolées de l’eau de déroulage ont un réel potentiel 

antioxydant. Le glucoside d’hannokinol ou le lyonirésinol pourraient être considérés comme des bons 

candidats pour des tests de formulation cosmétique. Toutefois, plusieurs paramètres doivent être pris 

en compte. Tout d’abord, l’IC50 de l’extrait brut est plus intéressante pour le test cellulaire (plus 

important pour une utilisation cosmétique). L’extrait brut est également le seul à posséder une activité 

anti-inflammatoire notable. De plus, l’accès aux molécules est plus difficile à mettre en œuvre et plus 

long/dispendieux que l’obtention de l’extrait brut. Ainsi, l’utilisation de l’extrait brut comme actif 

cosmétique reste le meilleur compromis entre une bonne activité et une méthode d’obtention 

accessible. C’est pour ces raisons que l’extrait brut a été fourni au laboratoire Boréaderme pour des 

tests de formulation cosmétique qui ont mené à la création d’une première gamme cosmétique 

désormais commercialisée : la gamme Betula, dont l’actif est l’extrait brut d’eau de déroulage de 

bouleau. 

 

 

 



 

 

CHAPITRE 3 

MATÉRIEL ET MÉTHODES 
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3.1. ASPECT GÉNÉRAL POUR LES EXTRACTIONS, PURIFICATIONS ET ANALYSES 

 

3.1.1. ANALYSES 

 

Les plaques CCM sont des plaques d’aluminium recouvertes de gel de silice 60 (avec 

indicateur F254) ou RP-18 (avec indicateur F254) fournies par Merck (Allemagne). Sauf indication 

contraire, les CCM ont été éluées dans un gradient chloroforme/méthanol/eau 50 : 15 : 1 (V : V : V) 

et révélées avec de l’acide sulfurique (H2SO4) à 20% dans le méthanol puis chauffées à 120 °C 

pendant 5 minutes. Six molécules isolées lors des travaux préliminaires étaient disponibles au 

laboratoire : alnusdiol 10, lyoniside 5, carpinontriol A 2, bétuladiol glucoside 9, smiglabronol glucoside 

8 et triméthoxyphénylsyringoyl glucose 11. Ces molécules ont été utilisées comme témoins pour les 

analyses CCM. 

Les extraits et fractions ont été analysés par Chromatographie Liquide Haute Performance 

équipée d’un détecteur à barrettes de diode (DAD) (HPLC Agilent 1100, module de dégazage et 

d’injection Agilent 1200) couplée à un Spectromètre de Masse (Agilent série G1956B, ionisation par 

électrospray).  Les analyses ont été effectuées sur une colonne biphényle Kinetex 5 μm (100 Å, 250 

x 4,6 mm) de la marque Phenomenex. Les échantillons préalablement filtrés à 0,45 μm ont été 

injectés en quantité de 10 μL à un débit de 1 mL/min suivant les mêmes conditions (Tableau 9) pour 

permettre une comparaison entre les échantillons.  

 

Tableau 9 : Conditions d'analyse HPLC des échantillons sur colonne biphényle 

Solvants 

A: H2O + 0,1 % HCOOH 

B: MeOH 

Gradient 

10 → 50% B 

50 → 100% B 

100 % B 

Temps 

40 min 

50 min 

60 min 
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La mesure des indices de rotation a été effectuée sur un polarimètre automatique Autopol IV 

de la marque Rudolph Research Analytical. Les spectres UV ont été enregistrés avec un 

spectrophotomètre à réseau de diode Agilent 8453, et les spectres FTIR ont été acquis avec un 

Agilent Cary 630. Les spectres RMN 1D (1H, 13C, DEPT-135) et 2D (1H-1H COSY, HSQC, HMBC) ont 

été acquis sur un spectromètre Bruker 400 (400 MHz pour les spectres 1H et 100 MHz pour les 

spectres 13C). Toutes les molécules analysées par RMN ont été dissoutes dans du méthanol deutéré 

(CD3OD) et les déplacements chimiques ont été présentés en ppm (δ) relatifs aux pics du solvant (δH 

3,31 ppm et δC 49,0 ppm). 

 

3.1.2.  TRAVAUX D’EXTRACTION ET DE PURIFICATION 

 

Tout d’abord, la production d’extrait brut a été effectuée sur résine diaion HP-20 fournie par 

VWR (Canada). Les premières étapes de fractionnement ont été effectuées sur chromatographie 

liquide à basse pression (système Büchi Sepacore) munie d’un détecteur UV et d’un collecteur de 

fraction. La longueur d’onde de détection pour visualiser la séparation des pics d’une manière 

optimale a été fixée à 254 nm pour toutes les fractions. Pour les séparations en phase inverse, la 

phase stationnaire utilisée était une cartouche C18 SiliaSep de 40 grammes (ref. FLH-R3323OB-

ISO40) du fournisseur Silicycle (Canada). Pour les séparations en phase normale, une colonne Büchi 

Borosilikat 3.3 (ref. n°17981, hauteur 46 cm, diamètre 4 cm) a été utilisée. Celle-ci était remplie 

d’environ 350 grammes de silice ZEOprep 60 HYD/40-63 μm fournie par Zeochem (É.-U.). Lorsque 

nécessaire, l’échantillon à fractionner était déposé sur la colonne sous forme de « dry pack ». Pour 

cela, la masse sèche d’échantillon était dissoute dans un minimum de méthanol puis évaporée à 

l’évaporateur rotatif avec de la silice. La poudre obtenue était ensuite déposée sur la colonne. 

Après optimisation de la méthode de séparation d’une fraction sur HPLC analytique, les 

séparations et purifications finales ont été effectuées sur HPLC préparative (Agilent 1100) avec un 

détecteur (UV/DAD) à longueur d’onde multiple et un collecteur de fractions. La colonne utilisée était 

une colonne C18 Kinetex 5μm (100 Å, 250 x 21,2 mm) de la marque Phenomenex. Dans un cas 
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particulier, une colonne chirale Regispack 5 Micron (250 x 10 mm) de la marque Regis (É.-U.) a été 

utilisée. Tous les échantillons traités en HPLC préparative ont été dissous à une concentration de 80 

mg/mL dans du DMSO. Le volume injecté a varié entre 100 et 150 μL selon les fractions. Le débit de 

la phase mobile était de 20 mL/min pour la colonne C18 et 4 mL/min pour la colonne chirale. 

Les solvants employés pour les extractions et les premiers travaux de fractionnement étaient 

de grade ACS. Pour les analyses HLPC ainsi que la séparation en HPLC préparative, les solvants 

utilisés étaient de grade HPLC. Tous les solvants ont été fournis par Fisher Scientific (Canada). 

Les solvants ont été évaporés à sec à l’aide d’évaporateurs rotatifs de la marque Büchi puis 

du lyophilisateur de Labconco (É.-U.). 

 

 

3.2. ÉTUDE PHYTOCHIMIQUE DE L’EAU DE DÉROULAGE DE BOULEAU 

 

3.2.1. EXTRACTION  

 

• Matériel végétal 

 

L’eau de déroulage de bouleau a été directement fournie par l’entreprise Industries John 

Lewis. Elle a été conservée au congélateur dans des bidons de 20 L. Au total, 481 litres d’eau de 

déroulage directement venue de l’entreprise IJL ont été traités. Ces lots correspondent aux mois 

d’octobre à décembre 2018.  

• Protocole d’extraction 

 

L’extraction des composés phénoliques a été effectuée sur colonne diaion HP-20. L’eau de 

déroulage a été traitée sur une colonne à grande échelle (1 kg de résine diaion). Au total, 481 litres 

d’eau ont été traités dans le cadre de ce projet. 
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Avant le passage sur colonne, une filtration de l’eau de déroulage a d’abord été nécessaire. 

Plusieurs techniques de filtration ont été testées : filtration sur coton, filtration sur coton et sable, et 

filtration sur capsule. 

L’eau de déroulage a été passée telle quelle, après filtration, à travers la colonne. Les sucres 

et autres composés polaires ont été élués avec de l’eau. L’extraction des composés phénoliques a 

ensuite été effectuée à l’éthanol. Des quantités successives variant de 50 à 70 litres d’eau de 

déroulage ont pu être traitées en fonction de la saturation en composés phénoliques de la résine 

diaion (Tableau 2). Cette saturation est notable grâce à un ralentissement conséquent du débit de la 

colonne mais aussi par la couleur brune de la résine. Environ 20 litres d’eau ont permis d’entraîner 

la majorité des sucres en dehors de la colonne, puis environ 4 litres d’éthanol ont été nécessaires 

pour extraire tous les composés phénoliques de la résine diaion. Le processus d’extraction a répété 

plusieurs fois jusqu’à traiter les 481 litres d’eau de déroulage. Les extraits éthanoliques ont été 

rassemblés en trois lots puis évaporés à sec. 

 

 

3.2.2 FRACTIONNEMENT  

 

• Fractionnement de l’extrait brut 

 

L’extrait brut a été fractionné sur 500 grammes de résine diaion HP-20. La masse sèche 

d’extrait brut a été solubilisée dans un minimum de solvant de départ (eau) et déposé sur la colonne. 

L’élution a été effectuée avec un gradient méthanol/eau (V : V) en commençant par 0% de méthanol, 

puis 20%, 30%, 40%, 50%, 70% et enfin 100% de méthanol. Les fractions ont été récoltées dans des 

erlenmeyers de 500 mL, analysées par CCM et rassemblées selon leur ressemblance. Une masse 

totale de 31,5 grammes d’extrait brut a été traitée en trois séparations successives pour obtenir les 

fractions A à G. Chacune des fractions a été séchée puis analysée par CCM et HPLC-MS et soumise 

aux tests biologiques (voir Partie 3.3. Tests biologiques). 
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• Fractionnement des fractions D et E 

 

La première fraction travaillée a été la fraction D+E, c’est-à-dire la fraction D dont la masse 

a été enrichie par la fraction E. La séparation a été effectuée en phase normale sur une colonne de 

350 grammes de silice en chromatographie liquide à basse pression.  Environ 4 grammes 

d’échantillon ont été déposés sous forme de « dry pack » sur la colonne. L’élution a été effectuée à 

un débit de 40 mL/min avec un gradient CHCl3/MeOH (V : V) allant de 5 à 30% MeOH suivi d’un 

rinçage à 70 % puis à 100 % méthanol, le tout en 80 minutes. Des fractions de 18 mL ont été 

récupérées dans des tubes à essais et rassemblées en fractions selon le chromatogramme UV et 

après confirmation par analyse CCM.  

Après avoir répété la manipulation trois fois pour un traitement total de 12,2 grammes de fraction 

D+E, neuf fractions ont été obtenues : D1 à D9. Chaque fraction a été évaporée à sec, analysée par 

CCM et HPLC-MS, et soumise aux tests biologiques (voir Partie 3.3. Tests biologiques). 

 

o Fractionnement de D3 

 

La fraction D3 a dans un premier temps été purifiée par une chromatographie en phase 

inverse sur 40 grammes de C18 en chromatographie liquide à basse pression. Environ 300 mg 

d’échantillon ont été déposés sur la colonne. L’élution a été effectuée à un débit de 12 mL/min avec 

un gradient MeOH : H2O (V : V) allant de 5 à 30 % pendant 60 minutes. Un rinçage à 100 % MeOH 

a ensuite été effectué pendant 5 minutes. Des fractions de 12 mL ont été récoltées dans des tubes à 

essai et rassemblées en 3 fractions (D3A, D3B, D3C) selon le chromatogramme UV et après 

confirmation par analyse CCM des tubes. Les fractions ont été évaporées à sec, et analysées par 

CCM et HPLC-MS. 

Par la suite, 137 mg de la fraction D3B ont été dissouts à 80 mg/mL dans le DMSO et des 

injections successives de 100 µL été effectuées sur colonne C18 en HPLC préparative avec un 

gradient MeOH : H2O (V : V) allant de 25 à 50 % en 15 minutes, pour donner le composé 16 (56,5 
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mg, 0,179%) ainsi que deux composés inconnus 17 (6,4 mg, 0,020%) et 18 (4 mg, 0,013%). Les 3 

composés ont été évaporés à sec à l’aide d’un évaporateur rotatif puis d’un lyophilisateur, puis 

analysés par HPLC-MS et RMN et le composé 16 a été soumis aux tests biologiques (voir Partie 3.3. 

Tests biologiques). 

 

o Fractionnement de D4 

La séparation de la fraction D4 a été effectuée sur une colonne C18 de 40 grammes en 

chromatographie liquide à basse pression. Environ 200 mg de masse sèche de la fraction ont été 

déposés sous forme de « dry pack » sur la colonne. L’élution a été effectuée à un débit de 20 mL/min 

de manière isocratique pendant 40 minutes en proportions MeOH : H2O 30 : 70 (V : V) suivie d’un 

rinçage à 100 % MeOH pendant 5 minutes. Des fractions de 18 mL ont été récoltées dans des tubes 

à essai et rassemblées en fractions selon le chromatogramme UV et après confirmation par analyse 

CCM des tubes. 

Cette manipulation a été effectuée trois fois, pour un traitement total de 632,8 mg de D4, pour 

obtenir le composé 2 (196, 9 mg) et la fraction D4B. Tous deux ont été évaporés à sec puis analysés 

par CCM et HPLC-MS. Le composé 2 a été analysé par RMN et soumis aux tests biologiques (voir 

Partie 3.3. Tests biologiques).  

 

o Fractionnement de D6 

La fraction D6 a dans un premier temps été purifiée par une chromatographie liquide à basse 

pression en phase inverse sur 40 grammes de C18. La fraction a été déposée sur la colonne sous 

forme de « dry pack ». L’élution a été effectuée à un débit de 20 mL/min dans un milieu isocratique 

de 30 % MeOH : H2O (V : V) afin d’éliminer les molécules présentes en infime quantité (fraction D6B) 

et conserver une fraction enrichie en les deux molécules principales (fraction D6A). Les deux fractions 
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ont été évaporées à sec puis analysées par CCM et HPLC-MS. Un total de 922,2 mg de D6 a été 

traité.  

Dans un second temps, les composés ont été purifiés en HPLC préparative sur colonne 

chirale à un débit de 4 mL/min avec un gradient IPA (alcool isopropylique) : hexane 40:60 (V : V) 

pendant 20 minutes.  

Les deux diastéréoisomères, le composé 5 (200,3 mg, 0,636%) et le composé 6 (133,1 mg, 

0,423%), ont été séparés, et le composé 3 a été obtenu en plus faible quantité (7 mg, 0,022%). Ces 

trois molécules ont été évaporées à sec, caractérisées (HPLC-MS, RMN, indice de rotation) et 

soumises aux tests biologiques (voir Partie 3.3. Tests biologiques). 

 

o Fractionnement de D7 

 

La fraction D7 a dans un premier temps été séparée en quatre fractions par une 

chromatographie liquide à basse pression en phase inverse sur 40 grammes de C18. Environ 150 

mg de masse sèche de la fraction ont été déposés sous forme de « dry pack » sur la colonne. 

L’élution a été effectuée à un débit de 20 mL/min avec un gradient MeOH : H2O (V : V) allant de 30 

à 50 % de méthanol pendant 40 minutes et a été terminée par un rinçage allant de 50 à 100 % de 

méthanol pendant 10 minutes. Des fractions de 18 mL ont été récoltées dans des tubes à essai et 

rassemblées en fractions selon le chromatogramme UV et après confirmation par analyse CCM des 

tubes. 

Cette manipulation a été effectuée cinq fois, pour un traitement total de 835,8 mg de D7. Quatre 

fractions ont été obtenues : D7A à D7D, toutes ont été évaporées à sec, puis analysées par CCM et 

par HPLC-MS. 
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o Fractionnement de D7A 

 

La fraction D7A a été purifiée en HPLC préparative sur colonne C18 avec la méthode suivante : 

10 à 14 % d’acétonitrile dans l’eau pendant 45 minutes. L’échantillon a été dissout à 80 mg/mL dans 

le DMSO et des injections successives de 100 µL ont été effectuées. 

Cette purification a permis l’obtention des composés 7 (50 mg, 0,159%) et 5 (7,4 mg, 0,023%). 

Les composés ont été évaporés à sec puis analysés par RMN et soumis aux tests biologiques (voir 

Partie 3.3. Tests biologiques). 

 

o Fractionnement de D7C 

 

La fraction D7C a été purifiée en HPLC préparative sur colonne C18 avec un gradient MeOH : 

H2O (V : V) allant de 25 à 45 % pendant 30 minutes. L’échantillon a été injecté à 80 mg/mL dans le 

DMSO pour obtenir la fraction D7C1 ainsi que les composés 19 (4,6 mg, 0,015%) et 20 (40,4 mg, 

0,128%). Les trois fractions ont été évaporées à sec puis analysées par CCM et HPLC-MS. Les 

composés 19 et 20 ont été analysés par RMN et soumis aux tests biologiques (voir Partie 3.3. Tests 

biologiques). 

 

• Fractionnement de la fraction C 

 

La fraction C a été fractionnée par une élution sur colonne ouverte de 50 grammes silice. 

Environ 700 mg de masse sèche de C ont été déposés sous forme de « dry pack » sur la colonne. 

Un gradient MeOH : CHCl3 (V : V) avec des paliers de 5%, 10%, 15% et 20% MeOH suivis de 

rinçages successifs de 30 %, 50 %, 70 % et 100 % MeOH ont permis la séparation de C en 6 fractions 

rassemblées grâce à un suivi de la colonne par CCM. Après avoir répété la manipulation une seconde 

fois pour enrichir les fractions, un total de de 1,444 g de C a été traité pour obtenir 6 fractions C1 à 
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C6 dont le composé 21 (34, 4 mg, 0,109%). Les fractions ont été évaporées à sec puis analysées 

par CCM et HPLC-MS, et soumise aux tests biologiques (voir Partie 3.3. Tests biologiques).  

 

o Fractionnement de C5 

 

La fraction C5 a a été dissoute à 80 mg/mL dans le DMSO et des injections successives de 

150 µL ont été effectuées sur colonne C18 en HPLC préparative. Un gradient MeOH : H2O (V : V) 

allant de 18 à 25 % MeOH pendant 35 minutes suivi d’un rinçage 100 % MeOH pendant 5 minutes 

ont permis l’obtention du composé 1 (34,9 mg, 0,111%) ainsi que l’enrichissement de la masse du 

composé 7 (4,1 mg, 0,013%). Chaque composé a été évaporé à sec, analysé par HPLC-MS et RMN, 

et soumis aux tests biologiques (voir Partie 3.3. Tests biologiques).  

 

• Caractéristiques physiques et spectroscopiques des composés isolés 

 

(+)-Lyonirésinol 16 

 

Figure 19 : Structure du (+)-lyonirésinol 16 

 

Poudre blanche amorphe ; [α]D + 14,270° (MeOH ; c 0,883 ; 21,9°C) ; m/z 455,1 [M+Cl]- 

(calculé pour C22H28O8, 420,1784). 
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RMN 13C (100 MHz, CD3OD) δ 149,0 (C-3’, C-5’), 148,7 (C-8), 1447,68 (C-6), 139,3 (C-7), 

138,9 (C-1’), 134,5 (C-4’), 130,2 (C-10), 126,2 (C-5), 107,7 (C-9), 106,8 (C-2’, C-6’), 66,8 (C-13), 64,1 

(C-14), 60,1 (C-11), 56,7 (C-7’, C-8’), 56,8 (C-12), 49,0 (C-3), 42,3 (C-4), 40,9 (C-2), 33,6 (C-1). 

RMN 1H (400 MHz, CD3OD) δ 6,60 (s, 1H, H-9), 6,40 (s, 2H, H-2’, H-6’), 4,33 (d, J = 5,7 Hz, 

1H, H-4), 3,88 (s, 3H, H-12), 3,76 (s, 6H, H-7’, H-8’), 3,62 (dd, J = 10,7, 5,0 Hz, 1H, H-13b), 3,51 (m, 

3H, H-13a, H-14a, H-14b), 3,39 (s, 3H, H-11), 2,72 (dd, J = 15,0, 4,8 Hz, 1H, H-1a), 2,59 (dd, J = 

15,0, 11,4 Hz, 1H, H-1b), 1,98 (m, 1H, H-3), 1,65 (m, 1H, H-2). 

 

Carpinontriol A 2 

 

Figure 20 : Structure du carpinontriol A 2 

 

Poudre blanche amorphe ; [α]D + 8,370° (MeOH ; c 0,597 ; 20,9°C) ; m/z 343,2 [M-H]- (calculé 

pour C19H20O6, 344,1260).  

RMN 13C (100 MHz, CD3OD) δ 218,6 (C-11), 153,1 (C-17), 153,0 (C-3), 135,6 (C-19), 135,1 

(C-18), 131,5 (C-15), 130,8 (C-5), 130,4 (C-6), 129,8 (C-14), 127,9 (C-1), 127,2 (C-2), 117,2 (C-4), 

116,9 (C-16), 78,0 (C-12), 73,6 (C-9), 69,1 (C-8), 46,8 (C-10), 39,4 (C-7), 39,3 (C-13). 

RMN 1H (400 MHz, CD3OD) δ 7,06 (dd, J = 8,2, 1,9 Hz, 1H, H-5), 7,01 (dd, J = 8,1, 2,1 Hz, 

1H, H-15), 6,81 (d, J = 7,1 Hz, 1H, H-4), 6,79 (d, J = 8,0 Hz, 1H, H-16), 6,64 (d, J = 1,7 Hz, 1H, H-

19), 6.56 (d, J = 1,8 Hz, 1H, H-18), 4,45 (dd, 1H, H-12), 4,12 – 3,97 (m, J = 7,7 Hz, 2H, H-8, H-9), 

3,75 (d, J = 18,5 Hz, 1H, H10a), 3,53 (d, J = 15,1 Hz, 1H, H-13a), 2,98 (dd, J = 15,8, 2,6 Hz, 1H, H-

7a), 2,88 (dd, J = 15,7, 9,1 Hz, 1H, H-7b), 2,87 (dd, J = 15,4, 6,5 Hz, 1H, H-13b), 2,76 (dd, J = 18,7, 

8,4 Hz, 1H, H-10b). 
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Lyoniside 5 

 

Figure 21 : Structure du lyoniside 5 

 

Poudre blanchâtre amorphe ; [α]D + 38,235° (MeOH ; c 0,442 ; 20,5°C) ; m/z 551,2 [M-H]- 

(calculé pour C27H36O12, 552,2207). 

RMN 13C (100 MHz, CD3OD) δ 148,9 (C-3’, C-5’), 148,6 (C-5), 147,5 (C-7), 139,4 (C-1’), 138,8 

(C-6), 134,3 (C-4’), 130,0 (C-9), 126,4 (C-10), 107,7 (C-8), 106,8 (C-2’, C-6’), 105,5 (C-1”), 78,0 (C-

3”), 74,9 (C-2”), 71,2 (C-4”), 70,9 (C-14), 66,9 (C-5”), 65,9 (C-13), 60,0 (C-11), 56,8 (C-7’, C-8’), 56,5 

(C-12), 46,7 (C-3), 43,0 (C-4), 40,4 (C-2), 33,9 (C-1). 

RMN 1H (400 MHz, CD3OD) δ 6,53 (s, 1H, H-8), 6,39 (s, 2H, H-2’, H-6’), 4,34 (d, J = 6,6 Hz, 

1H, H-4), 4,18 (d, J = 7,5 Hz, 1H, H-1’’), 3,80 (m, J = 7,5 Hz, 5H, H-12, H-14a, H-5’’a), 3,71 (s, 6H, 

H-7’, H-8’), 3,62 (dd, J = 10,8, 4,1 Hz, 1H, H-13a), 3,52 (dd, J = 10,9, 6,4 Hz, 1H, H-13b), 3,47 – 3,41 

(m, 1H, H-4’’), 3,38 (dd, J = 9,7, 3,8 Hz, 1H, H-14b), 3,34 – 3,29 (m, 1H, H-3’’), 3,30 – 3,26 (m, 3H, 

H-11), 3,20 (d, J = 7,6 Hz, 1H, H-2’’), 3,18 – 3,12 (m, 1H, H-5’’b), 2,68 (dd, J = 15,2, 4,7 Hz, 1H, H-

1a), 2,65 – 2,56 (m, 1H, H-1b), 2,01 (s, 1H, H-3), 1,68 (d, J = 4,5 Hz, 1H, H-2). 
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Nudiposide 6 

 

Figure 22 : Structure du nudiposide 6 

 

Poudre blanchâtre amorphe ; [α]D - 60,550° (MeOH ; c 0,434 ; 20,2°C) ; m/z 551,2 [M-H]- 

(calculé pour C27H36O12, 552,2207). 

RMN 13C (100 MHz, CD3OD) δ 148,9 (C-3’, C-5’), 148,6 (C-5), 147,5 (C-7), 139,6 (C-1’), 138,8 

(C-6), 134,4 (C-4’), 130,1 (C-9), 126,3 (C-10), 107,7 (C-8), 106,9 (C-2’, C-6’), 105,0 (C-1”), 77,9 (C-

3”), 74,9 (C-2”), 71,2 (C-4”), 71,0 (C-14), 67,1 (C-5”), 66,0 (C-13), 59,9 (C-11), 56,8 (C-7’, C-8’), 56,5 

(C-12), 46,9 (C-3), 43,3 (C-4), 40,6 (C-2), 34,0 (C-1). 

RMN 1H (400 MHz, CD3OD) δ 6,56 (s, 1H, H-8), 6,41 (s, 2H, H-2’, H-6’), 4,21 (d, J = 7,1 Hz, 

1H, H-4), 4,09 (d, J = 7,5 Hz, 1H, H-1’’), 3,85 (s, 5H, H-12, H-14a, H-5’’a), 3,74 (s, 6H, H-7’, H-8’), 

3,63 (s, 2H, H-13), 3,58 (d, J = 5,3 Hz, 1H, H-14b), 3,50 (m, 1H, H-4’’), 3,28 (s, 3H, H-11), 3,26 (s, 

1H, H-3’’), 3,20 (s, 1H, H-2’’), 3,13 (s, 1H, H-5’’b), 2,70 (m, 2H, H-1), 2,01 (s, 1H, H-3), 1,71 (d, J = 

4,9 Hz, 1H, H-2). 

 

Betulatétraol 3 

 

Figure 23 : Structure du betulatétraol 3 



56 
 
 

Poudre marron amorphe ; [α]D - 12,844 ° (MeOH ; c 0,109 ; 21,9°C) ; HRMS : m/z : 346,1417 

[M-H]- (calculé pour C19H22O6, 346,1416). 

RMN 13C (100 MHz, CD3OD) δ 152,7 (C-3, C-17), 135,3 (C-18, C-19), 130,8 (C-6, C-14), 

130,6 (C-5, C-15), 127,4 (C-1, C-2), 117,1 (C-4, C-16), 71,2 (C-8, C-12), 67,7 (C-9, C-11), 42,1 (C-

10), 36,3 (C-7, C-13). 

RMN 1H (400 MHz, CD3OD) δ 7,04 (dd, J = 8,2, 2,0 Hz, 2H, H-5, H-15), 6,81 (d, J = 1,9 Hz, 

2H, H-18, H-19), 6,81 (d, J = 8,2 Hz, 2H, H-4, H-16), 4,36 (t, J = 7,5 Hz, 2H, H-8, H-12), 4,08 (dd, J 

= 7,6, 4,6 Hz, 2H, H-9, H-11), 2,98 (d, J = 7,5 Hz, 4H, H-7, H-13), 2,23 (dd, J = 7,8, 4,5 Hz, 2H, H-

10).  

 

(+)-Lyonirésinol 14-O-β-glucopyranoside 7 

 

Figure 24 : Structure du glucoside de lyonirésinol 7 

 

Poudre blanche amorphe ; [α]D + 43,703° (MeOH ; c 0,794 ; 20,7°C) ; m/z 581,2 [M-H]- 

(calculé pour C28H38O13, 582,5990). 

RMN 13C (100 MHz, CD3OD) δ 149,0 (C-3’, C-5’), 148,6 (C-8), 147,6 (C-6), 139,4 (C-1’), 138,9 

(C-7), 134,4 (C-4’), 130,2 (C-10), 126,4 (C-5), 107,8 (C-9), 106,9 (C-2’, C-6’), 104,8 (C-1’’), 78,2 (C-

3’’), 78,0 (C-5’’), 75,2 (C-2’’), 71,7 (C-4’’), 71,4 (C-14), 66,2 (C-13), 62,8 (C-6’’), 60,1 (C-11), 56,8 (C-

7’, C-8’), 56,6 (C-12), 46,7 (C-3), 42,8 (C-4), 40,6 (C-2), 33,9 (C-1). 
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RMN 1H (400 MHz, CD3OD) δ 6,60 (s, 1H, H-9), 6,45 (s, 2H, H-2’, H-6’), 4,44 (d, J = 6,2 Hz, 

1H, H-4), 4,30 (d, J = 7,7 Hz, 1H, H-1’’), 3,92 (m, 1H, H-14), 3,88 (s, 4H, H-6, H-12), 3,77 (s, 6H, H-

7’, H-8’), 3,69 (d, J = 5,4 Hz, 1H, H-6’’), 3,66 (d, J, 3,9 Hz, 1H, H-13), 3,57 (m, 1H, H-14), 3,47 (dd, J 

= 9,8, 4,0 Hz, 1H, H-14), 3,40 (m, 1H, H-3’’), 3,39 (m, 3H, H-11), 3,30 (m, 1H, H-4’’), 3,28 (m, 1H, H-

5’’), 3,25 (m, 1H, H-2’’), 2,74 (dd, J = 15,2, 4,7 Hz, 1H, H-1), 2,64 (m, 1H, H-1), 2,09 (m, 1H, H-1), 

1,74 (m, 1H, H-2) 

 

Rhamnoside de triméthoxyphénylsyringoyl glucose 19 

 

Figure 25 : Structure du rhamnoside de triméthoxyphénylsyringoyl glucose 19 

 

Poudre blanche amorphe ; [α]D - 59,722° (MeOH ; c 0,072 ; 22,0°C) ; UV (MeOH) λmax (log ε) 

284 (4,6) nm ; IR νmax 3394, 1597, 1504, 1224, 1133, 1073 cm-1 ; HRMS : m/z : 672,2265 [M+Cl]- 

(calculé pour C30H40O17, 672,2265). 

Les données RMN sont résumées dans le Tableau 10. 
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Tableau 10 : Déplacements chimiques, multiplicité et constantes de couplage pour chaque position 
du composé 19 

Position 13C (ppm) 1H (ppm) (multiplicité, J 
(Hz)) 

1 156,3 - 

2 
6 

97,1 6,37 (s) 

3 
5 

155,5 - 

4 133,5 - 

7 
9 

57,2 
 

3,61 (s) 

8 62,0 3,66 (s) 

1’’ 127,7 - 

2’’ 
6’’ 

108,5 7,32 (s) 

3’’ 
5’’ 

155,4 - 

4’’ 140,8 - 

7’’ 168,1 - 

8’’ 
9’’ 

57,4 3,83 (s) 

1’ 103,5 4,88 (d, 7,5) 

2’ 74,5 3,45 (m) 

3’ 78,3 3,51 (m) 

4’ 73,0 3,41 (m) 

5’ 76,5 3,79 (s) 

6’ 66,4 4,78 (m) 

1’’’ 104,4 5,37 (s) 

2’’’ 73,0 4,13 (s) 

3’’’ 72,8 3,90 (dd, 9,5, 3,3) 

4’’’ 75,5 3,47 (m) 

5’’’ 72,2 4,26 (dd, 9,8, 6,6) 

6’’’ 18,6 1,23 (d, 6,2) 
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Glycoside d’hannokinol 20 

 

Figure 26 : Structure du glucoside d’hannokinol 20 

 

Poudre blanchâtre amorphe ; [α]D - 11,886° (MeOH ; c 0,631 ; 21,8°C) ; UV (MeOH) λmax (log 

ε) 287 (3,5) nm; IR νmax 3402, 2925, 1518, 1234, 1076, 1020 cm-1 ; HRMS : m/z 478,2198 [M+Cl]- 

(calculé pour C25H34O9, m/z 478,2203). 

RMN 13C (100 MHz, CD3OD) δ 156,3 (C-4’’), 156,2 (C-4’), 134,7 (C-1’), 134,6 (C-1’’), 130,4 

(C-2’’, C-6’’), 130,3 (C-2’, C-6’), 116,1 (C-3’’, C-5’’), 166,0 (C-3’, C-5’), 104,3 (C-1’’’), 78,4 (C-5), 78,2 

(C-3’’’), 77,8 (C-5’’’), 75,5 (C-2’’’), 71,6 (C-4’’’), 68,3 (C-3), 62,7 (C-6’’’), 43,0 (C-4), 41,3 (C-2), 39,1 

(C-6), 32,2 (C-1), 31,6 (C-7). 

RMN 1H (400 MHz, CD3OD) δ 7,05 (d, J = 8,4 Hz, 2H, H-2’, H-6’), 7,02 (d, J = 8,4 Hz, 2H, H-

2’’, H-6’’), 6,71 (d, J = 2,1 Hz, 2H, H-3’, H-5’), 6,69 (d, J = 2,1 Hz, 2H, H-3’’, H-5’’), 4,41 (d, J = 7,8 

Hz, 1H, H-1’’’), 3,96 (m, 1H, H-5), 3,94 (m, 1H, H-3), 3,89 (dd, J = 11,8 Hz, 2,0 Hz, 1H, H-6’’’a), 3,73 

(dd, J = 11,7 Hz, 5,1 Hz, 1H, H-6’’’b), 3,38 (m, 1H, H-4’’’), 3,36 (m, 1H, H-3’’’), 3,29 (m, 1H, H-5’’’), 

3.22 (m, 1H, H-2’’’), 2.72-2,51 (m, 4H, H-1a, H-1b, H-7a, H-7b), 1,97 (m, 1H, H-6a), 1,83-1,70 (m, 

2H, H-6b, H-4a), 1,69-1,61 (m, 3H, H-4b, H-2a, H-2b). 
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Koaburaside monomethyl ether 21 

 

Figure 27 : Structure du koaburaside monométhyl éther 21 

 

Poudre blanche amorphe ; [α]D - 36,431° (MeOH ; c 0,538 ; 22,1°C) ; UV (MeOH) λmax (log ε) 

285 (2,8) nm ; IR νmax 3401, 2937, 1602, 1506, 1133, 1075 cm-1 ; HRMS m/z 346,1267 [M+Cl]- (calculé 

pour C15H22O9, 346,1264). 

Les données RMN sont résumées dans le Tableau 11. 

 

Tableau 11 : Déplacements chimiques, multiplicité et constantes de couplage pour chaque position 
du composé 21 

Position 13C (ppm) 1H (ppm) 
(multiplicité, J (Hz)) 

1 156,1 - 

2 
6 

96,0 6,49 (s) 

3 
5 

154,8 - 

4 134,3 - 

7 
9 

56,5 3,81 (s) 

8 61,2 3,70 (s) 

1’ 103,2 4,81 (d, 7,4) 

2’ 74,9 3,45 (m) 

3’ 78,0 3,47 (m) 

4’ 71,7 3,35 (s) 

5’ 78,4 3,43 (m) 

6’a 
6’b 

62,7 3,92 (dd, 12,0, 2,1) 
3,65 (m) 
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Kelampayoside A 1 

 

Figure 28 : Structure du kelampayoside A 1 

Poudre blanche amorphe ; [α]D - 91,193° (MeOH ; c 0,545 ; 22,2°C) ; m/z 513,1 [M+Cl]- 

(calculé pour C20H30O13, 478,1686). 

RMN 13C (100 MHz, CD3OD) δ 155,9 (C-1), 154,8 (C-3, C-5), 134,6 (C-4), 110,8 (C-1’’), 103,1 

(C-1’), 96,3 (C-2, C-6), 80,5 (C-3’’), 77,9 (C-2’’), 77,8 (C-3’), 77,0 (C-5’), 74,9 (C-5’’), 74,9 (C-2’), 71,6 

(C-4’), 68,7 (C-6’), 65,3 (C-4’’), 61,2 (C-8), 56,7 (C-7, C-9). 

RMN 1H (400 MHz, CD3OD) δ 6,46 (s, 2H, H-2, H-6), 4,97 (d, J = 2,6 Hz, 1H, H-1’’), 4,80 (d, 

J = 7,4 Hz, 1H, H-1’), 4,05 (m, 1H, H-6’), 3,95 (d, J = 9,7 Hz, 1H, H-5’’), 3,88 (d, J = 2,6 Hz, 1H, H-

2’’), 3,82 (s, 6H, H-7, H-9), 3,74 (d, J = 9,7 Hz, 1H, H-5’’), 3,71 (s, 3H, H-8), 3,60 (m, 2H, H-6’), 3,55 

(s, 2H, H-4’’), 3,45 (m, 1H, H-3’), 3,43 (m, 1H, H-2’), 3,32 (d, J = 4,0 Hz, 1H, H-4’). 

 

 

 

3.3. TESTS BIOLOGIQUES 

 

Tout au long du projet, tous les extraits et fractions ont été soumis à des tests biologiques 

afin de guider les travaux de fractionnement. Les activités cytotoxique, anti-inflammatoire et 

antioxydante ont été mesurées. Les tests biologiques ont été réalisés deux fois à intervalle de 

plusieurs mois pour les fractions, et à intervalle d’une semaine pour les molécules pures. L’extrait 
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brut a été testé à chaque test de fractions ou de molécules pures. Les mesures de fluorescence ont 

toutes été réalisées à l’aide d’un lecteur de plaques Fluoroskan Ascent FLTM. 

 

3.3.1. ACTIVITÉ CYTOTOXIQUE IN VITRO 

 

Les tests cytotoxiques permettent de déterminer si l’échantillon testé inhibe la croissance de 

cellules cancéreuses et de cellules saines. Le principe du test est de mesurer la capacité de 

l’échantillon à inhiber la croissance de différentes lignées de cellules. Les lignées de cellules 

cancéreuses testées étaient celles de poumons (A549) et colorectales (DLD-1), tandis que les lignées 

de cellules saines étaient les fibroblastes (WS-1, cellules du derme). Dans le cadre d’une utilisation 

de l’extrait en cosmétologie, il était impératif que ce dernier n’inhibe pas la croissance des cellules 

de la peau. Ainsi, afin de compléter les tests cytotoxiques, l’activité de l’extrait a aussi été testée sur 

des kératinocytes (HaCaT, cellules de l’épiderme). Dans un premier temps, les échantillons ont été 

solubilisés à différentes concentrations puis incubés avec environ 5000 cellules de chaque lignée 

cellulaire pendant 48 heures. La cytotoxicité de chaque échantillon a ensuite pu être mesurée en les 

traitant à la résazurine105, permettant de mesurer le métabolisme cellulaire. Si une activité cellulaire 

est présente, la résazurine est en effet réduite en résorufine, dont la fluorescence est proportionnelle 

à l’activité cellulaire. La fluorescence a été mesurée avec des longueurs d’onde d’excitation de 530 

nm et d’émission de 590 nm. Un second test a permis de compléter l’évaluation de la cytotoxicité des 

cellules : le test de Hoescht, qui permet de quantifier l’ADN cellulaire. Pour réaliser cette expérience, 

le surnageant a été retiré des puits de la plaque et les cellules ont été lysées afin de libérer leur ADN 

et permettre au réactif de Hoescht de s’y lier. Une fois lié à l’ADN, ce réactif devient fluorescent. Ainsi, 

une mesure de la fluorescence du réactif, proportionnelle à la quantité d’ADN, a permis de déterminer 

la présence ou l’absence de croissance cellulaire. Les résultats ont été rapportés en IC50, qui exprime 

la concentration d’échantillon nécessaire à l’inhibition de 50% de la croissance cellulaire. L’étoposide, 

un anticancéreux, a été utilisé comme témoin positif.  

 



63 
 
3.3.2. ACTIVITÉ ANTIOXYDANTE 

 

L’activité antioxydante a été mesurée suivant deux tests : un test chimique et un test 

cellulaire106. Le test chimique, appelé ORAC (Oxygen Radical Absorbance Capacity)107, permet de 

déterminer la capacité d’un échantillon à neutraliser les radicaux peroxyle sur une sonde 

fluorescente : la fluorescine. Le principe du test est de vérifier si la fluorescine, non fluorescente si 

oxydée, présente toujours une fluorescence après mise en contact avec l’échantillon à tester. Pour 

ce faire, les échantillons en présence de la fluorescine ont été mélangés à un oxydant : le 2,2’-azobis 

(2-amidino-propane) dihydrochloride (AAPH). Les tests se sont déroulés à une température de 

37,5°C et maintenus à pH 7,4 par un tampon phosphate. La fluorescence a été mesurée toutes les 

minutes pendant 60 minutes. Les résultats ont finalement été calculés en comparant les aires sous 

les courbes de diminution de la fluorescence entre le blanc et les échantillons testés. Les résultats 

ont été exprimés en micromoles d’équivalents de Trolox (TE) par milligramme d’échantillon (µmol 

TE/mg), le Trolox étant le témoin positif pour cette expérience. 

Le test cellulaire, quant à lui, a été effectué sur des fibroblastes (WS-1). Des plaques de 96 

puits contenant 10 000 cellules WS-1 par puits ont été incubées à 37°C avec 5% de CO2. Après 24 

heures d’incubation, les cellules ont été lavées avec 150 μL de solution saline à pH 7,4 (PBS) et 

réincubées pendant 30 minutes avec 100 μL de solution saline (Hank’s Balanced Salt Solution, 

HBSS) contenant 5 μM de 2’,7’-dichlorofluorescin-diacetate (DCFH-DA). Il s’agit d’un fluorochrome 

qui permet de déterminer l’oxydation à l’intérieur des cellules. Par la suite, les cellules ont à nouveau 

été lavées avec 150 μL de PBS et incubées avec des concentrations croissantes d’échantillon avec 

ou sans 200 μM de tert-butylhydroperoxide (t-BuOOH) pendant une heure pour obtenir l’activité 

antioxydante. La fluorescence a été mesurée immédiatement après l’ajout de t-BuOOH et 90 minutes 

plus tard avec des longueurs d’onde d’excitation et d’émission de 485 et 538 nm respectivement. 

L’IC50, c’est-à-dire la concentration d’échantillon permettant d’inhiber 50% de l’oxydation cellulaire, a 

ensuite été comparée aux témoins positifs : la quercétine, le trolox et la catéchine. 
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3.3.3. ACTIVITÉ ANTI-INFLAMMATOIRE 

 

Enfin, l’activité anti-inflammatoire a été déterminée grâce à la mesure de l’inhibition de la 

production d’oxyde nitrique (NO) produit par des macrophages de souris (RAW 264.7)108. Pour 

effectuer cette mesure, les cellules ont été ensemencées dans des plaques de 96 puits puis incubées 

une nuit à 37°C avec 5% de CO2. Elles ont ensuite été traitées avec des concentrations croissantes 

d’échantillon à tester puis réincubées dans les mêmes conditions. À titre de comparaison, un 

inhibiteur de la production de NO connu, le N-nitro-L-arginine methyl ester hydrochloride (L-NAME), 

a été utilisé comme contrôle positif. Après 24 heures, un ajout de 100 ng/mL de lipopolysaccharide 

(LPS) a été effectué afin de stimuler la production de NO par les macrophages. Après 24 heures 

d’incubation, les surnageants ont été récoltés puis mis en contact avec le réactif de Griess pour doser 

la concentration en NO. En effet, ce réactif change de teinte en fonction de la concentration en NO. 

L’absorbance des puits a alors été mesurée par un lecteur de plaques Varioskan à une longueur 

d’onde de 540 nm. Les résultats obtenus ont été exprimés en IC50 représentant la concentration 

d’échantillon permettant d’inhiber 50% de la production de NO.  

 



 

 

CONCLUSION 
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En conclusion, ce projet de maîtrise a permis de développer une méthode de production d’un 

extrait enrichi en composés antioxydants utilisable en cosmétique. La méthode de production, plus 

particulièrement le mode de filtration de l’eau de déroulage, pourrait être adaptée pour une plus 

grande production de l’extrait enrichi en composés phénoliques.  

L’extrait brut a montré une forte activité antioxydante ORAC et cellulaire. Le fractionnement 

bioguidé a permis d’isoler douze composés purs dont la majorité possède un fort potentiel antioxydant 

ORAC qui explique l’activité de l’extrait enrichi. Dix de ces composés purs ont été identifiés grâce à 

des analyses HPLC-MS complétées par des analyses RMN approfondies (1H, 13C, DEPT135, COSY, 

HSQC, HMBC). Il s’agit du lyonirésinol 16, du carpinontriol A 2, du lyoniside 5, du nudiposide 6, du 

betulatétraol 3, du glucoside de lyonirésinol 7, du rhamnoside de triméthoxyphénylsyringoyl glucose 

19, du glucoside d’hannokinol 20, du koaburaside monométhyl éther 21 et du kelampayoside A 1. 

Parmi ces composés, au moins quatre n’avaient pas été isolés dans l’eau de déroulage lors des 

travaux préliminaires (16, 19, 20, 21). Le composé 21 a été identifié pour la première fois dans la 

famille des Betulaceae alors que le composé 19 est une nouvelle molécule qui n’avait jamais été 

isolée dans la nature auparavant. 

Parmi les dix molécules identifiées, le carpinontriol A 2 et le kelampayoside A 1 sont de bons 

candidats pour la standardisation de l’extrait parce qu’ils sont présents en quantité importante et 

rapidement identifiables sur le chromatogramme HPLC-MS de l’extrait brut. Concernant l’activité 

antioxydante, ce sont les composés 2 et 20 qui présentent l’activité la plus importante. Toutefois, il 

est plus judicieux de conserver l’extrait brut au sein des formulations puisqu’il reste le meilleur 

compromis entre une bonne activité antioxydante et une méthode d’obtention plus accessible. 

Concernant les molécules déjà isolées, plusieurs travaux restent à achever : dans un premier 

temps, deux composés restent non identifiés (17 et 18) et les tests biologiques sont à compléter pour 

certaines molécules qui n’ont pas été isolées en quantité suffisante. Pour les travaux futurs, il serait 

donc pertinent d’isoler ces molécules en plus grande quantité afin de parvenir à identifier les 

molécules inconnues et à compléter les tests biologiques surtout pour le composé 19 nouvellement 



67 
 
isolé. Il serait aussi intéressant de vérifier la configuration absolue des composés 3 et 20. Enfin, 

d’autres fractions n’ont pas encore été étudiées telles que la fraction F.  

Finalement, ces travaux de maîtrise ont montré que l’eau de déroulage de bouleau est une 

ressource extrêmement riche et complexe dont l’étude mérite d’être poursuivie afin de découvrir 

d’autres molécules d’intérêt biologique. 
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ANNEXES 

 

ANNEXE 1 : LISTE DES MOLECULES ISOLEES DE L’EAU DE DEROULAGE LORS 

DES TRAVAUX PRELIMINAIRES 

 

Nom Type de molécule Structure 

Kelampayoside A Glycoside 
phénolique 

 

 
 

Carpinontriol A Diarylheptanoïde 
cyclique 

 

 
 

Betulatetraol Diarylheptanoïde 
cyclique 

 

 
 

Smiglabranol 
xyloside 

Glycoside 
phénolique 
(nouveau) 
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Lyoniside Lignane  

 
Nudiposide Lignane  

 
 

Lyoniresinol 
glucoside 

Lignane  

 
 

Smiglabranol 
glucoside 

Glycoside 
phénolique 
(nouveau) 

 

 
 

Betuladiol glucoside Diarylheptanoïde 
cyclique (nouveau) 

 

 
 

Alnusdiol Diarylheptanoïde 
cyclique 
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3,4,5-
trimethoxyphenyl-6-
O-syringoyl-β-D-
glucopyranoside 

Glycoside 
phénolique 
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ANNEXE 2 : COMPARAISON DES CHROMATOGRAMMES HPLC-MS DE L’EXTRAIT 

BRUT PRODUIT AU MÉTHANOL (A) ET A L’ÉTHANOL (B) 

 

 

A) Chromatogramme HPLC-MS (UV : 310 nm) de l’extrait brut produit au méthanol. Conditions : 

phase mobile MeOH-H2O colonne biphényl ; 10 à 50 % MeOH à t = 40 min, 50 à 100 % 

MeOH à t = 50 min. Débit 1 mL/min, volume d’injection 10 µL 

 

 

B) Chromatogramme HPLC-MS (UV : 310 nm) de l’extrait brut produit à l’éthanol. Conditions : 

phase mobile MeOH-H2O colonne biphényl ; 10 à 50 % MeOH à t = 40 min, 50 à 100 % 

MeOH à t = 50 min. Débit 1 mL/min, volume d’injection 10 µL 

  



78 
 

ANNEXE 3 : FRACTION D4 ENRICHIE EN CARPINONTRIOL A 

 

 

Chromatogramme HPLC-MS (UV : 310 nm) de la fraction D4 enrichie en carpinontriol A. Conditions : 

phase mobile MeOH-H2O colonne biphényl ; 10 à 50 % MeOH à t = 40 min, 50 à 100 % MeOH à t = 

50 min. Débit 1 mL/min, volume d’injection 10 µL 
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ANNEXE 4 : FRACTION D6 

 

 

Chromatogramme HPLC-MS (UV : 310 nm) de la fraction D6. Conditions : phase mobile MeOH-H2O 

colonne biphényl ; 10 à 50 % MeOH à t = 40 min, 50 à 100 % MeOH à t = 50 min. Débit 1 mL/min, 

volume d’injection 10 µL 
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ANNEXE 5 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 16 (LYONIRESINOL) 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 16 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 16 
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 16 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 16 
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ANNEXE 6 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 2 (CARPINONTRIOL A) 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 2 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 2 
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 2 
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ANNEXE 7 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 5 (LYONISIDE) 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 5 

 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 5 
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 5 

 

 

 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 5  
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ANNEXE 8 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 6 (NUDIPOSIDE) 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 6 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 6
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 6 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 6  
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ANNEXE 9 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 3 (BETULATETRAOL) 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 3 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 3 
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 3 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 3 
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ANNEXE 10 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 7 (GLUCOSIDE DE LYONIRESINOL) 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 7 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 7 
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 7 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 7  
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ANNEXE 11 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 19 (RHAMNOSIDE DE 

TRIMETHOXYPHENYL SYRINGOYL GLUCOSE) 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 19 

 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 19 
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 19 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 19 
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Agrandissement du spectre DEPT135 de 19 

Agrandissement du spectre COSY de 19 
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Agrandissement du spectre HSQC de 19 

 

 

Agrandissement du spectre HMBC de 19 
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ANNEXE 12 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 20 (GLUCOSIDE D’HANNOKINOL) 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 20 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 20 
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 20 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 20 
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Agrandissement du spectre DEPT135 de 20 

 

 

Agrandissement du spectre COSY de 20 
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Agrandissement du spectre HSQC de 20 

 

 

Agrandissement du spectre HMBC de 20  
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ANNEXE 13 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 21 (KOABURASIDE MONOMETHYL 

ETHER) 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 21 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 21  
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 21 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 21 
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Agrandissement du spectre DEPT135 de 21 

 

 

Agrandissement du spectre COSY de 21 
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Agrandissement du spectre HSQC de 21 

 

Agrandissement du spectre HMBC de 21 
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ANNEXE 14 : SPECTRES RMN DU COMPOSÉ 1 (KELAMPAYOSIDE A) 

 

 

 

Spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 1 

 

Agrandissement du spectre RMN 1H (CD3OD, 400 MHz) de 1 
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Spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 1 

 

 

Agrandissement du spectre RMN 13C (CD3OD, 100 MHz) de 1 

 

 

 

 

 

 


