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Avant-propos

L'unité Biopolymeres, Interactions, AssemblagesAjBbe I'INRA de Nantes axe ses
recherches sur les facteurs déterminant la quadgiséproduits alimentaires et non alimentaires
issus de l'agriculture. Les objectifs des travaexatherche menés au sein de 'unité sont de
maitriser la variabilité des matieres premieredext produits transformés, et de maitriser la
gualité des aliments en intégrant les recommanaatutritionnelles actuelles, notamment
dans la conception méme des aliments. Au sein tie ceité, les objectifs de I'équipe
Interfaces et Systemes Dispersés (ISD) sont de raordpe les propriétés des assemblages de
biopolymeres dans des systemes dispersés se pmitssntis forme de matrices hydratées
complexes, gélifiees ou non : des émulsions, dadséons foisonnées et des mousses. La
compréhension des structures des molécules imgiggeede leur niveau d’assemblage dans
les conditions physico-chimiques du milieu permet maitriser la stabilité physique et
chimique des systémes dispersés, de controlerdandigue, la réactivité et la libération de
micro/nano constituants d’intérét et de concevas thano-objets présentant de nouvelles
fonctionnalités en s'inspirant d’assemblages nkture

Dans ce contexte global, ce projet de these awvait put d’élaborer une nouvelle stratégie de
maitrise de l'oxydation des lipides dans les mafricalimentaires, en précisant les
caractéristiques physico-chimiques des films iamEdux (composition, structure,
organisation, homogénéité, etc.) qui permettrdeenmieux de protéger contre I'oxydation des
lipides alimentaires riches en acides gras polyiméa (AGPI) dispersés sous forme
d’émulsions huile dans eau (H/E). Ce projet alfalijet d’'un co-financement par I'INRA et

la région Pays de la Loire.

Ce manuscrit est en partie constitué de publicatiende projets de publications rédigés en
anglais. Un projet d’'article de synthese est prédatans la section ‘Etude bibliographique’

et six articles de recherche acceptés, soumis oprejet sont présentés dans la section
‘Résultats et discussion’. Au sein de chaque a&icine numeérotation indépendante est

utilisée pour les titres, figures, tableaux et éirs.
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Introduction

Introduction générale

L’enrichissement de certains produits alimentagesacides gras polyinsaturés (AGPI) de la
série n-3 constitue une réponse aux apports alaimeatinsuffisants actuellement observés
pour une partie importante de la population (Astetr@l., 2006; Combe, 2002). Cependant,
ces nouvelles formulations représentent un défi rpées industriels du secteur
agroalimentaire, dans la mesure ou les AGPI saticphéerement sensibles a I'oxydation.

La premiére conséquence de l'oxydation des lipidess I'altération des propriétés
organoleptiques des aliments. En effet, certaimsposés volatils issus de I'oxydation sont
des molécules odorantes qui conduisent a la pévcepd’arbmes désagréables tres
caractéristiques (Frankel, 1985; Grosch, 1982;arél & Genot, 2006; Villiere et al., 2007).
Ces composés odorants sont percus a des stadesqwéle 'oxydation des lipides, rendant
le produit non acceptable pour les consommatetogydation des lipides dans les aliments
peut également induire des modifications de cadlomafoxydation de pigments) et de texture
(oxydation des protéines). Sur le plan nutritiontielkydation des lipides dans les produits
alimentaires ne conduit généralement pas a unendtian significative de la teneur en acides
linoléique (LA, C18:2 n-6) eta-linolénique (ALA, C18:3 n-3), présents en quantité
importante dans les aliments. En revanche, uneoptiop conséquente des acides gras trés
insaturés tels que l'acide eicosapentaenoique (ERA;5 n-3) et I'acide docosahexaénoique
(DHA, C22:6 n-3), présents a des teneurs faibles das aliments, peut étre dégradée au
cours de I'oxydation des lipides (Prior, 2003). M les réactions impliquant uniguement les
lipides, les radicaux libres et les aldéhydes farma@ cours de l'oxydation des lipides
entrainent ['altération d’autres molécules présenttans les systémes, comme les
antioxydants et les protéines (Genot et al., 26@&orny, 2003), ce qui peut aussi conduire a
une diminution de la valeur nutritionnelle des aints. La toxicité de certains CoOmposes issus
de l'oxydation des lipides est également suspedi@eEmersma, 2002). Celle des
hydroperoxydes et des radicaux libres formés |l@s premieres étapes de la réaction est
avéree (Kanazawa et al., 2002; Ursini et al., 1968)le des produits secondaires tels que les
hydroxyalkénals, notamment le 4-hydroxy-2-nonedaH(E) et le 4-hydroxy-2-hexenal (4-
HHE), qui peuvent former des adduits avec des uésithcides aminés, se traduirait par des
dysfonctionnements hépatiques (Petersen & Doo®4 2@t serait impliquée dans la maladie
d’Alzeimer (Liu et al., 2003; Long et al., 2008).
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Face a ces enjeux, I'industrie a mis en place ttagégies permettant de préserver la qualité
nutritionnelle et organoleptique des produits coaté des AGPIl. Les méthodes
classiquement mises en ceuvre consistent a consesvaroduits sous atmosphere protectrice
et/ou a ajouter des antioxydants dans les fornmatiCependant, les solutions adoptées sont
souvent largement empiriques, peu optimisées emetequalitatifs et quantitatifs, et surtout
non prédictives. Elles ne conviennent pas non gltsutes les conditions d'utilisation ou de
conservation des produits, en particulier lors der lutilisation domestique. Pour mieux
maitriser le phénoméne d’'oxydation dans toutesctasditions d’utilisation des aliments
formulés, il est donc nécessaire de mieux compesdn déroulement en fonction de la
nature, des propriétés physico-chimiques et detrlactsire des aliments concernés. Les
matrices alimentaires sont en général des miligspetisés complexes. Les émulsions huile
dans eau (H/E) sont couramment employées en taninairices alimentaires modeles. Dans
ces systemes, l'interface, zone de contact entréigeles et la phase aqueuse, est stabilisée
par des émulsifiants (protéines, polysaccharidesspholipides ou tensioactifs) (Dickinson,
1992; McClements, 2005). Elle peut aussi intéges domposés tels que des antioxydants
(Gunaseelan et al., 2006). L'interface, lieu detaonentre les différentes phases en présence
et entre de nombreux réactants, est considérée edmsiege de linitiation de I'oxydation
des lipides et constitue une zone critique du syst€Genot et al., 2003; Waraho et al.,
2011b). De nombreux travaux réalisés sur des éamdsnodeles ont montré que la nature de
I'émulsifiant modifie la cinétique d’oxydation déipides (Fomuso et al., 2002a; Haahr &
Jacobsen, 2008; Kiokias et al., 2006; Osborn & AKBD4). Ces différences d’oxydabilité
ont souvent été attribuées aux différences de ceitipo et de structure des interfaces
impliquées. Cependant, aucune étude n’a formellemedié I'oxydation d’émulsions et les
caractéristiques des interfaces impliquées.

L’objectif de cette thése était de montrer queracsure de l'interface entre I'huile et la phase
aqueuse peut étre maitrisée de facon a protégdipigss en émulsion contre I'oxydation.
Pour atteindre notre objectif, deux échelles d'éfuds émulsions et les interfaces planes, ont
été considérées. Notre analyse approfondie dadealiure concernant les facteurs influencant
I'oxydation des lipides en émulsion, et en pariguteux relatifs a l'interface, est présentée
dans la section ‘Etude bibliographique’. La premiétape de ce projet, décrite en premiere
partie de la section ‘Résultats et discussion’pasisté a formuler des émulsions modeéles
constituées d’ingrédients alimentaires et caras®#és par la présence de quantités minimales
d’émulsifiants résiduels en phase aqueuse. Lessé#fiants choisis appartenaient aux deux

principales classes d’émulsifiants alimentairess:grotéines et les tensioactifs. Utilisés seuls
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ou en mélanges, et pour les protéines, a I'état, menaturé ou agrége, ils ont permis de
moduler les caractéristiques physico-chimiques idesfaces impliquées. Par la suite, les
cinétigues d’oxydation de ces émulsions ont éteéiesiien évaluant les différents stades de
I'oxydation des lipides (deuxieme partie de la mectRésultats et discussion’) ainsi que les
modifications subies par les protéines (troisieraki@ de la section ‘Résultats et discussion’).
Enfin, les interfaces des émulsions dans lesquédiemodulation de la composition en

émulsifiants influencait notablement le développentke I'oxydation ont été reconstruites sur
des films plans. Leur homogénéité en termes detstel ou de répartition des émulsifiants
dans les films a été étudiée et discutée en famat® la stabilité oxydative des émulsions
correspondantes (quatrieme partie de la sectiosulRds et discussion’). La cinquieme et
derniere partie de cette section reprend de masigrnétique I'ensemble de cette démarche,
les principaux résultats obtenus et leur discussles principales conclusions de cette étude
sont finalement rassemblées dans la conclusionrgiéndans laquelle des perspectives et

applications possibles de cette thése sont proposée
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Etude bibliographique

1. L'oxydation des lipides — Aspects généraux

L’oxydation des lipides provoque une perte desitgsahutritionnelles et organoleptiques de

produits alimentaires. C’est un phénoméne chimigpentané, évolutif et irréversible qui se

caractérise par l'attaque des acides gras insapodés par les molécules lipidiques, par
'oxygéne atmosphérique. Cette réaction, qui pdrg @ppelée rancissement oxydatif des
acides gras, implique :

- Un substrat : les acides gras insaturés, se drdugénéralement estérifiés au sein des
triglycérides et des phospholipides qui sont l@sggales classes de lipides alimentaires.

- Un réactif : 'oxygene de l'air.

- Des catalyseurs (enzymes pro-oxydantes), desteuts (générateurs de radicaux libres,
ions métalliques, radicaux libres déja présentssdan matrice), des sources d'énergie
facilitant la production des radicaux libres et rasit espéces réactives de l'oxygéne
(température, lumiere).

L’'oxydation des lipides consiste en un ensemble réactions radicalaires en chaine

classiqguement décomposées en trois étapes priesipamorgcage ou initiation, propagation

et terminaison. Ces trois étapes ont généraleméht décrites comme se déroulant

successivement, impliguant un ordre dapparitiorecr des composés d’oxydation.

Néanmoins, des travaux suggerent que le phasagesddifférentes étapes est probablement
plus complexe, et que certains composés d’oxydatlite secondaires, pourraient en réalité
apparaitre des les premieres étapes de |'oxydateEm lipides, simultanément avec les

composeés d’oxydation dits primaires (Figure 1) gcl, 2005).
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Figure 1. Schéma général de I'oxydation des lipgkedéroulantia des réactions multiples et
simultanées : une alternative a I'abstraction dibgéne sur les acides gras insaturés en tant

gu’étape pré-requise de la réaction, d’aprés ShH&i@05).

Cette vision du phénoméne d'oxydation implique notent que certains produits
réactionnels comme les composés volatils puissenéaité se former indépendamment des
hydroperoxydes, classiquement considérés comme ¢esduits intermédiaires
incontournables. Bien que cette approche origirsmble en cohérence avec certaines
observations expérimentales, nous décrirons damsacmiscrit, pour des raisons de clarté,
successivement les étapes d'initiation, de projpagyadt de terminaison de I'oxydation des
lipides classiguement décrites dans la littératirankel, 2005; Pokorny, 2003).
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1.1. Initiation ou amorcage de I'oxydation desdgs

L’initiation ou amorcage de I'oxydation des lipidesnsiste en la formation de radicaux libres
par rupture homolytique d’'un atome d’hydrogéne ealjid a une double liaison allylique :

LH - L"+H (@D)

L’oxydation des lipides peut étre favorisée parfédéntes conditions environnementales,
aboutissant a la formation de composés radicalairel® produits primaires d’oxydation des

lipides par difféerentes voies chimiqgues ou enzyqeds. Dans la présente étude
bibliographique, nous nous sommes focalisés sumisanismes chimiques (auto-oxydation)
de l'initiation de I'oxydation des lipides. En effaine partie expérimentale de ce projet de
these a porté sur l'influence du mode d’initiatae I'auto-oxydation sur la stabilité oxydative

d’émulsions H/E.
1.1.1. Auto-oxydation et température

L’auto-oxydation est la réaction directe de 'oxggémoléculaire (oxygéne tripléD,) avec
des produits organiques en l'absence de lumiereaxsDa cas des lipides, la présence
d’initiateurs, tels que des traces métalliques, dasmposés radicalaires ou des
hydroperoxydes préexistants, est nécessaire poincrgala barriere de spin entre les
molécules lipidiques et 'oxygene triplet. En efftdxygene triplet ne se fixe pas directement
sur un compose lipidique natif, mais sur un compadé&alaire (Frankel, 2005).

La température est I'un des facteurs principauxseamt I'oxydation des lipides car elle
favorise les réactions endothermiques impliquées dia formation et la décomposition des
hydroperoxydes. La vitesse d'oxydation augmente fdeon exponentielle avec la
température. En I'absence d’antioxydants, I'énedjgetivation de I'oxydation des lipides est
d’environ 18 kcal met (Frankel, 2005).

La décomposition thermique des hydroperoxydes pgetdriquement se produinga deux
réactions (Frankel, 2005) :

- La rupture homolytique de la liaison O-O :

LOOH - LO" + 'OH (2)

Cependant, cette réaction est peu favorable thgmamiiquement car elle nécessite une

énergie d’activation élevée.
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- La production de radicaux libres par réactiomeedeux molécules d’hydroperoxydes :
2 LOOH - LO" + H,0 +LOO 3)

En I'absence de métaux, la réaction (3) est plugréble d’un point de vue énergétique.
1.1.2. Initiation par les ions métalliques

Les ions des métaux de transition comme le fezyiere, le cobalt, le manganése ou le nickel
sont des initiateurs efficaces de I'oxydation desdés. Ces ions métalliques peuvent étre
naturellement présents dans les matrices alimestairles systemes biologiques et sont actifs
méme présents a I'état de traces (Frankel, 200korRg, 1987). Leur efficacité en fait des
initiateurs largement utilisés pour accélérer I'dagjon des lipides dans des systémes
modéles. A cet effet, le fer est le métal le pargément utilisé dans la littérature (Chaiyasit et
al., 2000; Donnelly et al., 1998; Fomuso et alQ2Zf) Guzun-Cojocaru et al., 2011; Haahr &
Jacobsen, 2008; Mei et al., 1998b; Ponginebbi.efi@B9; Shimada et al., 1994; Silvestre et
al., 2000; Sirendi et al., 1998). D’autres métazonme le cuivre, sont également mais plus
rarement utilisés (Fomuso et al., 2002b; Osborm&a& Akoh, 2003).

Selon les mécanismes généralement proposés, lesmeétalliques peuvent provoquer la
formation d’espéces radicalaires par deux voies :

- L’attaque directe des acides gras insaturés :

MO+ LH - M™+ L + H (4)

Cette réaction implique 'ion métallique dans stett éle valence le plus élevé et conduit a la

formation d’un radical alkyle (I).

- La décomposition homolytique des hydroperoxydes :

M"+ LOOH -~ M™V+ LO" + OH (5)

MY+ L OOH - M"+ LOO +H' (6)

Ces réactions nécessitent que les ions métallispiesit présents dans deux états de valence
avec un potentiel rédox approprié. La réactiorei)généralement plus rapide que la réaction
(6) et le métal est principalement converti vens état le plus oxyde, ce qui implique que la

vitesse de la réaction en chaine dépend de laagédb).

La Figure 2 schématise les principales voies dadtion de radicaux lipidiques en présence

du fer dans ses deux états principaux de valence.
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Figure 2. Représentation schématique de I'oxydatemlipides initiée par du fer.

Il a été mis en évidence, notamment dans le cderdiMinotti & Aust, 1992), que I'activité
pro-oxydante des métaux est optimale lorsque les ddats de valence coexistent. La
présence simultanée de fer ferrewx¢(JFet de fer ferrique (P& peut étre obtenue en ajoutant
des composés réducteurs tels que I'acide ascorbiggen sel dans des concentrations faibles
(Buettner & Jurkiewicz, 1996; Cheng & Li, 2007; Hakll, 1996; Minotti & Aust, 1992).
Ceci permet de régénérer les ioné'Repartir de la forme oxydée Fe

Fe** + ascorbate. F&* + ascorbafe 7)

Une autre voie consiste a utiliser le fer en présatiagents chélatants tels que l'acide tétra-
acétique d'éthyléne diamine (EDTA) qui favoriseluxydation des ions Fé en présence
d’'oxygéne (Gambardella et al.,, 2005; Mahoney & GrE986; Minotti & Aust, 1992;
Samokyszyn et al., 1990) :

O, + 4F€*(EDTA) + 2H,0 — 4 FE*(EDTA) + 40H (8)

Ces études ont montré que, comme dans le cas @gdsageducteurs, I'efficacité pro-
oxydante du complexe dépend majoritairement duappolaire entre le métal et I'agent
chélatant. Ainsi, dans le cas du complex&/E&DTA, un rapport équimolaire conduit & une
oxydation du fer et a une initiation efficace daxlydation des lipides. En revanche, lorsque la
molarité de 'EDTA est 20 fois supérieure a celiefdr, I'auto-oxydation du fer est encore
plus importante mais l'activité d’initiation de Kgdation des lipides est trés fortement

diminuée.
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1.1.3. Initiation par la myoglobine

Certains composés héminiques présents naturelledagst des aliments tels que la viande,
sont reconnus pour leur activité pro-oxydante éepér rapport a celle des ions ferreux ou
ferriqgues. Ainsi, a température ambiante et a pHtree I'efficacité de la myoglobine a
décomposer des hydroperoxydes d’acide linoléiqtié4$ois plus importante que celle d'un
mélange F&/ascorbate et 80 fois plus importante que celleides F&" (Frankel, 2005;
O'Brien, 1969).

La myoglobine existe dans différents états de wae(Figure 3a). La metmyoglobine
(MetMb), qui fixe une molécule d’eau sur I'un deges de coordination du fer héminique,

(Figure 3b), est la forme impliquée dans I'oxydatdes lipides alimentaires.

Autres

a sources b

+2H+ (0] endogénes

2
;J, OH
Dismutation H202 2

202..
Auto-oxydation
é Fe3* Hme

MbO jFe' MbFe!t *‘MbFe V=0
Oxymyoglobine Metmyoglobine Perferrylmyoglobine
N—y Histidin
/\ / Q \ proximal
MbFe!l MbFe V=0 N™ X ]
0, Déoxymyoglobine Ferrylmyoglobine Globin

Figure 3. Mécanismes de conversion entre les diftérétats de valence de la myoglobine (a)
et représentation schématique de la metmyoglobireg\(b) avec une molécule d’eau liée au
fer héminique (b) (Baron & Andersen, 2002).

Le mécanisme par lequel la MetMb est impliquée damsiation de I'oxydation des lipides
est encore aujourd’hui sujet a controverse. Podige¢ ce paragraphe, nous nous sommes
principalement inspirés des travaux de Baron & Asee (2002), Carlsen et al. (2005) et
Lorrain et al. (2010a). A pH neutre ou physiologigla MetMb doit étre activée par la
présence d’hydroperoxydes ou d’espéces réactived' odggene comme le peroxyde
d’hydrogéne pour étre un pro-oxydant efficace. Ustamisme similaire a celui de la réaction
de Fenton a dailleurs été proposé (Figure 4a).teCedaction, thermodynamiguement

favorable, entraine la formation d’'un radical hydde. L'oxydation de la MetMb en fer

10
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hypervalent (ferryimyoglobine) se produit par réact avec des hydroperoxydes
préalablement formés (Figure 4b). Cette réactiopligque le transfert d’un électron et d’'un
atome d’'oxygene (notésXade I'hydroperoxyde vers le groupement héminidu@sque le
pH est plus faible (5,5 a 6,5), I'activité pro-oxyde de la MetMb serait plus importante.

H,0, MbFe! HOO:" + H*
a X
‘OH + OH- MbFe H,0,
LOOH MbFe!! Xr LOO" + H,0
LO" + H* MbFeV =0 LOOH + H*
Figure 4. Mécanismes généraux d’initiation de I'dagyon des lipides par la myoglobine dans

différents états de valence : réaction MbRbFe" dite de type Fenton (a) et réaction

MbFe"/MbF€eY (b) (Carlsen et al., 2005).

Un mécanisme radicalaire impliquant une forme mtatiaire de MetMb oxydée par perte
d'un électron a été récemment proposé (Figure Byrélin et al.,, 2010a). D’aprés ce
mécanisme, la MetMb réagirait rapidement avec urdperoxyde (LOOH) pour former une
molécule L=0O, une espece oxydée par perte duntrétec(par exemple, un radical
hydroperoxyle) et une nouvelle molécule héminigdetMb oxydée par perte d’un électron,
notée MbFE -1€). Cette espéce pourrait & son tour oxyder une nsiecanolécule
d’hydroperoxyde en radical LO@n régénérant la MetMb.
LOOH,0, L=0 +HOOr

LOOH MbFe! [MbFe - 1e]

LO" + H* X \%LOOH

MbFe IV:O Loo.

Figure 5. Mécanisme radicalaire de décompositios Hgdroperoxydes par la MetMb

impliquant un intermédiaire de MetMb oxydée part@efun électron (Lorrain et al., 2010a).

Ainsi, les mécanismes par lesquels la myoglobiramment dans son état de valence
MbFe" ou MetMb, initie I'oxydation des lipides, ne sguts totalement élucidés. Les facteurs

environnementaux tels que le pH du milieu, la teraijpée et la présence d’especes reactives

11
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de I'oxygene ou d’hydroperoxydes pré-existants denttetre déterminants dans linitiation

de I'oxydation par cette forme de fer.

1.1.4. Initiation par les azo-initiateurs

Les azo-initiateurs sont des composés thermolab#egrateurs de radicaux utilisés dans de
nombreuses études de I'oxydation des lipidewitro dans divers systemes tels que des
micelles, des liposomes, des cellules ou des lgiépres (Culbertson & Porter, 2000; Gotoh
et al., 2010; Kubouchi et al., 2002; Mosca et2010; Yokozawa et al., 2000). Ces composés
produisent des radicaux libres avec une vitessstante et facilement estimable (Frankel,
2005; Hanlon & Seybert, 1997). Le mécanisme d’oxigdades lipides par les azo-initiateurs

communément admis est le suivant :

RN=NR - 2R + N, 9)
R+, - ROCO (10)
ROO +LH — ROOH + L (11)

La réaction (10) est tres rapide pour la plupast idelicaux carbonés, avec une constante de

vitesse de l'ordre de 10 mol?! s

Les radicaux peroxyle (ROPDsont généralement
considérés comme les especes responsables dedtiost d'atomes d’hydrogene aux lipides
insaturés (Hanlon & Seybert, 1997). Cependant,ffasion spatiale des radicaux peroxyle
peut étre ralentie par I'établissement d’interawi@avec les molécules du solvant, ce qui peut
favoriser des recombinaisons entre especes raidésa(&rankel, 2005).

Dans des systéemes modeles, la vitesse d'initiafig) est généralement mesurée en
déterminant la phase de latenag ¢bservée en présence d’'un antioxydant (AH) ayent
facteur stoechiométrique connu notéce facteur étant défini comme le nombre de radica
piégés par chaque molécule d’antioxydant.

Ri=n[AH]/ 1 (12)

Cependant, si les azo-initiateurs sont tres usilidans des systémes modeles simples, leur
efficacité peut étre fortement affectée par la dexifé structurale des systemes dispersés et
par la nature et la viscosité du solvant. D’'un poi@ vue mécanistique, il est intéressant de
noter que, contrairement aux ions meétalliquesalasinitiateurs provoquent la formation de
radicaux peroxyle et, par voie de conséquence ddidperoxydes, mais ne provoguent pas la
décomposition de ces hydroperoxydes. Ainsi, lesiaitiateurs ne sont pas les initiateurs les

plus pertinents pour étudier I'oxydation des ligddans des matrices alimentaires ou

12
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biologiques, qui contiennent naturellement desesade métaux et d’hydroperoxydes. La
molécule la plus souvent utilisée parmi les azbatdurs est le 2,2-azobis(2-
amidinopropane)-dihydrochloride (AAPH), qui est unmlécule hydrophile. Les études
nécessitant plutét un initiateur liposoluble ugl$ en général le 2,2-azobis(2,4-
diméthylvaléronitrile) (AMVN).

1.1.5. Autres mécanismes possibles de l'initiatierf oxydation

D’autres mécanismes de l'initiation de I'oxydatides lipides sont décrits dans la littérature.
On peut citer tout d’abord la photo-oxydation, gaiproduit dans les matrices exposées a la
lumiére visible et ultraviolette. En présence djpimotosensibilisateur, I'énergie lumineuse
convertit I'oxygéne triplet’0,) en oxygéne singulet®.), qui peut réagir directement sur les
doubles liaisons insaturées des chaines grasseesyddtion enzymatique est également un
mécanisme courant de I'oxydation des lipides, natantin situ dans les tissus animaux et
végétaux. Les enzymes impliquées sont les lipoxases et les cycloxygénases. Elles
contiennent du fer dans leur site actif et attagleshnAGPI, notamment des séries n-3 et n-6
(Pokorny, 2003).

1.2. Propagation de I'oxydation des lipides

La propagation de l'oxydation lipidique s'effectygar un enchainement de réactions
radicalaires. Les radicaux alkyle’ lproduits lors de I'étape d'initiation réagissentea
'oxygene triplet pour former des radicaux peroxyl®O (réaction 13). Ces radicaux
peuvent a leur tour arracher un hydrogene a d'aud@des gras insaturés (réaction 14),
formant un hydroperoxyde LOOH et un nouveau radatlyle. La réaction radicalaire en
chaine est ainsi engagee.

L"+ O, - LOO (13)

LOO +L'H - LOOH +L" (14)

1.3. Réactions de terminaison

Lorsque les radicaux peroxyle s’accumulent en qiéastiffisante, ils peuvent interagir entre

eux et se recombiner pour former des espéces daalares :
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LOO" + LOO - especes non radicalaires (15)

Un intermédiaire tétroxyde instable pourrait égadatrse former puis se décomposer selon le
mécanisme dit de Russel, conduisant a la formationseulement d’especes non radicalaires
mais aussi de dioxygene :

LOO" + LOO - [LOOOOL] - especes non radicalaires 3 O (16)

D’autres recombinaisons impliqguant des radicauxoyge, alkoxyle et alkyle peuvent

également conduire a la formation d’espéces naoakaires.

1.4. Formation et décomposition des hydroperoxydgsmthése comparative

des cas de 'acide linoléique (n-6) et de I'aaidinolénique (n-3)

1.4.1. Formation des hydroperoxydes

Les acides linoléique eti-linolénique présentent respectivement une et deumctions
bisallyliques dans leur chaine grasse insaturéeguceest favorable a I'arrachement d’un
atome d’hydrogéne (Frankel, 2005).

Dans le cas de I'acide linoléique (C18:2 n-6),reahement d’'un atome d’hydrogene sur le
carbone 11 conduit a la formation d'un radical dalsé pentadiényle (Figure 6a). La
réaction d’'oxygene avec ce radical, au niveau desones 9 ou 13, conduit a la formation
d’'un mélange de deux hydroperoxydes conjuguésuchpi@sentant deux isomeias, trans
ettrans trans:

- 9-hydroperoxyrans-10, cis-12-octadécadiénoateig,trans9-OO0H)

- 9-hydroperoxyrans-10, trans-12- octadécadiénoatggnstrans-9-OOH)

- 13-hydroperoxyeis-9, trans-11- octadécadiénoateigtrans13-O0OH)

- 13-hydroperoxyrans-9, trans-11- octadécadiénoatggnstrans-13-O0OH)

Dans le cas de I'acide-linolénique (C18:3 n-3), deux radicaux délocalipéatadiényle sont

formés par arrachement d’'un atome d’hydrogene esurcarbones 11 et 14 (Figure 6b). La
fixation d’oxygene sur les carbones 9 et 13 ou fi2l& respectivement, conduit a la
formation d’'un mélange d’hydroperoxydes conjugug@stenant tous une double liaison isolée

en configuratiorcis :
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- 9-hydroperoxyrans-10, cis-12, cis-15-octadécatriénoat&dnscis,cis-9-OOH)

- 13-hydroperoxyeis-9, trans-11, cis-15-octadécatriénoateig transcis-13-OOH)
- 12-hydroperoxyeis-9, trans-13, cis-15-octadécatriénoateig transcis-12-O0OH)
- 16-hydroperoxyeis-9, cis-12, trans-14-octadécatriénoateig,cis,trans-16-OOH)

+ r/ w
12 10 HOO OOH
HOO, OOH
Ny L VVAESY vEEr
11 + \ /
OOH HOO
13-hydroperoxyde 9-hydroperoxyde \/_\/_</_\/ \
— / — — —

12- et 16-hydroperoxydes 9- et 13-hydroperoxydes
Figure 6. Mécanismes de formation d’hydroperoxyagmartir de I'acide linoléique (a) et de

I'acide a-linolénique (b), adaptés de Frankel (2005).

1.4.2. Décomposition des hydroperoxydes et progeitendaires formeés

La décomposition des hydroperoxydes implique desti@ns radicalaires et conduit a la
formation de produits non radicalaires, volatilsnan (Genot et al., 2003). La réaction débute
par une rupture homolytique conduisant a la foromati’'un radical alkoxyle (RQ et d'un
radical hydroxyle ‘OH), et se poursuit par la rupture de la chainesgra&n une position
adjacente au radical alkoxyle, soit Usscission. La nature des produits formés dépend de
nature de la chaine grasse impliquée et de laigositlaquelle Ig-scission a lieu (Figure 7)
(Frankel, 2005).
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A B
R, 0 (CH,), 0 CH,00 CH] CH=CH R,

poe

O-
R,0 CH=CHO CHO R, 0 (CHy, 0 CH,O0 CHO
+R, 0 (CH,), O CH,’ +R, 0 CH=CH

o) L
O,
R, O (CH,), 0 CH, R,0 (CH,),0 CH,0OH R,0 CH=CH, R,0 CH=CHO OH

R, 0 (CH,, 0 CH, O OOH l

R, 0 CH, O CHO
R, 0 (CH,), 0 CHO
+R, 0 (CH,),, O CH, + HCHO

Figure 7. Mécanisme de décomposition des hydroydes; d’aprés Frankel (2005).

Le Tableau | présente les principaux produits Vslassus de I'oxydation de I'acide
linoléique et de I'acide-linolénique. Ces composés volatils ont un impagbartant sur la

gualité sensorielle des produits alimentaires (&ehal., 2003).

Tableau I. Principaux composés volatils produits lde I'oxydation des acides linoléique ou

a-linolénique (Genot et al., 2003).

Acides gras polyinsaturés
Acide linoléique (C18:2 n-6) Acide a-linolénique (C18:3 n-3)

Pentane Propanal
Pentanal 2-propenal
Hexanal 2-butenal
2-heptenal 1-penten-3-ol
2-octenal 1-penten-3-one
1-octen-3-ol 2-pentenal
Composés volatils 1-octen-3-qne 2-penten-1-ol
issus de Poxydation 2,3-oc:[aneq’|one 3-hexenal
2,4-décadiénal 2-hexenal

2-pentylfuranne

2,4-hexadiénal
2,4-heptadiénal
1,5-octadien-3-ol
1,5-octadien-3-one
2,6-nonadiénal
2-éthylfuranne
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1.5. Aspect cinétique de I'oxydation des lipides

La Figure 8 représente schématiquement I'évolutiotique des substrats et des produits
d’oxydation des lipides classiqguement proposée, en§ihmous avons précédemment évoqué
le fait que certains auteurs remettent en causehesage. D'aprés ce schéma, on peut
distinguer plusieurs étapes :

- La phase de latence pendant laguelle aucune iappade produits d’oxydation n’est
détectée. On constate cependant une disparitiagyrgesive des antioxydants et la formation
de radicaux libres en quantités faibles.

- La disparition progressive des substrats de tatipn des lipides : acides gras insaturés et
oxygene.

- La formation de produits primaires d’oxydationisteque les hydroperoxydes et leur
décomposition simultanée.

- La formation de produits secondaires, parmi letgjles composés volatils d’oxydation.

La durée de la phase d’initiation dépend de nombréacteurs comme la quantité
d’antioxydants initialement présents dans la matria présence de traces pro-oxydantes ou

de catalyseurs d’oxydation, I'état physique deHage lipidique, etc.

Consommatiory’
d'oxygéne /
/

Hydroperoxydes

Composés
non volatils

Composés
/ volatils

»
»

Temps d’oxydation

Figure 8. Représentation schématique de I'évolutiogtique des marqueurs de 'oxydation
des lipides (Labuza, 1971).
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Du fait de la complexité de la réaction d’oxydatides lipides, il est nécessaire de coupler
plusieurs méthodes de mesure pour caractériseragten ffiable I'état d’oxydation d’un
échantillon. De nombreuses méthodes existent egténtargement décrites et comparées en
termes de sensibilité, de précision, de niveaua’'mation apportée (Frankel, 1998; Frankel,
2005), mais aussi de facilité de mise en ceuvren paint de vue cinétique, on peut regrouper
les méthodes d’analyse de I'oxydation des lipidesreis principaux groupes : les méthodes
permettant de mesurer une disparition des subsifatydation (antioxydants, acides gras
insaturés et oxygene) ; les méthodes permettamegerer I'apparition des produits primaires
d’oxydation lipidique (hydroperoxydes, diénes caujés) ; et les méthodes permettant de
mesurer I'apparition des produits secondaires diakpn des lipides (composés volatils,
aldéhydes).

Cette représentation schématique du phénomene ditrgy des lipides met en évidence
limplication de composés non lipidiques comme mEw#ioxydants ; dans des matrices
complexes, d’autres composés tels que les protépmsvent également subir des
modifications liées a I'oxydation des lipides, comdeéveloppé dans le paragraphe suivant.

1.6. Conséquences de I'oxydation des lipides supiletéines

Au dela des conséquences nutritionnelles et orgatiques décrites ci-avant, I'oxydation des
lipides dans les systemes complexes s'accompagneéaetions impliquant d’autres
molécules d'intérét nutritionnel et/ou fonctionntlles que les protéines. D’aprés le schéma
général proposé par Schaich (2008), les produitsxydation des lipides pouvant
potentiellement réagir avec les protéines sont :

- Les radicaux peroxyle et alkoxyle, qui peuveansférer leur radical a la chaine peptidique
et conduire a diverses modifications telles querdtisulations des polymérisations ou encore
des scissions.

- Les hydroperoxydes.

- Les époxydes, qui forment des adduits avec le®ines.

- Les aldéhydes, qui sont impliqués dans diversastions menant a la formation d’adduits et
aboutissent a des réticulations, la formation depmsés fluorescents, et sont responsables de

brunissements.
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En conditions oxydantes, particulierement en présede métaux, des groupements
carbonyles peuvent se former sur les chaines lesédas résidus prolyle, arginyle, lysyle et
thréonyle (Figure 9). La formation de groupemeridonyles peut aussi se produire lors de
réactions des résidus d’acides aminés nucléoplidegsteine, histidine, lysine) avec des

aldéhydes provenant de I'oxydation des lipides i@Blonne et al., 2003; Nystrom, 2005).

NH

NH. NH 2

3= NH )= NH ,\%‘H: N Groupement

’\{H ) NH 2 carbonyle

- Metaux, EROs C—OH c=0
— __A,
CONH~§ CONH~§ CONH«%
“5&7 CONH D@- CONH “@ CONH

Résidu arginyle Semi-aldéhyde
glutamique
Figure 9. Représentation schématique de la formation groupement carbonyle a partir de

la chaine latérale d’'un résidu arginyle en condgioxydantes, adapté de Nystrom (2003).

Les protéines peuvent également subir des réactenpolymérisation ou de réticulation

conduisant a la formation de produits de trés haaisls moléculaires et a une forte
diminution de leur solubilité (Gerrard, 2002; Sagi 2008). Si la formation de ponts

disulfures est un mécanisme majeur de réticulgimur les protéines contenant au moins un
groupement cystéyle libre (Figure 10, haut), lamfation de dityrosine est également
impliquée (Figure 10, bas). Ce mécanisme fait weeir deux radicaux phénoxyle tyrosyle
intermédiaires (Lund et al., 2011). D’autres prégs des protéines, telles que leur
conformation et leur hydrophobicité, sont égalemertdifiées au cours de I'oxydation

(Schaich, 2008).

19



Etude bibliographique

N HNI

2| @ 07? 2 HNI "
W;Lo\@

Résid téyl
esiaucysieyle Pont disulfure
o NH&
NHi;\*\’ NHE’% NHm NH 3‘:\’ )Q, HN on
EROS R @
2| @ ;@» }@,H .H)@/HN — 20 &
OH © © HN O
Résidu tyrosyle Dityrosine

Figure 10. Représentation schématique de la foomatiun pont disulfure a partir de résidus
cystéyle (haut) et de la formation d’'une dityrosiepartir de résidus tyrosyle (bas), en

conditions oxydantes, adapté de Lund et al. (2011).

Si les mécanismes et conséquences des réactiopsodests d’oxydation des lipides avec les
protéines ont fait I'objet de nombreux travauxtaees études posent la question du phasage
entre ces deux phénomenes, et évoquent la positiiin transfert des réactions radicalaires
des protéines vers les lipides aussi bien quediis® (Lund et al., 2011; Viljanen et al., 2004).

Il a notamment été montré que la mise en préseadadicaux d’'albumine de sérum bovin
(SAB) préalablement formés et d’acide linoléiguevmquait une formation significative

d’hydroperoxydes d’acide linoléique (Ostdal et 2002).

1.6.1. Réactions entre les protéines et les radiddmes

Dans les matrices complexes, les protéines pe@ianattaquées par des especes reactives de
'oxygene (ERO) ou des radicaux lipidiques déjarfés. De par la nature variée des résidus
d’acides aminés, un grand nombre de radicaux peuf@mé lors de I'attaque radicalaire des
protéines ou des peptides. D’apres Gardner (19@8),processus radicalaires impliqués
consistent en une abstraction d’hydrogéne suivimealf3-scission du radical d’acide aminé
et/ou d’une addition d’'un radical libre. Exceptésigue I'abstraction d’hydrogene concerne le
groupement thiol d'un résidu cystéyle, cette réactst généralement moins rapide que les
réactions d’addition avec les résidus d’acides @miaromatiques ou soufrés (Hawkins &
Davies, 2001). Ainsi, les acides aminés les plussibbes aux attaques radicalaires sont la
phénylalanine, la tyrosine, le tryptophane, I'tiste, la cystéine, la méthionine et la lysine

(Gardner, 1979). L’abstraction d’hydrogene a uimdiesystéyle (RSH) conduit a la formation
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d’'un radical thiyle (RY. Les radicaux thiyle peuvent non seulement étferagine de la
formation de ponts disulfures, conduisant a lacuddition des protéines, mais peuvent aussi
s’additionner sur les doubles liaisons des lipitssiturés, propageant I'oxydation (Schaich,
2008). L’abstraction d’hydrogene par des radicautbres concernerait ensuite
préférentiellement les sites adjacents aux groupsmgermettant une délocalisation
d’électrons, c’est-a-dire les groupements hydroXsdésidus séryle et thréonyle), carboxyle et
amide (résidus asparagyle, glutamyle, acide glaenet acide aspartique) et le groupement
guanidine de l'arginine. Le carbone endu groupement amine des résidus lysyle peut

également subir une abstraction d’hydrogéne.

1.6.2. Réactions entre les protéines et les hydoxyees

La décomposition des hydroperoxydes conduit a faaétion de radicaux LOet LOG, qui

peuvent réagir avec les acides aminés. Selon 3c(2008), les hydroperoxydes pourraient
former des liaisons hydrogéne avec certains sites€igues et se décomposer ainsi a
proximité d’acides aminés cibles. Les protéinesvpot former des interactions avec les

lipides, comme la SAB, seraient particulierememtoswnées.

1.6.3. Réactions entre les protéines et les aldghyd

Parmi les nombreux produits secondaires d’oxydadies lipides, les aldéhydes sont les plus
réactifs vis a vis des protéines (Genot et al. 32@xrhaich, 2008). Ces composés réagissent
avec les groupements thiol, amine et les résidstgliie portés par les protéines pour former
des adduits (bases de Schiff, produits d’additierMichael, produits cycliques, réticulations
intra et intermoléculaires) (Figure 11). Les alkarsont modérément réactifs ; par contre, les
aldéhydes sont d’autant plus réactifs qu’ils samgaturés ou lorsqu’ils comportent des
fonctions augmentant leur caractere électrophibenroe c’est le cas des hydroxyalkénals.
Aisni, le 4-hydroxynonénal et le 4-oxononénal pentformer des adduits covalents avec les
acides aminés nucléophiles (cystéine, histidirging et arginine) (Doorn & Petersen, 2003).
Il a également été démontré qudrkns2-hexenal provoquait une perte de résidus hisidyl
et lysyle dans différentes protéines laitieres@utns, ainsi qu’'une diminution du signal de

fluorescence du tryptophane (Meynier et al., 20@gs modifications covalentes d&
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caséine dans des émulsions en cours d’oxydationétintmises en évidence, avec une

augmentation du poids moléculaire de la protéinkoddre de 300 Da (Leaver et al., 1999).

H H H H
O N—R”
I R’NH, I 4
R—CH,—C—C—C R—CH,—C—C—C
[ \H ; I \H
S R H S R
/ 20 /
R R
Imine non conjuguée
R'SH | Addition de Michael Réticulation
0 H R
Il /
0 H CH H C—N
Y4 Condensation aldol \ / R"NH,
2| R—CH—C c=cC c=c¢
N\ / AN /
, H Ho RTHC R ho RTHC R
Aldéhyde Aldéhyde a, B insaturé Imine conjuguée

R’NH, l Addition de Michael

| Réticulation |
H R H R
H 0 H N—R
Ny R’NH, Ny
N—C—C—C N—C—C—C
< TN N o TN
|CH2 H H H,0 (l:H2 H H
R R

Imine non conjuguée

Figure 11. Reéactions pouvant étre impliquées dangticulation des protéines en présence
d’aldéhydes, adapté de Genot et al. (2003). Légemdme = base de Schiff.
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2. Les émulsions et les interfaces

Une émulsion est constituée de deux liquides nogcibles, la phase dispersée étant
fractionnée dans la phase continue sous forme ddtefettes. Les émulsions sont
communément différenciées selon la nature de Iaelocantinue et de la phase dispersée.
Ainsi, un systéme constitué de gouttelettes d’hdikpersées dans une phase aqueuse est
appelé émulsion huile dans eau (H/E) tandis quysteésne constitué de gouttelettes d’eau
dispersées dans une phase grasse est une émudsiotaes huile (E/H), ce qui est par
exemple le cas du beurre ou de la margarine. La dercontact entre la phase continue et la
phase dispersée constitue linterface. Les émushanle dans eau (H/E) sont a la base de
nombreux systemes alimentaires natifs ou formisdue le lait, la creme, les vinaigrettes
industrielles ou encore la mayonnaise. Elles sontainment utilisées en tant que systéemes
alimentaires modeles. De nombreux ouvrages etlestide synthése ont été publiés
concernant les caractéristiques physico-chimiqueseas systéemes dispersés et celles des
interfaces impliqguées. Pour rédiger ces paragraphess nous sommes principalement
appuyés sur les ouvrages de Dickinson (1992), déléteents (2005), de Birdi (1999) et sur
les travaux de Dalgleish (Dalgleish, 1997a; Dakjiell997b).

2.1. Emulsions

2.1.1. Emulsification

Le procédé de préparation d'une émulsion a paetidelx liquides non miscibles est appelé
eémulsification. Au sein d’une phase liquide, chaqu@Eécule est entourée par des molécules
de méme nature, la résultante des forces d’atragtitermoléculaires est donc nulle. En
revanche, pour les molécules situées a l'interfaicge ce liquide et un autre fluide non
miscible (liquide ou gaz), la résultante des foriisactives n’est pas nulle, mais orientée vers
le volume du premier fluide (Figure 12). Cette Boattractive engendre I'existence au niveau

de linterface d’une tension interfaciale ou tensite surface, notgg(équation 17).

- AG
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ou AG est I'énergie libre nécessaire pour augmentered'surfacedA la surface de contact
entre les deux phases immiscibles (pour une ternérat une pression données). La tension

de surface peut étre exprimée en J%mou en N n.

Air ou
liquide 2

VN

.)\1/\.

)%lx Liquide 1

Figure 12. Représentation schématique de molédales deux phases fluides immiscibles ou

a l'interface (Birdi, 1999). Les fleches représenties forces d’interaction entre molécules

adjacentes.

Lors de la fabrication d’'une émulsion, 'augmerdatde la surface de contact entre les deux
liquides augmente I'entropi€{) du systeme (équation 18), ce qui doit étre cbalence par

un apport en énergi&4, équation 19).

Ev=V KT @ in(@) (18)

E=3La (19)

ou V est le volume de la phase disperdéest la constante de Maxwell-Boltzmarhest la
températureR est le rayon des goutteletteg, est la fraction de phase dispersée/est la

tension interfaciale.

Cet apport est réalisé sous la forme d’énergie m@ua. L'émulsification est réalisée grace a
différents dispositifs tels que des sondes a wtrasdes mixers ou des homogénéisateurs
hautes pressions. Les émulsions obtenues ont deémeéret un profil de taille de gouttelettes
hétérogéne. Afin de réduire la dispersion des ekilldes gouttelettes, une étape
supplémentaire d’homogénéisation est nécessaitte €agmentation supplémentaire de la
phase dispersée est réalisée suivant une contrdetecisaillement sous forme d'un

écoulement qui peut étre laminaire ou turbulenfféd@nts appareils peuvent étre utilisés,
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comme les homogénéisateurs haute pression, lesngeéls rotor/stator, les sondes a
ultrasons, les microfluidiseurs, les membranesesudellules de Couette. Au cours de ce
procédé, la taille des gouttelettes est réduitaiet interfaciale augmente.

2.1.2. Mécanismes de déstabilisation des émulsions

Les émulsions sont des systemes thermodynamiquansables. En effet, la somme de la
contribution entropiqué&; et de la contribution de I'énergie de surfétereste positive. La
déstabilisation physique de ces systemes peutaskiipe via différents mécanismes (Figure
13).

Inversion de

O
phase O
Q)

Q
°Je 5 O
OQO OO

Coalescence ou
mdrissement

‘ Floculation d’Ostwald
% Sédimentation g&) Q
Crémage | | | |  pm-- >
I 2 4

Figure 13. Principaux mécanismes de déstabilisapbgsique des émulsions, d'aprées
McClements (2005).

Crémage ou sédimentation

La vitesse de crémage ou de sédimentatipagt définie selon la loi de Stokes (équation:20)

V= _Z(pd;:,.;Z)ng (20)

ou py et o, sont les masses volumiques des phases dispersémstiaue, respectivement, g est
I'accélération de la pesantelest le rayon des gouttelettessgtest la viscosité de la phase

continue. D’aprés cette équation, il est donc fmssie diminuer la vitesse de crémage ou de
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sédimentation en diminuant la taille des gouttetetiu en augmentant la viscosité de la phase
continue. Une solution efficace pour éviter ce mmdéne consiste a incuber les émulsions

sous agitation lente.

Floculation:

Le phénoméne de floculation consiste en une adoégaies gouttelettes due a des
interactions attractives, les gouttelettes restantefois individualisées. La floculation est
favorisée par les collisions entre gouttelettes, sguproduisent sous I'effet du mouvement
brownien, des forces gravitationnelles et des ®rogdrodynamiques. On peut distinguer
différents cas de figure conduisant a une flocoltaties gouttelettes.

La floculation par déplétion est due a la préseatiobjets colloidaux dans la phase continue
(polymeres, micelles de tensioactifs). Ces objets gxclus d’'une étroite région entourant
chaque gouttelette, appelée zone de déplétionuicerqvoque une différence de potentiel
osmotique. Cette différence favorise la migrati@s dnolécules de solvant (phase continue)
hors de la zone de déplétion pour diminuer le grtdie concentration en objets colloidaux.
Cette migration implique une diminution de la zaleedéplétion, permise par I'agrégation de
deux gouttelettes. La floculation par déplétionossp donc sur une force osmotique, qui
augmente avec la concentration en objets colloidans la phase continue.

La floculation par ajout de sels est due a I'éagatdes charges électrostatiques portées par
les gouttelettes. Ces charges permettent une répuddectrostatique entre les gouttelettes,
empéchant leur floculation. Lorsqu’on ajoute desciblytes dans I'émulsion, ceux-ci
forment des interactions avec les charges de siopposé portées par les gouttelettes,
réduisant ainsi la charge globale des gouttelattda barriere énergétique empéchant leur
floculation.

La floculation dite par « mauvais solvant » ou pateractions stériques concerne les
émulsions stabilisées par des polymeres. Générateies émulsifiants peuvent former des
couches interfaciales épaisses et induisent unelsiép stérique entre les gouttelettes.
Cependant, si les polymeres ont peu d’affinité peusolvant, les interactions polymeres-
polymeéres sont plus favorables que les interactpmigmeres-solvant, ce qui conduit a un

rapprochement et une floculation des gouttelettes.

Coalescence
La coalescence est le processus par lequel deutetpties fusionnent pour former une seule

gouttelette plus grosse. Ce phénomene impliquepuoemité physique des gouttelettes et
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une rupture du film interfacial stabilisant chaqgmuttelette. La coalescence dépend donc
fortement des caractéristiques et de la résistalcdiim interfacial. D’'un point de vue

cinétique, la coalescence est un processus auébéagccar la fréquence de coalescence est
liee a la taille des gouttelettes. Ce mécanismaédeabilisation, qui accélere le crémage, peut

conduire,n fine, a une séparation totale des phases continusperdee.

Mirissement d’Ostwald

Le marissement d’Ostwald est un processus par léggiplus grosses gouttelettes grossissent
aux dépens des plus petites, et implique le trandfe phase dispersée d’'une gouttelette a
l'autre via la phase continue. C’est donc un phénomeéne parom&é dans les émulsions
alimentaires constituées d’'une phase aqueuse ete dahase grasse triglycéridique, la

solubilité de ces deux phases I'une dans l'autxatdtes faible.

2.1.3. Stabilisation des émulsions

Il est possible, par des stratégies de formulatilenretarder la déstabilisation physique des
emulsions et de former ainsi des émulsions métastab’est a dire stables physiquement
pendant une durée compatible avec leur utilisatPour cela, il faut utiliser des agents
stabilisants parmi lesquels on distingue deux catég : les émulsifiants et les texturants.

Les texturants augmentent la viscosité de la phaseuse continue, voire forment un gel
dans cette méme phase, ce qui ralentit le mouvenesggouttelettes. Parmi les texturants
alimentaires, on trouve les polysaccharides neugbss que I'amidon et la cellulose, les
polysaccharides chargés tels que la pectine, fiatgi et les carraghénanes, et certaines
protéines comme la gélatine.

Les émulsifiants sont des molécules qui présenieatactivité de surface et peuvent donc
s’adsorber aux interfaces huile/eau au cours aeridgénéisation, réduisant I'énergie libre du
systeme. On peut séparer les émulsifiants en deundgs catégories :

Les émulsifiants de faible poids moléculaire

Ces émulsifiants sont des molécules de petitetpiltsentant une activité de surface. On les
désigne également sous le terme de tensioactifs.n@éécules sont constituées d’'une téte
polaire hydrophile ayant une forte affinité pousdu et d’'une queue hydrophobe ayant une
forte affinité pour I'huile. La téte polaire peutré anionique, cationique, zwitterionique ou

non ionique. La queue hydrophobe est en généraitibmde d’'une ou plusieurs chaines
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carbonées contenant 10 a 20 atomes de carbon@nEtioh de l'importance relative de sa
partie hydrophile et de sa partie hydrophobe, utsitactif sera soluble plutdét dans des
milieux aqueux ou des milieux apolaires. Il existe grande variété de tensioactifs de qualité
alimentaire : on peut citer par exemple les léoihj les esters d’acides gras et de saccharose,
d’acide citrique ou d’acide lactique, les mono igtytérides d’acides gras, les esters d’acides

gras et de sorbitane ou de polyoxyéthyléne sormbitan

Les biopolyméres amphiphiles

Cette catégorie d’émulsifiants regroupe deux granygges de biopolymeéres: les
polysaccharides et les protéines. Les polysacatmadhphiphiles tels que la gomme arabique
comportent un squelette osidique lié a des uniggdigiques qui lui conférent des propriétés
tensioactives. Les protéines laitieres (caséinespretéines du lactosérum) sont tres
couramment utilisées dans l'industrie agro-alimeetaElles comportent des séquences
d’acides aminés de méme nature (hydrophobes owplyilies) ou des zones flexibles qui
permettent de former des parties hydrophiles/hylsbps homogeénes. [facaséine en est un
exemple évident, avec une chaine peptidique qui @ea assimilée a un polymére dibloc
(Douillard et al., 2003) et qui participe activerhanla stabilisation d’émulsions (Dickinson,
1997; Fang & Dalgleish, 1993b). En association alex polysaccharides chargés comme le
sulfate de dextran ou les pectines, les protéimesgnt former des couches plus épaisses
voire plus rigides a la surface des gouttelettesgei améliore la stabilité physique des
émulsions (Grigoriev & Miller, 2009).

L’association des émulsifiants de faible poids rooléire aux protéines ne permet
d’augmenter la stabilit¢ physique des émulsions lear émulsifiants de faible poids

moléculaire déplacent les protéines de I'interf@dackie et al., 2000).

2.1.4. Etude des interfacessitu

La formation et la stabilisation physique des éimuals dépendent de la structure et de la
composition de la couche interfaciale séparanpleses grasse et aqueuse. Caractériser les
interfaces dans les émulsions est donc essentigl paitriser la stabilité physique et les
propriétés fonctionnelles des émulsions. Pourtaatactériser les interfaces situ est
complexe du fait de la turbidité du milieu, de d&bte épaisseur de la couche par rapport aux
échelles de mesure des méthodes physico-chimiqoesardes et de la potentielle

contribution des composés présents dans les phdispersée et continue. Quelques
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techniques analytiques permettent néanmoins deepal moins en partie, ces contraintes.
La spectroscopie de fluorescence frontale, par pleest une méthode adaptée aux milieux
turbides ou opaques, permettant de différenciersiggaux correspondants aux protéines
adsorbées ou non adsorbéesitu dans des émulsions (Granger et al., 2005; Rampah, e
2003a; Rampon et al., 2003b; Rampon et al., 20@n@odn et al.,, 2003c). En effet, les
dérivées quatriemes des spectres montrent ded’piogssion de fluorescence du tryptophane
distincts selon la localisation des protéines déémulsion. L'analyse calorimétrique
différencielle (DSC) a également été utilisée pmaractériser les phénomenes de transition de
phase dans des émulsions, et notamment au nivedin@eface et/ou en lien avec la
composition interfaciale (Arima et al., 2009; Gh@&lRousseau, 2009; Grande & Carvalho,
2011; Jorgensen et al., 2009; Zhu et al., 201 Bnalyse des thermogrammes permet en effet
de mettre en évidence l'influence de composés dansfs sur la cristallisation de la phase
grasse, ou de détecter des changements de conforndés protéines adsorbées. La
résonance magnétique nucléaire (RMN) permet d'abtkrs informations sur la localisation
et la mobilité de certains constituants des émussi@arros et al., 2006; Shen et al., 2005).
Les changements de conformation des protéineslteur adsorption a l'interface dans des
eémulsions peuvent étre mis en évidence par speop@s de dichroisme circulaire (Zhai et
al.,, 2010) ou par des techniques utilisant les magments infrarouges (Jorgensen et al.,
2009), qui permettent de détecter des modificatitnka structure secondaire des protéines en
solution ou en émulsion. L’isolement des interfages émulsions peut également étre réalisé
avant analyse par le lavage de I'émulsion (McClase2005). Les gouttelettes lipidiques, de
densité inférieure, sont séparées de la phase sepéus dense par centrifugation, récupérées
sous forme d’'une phase supérieure crémée concearitédentuellement redispersées dans le
solvant aqueux. Les conditions de centrifugatioivettt étre bien choisies au regard de
l'instabilité des émulsions. De plus, la centriftiga peut générer la formation de flocs qui
sont alors difficilement dispersables. Il subsisé&anmoins des doutes quant a I'absence de
conséquences du lavage sur les caractéristiguassqpleyg et les équilibres thermodynamiques
des émulsions.

Ainsi, si I'étude macroscopique et microscopique @enulsions peut étre menge sity,
'analyse détaillée des propriétés de la coucherfetiale a une échelle mésoscopique et
moléculaire requiert généralement la reconstructles films impliqués sur des modéles

d’interfaces air/eau ou huile/eau.
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2.2. Interfaces modeles

Les interfaces modeles miment des interfaces isoléen’y a pas d’interactions a courte ou
longue distance entre interfaces. De plus, les ¢éts mises en ceuvre, gu’elles soient
planes ou courbes, ont dans tous les cas des ralm®urbure supérieurs au rayon de
courbure de la gouttelette dans I'émulsion. Eneutnéme si l'air et I'huile n'ont pas de
propriétés communes, les études a l'interface airont largement usitées car elles sont
expérimentalement beaucoup plus simples a metteewrre. Elles fournissent toutefois des
informations pertinentes sur la structure des cesicformées (Lu & Rhodes, 2000;
Maldonado-Valderrama et al., 2010; Morris & Gunni@§08). L’'objet des paragraphes qui
suivent est de fournir les éléments nécessair@sarhpréhension des principes physiques
régissant I'organisation et la dynamique d’inteefaplanes, notamment des interfaces air/eau
stabilisées par différents types d’émulsifiantss @aragraphes ont été rédigés principalement
d’apres les ouvrages de Birdi (1999) et de McCldmg005).

2.2.1. Activité de surface des émulsifiants

La tension de surface est le premier parametre niagmwur caractériser I'activité interfaciale
des émulsifiants. Elle diminue lors de I'adsorptétiinterface de molécules présentant une
activité de surface. La diminution de la tension sigface induite par la présence de
molécules tensioactives est appegiéession de surfac@otée 11 (équation 21).

T=Yo-Y (21)

ou Yo est la tension interfaciale a l'interface air/eau huile/eau en absence de molécules
tensioactives.

La frontiere séparant deux phases homogénes naribiais peut étre considérée comme un
film de dimension moléculaire présentant une natlyeamique. Le concept de surface
séparatrice de Gibbs permet de définir la quant&énolécules présentant une activité de
surface pouvant s’adsorber a l'interface (Figurg 14 zone interfaciale est modélisée par
une surface séparatrice d’épaisseur nulle. Cetfacguséparatrice est localisée au sein du
film interfacial de facon a ce que I'excés de stefalu solvant seul (par exemple de I'eau
pure) soit nul, c’est-a-dire que I'exces de conin d'un coté de l'interface soit égal au

déficit de concentration de l'autre c6té de lifisee. L’accumulation de molécules présentant
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une activité de surface a l'interface est caras@ripar laconcentration surfaciqueu exces

de surfacel’, généralement exprimé(e) en mg et défini(e) selon I'équation 22 :

r=10 (22)

ou (n) est I'excés de concentration des molécules arface etA l'aire interfaciale.

Hauteur Hauteur

A A .
Eau pure Molécule

tensioactive

Surface séparatrice Excés de

de Gibbs surface
{
} Film interfacial {
Exces de o
concentration Déficit de
concentration
Concentration Concentration

Figure 14. Représentation schématique des vargaties concentrations en solvant (eau) et
en molécules tensioactives de part et d’autre dintezface air/eau, adaptée de McClements
(2005).

2.2.2. Mécanismes d’adsorption aux interfaces deslgfiants hydrosolubles

Les films formés par diffusion des molécules dpHase aqueuse vers l'interface sont appelés
films de Gibbs. L'adsorption des molécules amphgshia une interface est étudiée par
tensiométrie a l'aide de gouttes microscopiquesdeuilms plans, en conditions statiques
(sans écoulement), sur des échelles de temps supEwia celle de la formation d’'une
émulsion. Le mécanisme peut se décomposer enétapes : laliffusion, I’adsorptionet le
réarrangementdes molécules adsorbées a linterface. Dans le dess protéines, une
guatrieme et derniére étape de I'adsorption pensister en la formation de multicouches a

I'interface.

Diffusion des émulsifiants vers l'interface

La vitesse a laquelle un émulsifiant accede etsgdie a l'interface huile/eau ou air/eau est
un élément important de son efficacité fonctiormeCette vitesse d’adsorption dépend des

caractéristiques moléculaires de I'émulsifiantligaisolubilité, flexibilité, conformation), de
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la nature de la (des) phase(s) liquide(s) (visépsipolarité) et des conditions
environnementales (température, profil d’écoulemdrd vitesse d’adsorption par diffusion
moléculaire de molécules présentant une activitgudiace suit I'équation 23 :

da _. D
dt ~ VTt (23)

ou D est le coefficient de diffusion translationnel kdemolécule,I” est sa concentration
surfaciquet est le temps atest la concentration initiale de la molécule darghase liquide.
Cette équation s’appligue au début de I'étape dgud®n, lorsque la concentration en
emulsifiants adsorbés est tres inférieure a la exnation en émulsifiants dans la phase
liquide. La variation de la concentration surfagcau cours de lI'adsorption est calculée en

intégrant I'équation (23) par rapport au temps :

r = m\/% (24)

Cette équation indique que l'adsorption des émialsi$ a I'interface est d’autant plus rapide
qgue la concentration initiale en émulsifiants denghase liquide est importante, et que le
coefficient de diffusion de I'émulsifiant est élev&e coefficient de diffusion est d’autant plus
élevé que le poids moléculaire des molécules éskefaDans un second temps, la vitesse
d’adsorption diminue du fait de la saturation detérface par les émulsifiants adsorbés.

Ces équations, qui permettent d'accéder aux vedsalsorption des tensioactifs dans des
systemes statiques, ne sont pas applicables entioasddynamiques et donc au cours de
procédeés impliquant des profils d’écoulement tuehtd, comme c’est le cas lors des procédés

d’homogénéisation.

Adsorption des émulsifiants a l'interface

Les équations décrites dans le paragraphe préciaglijuent une adsorption immédiate des
émulsifiants dés leur arrivée a l'interface. Enlitéail peut exister une barriére énergétique a
'absorption, pouvant étre due a :

- La répulsion entre les émulsifiants déja adsoraékinterface et ceux diffusant vers
I'interface (répulsions stériques, électrostatiques

- Une orientation défavorable des parties hydrephdét hydrophobe des molécules
tensioactives vis a vis de l'interface,

- La propension des tensioactifs a former des teigedn milieu liquide ; or, ces structures
présentent une activité de surface faible compagae des monomeéres de tensioactifs.
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Organisation et réarrangements des émulsifianistarface:

Dans le cas des tensioactifs, les couches intatéasci formées subissent peu de
réarrangements d’ordre structural ou conformatibrp@st adsorption. Dans le cas des
protéines, divers changements/réarrangements peasdeenirpostadsorption.

A une interface air/eau, seule une partie des seignges protéines adsorbées est directement
en contact avec l'interface (Figure 15). Lorsquetérface est saturée, seule une fraction de
I'aire disponible (30 a 40%) est occupée par legremts protéiques, alors que dans le cas
d’'une monocouche de tensioactifs, quasiment 100%l'ales interfaciale est couverte
(Dickinson, 1992). Ce taux de couverture relativeniaible des protéines a l'interface est d
aux enchevétrements et aux contraintes topologigqupesées par les liaisons de la chaine
peptidique.

Boucle Zone d’ancrage Alr

______________________ Interface

Queue
Phase aqueuse

Figure 15. Représentation schématique de I'adsormtiune protéine a une interface air/eau
selon le modéle zone d’ancrage-boucle-queue (Betmr2007).

La conformation adoptée par les protéines a unerfate air/eau dépend des conditions
environnementales (pH, force ionique et températaie la concentration en protéines et de
la conformation native de la protéine (globulaire ftexible) (Figure 16). La flexibilité des
protéines est un parameétre important dans la @tdes réarrangements conformationnels se
produisant post adsorption. Plus la flexibilité de la protéine estportante, plus son
réarrangement lors de I'adsorption a I'interfaceagapide. Les protéines flexibles, comme la
[B-caséine, se déplient et abaissent rapidemenintaote de surface alors que les protéines
globulaires, comme Ig-lactoglobuline, dont la structure tertiaire esabdlisée par des
liaisons covalentes telles que des ponts disulfa@sissent un changement de conformation
beaucoup plus lent et partiel. Les protéines flesildorment ainsi des films peu visqueux
alors que les protéines globulaires forment dessfitrées visqueux et constituent un réseau

cohésif et continu (McClements, 2005).
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Protéine flexible, Protéine globulaire,
désordonnée rigide
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Figure 16. Représentation schématique des confamnsaadoptées par des protéines flexibles

Concentration

v

ou globulaires en fonction de leur concentratiorfagique a I'interface air/eau (Belhomme,
2007).

Par ailleurs, de tres nombreuses études ont mésidence que les protéines adsorbées a une
interface air/eau ou huile/eau peuvent étre déssrpér compétition avec des molécules de
petite taille fortement tensioactives (Courthauddral., 1991a; Courthaudon et al., 1991b;
Courthaudon et al., 1991c; Dickinson, 2001; Dickim& Tanai, 1992; Mackie et al., 2000;
Wilde et al., 2004).

2.2.3. Etude de l'activité de surface des émulsifidnydrophobes

Les activités de surface des acides gras, des miodiglycérides d’acides gras, de certains
dérivés d'acides gras et des phospholipides sowliégts en formant directement un film a
partir d’'une solution organique a la surface dad'eCette méthode, qui consiste ainsi a
former des films monomoléculaires dits films de g@muir, emploie classiquement une
balance de Langmuir qui se compose d'une cuve panteune sous-phase aqueuse
surmontée de deux barrieres mobiles et d’'un tereti@nlLa position des barrieres mobiles
est controlée pour moduler la densité de molécalddnterface. En fonction de l'aire

disponible par molécule, de la présence de catidslents et de la température,

'organisation des molécules est polymorphe (Figdi®. Cependant, en présence de
tensioactifs & chaine insaturée ou courte, ou dengés de tensioactifs, le polymorphisme est

généralement limité a une seule phase de typalkqui
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Phase condensée Phase liquide
/ (4{({{% + condensée
Phase liquide

//éééééé

Phase liquide
+gaz

Pression de surface (mN m-1)

v

Aire moléculaire (A2/ molécule)

Figure 17. Représentation schématique d'une isoede compression représentant la
pression de surface en fonction de I'aire molécelaiun tensioactif pur & longue chaine
saturée a une interface air/eau (Schwartz, 199&3 différentes pentes de l'isotherme
permettent d’identifier les différentes phases ctnales adoptées par les chaines alkyle a

l'interface et les zones de transitions entre ¢teses.

2.2.4. Méthodes de caractérisation physique desfaxtes

Il existe beaucoup plus de techniques de caraatiénis des films interfaciaux formés aux
interfaces air/eau qu'aux interfaces huile/eau. sSan faire une liste exhaustive, ce
paragraphe reprend les principales techniques pow@tee utilisées, leurs caractéristiques et
le type d’informations pouvant en étre obtenuedldau 11) (Dynarowicz-Latka et al., 2001).
Le principe et la mise en place des techniquesétis au cours de ce projet de thése seront
détaillés dans la section ‘Matériel et Méthode§’ 4c Etude des films interfaciaux impliqués
dans les émulsions).

Les techniques ddiffusion/diffractionde rayonnements X ou neutrons permettent d’obtenir
des informations sur I'organisation structuralend@écules adsorbées a une interface et sur
I'épaisseur de cette interface. Les technique®fiexionconsistent a étudier la fagon dont est
réflechi un faisceau de lumiere polarisée ou detrops a la surface d’une interface. Un
traitement mathématique du signal de I'onde réfEgermet d’obtenir des informations sur
I'épaisseur et le profil de concentration du filmerfacial. Les techniquespectroscopiques
sont basées sur I'absorption de radiations électgmé@tiques par les molécules localisées a
l'interface, et peuvent étre utilisées pour étudgetransmission des radiations au travers du

film interfacial ou la réflexion de ces radiatioaida surface du film. Ces techniques peuvent
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permettre de déterminer la concentration surfactpseémulsifiants ainsi que d’étudier leur
cinétique d’adsorption et les réarrangements straak se produisamgost adsorption. Les
techniqgues demicroscopie permettent d’observer des modifications strucasalet
d’organisation dans le film interfacial a des éldwltrées variables. Par exemple, la
microscopie a force atomigy&FM) fournit des informations sur la structuresdéms a une
échelle moléculaire voire atomique. Cette techniglapplique a des films interfaciaux
déposés sur un support solide dont la topograpttietediée grace au déplacement d’'une

pointe a la surface du film.

Tableau Il. Principales techniques de caractéosaties propriétés des interfaces, d’aprés
Dynarowicz-Latka et al. (2001) et McClements (2005)

Technique Application, informations obtenues
Techniques de mesure de la tension interfacialeles paramétres rhéologiques

Anneau de Du Nouy ou
Lame de Wilhelmy

Balance de Langmuir  Tension interfaciale en fonction de la densitérde&cules (isothermes
couplée alalame de  de compression), modules visqueux et élastiques@saillement ou

Tension interfaciale en fonction de la concentraga solution

Wilhelmy module visco-€élastique apparent
Goutte pendante/ Tension interfaciale, modules visqueux et élasdea rhéologie
montante dilatationnelle)

Techniques de diffusion et diffraction de rayonnente

Ellipsométrie Epaisseur du film, profil de concettitvn
Réflectivité des
neutrons/rayons X
Diffraction sous incidence
rasante

Epaisseur du film, profil de concentration

Structure cristalline des chaines alkyle

Technigues de spectroscopie

Spectroscopie infrarouge  Composition du film, orientation et changementsfaanationnels,
d’absorption-réflexion structure secondaire des protéines
Spectroscopies optiques

e Orientation et conformation des molécules
non linéaires

Microscopie

Microscopie a force Topologie de linterface

atomique
Microscopie électronique Structure et topologid’idéerface
Microscopie a angle de  Homogénéité structurale du film (identification géwses fluides et
Brewster condensées dans le film)
Microscopie de Homogénéité structurale du film (identification gé®ses fluides et
fluorescence condensées dans le film)
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3. Réle de linterface sur I'oxydation des lipiddans les émulsions

(projet d’article de synthése)

La partie bibliographique présentée ci-apres fait levue des facteurs évoqués dans la
littérature comme influencant I'oxydation des lipgd dans des émulsions H/E. Nous y
insistons plus particulierement sur les éléementsneétant de relier 'oxydation des lipides
aux propriétés physiques et chimiques de la coutdbédaciale.

L’objectif étantin fine de valoriser cette synthése en la publiant sodsrdae d’un article de
synthese, elle a été rédigée en anglais. La verdiginitive de cet article intégrera les
résultats obtenus au cours de cette thése et poran I'effet de la modulation de la
composition et de la structure des interfaces srstabilité oxydative des émulsions.
Néanmoins, pour conserver I'enchainement logiguealenanuscrit, de I'état de l'art aux
résultats expérimentaux et a leur discussion, Metei-aprés ne comporte pas de citation

relative aux travaux réalisés au cours cette these.
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Lipid oxidation in oil-in-water emulsions: involveant of the

interfacial layer

En préparation pour soumissiofPeogress in Lipid Research
Claire Berton, Marie-Hélene Ropers, Claude Genot*

INRA, UR1268 Biopolymeres Interactions Assembldg&gl316 Nantes, France

38



Etude bibliographique

Contents
IO | 1 0T [T 1o o I PPN {0
2. Prerequisites on food emulsions and lipid oX@hat..................cooooe i, 41
2.1. Physical organization of oil-in-water emulson..............cocoiiiiiii i 41
2.2. Lipid oxidation ........... P I o
2.2.1. General mechanlsms of I|p|d OX|dat|on .......................................... 46
2.2.2. Factors influencing lipid oxidation inbwis .....................ccoiin, 49
3. Influence of emulsification of the oil phaselgnd oxidation.................................51
4. Specific factors related to the oil phase th#tience lipid oxidation in emulsions ........ 52
4.1. Droplet size .......... PPN o 122
4.2. Oil phase volume fractlon .................................................................... 54

4.3. Composition of the oil phase ...........ccooeiiiiiiiii i e eeeen2. D5

5. Physico-chemical factors related to the aquebase involved in lipid oxidation ......... 57
52 Salts and smaII solutes PP o
5.3. Metal Chelators ..o e D

6. The interface and the oxidative aqueous phaseface interrelationships .................. 60
6.1. Droplet Charge ........ooiiiiiiiii i e e e e e e e 00
6.2. Monolayer INterfaCes .......c.ooi it it e e e e ae e 02

6.2.1. EMUISITIEr tYPe ..ot e s 62
6.2.2. Emulsifier CoNCentration .............oooiiuieiii i e e e 66
6.2.3. Emulsifiers and other biopolymers in theesmps phase...........................67
6.3. Multilayer INterfaces ........coi it e s 69
6.4. Antioxidant compounds located at the interface..............ccooeeiviiinnn. 71
7. CONCIUSION oot e e e e e e e e e e e e e 73

39



Etude bibliographique

1. Introduction

Numerous formulated foods consist in a lipid phdispersed in an aqueous medium and can
be described as oil-in-water (O/W) emulsions siadil by surface-active molecules that
adsorb at the oil-water interface. Before they netheir final user, i.e. the consumer’s plate,
these dispersed systems undergo various thernrakohanical treatments and are stored in
various conditions. Under these conditions and he presence of oxygen, the most
chemically reactive species may oxidize. Among thpolyunsaturated fatty acids (PUFA),
which are the main nutritional components of tHs,@re considered as a major substrate for
oxidation in food formulations. Their oxidation hasnoticeable and negative influence on
food technological, sensory, and nutritional quesit

PUFA are fatty acids with two or more double bomisis configuration. The two main
families of PUFA are n-6 and n-3 PUFA, accordinghte numbering of the first double bond
from the terminal (omega- or n-) methyl functiontioé fatty acid chain. The former family is
represented by fatty acids such as linoleic acidigd2-cis-octadecadienoic acid, LA, C18:2
n-6) and arachidonic acial(-cis-5,8,11,14-eicosatetraenoic acid, ARA, C20:4 na)ile the
latter family is represented by fatty acids such ca$inolenic acid @ll-cis-9,12,15-
octadecatrienoic acid, ALA, C18:3 n-3Jl-cis-5,8,11,14,17-eicosapentaenoic acid (EPA,
C20:5 n-3) anaill-cis-4,7,10,13,16,19-docosahexaenoic acid (DHA, C223.m-6 and n-3
PUFA are of nutritional importance for their physgical functions. For instance, n-3 fatty
acids play a role in the brain and nerve develogmégrowing foetuses and infants and in
the modulation and prevention of human diseasegaiticular cardiovascular disease and in
diseases involving an immunoinflammatory compor(@annor, 2000; Trautwein, 2001). It
is nowadays admitted that in several countriesrtake of n-3 PUFA is insufficient. It seems
therefore important to provide diets with increakagls of these fatty acids (Legrand, 2004,
Razanamabhefa et al., 2005; Simopoulos, 2006).

However, PUFA are particularly sensitive to oxidatibecause of the unsaturation of their
hydrocarbon chain. Lipid oxidation generates odiwracharacterized by low detection
threshold and unpleasant perception, which damtgesensory quality of the products. It
also possibly provokes a loss of nutritional comgrde and causes the formation of free
radicals and toxic compounds which are harmfulcfgts. It results that one of the important
challenges for the food industry is to be ableétay lipid oxidation in PUFA-enriched food
formulations. The different strategies currentlyrigal out by the industry, namely vacuum

packaging, low temperature storage, encapsulatroaddition of antioxidant compounds
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revealed themselves to be subject to high risksnpredicted development of oxidation at a
stage or another of the product lifespan. Thesdélyca®ubles highlighted the need for a
deeper understanding of the oxidation reactiomaufsystems.

The mechanisms of lipid oxidation have been extehgistudied and documented for years
(Chan, 1987; Cheng & Li, 2007; Frankel, 1985; FeAnR005; Gardner, 1989; Hammond &
White, 2011; Hsieh & Kinsella, 1989; Porter, 19&&haich, 2005). On the same way, since
the late 80’s, a consistent work has been perfomagarding lipid oxidation in emulsions and
in multiphase systems. It made possible to progeseral cognitive models regarding the
main compositional and structural factors thatuefice lipid oxidation in emulsion and food
formulations (Coupland & McClements, 1996; Frani€05; Genot et al., 2003; Jacobsen,
2008; Jacobsen, 2010a; Jacobsen, 2010b; McClengeridecker, 2000; Waraho et al.,
2011b). Among these factors, it is admitted that ititerfacial region, which is the contact
region between the oil phase and the aqueous pleggsesents a particularly critical area in
the system.

This review intends to sum up the available datauathe influence of the interfacial layer on
oxidation of emulsified lipids. We first summarizéte essential/minimum basic knowledge
regarding (i) the structure of interfaces and dM&mulsions and (ii) the mechanism of lipid
oxidation. Then we detailed the factors involvedhe development of lipid oxidation in O/W
emulsions with a special focus on the role playgdthe interfacial region and by the

emulsifiers.

2. Prerequisites on food emulsions and lipid oxidain

2.1. Physical organization of oil-in-water emulsson

Several review articles and books describe theipalysrganization of emulsions and more
generally of multiphase systems. Among them, wé todeaf out of the work of Dickinson
(1992) and McClements (2005). Emulsions are cartstit of two immiscible liquids, one
being dispersed in the other in the form of drapldthese droplets constitute thispersed
phasewhile the liquid around them constitutes tentinuous phaselrhe area between the
dispersed and continuous phase isiherface

Food emulsions are generally distinguished accgrttirthe composition of the dispersed and

continuous phases. A system constituted of oil letspdispersed in an agueous phase is an
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oil-in-water (O/W) emulsion, for example dressingneayonnaise. On the opposite, a system
constituted of water droplets dispersed in an bage is a water-in-oil (W/O) emulsion, for
example butter or margarine. In this work, we fooms O/W emulsions. Thdroplet size
distribution, often characterized by aawverage diameteris a main characteristic of O/W
emulsions. It determines the number of dropletstardurface areaof the interface, smaller
the droplets, higher their number and the develsuethce for the same oil amount. A large
range of droplet sizes, from less than 0.1 um te@0or more can usually be encountered in
food emulsions. Applications of nanoemulsions (tebmliameter < 100 nm) is another
emerging domain (Lee et al., 2011; Mason et abDg20adros et al., 2004).

Emulsions are thus prepared through emulsificatiomvo immiscible liquids; within a liquid
phase, each molecule is surrounded by same natalecues, i.e. the sum of the
intermolecular attractive forces is null. On thepogite, when molecules are located at the
interface between the two immiscible liquids, tlkensof the intermolecular attractive forces
is non-null and oriented towards the former liguaume. This attractive force generates a

surface tensiony(J m? or N m?, eq. 1).

v=4r O

where AG (J or N m)is the free energy required to increase o\ surface (m?) the

interfacial area between the two immiscible liquiaisa given temperature and pressure.

O/W emulsions are thermodynamically unstable systefhus, oil droplets have to be
stabilized physically to avoid the separation betéhe oil and agueous phases. Stabilizing
agents include texture modifiers and emulsifieesxtlire modifiers stabilize the emulsions by
increasing the viscosity of the continuous phadechvlimits the creaming of oil droplets and
then their eventual flocculation and coalesceigrulsifiersadsorb at the oil/water interface
during the homogenization process, which decretisesurface tension between the oil and
the water phases and the total free energy ofytsters. They can prevent the flocculation and
coalescence of oil dropletsa steric or electrostatic repulsions.

Emulsifiers may be classified among low moleculagight emulsifiers, high molecular

weight emulsifiers and solid particles.
Low molecular weight emulsifier$his category comprises firstirfactants which are small

surface-active molecules constituted of a hydroptméadgroup and a hydrophobic tail. The

headgroup may be anionic, cationic, zwitterionic mm-ionic. The hydrophobic tail is
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generally constituted of one or several hydrocarbbains with 10 to 20 carbon atoms.
Several food-grade surfactants exist, including onoand diglycerides, Tweens
(polyoxyethylene sorbitan esters), polysorbatesnSgsorbitan esters), sucrose esters, citric,
lactic, acetic acid esters, etc.

Phospholipidsbelong as well to the category of low moleculaighe emulsifiers. They are
widely used as food emulsifiers, generally in tloenf of mixtures of phospholipids, and
possibly triacyglycerols, calletecithins The most common phospholipids encountered in
foods are phosphatidylcholine (PC) and phosphaitgholamine (PE). In addition,

sphingolipids are encountered in a variety of feodrces (Vesper et al., 1999).

High molecular weight emulsifiergligh molecular weight amphiphilic biopolymers aiso
widely used to stabilize O/W emulsions. In thisegatry, we can distinguisproteinsfrom
hydrocolloids (gum arabic Acacia Seneg3l modified starches, modified celluloses, some
kinds of pectin and galactomannans) (Dickinson,9200heir interfacial activity results from
the fact that these molecules have both hydrophabat hydrophilic domains distributed
along their polymeric chain. When biopolymers atisairan oil/water interface, they adopt a
conformation allowing the hydrophobic parts to kecan or into contact with the oil phase
and the hydrophilic parts to locate in the aquephase. Depending on their intrinsic
characteristics, especially their flexible or rigittucture, biopolymers adopt at the interface
an expended or globular conformation. Biomolecugragates such as protein aggregates
usually generated during food processes, can alsorla at the interface and participate to
emulsion stabilisation (Chapleau & de Lamballerigan, 2003; Euston & Hirst, 1999;
Relkin et al., 2006).

Solid particles Oil droplets can be stabilized by particles thdéorb at the interface (Aveyard
et al.,, 2003; Dickinson, 2010; Leal-Calderon & Satym2008). An example is the

stabilization of O/W food emulsions with fat crylstg§Frasch-Melnik et al., 2010). In other
studies silica particles were mixed with proteirsorfactant emulsifiers to stabilize emulsions
(Kargar et al., 2011; Pichot et al., 2010). Indetbe, food applications of solid particles as
emulsifiers are limited nowadays, if any, but diahtion by solid particles could constitute

an emerging strategy in the formulation of food &auns.

Emulsifiers can be used alone or mixed togethatabilize physically O/W emulsions. They

generally form anonolayerat the oil/water interface. However, biopolymesscaseins, when
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present in sufficient amounts, can naturally fonmltilayers at the interface. Multilayer
interfaces can also be constructed by the consecaiectrostatic deposition of various
emulsifiers.

The use of emulsifier mixtures must be carefullynsidered ascompetitive adsorption
phenomena may occur. For instance, low moleculaghwesmulsifiers can compete with
proteins for the adsorption at the oil/water irded as they are more surface-active
(Courthaudon et al., 1991b; Courthaudon et al.lt9®Damodaran, 2004; Damodaran, 2005;
Day et al., 2010; Dickinson, 1992; Dickinson, 19B8;kinson & Tanai, 1992; Kotsmar et al.,
2008; van Aken, 2003). Low molecular weight emids§ can even displace already
adsorbed proteins from the interface, which is km@sorogenic displacemeriMackie et al.,
2000; Morris & Gunning, 2008).

The compositionand thephysical characteristicef the interface depend in a great extent on
the nature and concentration of the adsorbed efienlsnolecules. Surfactants are more
surface-activahan proteins: they decrease the surface tensithre air/water interface by 30-
50 mN ni* whereas proteins decrease the surface tensiorbgrl-25 mN rit (Bos & van
Vliet, 2001; Dickinson, 1992). In addition, taelsorption ratds usually faster for surfactants
than for proteins during the emulsification proc€bsholakova et al., 2008). When proteins
are used as emulsifiers, only a part of the poltigepchain is actually in direct contact with
the oil/water interface, the other protein segmdming located in the aqueous phase.
Accordingly, only 30-40% of the interface are cadwith proteins whereas nearly 100% are
covered with surfactants (Dickinson, 1992). Hermarfactant molecules are more tightly
packed at the interface than proteins, which igiqdarly marked for polyoxyethylene
sorbitan esters as Tween 20 (Grigoriev & Miller020Wilde et al., 2004). Typicaurface
loads encountered for protein-stabilized interfaces eafrgm 1.5 to 4.5 mg i depending
on the protein type and the pH (Atkinson et al93;8Bos & van Vliet, 2001). Surface loads
are lower for surfactant-stabilized interfaces, 1.2 mg nf (Bos & van Vliet, 2001). Proteins
form immobile viscoelasticinterfacial films exhibiting non-Newtonian behanidSurface
viscosity increases with intra- and intermolecudahesion within the film, and is greater for
proteins which can easily aggregateldactoglobulin (BLG) than for disordered proteirs a
[B-casein (BCN) (Damodaran, 2004; Dickinson, 1992;msly & Dickinson, 1996; Wilde et
al., 2004). Surfactants forrfluid interfaceswith a substantial surface lateral diffusion
coefficient (Wilde et al., 2004). Typically, for molayer- and/or single emulsifier-covered
interfaces, the interface thickness varies from10rBn for surfactant-stabilized interface to 1-
15 nm for protein emulsifiers (Atkinson et al., 59®algleish, 1993; Dickinson, 2009; Fang
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& Dalgleish, 1993b; Singh, 2011). One special feawf protein-stabilized interfaces is that
they can undergo structural and conformational reegementspost adsorption, which
implies that their physical properties may evoléckinson, 1992; Tcholakova et al., 2008).
Parameters of huge significance for emulsion stghdire theelectrostatic chargeand the
interface thicknessAccordingly, two main phenomena allow the physistability of oll
droplets, i.e. prevent them frormflocculation and coalescence steric repulsion and
electrostatic repulsioninterfacial proteins generate both steric andatedstatic repulsion,
and can therefore form a physical barrier to droptalescence (Dickinson, 1992; Grigoriev
& Miller, 2009; Tcholakova et al., 2008; Wilde dt,2004). Depending on the protein type,
various repulsive interactions were observed. Bevserum albumin (BSA) was shown to
generate long-ranged steric repulsion, whereas B&®tted mainly electrostatic repulsion.
BLG exhibited an intermediate behavior, with elestatic repulsion at larges distances and
steric repulsion at short distances between botarbyeinterfaces (Dimitrova & Leal-
Calderon, 1999; Dimitrova et al., 2001; Dimitroviaad, 2004). However, proteins may in
some cases favor the physical destabilization ofilgioms through either droplet-droplet
bridging which leads to flocculation, or depletiocculation (Dickinson, 1992; Dimitrova &
Leal-Calderon, 1999; Grigoriev & Miller, 2009; Tda&ova et al., 2008). Surfactant are
generally considered as less efficient than pret@inavoiding the interfacial film breaking
and droplet coalescence (Dickinson, 1992; Wildealet 2004). lonic surfactants induce
electrostatic repulsion whereas non-ionic surfastas Tween 20 can exert steric repulsion
because of their polyoxyethylene chains. Surpriginfween 20-stabilized interfaces have
been also shown to fit well with a model of elestadic repulsion (Dimitrova & Leal-
Calderon, 1999; Dimitrova et al., 2001), which niidgle explained by the interface ionic
environment.

Beyond their effect on the physical stability ofidsions, the composition and structure of the
interfacial layer can impact the diffusion phenomenthin the systems. For instance, the gas
permeability of emulsifier films at the air/watenteérface has been shown to increase in the
following order: mono-, diglycerides, sodium steddactylate << whey protein isolate (WPI)
< Tween 80, which was related to differences inah#ity of emulsifiers to form compact
and tight interfacial layers (Bezelgues et al.,00n O/W emulsions, the oxygen diffusion
coefficient at the oil/water interface was found®higher for SDS-stabilized emulsions than
for WPI-stabilized emulsions, indicating a lowersgaermeability of the protein interface
(Tikekar et al., 2011). The gas permeability okrfaces could be of importance in the lipid

oxidation rate in emulsions.
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Finally, it must be pointed out that the interf@oenposition and structure also depends on the
presence of compounds other than emulsifiersnfstance amphiphilic molecules and solutes
that partition between the phases of the systeoludng the interface (antioxidants, lipid

oxidation products such as hydroperoxides, etc.).

In food formulations as in model emulsions, the ams of emulsifiers used to stabilize O/W
emulsions are generally widely higher than the @cimounts required to cover the entire
interfacial surface. As a consequence, a substkdrdiztion of the water-soluble emulsifiers

often remains in the aqueous phase of O/W emulsildnis is of importance since unadsorbed
emulsifiers affect the physical and chemical stgbof emulsions (Casanova & Dickinson,

1998; Dauphas et al., 2008; Dickinson & Golding97;9Dickinson et al., 2003; Donnelly et

al., 1998; Faraji et al., 2004; Hu et al., 2003lichi et al., 2002; Ponginebbi et al., 1999;
Villiere et al., 2005; Ye, 2008).

2.2. Lipid oxidation
2.2.1. General mechanisms of lipid oxidation

Lipid oxidation consists in the reaction of molemubxygen with unsaturated fatty acids. It
has been extensively studied arelen if somereaction pathways are not completely
elucidated, the main mechanisms are well descridée general reaction schemes for
oxidation of unsaturated fatty acids and bulk amsl fats can be found in several books and
reviews (Chan, 1987; Cheng & Li, 2007; Frankel, 3;9%rankel, 2005; Gardner, 1989; Hsieh
& Kinsella, 1989; Laguerre et al., 2007; Porter8@9Schaich, 2005).

Lipid oxidation is a free radical chain reactiorualty divided into three stages: initiation,

propagation and termination.

Initiation. The direct reaction between LH and triplet oxyg€®.,) can not occur
spontaneously because the lipid ground state hapwosite spin direction from that 6D..
The activation energy of this direct reaction wotlidrefore be too high (Belitz et al., 2004;
Chan, 1987). The spin barrier can be overcomedrpthsence of initiators that produce lipid
radicals or convertO, in reactive oxygen species (ROS), including hygitordical (OH)

and singlet oxygen Q).
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According to the initiation mechanism, lipid oxigat occurs through different pathways:
autoxidation, enzymatic oxidation and singlet oxydH,) oxidation. The last pathway is
encountered during photoinitiation, the system ¢peemposed to light in the presence of a
sensitizer. It is a non-radical reaction at théiation step becaus®, reacts directly with the
double bonds. The enzymatic oxidation is not usuédod emulsions and therefore not under
the scope of this review. Both enzymatic and singbeygen reaction have specificities
regarding to primary reaction products, but thedatstages of the reactions are similar to
autoxidation.

The first step of autoxidation is described asof@. In the presence of initiators, unsaturated
fatty acids (LH) lose a hydrogen atom (H) in aryladlposition relative to a fatty acid double
bond. It forms a lipoyl or alkyl free radical(l.according to reaction (2).

LH - H+L )

This reaction is supposed to oceua different mechanisms:

- Direct reaction between LH and transition medaisi (M):
LH + M3 o L'+ H + M** (3)

- Reaction between LH and oxygen radicals arisimgnf metal (e.g. iron) autoxidation
(Schaich, 2005):
FE'+O, - FE"+0," 5 HOO +H' - L' +H,0,  (4)

20" or Q" /HOO - Hy00+ O, (5)
H,0, + F¢* - HO + OH + Fe" (6)
HO +LH - H,O+ L @)

Lipid matrices often contain trace hydroperoxide®QH) which can undergo oxidation,
reduction or decomposition, leading to lipid radscanvolved in the early stages of lipid

oxidation:
- Oxidation or reduction of hydroperoxides (LOOH}alyzed by metals:

LOOH + M** _ LO" + OH + M** (8)
LOOH + M** & LOO' + H" + M* (9)
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- Thermal decomposition of hydroperoxides:
LOOH - LO" +°OH (10)

The activation energy of this reaction is high (tkel, 2005); another mechanism, in
agreement with kinetic observations, involves twalenules of hydroperoxides:
2 LOOH - LO" + H,0 +LOO (12)

Propagation The alkyl radicals (1) produced during initiation react very quickly vitriplet
oxygen to generate peroxyl radicals (LQ@ccording to reaction (12).
L"+O, - LOO (12)

Since peroxyl radicals are unstable, they abshydtogen atoms from other unsaturated fatty
acids to form hydroperoxides and other alkyl radica
LOO +L'H - LOOH + L" (13)

The newly formed alkyl radicals can then react witplet oxygen, and so on. The radical

chain reaction thereby engaged propagates at arhaighand the increase of hydroperoxides
formation becomes exponential. The formation of rbpdroxides from non-conjugated

polyunsaturated fatty acids goes with the stahlibraof free radicalsvia double bond

rearrangement, which gives rise to conjugated diene

The next step, which involves radical and non-raldi@actions is thelecomposition of
hydroperoxides The reaction is favored by the presence of metddlysts and by an
increased temperature. The prominent mechanismstene the homolytic scission of the
double bond adjacent to the hydroperoxyl groupite gecondary products of oxidation. It is
a complex phenomenon, which leads to the formatibrvarious compounds. The main
compounds are carbonyl compounds, alcohols, alégshgdd hydrocarbons, a wide range of
them being low molecular weight compounds. Amorethvolatile lipid oxidation products
are responsible for the flavor deterioration ofddipids. Some of the produced molecules of
higher molecular weight, such as core aldehydes, more hydrophilic than the initial
compounds and thus probably surface-active, whicy rahange their location when
produced in a multiphase system.
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Termination During this stage, which is less accurately dbsdrthan the others, the radicals

react together to form stable non-radical compounds

LOO’ + LOO - non-radicals products  (14)

These non-radical compounds can not participategaeaction cycle anymore, which stops
the radical chain reaction. Because of the hydmpede decomposition pathways, different
radicals are produced, and there are several plisssbof combinations between them. Some

antioxidant compounds can promote termination reast
2.2.2. Factors influencing lipid oxidation in budks

Apart from environmental conditions, including tezngture, oxygen concentration and total
available amount of oxygen, light, radiations, €lipid oxidation is highly dependent on the
characteristics of the substrate, namely the fattid composition of the oil and lipid
molecular structure. Fat-soluble and hydrophilimoni compounds are also susceptible to
dramatically modify the oxidation of bulk oils.

Lipid unsaturation degreeThe susceptibility of fatty acids to hydrogen taéstion (eq. 2, 3,

7) is dependant on the dissociation energies of liihtls. In the presence of a double bond in
the fatty acid chain, the dissociation energy ef @H bonds located on the allylic carbons is
weaken, which makes the hydrogen removal easieth®rsame way, for a bisallylic C-H
bond, the dissociation energy is significantly lovilean that for a monoallylic C-H bond
(Gardner, 1989; Porter, 1986; Reich & Stivala, 196% et al., 1978). As a consequence, the
susceptibility of monounsaturated fatty acids sasholeic acid to oxidation is much lower
than this of polyunsaturated fatty acids and, wif@ds are in bulk or dissolved in a solvent,
their oxidizability increases with lipid unsatuii The most oxidizable fatty acids are the
long-chain PUFAs, since they contain several HigialC-H bonds in their hydrocarbon
chain. For example, the rate of autoxidation ofyktimolenate (C18:3 n-3) was found 2.4
times that of ethyl linoleate (C18:2 n-6), and th&e of autoxidation of methyl arachidonate
(C20:4 n-6) was about twice that of ethyl linolengiHolman & Elmer, 1947). The
introduction of one additional double bond intaagy acid would thus at least double the rate
of oxidation of the fatty acid or its ester. Accimgly, oxidizabilities (M*? sec"?) of LA,
ALA, ARA and DHA at 37 °C were found to be 2.03%104.07x1(%, 5.75x10° and
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10.15x10, respectively (Cosgrove et al., 1987). The absalate constants for the reactions
of different radicals with unsaturated fatty acalso increase with increasing unsaturation
(Forni, 1990). Similarly, the induction period ftre autoxidation of fatty acids decreases
with increasing unsaturation. For instance, inducperiods of 700, 22 and 10 hours were
observed during the autoxidation of oleic acid (@1&-9), LA and ALA, respectively
(Martin et al., 1990).

Oxidizability of bulk phase triacylglycerols incses accordingly with the number of
unsaturations in the hydrocarbon chains and/or with concentration in unsaturated fatty
acids. Increasing slightly the oil content in lodgain PUFA (ARA,all-cis-7,10,13,16,19-
docosapentaenoic acid (DPA, C22:5 n-3) and DHAQugh the addition of low proportions
(between 0.5 and 8% w/w) of fungal, tuna and eddooa vegetable oil mix resulted in a
significant decrease of the oxidation lag phaseatégaet al., 2007). Other studies showed a
decrease of lipid oxidation in polyunsaturated ¢il8, ALA) blended with oils containing
oleic acid or more generally monounsaturated fattigls (Anwar et al., 2007; Mezouari &
Eichner, 2007; Torres et al., 2006).

Triglyceride structure The position of fatty acids on triacylglycerolancalso impact their
oxidative stability. This has been studied bothhwpure synthetic triacyglycerols and with
natural oils.

Working with synthetic triacylglycerols, it was arged thatsn1(3)-palmitoylsn-1,2(2,3)-
dilinoleoyl (PLL) had lower oxidative stability thasn2-palmitoylsn1,3-dilinoleoyl LPL
(Neff & EIAgaimy, 1996). This effect was attributeéd an easier propagation of the chain
reaction between the adjacent linoleic acid fattpios of PLL compared to non-adjacent
linoleic acid of LPL. Other authors found that iynthetic triacylglycerols EPA and DHA
located at the sn-1,2(2,3)-position of glycerol @enore oxidizable than those at #rel,3-
position and thasn-1,2(2,3)-dipalmitoyl-3(1)-eicosapentaenoylglycemdidized faster than
sn1,3-dipalmitoyl-2-eicosapentaenoylglycerol (Endale, 1997). Other experiments showed
that PUFA were more stable to oxidation when latatethesn-2 position of triacylglycerol

compared t@en-1(3) position (Wang et al., 2010; Wijesunderal t2908).

Physical state of lipids (liquids solid state) The crystallization state of vegetable bulk oils
can impact the development of lipid oxidation (@mltis et al., 2007; Calligaris et al., 2006).
In the former study, the oxidation rate of olivé lmelow its melting point was higher than the

theoretical value determined from the Arrhenius atigm. The authors proposed that an
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increased concentration of unsaturated triacylgblsein the liquid areas surrounding fat
crystals could explain, at least in part, this lesthe latter study did not highlight any impact
of the oil physical state on the peroxide formaiiom water-in-oil emulsion. The oil physical
state seemed to impact the production of hexaunalthis effect was difficult to deconvoluate

from this of the presence of water.

Oil phase minor component€ommercial oils naturally contain minor comporse(water,
phospholipids, free fatty acids, mono and diglydesi tocopherols, carotenoids, phenolics,
etc.) which intervene in the lipid oxidation reactiin bulk oils. Compounds such as
tocopherols, carotenoids, phenolics or phosphdipic known to possibly exert antioxidant
activities in bulk oils through various chemical chanisms, including quenching of free
radicals, metal chelation and synergistic effedtag@erre et al., 2007; Porter, 1980).
According to the polar paradox, these activitieget®l not only on the chemical structure of
the antioxidants, but also on their possible larain the bulk oil, at the air/oil interface, or
even in colloidal structures dispersed in the baoilk(Cuvelier et al., 2000; Huang et al.,
1996a; Huang et al., 1996¢c; Porter, 1980; Schwarml.e2000). For instance, addition of
lecithin in a bulk oil protected lipids against dation (Judde et al., 2003), but colloidal
structures formed by the association of trace watet phospholipids were prooxidant in
soybean oil (Chen et al., 2011b). The effect ofgpholipids on lipid oxidation in a bulk oil
phase depends on the fatty acid composition ofand on the presence of antioxidant
compounds such as tocopherols, which can estabiigbrgistic antioxidant effects with

phospholipids.

3. Influence of emulsification of the oil phase ohpid oxidation

Lipid oxidation proceeds generally more rapidly atdigher rate in O/W emulsions than in
bulk oil (Cercaci et al., 2007; Chee et al., 200&nkel et al., 2002; Lethuaut et al., 2002; van
Ruth et al., 2000). This increase of oxidation iretliby emulsification is attributed to several
causes. First, the emulsification process itsalild&@romote oxidation through incorporation
of oxygen, overheating due to shear stress or tdmeduction of free radicals by acoustic
cavitations in the case of sonication. Seconds ibften assumed that the creation of and

extended interfacial area between the oil and tipge@us phase promotes the contacts
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between oxidizable unsaturated fatty acids and bohoxygen and prooxidant compounds,
such as metal ions, dissolved in the aqueous phase.

However, some studies did not show any increa$ipidfoxidation induced by emulsification

in comparison with phase lipids in bulk (Khan & &hth, 2000), or even showed an improved
oxidative stability of long-chain PUFA oils aftemelsification or microencapsulation (Belhaj
et al., 2010; Garcia et al., 2006). In the firdegat was assumed to result from to the presence
of hydrophobic antioxidants which were more efintien the multiphase system than in the
bulk oil according to the polar paradox. In the estltases, one may relate the increased
oxidative stability to the emulsifier (mixture ofuigp arabic and maltodextrin, or
phospholipids), or to the structural specificitegghe oil (see below).

These contrasted effects of emulsification accgrdio the studied system gives a first
evidence that the development of lipid oxidatiorhaterogeneous systems is the resultant of
several imbricated effects. We will see in thedaling how much difficult it is to separate or
to deconvoluate these effects and to propose al@as for the influence of selected
parameters on lipid oxidation.

4. Specific factors related to the oil phase thanhfluence lipid oxidation in emulsions

Lipid oxidation in multiphase systems is governatdeast in part, by the same factors related

to the oil phase as those presented above fordiglkeven if their effects may be different.

4.1. Droplet size

According to the emulsification process, variousrage droplet size and droplet size
distribution can be obtained with the same commsidf the emulsions. Several studies have
consequently tried to investigate the effect of pted size on lipid oxidation in O/W
emulsions. Some of the obtained results are surmathinn Table 1.

Some authors found that increasing the size afiroiplets increased the oxidative stability of
emulsions (Gohtani et al., 1999; Lee et al., 2QEthuaut et al., 2002). A small droplet size
corresponds to a large interfacial area, whichxgeeted to favor the contacts between the oil
phase and the prooxidant compounds and oxygenstifjuthrough the aqueous phase.
However, other studies did not report any significaffect of the droplet size on lipid
oxidation in O/W emulsions (Dimakou et al., 200500rn & Akoh, 2004).

52



Etude bibliographique

Table 1. Effects of droplet size on lipid oxidationO/W emulsions as observed in several

studies. Data of droplet size indicated in boldregpond to the best oxidative stability for a
given study.

- Size of the Size of the
Lipid phase
: Agueous o smallest  largest ;
Reference (oil volume Emulsifier Conclusion
- phase droplets ** droplets**
fraction®*)
(1m) (kM)
Non-
Linoleic acid buffered, Na- Better oxidative
Ries et al., 2010 (10.6%) aqueous caseinate or  0.31 0.65 stability with smaller
070 protein WP *** droplets (S>L)
solutions
Lethuaut et al..  Sunflower Protein Bovine Better oxidative
2002 v oil (30% Viv) solution, pH serum 0.40 8.1 stability with larger
4.3 albumin droplets (S<L)
. Water +
Gohtani et al., DHA (1%) xanthan Decaglycerol 34 6.4 S<L
1999 monostearate
(0.5%)
e e Citrate-
Purified fish
Nakaya et al., oil TAG phosphate Sucrose 0.80 128 SsL
2005 buffer, pH esters
(10%)
6.6
Methyl
Nakazawa etal., 010 5r0 water ~ Decaglycerol ) 1.5 SsL
2008 monolaurate
(30%)
Canola
Osborn & Akoh, oil/caprylic ~ Phosphate WPI or L
2004 acid (10 or buffer sucrose esters 0.26 2.1 No significant effect
30%)
Sucrose ester
Azuma, 2009 SOYPEANOIlyyppe, or 6.6-7.4  37.2-375 S<t
(0.5%) polyglycerol
ester
Sucrose ester
Azuma et al., Fish oil or
2009 (0.5%) Water polyglycerol 6.6-7.4 37.2-37.5 S>L
ester
Dimakou et al., Sunflower , N
2007 oil (30%) Water Na-caseinate 0.67 3.2 No significant effect
Methyl Phosphate Decaalveerol
Imai et al., 2008 linoleate  buffer, pH momﬂg’urate 0.02 8.0 S>L
(0.75% viv) 7.4
Cornoilor  Phosphate
Lee etal., 2011 fish oil (0.5  buffer, pH WPI 0.07 0.33 S<L
or 10%) 7.0

*: Oil volume fraction is expressed in g/100 gesd otherwise stated..
** :Droplet sizes is reported as volume-surface meéameter (gl,).
*** - WPI, whey protein isolate.

Some obtained contradictory results when anothepositional factor was varied (Azuma et
al., 2009), and finally several observed an oppositect: the oxidative stability of the O/W
emulsions exhibiting smaller droplets was bettemthvith larger ones (Imai et al., 2008;
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Nakaya et al., 2005; Nakazawa et al., 2008; Rieal.et2010). Indeed, when droplet size
decreases, the number of lipid molecules per draj@ereases simultaneously and the number
of surface-active molecules adsorbed at the interfacreases. For relatively small droplets
(for example around 0.1 pum), the interfacial regtomprises a significant volume of the total
droplet, especially for the thickest interfaciaydes (McClements & Decker, 2000). If the
surface-active molecules located at the interfasteaa a physical and/or chemical barrier
against oxidation, decreasing the droplet size ddalor this barrier effect against the
prooxidants of the aqueous phase and the actiVigdeorbed antioxidants. In addition, it
possibly limits the propagation of the reaction tlu¢he low number of oxidizable molecules
per droplet. In addition, one should remark that@tstant composition of the emulsions,
when the droplet size decreases, the amount ofsonaed emulsifier present in the aqueous
phase thereby decreases. These non-adsorbed éanwiaif also modify oxidation kinetics as
detailed later in this paper. It remains that thiduence of droplet size on lipid oxidation in
O/W emulsions clearly depends in a large extentotirer structural and compositional
parameters of the systems.

4.2. Oil phase volume fraction

In O/W emulsions, the volume fraction of the oilagk also influence lipid oxidation. When
oil volume fraction increased from 10 to 30% v/sfOrn & Akoh, 2004); from 5 to 40% v/v
(Sun & Gunasekaran, 2009) or from 5 to 30% (Kamrgaal., 2011), lipid oxidation decreased
significantly. In the first study, droplet size teped as volume-surface mean diametgp)(d
increased (0.26 to 0.37 um or 1.09 to 1.98 um, ridipg on the emulsifier nature and
homogenization conditions) with increasing oil fran, whereas the opposite was observed
in the second study (1.60 to 0.8t or 1.10 to 0.60 um, depending on the emulsifier
concentration). Kargar et al. (2011) divided theoants of oxidation compounds by the total
interfacial area to eliminate a possible effecthaf droplet size, but one may remark that this
procedure could have amplified a barrier effecthef adsorbed molecules as proposed above.
Several hypotheses have been proposed to expkimftbence of oil phase volume fraction
on lipid oxidation. First, increasing the oil framt decreases proportionally the aqueous phase
fraction and so the amount of hydrophilic prooxidemmpounds such as metals. The number
of free radicals generated per droplet could tloeeefncrease as the droplet concentration
decreases. Sun & Gunasekaran (2009) also suggdstedcreasing the oil phase volume

fraction from 5% to 40% appreciably increased tteaming stability, which was evoked as a
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possible explanation for the better oxidative siigbof the high oil phase volume fraction

emulsions. Kiokias et al. (2006) also observedaeise of lipid oxidation in O/W emulsions

when increasing the oil phase volume fraction fiGrto 40% of emulsion. An increase in the
mean droplet diameter from approximately 0.5 to 1t was also measured when the oll
phase volume fraction increased. Thus, one carxuhide that the developed interfacial area
could also have influenced oxidation. The diffusrate of oxygen and other reactants within
the emulsion may be a limiting factor when a highvolume fraction is used, and may also

increase when the system is incubated under agitéBenot et al., 2003).

4.3. Composition of the oil phase

As observed in homogeneous systems, lipid oxidasagenerally favored by an increase of
the unsaturation of the fatty material. Therefapadation proceeds more rapidly when the oil
phase contains fatty acids with more unsaturatictheir hydrocarbon chain or when the total
unsaturation of the oil is higher. For instancegkas et al. (2006) observed that in emulsions
prepared with different dietary oils, the formatiai conjugated diene hydroperoxides
increased with the LA content of the oils.

In contrast, in multiphase systems, the oxidizgbdif long chain PUFA does not necessarily
increases with the unsaturation of their hydrocarbleain. Experiments carried out on fatty
acid ethyl esters solubilized in nonionic emulsifieicelles dispersed in an aqueous phase
proved that oxidative stability of ethyl DHA wasttez than that of ethyl ALA, which was
itself better than that of ethyl LA (Hirano et @997). Similar results were obtained with free
fatty acids (Miyashita et al., 1997; Miyashita &t 4994). The authors suggested that the
most unsaturated fatty acids would be buried meeply within the hydrophobic core of the
micelles, when dispersed in an aqueous phase. Wheld be therefore less susceptible to
attack by aqueous phase prooxidants. This progeconformation adopted by long chain
PUFA in multiphase systems was also evoked to exple better oxidative stability of
emulsified DHA-rich oil or triacylglycerols as comued to emulsified LA-rich oil or
triacylglycerols (Azuma et al., 2009; Gotoh et @010). In the former example, the better
oxidative stability of fish oil emulsions was obged when oil droplets were the smallest, i.e.
around 7 um instead of around 37 pm.

Trace components naturally contained in commetmilal also modify the development of
oxidation in emulsified oils. First of all, the amtidants such as tocopherols naturally present

in the oils are clearly involved in the emulsiondative stability. For instance, an important
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lag phase was observed for an emulsified commesaiaflower oil that contained about 700
mg a-tocopherol ki) but it was absent with the stripped oil (Villiér2005). Other minor
polar compounds removed from the oil phase duringpsng could also influence the
development of emulsified oil oxidation, due toithgurface activity (Decker et al., 2010).
The presence of free fatty acids in emulsifiedaa@k demonstrated to increase lipid oxidation,
which could be related to their location at thesifdce and the increased negative net charge
of the oil droplets which is postulated to attracétal ions onto the oil droplet surface
(Waraho et al., 2009; Waraho et al., 2011a).

The effect of the physical state of emulsifieddmii.e. the solid fat content, on oxidation has
been scarcely investigated. Okuda et al. (2005)hligigted that an emulsified
octadecane/methyl linolenate mixture was more pranenetal-catalyzed oxidation when
octadecane was in a solid state than in a liguadestThe authors suggested that methyl
linolenate could have migrated towards the exteradr oil droplets throughout the
crystallization of octadecane, thus being more sgibée to the metal ions of the aqueous
phase. More recently, the rate of transport of exyand free radicals from the aqueous phase
to the core of oil droplets as a function of thggbal state of the oil phase was investigated
(Tikekar & Nitin, 2011). This study highlighted thie solid state of the oil phase decreased
only slightly the rate of oxygen transport as corsgato the liquid state, whereas the
transport of peroxyl radicals was not affected.paviously stated (Okuda et al., 2005), this
poor protective effect of the oil phase solid stea& be explained by the expulsion of the
oxidizable lipophilic compounds towards the perighef lipid droplets, thus exposing them
more easily to the prooxidant compounds of the agsi@hase.

Finally, it is worth mentioning that the compositiof the lipid phase evolves during the lipid
oxidation reaction, which leads to the formatiomamerous products with various reactivity
and hydrophobicity. The incorporation of lipid hggeroxides in hexadecane decreased
substantially the interfacial tension at the hexade/water interface (Nuchi et al., 2002).
Lipid hydroperoxides being surface-active, they Hres able to migrate to the oil/water
interface, such being accessible to the water-solpbooxidants (Decker & McClements,
2001). This phenomenon is presumably of importandbe development of lipid oxidation

in food emulsions, whose components generally aottace hydroperoxides and metal ions.
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5. Physico-chemical factors related to the aqueoyhase involved in lipid oxidation

5.1. pH

Among the physico-chemical characteristics of thagemus phase that impact the oxidative
stability of emulsions, pH influences the chardpe, $olubility, the partitioning, the redox state
and the chemical stability of major actors in oxia reactions such as metal ions,
antioxidants, biopolymers (proteins and chargeggaacharides).

The influence of pH on lipid oxidation in O/W emulss has been experimentally
investigated with contrasted results. Haahr & Jaeal{2008) showed that, irrespective of the
emulsifier type (Tween 80, citric acid ester, sodinaseinate or lecithin) and iron addition,
the formation of peroxides and volatiles was alwégser at pH 3.0 than at pH 7.0. An
increased oxidation when decreasing pH was ashigdilighted in Tween 80 and citric acid
ester-stabilized emulsions (Sorensen et al.,, 2@08) in sodium dodecyl sulfate (SDS)-
stabilized emulsions (Mei et al., 1998b). The higkelubility of iron was suggested to be
partly responsible for the increased oxidatioroat pHs. In addition, in the presence of both
chelators and reducing agents, a low pH could ptertiee activation of metal ions due to
their displacement from chelators that made theautive at higher pH.

On the other hand, a prooxidative effect of higpéls in emulsions stabilized with low
molecular weight emulsifiers such as Tween 20 o8 $ias sometimes observed (Huang et
al., 1996b; Mancuso et al., 1999b). It was propabed at pH 7.0, the low iron solubility
could result in the precipitation of metal onto tiped droplet interface, thereby bringing iron
in closer contact with the lipid phase comparedhio3.0 (Mancuso et al., 1999b).

The pH of the aqueous phase also determines thgeclud acid and alkaline species or
groups according to their dissociation constanksctEostatic attractions or repulsions at the
molecular or colloidal levels can thus be moduldigghH and modify oxidation kinetics. For
instance, the net charge of proteins is negativermthey are dissolved at pH above their
isoelectric point (pl) and the reverse is obserae@H < pl. Osborn-Barnes & Akoh (2003)
found that copper-catalyzed lipid oxidation in W&&bilized emulsions proceeded lower at
pH 3.0 than at pH 7.0. In accordance with the eathiork of Donnelly et al. (1998), they
suggested that at pH 7.0 WPI-stabilized dropletsregatively charged, thus able to attract
positively charged transition metals which promosgdation. In addition, the antioxidants
used in this studyo(-tocopherol and/or citric acid) were suggestedeontore effective at pH

3.0 than at pH 7.0. However, the effect of pH ondation of protein-stabilized O/W
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emulsions is not so obvious as a prooxidative eftéqH 4.0 as compared to pH 6.5 was
highlighted in bovine serum albumin-stabilized esmrhs (Villiere, 2005; Villiere & Genot,
2006). This effect presumably depends also on fib#iltltion of proteins between the
agueous phase and the oil/water interface. WPIlgiath emulsions were found to oxidize
only slightly faster at pH 7.0 than at pH 3.0 (Fae al., 2004). On the opposite, when
emulsions were washed and the aqueous phase mpbgcéresh buffer, lipid oxidation
decreased slightly at pH 3.0 and increased drasaligtiat pH 7.0.

To conclude, in multiphase systems pH may have sitipe or negative effect on lipid
oxidation through a wide range of underlying mecasms; this effect, which is more or less
based on the interactions between reactants ahtbdace depends, among others, on the
composition of the system.

5.2. Salts and small solutes

The presence of salt (NaCl) is the aqueous phas®\Wf emulsions can dramatically affect
their physical properties (flocculation, creaming)few studies have as well demonstrated
that the presence of salt and the ionic strengtth@faqueous phase of O/W emulsions can
modulate their oxidative stability. In the preserafeonly trace iron, salt was shown to
decrease the lipid oxidation rate in emulsions,clwvhivas attributed to the inhibition of the
binding of metal ions at the droplet surface (Meak, 1998a). On the opposite, when iron
was added in emulsions, high concentrations (0.1 éf\Malt increased the lipid oxidation rate
probably by increasing the catalytic activity adnr(Mei et al., 1998b). The prooxidant effect
of NaCl in the aqueous phase of emulsions (0.5 M3 also observed in the presence of
copper (Osborn-Barnes & Akoh, 2003). The effectseferal salts (NaCl, KCI, NaNQO
CaCb, NaSQ,, K,SO;, Ca(NQ)2, Mg(NGOs), and NaHPQO,) on the oxidation of liposomes
catalyzed by iron was investigated (Mozuraityt@let2006). Neither the tested cations {Na
K*, c&*, Mg®) nor the SGF and NQ™ anions influenced lipid oxidation, whereas thea®id
H,PQO, anions decreased the oxidation rate of the lip@sorhe authors hypothesized that
the antioxidant effect of chloride salts could biilauted to their ability to increase the Zeta
potential of the droplets. This of phosphate salsild result from their iron chelation
properties. Accordingly, antioxidant activity of ggphate buffer has already been shown
(Yoshimura et al., 1992). These data can also teght together with the antioxidative effect
of potassium carbonate and potassium acetate kndils| whereas no effect was detected for
NaCl and KCI (Calligaris & Nicoli, 2006). The antidant activity of the salts was attributed
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to the antichaotropic anionic species present @ itmedia, which would interact with
hydroperoxides through hydrogen bonds. Other bsifféor example Tris, Hepes, Mops
buffers might also intervene in lipid oxidation dbigh a presumable free radical scavenging
activity (Fiorentini et al., 1989; Tadolini, 198Ypshimura et al., 1992).

Selected polyols, namely fructose, sucrose, ragnsorbitol and mannitol incorporated in
the aqueous phase of emulsions (16% w/w) have &ie@nwn to exert an antioxidant activity
(Faraji & Lindsay, 2004). The proposed mechanisnthis establishment of interactions
between these polar components and metal ions drokyl radicals. As previously
mentioned (Sims et al., 1979), the authors sugdefitat the increased viscosity of the
aqueous phase in the presence of polyols could gsiicipate in the improved oxidative
stability of emulsions by decreasing the oxygerfudibn rate. However, this assumption
looks very unlikely, because macroscopic viscoddgs not reflect the diffusion property of

small solutes in biopolymer networks (Wang etE398).

5.3. Metal chelators

As already mentioned, the aqueous phase of O/W seomsl can contain molecules which
exhibit metal chelating activities, and are abledéxzrease in a great extend lipid oxidation.
This can be considered as the first and very camwnevidence of the prooxidative effect of
metal ions present in the emulsion aqueous phadeoérihe strategic influence of the
interface in the oxidation of the lipid phase. B#mgediaminetetraacetic acid (EDTA) has an
antioxidant effect in O/W emulsions (Cho et al.020Djordjevic et al., 2004; Jacobsen et al.,
2001; Kellerby et al., 2006b; Lee & Decker, 201&t et al., 2007a; Mancuso et al., 1999b;
Nielsen et al., 2004), which is attributed to ibélity to chelate trace metal ions in the aqueous
phase and to maintain them far from the interfd€BTA or sodium tripolyphosphate
incorporated in O/W emulsions were even shown ttuge the transfer of iron initially
contained in the oil phase to the aqueous phass,dacreasing lipid oxidation (Cho et al.,
2003). However, the efficiency of EDTA to decreas@lation is also dependant on several
factors. Mei et al. (1998a) showed that the antiamt efficiency of EDTA was maximum
when used in high enough concentrations to intitt iron-oil droplets association. This
highly concentration-dependant efficiency of EDTAsvagain recently observed (Lee &
Decker, 2011). Haahr & Jacobsen (2008) observediget effect of EDTA on peroxide
formation in emulsions but a reduction of volafiemation irrespective of pH (pH 3\& pH

7.0), except in emulsions stabilized by lecithird axaseinate at pH 7.0 where it revealed to
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favor production of some volatile compounds. Thehars underlined first that the chelator
may not necessarily prevent the formation of petegiin the initial oxidation stages, but
could decrease the metal-catalyzed breakdown eé@dyr present peroxides, and second that
the binding of metals to EDTA also depends on phricCacid based chelating agents can
also contribute to reduce lipid oxidation in O/W w@sions (Fomuso et al., 2002b; Serfert et
al., 2009), even if it has been suggested that Wexe less efficient than EDTA, for example
(Cho et al.,, 2003; Djordjevic et al., 2004). Otherolecules, such as proteins or
polysaccharides also exert a metal chelating agtiiat intervenes in the development of
lipid oxidation as detailed below.

However, the antioxidant effect of chelators isyavibserved when a high molar ratio to metal
ions is applied. An equimolar mixture of EDTA arrdn favors the development of lipid
oxidation in O/W emulsions (Mahoney & Graf, 1986an®kyszyn et al., 1990). The
eqguimolar complex allows the concomitant preseradfferent valence states of iron, which
IS necessary to initiate efficiently lipid oxidatideq. 4, 5) (Minotti & Aust, 1992; Cheng &
Li, 2007). A neutral pH would also favor the progamnt activity of iron/EDTA complex
because at this pH it has a free coordinationasitelable for redox reaction (Mahoney and
Graf, 1986; Haahr & Jacobsen, 2008).

6. The interface and the oxidative aqueous phaseterface interrelationships

The interface is the place where unsaturated é&aitys, atmospheric oxygen diffusing through
the aqueous phase and hydrophilic molecules get éonhtact. The interfacial region is
therefore postulated as being the critical arearsvhbe oxidation of the lipid phase is
promoted (McClements & Decker, 2000).

6.1. Droplet charge

The electric charge of the interface, which is dateed by both the composition of the
droplet interfacial layer and the pH and ionic st of the aqueous phase, is considered as a
main factor in controlling oxidation (Mancuso et, @999b; McClements & Decker, 2000;
Mei et al., 1998b). In fact, positively charged pleis are thought to be able to repel
positively charged metal ions such ad'Feshereas negatively charged droplets would attract

them and favor oxidation, as it was repeatedly ndeskin emulsions stabilized by anionic,
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cationic and non-ionic surfactants (Choi et al.1@0Mancuso et al., 1999b; Mei et al.,
1998b). In contrast, another study showed a worgdative stability with a cationic
surfactant, dodecyltrimethylammonium bromide (DTAB)an with anionic (SDS) or
nonionic (Brij 35) surfactants (Fisk et al., 2008he reasons why the cationic emulsifier-
stabilized emulsions were less stable are unknewen if it was supposed that DTAB may
have contained trace amounts of hydroperoxideserO#nionic emulsifiers have been
reported to induce less oxidation than nonionic leifiers. As discussed before, citric acid
ester (Citrem) has been found to reduce oxidatioenmulsions in comparison with Tween 80
(Sorensen et al., 2008). In that case, the effast attributed to the metal chelating properties
of citric acid esters, which would avoid the oxidatdamage of the lipid phase caused by the
negatively charged iron attracted at the interfaCdérem being presumably partitioned
between the aqueous phase and the oil/water inggréme could hypothesize that (i) agueous
phase Citrem would chelate metal ions and thergioeeent them from reaching the droplet
surface, and/or (ii) iron chelation by both adsdrla@d unadsorbed Citrem would inactivate
the metal prooxidant activity, probably through thactivation of the Fenton reaction (eq. 6)
and the redox cycles involved in metal-catalyzpdiloxidation.

However, further investigations on the droplet geaeffect should be interesting. In fact,
since proteins are positively charged under ttsmelectric point, protein-stabilized droplets
are usually considered, at low pHSs, to repel proaxi metal ions and thus to inhibit lipid
oxidation (Fomuso et al., 2002a; Hu et al., 2008etlerby et al., 2006a). However, the
charge of protein-stabilized droplets is probabbg the main factor involved in emulsion
oxidation. Indeed, it has been shown that a WRilstad emulsion, whose zeta potential was
twice higher than that of a casein-stabilized eronlshad a worse oxidative stability than this
latter emulsion (Hu et al.,, 2003b). Similarly, bo®i serum albumin (BSA)-stabilized
emulsions were found to oxidize faster at pH 4.@r@BSA is positively charged, than at pH
6.5 where BSA is negatively charged (Villiere, 2008liere & Genot, 2006).

All these data highlight the role played the othejor compounds present in the emulsified

systems, namely the emulsifiers.
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6.2. Monolayer interfaces

6.2.1. Emulsifier type

One of the factors influencing strongly the chagdstics of the interfacial region and lipid
oxidation in emulsions is the nature of the emidsiimolecules (Mancuso et al., 1999b;
Sorensen et al., 2008).

Protein emulsifiersrersusdow molecular weight emulsifiers (surfactantByotein emulsifiers
are generally more effective against lipid oxidatthan many non-protein emulsifiers (Elias
et al., 2008). For example, whey protein isolatd®(J\has been shown to be antioxidative in
comparison to sucrose esters (Osborn & Akoh, 20049 Tween 20 (Donnelly et al., 1998),
as evidenced by peroxide value (PV) and anisidaees(AV), and PV and thiobarbituric
acid reactive substances (TBARS) formation, respalgt This protective effect of WPI was
attributed in these papers to its ability to ineate free radicals, and to the positive charge of
the WPI-covered droplets at pH 3.0, which decre#tsedikelihood of interactions with iron.
Fomuso et al. (2002a) also showed that hydropeeot@imation was slowed down in
emulsions stabilized with WPI as compared to eroukistabilized with other emulsifiers
such as sucrose esters, mono-diacylglycerols oem@2€. The better antioxidative effect of
proteins compared to non-protein emulsifiers wa dlighlighted with casein (Haahr &
Jacobsen, 2008), which formed emulsions with aebeikidative stability than emulsions

stabilized with non-protein emulsifiers such as €w&0 or citric acid ester.

Protein emulsifiers The effect of different protein emulsifiers opitl oxidation has been
investigated. The thick interfacial layers formeg dasein as compared to other proteins as
whey proteins have been postulated to contributéhéogood oxidative stability of O/W
emulsions stabilized by this protein. Accordindtydroperoxide formation was decreased in
emulsions stabilized by casein in comparison witRIMér soy protein isolate (SPI)-stabilized
emulsions (Hu et al., 2003b). Indeed, in this sfymtgteins were partly located in the aqueous
phase, and the antioxidative effect of casein cdddalso due to metal chelation in the
continuous phase by these proteins as discussed.bédilliere et al. (2005) observed a better
oxidative stability in bovine serum albumin (BSétgbilized emulsions than in sodium
caseinate-stabilized emulsions, emulsions beingaoesl at pH 6.5. They suggested that this

phenomenon is due to the high iron binding aboitgodium caseinate that allowed a fraction
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of the metal ions to be located at the interfaceglion, where they would participate in the
initiation of lipid oxidation. In addition, BSA cdédi have an antioxidative role since it
contains a sulfhydryl group which can react witkefradicals. In contrast with these results,
when EDTA was added to the same emulsions, oxidatias significantly delayed, but it
developed far more rapidly in the SAB stabilizeduésions than in the caseinate-stabilized
ones. In these conditions, where metal ions aré ikejhe aqueous phase thanks to the water-
soluble chelator, it was postulated the caseinedeted strong free radical quenching activity,
as demonstrated by electron-spin resonance inrdsepce of nitroxide probe. However, one
cannot exclude that the thicker interface layeldalso participate in this protective effect.
Hu et al. (2003b) compared the oxidizability of ésmns stabilized with casein, WPI or SPI.
The oxidative stability of these emulsions at pA ®as in the order casein > WPI > SPI as
determined by both hydroperoxide and propanal ftionaThe droplet charge did not seem
to be involved in this ranking since the Zeta pttdrof the emulsion droplets stabilized with
WPI was almost twice higher than this of the casamd SPI-stabilized emulsion droplets. As
mentioned before, one of the factors that couldanhe better oxidative stability of casein-
stabilized emulsions is the thicker interfacialdajormed with this protein. Another possible
factor lies in the amino acid composition of thetpms. The free sulfhydryl groups of the
proteins were probably not involved here since ioadees not contain free cysteine. Other
amino acids already reported to participate inah#goxidant activity of proteins (tyrosine,
methionine and proline) are present at higher geirecasein than in WPI and SPI (Hu et al.,
2003b). Kiokias et al. (2006) also compared thaliaability of sodium caseinate and whey
protein concentrate (WPC)-stabilized emulsions greg at pH 7.0. Contrary to Hu et al.
(2003b), they observed a better oxidative stabilitth WPC than with sodium caseinate, as
determined by the formation of conjugated dienedrdyeroxides. They proposed that
sulfhydryl groups in WPC were exposed due to plaggaaturation of the proteins during the
homogenization process and thus favored the hydrdgeating antioxidant activity of the
protein. In addition, they observed that in emulisiprepared with increasing levels of protein
emulsifier, droplet size decreased and oxidatiabibty increased. They suggested that an
increase in protein concentration led to thickegreta at the interface and that a stronger
protein network may act as a more effective in@aldbarrier against the attack of prooxidant
initiators. However, the actual surface coverags wat measured in this study and WPC
contained only 75% protein, so there might be sother molecules among its components

impacting lipid oxidation.
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Another study investigated the differences of azadhility in emulsions stabilized by WPI,
sweet whey (SW), BLG om-lactaloumin at pH 3.0 (Hu et al., 2003a). The dretixidative
stability was obtained with the SW- and BLG-stat@tli emulsions. For the first one, this
result was explained by the ability of some SW congmts such as citrate, phosphate and
casein phosphopeptides to inhibit lipid oxidatibor the second one, several hypothesis were
put forward, including amino acid composition amderfacial layer thickness (Hu et al.,
2003a).

Native and thermally, high pressure-treated or srbisked proteins The effect of the
interfacial protein cohesiveness has also beersiigated by several authors. Some results
indicate that increasing the cohesiveness of prdtgrers at the interfacial region in O/W
emulsions is not an effective way to decrease lipidiation whereas some others contradict
this assumption. For instance, whey proteins wéerntally denaturated to induce the
rearrangement of protein molecules and the formatib a thicker, more cohesive layer
surrounding the oil droplets. It did not induce refigant differences in lipid oxidation
between emulsions stabilized with native or heaiatierated WPI (Djordjevic et al., 2004) or
BLG (Kellerby et al., 2006b). On the same way, s#lasking of interfacial casein induced by
transglutaminase increased the cohesiveness oftdréacial layer of a casein-stabilized O/W
emulsion, but did not improve the oxidative stapibf the emulsion (Kellerby et al., 2006a).
Tikekar et al. (2011) showed that the chemical stoking of WPI in O/W emulsions did
not decrease the oxygen diffusion coefficient atdi/water interface, as compared to native
WPI.

In contrast, heat-denaturation of BLG improved thxédative stability of fish oil-enriched
milk emulsions (Let et al., 2007b; Sorensen et241Q7). These authors showed that applying
higher pressure (22.5MPa) and temperature (72°@hglmilk homogenization resulted in a
better oxidative stability than that of milk homogeed under lower pressure (5MPa) and
temperature (50°C). Higher homogenization tempeeatavors changes in the conformation
of proteins. BLG, which contains free sulfhydrybgps exhibiting antioxidant and radical
scavenging properties, starts to unfold above R4 et al., 2007b). Sorensen et al. (2007)
also suggested that the interface would be bettegred with unfolded BLG than with intact

casein micelles.

Polysaccharides Some polysaccharides such as gum arabic arecsuafdive and are

therefore used as emulsifiers. Gum arabic has kbewn to have an antioxidant effect
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(Matsumura et al., 2000), which was attributedhte formation of a steric barrier around the
oil droplets. The coating of oil droplets with thationic polysaccharide chitosan increased
the oxidative stability of the emulsion, whereas snbsequent coating of the droplets with the
anionic polysaccharide alginate had an oppositxe{fGudipati et al., 2010). In this example,
the effect seemed to be related to the surfacegehaf the droplets. This charge effect,
however, seems not to be always predominant simeecoating of oil droplets with the
anionic polysaccharide pectin was shown to pra@®®/ emulsions against oxidation (Chen
et al.,, 2011a). In that case, it was hypothesihatl the attraction of metal ions to the droplet
surface induced by the negative surface chargecauasteracted by the steric barrier provided

by the pectin coating.

Low molecular weight emulsifier®hospholipids are also amphiphilic molecules Whace
able to adsorb at the interfacial region and aezl s emulsifiers in oil-in-water emulsions.
Phospholipids are also generally considered asrgigt® in reinforcing the antioxidant
activity of some phenolic compounds because ofr teective metal chelating properties
(Frankel, 2005). Emulsions stabilized by lecithiwere less oxidizable than emulsions
stabilized by sucrose esters or mono-diacylglyse(Bbmuso et al., 2002a) or by Tween 80
or citric acid ester (Haahr & Jacobsen, 2008). thati could also protect lipophilic
compounds such g&carotene against oxidative degradation in O/W sionk (Helgason et
al., 2009).

Other properties of low molecular weight emulssienay influence lipid oxidation, such as
metal chelating or free radical scavenging propsrtsorensen et al. (2008) showed that citric
acid ester decreased slightly the oxidation of mmlsified PUFA-rich oil, in comparison to
Tween 80. Indeed, metal chelating is a well-knowopprty of citric acid esters (Let et al.,
2004).

The influence of the hydrophobic tail group size sufrfactants on lipid oxidation was
investigated on salmon O/W emulsions stabilizedBhjtlauryl or Brij-stearyl (Chaiyasit et
al., 2000). They observed that lipid oxidation wslghtly lowered in the Brij-stearyl-
stabilized emulsions as compared to the Brij-lagtgbilized emulsions. The authors
suggested that the longer tail group size coulcehdecreased the ability of free radicals to
reach the unsaturated fatty acids contained inoth@hase. It was speculated that (i) the
thicker barrier provided by the longer hydrophotad groups could prevent free radicals
from reaching the fatty acids in the lipid core(igrthe surfactant tail groups would be tighter

packed with increasing their carbon number. Tlyktar packing could prevent the transfer of
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free radicals in the oil droplets, and could desectne ability of unsaturated fatty acids to
locate close to the interfacial region (Chaiyasiale 2000). These hypotheses would require
to be experimentally supported.

Another study investigated the influence of the dggaup size of surfactants on lipid
oxidation in O/W emulsions. Emulsions were stabilizby Brij 76 or Brij 700. Results
showed that emulsion oxidizability was greaterha émulsions stabilized with the surfactant
having the smallest headgroup, indicating thatrgelasurfactant headgroup may decrease
lipid oxidation (Silvestre et al., 2000).

6.2.2. Emulsifier concentration

As evoked above, not only the emulsifier naturd, dsio its concentration in the emulsions,
or the total amount of emulsifier used to emulsifg same amount of oil, may intervene in
the oxidative reactions.

For instance, when the concentration of emulsifsersh as WPI, soybean lecithin, Tween 20
and mono-diacylglycerol was increased from 0.25 1i@/100 g, the amounts of
hydroperoxides produced during incubation of highblyunsaturated oil-based emulsions
decreased (Fomuso et al., 2002a). A similar effext noticed when Tween 20 concentration
was increased from 0.003 to 0.1 g/100 g (Pongineblail., 1999), WPI concentration from
0.2 to 2 g/100 g (Sun & Gunasekaran, 2009) or sodiaseinate concentration from 0.5 to
2g/100g (Kiokias et al.,, 2006). Hu et al. (2003b¥oalshowed that increasing casein
concentration from 0.5 g/100 g to 1.5 g/100 g dedlihe lag time for hexanal formation in a
corn oil emulsion. It was proposed that at highenffactant concentrations, the packing of
emulsifier molecules at the oil-water interfacdighter; hence, the interfacial region acts as
an more efficient barrier to the diffusion of lipmkidation initiators into the oil droplets
(Coupland et al., 1996). An increase in proteincemration in O/W emulsions accordingly
resulted in higher surface concentration (Ye, 2G0R) thicker layers at the interface (Kiokias
& Bot, 2006).

The increase of emulsifier concentration or amowithjout changing the emulsification step,
provokes a decrease of the droplet size (Kiokiaal.et2006; Sun & Gunasekaran, 2009;
Ponginebbi et al., 1999). This decrease of droglat is limited by the input energy and by
the aptitude/rate of emulsifiers to adsorb at tlierface generated by the process. In the final
emulsion prepared with higher amounts of emulsifitie concentration of unadsorbed
emulsifier is also higher in the aqueous phasehéncase of surfactant emulsifiers, excess
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emulsifier probably equilibrates between monomergelles, mixed micelles or very small

droplets in which small amounts of lipid phase na#éso be incorporated. It was postulated
that the unsaturated fatty acids present in thiegetsres could be protected against oxidation
(Ponginebbi et al., 1999). More generally, it isasl that these compounds and/or colloidal

structures dispersed in the agueous phase of thisienms may modify the oxidation process.

6.2.3. Emulsifiers and other biopolymers in theemus phase

Emulsifiers and biopolymers present in the aquehase of emulsions are generally assumed
to partly govern oil droplet-aqueous phase exchsngedifying the access of oxygen and
prooxidant molecules to the oil phase through titerface.

Proteins and surfactant®rotein and surfactant emulsifiers in the aqueatase of emulsions
can reduce lipid oxidation, through different meukens (Genot et al., 2003; Elias et al.,
2008). Faraji et al. (2004) and Ries et al. (20d&nonstrated that washed O/W emulsions
oxidized faster than the corresponding unwashedstoms containing unadsorbed proteins.
This effect may be explained by the physico-chehpecaperties of unadsorbed emulsifiers.
First, proteins can act as metal chelators or ni@talers. This was demonstrated for caseins
(Diaz et al., 2003; Hu et al., 2003b; Rival et 2D01; Sorensen et al., 2007), whey protein
isolate (WPI) (Faraji et al., 2004; Tong et al.0Q)) BLG (Elias et al., 2007) and sodium
caseinate (Faraji et al., 2004; Guzun-Cojocard.ep@l1; Haahr & Jacobsen, 2008; Sugiarto
et al., 2010; Villiére et al., 2005). However, miot ability to bind metal ions generally
depends on its charge, which is influenced by ptdleéd, above their isoelectric point,
proteins in the aqueous phase are anionic, heded@bind positively charged ferrous ions
(Faraji et al., 2004; Kellerby et al., 2006b). Mathelation would thus inhibit hydroperoxide
decomposition either by preventing cationic proaxits from attaining close proximity to
hydroperoxides at the emulsion droplet interfaceydecreasing the reactivity of iron. Hu et
al. (2003b) suggested that unadsorbed casein icoténuous phase of O/W emulsions could
exert a metal chelating activity even at low pHsause of its phosphoseryl groups which are
still negatively charged at these pHs. This mayarphe better oxidative stability of casein-
stabilized emulsions under acidic conditions. Rnstealso exhibit free radical scavenging
activity, which had been demonstrated for casemssadium caseinate (Clausen et al., 2009;
Villiere et al., 2005), as well as for more unuspedteins like potato proteins (Cheng et al.,
2010; Habeebullah et al., 2010). In the same wageatral pH, soy protein isolate (SPI) had
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a better antioxidative ability than casein, whichswtself more effective than WPI (Faraji et
al., 2004). The antioxidant activity of SPI and WiPthe aqueous phase was attributed in this
study to their sulfhydryl groups. At last, the ge=t antioxidant activity of SPI may be also
explained by the presence of an isoflavone assatiaith the protein (Faraji et al., 2004).
Donnelly et al. (1998) showed that addition of Twe® or WPI in the aqueous phase of a
fish oil emulsion stabilized with Tween 20 increadipid oxidation. When both emulsifiers
were added in the aqueous phase, a decrease dtioridvas noticed. Although it is
unknown why this combination inhibited lipid oxidat, it has been suggested that the ability
of some surfactants to alter protein conformationld increase the accessibility of the free
radical scavenging amino acids (cysteine and tye)sor of the iron chelating amino acids.
Tryptophanyl, cysteyl, methionyl and tyrosyl resduare able to scavenge some aqueous
phase radical species, thereby conferring imprawedative stability to oil-in-water food
emulsions (Elias et al.,, 2006; Elias et al., 200B)ethionyl residues could reduce
hydroperoxides to low reactive species (Gardner919However, the ability of amino acid
residues to scavenge free radicals depends aldtedsrtiary structure of the protein. Indeed,
when not sufficiently surface-exposed, the residuag be physically unable to participate in
free radical scavenging (Elias et al., 2005).

In Tween 20-stabilized emulsions, excess Tweenn2the aqueous phase had a protective
effect against the oxidation of free linoleic acid.this case, this effect could be due to the
displacement of interfacial linoleic acid by Twe&® providing a compact non-charged layer
separating the negatively charged substrate andpalséively charged iron in the water,
and/or by formation of mixed micelles with linoleacid (Ponginebbi et al., 1999).

The contribution of unadsorbed emulsifiers in tlgueous phase of O/W emulsions is
presumably of huge importance in many studies iigyating the effect of compositional
parameters on the oxidative stability of emulsioVe estimated the amounts of unadsorbed
emulsifiers in the emulsions prepared within selvstadies, from the amounts of emulsifiers
used to prepare the emulsions, the average dreigketand the molecular area of emulsifiers
at the interface found in the literature (Table According to these estimations, the
proportions of unadsorbed emulsifiers in the O/MUksions were often higher than 70%, and
even higher than 90% in some cases, whatever theohime fraction and the kind of

emulsifier (proteins, surfactants) used to stabittze emulsions.
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Table 2. Estimated concentrations and proportidnsnadsorbed emulsifiers in the aqueous
phase of O/W emulsions for practical examples entavad in the literature. Theoretical
surface loads have been extracted from previousestu

Estimated
conlégtrﬁrlation Qil fraction Average Theoretical uann;((;gg:t?gd Estimated %
Article Emulsifier, pH in 2QUEOUS (% VIV) surface surface load emulsifier in unadsorbed
q 1 0 diameter (um) (g m?) * emulsifier
solution (g 1) aqueoui, pha
(9
Fomuso 2002Tween 20, 7.0 11.1 10 0.20 1.5 8.6 78
Fomuso 2002 WP, 7.0 11.1 10 0.20 2.0 7.8 70
Haahr 2008 Na-cas, 7.0 11.2 10 0.15 3.0 4.6 41
Hu 2003 Na-cas, 3.0 2.0 5 0.48 3.0 1.0 51
Hu 2003 Na-cas, 3.0 15.0 5 0.30 3.0 13.4 89
Hu 2003 WP, 3.0 2.0 5 0.29 2.0 0.9 46
Hu 2003 WP, 3.0 15.0 5 0.26 2.0 13.8 92
Kiokias 2006 Tween 20,7.0 10.0 10 1.16 1.5 9.6 96
Kiokias 2006 WP, 7.0 10.0 10 1.15 2.0 9.4 94
Kiokias 2006 Na-cas, 7.0 10.0 10 1.16 3.0 9.1 91
Kiokias 2006 Na-cas, 7.0 5.0 10 1.52 3.0 4.3 87
Kiokias 2006 Na-cas, 7.0 20.0 10 0.70 3.0 18.6 93
Mora 2010 Casein, 7.0 10.0 5 0.38 3.0 8.8 88
Mora 2010 Casein, 7.0 5.0 1 0.67 3.0 4.9 97
Osborn 2004 WP, 7.0 5.6 10 0.54 2.0 4.3 78
Osborn 2004 WP, 7.0 7.1 30 1.35 2.0 5.2 73
Taherian 2011 WP, 6.8 10.3 3 0.34 7.0** 8.4 81
Villiere 2005 BSA, 6.5 20.0 30 0.45 2.0 14.3 71
Villiere 2005 Na-cas, 6.5 20.0 30 0.45 3.0 11.4 57

* from Atkinson & Dickinson, 1995; Dickinson, 199Bps & van Vliet, 2001; Ye, 2008.
** from Taherian et al., 2011.
BSA, bovine serum albumin; Na-cas, sodium caseivdi, whey proteins.

PolysaccharidesThe effect of various polysaccharides incorpatatethe aqueous phase of
O/W emulsions on lipid oxidation has been investdey several authors (Chen et al., 2010;
Kishk & Al-Sayed, 2007; Matsumura et al., 2000;8ada et al., 1994; Shimada et al., 1996;
Sirendi et al., 1998; Sun et al., 2007). Some a thsted polysaccharides exhibited
antioxidant effect, for example xanthan, bean gghagomannan, curdlan, gum arabic and
pectin. This protective effect was generally atitdal to the metal chelating and free radical

scavenging properties of the polysaccharides.

6.3. Multilayer interfaces

Recently, an increasing interest has developedtter formulation of O/W emulsions

stabilized with multilayer interfaces (Grigoriev &liller, 2009) and for the chemical
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properties of such systems, notably regarding tbeidative stability. An overview of the
main studies carried out on the oxidative stabtitynultilayer interface-stabilized emulsions
is summarized in Table 3. These systems are conynu@digned by electrostatic layer-by-
layer deposition. For the two layer-stabilized esmns, the application of the second layer
generally improved the oxidative stability of emais (Chen et al., 2011a; Djordjevic et al.,
2007; Klinkesorn et al., 2005; Lesmes et al., 2@@awa et al., 2003; Taherian et al., 2011).
This effect was attributed to the electrostaticutsjpns of metal ions when the second layer
was positively charged. This hypothesis was stiergtd by the work of Gudipati et al.
(2010), who demonstrated that the coating of adptlts with chitosan (positively charged)
had a protective effect against lipid oxidationendas the consecutive coating of the droplets
with alginate (negatively charged) decreased théatixe stability of the emulsion. However,
another study demonstrated that the coating adroiplets with a second layer constituted of
anionic pectin was as well protective against lipxdation, which was attributed to a steric
barrier effect (Chen et al., 2011a). The coatingibfiroplets with multilayers also allows to
incorporate specific compounds at the droplet setffor example antioxidants (Lomova et
al., 2010).
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Table 3. Synthesis of the formulation parameters @frthe oxidative stability of multilayer-

stabilized O/W emulsions. Oil volume fractions a&gressed in g/100 g unless otherwise

stated. Each reference is reported as the nanhe dif$t author and publication year.

Agueous Second Third/
Article Lipid phase d First layer further Conclusion
phase layer
layer(s)
Ogawa, Corn oll bAf(;etateH Lecithin Chitosan Bﬁtter ﬁmda'uve jtla b|I|ty_
5003 (1%) uffer, p ) ) when the second layer is
3.0 applied.
Klinkesorn,  Tuna oll Acetate Lecithin Chitosan Better oxidative stab|I|ty_
2005 (5%) buffer, pH ) +) when the se_cond layer is
3.0 applied.
. Better oxidative stability
Sodium :
Hexadecane when the second layer is
T ) Acetate dodecyl . " Pyt
Djordjevic, + citral or Chitosan applied; better oxidative
. buffer, pH sulfate " )
2007 limonene 30 (SDS) (+) stability as compared with
(3% total) ' ) a gum arabic-stabilized
emulsion.
Citrus Better oxidative stability
Katsuda, Menhaden Phosphate BLG pectin or Whgn the second_ layer is
2008 oil (1%) buffer, pH +) sugar _beet - applied (e_xcep_t with sugar
35 pectin beet pectin which contains
) metal ions).
Acetate Better oxidative stability
Gudipati, Fish oil buffer. oH Citrem Chitosan Alginate  with Citrem/chitosan than
2010 (5%) P 0 (+) ) with Citrem alone or
3.5 . ) .
Citrem/chitosan/alginate.
Lesmes, Menhaden Phosphate Caseinate Lactoferrin Better oxidative stab|llty
2010 oil (10%) buffer, pH ) +) when the sepond layer is
7.0 applied.
Dextran Efficient protection of oil
Lomova, Linseed oll BSA Poly- droplets against oxidation
Water -2 sulfate or ?
2010 (5% Vviv) O] arginine . ) by multilayer shell
tannic acid - ; .
containing tannic acid.
. Phosphate L., .. . Better oxidative stability
Chen, 2011a Cg:;;’" buffer, pH (SSI::( EEFO-IS Beez_;))ectln - when the second layer is
0 3.0t05.0 gnhtly applied.
Fish gelatin Better oxidative stability
. , , Phosphate WPI 9 when the second layer is
Taherian, Fish oil (FG) .
2011 (3%) buffer, pH (+) pH 3.4 (+) pH 3.4 applied as compa}r_ed to
340r6.8 (-)pH®6.8 (~0) pH 6 8 WPI- or FG- stabilized

emulsions, at both pHs.

(), (+), (slightly +) or (~0) indicate the elecstatic charge of the layer in the considered cat

6.4. Antioxidant compounds located at the interface

The prevention of lipid oxidation through the usk amtioxidants has been extensively

described and discussed in the literature for desélrankel, 1996; Frankel, 2005; Hunneche

et al., 2008; Laguerre et al., 2007; Porter, 1980;1961). The objective of this paragraph is

therefore not to make an exhaustive review of thistieg applications of antioxidants in
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model food emulsions, but rather to highlight th@mcurrent trends and research axes in this
area, with a focus on the emerging interest forldlalization of antioxidants at the oil/water
interface.

Antioxidants may be naturally contained in vegetadils or supplied in the processed food
products, which is a widely used strategy to couatteoxidative degradations. Several kinds
of food-grade antioxidants exist, involving diffateaction mechanisms. Briefly, we may
distinguish synthetic from natural antioxidants g 1980). The latter class includes
phenolic compounds (flavonoids, phenolic acids, nplie alcohols, tocopherols,
tocotrienols), ascorbic acid and carotenoids. Addiants can exert their protective effect
through two main mechanisms. First, they can ptotee oxidation substrates from the
prooxidant compounds by preventing the formationredctive oxygen species, chelating
metals or scavenging free radicals. Second, thayirdarrupt the propagation step of lipid
oxidation by reacting with peroxyl radicals, thuspping the radical chain reaction. In
multiphase systems, the location of the antioxidantow recognized to be a major factor
governing the antioxidant efficiency as these commols (Heins et al., 2007; Laguerre et al.,
2007). Early works, ending to the paradigm of tbé&apparadox, demonstrated that nonpolar
antioxidants are generally more efficient than po#ntioxidants in O/W emulsions
presumably because they locate more easily atitlveater interface (Cuvelier et al., 2000;
Huang et al., 1996a; Huang et al., 1996c; Por@801Schwarz et al., 2000). It was assessed
that beyond the selection of molecules with an eyppate polarity and oil/water partition
coefficient, the location of the antioxidants ag¢ thil/water interface in O/W emulsions may
be reached applying different strategies. Firgipaiants may be selected for their ability to
interact with the emulsifiers adsorbed at the ailptet surface (Lorrain et al., 2010a; Lorrain
et al., 2010b; Oehlke et al., 2010). However, timgling of the antioxidant to the emulsifier
can also lead to a decrease of the antioxidantiggtivhich could result from the formation
of hydrogen bonds counteracting the hydrogen-dongatactivity of the antioxidant
(Pekkarinen et al., 1999; Stockmann et al., 208Ahther recent study demonstrated that the
use of multilayers of emulsifiers to stabilize OAMulsion allowed incorporating tannic acid
within the emulsifier shell surrounding the oil dlets (Lomova et al.,, 2010). This
formulation resulted in an improved emulsion oxidasstability as compared with multilayer-
stabilized emulsions containing tocopherols indiighase. Very recently, it was found that
selected flavonoids formed solid particles thatlddacate at the oil/water interface in O/W
emulsions, thus contributing to the physical stgbibf the system (Luo et al., 2011).
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Although this work focused only on the physicalbdity of emulsions, the effect of such
interfacial flavonoid particles on lipid oxidatiamould be of great interest.

Second, an increasing interest is currently en@yadt for the synthesis of lipophilized
antioxidants, which exhibit amphiphilic propertieshe lipophilization by alkyl chain
esterification has been tested on various antiokgdahlorogenic acid (Laguerre et al., 2009),
rosmarinic acid (Laguerre et al., 2010), hydroxgsgal fatty acids (Lucas et al., 2010; Medina
et al., 2009). These studies generally highlightext the esterified antioxidants exhibited a
better antioxidative effect than the corresponding-esterified molecules in O/W emulsions,
with an optimum activity when the alkyl chain cantd between 8 and 12 carbons. This
observation was referred as the “cutoff effect’d avas generally attributed to the enhanced
surface activity of the antioxidant molecules antdsequent favored location at the oil/water

interface.

7. Conclusion

Lipid oxidation leads to the degradation of the ritiohal and sensory properties of
formulated emulsions, especially those designedotdtain polyunsaturated fatty acids. To
optimize formulations avoiding the risks linked lipid oxidation, innovative strategies that
integrate a deep understanding of the involved pimema are required. It includes being able
to take in account the factors specific to the elispd physical state of these systems.

This work also highlights that lipid oxidation inmelsified systems results from multiple
phenomena occurring in the different phases of simg with complex interrelationships.
Each factor intervening in the oxidation of O/W dsimns may impact other factors avide
versa As shown in Figure 1, it is difficult to deconualte the effects of the imbricated
parameters and most of them cannot be studieddiegarof others. These interrelated effects

could explain the discrepancies often observed fmamstudy to another.
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Formulation parameters Emulsion characteristics
Oil phase volume fraction Droplet size
pH of aqueous phase Interface charge
Emulsifier type Interface thickness
Emulsifier concentration Amount of unadsorbed emulsifiers

Figure 1. Interrelationships between the formutatgarameters of O/W emulsions and the

corresponding emulsion characteristics.

This review shows that the data about lipid oxmatin O/W emulsions available in the
literature strongly support the hypothesis thatdlévater interface is critically involved in
the development of the reaction. A physical baraéect provided by protein-stabilized
interfaces is notably repeatedly evoked. Howevenenof these studies related directly the
development of lipid oxidation in emulsions to fhieysical and structural characterization of
the involved interfaces. In addition, most of thesalies have been performed in the presence
of large amounts of unadsorbed emulsifiers, whiaggests that the contribution of the
unadsorbed fraction to lipid oxidation was subséyt higher than this of the emulsifiers
located at the interface. Therefore, one shouldloole that the protective effect against lipid
oxidation of the interfacial layer through its barrproperties has not yet been demonstrated

even if some recent publications address the aquresti
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Démarche adoptée

L’objectif du projet de thése était de montrer ¢ustructure de I'interface entre I'huile et la
phase aqueuse peut étre maitrisée de facon a @rokég lipides en émulsion contre
I'oxydation. Cette étude a été réalisée avec deléhde colza, 2" huile alimentaire la plus
consommeée en France apres l'huile de tournesolte Gaiile contient des acides gras
polyinsaturés a la fois des séries n-3 (environ ti@%acides gras totaux) et n-6 (environ 20%
des acides gras totaux) dans des proportions apsezhes des recommandations
nutritionnelles. Des émulsions contenant 30% (pdffjuile de colza purifiée ont été
formulées, cette proportion correspondant aux tenencontrées dans certains aliments, par
exemple les vinaigrettes allégées ou la cremeheailces caractéristiques de la phase aqueuse
de ces émulsions ont également été choisies paur gertinence vis-a-vis de produits
alimentaires réels. Ainsi, les phases aqueusegmaient 80 mM de NaCl et présentaient un
pH de 6,7, ce qui correspond a la force ioniquawepH du lait. Quelques essais ont par
ailleurs été réalisés a pH 3,0, ce qui correspamxdcanditions rencontrées dans des produits
alimentaires acides.

Dans une émulsion, les caractéristiques de liaterfdépendent fortement de la nature de
I'émulsifiant utilisé. Nous avons choisi des pro&s et des émulsifiants non protéiques qui
nous ont permis de générer des monocouches irntdemo/ariées en termes d’épaisseur,
d’homogénéité et de compacité. Le choix des éniaigef a été baseé sur différents criteres : la
diversité de leurs structures et de leurs promigtéysico-chimiques, le fait qu'il s’agisse de
molécules bien connues et caractérisées et leponilslité. Ainsi, ont été utilisés I'albumine
de sérum bovin (SAB), IB-lactoglobuline (BLG) native, dénaturée ou agrédg@-caséine
(BCN), le monolaurate de polyoxyéthyléne sorbitafieveen 20), le monooléate de
polyoxyéthylene sorbitane (Tween 80), un esterid&agras et d’acide citrique (Citrem), le
monolaurate de sorbitane (Span 20), le monolaulateglycérol (MLG) et la dilauroyl
phosphatidylcholine (DLPC). Afin d’étre en mesurétablir un lien entre I'oxydation des
lipides dans les émulsions et les caractéristigless interfaces, nous avons formulé des
emulsions de facon a ce que la concentration d'€ffarit non adsorbé soit la plus faible
possible tout en obtenant des systémes stablefpbysent et présentant des distributions de
taille des gouttelettes lipidiques proches. Dansamre, la mise au point d’'une méthode de

guantification de la fraction d’émulsifiants norsathés a été nécessaire.
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L’oxydation des lipides dans les émulsions a étéliée dans des conditions permettant un
suivi sur une durée relativement courte afin deimmiser les risques de déstabilisation
physique des systémes au cours de la période épésidUne température d’incubation de
25°C a été sélectionnée pour correspondre aux timmslidans lesquelles les expériences de
caractérisation physique des interfaces allaient éffectuées. Cette température étant
relativement basse, il a fallu utiliser un initiatechimique pour pouvoir mesurer les
cinétiques d’oxydation des émulsions sur une dassez courte (48 a 72 h). La plupart des
expérimentations ont ainsi été conduites a 25°(@b&curité, sous agitation rotative lente et
en présence d’'un mélange eéquimolaire de sulfaferd@gl) (FeSQ) et d’acide tétra-acétique
d’éthyléene diamine (EDTA). Pour vérifier la validitdes résultats obtenus dans ces
conditions, des suivis d’oxydation ont été réalis@gprésence d’autres initiateurs chimiques
ou avec une température d’incubation plus élevaes snitiateur. L’oxydation des lipides
dans les émulsions a été mesurée par plusieurodesttpermettant d’évaluer les différents
stades de la réaction : la consommation d’oxygésmes d’espace de téte des flacons, la
formation de dienes conjugués (DC) et la formatiercomposés volatils d’oxydation.

Dans le cas des émulsions stabilisées par desim@stdes modifications subies par les
protéines au cours de lincubation ont été suiviesur caractériser globalement ces
modifications, la diminution de l'intensité de sagnde fluorescence des protéines a été
mesuréeén situdans les émulsions par fluorescence frontale. ésunme de la diminution de la
solubilité des protéines, I'évaluation de leur ggtéon par électrophorése en conditions
réductrices et non réductrices, et le dosage dewipes carbonylées ont également éte
reéalisés.

Enfin, les interfaces impliquées dans certaineslgions ont été reconstituées a 25°C sur des
films de Langmuir ou de Langmuir-Blodgett afin détetminer leur structure et leur
homogénéité. Les émulsions retenues ont été cdles lesquelles la modulation de la
composition et/ou de la structure de la couchafat@le a résulté en une modification de la
cinétigue d’oxydation des lipides. Pour les inteefa stabilisées par des tensioactifs seuls ou
en meélange, la miscibilité des tensioactifs dan§ilhe a été établie grace a la réalisation
d’'isothermes de compression. Pour les interfacaisilistes par des protéines seules ou en
présence de co-émulsifiants, la microscopie a fatmemique (AFM) a permis d’étudier
l'ultrastructure et I'homogénéité de la couche iifgteiale.

La Figure 18 résume les différentes étapes dertmdie expérimentale adoptée au cours de

ce projet.
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Démarche adoptée

Huile de colza purifiée (30 g/100 g) Emulsifiants : protéines et/ ou
tensioactis

Solution aqueuse < pH: 6,7 (tampon PIPES) ou 3,0
(acide phosphorique)

Emulsification L Force jonique : NaCl 80 mM
| Distribution de taille des gouttelettes | o
(@)
Granuométrie, d;, =1,5a2 ym O ©) 00O
: O oloH—>
0520 d
| Charge de surface des gouttelettes | O~ 0O oo
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—o
Ajout d’émulsifiants en excés -—---—===-=——--- c(
Catalyseur d'oxydation -------=-=------- Emulsions stabilisées par Emulsions stabilisées par
- Complexe fer/EDTA des tensioactifs des protéines
- Mélange fer/ascorbate K |
- oglobine . .
o9 48 —72 h, obscurité, 5 rpm Reconstruction et étude des
- AAPH 25{: ou 33 °c' interfaces
L
Air o i
Phase E < @ Centrifugation o) Solution aqueuse
crémée OO «— O%
(@) . . . .
Films de Langmuir  Films de Langmuir-
v Blodgett
_— Caractérisation L
Phase physique :
agueuse Dosage des Miscibilité des Texture/ultrastructure
émulsifiants non émulsifiants dans le du filminterfacial
adsorbés filminterfacial (AFM)
(isothermes de
compression)
Emulsions stabilisées par
des protéines
v
ificati | ‘: : . . les lipi :
Fluorescence du Trp (Spectrofluorimétrie Consommation d'oxygéne (CPG/TCD)
frontale)

Diénes conjugués (Spectrophotométie
Solubilité des protéines UV-visible)

(Spectrophotométrie) Composés volatils (SPME/CPG/FID)

Groupements carboryle Dégradation des AGPI (CPG/FID)

(Spectrophotométrie)

Agrégation (Electrophorése)

Figure 18. Représentation schématique de la démakhérimentale adoptée au cours du
projet de thése: étude multi-échelles des intedaémpliquées dans des systemes
tridimensionnels (émulsions) et reconstituées ®g slystemes bidimensionnels (interfaces
air/eau) et des conséquences des structures imapBgsur I'oxydation des lipides et les

modifications des protéines.
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Matériel et méthodes

1. Matieres premieres et réactifs

1.1. Huile de colza purifiée

Huile de colza commerciale

L’huile de colza utilisée pour cette étude a étet®e chez un distributeur local (Leclerc,
France), sous la marque de ce distributeur (Ryst®zlon les informations fournies par le
distributeur, 100 g d’huile de colza contienneri @,d’acides gras saturés, 9 g d’actde

linolénique (ALA) et 25 mg de vitamine E. Avant feauverture, les bouteilles d’huile

commerciale ont été stockées a 4°C, a I'obscuirité.

Purification de I'huile de colza

Afin d’éliminer les tocophérols qui sont des antidants naturellement présents dans I'huile,
nous avons purifié l'huile de colza. Cette étap@galement permis d’éliminer certains
composés mineurs de l'huile comme les acides gtass| les monoglycérides et les
diglycérides.

Différentes méthodes de purification ont été testdeutes basées sur I'adsorption des
composés mineurs de l'huile sur des matériaux adsts solides et se caractérisant par
'absence d’emploi de solvant, mais se différenczar la nature du matériau utilisé (silice,
alumine ou mélange des deux). Les échantillons il@’hpurifiee ont été comparés sur
plusieurs critéres : teneur en tocophérols, temeuhydroperoxydes et tension interfaciale
huile-eau. Les résultats sont présentéAmmexe |

Dans la méthode retenue, adaptée d'un protocoleégetnment décrit (Maldonado-
Valderrama et al., 2008), I'huile est directemegaren contact avec I'alumine (MP Alumina
N — Super |, MP Biomedicals). Dans un tube a ckrgation en polypropyléne, 1 volume
d’alumine pour 2 volumes d’huile sont mélangés @ pendant 24 h sur un agitateur rotatif
(15 rpm). Les tubes sont centrifugés a 2@P@endant 20 minutes a 20°C (centrifugeuse
JOUAN modele GT422). La phase supérieure huileugepetlevée et centrifugée une
seconde fois dans les mémes conditions. L’huiléfiparest alors prélevée puis, aprés un
barbotage d’azote pendant environ 15 minutes, é®dans des flacons en verre brun a —
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20°C. Le Tableau Il reporte la teneur en tocoplserla teneur en hydroperoxydes et la
tension interfaciale huile-eau de 'huile purifi&elon les différents lots d’huile purifiée, la
teneur en tocophérols varie entre 1,03 et 2,90gug p!’huile.

Tableau lll. Caractéristiques physico-chimiqueg'udle purifiée.

Tension interfaciale Teneurs en tocophérols Teneur en
huile/eau (MmN rif) (Mg ¢ P hydroperoxydes
(Lmolg™)
28,7+ 1,0 1,80+ 0,60 0,34+ 0,23

Les données indiquées représentent la moyennécatt-type d’au moins 3 analyses.

Composition en acides gras de I'huile de colza

La composition en acides gras de I'huile de colzafige (Tableau V) a été déterminée par
chromatographie en phase gazeuse (CPG) des eséthyliques d’acides gras selon le

protocole présenté édmnexe Il

Tableau IV. Composition et teneur en acides grd$hdee de colza purifiée.

Pourcentage relatif de  Teneur en acides gras

Acides gras chaque acide gras (g/100 dans I'huile de colza
g d’acides gras totaux) purifiée (g kg* d’huile)
C16:0 4,73+ 0,10 42,6+ 0,1
Acides gras C18:0 1,42+ 0,17 14,4+ 0,1
saturés (AGS) C20:0 0,54+ 0,02 4,6 0,1
C22:0 0,28+ 0,04 2,3 0,3
Acides gras C16:1 n-7 0,21+ 0,02 1,9+ 0,1
MONOINSAtUIés C18:1 n-9 61,85+ 0,60 510,G: 1,6
(AGMI) C20:1 n-9 1,25+ 0,10 10,3 0,1
C22:1 n-9 0,34+ 0,02 2,2+0,2
Acides gras  C18:2 n-6 19,73+ 0,21 157,4- 0,4
polyinsaturés
(AGPI) C18:3n-3 9,22+ 0,42 75,2+ 0,2
Autres acides gras 2,49+ 0,02 21,0:0,2
Total 100 842,0+1,9

Les données indiquées représentent la moyennécatt-type de 3 analyses.

L’huile de colza purifiée est riche en acide ol@dp18:1 n-9 (environ 62 g/100 g d’acides
gras) ainsi qu’en acides gras polyinsaturés (enva® g d’acide linoléique C18:2 n-6 /100 g
d’acides gras et 9 g d’acia@elinolénique C18:3 n-3 /100 g d’acides gras). Saposition est

€également caractérisée par la présence d'acidssef@noique C20:1 n-9 (1,25 g/100 g
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d’acides gras). Sa teneur en acides gras satusgsctest faible (environ 7 g/100 g d’acides

gras), I'acide palmitique C16:0 étant majoritaire.

1.2. Eau et solutions tampons

Deux tampons de pH différents ont été utilisés goaparer les solutions aqueuses destinées
a la fabrication des émulsions. Le premier tampgad 6,7) contient 10 mM d’acide 1,4-
piperazinediethanesulfonique (PIPES,,&8) et 80 mM de NaCl. La force ionique et le pH
de ce tampon correspondent, par exemple, a celaitdue second tampon (pH 3,0) contient
10 mM d’acide orthophosphorique et 80 mM de Na@k Emulsions ont été diluées dans des
tampons de pH et de molarité similaires mais exerdptNaCl pour la mesure du potentiel
Zeta. Enfin, un tampon Tris 50 mM (Trizma basen&igAldrich), NaCl 0,1 M a pH 7,0 a été
utilisé pour solubiliser les protéines en vue der learactérisation par gel filtration et
chromatographie liquide haute performance (HPLQut&s les solutions tampon ont été

préparées avec de I'eau ultrapure (1@ Mbtenue avec un systeme Milli-Q (Millipore).

1.3. Emulsifiants

1.3.1. Protéines

Trois protéines laitieres ont été utilisées pouabiiser physiquement les émulsions :
'albumine de sérum bovin (SAB), IB-lactoglobuline (BLG) et Ig3-caséine (BCN). Ces
protéines sont naturellement présentes dans dereas#s matrices alimentaires et adoptent
des structures et des comportements aux interfdiffésents. Lap-lactoglobuline présente
une structure globulaire rigide alors que la SABadi-caséine sont plus flexibles (Cayot &
Lorient, 1998). Les principales caractéristiguesamposition de ces protéines sont résumées
dans le Tableau V. Les poudres protéiques ont ébésecvées dans des flacons

hermétiqguement fermés, en chambre froide a 4°C.
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Tableau V. Principales caractéristiques physicoatdies des protéines.

Analyse SAB [3-caséine B-lactoglobuline
pH 3,0 96,3 15,6 92,8
Solubilité (% dela pH 4,0 97,1 5,2 90,4
solubilité a pH 6,7) pH 5,0 98,8 14,1 98,7
Q) pH 6,0 98,3 104,8 98,2
pH 6,7 100,0 100,0 100,0
Gel filtration (2) 1 pic a 66000 Da - 1 pic a ~ 36000 Da
HPLC phase inverse (3) 1 seul pic 1 seul pic 1 pieul
Teneur en eau (g/100 g) (4) 2,37+ 0,48 9,9+ 0,30 7,73 0,25
Teneur en fer (mg/100 g) (5) <1 <1 <1
Teneur en cuivre (mg/100 g) (5) <0,2 <0,2 <0,2
(1) La solubilité des protéines a été déterminées dhifférents tampons contenant 80 mM de NaCl
(Annexe ).

(2) Protocole fourni eAnnexe 1V

(3) Protocole fourni eAnnexe V

(4) Moyennet écart-type de trois analyses ; protocole fournrhenexe VI
(5) Analyses réalisées en externe selon la normEMNFSO-6869.

1.3.1.1. L’albumine de sérum bovin (SAB)

La SAB est une protéine globulaire de masse maé&eutde 66000 Da constituée de 582
résidus d'acides aminés. Elle est structurée papdmts disulfures intramoléculaires qui
permettent des repliements serrés de la chainedpp@, mais ne relient pas de résidus
cysteéyl tres éloignés dans la séquence d’acidemémmiAinsi, la SAB a une structure
relativement ouverte. C’est une protéine qualifikeflexible, qui peut adopter différentes
conformations en fonction de I'environnement o sk trouve. Son point isoélectrique est de
5,15 (Cayot & Lorient, 1998).

La SAB (Cohn, fraction V equivalent, standard gjaalété fournie par MP Biomedicals. La
poudre de SAB contient moins de 1 mg de fer po@ d,0moins de 0,2 mg de cuivre pour
100 g et environ 2,4% d’eau (Tableau V). En présete80 mM de NacCl, la solubilité de la
SAB ne varie quasiment pas avec le pH (Tableaul¥).solubilité la plus faible a été
observée a pH 3,0 et correspond a environ 96% delldilité maximale observée a pH 6,7.
D’aprés le chromatogramme obtenu en gel filtratianSAB présente un pic principal a un
temps de rétention correspondant a un poids malieud’environ 66000 DaAhnexe IV
Tableau V). Elle est donc majoritairement sous fomonomeérique. Un pic mineur avec un
temps de rétention plus faible correspond vraisabieiment a des traces de contaminants de
poids moléculaire plus élevé, ce qui est confirrmglps résultats d’électrophorése sur gel de
polyacrylamide en présence de sodium dodécyl sul{®DS-PAGE) Annexe VI). Le
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chromatogramme obtenu en HPLC en phase invArsgefe Y Tableau V) ne présente qu’un
seul pic. Etant donné que cette méthode chromaibigrae sépare les composés selon leur
hydrophobie, la présence de peptides plus hydrephiue la protéine native, aurait été

révélée par des pics a des temps de rétentiorcpluss.

1.3.1.2. LgBcaseine (BCN)

La BCN a une masse moléculaire d’environ 24000 tmmpte 209 résidus d’acides aminés,
dont une forte proportion de résidus de prolinetteCprotéine présente une structure peu
ordonnée et peut se déplier pour couvrir les iat&$. Son point isoélectrique est de 5,19
(Cayot & Lorient, 1998).

La BCN est utilisée sous forme native et a étérfieupar Lactalis. La poudre de BCN
présente une teneur en eau d’environ 10%, conmients de 1 mg de fer pour 100 g et moins
de 0,2 mg de cuivre pour 100 g (Tableau V). La B&&Npeu soluble dans une gamme de pH
allant de 3,0 a 5,0, et tres soluble pour des valde pH supérieures ou égales a 6,0 (Tableau
V). L'absence de contamination par d’'autres pr@®ifaitieres ou par des peptides a été
vérifiee par HPLC en phase inverggfiexe Y Tableau V) et par SDS-PAGRrinexe V).

La BCN n’a pas pu étre caractérisée par gel fitiracar elle est restée adsorbée dans la
colonne et n‘a pas pu étre éluée. Les moléculeB@N sont connues pour leur forte
propension a s’associer entre elles pour former rdasmicelles (Kajiwara et al., 1988;
Mercier et al., 1972; Takase & Niki, 1980), citéw Cayot & Lorient, 1998. A partir d’une
concentration de 1 g'] les molécules de BCN peuvent s’associer pour dores micelles
d’une taille de 20-25 nm (Dauphas, 2005).

1.3.1.3. LgB#lactoglobuline (BLG)

BLG native:

La BLG a une masse moléculaire proche de 18300 banepte 162 résidus d’acides aminés
(Cayot & Lorient, 1998). Elle comporte 2 ponts diiste et posséde un haut degré de
structuration, avec une trés forte proportion deillts 3. C’est une protéine compacte,
présentant une structure spatiale tres resserge@eur hydrophobe. Son point isoélectrique
est de 5,30.
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La BLG utilisée dans ce travail a été purifiée @tipal’'un isolat commercial de protéines
sériques natives extrait du lait a basse températerProlacta 90, fourni par Lactalis. Le
protocole de purification a été adapté de la médtaétrite par Mailliart & Ribadeau-Dumas
(Mailliart & Ribadeau-Dumas, 1988). La poudre detpmes sériques est dissoute dans de
I'eau ultrapure & une concentration de 10d.g_e pH de la solution est amené & 2,0 et 14
g/100 g de chlorure de sodium (NaCl) sont ajout#s @e faire précipiter les protéines
sériques @-lactalbumine, SAB, immunoglobulines et BLG). Ap&3 minutes d’agitation, la
solution est diluée au demi ce qui permet de reksiider sélectivement la BLG. Apres
centrifugation 10 minutes a 10044 le surnageant contenant la BLG solubiliséeé&sipeére.
L’'addition de 23 g/100 g de NaCl permet de re-giéer la BLG. Apres plusieurs heures
d’agitation lente, la solution est centrifugée dEssmémes conditions que précédemment. Le
précipité est repris dans de I'eau ultrapure @iHede la solution est ajusté a 7,0. La solution
est ensuite dialysée contre de I'eau permutée (bsudk dialyse Sigma D9402, seuil de
coupure = 12000 Da). Aprés 6 renouvellements deullpermutée, la solution de BLG est
lyophilisée et la poudre obtenue est conservéd&Ca @ette poudre présente une teneur en eau
d’environ 8% et contient moins de 1 mg de fer pb@® g et moins de 0,2 mg de cuivre pour
100 g (Tableau V). En présence den®Wl de NaCl, la solubilité de la BLG dépend peu #l p
(Tableau V). La solubilité la plus faible, obseng@H 4,0, correspond a environ 90% de la
solubilité maximale observée a pH 6,7. D’apreshimmatogramme obtenu en gel filtration a
pH 7,0, la BLG présente un seul pic a un tempséention correspondant a un poids
moléculaire d’environ 36000 Dainexe IV Tableau V), ce qui correspond a la protéine a
I'état dimérique, forme normale de la BLG a pH meutes interactions impliquées dans la
dimérisation de la BLG sont de nature hydrophobgsioasiques (Relkin, 1998). Le
chromatogramme obtenu en HPLC en phase inv&rsgefe Y Tableau V) ne présente qu’un
seul pic, ce qui indigue I'absence de peptides tlBt .G purifiée pour ce travail. L'analyse

de la protéine par SDS-PAGE confirme I'absenceaidamminants protéiquesiinexe VI).

BLG dénaturée ou agrégée

Afin d’étudier I'effet de la structure des proténa l'interface, nous avons réalisé des essais
avec de la BLG dénaturée thermiqguement ou parelie agrégée. La BLG dénaturée
thermiquement est obtenue en placant une solugdBLd5 & 10 gt dans de I'eau ultrapure

pendant 45 minutes au bain-marie a 80°C sous mgitahagnétique modérée. Apres
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refroidissement, la solution est diluée au demsdamtampon PIPES 20 mM, NaCl 160 mM,
pH 6,7.

La solution de BLG partiellement agrégée (10% dBggts) est préparée en mélangeant 1
volume d’une solution de BLG native & 9 fdans du tampon & pH 6,7 (PIPES 10 mM +
NaCl 80 mM) et 1 volume d’'une solution d’agréga¢sBLG (1 g I* dans du tampon PIPES
1,9 mM + NaCl 15 mM, contenant 2,4 mM d’azide ddism) préalablement préparés par
chauffage de solutions salines de BLG, purifiés pétrafiltration-centrifugation sur
membrane et de diametre hydrodynamique moyen, gz diffusion dynamique de la

lumiere, d’environ 35 nm (Rullier et al., 2008).
1.3.2. Tensioactifs ou émulsifiants moléculaires

Des émulsifiants de nature non protéique ont étiséd pour la fabrication des émulsions,
seuls ou en mélange avec d’autres émulsifiantstiLgture chimique de ces émulsifiants est
présentée dans la Figure 19. Leurs principalescearstigues physico-chimiques sont
présentées dans le Tableau VI. La teneur et la ositiign en acides gras des émulsifiants qui
sont des esters d'acides gras ont été déterminaesCPG apres préparation d’esters
méthyliques, selon le protocole présenté Aamexe Il (excepté I'ajout de toluéne pour
solubiliser I'’échantillon). La teneur en hydropeydes du Tween 20 et du Tween 80 a été
déterminée selon un protocole adapté de Wolff (¥al94). En milieu acide, les
hydroperoxydes oxydent le #een F&". Le complexe coloré formé par les ions’'Fet le
xylénol orange est dosé en retour a 540 nm. Latdiecation s’effectue par rapport a une
gamme d’hydroperoxyde de cuméne.

Tensioactifs non ioniqgues

Le Tween 20 ou monolaurate de polyoxyéthyléne tambiet le Tween 80 ou monooléate de
polyoxyéthyléne sorbitane sont des esters de sbrblittenus par synthése. Le Span 20 ou
monolaurate de sorbitane est un ester de sorBigsl.émulsifiants proviennent de chez Sigma
Aldrich (Tween 20 : P7949 ; Tween 80 : P8074 ; Span S6635).

Tensioactif anionique
Le Citrem (GRINDSTED CITREM N 12 VEG) est un estkacide gras et d’acide citrique

fourni par Danisco.
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Monoglycéride et phosphatidylcholine

Ces émulsifiants ont été utilisés en mélanges alaadtres émulsifiants pour stabiliser des
émulsions en modulant la composition et la stractde l'interface. Le monolaurate de
glycérol (MLG) est un monoester d’acide lauriqueletglycérol ¢n1 dodécanoyl glycérol).
La dilauroyl phosphatidylcholine (DLPC) est une gploatidylcholine comportant 2 chaines
d’acide laurique (1,2-didodécanoyl-glycéro-3-phasgioline). Ces composés proviennent de
chez Sigma Aldrich (MLG : M1765 ; DLPC : P1263).
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Figure 19. Structures moléculaires du Tween 20 ¢&),Tween 80 (B), du Brij 78 (C), du
Citrem (D), du Span 20 (E), du monolaurate de ghicF) et de la dilauroyl
phosphatidylcholine (G).
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Tableau VI. Caractéristiques physico-chimiqueséiaalsifiants moléculaires utilisés.

Composé Tween 20 Tween 80 Citrem Span 20 MLG DLPC
n° CAS 9005-64-5  9005-65-€ 1338-39-2 142-18-7  18194-25-7
Masse molaire (g md) (1) 1228 1310 531,0 346,5 2744 621,8
CMC (mM) (2) 0,050 0,010
HLB (2) 16,7 15,0 8,6 5,2
Acides gras saturés (AGS)

c8:0 5,73+ 0,13 - - 5,12+ 0,17 - -

C10:0 6,45+ 0,06 - - 6,19+ 0,20 - -

C12.0 53,66x0,36 4,01+0,04 - 48,79+ 1,33 100 100

C14:0  19,63+0,42 1,93+0,09 1,18+0,02 19,82+0,44 - -
Composition C16:0 8,33+ 0,15 5,38 0,11 46,27+0,20 11,73+0,22 - -
en acides Cc18:0 5,94+ 0,09 1,52+0,02 50,34+0,31 6,53+0,18 - -

gras (%) C20:0 - 0,2% 0,01 - - -
) Acides gras monoinsaturés (AGMI)
C16:1 n-7 - 1,09+0,13 0,29+0,02 1,22+0,11 - -
C18:1 n9 0,27+£0,04 80,91+ 0,14 1,22+0,34 - - -
C20:1 n-9 - 51%0,12 - - - -
Acides gras polyinsaturés (AGPI)
C18:2 n-6 - - - 0,12 0,03 - -
Teneur en acides gras
totaux (mg par g 99,3+2,6 99,320 679,16,7 403,3 45,0 666,9+ 11,8 674,2+1,0

d’échantillon)
Teneur en hydroperoxydes
(umol par g d’échantillon) 24,3+ 04 12+0.1

Abréviations : CAS, chemical abstract service ; GMsdncentration micellaire critique ; HLB,
balance hydrophile lipophile.

(1) Les masses molaires indiquées sont celles ésnpdr les fournisseurs.

(2) Les valeurs de CMC et de HLB proviennent duailade Hait & Moulik (2001).

(3) Moyennest écart-types de trois analyses. Les teneurs er(atigras majoritaire(s) sont indiquées
en gras.

Le Tween 20 et le Tween 80 ont des valeurs de balbgdrophile lipophile (HLB) élevées,
ce qui implique que le rapport entre leur téte pelat leur chaine aliphatique est important.
Ce sont des tensioactifs hydrosolubles, adaptéssiabilisation physique d’émulsions H/E
(McClements, 2005). A l'inverse, le Span 20 et le@/contiennent une chaine aliphatique
identique a celle du Tween 20 (principalement deidle laurique) mais leur téte polaire est
dépourvue de chaines polyoxyéthyléniques, ce gpliqeie leur HLB plus faible. Utilisées
seules, ces molécules ne permettent pas de stalphgsiquement des émulsions H/E.

Les émulsifiants moléculaires choisis sont exentfasides gras polyinsaturés, ce qui les
rend assez stables vis-a-vis des phénoménes dixydies lipides. Le Tween 80 contient
une forte proportion d’acide oléique (80,9 g/100dtacides gras). Les émulsifiants
moléculaires étudiés contiennent un meélange d’acjulas, exceptés le MLG et la DLPC qui
contiennent uniguement de 'acide laurique.

Le Tween 20 contient 24,3 umol d’hydroperoxydes gemmme. En effet, les chaines

polyoxyéthyléniques des tensioactifs de type pobaes peuvent étre oxydées et, par

87



Matériel et méthodes

conséquent, former des hydroperoxydes (Kerwin, 200#cuso et al., 1999a; Nuchi et al.,

2001). La teneur en hydroperoxydes dans le Tweers8plus faible (1,2 umol™y.

1.4. Initiateurs d’oxydation

Les conditions d’incubation des émulsions ont dtéisies pour observer les phénomenes
d’oxydation sur une période relativement courte 48 h). Les différents initiateurs et leurs
concentrations dans les émulsions ont été choésfagbn a obtenir des vitesses d’oxydation
du méme ordre de grandeur. Les résultats des edsmiimisation de ces différentes

conditions d’'incubation sont présentésfemexe VIlI

Complexe FES@EDTA :
Du sulfate de fer heptahydraté (FeS@H,O ; Sigma Aldrich, 215422) et de 'EDTA sous
forme de sel de disodium-calcium (Sigma Aldrich,2Z9T) ont été utilisés en concentrations

equimolaires (200 uM) dans les émulsions. Desisnisita 12 mM sont préparées séparément
et extemporanément dans de I'eau ultrapure. Le mder/EDTA est ensuite préparé en
mélangeant un volume équivalent de chaque solutomélange obtenu étant placé sous

agitation magnétique douce pendant environ 1 hexaat ajout dans les émulsions.

Mélange FeGlascorbate
Des solutions (3 mM) de chlorure de fer (FeCsigma Aldrich, F7134) et d’ascorbate de
sodium (Fluka, 11140) sont préparées séparémergxmporanément dans de l'eau

ultrapure. Ces solutions sont ensuite introduitéguentiellement dans les émulsions : la
solution de FeGl puis la solution d’ascorbate de sodium, pour dbtane concentration

finale dans I'’émulsion de 50 uM de chaque composé.

Metmyoglobine (MetMb}

De la myoglobine de cceur de cheval (Sigma Aldidh882) a été utilisée. Une solution de

metmyoglobine (MetMb) a 30 uM est préparée dan$edel ultrapure et ajoutée dans les

émulsions pour obtenir une concentration finalesd@&mulsion de 1 pM.
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2,2’-azobis(2-amidinopropane)-dihydrochloride (AAPH

Une solution d’AAPH (Sigma Aldrich, 44091-4) a 30Mmest préparée dans de l'eau
ultrapure et ajoutée dans les émulsions pour abter@ concentration finale dans I'émulsion
de 1 mM.
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2. Préparation et caractérisation physico-chimaggémulsions

2.1. Préparation des émulsions
2.1.1. Préparation des solutions d’émulsifiants

La plupart des émulsifiants sont dispersés enisokiaqueuses avant émulsification. Seuls le
Citrem et la DLPC, tres peu hydrosolubles, sonbiiporés dans I'huile de colza purifiee
avant émulsification.

Les solutions aqueuses d’émulsifiants sont prépataeveille de leur utilisation. Les
emulsifiants sont dissous a 4°C sous agitatiorelpendant une nuit dans du tampon (pH 6,7
ou 3,0). Dans le cas des mélanges d’émulsifiargs, gblutions aqueuses sont préparées
séparément pour chague émulsifiant. Les deux sokitaqueuses sont réunies en deux
masses égales au moment de la préparation de §&mul

Le Citrem et la DLPC sont introduits dans I'huile colza purifiée préalablement ramenée a
température ambiante sous forme de solutions damschlorométhane (environ 200 ul de
solvant pour 8 g d’huile). Le solvant est ensuiv@pdré par bullage d’azote dans I'huile
pendant 1 heure a environ 30-35°C. L’éliminatiomptete du dichlorométhane a été vérifiee
par micro-extraction en phase solide (SPME) coupléechromatographie en phase gazeuse
(CPG), dans des conditions similaires a cellesiwécci-apres (3.2.2. Mesure des composeés
volatils d’oxydation).

Les concentrations d’émulsifiants utilisées poupiéparation des émulsions sont présentées

dans le Tableau VII.
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Tableau VII. Composition en émulsifiants des énaurisi

Concentration Ratio Concentration Rapport
pH de la . - . Co-emen Rapport bp
o . Em en solution . surfacique . . molaire
Emulsifiant (Em) solution émulsifiant solution massique
agueuse du Co-em Em/Co-
agueuse ) (Co-em) agueuse  Em/Co-em
(g l ) (RSa %) (g |1) em
BLG 6,7 5 - - - - -
BLG 3,0 5 - - - - -
BlGen 42 10* : : : : :
exces
BLG
dena‘guree 6.7 5 i i i i _
thermique-
ment
BLG
. partielle- i i i i )
Protéines ment 6,7 5
agrégée
BLG 6,7 4,55 Tween 20 10 % 0,47 9,62 0,64
BLG 6,7 2,53 Tween 20 50 % 2,36 1,07 0,07
BLG 6,7 4,55 DLPC 10 % 0,29** 15,69 0,53
BCN 6,7 5 - - - - -
BCNen 47 10* - - - - -
exces
BCN 6,7 4,52 DLPC 10 % 0,26** 17,34 0,45
SAB 6,7 4 - - - - -
Tween 20 6,7 5 - - - - -
Tween 20 3,0 5 - - - - -
Tween ?0 6.7 10* ) i ) ) i
Tensio- en exces
actifs Tween 20 6,7 4,60 MLG 10 % 0,39 11,78 2,63
Tween 20 6,7 4,60 Span 20 10 % 0,49 9,38 2,64
Tween 20 6,7 2,5 Tween 80 - 2,5 1 1,07
Tween 80 6,7 5 - - - - -
Citrem 6,7 6** - - - - -

* Cette concentration correspond a la somme desettrations en émulsifiant incorporég® et
postémulsification.
** La DLPC et le Citrem sont incorporés dans I'lejilans des concentrations reportées en équivalent

dans les solutions aqueuses.

2.1.2. Emulsification

Nous avons choisi de travailler avec des émulstomstituées de 30 g d’huile de colza et de

70 g de solution aqueuse pour 100 g d’émulsionteGebportion correspond a des matrices

alimentaires telles que certaines sauces ou vietdégrallégées.

Les émulsions sont généralement préparées a gdrtile de colza purifiee et de solution

agueuse d’émulsifiant. Dans le cas de I'émulsicabiBsée par le Citrem, celui-ci est

préalablement incorporé dans I'huile. Dans le aas émulsions stabilisées par un mélange
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protéine/DLPC, la protéine est solubilisée dansolation aqueuse et la DLPC préalablement
incorporée dans I'huile.

Les deux phases sont pesées dans un bécher deam#adaptée. Une pré-émulsion est tout
d’abord réalisée avec un homogénéisateur rotoorstiieidolph SilentCrusher M 595-06000-
00-2 5000-26000 rpm) a 15000 rpm pendant un terep2 chinutes pour 30 g d’émulsion.
L’émulsion grossiére ainsi obtenue est ensuite simuhée plus finement avec un
homogénéisateur a un étage basse pression (AO8AZOWN; Stansted Fluid Power, Stansted,
Angleterre). La pression d’homogénéisation dépeadype d’émulsifiant (Tableau VIII).
L’étape d’homogénéisation, d’'une durée maximum demi 40 s., n’induit pas

d’échauffement notable de I'émulsion.

Tableau VIII. Parametres d’homogénéisation appBqguaur 50 g d’émulsion, pour différents

émulsifiants.

Pression )
-~ o . - Nombre de Durée
Emulsifiant d’homogénéisatio Débit (ml mir-) o
passages d’homogénéisation

(bars)
Protéines et _
_ 50 178 20 5min 40 s.
Citrem
Tensioactifs 35 187 10 2 min 40 s.

2.2. Conditions d’incubation des émulsions

Apres émulsification, les émulsions sont additi@mée solutions d'initiateurs de facon a
obtenir les concentrations finales suivantes: RESOIA 1/1 M/M 200 pM dans
I'émulsion ; FeCd/ascorbate 1/1 M/M uM dans I'émulsion ; MetMb 1 |disins I'émulsion ou
AAPH 1 mM dans I'émulsion. Les émulsions sont réparen fractions de 3 ml dans des
flacons headspace de 20,5 ml sertis hermétiquepaentin septum et une capsule métallique.
Les flacons sont placés sur un agitateur rotaigfnde a 30° par rapport a la verticale, réglé a
une vitesse de 5 rpm, dans une étuve a 25°C acliobs, pendant 48 a 78 h. Certaines
émulsions ont été incubées a 33°C ; dans ce camllene de solution d'initiateur a été

remplacé par un volume équivalent d’eau ultrapure.
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2.3. Caractérisation physique des émulsions
2.3.1. Distribution de taille des gouttelettes dlau
2.3.1.1. Microscopie optique

Certaines émulsions ont été observées au microsqmjupie (grossissemer10 oux20) afin
de mettre en évidence d’éventuels phénomenes daerildtdon ou de coalescence des
gouttelettes. L'appareil utilisé est un microscopéque Nikon Eclipse E400 (Japon), équipé
d’objectifs (Nikon 1& / 0,25 Ph1 DL WD6,1 ou Nikon 20/ 0,40 Ph1 DL WD3,8) et d’'une
caméra (VidéoCapteur 3CCD KY-F55B JVC).

2.3.1.2. Granulométrie laser (diffusion statiqueladéumiere)

Principe & objectif:

L'objectif de cette mesure est de caractériserid&ridution de taille des gouttelettes d’huile
dans les émulsions. La granulométrie laser esttectnique basée sur la diffraction de la
lumiéere. Pour des particules de taille supérieul@ langueur d’onde, I'analyse des données
s’appuie sur la théorie de Fraunhofer qui utilisg hypotheses suivantes : on considére des
particules sphériqgues non poreuses et non opagigesliamétre supérieur a la longueur
d’'onde, animées d'un mouvement aléatoire. On supupse les particules diffractent la
lumiere avec la méme efficacité quelle que soit kaille. Lorsqu’un faisceau laser éclaire
une particule, on peut observer des franges deadiibn. Selon Fraunhofer, I'intensité du
rayonnement diffracté et I'angle de diffraction s@onction de la taille des particules. Plus la
particule est grosse, plus I'angle de déviationladéumiere sera faible. Dans le cas ou le
diameétre des particules est inférieur a la longwtande, la théorie de Fraunhofer cesse
d’étre valable et on utilise la théorie de Mie, dm@sur les approximations de Rayleigh. Dans
cette théorie, on suppose que la lumiére est nolersent diffractée par les particules, mais
gu’elle est également réfléchie et diffusée. Eflgpopage jusqu’a ce qu’il y ait une variation
dans l'indice de réfraction du milieu. Cette vadatd’indice induit une réfraction du faisceau
monochromatique qui arrive sur le détecteur entastalni plusieurs déviations de sa direction
de propagation. L'application de la théorie de Miécessite donc une connaissance des
propriétés optiques des particules et du miliedidpersion.
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Mesure:

La mesure de la taille des gouttelettes préserads démulsion a été réalisée avec un
granulometre laser (Micromeritics Saturn DigiSis200). La longueur d’onde du laser est de
658 nm et la distance focale de la lentille de 200. Les indices de réfraction de I'eau et de
I'huile de colza utilisés pour paramétrer 'analysmt 1,331 et 1,473, respectivement (Zhang
et al., 2006). L’émulsion, diluée environ au £ans une solution de SDS a 1 g/100 g, est
ajoutée goutte a goutte jusqu’a atteindre un taoksguration de 5 a 10%, I'obscuration
initiale étant inférieure a 0,3%. Le résultat danbBlyse est présenté sous forme d'un
histogramme de fréquence reportant la distributlenla taille des gouttelettes. Un tableau
récapitulatif présente un ensemble de paramétagistgjues, parmi lesquels lg £diamétre
moyen d’'une sphére qui aurait le méme volume gsi@aeticules) et lesg (diametre moyen
d’'une sphére qui aurait la méme surface que lescpias), exprimés en pm. La distribution
de taille des gouttelettes a été déterminée danéntmilsions fraichement préparées et apres
48 h d’incubation.

2.3.2. Mesure du potentiel Zeta

Principe:

La charge de surface de particules disperséesletiosoaqueuse induit la formation d’'une
couche d’ions autour de ces patrticules, la conaBotr ionique dans cette zone étant alors
plus élevée que dans la phase continue. Le pdtefdia représente la charge de surface
acquise par une particule en solution entourée et couche d’ions. On le mesure en
appliguant un champ électrique a travers la disperde particules. Celles-ci migrent alors
vers I'électrode de charge opposée a leur chargeairdi@gce, avec une vitesse proportionnelle a
la valeur absolue du potentiel Zeta. La mobilités gharticules est mesurée par diffusion
dynamique de la lumiére et permet de calculer teng®l Zeta a partir de la viscosité de la

phase continue en appliquant les théories de Simogki ou Huckel.

Mesure:

La charge de surface des gouttelettes d’huile &&kiée dans certaines émulsions a pH 6,7
ou pH 3,0 au travers de la mesure du potentiel ZgtaaV). Les mesures sont réalisées avec
un appareil de diffusion dynamique de la lumiéretégizer Nano ZS, Malvern Instruments,

Royaume-Uni). Les émulsions sont diluées 1000 dieiss des tampons exempts de NaCl a
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pH 6,7 ou 3,0. Lors de la mesure, le modele de Scholwski est appliqué. L’indice de
réfraction utilisé pour I'huile de colza est de 7134 Les parameétres utilisés pour la phase
continue correspondent a ceux de l'eau pure : giseo= 0,8872 cP a 25°C; indice de

réfraction = 1,330 ; constante diélectrique = 7.8,5)

2.3.3. Séparation et récupération des phases aguetusrémée

Les émulsions sont centrifugées a 3&§0pendant 45 minutes, a 20°C afin de séparer la
phase crémée de la phase aqueuse. Les phases emqseud récupérées et filtrées
successivement sur des membranes d’acétate désellde 0,45 ; 0,20 puis 0,10 um. Cette
filtration permet d’éliminer la plupart des petitgauttelettes d’huile résiduelles dans la phase

agueuse apres centrifugation. Les phases crémeéesallectées séparément.

2.3.4. Dosage des émulsifiants non adsorbés

L'objectif de ce travail de thése était d’étudieffet de I'interface sur I'oxydation lipidique
des émulsions. Il était donc important de minimikercontribution des émulsifiants non
adsorbés. Pour cela, nous avons dosé la quangr@utBifiants résiduels dans la phase
agueuse des émulsions et évalué a partir de cettarmla quantité d’émulsifiants adsorbés a
linterface. Le dosage des émulsifiants non adsoraéété réalisé dans les émulsions
fraichement préparées et aprés 48 h d’incubation.

2.3.4.1. Dosage des protéines dans la phase aqueuse

Deux méthodes ont été utilisées pour doser la géade protéines présentes dans les phases
agueuses recueillies.

La premiere méthode est basée sur I'acquisition gjpectre UV-visible, directement sur la
phase aqueuse diluée. Ce spectre est réalisé28ftret 600 nm, avec un pas d’acquisition de
1 nm et une vitesse d'acquisition de 240 nmmina lecture est réalisée contre une cuve
remplie de solution tampon. Les cuves utilisées ges cuves en quartz SupragiHellma,
référence 108.002QS, 10 mm). L'appareil utilisé st spectrophotometre Perkin Elmer
UV/vis Lambda 12. Les spectres obtenus sont trawes le logiciel PeakFit (version 4.00,
Jandel Scientific, San Rafael, Etats-Unis) afinreetifier la ligne de base. Pour cela, une

régression quadratique par rapport a des pointgued manuellement est réalisée de part et
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d’autre du pic d’intérét. Cette méthode permet’dffranchir de la modification de la ligne de
base due a la diffusion provoquée par les trésegsegiouttes résiduelles. Grace aux gammes
étalons des 3 protéines préalablement réaliséesd {06 mg mf), la concentration des
protéines résiduelles en phase aqueuse des énmulpieat étre calculée a partir de
'absorbance maximale des spectres (278 nm).

La seconde méthode consiste en un dosage colagoetdes protéines par la méthode de
Markwell (Markwell et al., 1978), qui repose sureumodification de la méthode de Lowry
(Lowry et al., 1951). Le PIPES réagissant légerdraeac le réactif de Folin-Ciocalteu, il est
important d’avoir toujours la méme concentratiorPeRES dans les échantillons et les points
de la gamme étalon. Les gammes d’étalonnages tte&é pour chaque protéine (0 a 100
Hg mi).

Finalement, aprés détermination de la concentraiionprotéines en phase aqueuse, le
pourcentage de protéines non adsorbées est cglanléapport a la quantité initiale de

protéines en solution aqueuse, correspondant a.100%

2.3.4.2. Dosage des tensioactifs dans la phaseusgue

Une méthode de dosage des tensioactifs en phasesagdes émulsions a été développée.
Cette méthode repose sur la transestérificatioprésence d’'un standard interne des acides
gras portés par les molécules de tensioactifs, panisa quantification par CPG des esters
meéthyliques. L'intérét et l'originalité de cette théde reposent sur la réalisation de la
réaction de transestérification directement danghlase aqueuse de I'émulsion, sans étape
d’extraction. Le protocole utilisé pour la méthydat consiste en une adaptation de la
meéthode décrite par Christie (Christie, 198®rfexe ). Différents standards internes ont éte
testés : l'acide heptadécanoique (C17:0), 'hemiani@ate de méthyle (Me-C17:0) et le
monoheptadécanoyl glycérol (Mono-C17:0). Le prote@ppliqué est le suivant : un volume
précis (0,5 ml) d’échantillon (phase aqueuse d'&alou solution de concentration connue
en tensioactif, pour la gamme étalon) est introdaits un tube en verre a vis et additionné de
100 pl de solution de standard interne & 500 (g dahs de I'acétone/méthanol ; 2/1 ; viv.
Apres évaporation du solvant sous un flux d’az@enl de méthanol et 400 pl d’acide
sulphurique sont ajoutés. Le contenu du tube héyoeyhent fermé est homogénéisé
(agitateur de type vortex, 1 minute, 3500 rpm)speitube est placé a 100°C pendant 1 heure.
Les esters méthyligues formés sont recueillis @nalysés par CPG comme décrit en

Annexdl.
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Pour chaque tensioactif, des droites d’étalonnageét® établies, représentant le rapport de
I'aire du pic d'un acide gras du tensioactif cogsé(en général I'acide gras majoritaire) sur
l'aire du pic du standard interne en fonction decdamcentration en tensioactif en solution
agueuse. La concentration en tensioactif dansHasgs aqueuses d’émulsion est déterminée
en reportant sur les droites de calibration le oaipge I'aire du pic du méme acide gras de ce
tensioactif sur l'aire du pic du standard interha. Figure 20 présente la comparaison de
droites d'étalonnage obtenues pour le Tween 20 amsidérant I'aire du pic de l'acide
laurique (C12:0), pour les 3 standards interng®seses droites d’étalonnage obtenues pour

les autres tensioactifs sont présentéeararexe 1X
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Figure 20. Comparaison des droites d’étalonnagenoleis pour le dosage du Tween 20 avec
'acide heptadécanoiqued), I'heptadécanoate de méthyle)(ou le monoheptadécanoyl

glycérol (a). Chague point représente la moyenne de 3 essais.

Les trois courbes d’étalonnage sont linéaires ttagamme de concentration testée, avec une
pente plus importante en présence du monoheptaaldcgliycérol. C’est donc ce standard
interne qui a été choisi pour réaliser les dosdgagnsioactifs en phase aqueuse.

Dans les phases aqueuses d’émulsion, il resteajémé@mt une trés faible quantité de petites
gouttelettes d’huile n’ayant pas été éliminéesligaape de filtration, comme en témoigne la
diffusion visible sur les spectres d’absorbance g@gbases aqueuses. Les acides gras
correspondant a ces traces d’huile résiduelle amsment donc sur les chromatogrammes
obtenus lors du dosage des tensioactifs non adsdrinéiile de colza contient des acides gras

polyinsaturés et notamment de I'acide linoléiqué@lce qui n'est pas le cas des difféerents
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tensioactifs utilisés. Il est donc possible de taire la contribution des acides gras de I'huile
de colza résiduelle aux aires des pics utilisés fdosage des tensioactifs. Par ailleurs, la
guantité d’huile de colza résiduelle dans les phasgieuses d’émulsions peut également étre
évaluée.

Finalement, apres détermination de la concentrafiontensioactif en phase aqueuse, le
pourcentage de tensioactifs non adsorbés est éajmail rapport a la concentration de
tensioactif initiale en solution aqueuse, corresiaon a 100%.

2.3.4.3. Cas des mélanges d’émulsifiants

Mélanges protéine/protéine

Dans le cas des émulsions stabilisées par un neldagdeux protéines, la quantité de
protéines non adsorbées en phase aqueuse a étéesghkibalement en considérant une droite
d’étalonnage moyenne pondérée par les proportioes deux protéines introduites
initialement dans I'’émulsion, ce qui suppose geg deux protéines aient la méme propension
a s’adsorber a l'interface.

Pour évaluer spécifiquement la concentration dejubgrotéine dans la phase aqueuse, il
faudrait par exemple réaliser une électrophoréesg péparer les deux protéines et estimer

leurs proportions respectives par densitométrien{lduDalgleish, 1994).

Mélanges tensioactif/tensioactif

Dans le cas d’émulsions stabilisées par deux taosis présentant des compositions en
acides gras différentes, il est possible de quanspécifiquement chaque tensioactif en phase
agueuse des émulsions. Par exemple, dans une e@mstabilisée par un mélange de Tween
20 et de Tween 80, l'aire du pic de C18:1 (présehauteur de 81% dans le Tween 80 mais
absent du Tween 20) permet de déterminer la coratemt en Tween 80 non adsorbé dans la
phase aqueuse, aprés soustraction de la contnbudtio I'huile de colza résiduelle. La

contribution du Tween 80 au pic de C12:0 (acides graésent a hauteur de 4% dans le Tween
80 et de 54% dans le Tween 20) est retranché&iret testante du pic de C12:0 permet de
déterminer la concentration en Tween 20 non adsiabg la phase aqueuse. La seule limite
de cette méthode concerne les cas ou les dewoaetifs ont des profils en acides gras

similaires, ce qui est le cas pour les mélangebaen 20 et de Span 20. Dans ce cas, il n'est

pas possible de distinguer la contribution de ckatgnsioactif aux pics d’acides gras
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observés et donc de déterminer spécifiguement leomsentrations respectives en phase

agueuse de I'’émulsion.

Mélanges protéine/tensioactif

Nous avons Vérifié que la présence d’un tensiofletifween 20) en solution aqueuse ne géne
pas la quantification des protéines par la méthadeorimétrigue de Markwell, et

réciproguement. Il est donc possible d’appliquer neéthodes de dosage décrites ci-avant
lorsque la phase aqueuse d’émulsions contientf@idades protéines et des tensioactifs non

adsorbés.

2.3.5. Calcul de la couverture de surface des éffarigs dans les émulsions

A partir du diamétre moyen des gouttelettes d’hddes les émulsions et de la concentration
d’émulsifiant en phase aqueuse, nous avons calautéuverture de surface des différents
émulsifiants utilisés seuls dans les émulsidhsefkprimée en mg i) et l'aire interfaciale

occupée par une molécule d’émulsifiafst éxprimée en nfrou A?).

_ (mO - ml) X Vgoutte X Yo
Sgoutte X Mhuile

r

(25)

ou my est la masse d’émulsifiant initialement introdulEns une masse donnée d’émulsion
(mg), m est la masse d’émulsifiant non adsorbé dans netae quantité d’émulsion (mg),
Vgoutte €St le volume moyen d’une gouttelette d’huile slca partir du g, (ml), o est la
masse volumique de I'huile de colza purifige=0,92x 10° mg mi*, d’aprés Zhang et al.,
2006), outte €St la surface moyenne d’une gouttelette d’hualeudée a partir dusg (m?) et

Mhuile €St la masse d’huile dans la masse d’émulsionadémre (mg).

A=

|

x M
M (26)

ou I est la couverture de surface de I'émulsifiant ennif ou en g A2, M est la masse

molaire de I'émulsifiant (g md) etN est le nombre d’Avogadro (nmidl
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3. Mesure de 'oxydation des émulsions

3.1. Mesure de la consommation d’oxygene

Principe:
Cette méthode, précédemment décrite par Lethuaat. d2002) et Villiere et al. (2005)
consiste a mesurer la quantité d’oxygene restans daspace de téte des flacons dans

lesquels les émulsions sont incubées.

Mesure:

Cent microlitres d’espace de téte sont prélevés ame seringue a gaz et injectés en CPG.
L’'appareil utilisé est un chromatographe Hewletck&ad 5890 Series I, équipé d'une
colonne capillaire recouverte d’un polymére poréuarian plot fused silica, longueur 10 m,
diametre interne 0,32 mm, coating Molsieve 5A CPBJ5& d’'un détecteur a conductivité
thermique (TCD) ou catharométre. L'analyse estigéal en mode isotherme a 50°C.
L'injecteur est en mode « split » (débit de fuit@&ml min*) et sa température est de 50°C.
La température du détecteur est fixée a 125°C.liuiméest utilisé comme gaz vecteur avec
un débit de 2 ml mih Le passage dans le catharométre de moléculesante celles du gaz
vecteur se traduit par un changement de condu&tthiérmique du milieu et permet donc
'enregistrement d’'une variation de tension. Leochatogramme obtenu présente 2 pics : le
premier correspond a I'oxygene et le second a f&aZdeux flacons sont utilisés pour chaque

point de cinétique, avec 3 préléevements de 10Guflacon.

Expression des résultats

L’intégration de l'aire du pic d’oxygene, réalis@éel'aide du logiciel Borwin, permet de
calculer la quantité d’'oxygene présent dans I'espade téte et donc la quantité d’oxygéne
consommé par kg d’huile (mmol,(xg* huile), comme détaillé eAnnexe X La référence

utilisée est I'air du laboratoire.
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3.2. Méthodes de mesure de I'oxydation des lipides

3.2.1. Formation des diénes conjugués

Principe:
L’'oxydation des acides gras polyinsaturés s’accanpad’'un réarrangement des doubles
liaisons qui passent en position conjuguée. Legedieconjugués (DC) présentent un pic

d’absorption dans l'ultra-violet avec un maximunx @mvirons de 233 nm.

Mesure:

La méthode utilisée est adaptée des protocoleggipar White (White, 1995) et Corongiu &
Banni (Corongiu & Banni, 1994). Un volume connurdidsion est dilué au 1/108¢f dans
de l'isopropanol. La solution obtenue est centéigt minutes a 128Q. Le surnageant est
prélevé et introduit dans une cuve en quartz (Hglli08.002 QS, 10 mm). Le spectre
d’absorption est enregistré entre 200 et 350 nne amepas d’acquisition de 1 nm, contre un
blanc constitué d’isopropanol et de tampon dans piteportions correspondant a celles
présentes dans I'’échantillon. L’appareil utilisé @s spectrophotometre Perkin Elmer UV/vis

Lambda 12. Trois essais sont réalisés par éclamntill

Expression des résultats

Les quantités de DC dans I'échantillon sont caksil@ partir des valeurs d’absorbance
mesurées a 233 nm et du coefficient d’extinctionain® des hydroperoxydes conjugués, qui
est égal & 27000 Mcm™ (Pryor & Castle, 1984). Les résultats sont expsireé mmoles

d’équivalents hydroperoxydes par kg d’huile (mmplHP kg huile).
3.2.2. Formation et quantification des composéatisel

Principe:

Au cours des réactions doxydation secondaire dpgleks, les hydroperoxydes se
décomposent en divers composés volatils qui somtaeiie libérés dans I'espace de téte des
émulsions. La méthode utilisée pour quantifier igluss de ces composés est la micro-
extraction en phase solide (SPME) couplée a la @R@tilisant un étalonnage externe de

chacun des composés quantifiés. Les composésisolannent s’adsorber sur une fibre en
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fonction de leur concentration dans I'émulsion)ele coefficient de partage entre 'émulsion

et 'espace de téte, et de leur affinité pour aefi

Mesure:

Une fibre (Carboxel' — polydiméthylsiloxane (PDMS), Supelco, épaiss#ifilm 75 um)

est introduite a travers le septum du flacon daspéce de téte au dessus de I'émulsion et
exposée pendant 15 minutes a 25°C ou a 33°C, deldempérature d’incubation de
'émulsion. Apres l'exposition dans l'espace deetéta fibre est placée dans le port
d’injection, réglé a 250°C et équipé d'un liner deameétre interne de 0,75 mm, du
chromatographe. La purge de l'injecteur est maumefermée pendant les 5 premiéres
minutes pour s'assurer de la désorption complesecdmposés dans la colonne. Pendant les
15 minutes suivantes, la purge est ouverte ebta thalayée par un courant d’hydrogéne avec
un débit de 30 ml mih L'appareil est un chromatographe Hewlett Pacl&880 Series I,
équipé d’'une colonne capillaire en silice fondubrda ZB-624 dont la phase stationnaire est
constituée de 6% de cyanopropylphényl et de 94%mélhyl-polysiloxane (longueur 30 m,
diamétre interne 0,32 mm, épaisseur du film 1,80 @id'un détecteur a ionisation de
flamme (FID). La température de l'injecteur est2@®°C. L’hydrogéne est utilisé comme gaz
vecteur avec un débit de 2 ml rifirLa température du détecteur est fixée & 250°€ débits
d’air et d’hydrogéne au niveau du détecteur somésfia 250 et 25 ml nmifn respectivement.
Le programme de température appliqué est le suivant

35°C (3 min)- chauffage 10°C mih — 210°C - chauffage 20°C mih - 260°C (4 min).

Le passage dans le détecteur des composés votatisit a I'enregistrement d’'une variation
de tension. Les pics du chromatogramme obtenus identifiés par CPG couplée a un
spectromeétre de masse (Trace DSQIl Thermofishe@ngfic), dans des conditions identiques
a celles de l'analyse par CPG-FID, excepté la patlr gaz vecteur qui est cette fois de
I’hélium. Les spectres de masse sont obtenus awegonisation électronique de 70 eV et un
balayage continu des rappomézde 35 & 350 & une vitesse de 2 sCarCes spectres ont été
comparés aux spectres de la base de données Nigfegtation des pics obtenus aprés
analyse par CPG-FID est réalisée a I'aide du legBorwin.

Calibration externe et expression des résuitats

Les aires des pics sont converties en quantit®apasés volatils (Lmol Kgd’huile) d’aprés
des courbes de calibration établies comme sui pd&émulsions stabilisées par le Tween 20

sont préparées a partir d’huile de colza non meifians laquelle des quantités connues de
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standards de composés volatils ont été incorpotéssdifférents composés ont été ajoutés
dans des quantités permettant de reproduire lepogions des 18 composés volatils
identifiés dans les émulsions oxydées. Une gamalerétle pré-émulsions a été préparée de
facon a encadrer les quantités minimales et mags@dé composés volatils produites dans les
eémulsions oxydées. Les pré-émulsions de calibraiitnété réparties en flacons headspace
fermés hermétiquement et équilibrées a 25°C of@ p&ndant 30 minutes. Les aires de pics
ont été obtenues par SPME-CPG-FID comme expligééépliemment.

3.2.3. Composition en acides gras d’huile extrditamulsions oxydées

Afin d’évaluer les quantités d'acides gras de lbuile colza touchées par I'oxydation au
cours de l'incubation des émulsions, la phase grdssquelques émulsions oxydées a été
extraite et sa composition en acides gras a étgrdigtee.

L’extraction de I'huile est réalisée a I'aide d’orélange hexane/isopropanol 3/2 v/v. Environ
exactement 1 g d’émulsion est introduit dans um takcentrifugation en polypropylene. Dix
millilitres d’hexane/isopropanol 3/2 sont ajoutés. contenu des tubes est homogénéisé par
agitation au vortex pendant quelques secondes,gouimoyen d’un homogeénéisateur rotatif
(Heidolph SilentCrusher M 595-06000-00-2 5000-2668@) a 12000 rpm pendant 1 minute.
Les tubes sont ensuite centrifugés (2000 rpm, 5uted 20°C) et la phase organique
contenant l'huile extraite est prélevée. Un demllilitre de cette phase organique est
introduit dans un tube a vis en verre préalablensmét et le solvant est évaporé sous azote.
Aprés pesée jusqu'a poids constant, 200 pl d’abieletadécanoique, 5 mg tbans de
'acétone/méthanol ; 2/1 ; viv, sont ajoutés. Lanposition (g/100 g d’acides gras totaux) et
la teneur en acides gras (g kd'huile) sont ensuite déterminées par CPG selqrdéocole
décrit enAnnexe Il Les quantités d’acides gras oxydés sont calcul&gses les teneurs en

acides gras dans I'huile purifiée de départ et dlanse oxydée.
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3.3. Evaluation de l'altération des protéines

3.3.1. Evolution de la fluorescence des protéirasdes émulsions

Principe & objectif:

L’évolution du signal de fluorescence des protéiaescours de I'incubation des émulsions
stabilisées par des protéines dans les différentaglitions testées a été suivie par
fluorescence frontale. Cette méthode fournit urferination sur les modifications globales
subies par les protéines au cours de I'incubateEsm@mnulsions (Rampon et al., 2001). Parmi
les méthodes d’évaluation de I'altération des pnetetestées durant ce projet, la fluorescence
frontale est la plus rapide et simple a mettre enreg ce qui a permis de I'appliquer aux
émulsions incubées dans toutes les conditionsetestéde réaliser des mesures a des temps

d’incubation rapprochés.

Mesure:

Les spectres de fluorescence ont été acquis @& l@diigh spectrofluorimétre Hitachi F-4500
(Tokyo, Japon) équipé d'un accessoire de mesurmate frontal réglé a 56°. Les fentes
d’excitation et d’émission sont réglées a 5,0 & @mn, respectivement. Environ 140 pl
d’échantillon (émulsion, phase aqueuse d’émulsion pthase crémée d’émulsion) sont
déposés entre les deux lames d’'une cellule dezxjdartrajet optique 0,5 mm (Hellma, 106
QS). Les analyses sont réalisées dans une piese@étature controlée (22 3°C). Trois
répétitions des spectres sont réalisées sur trigespd’essais indépendantes pour chaque
échantillon. Les spectres d’émission du tryptophsmet enregistrés entre 290 et 350 nm,
avec une longueur d’'onde d’excitation fixée a 28, nne vitesse d’acquisition de 240 nm

min et une tension de 950 V.

Expression des résultats

Les résultats sont exprimés en intensité de floerese a 334 nm (I) divisée par I'intensité

enregistrée a t = Ogfl
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3.3.2. Solubilité des protéines

La solubilité des protéines extraites des émulsiogishes, incubées 24 h ou 48 h, et des
phases aqueuse et crémée de ces émulsions, aafiéecvApreés la collecte des phases
agueuse et crémée comme deécrit précédemment 8B. Béparation et récupération des
phases aqueuse et crémée), une aliquote de 20@ ghatjue fraction (émulsion, phase
agueuse filtrée ou phase crémée) est prélevéeudanbe Eppendorf. Aprés ajout de 1800 ul
d’isopropanol pour précipiter les protéines et biiser les lipides, les tubes sont agités et
centrifugés (1400€y, 5 minutes, 10°C), le surnageant est éliminéeetulot de protéines
précipitées est lavé une seconde fois par 1800igdpdopanol. Lors de cette étape, afin de
remettre le précipité en suspension, les tubesagptéts quelques secondes au vortex, placés 5
minutes au bain a ultrasons a température ambpangede nouveau agités quelques secondes
au vortex. Les tubes sont alors centrifugés dami&mes conditions que précédemment puis
le surnageant éliminé. Cing cent microlitres d'FXBI sont ajoutés puis les tubes sont placés a
'obscurité a température ambiante pendant 1 hewresours de laquelle une agitation des
tubes au vortex pendant quelques secondes estugiemutes les 10 minutes. Une nouvelle
précipitation des protéines est ensuite réaliséeajentant 500 pl de solution d’acide
trichloroacétique (TCA) par tube tout en placard febes dans un bain glacé pendant 10
minutes. Les tubes sont alors a nouveau centrifudp@s les mémes conditions que
précédemment et le surnageant éliminé. Les culotd# $avés par deux fois 1 ml
d’éthanol/acétate d’éthyle ; 1/1 ; v/v puis unesftiml d’isopropanol, en agitant au vortex et
en centrifugeant les tubes entre chaque lavagé,Be$ culots lavés sont repris dans 1 ml de
solution de chlorure de guanidium (GuCl) 6M et pRcous agitation magnétique dans un
bain thermostaté a 37°C pendant 30 minutes a 12phes centrifugation (1406@, 3
minutes, 10°C) pour éliminer les éventuelles fawdi insolubles, une titration de la
concentration en protéines solubles dans les seamig est effectuée par la méthode
colorimétrique a I'acide bicinchoninique (BCA) (St al., 1985) en utilisant des gammes
étalons réalisées pour chaque protéine (SAB, BLB®N, 0 & 0,2 g1). La concentration en
protéines solubles est exprimée en”get en % par rapport & la concentration dans les

échantillons correspondant aux émulsions fraiches.
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3.3.3. Formation de protéines carbonylées

Principe & obijectif:

Pour évaluer les dégradations oxydatives subieteparotéines au cours de 'incubation des
émulsions stabilisées par des protéines (SAB, BWGBEN) en présence de linitiateur
FeSQ/EDTA a 25°C, nous avons dosé les groupements ogdm fixés aux protéines
extraites et resolubilisées. La méthode de dosaggbupements carbonyles est basée sur la
réaction de ces groupements avec la dinitro 2,4nydhgdrazine (DNPH) qui conduit a la
formation d’'un composé coloré (Levine et al.,, 1990gtte méthode a été appliguée aux
protéines extraites des émulsions fraiches, in@uBédeh ou 48 h, et des phases aqueuse et
cremée de ces émulsions. L'objectif était d’obtets informations sur les dégradations
oxydatives subies par les protéines adsorbéessarface des gouttelettes d’huile ou non

adsorbées dans la phase aqueuse.

Mesure:

Apres la collecte des phases aqueuse et crémée eafgorit précédemment (cf. 2.3.3.
Séparation et récupération des phases aqueuséned¢a); 3 aliquotes de 200 ul de chaque
fraction (émulsion, phase aqueuse filtrée ou plmémée) sont prélevées dans des tubes
Eppendorf. Les échantillons sont traités selorrdequole décrit dans le paragraphe précédent
(3.3.2. Solubilité des protéines), 'HCI 2N étaatnplacé par une solution de DNPH 10 mM
dans de I'HCI 2N. Aprés reprise des culots dansolation de GuCl 6M et centrifugation
(14000<g, 3 minutes, 10°C), la lecture de I'absorbancesidesageants est réalisée a 370 nm

contre les surnageants des tubes sans DNPH condssps.

Expression des résultats

La concentration en groupements carbonyles dangdeantillons (umol™) est calculée
d’'apres la loi de Beer-Lambert en utilisant le @ieefnt d’absorption molaire des carbonyle a
370 nm € = 22000 | mof cmi?) (Levine et al., 1990). La quantité de groupemeatbonyles
est ensuite rapportée a la concentration en pest&olubles (umol de carbonyles par g de

protéines solubles).
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3.3.4. Agrégation des protéines et implication plests disulfures

L’agrégation des protéines natives ou extraitesédasisions fraiches, incubées 24 h ou 48 h,
et des phases aqueuse et crémée de ces emulsittngtadiée par électrophorése sur gel de
polyacrylamide en présence de SDS (SDS-PAGE), emdittons non réductrices ou
réductrices. Les culots de protéines sont repris da tampon Laemli a pH 6,8 contenant 0,5
M de Tris, 10 g/100 g de SDS, 30 g/100 g de ghyicétralu bleu de bromophénol de facon a
obtenir une concentration en protéines théorique2 dag mi*. Du B-mercaptoéthanol est
ajouté a hauteur de 8 g/100 g lorsque I'électropdmrest réalisée en conditions réductrices.
Les échantillons sont vortexeés, incubés a températmbiante pendant 1,5 h et dénaturés a
95°C pendant 5 minutes. Des volumes de 10 pl diédleen ou de 20 pl de marqueur de
poids moléculaire (Bio-Rad, range #161-0305) saftodés sur des gels d’électrophorese
contenant 10% d’acrylamide (pour les échantilloasS&\B) ou 12% d’acrylamide (pour les
échantillons de BLG et de BCN). Le tampon de migratontient 25 mM de Tris, 192 mM
de glycine et 0,1 g/100 g de SDS. La migratiorréslisée a 20 mA, puis les gels sont colorés

avec une solution de bleu de Coomassie, décoloigspannés.
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4. Etude des films interfaciaux impliqués dansdemsilsions

4.1. Préparation de films de Langmuir et établiss#nd’isothermes de

compression

Principe:

La balance de Langmuir est un dispositif qui perdemesurer une tension superficielle en
fonction de la densité de molécules tensioactivésgmtes a I'interface air-eau.

L’'appareil comporte une cuve en téflon contenanpHase liquide ou sous-phase, équipée
d’'une ou deux barrieres mobiles dont le déplacenpentnet de faire varier l'aire totale
disponible et donc la densité des molécules gefiate. La cuve est équipée d’'un capteur de
pression : une lame de Wilhelmy, permettant de needa tension superficielle. Lorsqu’une
lame mince est plongée dans un liquide, la tend®surface se manifeste par la formation
d’'un ménisque le long de son périmétre (Figure Ra)force exercée par le liquide sur la
lame (F) est alors égale au poids du liquide per@éalame, selon I'équation :

F = pycod (27)

ou p est le périmétre de la lanyda tension interfaciale €&l'angle de contact.

Lorsque la lame est entierement mouillée, ce duieesas pour les lames en platine, en verre

ou en papier® est nul ; la tension interfaciale est alors deewnt proportionnelle a la force

exercée par le liquide sur la lame, sgit= %
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Balance

| " -

Lame

0\ _Ménisque

Liquide

Figure 21. Représentation schématique d’'une lanwitheelmy a la surface d’un liquide.

Les molécules tensioactives adsorbées a linterthognuent la tension superficielle. La
pression de surface ou pression de film bidimemsba (1) est définie comme la différence
entre la tension de surface de la sous-phase @gukt la tension de surface de la sous-phase

couverte de la couche de molécules tensioactiyesditt=yo - V.

Mesure:

Pour I'étude des couches de protéines, nous audise une balance de Langmuir KSV 3000
(KSV Instruments, Helsinki, Finlande) équipée d'uneve en téflon de surface maximale
730,5 cm? dont la température est régulée par noglation d’eau thermostatée a 25°C dans
des conduits placés directement sous la cuve. rha kst une lame de platine de périmétre
21,2 mm. Pour les films constitués d’'une seule §net des solutions de protéines sont
préparées a 1 mg thidans du tampon PIPES 10 mM, NaCl 80 mM, pH 6 destvolumes
allant de 55 a 60 pl sont déposés a la surfaca deus-phase constituée du méme tampon.
Un temps d’équilibrage de 30 minutes est systématigent respecté avant la compression.
La vitesse de fermeture des barriéres est réglé® mm mint au cours de la compression,
soit 15 cm? mift. Dans le cas des films constitués d'un mélang&jre + co-émulsifiant, la
solution de co-émulsifiant (DLPC ou Tween 20) espprée dans du chloroforme ; le dépot
du co-émulsifiant a la surface de la sous-phasstitoée du tampon a pH 6,7 est tout d’abord
réalisé et suivi d'un temps d’équilibrage de 30 utés. La solution de protéine dans du
tampon est ensuite déposée, et un second tempslidiége de 30 minutes appliqué avant la

compression. Les concentrations des solutions oi&ipe et de co-émulsifiant ainsi que les
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volumes déposés ont été calculés de facon a respestratios interfaciaux utilisés dans les
émulsions correspondantes.

Pour I'étude des couches de tensioactifs, une balde Langmuir NIMA 302 LL (NIMA
Technology Ltd, Coventry, Angleterre) équipée d’'wwe en téflon de surface maximale
267 cm? dont la température est régulée par ucalation d’eau thermostatée a 25 °C dans
des conduits placés directement sous la cuve tiisée. La lame est une lame de platine de
périmétre 21,2 mm. Les solutions de tensioactifg peéparées dans du chloroforme. Dans le
cas des films constitués de mélanges Tween 20 tensioactif, les mélanges sont réalisés
dans les proportions souhaitées avant le dépda smus-phase. Un temps d’équilibrage de 30
minutes est respecté avant la compression. Laseitde fermeture des barrieres est réglée a

20 mm min* au cours de la compression, soit 20 cmZ'min

4.2. Prélevements de films par la technique de ramgBlodgett

Des films de protéines (BCN ou BLG), utilisées ssubu en meélange avec la DLPC, ont été
prélevés sur balance de Langmuir en vue de lestéaiser par microscopie a force atomique
(AFM). Les prélevements sont effectués selon lahriegie de Langmuir-Blodgett, qui
consiste a transférer un film interfacial plan sarsupport solide vertical, ici une plague de
mica. Le mica préalablement clivé est fixé sur xe zertical motorisé, et immergé d’environ
10 mm dans la cuve de la balance de Langmuir KS®3MDes solutions aqueuses de
protéines et, le cas échéant, des solutions cloionifues de DLPC, sont ensuite déposées en
surface de la sous-phase (tampon a pH 6,7) compré déns le paragraphe précédent. Les
dépbts sont réalisés a une pression de surfacdaotasla pression choisie ayant éte
déterminée par les isothermes de compression coommespondant a l'aire interfaciale
occupée par les protéines dans les émulsions, 158 N m' pour les fims dep-
lactoglobuline et 21,2 N thpour les films dé3-caséine. Pour ce faire, la barriére de la cuve
est fermée & une vitesse de 20 mmhjirsqu’a atteindre la pression de consigne. Une foi
cette pression atteinte, le film interfacial estlpvé en remontant le mica a une vitesse de 4
mm mir’. Le dép6t obtenu est séché dans un dessicatenr@étature ambiante et conservé

ainsi jusqu’a I'analyse en AFM.
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4.3. Etude des films par microscopie a force atomighAFM)

Principe:

La microscopie a force atomique est une technigueansiste a analyser la topographie de
surface d’'un échantillon. Une pointe de dimensioasométriques couplée a un micro-levier
se déplace verticalement et latéralement a la surdie I'échantillon. Les déformations du
micro-levier en fonction des interactions pointeface sont enregistrées et permettent de
construire une image tri-dimensionnelle de la sigfde I'échantillon. Selon la distance entre
la pointe et la surface de I'échantillon, on digtie différents modes d’analyse :

- Le mode contact : la distance entre la pointéaeturface de I'échantillon est faible ; les
interactions impliguées sont majoritairement répeks

- Le mode non-contact : le micro-levier oscille awme faible amplitude a une distance
relativement élevée de I'échantillon, la pointest’donc pas en contact avec la surface ; les
interactions impliquées sont majoritairement atives.

- Le mode contact intermittent ou tapping : la a@hse entre la pointe et la surface de
I'échantillon est intermédiaire, le micro-leviercilke de facon a ce que la pointe effleure la
surface en bout d'oscillation ; les interactionspliquées sont majoritairement attractives,
excepté lorsque la distance pointe-surface estmaiei.

Mesure:

Des images des films de Langmuir-Blodgett préalablet constitués et séchés ont été
obtenues par AFM en mode tapping ou en mode contagtpareil utilisé est un microscope
Autoprobe CPI Park Scientific Instruments (Sunngy&tats-Unis). Les images sont acquises
avec une sonde nitride silicone pyramidale convenglle (RTESPA-CP, k -20 N T
Digital Instruments, Santa Barbara, Etats-Unis)adile échantillon est étudié en minimum 5
emplacements différents, en appliquant différergsaradissements : les dimensions des
images acquises varient de 6680um a 1x 1 um. La force de scan est inférieure a 10 nN
afin de minimiser la déformation de I'échantilldra résolution est fixée a 256256 pixel2.

Le signal de déflection est déterminé par la déripéemiére du signal topographique. Les

images sont analysées grace au logiciel WSxM 4ab@héc Electronica, Espagne).
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5. Traitement des données

5.1. Analyse de variance

Afin de déterminer si les concentrations en émialsi§ non adsorbés varient
significativement au cours de l'incubation des &imrs, des analyses de variance a un
facteur (ANOVA) ont été réalisées. Lorsqu’un eBanificatif au seuil de 5%p(< 0.05) est
mis en évidence, une procédure des comparaisornpiesiilde Student-Newman-Keuls est
mise en place pour confirmer I'effet observé. Cealyses ont été effectuées avec le logiciel
StatGraphics Plus 5.1 (StatPoint Technologies sEiats).

5.2. Ajustement des données d’oxydation et de ifiuétrie

Les données de consommation d’oxygene, de formaties dienes conjugués et de
fluorescence des protéines dans les émulsions ans$ o leur incubation ont été ajustées
avec un modéle de Gompertz modifié. Ce modele estramment utilisé par les
microbiologistes pour ajuster des courbes préseftamases caractéristiques : une phase de
latence, une phase exponentielle ou phase d’augtimniet un plateau. L’équation utilisée

pour ajuster les données de consommation d’oxygede formation des DC est la suivante :

Y =yo +Aexp(-exp(1+ uexp (1) (L-1) D (28)

A

ou Y est la consommation d’oxygéne (mmelkg™ huile) ou la formation des DC (mmol eq
HP kg* huile), y est égal & zéro pour la consommation d’'oxygéna tauvaleur initiale de
DC dans les émulsions (mmol eq HPKkaguile), t est le temps d'incubation (i, est la
valeur plateau de consommation d’oxygéne (mmok@" huile) or de DC formés (mmol eq
HP kg' huile), 1 est la vitesse de consommation d’oxygéne (mmokdg} huile h') ou de
formation des DC (mmol eq HP kdile H') etL est le temps de latence (h).

Une régression non linéaire est appliquée poumesti et avec l'algorithme de Marquardt.
La valeur deA est fixée & 134 mmol £kg* d’huile pour la consommation d’oxygéne ou & 80
mmol eq HP kg d’huile pour la formation des DC, ces valeurs ayéré déterminées
expérimentalement. Les estimations initialed_d# 17 sont respectivement de 1,0 et 1,0. Des

intervalles de confiance asymptotiques pduret g sont calculés avec un niveau de
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signification de 95%. Le logiciel utilisé est Stad@hics Plus 5.1 (StatPoint Technologies,
Warrenton, Etats-Unis).

D’apres les valeurs estimées pouret pu, le temps ., h) correspondant au temps
d’incubation pour lequel la moitié de la consomimatd’oxygéne maximale ou de la valeur

maximale de DC formés était atteinte a été caldiadprés I'équation suivante :

(In (-InYzoj -1} x A
tiz=L- (29)

Hxexp(1)

Dans le cas des courbes de suivi du signal d’éomsie fluorescence des protéines a 334 nm,
on observe une diminution du signal au cours dupgentontrairement aux courbes de
consommation d'oxygene et de formation des DC pesguelles le parametre étudié
augmente au cours du temps. L'équation utilisée pquster les données de diminution du

signal de fluorescence des protéines a donc étdigedomme suit :

Y =yo-(Yo-A) exp(-exp(h mexp(1)x (L-1) D (30)

yo-A
ou Y est l'intensité du signal d’émission de flusmzence a 334 nm normalisée par rapport a la
valeur a g (1/ 1o, sans unité), gyest la valeur initiale du signal normalisé, seityl (b/ lo,
sans unité), t est le temps d’'incubation fgst la valeur plateau du signal normalisé (&10
A < 0,30), 1 est la vitesse de diminution du signal normalfs8 etL est le temps de latence
(h). Les estimations initiales deet 1z sont respectivement de 0,1 et 0,1.
Comme précédemment, une régression non linéairapgdiguée pour estimér et u avec
l'algorithme de Marquardt. Des intervalles de canfie asymptotiques polr et ¢ sont
calculés avec un niveau de signification de 95%lolggciel utilisé est Statgraphics Plus 5.1
(StatPoint Technologies, Warrenton, Etats-Unis).

5.3. Analyse en composantes principales

Les données de consommation d’oxygene et de favmalies principaux composés volatils
dans les émulsions stabilisées par la SAB-taséine, |g-lactoglobuline ou le Tween 20 a
pH 6,7, ont été rassemblées dans une matrice Xotéemprenant 378 lignes et 9 colonnes
(consommation d’'oxygéne et 8 composés volatils)adDle ligne correspond a une
observation pour un émulsifiant donné, un tempscdbation donné et une condition

d’incubation donnée. Les coefficients de corrélaimtre chaque couple de paramétres dans
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X ont été calculés, formant la matrice de corrétatiotéeC, de dimensions & 9. Chaque
élémentc; de C correspond au coefficient de corrélationeel®s parametres d’'indicest;.

La matrice X a été traitée par analyse en composantes priesipgCP) des données
normées, c'est-a-dire divisées par [|'écart-type ateque colonne de la matrice. La
normalisation des données se justifie du fait cpge Unités des différentes colonnes sont
différentes et que les intensités des donnéesalenrvabsolue, ne sont pas comparables entre
elles. L'analyse statistique a été réalisée dagrsvitonnement MATLAB' (version 7, The
MathWorks, Natick, Etats-Unis).
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Résultats et discussion

Introduction

La section Résultats et discussion de ce manwestriprésentée sous forme de publications et
de projets de publications dans des revues a caieitécture, rédigés en anglais.

L’objectif de cette thése était de montrer queracture de l'interface entre I'huile et la phase
agueuse peut étre maitrisée de facon a protégdipidss en émulsion contre I'oxydation.
Afin d'étudier 'effet de la couche interfacialerdioxydation des lipides dans ces émulsions,
il a fallu formuler des émulsions en minimisanttacentration en émulsifiants non adsorbés
en exceés dans la phase aqueuse, et caractérisggymiyment ces émulsions. Ceci a requis
I'utilisation voire le développement de méthodepéiknentales permettant la récupération de
la phase aqueuse des émulsions et le dosage désifiimis non adsorbés (protéines et/ou
tensioactifs). La mise au point de ces méthodetewst application a la caractérisation
physique d’émulsions stabilisées par des protémesdes tensioactifs fait I'objet de la
premiere publication présentée dans le premieritbkage cette section.

Le second chapitre décrit les résultats relatifexydation des émulsions stabilisées par les
couches interfaciales de composition les plus @B)pt’est-a-dire stabilisées par un seul
émulsifiant, et met I'accent sur les différencesxgdabilité entre les émulsions stabilisées par
des protéines ou par des tensioactifs. Ces diftésennt tout d’abord été mises en évidence
en présence d’'un initiateur d’oxydation composéede I'état chélaté, et sont décrites dans la
deuxieme publication présentée. Ce chapitre sespiiysar une troisieme publication, dans
laguelle les différences d’oxydabilité des émulsigmécédemment décrites sont confirmées
dans d’autres conditions d’incubation, impliquaniveds mécanismes d'initiation de
I'oxydation des lipides.

Le troisieme chapitre présente une étude portarlesumodifications subies par les protéines
au cours de I'incubation des émulsions stabiligggsdes protéines. Ces résultats sont décrits
dans la quatrieme publication et soulévent deuxcgaux points de discussion : le phasage
des réactions impliquées dans I'oxydation des dipidt dans les modifications/dégradations
subies par les protéines, et la propension degipast a subir ces modifications/dégradations

en fonction de leur localisation dans les émulsions
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Enfin, le quatrieme et dernier chapitre présengerésultats relatifs a I'oxydation des lipides
dans des émulsions stabilisées par des couchedaaides complexes : des mélanges
d’émulsifiants ou des protéines dont la conformmraioété modifiée. Certaines des interfaces
impliquées dans ces systemes ont été reconstsutesles films plans afin de permettre
l'étude de leur structure par des méthodes de téaisation physique, et d'établir si
I'oxydabilité des émulsions peut étre reliée awacgeristiques de composition et de structure
des couches interfaciales stabilisant les goutésldipidiques. L'ensemble de ces résultats est
rapporté dans deux projets de publication : le perononcerne les couches interfaciales
constituées de mélanges de tensioactifs ; le secmmterne les couches interfaciales
constituées de protéines modifiées conformatioamedht ou utilisées en mélange avec un
phospholipide.

Pour terminer, cette section se conclut par unéhege en francais des résultats considérés

comme les plus marquants de ce travail de thése.

116



Résultats et discussion

1. Formulation et caractérisation physique des sions (Article 1)

Quantification of unadsorbed protein and surfactantilsifiers in oil-

in-water emulsions

Journal of Colloid and Interface Scien@®11, 354, 739-748
Claire Berton, Claude Genot, Marie-Hélene Ropers*

INRA, UR1268 Biopolymeres Interactions Assembldgdel316 Nantes, France
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ABSTRACT

Unadsorbed emulsifiers affect the physical and ebainbehaviour of oil-in-water (O/W)
emulsions. A simple methodology to quantify unatiedremulsifiers in the aqueous phase of
O/W emulsions has been developed. Emulsions werkifoged and filtered to separate the
aqueous phase from the oil droplets and the coratemt of unadsorbed emulsifiers in the
aqueous phase determined. The quantification oflsorhed surfactants based on the direct
transesterification of their fatty acids was valethfor Tween 20, Tween 80, citric acid ester
(Citrem), Span 20 and monolauroyl glycerol. To deiee unadsorbed proteins, results
obtained with Folin-Ciocalteu reagent or UV-speptrotometry were compared on emulsions
stabilised byB-lactoglobulin (BLG),3-casein (BCN) or bovine serum albumin (BSA). The
first method gave more accurate results especthlyng aging of emulsions in oxidative
conditions. The whole methodology was applied talemans stabilised with single or mixed
emulsifiers. This approach enables optimizatioerofilsion formulations and could be useful
to follow changes in the levels of unadsorbed eifieits during physical or chemical aging

processes.

Keywords

Protein; Surfactant; Unadsorbed emulsifiers; l@esf Oil-in-water emulsion.
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1. Introduction

Oil-in-water (O/W) emulsions are dispersed syststabilized with surface-active molecules
called emulsifiers. Several kinds of emulsifiergsgxincluding proteins, polymers, ionic and
non-ionic surfactants (Grigoriev & Miller, 2009)ntulsifiers adsorb at the oil-water interface
where they decrease the free energy of the sydtemirag its stabilization. However, only a
part of the emulsifier is actually located at theerface. An unadsorbed fraction is present in
the aqueous phase either as monomers or as aggegyath as micelles (McClements &
Decker, 2000). Although unadsorbed emulsifiers diodirectly stabilize the oil droplets, they
participate to the physical and chemical properiethe systems. For example, they induce
the depletion flocculation of emulsions (Dauphaslet 2008; Dickinson & Golding, 1997;
Dickinson et al., 2003; Ye, 2008). Unadsorbed pnstg@rotect lipid droplets from oxidation
by scavenging free radicals and chelating metad while unadsorbed surfactants interfere
with lipid oxidation by forming micelles that cafsa solubilise fatty acids or hydroperoxides
(Cheng et al., 2010; Donnelly et al., 1998; Hu let 2003a; McClements & Decker, 2000;
Nuchi et al., 2002; Ponginebbi et al., 1999; Villieet al., 2005). Lipid oxidation in emulsions
can affect the concentrations of emulsifiers atititerface due to the formation of oxidation
products that take place at the interface (Genatl.et2003). The amount of unadsorbed
emulsifiers may also evolve during incubation ofuésions, which modifies the physical and
chemical characteristics of the system (Bongaral.e2009; Dalgleish et al., 2002; Euston &
Mayhill, 2001). It is therefore interesting to mees unadsorbed emulsifiers not only in
freshly prepared emulsions, but also along thelatian period. However, measurements of
unadsorbed emulsifiers are rarely undertaken vex@eriments related to lipid oxidation are
carried out.

Two main strategies have been developed to meamadsorbed emulsifiers. The first one
consists in evaluating directly the unadsorbedtivacthrough in situ measurement of a
physical parameter that is modified upon the erfiatsiadsorption and quantitative
calibration. Accordingly, front-face fluorimetry kabe used to directly evaluate unadsorbed
fraction of bovine serum albumin in dodecane emoulsi (Castelain & Genot, 1994).
Unfortunately, the fluorescence characteristicemiilsions depends both on the oil and the
protein used (Rampon et al., 2004) and the metldddf to be generalized. The second
strategy to evaluate unadsorbed emulsifier consissgparating the aqueous phase from the
oil droplets covered by the adsorbed emulsifier enduantify the emulsifier in one or both

phases. The oil droplets are generally separateddh centrifugation at moderate speed rate
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(Rampon et al., 2003b). This step can be perfordiesgttly if the size of the oil droplets is
sufficient to allow their creaming. If the emulsicontains small size droplets with density
very close to the density of the aqueous phasédtgetiseese droplets do not cream. They can
be separated thanks to dilution of the emulsiosucrose solution to increase the density of
the aqueous phase prior centrifugation that isoperéd on sucrose gradient (Bongard et al.,
2009; Le Denmat et al., 2000; Patton & Huston, 1986is procedure also allows avoiding
the presence of remaining unadsorbed protein irctbkamed phase. The emulsifier is then
measured either in one phase only, or in both phésgueous phase and creamed layer),
which makes possible to calculate mass balanceschAnique employing sodium dodecyl
sulfate-polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-EA®n the creamed phase of O/W
emulsions and photometric densitometry has beeeloleed to determine the amount and
composition of adsorbed and unadsorbed proteinat(&Walgleish, 1994).

The current methods to quantify emulsifiers in amsesolutions must be distinguished for
proteins and surfactants. For proteins, the mesfuient methods are based on the presence of
aromatic amino acids (spectrophotometric quantibca (Layne, 1957); colorimetric
guantification (Lowry et al., 1951)), basic and hgmhobic amino acids (Coomassie Blue
method (Bradford, 1976)), the reactivity of peptidends (Biuret or bicinchoninic acid
reaction (Gornall et al.,, 1949; Smith et al., 1986) the determination of total nitrogen
(Kjedahl method (1995)). These methods are suitédlanostly soluble proteins (Davies,
1988). The methods to determine concentrationsudbestants are chosen according to the
charge of the molecules. The concentration of moneisurfactants are determined according
to the methods of Brown & Hayes (Brown & Hayes, 396r Crabb & Persinger (Crabb &
Persinger, 1964). The charged surfactants can thedeparated and quantified according to
the method of Im et al. (Im et al., 2008). Thesdhwés require numerous extraction steps
with organic solvents or specific equipments.

Our objective was to develop a simple methodolodgipweng the quantification of
unadsorbed food-grade emulsifiers in the aqueoasebf O/W emulsions during their aging
whatever the underlying destabilization phenomehasical aging (coalescence) or chemical
aging (lipid oxidation). For this purpose, methoakowing the quantification of ester
surfactants or proteins were chosen and optimiz&en necessary. Sequential separation of
the aqueous phase followed by specific measuremenhe unadsorbed emulsifiers was
developed, considering both the convenience optbeedure and the possible interferences
due to the small oil droplets, or to the aginghaf €mulsion. The quantification methods were

applied to emulsions stabilized with single or ntixemulsifiers, which finally enabled to
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optimize the emulsion formulation or to characterike evolution of unadsorbed emulsifiers

during incubation in oxidative conditions.

2. Materials and methods

2.1. Materials

Rapeseed oil was purchased in a local supermaltketas stripped by means of either
alumina (MP Alumina N-Super I, MP Biomedicals, Feah to eliminate impurities and
tocopherols, or silica (Florisil, Sigma Aldrich,dfrce) to eliminate impurities while retaining
tocopherols. This solvent-free procedure was adapt@m Maldonado-Valderrama et al.
(2008). Briefly, approximately 15 ml absorbent aB@d ml oil were mixed in a 50 ml-
polypropylene centrifuge tube. The mixture was wgsly shaken and the tubes were then
rotated in the dark at 4 °C for 24 h. The tubesewtdren centrifuged (Jouan GT 422
centrifuge, Jouan, Inc, Winchester, VA) for 20 min200&g at 20 °C to separate absorbent
from stripped oil. Stripped oil was collected, ecdnged again in the same conditions and
finally kept into amber glass vials after beingogld under nitrogen flow for 10 min. Vials
were hermetically sealed and stored at —20 °C.

Bovine serum albumin (BSA) fraction V was obtairiesm MP Biomedicalsp-casein (BCN)
(purity = 98%) was purchased from Lactal:lactoglobulin (BLG, purity > 99%) was
purified from whey protein isolate (Prolacta 90ctadis) by selective precipitation (Mailliart
& Ribadeau-Dumas, 1988). Tween 20 (grade Sigmaa))lfween 80 (grade Sigma Ultra),
monolauroyl glycerol (MLG), Span 20, PIPES (1,4gvgzinediethanesulfonic acid), sodium
carbonate (N#&QOs), potassium sodium tartrate 4&KNaOs, 4HO), copper(ll) sulfate
(CusSQ), Folin-Ciocalteu’s phenol reagent, ethylenediagtetraacetic acid (EDTA) and
iron(ll) sulfate (FeSG) were purchased from Sigma Aldrich (France). Na&Gtium dodecyl
sulfate (SDS), heptadecanoic acid (C17:0, pui§9.0%, Mw = 270.5 g md) and methyl
heptadecanoate (purity 99.5%, Mw = 284.5 g md) were purchased from Fluka Chemika
(France). Sodium hydroxide (NaOH) was purchasednfidlerck. Monoheptadecanoyl
glycerol (purity= 99.0%, Mw = 344.48 g md) was purchased from Nu-Chek-Prep (Elysian,
MN). A standard mixture of fatty acid methyl est¢@gma Chemical Co. L9405) was used

for fatty acid identification. Citric acid esteri{fem) was obtained from Danisco (Grindsted,
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Denmark). Hexane of HPLC grade, toluene, methandl acetone of analytical grade, and
sulphuric acid 96% were purchased from Carlo Efar(ce). The buffer was composed of
NaCl (80 mM) and PIPES (10 mM), and was adjustguHa6.7.

The molecular structures of the surfactants (Twa&rnTween 80, MLG, Citrem and Span 20)
are shown in Fig. 1. All these surfactants conéaiterified fatty acid chains of different chain

lengths. Further information concerning the sudatg are indicated in Table 1.

HO(CH2CHo Oy {OCH;CHo)L0H
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Fig. 1. Molecular structures of (A) Tween 80, (B) Tween, Z8) monolauroyl glycerol
(MLG), (D) Span 20 and (E) Citrem.

Table 1
Characteristics of surfactants. Molecular weightsenprovided by the suppliers.
Chemical Molecular weiaht Critical micelle Hydrophilic —
Surfactant ~ Abstracts Service (g.mor) 9 concentration lipophilic balance
(CAS) number 9. (CMC) (mM) (HLB)
Tween 20 9005-64-5 1228 0.050* 16.7*
Tween 80 9005-65-6 1310 0.010* 15.0*
Citrem - 531.0 - -
Span 20 1338-39-2 346.5 - -
Monolauroyl 142-18-7 274.4 : .
glycerol

* (Hait & Moulik, 2001)
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2.2. Methods

2.2.1. Determination of fatty acid compositionipfds and surfactants

Fatty acid composition of the oil and the surfatdanas determined following a procedure
adapted from Christie (Christie, 1989). Fatty acmdse converted into fatty acid methyl
esters (FAMESs) by transesterification in the preseaf methanol and sulphuric acid. The
internal standard was heptadecanoic acid. Appraeiyd5 mg of pure oil or surfactant were
placed in a glass test tube. One hundred pl of adeptnoic acid, 5 mg tlin
acetone/methanol (2/1 ; v/iv) were added and theesblevaporated under nitrogen flow.
Rapeseed oil was dissolved in 500 ul of tolueneo T of methanol and 400 ul of sulphuric
acid were added and the mixture was vortexed farirl at 3000 rpm. The tube was then
hermetically sealed and heated at 100 °C for 1He mixture was then cooled to room
temperature and 1 ml distilled water and 2 ml hexadded. The tube was shaken and
centrifuged (2 min, 1006, 20 °C). The upper organic phase containing thtME# was
recovered and when necessary diluted with hexaf@dbgas chromatography (GC). The
samples were injected in the injection port of @@ (Hewlett Packard 5890 Series Il), set to
250 °C. The purge was opened after 1.5 min (hydrepdit flow: 20 ml mift). FAMEs were
separated on a polar chromatography column (30nAg, 16.320-mm internal diameter, 0.25-
pm film thickness, polar stationary phase congdubf 50% cyanopropylphenyl and 50%
methyl-polysiloxan; DB-225 J&W Scientific). Hydrogeat 2 ml mif was used as the carrier
gas and the temperature program was as followsnlatr50 °C, 10 °C mif until 180 °C, 5
°C min* until 220 °C and 15 min isothermal. The eluted poonds were detected with a
flame ionization detector (FID) set at 250 °C agdrbgen and air flows set at 25 and 250 ml
min™, respectively. The FAMEs were identified by conigam of their retention times with a
standard mixture of FAMEs (Sigma Chemical Co. L94Bgma Aldrich, France). Peak area
values were integrated with Borwin software and parad to the peak area corresponding to
the internal standard. The compositions in eadly tatid were expressed in g per 100 g fatty

acids and the total content in fatty acids in pgrpg sample.

2.2.2. Emulsion preparation and characterization

Emulsions were prepared with tocopherol-free rages®l unless otherwise stated. The day
before emulsion preparation, aqueous solutionsroflgfiers (proteins or surfactants) were
prepared in the PIPES 10 mM pH 6.7 buffer and gestttred overnight at 4 °C to dissolve

the emulsifiers without foam formation. Aqueoususiains of monolauroyl glycerol (MLG)
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or Span 20 were heated at 60 °C for 1 h to imptbeedispersion of the surfactants, then
stirred overnight at room temperature. Citrem wasiporated in the oil after being dissolved
in dichloromethane. The solvent was evaporatedumt®gen flow at 35 °C for 1 h.
Oil-in-water (O/W) emulsions were composed of 16fgstripped oil and 35 g of aqueous
solution. The two phases were premixed for 3 minla®00 rpm using a rotor-stator
homogenizer coupled with a 12-mm diameter headddleh Silent Crusher, Schwabach,
Germany). The coarse emulsions were then homogeniizk a one-stage low-pressure valve
homogenizer (A0812 W-A-CD, Stansted Fluid PoweanSted, U.K.) for either 5 min at 35
bars (surfactants) or 10 min at 50 bars (protdmg)et similar distributions of droplet sizes.
The size distribution of the oil droplets in the idaions was determined immediately after
homogenization and after 48 h of storage with @rldght scattering instrument (Saturn
DigiSizer 5200, Micromeritics, Norcross, USA). Emiohs were diluted 10 times in 1% w/w
SDS solution to separate flocculated oil dropletse Tefractive index for rapeseed oil was
1.473 (Zhang et al., 2006). The emulsions useetas the methods of quantification of the
emulsifiers in the aqueous phase of emulsions ladme-surface mean diameters i
comprised between 1.5 and 2 um and similar drgetdistributions.

The total mean interfacial area\$ a given volume of emulsion was evaluated fribr@

average droplet size and the mass proportion ah ¢iie emulsions as follows

= Surople Moil
S = Strople X Vdropletxp (1)

where gnopiet IS the surface of one droplet considering its @tn equal to the measured
[d32]), Moil is the mass of oil in the same volume of emulSMggpiet is the volume of the
droplet (calculated from the {d) and p is the density of oil at room temperatuge=0.92
for rapeseed oil according to Zhang et al. (2006)).

2.2.3. Separation of aqueous phase from oil drgplet

A 12-ml aliquot of emulsion was placed in a 15-malypropylene tube for centrifugation. The
tube was then centrifuged (Jouan GT 422 centrifdgaan, Inc, Winchester, VA) for 45 min
at 350(xg at 20 °C to separate the aqueous phase containaagorbed surfactant molecules
from the oil droplets. The aqueous phase was thiected by cautiously boring a hole in the
bottom of the centrifugation tube. Aqueous phaseewhen filtered through cellulose acetate
membrane filters from 0.45 down to 0.1 pm (Miniddigh-Flow, Sartorius Stedim Biotech
GmbH, Goettingen, Germany) and stored at eithé® # fneasurements could be done within
2 days, or at —80 °C.
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2.2.4. Physical characterization of the agueoussgisa

Dynamic light scattering (Zetasizer Nano ZS, Matvdnstruments, UK) was used in
backscattering mode with an angle of 173 degreesc€&rning the dispersed material, namely
rapeseed olil, a refractive index of 1.473 and asogdtion coefficient of 0.01 were applied.
Concerning the dispersant phase, the parametengumf water at 25 °C were applied
(viscosity 0.8872 cP; refractive index 1.330).

2.2.5. Measurement of surfactant concentratiorsqguneous solutions

The quantification is based on the direct transeistion in the presence of an internal
standard of the fatty chains of the surfactantseme in aqueous solutions, followed by
detection of the resulting FAMEs by GC. The origineansesterification procedure,
developed by Christie (1989) for pure lipids, wadeaded here to aqueous solutions of
surfactants. The internal standard was chosenghréllowing criteria: it should contain one
fatty chain only, not be present in the measurethstant and allow obtaining accurate and
linear calibration curve in a large range of sudat concentration. A sample (0.5 ml) of
agueous solution or aqueous phase of emulsionntiagluced in a glass test tube and 100 pl
of internal standard solution were added (500 ug imlacetone/methanol; 2/1; v/v). The
transesterification in the presence of methanolanphuric acid and the FAMESs recovering
protocol were then identical to the procedure presiy described.

The method was first applied to aqueous solutiomstazning known concentrations of
surfactant. The integrated areas of the identifégty acids (Aay acid were calculated from
the chromatograms and divided by the area of tla& perresponding to the selected internal
standard (Aema standay Calibration curves presenting normalized integptaareas for a
chosen fatty acid (Auy acid / Ainternal standas @S @ function of surfactant concentration in the
aqueous solution were established for each surfactaree internal standards were tested for
the Tween 20 calibration curves, namely heptadecamnd (C17), methyl heptadecanoate
(C17-CH;) and monoheptadecanoyl glycerol (C17-glycerol).

Then, the method was applied to aqueous phasesuiens, containing unknown amounts
of surfactants. The normalized integrated area tfer chosen fatty acid ¢4y acid /
Aintemalstandard Was reported on the calibration curve previowestablished, which indicated

the concentration of unadsorbed surfactant in tieaus phase.
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The amount of residual oil in the filtered aquephases was evaluated according to the area
of the C18:2 peak, this fatty acid being presery am rapeseed oil. The calculation was
performed as follows

Coil = Aci1g2 X Minternal standard y¢ 100 x 100Xl (2)

Alinternal standard Pcia2 P V

where G; is the concentration of residual oil in filterequ@ous phases (mg M) Acis: is
the area of the C18:2 peakinénal standardS the area of the C17:0 peakiBhal standardS the
mass of C17:0 (mg),des:2 is the proportion of C18:2 in rapeseed oil (g ped g total fatty
acids), P is the mass proportion of fatty acidsdpeseed oil (P = 84.2 g per 100 g as
indicated in Table 2) and V is the volume of aquephase (ml).

The interfacial area corresponding to these residu@plets in a given volume of filtered

agueous phase was calculated according to equadion

2.2.6. Measurement of protein concentration in agisesolutions

The protein concentration was quantified accordiageither the method described by
Markwell et al. (1978) or by UV-spectrophotometmethod. The method of Markwell et al.
consists in a modification of the Lowry method fwotein determination (Lowry et al., 1951),
in which sodium dodecyl sulfate is added in theaklieagent to allow the method to be used
with membranes and lipoproteins without prior sdisation or lipid extraction. During the
coloration of Folin’'s reagent, the concentrationtbé PIPES buffer was kept constant.
Calibrations curves (concentration range: 0 to L@mI*) were performed for the three
proteins (BSA, BCN and BLG) at pH 6.7.

The UV-spectrophotometric determination of proteoncentration was performed with a
UV-visible spectrophotometer (Lambda 12, Perkin-&inNorwalk, USA) coupled with the
Lambda 12 software. UV-visible spectra were acquidbrectly from aqueous phases
containing unadsorbed proteins. Calibrations spegtre performed (concentration range: O
to 1.5 mg.mf) for the three proteins. The spectra were acquietseen 200 and 600 nm
with a scan speed of 240 nm miand a sampling interval of 1 nm. The spectral lzse
drift, that was enhanced by the diffusion causedsiall oil droplets remaining in the
agueous phases, was subtracted with the Peak®itasef(version 4.00; Jandel Scientific, San
Rafael, USA) using the quadratic model (Fig. 2)eTdalibration curves and unadsorbed
protein concentrations in unknown samples were taculated from the absorbance at 278
nm after subtraction of the corrected baselinealiinthe percentage of unadsorbed proteins

was calculated considering the initial protein camtcation in the aqueous solution as 100%.
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Fig. 2. Calculated baselines (dotted lines) of UV-visibfctra from a solution of BSA 0.5

mg mi* (L) or of an aqueous phase of BSA-stabilized emul&ibh

2.2.7. Catalyzed oxidation

A catalyst constituted of an equimolar mixture Sk} and EDTA was added to the
emulsions to obtain a final concentration of 200.uMiquots (3 ml) of emulsions were
distributed in 22.4-ml vials hermetically sealedheTvials were rotated in the dark at 25 °C
and at 5 rpm with a test tube rotator (Labinco B.At Breda, The Nederlands) orientated at

30 degrees versus vertical position.

2.2.8. Experimental design and data treatment

Each measurement was performed at least in dupligabtein quantification) or triplicate
(surfactant determination). Quantification of unatted emulsifiers was performed on at
least two emulsions prepared independently. One-warjance analysis (ANOVA) was
performed to determine the effect of time of sterag the amount of unadsorbed emulsifiers
in O/W emulsions. When a significant effect wasidp < 0.05), a multiple range Newman-
Keuls test was performed. Statistical analyses vperormed with Statgraphics Plus 5.1
software (StatPoint Technologies, Warrenton, USAJ the significance level wgs< 0.05

unless otherwise stated.
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3. Results and discussion

3.1. Unadsorbed emulsifiers in emulsions preparghl surfactants

3.1.1. Fatty acid composition of the oil and th&actants
The fatty acid compositions of surfactants and pbewvol-free rapeseed oil are reported in
Table 2. Lauric acid (C12:0) was the only detedtdty acid in monolauroyl glycerol, and

was therefore not included in the table.

Table 2

Fatty acid composition of surfactants and tocophieee rapeseed oil expressed in g per 100
g identified fatty acids. Main fatty acids are icatied in bold. Total content of fatty acids in
the samples are expressed in mg total fatty aamdgysample. Values are meanstandard

deviations of triplicate analysis.

Fatty acids (g/100 g) Tween 20 Tween 80 Citrem San  Rapeseed oll

C80  5.73+0.13 - - 512+ 0.17 -

C10:0  6.45+0.06 - - 6.19+ 0.20 -

C12:0  53.66+0.36 4.01% 0.04 - 48.79+ 1.33 -

fi{‘;;“gzg C14:0  19.63+0.42 193009 1.180.02 19.82 0.44 -
SFA) C16:0  833+0.15 538 0.11 46.27+#0.20 11.73+0.22 4.730.10
C18:0  594+0.09 152002 50.34+0.31 6.53+0.18 1.42¢0.17
C20:0 - - 0.27+0.01 - 0.54+ 0.02
C22:0 - . . - 0.28+ 0.04
Mono  Cl16:1n-7 - 1.09+0.13  0.29 0.02 - 0.21+0.02
unsaturated C18:1n-9 0.27+0.04 80.91#0.14 1.22+0.34 1.2260.11 61.85+0.60
fatty acids C20:1 n-9 - 5.17+0.12 - - 1.25+0.10
(MUFA)  Cc22:1n-9 - . - - 0.34+0.02
uns':;‘t)&{ate 4 C18:2n6 i i i 0.19+0.03 19.7%0.21
fa(‘gﬁla:i?s C18:3 n-3 i i i i 9.22+ 0.42

Fatty acid content (mg
total fatty acids perg 99.3+ 2.6 99.3 2.0 679.+ 6.7 403.345.0 842.¢:1.9
sample)

Rapeseed oil does not contain fatty acids shoh@n €€16:0 and is constituted mainly of
C18:1 which represents more than 60% of its tosdtyfacids. Except for monolauroyl
glycerol, hydrophobic parts of surfactants are titrted of mixes of fatty acid chains with
various lengths. Each surfactant can be charaetbdizy its main fatty chain, for example

C12:0 for Tween 20 or C18:1 for Tween 80. Thesennfetty acids were generally chosen for
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surfactant quantification in agueous solutions.c8ilC18:1 is the main fatty acid of both

Tween 80 and rapeseed oil, the quantification oédm80 in the aqueous phase of emulsion
according to the area of the C18:1 peak could ktudied. Two solutions were tested to

avoid this bias. On the one hand, the calculatiaih® amount of Tween 80 in agueous phase
was performed according to the area of the C12a,pghich represents about 4% of its total
fatty acids. On the other hand, the area of thee Cp8ak corresponding to rapeseed oil was
deduced from the area of the C18:2 peak, this fatig being present only in rapeseed oil.
The area of the C18:1 peak corresponding to Tw@ero8ld then be deduced, which enabled
to calculate the amount of Tween 80 in the aqugase. Similar results were obtained by
the two calculation ways. However, when possililes easier to use the peaks below C16 to
perform the quantification to avoid contributiorn residual oil traces. The chosen internal
standards contained only the fatty acid C17:0 whgHacking from all surfactants and

rapeseed olil.

3.1.2. Characteristics of the aqueous phase obthaaiter centrifugation

Emulsions were prepared with Tween 20, Tween 80g@ior mixtures of surfactants. The
agueous phases recovered after single centrifugateve generally cloudy. The analysis by
dynamic light scattering indicated the presencenadll particles with an average diameter of
around 180 nm with a distribution from 90 to 300.nrhese particles corresponded to small
oil droplets that did not cream during centrifugati These small droplets being covered by
adsorbed emulsifier, they had to be eliminated ¢ofgpm an accurate determination of
unadsorbed surfactant. These small droplets vaar®ved by filtering the agueous phases
through a sequential filtration from 0.45-um to-Qh cellulose acetate membrane filter, as
previously described. After filtration, the agueqsase was clear and the signal of dynamic
light scattering was strongly decreased (around ti®i@s) but the presence of very small
amounts of small droplets (diameter around 180 m@a3 generally still detected. In the
filtered aqueous phase of the Citrem-stabilizedlsiom, no particle was detected. These few
residual droplets may result either from the unégime of the diameter pores of the filter,
which allowed some few droplets not to be retaibgdhe filter, or from the coalescence of
smaller oil droplets after filtration. As no pealoand 10-13 nm (size of Tween 20 or Tween
80 micelles) was detected by dynamic light scattgrwe assume that the aqueous phases did
not contain micelles but small oil droplets in actamce with the low amount of oil detected
by GC.
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Depending on the emulsions, the concentration @iflual oil in filtered aqueous phases was
between 0.250 and 0.450 mg s determined from GC. This amount was very low in
comparison to the initial proportion of oil in themulsions, which corresponded
approximately to 300 mg ml However, these droplets being very small, theyidcoepresent

a sizeable interfacial area. Considering an avergeentration of residual oil of 0.300
mgml™ and an average residual droplet size of 180 nenctiiresponding interfacial area in
1 ml of aqueous phase is 1.8910° mm2. In comparison, the interfacial area in 1 ko
emulsion with 1.7 pum-average diameter droplets.1& Inm2. Residual droplets represented
therefore about 0.1% of the initial oil mass businhe 1% of the initial interfacial area.

After filtration, the solutions were ready for theantification step by the transesterification

procedure.

3.1.3. Choice of the internal standard

Heptadecanoic acid is often used as internal stdnfita the determination of fatty acid
content of natural fats and oils. As methylationtloé free fatty acid may have a different
yield than that of transmethylation of esterifiatty acids, especially in the presence of water,
we tested two other internal standards: methyl dogtanoate and monoheptadecanoyl
glycerol. Methylation was applied to a range of Wwnoconcentrations of Tween 20 in
aqueous solutions (from 0.2 to 5 mg’mnIThe normalized integrated area of the main méak
Tween 20, namely C12:0, varied linearly as a fuumctof Tween 20 concentration, whatever
the tested standard (Fig. 3). Similar results vadrtained with the other fatty acids of Tween
20 (results not shown).
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Fig. 3. Normalized area of the C12 peak-(4AAc17) versusthe concentration of Tween 20 for
three standards:—{-) heptadecanoic acid,—-[1-) methyl heptadecanoate ane A(-)

monoheptadecanoyl glycerol. The correlation coeffits (R2) were 0.9998; 0.9999; and
0.9998, respectively. Each point is the mean qgilitate determinations and error bars

represent standard deviation.

The three standards appeared adequate for theiftpaimn of Tween 20 in aqueous
solutions. However, the slope was slightly highéthwnonoheptadecanoyl glycerol. As its
structure is the most similar to this of the commuasi studied here, we chose to use
monoheptadecanoyl glycerol in the following. Calitton curves were established for
agueous solutions of the other surfactants, namielgen 80, Span 20, Citrem and
monolauroyl glycerol. Concentration ranges weret6.8 mg mt; 0.1 to 2 mg mt; 0.01 to
0.5 mg mf* and 0.01 to 0.5 mg M) respectively. The normalized integrated aredefteaks
corresponding to each surfactant fatty acids vatiedarly as a function of surfactant

concentrations.

3.1.4. Quantification of unadsorbed surfactantgilAn-water emulsions
Unadsorbed emulsifiers in the aqueous phase dilfrgsepared oil-in-water emulsions were
guantified according to the above described prdtaod the established calibration curves.

The results are reported in Table 3.
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Table 3
Proportions of surfactants in the agueous phadeeshly prepared emulsions (t = 0). Data
represent the average and standard deviation ok@sumements for at least 2 emulsions

prepared independently.

Concentration in Proportion of

Concentration in aqueous phase

Surfactants emulsion surfactant in
" 1 1 1 agueous phase

gl mol | gl mol | (%)
Tween 20 350 2.85x10° 0.47 £0.09 0.383+0.07% 10° 9.5
Tween 80 350 2.67x10° 1.68+£0.14 1.28 +0.11x 10° 33.6
Citrem 4.20 7.91x 10° 0.012 +0.004 0.023 + 0.00& 10° 0.20
Tween 20/ 1.75 1.43x 10° 0.39+0.03 0.317 + 0.024 10° 15.6
Tween 80 1.75 1.34x 10° 0.20£+0.04 0.153 +0.03% 10° 8.0
Tween 20/ 3.20 2.61x 10° 0.48 £+0.03 0.391 + 0.024« 10° 10.5
MLG 0.27 0.984x 10° 0.010 +0.002 0.036 + 0.00% 10° 2.5

Tween 20/  3.20 2.61x10° - - -
Span 20 0.34 0.981x 10° - - -

Emulsions stabilized by single surfactaEmulsions stabilized with single surfactants
contained small proportions of excess surfactamtagueous phase (Table 3). Citrem was
almost lacking in the aqueous phase, which coulexptained by its low water solubility and
its initial solubilisation in oil. Tween 20 propah in agueous phase was below 10% at the
concentration used (3.5 g bf emulsion). The highest value of unadsorbedastafts was

observed for the Tween 80-stabilized emulsion #§Po in the aqueous phase.

Emulsions stabilized by mixtures of surfactaftse calculated proportion of Tween 20 and
Tween 80 in the aqueous phase was identical, wiiatbe fatty acid chosen to perform the
calculation (data not shown). There was thus ntemihce in transesterification behaviour
according to the fatty acid chain length in thefattant. As a consequence, it is possible to
determine the proportion of each surfactant in ores if at least one fatty acid differs from
one surfactant to the other. For example, in thediw20/Tween 80 mixture (1/1; wiw),
C18:1 peak area allowed to quantify Tween 80, adi#vtraction of the contribution of
residual rapeseed oil to this peak. This resutived in turn to calculate and subtract the
contribution of Tween 80 to C12:0 peak area thas waed to determine the Tween 20
concentration in the aqueous phase. In the samefarathe Tween 20/monolauroyl glycerol

mixture (11.9/1; wiw), the C14:0 peak area allowedjuantify Tween 20, then Tween 20
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contribution to C12:0 peak area was calculated sulotracted to calculate monolauroyl
glycerol concentration, which contained only C1Z:0e results are presented in Table 3.

The freshly prepared emulsion stabilized with a @w&0/Tween 80 mixture (1/1; wiw)
contained low proportions of unadsorbed Tween 20ufad 15%) and Tween 80 (around
8%). The proportion of unadsorbed Tween 80 was idhan this of Tween 20, which is in
agreement with the lower hydrophilic-lipophilic bate (HLB) of Tween 80 (Table 1) and
therefore its less hydrophilic properties. The @niations of Tween 20 and Tween 80 in the
agueous phase were 0.32 and 0.15 mM, respectiMegge concentrations are higher than the
critical micellar concentrations (CMC) of each carmapd (Table 1). The presence of micelles
in the aqueous phase could therefore be expectetheitioned before, no peak around 10-13
nm (expected size of Tween 20 or Tween 80 micelles detected in the aqueous phase by
dynamic light scattering. This analysis highlightady the presence of small droplets around
180 nm, which was confirmed by the detection of lsaraounts of residual oil by GC. It can
be speculated either that the detection of micdliedynamic light scattering was hidden by
the residual oil droplets, or that the aqueous @lcasitained actually no substantial amount of
surfactant micelles. Then, it can be hypothesihatlaqueous phases of emulsions correspond
rather to very diluted O/W microemulsions, with @sgible equilibrium between surfactants
stabilizing small droplets, surfactant micelles aswdfrfactant monomers. The emulsion
stabilized with a Tween 20/monolauroyl glycerol tope (11.9/1; w/w) contained low
proportions of unadsorbed Tween 20 (around 11%) wratisorbed monolauroyl glycerol
(around 2.5%).

In the case of mixtures of surfactants containihg same fatty chains but in different
proportions (Span 20/Tween 20 for example), oneasmume that the fatty acid distribution
at the interface for each surfactant was not medlify the presence of the other. It should be
thus possible to deduce the proportion of each coumg using the responses given by C12
and C14 peak areas and their ratios, these faitig deing the two main fatty acids of both
Tween 20 and Span 20. However, for this particat@cture, the differences in fatty acid
compositions were not substantial enough to distsigone contribution from another (Table
2). The transesterification method is thus not igpple to distinguish and quantify mixes of

surfactants with similar fatty acid compositions.
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3.2. Unadsorbed emulsifiers in emulsions prepargh proteins

The aqueous phases recovered after phase sepavatpyotein-stabilized emulsions were
turbid as those coming from surfactant-stabilizetlksions. The analysis by dynamic light
scattering also showed the presence in the aquatase of oil droplets of small diameter
(around 150 nm with a distribution from around 1@0200 nm). These droplets were
removed by sequential filtrations through cellulasetate membrane filters from 0.45 down
to 0.1 um. The filtered aqueous phase was cleartladignal obtained by dynamic light
scattering was around 120 times reduced. Unadsgntmedins in freshly prepared emulsions
were quantified according to the Markwell’'s methaodl with UV detection at 278 nm (Table
4).

Table 4

Proportions of unadsorbed proteins in the aquebasgof emulsions with an equivalent size
of droplets. Data represent the mean and standadttbn of 2 to 8 measurements for 2 to 4
emulsions prepared independently. Concentrationzateins were determined according to

(a) Markwell’'s method or (b) spectroscopic UV meatho

Concentration  Concentration in the  Proportion of proteins in

Protein  in the emulsioi  aqueous phase (g)| the aqueous phase (%)
@ a b a b
BLG 35 1.52 +0.09 1.64 +0.05 30.4 32.8
BCN 3.5 0.45+0.12 0.23+0.04 9.0 4.6
BSA 2.8 1.17 £0.11 1.09 £ 0.06 29.3 27.3

The amounts of proteins in the aqueous phase®sllir prepared emulsions were calculated
from the data obtained with the two methods. Theyewery similar for the BSA- and BLG-
stabilized emulsions. In contrast, the aqueous emmnation of BCN in aqueous phase
measured with the Markwell's method was signifibanfp < 0.05) higher than that
determined by the spectroscopic UV method. Thisedihce can be explained by several
factors. First, among the three studied proteirGNByossesses the lowest molar extinction
coefficient (UniProt protein knowledgebase). Thedppphotometric signal of this protein
was therefore small compared to the diffusion digaased by residual oil droplets. Since the
corresponding standard deviation was low, it cdiddassumed that spectroscopic UV method
was reproducible but not accurate in comparisollaokwell’'s method. The modification of
the spectra baseline induced by the residual singgilets was particularly considerable in the
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case of the BCN-stabilized emulsions, even if trediminary filtration of the aqueous phase
enabled to eliminate a large proportion of suchdred droplets. Markwell’'s method is
therefore more adequate to measure unadsorbedngsroteaqueous phases of emulsions.
Spectrometric UV method and Markwell’'s method dd eoable to distinguish different
proteins in an aqueous phase. However, Hunt & PBallgldescribed a method employing
sodium dodecyl sulfate-polyacrylamide gel electamgkis (SDS-PAGE) and photometric
densitometry to determine protein concentratiorthe creamed phase of O/W emulsions
stabilized with mixtures of proteins (Hunt & Dalglk, 1994). This technique could be
applied to aqueous phases of such emulsions taaeahe concentration of each protein.
The total or partial replacement of interfacial teros by surfactants in O/W emulsions is a
well-known phenomenon (Courthaudon et al., 1991dyr@audon et al., 1991c; Dalgleish et
al., 1995; Dickinson, 1991; Dickinson et al., 1999)s therefore interesting to quantify the
amount of unadsorbed emulsifiers in emulsions kt&bi with mixtures of proteins and
surfactants. Tested non-ionic surfactants (Tweerar2 Tween 80) do not absorb between
200 and 600 nm and are not assumed to interfeletiagt Folin-Ciocalteu reagent (Everette et
al., 2010). We checked first that the presencevegdn 20 in aqueous solution did not disturb
protein (SAB, BLG or BCN) quantification by Markwsl method, and second that the
presence of proteins (SAB, BLG or BCN) in aqueowduteon did not disturb the
transesterification reaction of Tween 20 fatty acahd the GC analysis of the resulting
FAMESs. For this purpose, we prepared Tween 20/preteolutions of known concentrations
and we measured by the above described methodsotieentrations of Tween 20 and
proteins (Table 5). The measured concentrationse wegry close to the expected
concentrations, for both the surfactant and theeprs, except for BSA whom measured
concentration in the presence of Tween 20 was etigrated by 15% compared to the
expected value. Thus, in such mixtures, the traesBsation method can be applied to
guantify surfactants in an aqueous phase of emulsntaining proteins without any
interference. In the same way, proteins could bantgfied by UV spectrometric or
Markwell's method. We recommend users to checkilier effect of the surfactant on the

protein determination by Markwell’'s method.
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Table 5
Expected and measured concentrations of proteidsTaveen 20 in solutions containing
Tween 20/protein mixtures. Data of measured comagons represent the mean and standard

deviation of triplicate analysis.

Proteins Tween 20
: Expected Measurgd Expected Measurgd
Protein ; _, concentration by ; ., concentration by
concentration (g | M ) concentration (g | e
1 arkwell’s 1 transesterification
) method (g 1) ) method (g 1)
BLG 2.53+ 0.01* 2.62+ 0.07 2.50t 0.01* 2.54+ 0.04
BCN 2.51+0.01* 2.55+ 0.08 2.50t 0.01* 2.54+ 0.04
BSA 2.02+ 0.01* 2.31+ 0.03 2.50t 0.01* 2.54+ 0.05

* The error on the expected concentratich€)(has been calculated as follow& = C x (dm/ m) +
(AV / V), where C is the expected concentratidm is the inaccuracy of the balance, m is the
weighted mass of pure emulsifiéy is the inaccuracy of volumetric flasks and V h® tvolume of

prepared solution.

3.3. Application to the formulation of emulsionsthwoptimized droplet size and protein

concentration

The knowledge of the concentration of unadsorbedlsfirer is an useful parameter to
optimize the amount of emulsifier required to diabian emulsion. The mean size fdof
the droplets formed in emulsions stabilized byedght concentrations of BLG- in similar
process conditions are presented in Fig. 4. Thennaeaplet size decreased sharply from
around 2.9 to 1.7 um when the BLG concentratioanulsion increased from 1.4 to 3.57 |

It was then kept almost constant for higher comregiohs. On the same time, the amount of
unadsorbed proteins present in the aqueous phaseagsed sharply. The plot allowed to
define the concentration range where the amouBiL& in the aqueous phase remained low
in comparison to the adsorbed concentration. Froim point of view, the concentrations
between 1.4 and 2.8 § Were interesting. Below BLG concentrations of ¢.B", emulsions
were not stable since oil and aqueous phases s$eganapidly after emulsion

homogenization.
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Fig. 4. Droplet size [d,] for fresh rapeseed O/W emulsions prepared witherss
concentrations in BLG (#--) and unadsorbed amounts of protein determinedrding to
Markwell’s method {0O-). Error bars correspond to standard deviationstrigdlicate

determinations, some of them being within data {zoin

3.4. Determination of unadsorbed emulsifier coneidns in oxidized media

We studied how the incubation of emulsions in ottidaconditions could affect both the
concentrations of emulsifiers at the interface #ms adequacy of the previously described
methods. Incubation of emulsions was performedoinddions of oxidation catalyzed by a
mixture of iron and EDTA in an equimolar ratio. Tesmount of unadsorbed emulsifiers in the
aqueous phase of emulsions was quantified aften 48 incubation at 25 °C in agitated
conditions. In the case of surfactant-stabilizedilsions, the method of transesterification in
the aqueous phase applied in oxidative conditiossthe surfactants did not contain
polyunsaturated chains. There was therefore lokvaigoss of a certain amount of surfactant
fatty acids due to lipid oxidation, since this pberenon concerns mainly polyunsaturated
fatty acids.

Tween 80 proportion in aqueous phase did not chamgaficantly along the incubation
period @ > 0.05) (Fig. 5). Tween 20 and Citrem proportiemsaqueous phases increased
significantly @ < 0.05) after 48h of incubation in the previouslgscribed conditions.
However, the corresponding proportions of surfastam aqueous phase remained low (less
than 15% for Tween 20 and less than 1% for Citrefi)is increase could be due to

desorption of surfactant molecules from the oilpdeo surface during incubation.
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In the emulsion stabilized with a Tween 20/Tweenn@fture (1/1; w/w), the proportion of
unadsorbed Tween 20 did not change significantip@ithe incubation periogh & 0.05). In
contrast, the proportion of unadsorbed Tween 8@eawxed significantlyp( < 0.05) during
incubation to reach a final value of around 34%e ®mulsion stabilized with a Tween
20/monolauroyl glycerol mixture (11.9/1; w/w) comed as well a low proportion of
unadsorbed Tween 20, which did not change sigmifigealong the incubation periog ¢
0.05). The proportion of unadsorbed monolauroytefgl increased significantly (< 0.05)
during incubation to reach a final value of aro@®. In both emulsions, no desorption of
Tween 20 occurred, whereas a small amount of tleense emulsifier (Tween 80 or
monolauroyl glycerol, respectively) was removednirthe interface of oil droplets to the
aqueous phase. However, this possible desorptie@mgrhenon remained limited and this
slight increase for some emulsions did not seeipetdue to coalescence as the droplet size
did not increase with time.

40 -
Tween 80 ot=0

35 4 Nt=48h
30
25 4

20 +
Tween 20

15 A
Tween 20

10 4

Proportion in aqueous phase (%)

MLG

.

b a e

Tween 20 Tween 80  Citrem Tween 20/Tween 80 Tween 20/MLG
mixture mixture

Fig. 5. Proportions of surfactants in the agueous phaseesiily prepared emulsions or after
48 h of incubation in oxidative conditions. Dat@nesent the average of 3 measurements for

at least 2 emulsions prepared independently. Ebrans correspond to standard deviations.

In the case of protein-stabilized emulsions, Mailkeand UV methods were not equivalent
to measure unadsorbed proteins in oxidizing comaiti After 48 h of incubation, the amount
of unadsorbed proteins could not be determinedhbyspectrometric UV method: the aqueous
phase of the emulsion was yellow and the initit@n peak centered at 278 nm shifted
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towards lower wavelengths even after subtractionthef spectra of an oxidized mixture
containing only buffer, catalyst and rapeseedTdik shift of the wavelength indicates protein
modifications targeting aromatic amino acid resgl(grosine, tryptophan), rendering the
spectroscopic method not adequate. For the Marlsnakthod, the reaction was not affected
neither by the oxidized products nor by the catalys

Emulsions stabilized with proteins were incubatétthee in oxidative or non oxidative
conditions. In the latter case, emulsions were gmex with rapeseed oil stripped with silica
instead of alumina, not to eliminate tocopherolsldiionally, no oxidation catalyst was
added in the emulsions.

BLG and BSA proportions in aqueous phase did nahgh significantly along the incubation
period > 0.05), for both tested conditions (Fig. 6). B@kbportion in agueous phase
increased significantlyp(< 0.05) from less than 10% to almost 20% afterhdgh both
incubation conditions. This protein may partly esaorbed along the incubation period, even
if the final concentration of unadsorbed BCN stébresented a minor part of the initial
amount of BCN in the emulsion. The increase of ahsount of unadsorbed BCN during
incubation was therefore clearly not related to caidative damage of the protein or a
competitive displacement of BCN by surface-activédized lipids. The more disordered
interfacial conformation of BCN and its ability torm multilayers at the interface
(Dickinson, 2001) could rather be involved in theserved desorption.
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15 - © 't = 48h oxidative
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Fig. 6. Proportions of unadsorbed proteins in the aquebase of freshly prepared emulsions
or after 48 h of incubation in non oxidative or a@aiive conditions. Aqueous concentrations
of proteins were determined according to Markwetiisthod. Data represent the mean of 2 to

6 measurements for 2 to 3 emulsions prepared imdigodly. Errors bars correspond to
standard deviations.

4. Conclusion

We developed a simple methodology allowing the tjfieation of unadsorbed emulsifiers in
the aqueous phase of O/W emulsions during theimgagivhatever the underlying
destabilization phenomena : physical aging (coalese) or chemical aging (lipid oxidation).
Numerous surfactants used in food science areifesdeiorms of fatty acids. The developed
methodology here applies well in this area. Inthse of surfactant-stabilized emulsions, an
innovative protocol was designed, whose relevanas @hecked for different surfactants in
aqueous solutions. In the case of protein-staliliegmulsions, two quantification methods
were tested and compared. Fig. 7 summarizes thbhoo@bgy to apply depending on the
type of emulsifier and the state of aging of theuksion.
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Fig. 7. Summary scheme of the appropriate methodologigsaatify unadsorbed emulsifiers

in the aqueous phase of O/W emulsions.
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ABSTRACT

The oxidative stability of oil-in-water (O/W) emidss is highly dependant on the type of
emulsifier. The purpose of this work was to invgate the specific role of the adsorbed
emulsifiers on lipid oxidation of O/W emulsions. Eisions of similar droplet size
distribution and stabilized by minimum amounts aftpins or surfactants were oxidized at 25
°C in the presence of equimolar iron-EDTA compléke pH and the amount of emulsifier in
the aqueous phase were also varied to investi@eade of the droplet charge and the
emulsifier in the aqueous phase. Oxygen uptakejugated dienes (CD) and volatile
compound formation demonstrated that the proteib#ited interfaces are less efficient to
protect emulsified lipids against oxidation thanrfactant-stabilized interfaces. The
antioxidant effect of unadsorbed proteins was aetsdirmed.

KEYWORDS
Lipid oxidation; Oil-in-water emulsions; InterfacEmulsifiers; Proteins; Surfactants; Kinetic

model.
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INTRODUCTION

Oxidation of polyunsaturated fatty acids (PUFA)aisnajor cause of deterioration of food
quality. It is therefore of importance to have @pl@einderstanding of the formulation factors
that influence lipid oxidation kinetics in compléod matrices.

In food products, lipids are often dispersed iragneous phase, which affects their oxidative
stability (Coupland & McClements, 1996; Genot et aD03; Jacobsen, 2010a; McClements
& Decker, 2000; Waraho et al., 2011b). It is gelgradmitted that the interfacial region,
which is the contact region between the oil phaskthe agueous phase, represents a critical
area in the system. Surface-active compounds (émetds oxidation products, amphiphilic
antioxidants, etc.) that adsorb at the oil-watégriiace influence lipid oxidation (Genot et al.,
2003; McClements & Decker, 2000; Waraho et al.,1X)1

The charge of emulsifiers is currently considersdae of the main factors in the oxidative
stability of emulsions because it governs attr&ctiv repulsive forces between metal ions and
interfaces. Accordingly, emulsions stabilized wibsitively charged surfactants were found
more oxidatively stable than emulsions stabilizedhwnegatively charged surfactants
(Mancuso et al., 1999b; Mei et al., 1998b). Howgtiee charge effect in protein-stabilized
emulsions remains still controversial. Protein-gizdd emulsions were more oxidatively
stable at low pHs where proteins are positivelyrgéd than at higher pHs in several studies
(Faraji et al., 2004; Hu et al., 2003a; Mancusalegt1999b; Osborn-Barnes & Akoh, 2003)
while the reverse effect or no relationships wewtced in other studies (Haahr & Jacobsen,
2008; Mei et al., 1998b; Sorensen et al., 2008jevé & Genot, 2006).

As compared to surfactants, proteins have beenrggnéound to protect better the oil phase
against oxidation (Fomuso et al., 2002a; Haahr &obBsen, 2008; Kiokias et al., 2006;
Osborn & Akoh, 2004). This was attributed to bdthit chelating and free radical scavenging
properties as well as their ability to form thigyérs at the interface (Diaz et al., 2003; Elias
et al., 2008; Elias et al., 2005; Faraji et al.020Hu et al., 2003a; Hu et al., 2003b; Rival et
al., 2001; Waraho et al., 2011b). However, congidethe amount of emulsifier and the oil
droplet surface that has to be covered by the efienlsn the different studies, it should be
concluded that they have been carried out in tlesgmce of large excess of emulsifier, an
important proportion of which being unadsorbed.eled, unadsorbed protein or surfactant
emulsifiers can affect the oxidative stability ofi@sions by interacting with metal ions or by
scavenging free-radicals in the agueous phases(Etial., 2005; Faraji et al., 2004; Ries et
al., 2010; Sun & Gunasekaran, 2009). In these @xpetal conditions, the measured effects

of the emulsifiers on lipid oxidation resulted fraancombined effect of both adsorbed and
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unadsorbed emulsifiers. Therefore one should cdectbat the effect of the interfacial layer
on lipid oxidation in emulsions has not been cleatuicidated yet.

The aim of this study was to investigate the rdléhe composition of the interfacial layer on
lipid oxidation in emulsions. For this purpose, we&ed optimized emulsions in which the
amounts of emulsifiers were minimized to get phgiycstable emulsions with concentrations
of unadsorbed emulsifiers as low as possible (Bedb al., 2011a). Chosen emulsifiers
included proteins of different structures and ifaeial conformations: bovine serum albumin
(BSA), B-casein (BCN) andp-lactoglobulin (BLG), and both non-ionic and anioni

surfactants: Tween 20, Tween 80 and Citrem. Thevpsl varied for some emulsifiers above
and under the isoelectric point of the proteingnteestigate the effects of pH and protein
charge. Lipid oxidation was measured by methodsnatlg a characterization of the different
stages of the reaction: oxygenyj@onsumption, formation of conjugated dienes (@DY

formation of selected volatile compounds.

MATERIALS AND METHODS

Materials. Rapeseed oil was purchased in a local supermdtkeas stripped by means of
alumina (MP Alumina N-Super I, MP Biomedicals, Feah to eliminate impurities and
tocopherols (Berton et al., 2011a). Stripped oitamed less than 2 ug residual tocopherols
per g oil. Medium chain triglycerides (Miglyd!) were obtained from International Flavors
and Fragrances (Dijon, France). BSA (fraction V,nimum 96% by agarose gel
electrophoresis) was obtained from MP Biomedic&lgrfce). BCN (purity= 98%) was
purchased from Lactalis (Franc@actoglobulin (BLG) has been purified at the ladtory
from Prolacta 90 (Lactalis) by selective precipitat(Mailliart & Ribadeau-Dumas, 1988).
The absence of contaminants was checked by sodigiecgl sulfate (SDS) polyacrylamide
gel electrophoresis, gel filtration and reversegehlaigh-performance liquid chromatography.
Tween 20 (Sigma Ultra grade, average Mw = 1228 §indween 80 (Sigma Ultra grade,
average Mw = 1310 g md), 1,4-piperazinediethanesulfonic acid (PIPES),jwsndcarbonate
(N&C0g), potassium sodium tartrate #&4KNaOg, 4H,0), copper(ll) sulfate (CuSQ Folin-
Ciocalteu’s phenol reagent, ethylene diamine tegta acid disodium calcium salt (EDTA),
iron(ll) sulfate (FeSQ), propanal, hexanal, 2-octenal, 1-octen-3-ol ajfdd2cadienal were
purchased from Sigma Aldrich (France). A standardtume of fatty acid methyl esters
(FAME) (Sigma Aldrich, France) was used for thenitlgcation of fatty acids. Citric acid
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ester of fatty acids (Citrem) was obtained from Bam (Grindsted, Denmark). NaCl and SDS
were purchased from Fluka Chemika (France). Moniattgiganoyl glycerol (purity 99.0%,
Mw = 344.48 g mot) was purchased from Nu-Chek-Prep (Elysian, MNXiGm hydroxide
(NaOH) was purchased from Merck (France). Sulphwaoid, orthophosphoric acid of
analytical grade, acetone, methanol, hexane, perdad isopropanol of HPLC grade were
purchased from Carlo Erba (France). The neutrdiebwfas composed of PIPES (10 mM),
NaCl (80 mM) and adjusted at pH 6.7. The acididdnuivas composed of orthophosphoric
acid (10 mM), NaCl (80 mM) and adjusted at pH 3.0.

Preparation and physical characterization of O/W emlsions The day before emulsion
preparation, water soluble emulsifiers (proteinsunfactants) were dispersed in the adequate
buffer (pH 6.7 or 3.0) and gently stirred overnighit 4 °C to ensure their complete
solubilization without foam formation. Citrem, whicwas not soluble in water, was
incorporated in the oil after being dissolved ishddromethane. The solvent (70 it gil)
was evaporated under nitrogen flow at 35 °C for. Tlne absence of traces of solvent was
checked by solid-phase microextraction (SPME) cediplith gas chromatography (GC) with
the parameters detailed below.

O/W emulsions were prepared with 30 g oil and 78ggeous solution per 100 g emulsion.
The two phases were premixed for 2 min at 15000wpmg a rotor-stator homogenizer fitted
with a 12-mm diameter head (Polytron PT 3000, Kiagoa, Littau, Switzerland). The coarse
emulsions were then homogenized through a one-dtageressure valve homogenizer
(A0O812W-A-CD, Stansted Fluid Power, Stansted, UKje size distribution of oil droplets in
the emulsions was measured immediately after homogigon with a laser light scattering
instrument (Saturn 5200, Micromeritics, Verneuiltéalatte, France). It was daily checked to
monitor emulsion stability and reported as voluradace mean diameter {g). The
emulsifier concentration, pressure and time of aification were adjusted to produce stable
emulsions with concentrations of unadsorbed emeisifas low as possible but a similar
narrow droplet size distribution and average driogilee ([¢ )] comprised between 1.4 and 2.2
pm). Concentrations of emulsifiers in aqueous &mistwere 4 g1 for BSA and 5 gt for
BCN, BLG, Tween 20 and Tween 80aple 1). Concentration of Citrem in oil was 12.9Y |
which was equivalent to 6 ¢ bf aqueous solution. Non-ionic surfactant-stabiizmulsions
were homogenized for 5 min at 35 bar while Citreand protein-stabilized emulsions were
homogenized for 10 min at 50 bar.
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Emulsions with excess emulsifier (BLG, BCN or Twe2®) in the aqueous phase were
prepared according to the following procedure: 30ilgand 60 g aqueous solution were
homogenized as previously described. The aquedutcsts contained 5.83 g lemulsifier.
After homogenization, 10 g of an emulsifier solati85 g I*, BLG, BCN, or Tween 20,
respectively) were added to the emulsions to oldafimal proportion of 30 g oil per 100 g
emulsion. The addition of excess of emulsifp@st emulsification avoided the formation of
very small oil droplets during the homogenizatitegs.

Emulsion droplet charge was evaluated by the measemt of Zeta potentiat(mV) with a
dynamic light scattering instrument (Zetasizer Nad8, Malvern Instruments, UK).
Emulsions were diluted 1000 times in salt-free éidf(pH 6.7 or 3.0) before measurements.
The Smoluchowski model was applied. The refraatidex of rapeseed oil was 1.473 with an
absorption coefficient of 0.01. The parametershaf dispersant phase were those of water
(viscosity 0.8872 cP at 25 °C, refractive index3D,dielectric constant 78.5).

The concentrations of unadsorbed emulsifiers inatiigeous phase atand after 48 hours of
incubation were measured as previously describeddB et al., 2011a). Briefly, aliquots of
emulsions were centrifuged to separate the agugloase from the oil droplets. The aqueous
phase was collected and filtered through cellulasetate 0.45, 0.20 and 0.10 pm-filters
(Minisart High-Flow, Sartorius, Germany) to rema¥e small oil droplets. The amount of
unadsorbed proteins was determined according to ntieéhod described by Markwell
(Markwell et al., 1978). The amount of unadsorbadastants was determined by direct
transesterification of the fatty acids of the saté&t molecules followed by GC analysis in

the presence of monoheptadecanoyl glycerol.

Incubation of O/W emulsions The catalyst consisted of an equimolar mixtur€e$Q and
EDTA. Solutions of FeSpand EDTA (12 mM) were prepared separately in plira water.
Equivalent volumes of each solution were mixed @ediron-EDTA complex was allowed to
form under moderate magnetic stirring for at lehst. The mixture was then added to the
emulsions to obtain a final concentration of 200 pfMeach compound. Aliquots (3 ml) of
emulsions were distributed in 20.5-ml headspacés Waaled with Teflon/silicon septa and
aluminum crimp caps. The vials were rotated indae at 25 °C, and 5 rpm for 48 h to 78 h,

with a test tube rotator oriented at 30 degreesugevertical position.

Measurements of lipid oxidation Oxygen uptake Oxygen uptake was determined as
described by Villiere et al. (2005). A sample (100) of headspace was injected with a
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gastight syringe into the injector (split rate 30min™, injector temperature 50 °C) connected
to a fused silica plot column (Molsieve 5A CP75@Hgth 10 m, internal diameter 0.32 mm,
Varian, Les Ulis, France). GC analysis was perfarnvdth a HP 5890 series Il gas
chromatograph (Hewlett-Packard, Boblingen, Germarogpled to a thermal conductivity
detector (TCD) in isothermal mode at 50 °C. TCD genature was 125 °C. Helium was used
as carrier gas with a flow of 2 ml ninPeaks corresponding to oxygen were integrateld wit
Borwin software (JMBS Développements, Fontainenéegand normalized in comparison to
peak area of ambient air. The amount of residuggen in the headspace of the vials was
calculated from the theoretical proportion of oxiyge air and the volume of headspace in the
vials. Results were expressed in millimoles of coned oxygen per kg oil (mmol kg™
oil).

Conjugated dienesThe formation of CD, which are primary oxidatigroducts, was
determined according to the method described byhdaeit et al. (2002). Aliquots of
emulsions were diluted in isopropanol. The follogvisolutions were centrifuged and the
absorbance of the supernatants was measured an28a8th a UV-visible spectrophotometer
(Perkin-Elmer Lambda 12, Norwalk, CT, USA). Refarercell contained isopropanol and
buffer in the same proportions as in the final il of the samples. Results were expressed
in millimoles of equivalent hydroperoxides per kitj(@mol eq HP kg oil) with 27000 M*
cm* as the molar extinction coefficient of CD at 238.n

Volatile compoundsThe formation of secondary oxidation products wsaaluated by the
guantification of two volatile compounds, namelppanal and hexanal, in the headspace of
the samples. These compounds were analyzed by &€l path a flame ionization detector
(FID) after their adsorption on a SPME fiber. Thief (75 pm CarboxenTM -
polydimethylsiloxane, Supelco, Bellefonte, PA, USAas exposed in the headspace of the
vials for 15 min at 25 °C. The fiber was then tfan®d into the injector (temperature 250 °C,
equipped with a liner of 0.75 mm internal diametef) a HP 5890 series Il gas
chromatograph. The purge of the injector was cldsethe first 5 min to ensure the complete
desorption of the volatile compounds and then ogeioe the following 15 min with a
hydrogen split flow of 30 ml mif Volatile compounds were separated on a ZB-62ddus
silica capillary column (length 30 m, internal dieter 0.32 mm, film thickness 1.80 um,
J&W Scientific, Chromoptic, Auxerre, France). Hydem was used as carrier gas with a flow
of 2 ml miri*. The temperature program was as follows: 3 mi#0atC, heating 10 °C mih
until 210 °C, heating 20 °C miinuntil 260 °C, 4 min at 260 °C (26.5 min total).€TRID

temperature was set at 250 °C with hydrogen andi@irs set to 25 and 250 ml min
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respectively. The fiber aging was checked weeklypbsforming an analysis with a standard
test tube containing standard volatile compoundsalved in Miglyol" (propanal, pentane,
hexanal, 2-octenal, 1-octen-3-ol and 2,4-decadieNalatiles compounds were identified by
GC (HP 5890 series Il gas chromatograph) coupledass spectroscopy (MS) (Trace DSQII
ThermoFisher Scientific mass spectrometer) in damtd similar to those of the GC-FID
analysis, except for helium as carrier gas. Masstsp were obtained with a 70 eV electron
impact ionization and continuous scanning from B8zto 350 at a scan speed of 2 scan s
They were compared to spectra found in NIST libra®C-MS identification of volatile
compounds was performed on 3 different emulsioesk® obtained with GC-FID analysis
were integrated with Borwin software. The peak sregere converted into amounts of
volatiles compounds (umol Rgoil) according to calibration curves. The exteraalibration
was performed with Tween 20-stabilized O/W emulsiprepared with non stripped rapeseed
oil in which known amounts of standard compoundisohs had been incorporated. Special
attention was given to obtain proportions of thgh&gen main volatile compounds similar to
those observed in oxidized emulsions and to comphge highest and lowest amounts of
volatiles. Calibration emulsions were distributadvials, equilibrated at 25 °C for at least 30
min. Peak areas were obtained from SPME-GC analgsigpreviously described. The
coefficient of variation (standard deviation divilby average value, %) was calculated for

propanal and hexanal with 5 standard test tubes.

Experimental design and data treatmentFor each emulsifier or pH, at least two emulsions
were prepared independently. Due to the duratioreaxfh analysis, oxygen uptake was
measured in 2 vials, with three headspace sampkngial; CD were measured in one vial,
with three sampling per vial; volatilie compoundsreveanalyzed in one vial, with one
sampling per vial. In the particular case of enuauisi containing excess emulsifiers in the
aqueous phase, only oxygen uptake and formatieolafile compounds were measured.

The lag phases and rates of oxygen uptake and @mafmn were calculated by adjustment
by a modified-Gompertz model performed on the whidividual data, according to
equation (1). After several tests, this model wagntl as well adapted to adjust curves

presenting a lag phase, an increasing phase adateayn

Y =vyo +Aexp(-exp(1+ HEeXp (1/): (LY D (1)

where Y is the oxygen uptake (mmo} &y oil) or the CD formation (mmol eq HP Kgil),

Yo is equal to zero for oxygen uptake or to the ahimount of CD in emulsions (mmol eq HP
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kg oil), t is the time of incubation (hj is the threshold value of oxygen uptake (mmegl O
kg™ oil) or CD formation (mmol eq HP Kgoil), p is the rate of oxygen uptake (mmo k™"

oil h™) or of CD formation (mmol eq HP Kgpil h!) andL is the lag period (h).

A nonlinear regression was applied to estimatndp with the Marquardt algorithmA was
fixed to 134 mmol @ kg*' oil for oxygen uptake or to 80 mmol eq HPgil for CD
formation, as experimentally determined. The ihiéstimates ot andpu were 1.0 and 1.0,
respectively. Asymptote confidence intervals foandp values were calculated with a 95%
significance level. These calculations were perfmmvith Statgraphics Plus 5.1 software
(StatPoint Technologies, Warrenton, USA).

Using estimated values &f andy, the time (1, h) corresponding to the incubation time
when half the maximum oxygen uptake or CD formatwas reached, respectively, was

calculated from equation (2) as follows:

(In (-InYzoj -1} x A
tirz=L-

Hxexp(1)

(2)

RESULTS

Physical characterization of emulsionsParticle size distributionEmulsions stabilized with
the different emulsifiers had similar particle sigigstributions with an average 3[g
comprised between 1.4 and 2.2 um @(Table 1). Although BLG-stabilized emulsions
exhibited a slight increase of the averaggjjdthe particle size distributions remained quite
constant during incubation. Consequently, diffeemnin oxidation rates for the different
emulsions might be attributed to neither the pkrtsize distribution nor the destabilization of
the oil droplets.

Surface charge of oil dropleté&t pH 6.7, emulsions stabilized with proteins ev@egatively
charged as revealed by Zeta potential measurenfeons.—54.5 mV for the BLG-stabilized
emulsion to —29.8 mV for the BSA-stabilized emutgi¢rable 1). Emulsions stabilized with
non-ionic surfactants exhibited a weak net charpereas the emulsions stabilized with the
anionic surfactant Citrem were the most negativaiarged (-96.9 mV). At pH 3.0, the
surface charge of the BLG-stabilized emulsion wasrdtically reversed (68.1 mV) whereas
this of the Tween 20-stabilized emulsion was littledified.

Amount of unadsorbed emulsifierén the absence of excess emulsifier added after

homogenization, emulsions prepared at pH 6.7 coedailow amounts of emulsifier
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remaining in the aqueous phase (0.012 to 1.68 Gdble 1). Emulsions stabilized with BCN,
Citrem and Tween 20 contained less than 20% ofdfa emulsifier molecules located in the
aqueous phasd-igure 1). Emulsions stabilized with BSA, Tween 80 and BaGpH 6.7
contained about 30% of the total emulsifier molesuh the aqueous phase. This could not be
avoided because decreasing the initial concentraifoemulsifier resulted in an increase of
the average droplet size and a rapid physical biéigition of emulsions. The highest
proportion of unadsorbed emulsifiers was foundhi@ émulsion stabilized with BLG at pH
3.0 which contained about 40% (2.1%) bf the total BLG molecules in the aqueous phlse.
contrast, emulsions prepared with Tween 20 contiaisienilar amounts of unadsorbed
emulsifier, whatever the pH. Distribution of emfiksis between the interface and the aqueous
phase remained overall constant during incubatixceg in the case of BCN stabilized
emulsion in which some desorption of the protewbpbly occurred (Berton et al., 2011a).
When excess emulsifier (BLG, BCN or Tween 20) waddeal after the homogenization of the
emulsions prepared at pH 6.7, the amounts of umbddcemulsifiers in the aqueous phase
were accordingly higher (around 6 §;13.6 g I' or 3.4 g T, respectively), as shown in
Table 1.
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Table 1 Physical characteristics of the emulsions stadxliwith different emulsifiers. Data
represent the mean and standard deviation of the=surements on three emulsions prepared
independently for [gl;] and emulsifier concentration in the aqueous phasd the mean and

standard deviation of three measurements on onésemdor Zeta potential.

Emulsifier initial Emulsifier

L C Zeta
o concentration in ~ concentration in  [d3z] (um) [ds 2] (UM .
Emulsifier PH aqueous solution (g aqueous phase of[ é]a(g : [at f]z(LZB)h potential
I emulsion (g1 at ¢ (mV) at
BLG 6.7 5.0 1.52+ 0.09** 15+01 21+0.1 -545:04
BSA 6.7 4.0 1.17+0.11** 1.8+£01 20+£0.2 -29.8:1.3
BCN 6.7 5.0 0.45+ 0.12** 1.7£01 1.7£+01 -46.519
Tween 20 6.7 5.0 0.47% 0.09** 14+01 13+0.1 -9.6£0.8
Tween 80 6.7 5.0 1.68+ 0.14** 1.7+01 16+£0.1 -6.4+£0.1
Citrem 6.7 6.0* 0.012+ 0.004** 22+03 24+0.1 -96.9+3.3
BLG 3.0 5.0 2.10+0.19 2201 27+£02 68.1x1.2
Tween 20 3.0 5.0 0.56+ 0.10 16602 1.6+01 -3.8+0.1
BLG 6.7 10.0 6.05+£ 0.10 1501 1.7+0.1 nd
BCN 6.7 10.0 3.60+0.10 1901 19+0.1 nd
Tween 20 6.7 10.0 3.37+£0.17 1.6001 1.6+0.1 nd

nd: non-determined

* Citrem was incorporated in the oil phase, witltancentration equivalent to 6 g bf aqueous
solution.

** Data from Berton et al. (2011a).
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Figure 1. Proportion of unadsorbed emulsifiers in the emuls freshly prepared or after 48
h of incubation (25 °C, FeS(EDTA; M/M; 1/1). Data represent the means of 26to
measurements for at least 2 emulsions preparegpendently. Errors bars correspond to

standard deviations.
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Oxidative stability of emulsions at pH 6.7 Emulsions without excess of emulsifi@xygen
uptake started almost from the beginning of theuliation period for the BLG-stabilized
emulsion, whereas a longer lag phase was obseoveld other emulsiongigure 2a). After

the lag phase, oxygen consumption increased umlia@au at about 134 mmol 02kail.
The plateau corresponds to about 25% of oxygeraligipresent in the vials and is, at least in
part, due to the experimental procedure (Villierale 2005). In the increasing phase, oxygen
uptake was slower in emulsions stabilized with Tave¥), Tween 80 and BCN than in
emulsions stabilized with BSA and BLG. No subst&nixygen uptake was observed for the
Citrem-stabilized emulsions all along the incubatperiod. Therefore, a first ranking of the
pH 6.7 emulsions according to their oxygen uptake a&s follows: BLG < BSA < BCN <
Tween 80= Tween 20 < Citrem.

Amounts of CD in freshly prepared emulsions weredothan 10 mmol eq HP Kgil versus
7.8 mmol eq HP K§ in the stripped oil, which shows that emulsificatidid not induce
substantial oxidation of the oil. Formation of CBabled to rank the emulsions in a roughly
similar order as oxygen uptake, even if the diifieeebetween the BSA- and BCN-stabilized
emulsions was less obviousigure 2b).

Twenty four volatile compounds were identified dhgrithe incubation of emulsions. We
chose to focus on the formation of propanal, whiha volatile compound arising from
oxidation of n-3 PUFA, and hexanal, which is a vitdgacompound arising from oxidation of
n-6 PUFA, both of them being major and current raeslof lipid oxidation (Frankel, 1985;
Genot et al., 2003). Formation of volatile compasisHowed overall similar trends as oxygen
uptake and formation of COFi{gures 2¢ 2d). Formation of propanal was enhanced in BLG-
stabilized emulsions while no substantial amounthef compound was detected in Citrem-
stabilized emulsions. In between, BCN-, BSA-, Twe2d and Tween 80-stabilized
emulsions exhibited intermediate trends. As congpérepropanal, lower amounts of hexanal
were produced in the emulsions whatever the enmiisifThe formation of hexanal was the
fastest in BLG-stabilized emulsions in oppositian Gitrem-stabilized emulsions, BCN-,
BSA-, Tween 20-, Tween 80-stabilized emulsions pé&wermediate.

To summarize, the combination of the three lipicdlakion measurements (oxygen uptake and
formation of CD, hexanal and propanal) showed acoatance among the obtained data. In
our experimental conditions, the ranking of the Emons according to their chemical stability

is BLG < BSA< BCN < Tween 83 Tween 20 < Citrem.
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Figure 2. Oxygen uptake (a), formation of CD (b) and vdéatompounds (c: propanal; d:
hexanal) during incubation of emulsions stabilinaeth BLG (»), BSA (¢), BCN @), Tween
20 (0), Tween 80 X) or Citrem (+) at pH 6.7, at 25 °C in the dark,tire presence of
FeSQ/EDTA (1/1; M/M; 200 uM). In graphics (a) and (bjptted curves correspond to
adjusted modified-Gompertz model drawn with theandu parameters estimated for each
emulsion except for the Citrem-stabilized emulsi&rror bars represent the standard
deviations for oxygen uptake and CD measurememstfiCients of variation were 3.3% and

11.6% for propanal and hexanal formation, respeblti{see text).

To compare the oxidative stability of the differarhulsions with quantitative data, oxygen
uptake and CD formation curves were adjusted withaalified-Gompertz model (equation
1). Correlation coefficients (R?) obtained for theodeling were higher than 90% for all
emulsions prepared at pH 6.Taple 2), indicating a rather good adjustment with the
modified-Gompertz equation.

The shortest lag phases were obtained for the BhGilged emulsionl( = 3.3 h for oxygen
uptake and 1.4 h for CD formation). It was the lesigfor oxygen uptake in the Tween 20-
stabilized emulsion (36.3 h) and for CD formatiarthie Tween 80-stabilized emulsion (28.2
h). The highest rates of oxygen uptake and CD faonawere obtained for the BLG-
stabilized emulsion (6.1 mmol.(&g* oil h* and 2.4 mmol eq HP Kgoil h™, respectively).
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The lowest rate of oxygen uptake was observedHherTiween 80-stabilized emulsion (2.5
mmol G kg oil h') whereas the lowest rates of CD formation weraioled for both Tween
20- and Tween 80-stabilized emulsions, with similalues (around 1.3 mmol eq HP kgil
h™). The shortestt values were obtained for the BLG-stabilized enmmisfor which half the
maximum of oxygen uptake and CD formation were medcafter 14.4 h and 13.8 h,
respectively. The longestdfor oxygen uptake were obtained for both Tweend@ Tween
80-stabilized emulsions, for which half the maximarygen uptake was reached after around
55 h of incubation. The longest,tfor CD formation was obtained for Tween 80-stalei
emulsion, for which half the maximum CD formatioasweached after 51.8 h of incubation.
These quantitative parameters confirm the ordexafative stability for the emulsions at pH
6.7 according to the emulsifier, which is definjtels follows: BLG < BSA< BCN < Tween

20= Tween 80 << Citrem.

Table 2 Lag periodsl(; andL,) and rates of oxygen uptake; and CD formation|(;) for

the emulsions. Asymptote confidence intervalslf@ndy values were calculated with a 95%
significance level. Correlation coefficients (R3)dicate the percentage of dispersion
explained by the adjusted model, 1y and 1, (2 are incubation times calculated with the

model when half the maximum oxygen uptake or Cbnetion were reached, respectively.

Oxygen uptake parameters CD formation parameters
: M1 (mmol ) Mz (mmol ) My /
Emulsion L, 0, kgl oil OR 1y o) L, eq HP kg1 OR to %) ™
(h) e ) ) TR ) ()

BLG pH 6.7 3.3+t04 6.1+02 983 144 14+15 24+02 942 138 25
BSA pH 6.7 14.0+0.8 4.8+03 971 279 94+24 2.0+03 934 273 24
BCN pH 6.7 15.0+0.8 3.3+0.1 969 356 25+19 1.7+t02 901 222 19
Tween20pH 6.7 36.3+1.8 3.6+04 920 55.0 16.1+2.7 1.3+0.1 93.0 46.7 2.8
Tween80pH 6.7 28.6+1.3 25+0.2 957 555 28.2+1.3 14+0.1 979 518 18

BLG pH 3.0 134+14 3.2+0.2 962 348 4.7+21 1.2¢0.1 946 274 2.7
Tween20pH 3.0 68.9+5.2 0.6+0.2 80.1 1729 495+3.3 0.6+x0.1 86.8 98.1 1.0

BLG pH 6.7

ey 99+13 3903 957 273  nd nd nd  nd -

BCN pH 6.7

Ceenbony 444+12 39+04 944 618  nd nd nd  nd -
Tween20PHOT 432410 1.9+01 970 779  nd nd nd nd -

(excess Tween 20)

nd: non-determined
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Emulsions with excess emulsifier in the aqueousehdost previous studies investigating
the effect of the emulsifier on lipid oxidation @W emulsions have been carried out in the
presence of large excess of emulsifier in the agsigdase. To evidence the effect of these
unadsorbed emulsifiers, we added excess emul@dlgs, BCN or Tween 20) in the aqueous
phase of the emulsions prepared with limited amo©@itBLG, BCN or Tween 20. In the
BLG-stabilized emulsion containing excess BLG, ttencentration of unadsorbed BLG
increased from 1.5 to 6.1 g (Table 1). In these conditions, oxygen uptake was lowen iha
the BLG-stabilized emulsion without excess BLEiglure 3a). In the same way, when
unadsorbed BCN or Tween 20 were added in the agupbase of BCN- or Tween 20-
stabilized emulsions, respectively, oxygen uptaks slowed downHigures 3b, 3¢. A huge
increase of the lag phase;(= 44.4 h) was noticed in the presence of exceshl BE
compared with the control consisting of BCN-stat@ti emulsion with low amounts of
unadsorbed BCNTable 2). Formation of lipid oxidation volatile compoundgas also
decreased in the presence of the emulsifiers add#te aqueous phase (data not shown).
These results demonstrate the antioxidant effeanafisorbed emulsifiers, unadsorbed BCN

being the most effective.
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Figure 3. Oxygen uptake during incubation of emulsions itad with BLG at pH 6.7 (a)
without (») or with (a) excess BLG in the aqueous phase; BCN at pH §.Wi(hout @) or
with (m) excess BCN in the aqueous phase; or Tween 20 &t'p(c) without §) or with (@)
excess Tween 20 in the aqueous phase at 25 °@ idaitk, in the presence of FeEDTA
(1/1; M/M; 200 uM). Dotted curves correspond to thedified-Gompertz equation with the

estimated. andp parameters. Error bars represent standard dewsatio

Oxidative stability of emulsions at pH 3.0 In order to distinguish between the effect of
interface composition and charge, we studied thdabive stability of emulsions prepared at
pH 3.0 when BLG-stabilized droplets carry globadlypositive charge whereas Tween 20-
stabilized droplets remain almost non-chargeab(e 1). In contrast with the BLG-stabilized
emulsion at pH 6.7L¢ = 3.3 h), a longer lag phase; (= 13.4 h) was observed in the BLG-
stabilized emulsions at pH 3.6igure 4a). Then, oxygen uptake proceeded at a lower rate
(3.2 against 6.1 mmol kg™ oil h"). In the Tween 20-stabilized emulsion, the lagggha
increased from 36.3 to 68.9 h when pH decreased &d to 3.0. Formation of CD showed
roughly similar trendsKigure 4b). Rates of CD formation were slower at pH 3.0 thapH
6.7 for both emulsifiersTable 2). In the same way, formation of propanal and hakan
increased less rapidly at pH 3.0 than at pH 6. béth emulsifiersKigures 4c, 44.
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Figure 4. Oxygen uptake (a), formation of CD (b) and védatompounds (c: propanal; d:
hexanal) during incubation of emulsions stabilizégth BLG at pH 6.7 {), BLG at pH 3.0
(a), Tween 20 at pH 6.7 or Tween 20 at pH 3.0§, at 25 °C in the dark, in the presence
of FeSQ/EDTA (1/1; M/M; 200 uM). In graphics (a) and (lolptted curves correspond to the
modified-Gompertz equation with the estimatedndu parameters. Error bars represent the

standard deviations for oxygen uptake and CD measemts. Coefficients of variation were

3.3% and 11.6% for propanal and hexanal formatiespectively (see text).

DISCUSSION

Lipid oxidation was measured by three methods, ler@alo characterize the different stages

of the reaction. Results from these three method®loorate our hypothesis. Oxygen uptake

measurement was the most rapid and convenient chebwath to acquire and analyze the

data. Considering the standard deviations, it was the most reproducible method and

enabled better to discriminate the different enomsiin regard to their oxidative stability.

Beyond the qualitative description of the lipid @daiion curves, the adjustment of the curves

with the modified-Gompertz model enabled us to gdahker in the understanding of the

mechanisms. The mathematical model allowed to estirthe lag phasé, and the oxygen

uptake and CD formation rateg,. These parameters correspond to the initiation and
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propagation stages of lipid oxidation, respectivi@wangles et al., 2000; Labuza, 1971). The
estimated lag periodd. were always equal or shorter for CD formationnttiar oxygen
uptake. As CD are formed through the abstractiora dfydrogen atom from a bisallylic
position followed by double bond rearrangement arggen fixation, this result probably
comes from a higher sensitivity for the spectrophwtric measurement of conjugated dienes
than for the headspace-GC measurement of oxygekeifErankel, 1998). Oxygen initially
dissolved in the aqueous and lipid phases of thealsom is first and probably rapidly
consumed (Genot et al., 1994). A decrease of oxggecentration in the headspace is only
detected when a sufficient amount of oxygen hafuskl from the gas phase to the liquid
phase. The; / Y ratio for the different emulsions, except the Tiw@@-stabilized emulsion
at pH 3.0, was comprised between 1.8 and 2.8. ddri®borates the higher maximum oxygen
uptake (134 mmol ©kg* oil) as compared to maximum CD concentration (88aheq HP
kg™ oil). This difference can be partly explained hg fact that CD simultaneously form and
decompose into secondary oxidation products suchokgile compounds. In fact, for all
emulsions, propanal and hexanal were detectedeasaime time as the formation of CD. In
addition, oxygen could be also consumed without €@Pmation through fixation by
monoenic species (namely oleic acid) and by direattion of oxygenated free radicals with
proteins (Davies et al., 1987; Levine & Stadtma)D). However, no substantial decrease in
the C18:1 content was observed in the oxidized siond (data not shown).

In our experimental conditions, namely the presenfelow amounts of unadsorbed
emulsifiers and iron/EDTA-catalyzed oxidation, teenulsions stabilized with surfactants
exhibited a better oxidative stability than the ¢smns stabilized with proteins. As
summarized irFigure 5, protein-stabilized emulsions had shorter lag phasd higher rates
of oxygen uptake and CD formation than surfactéaibibzed emulsions. This observation
differs from previous results that showed a bettadative stability for emulsions stabilized
by proteins (Fomuso et al., 2002a; Haahr & Jacqh2@d8; Kiokias et al., 2006; Osborn &
Akoh, 2004). We assume that the results obtaindldese previous studies corresponded to a
global effect of the emulsifier, both adsorbedta bil-water interface and solubilized in a
large proportion in the aqueous phase. To test higmothesis, we added an excess of
emulsifier in the aqueous phase of the optimizedlgions. We observed a delay in the
oxidation process, especially when unadsorbed iptgere used, confirming previous data
(Elias et al., 2005; Faraji et al., 2004; Genotlet 2003; Ries et al., 2010; Sugiarto et al.,
2010; Sun & Gunasekaran, 2009). This also demdastthat the emulsions designed with

low amounts of emulsifiers in the aqueous phaseigeoinformation regarding mainly the
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role of the emulsifier located at the interface ligmid oxidation. When emulsions samples
were prepared in such conditions, the proteins rbesb at the interface do not protect
efficiently lipids against oxidation, in comparistm surfactants. We assume that surfactant-
stabilized interfaces could protect lipids agaimsidation because of their compactness and
homogeneity, whereas protein-stabilized interfagesld be more heterogeneous and porous.
Surfactants are described in the literature as morice-active than proteins, forming more
compact adsorbed layers (Bos & van Vliet, 2001; feyir& Dickinson, 1996; Wilde et al.,
2004).

The emulsions stabilized with non-ionic surfactafiisreen 20 and Tween 80), exhibited
similar lipid oxidation kinetics. These two surfacts only differ by their hydrophobic chains
mainly composed of lauric acid or oleic acid, respely. The size of the hydrophobic chains
of the surfactants adsorbed at the interface ieefbee not a main factor influencing lipid
oxidation in emulsions, as previously suggesteda{{sit et al., 2000).

Our results indicate also that the surface chafgheodroplets is not the most crucial factor
influencing lipid oxidation in emulsions. First, ehpositively charged BLG-stabilized
emulsion prepared at pH 3.0 remained less oxidgtis®ble than the surfactant-stabilized
one Figure 4, Table 2). Second, the order of Zeta potential was: CitrefLG pH 6.7 <
BCN pH 6.7 < BSA pH 6.7 < Tween 20Tween 80 < BLG pH 3.0T@ble 1), which does not
correlate with the order of oxidative stability pi@usly mentioned. In particular, the Citrem-
stabilized emulsion had the lowest Zeta potential Wwas the most oxidatively stable
emulsion. Thus, the rapid oxidation in the protstiabilized emulsions at pH 6.7 cannot be
attributed only to the negative charge of the d¥tgolWhen unadsorbed emulsifiers are in low
concentrations, the oxidative stability of emulsionaving positively charged interfacial
layers and stabilized by a protein is not betteantlthe oxidative stability of emulsions
stabilized with non-ionic surfactants.

BLG and Tween 20-stabilized emulsions were moreatiiely stable at pH 3.0 (phosphoric
buffer) than at pH 6.7 (PIPES buffer). These déferes can account from several physico-
chemical factors including pH, droplet charge, wwaldled emulsifiers and chemical reactivity
of buffers. For Tween 20-stabilized emulsiobsandL, increased whilg¢; andy, decreased
when decreasing the pH, indicating that both itidiaand propagation were slowed down.
Tween 20 being a non-ionic surfactant, the surd@@ge of the droplets was weakly affected
by pH, as demonstrated by Zeta potential measursn(ieable 1). The amount of unadsorbed
Tween 20 did not change substantially between gHaBd pH 6.7 Kigure 1). Thus, in

Tween 20-stabilized emulsions, the droplet chargkthe amount of unadsorbed emulsifiers
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were not involved in the observed differences. Alibe effect of pH on lipid oxidation in
emulsions, contradictory results had been obtaiSemne authors observed that emulsions
were more oxidatively stable at neutral pHs thaacadic pHs (Haahr & Jacobsen, 2008; Mei
et al., 1998b; Villiere & Genot, 2006). This wassased to be due to the higher iron
solubility at low pHs. However, others observed dpposite tendency (Faraji et al., 2004; Hu
et al., 2003a; Mancuso et al., 1999b; Osborn-Bagnakoh, 2003), which corresponds to the
results we obtained. The lower solubility of metatsheutral pHs than at acidic pHs would
result in the precipitation of metal onto the ligldoplets, promoting more efficiently lipid
oxidation (Mancuso et al., 1999b). A possible erptaon for these contradictory results is the
interference of several mechanisms within the pldoef Additionally, phosphoric acid and
PIPES may intervene in the oxidative stability (@kaa, 1987; Yoshimura et al., 1992). For
BLG-stabilized emulsiond,; andL; increased only slightly when decreasing the pHenehas

M1 andp, decreased sharplffdble 2, Figure 5) showing modifications in the propagation
step of the reaction. The same physico-chemicébfa@s above may be involved. However,
the charge effect, favoring Coulombic interactidetween iron ions and negatively charged
interface, cannot be excluded due to the hugeaseref Zeta potential values from pH 6.7 to
pH 3.0 Table 1). Finally, the amount of unadsorbed BLG was higitggH 3.0 than at pH 6.7
(Table 1), which could also contribute to decrease the ohtexidation in the propagation
steps and to improve the oxidative stabilifalfle 2, Figure 3).
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Figure 5. Relationships between the lag periods and (ajates of oxygen uptake (mmo} O
kg' oil ) or (b) the rates of CD formation (mmol eq HPkgil h) for the emulsions
containing limited concentrations of unadsorbed lerhers at pH 6.7 @) or pH 3.0 ©).

Error bars correspond to the asymptote confidendenials calculated with a 95%

significance level.

The oxidative stability of emulsions stabilized jpteins at pH 6.7 was in the order BLG <
BSA < BCN. The amount of unadsorbed proteins in dgaeous phase that could act as
antioxidant increased in the reverse ordeable 1): BCN (0.45 g T) < BSA (1.17 g 1) <
BLG (1.52 g 1%, reinforcing the conclusion that oil droplets eced by BLG oxidizes faster
than oil droplets covered by BCN. In previous stgdperformed with excess emulsifiers,
casein had already been shown to be more effexctipeotecting against lipid oxidation than
other proteins (Clausen et al., 2009; Faraji et2004; Hu et al., 2003b). This was usually
explained by its ability to chelate metal ions @eet al., 2004; Sugiarto et al., 2010; Villiere
et al., 2005), to scavenge free radicals (Clausah,e2009) or to form thick interfacial layers
(Fang & Dalgleish, 1993b). Considering the averdgemeter ([d2]) and the amount of
excess proteins in the aqueous phdssble 1), the surface concentrations of each protein
were around 1.8 mg 1.9 mg n and 2.9 mg M for BLG-, BSA- and BCN-stabilized
emulsions, respectively. This confirms that BCNnfed the most dense interfacial layer
surrounding oil droplets and the possible role had tensity of the interfacial layer in the
oxidation of emulsified lipids (Fang & Dalgleish9493b). In bovine and caprine casein-
stabilized emulsions, the phosphoprotein BCN wasntly found by*’P NMR to insert its
hydrophobic site compactly into the oil dropletsdapresent its hydrophilic end on the
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surface. This could participate to the protectiffteat against lipid oxidation of BCN

compared to BLG and BSA (Mora-Gutierrez et al.,@01

This research brings new insights about the efféthe composition of the interfacial layer
on lipid oxidation in emulsions. The optimizatiof emulsion formulation enabled to
demonstrate that protein-stabilized interfaces lass efficient to protect emulsified lipids
against iron/EDTA-catalyzed oxidation than surfattstabilized interfaces. The antioxidant
effect of unadsorbed proteins was also confirmedmg@ementary work is currently

performed in our laboratory to expand our resultsvarious conditions of initiation of

oxidation and to characterize the modificationsargdne by the interfacial proteins in the

oxidizing emulsions.

ABBREVIATIONS USED

BCN, B-casein; BLG -lactoglobulin; BSA, bovine serum albumin; CD, payated dienes;
EDTA, ethylene diamine tetraacetic acid; FAME, yaticid methyl ester; FID, flame
ionization detector; GC, gas chromatography; HRIrberoxides; MS, mass spectroscopy;
O/W emulsion, oil-in-water emulsion; PUFA, polyuhsated fatty acid; SDS, sodium

dodecyl sulfate; SPME, solid phase microextractio@p, thermal conductivity detector.
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2.2.2. Oxydation des lipides dans les émulsiontecamt du Tween 20 et de la BLG

Les résultats présentés dans cet article montreat §j les interfaces stabilisées par des
tensioactifs sont plus efficaces pour limiter I'deyion des lipides que les interfaces
stabilisées par des protéines, ces dernieres isdent nettement la réaction lorsque leur
concentration dans la phase aqueuse de I'émulsigmente. Afin de coupler les effets
protecteurs des tensioactifs a l'interface et destémes non adsorbées, une émulsion
stabilisée par le Tween 20 a été formulée, puis soiation de BLG a été ajoutqmost
émulsification & hauteur de 5§ dle phase aqueuse. Nous avons également suivilBtion

des lipides dans des émulsions préparées aveoldi®ss aqueuses contenant des mélanges
BLG/Tween 20 dans des rapports massiques 9,7/11d1. 1.es concentrations et proportions
en BLG non adsorbée dans ces émulsions sont péésemtans le Tableau IX. Dans
I'émulsion stabilisée par le Tween 20 et additiandé BLGpostémulsification, la totalité de

la BLG ajoutée est effectivement contenue danshks@ aqueuse de I'émulsion. Dans les
émulsions préparées a partir des mélanges dénanisif BLG/Tween 20, I'utilisation de
Tween 20 augmente la proportion de BLG non adsonederapport a I'emulsion stabilisée
par la BLG seule. Lorsque ces deux émulsifiantst stiisés en proportions massiques
équivalentes (1,1/1 ; p/p), la quasi-totalité d@la5 est non adsorbée dans la phase aqueuse
de I'émulsion (93,8%). Ceci s’explique probablempat la compétition pour I'adsorption
entre les protéines et les tensioactifs, phénomamgement décrit dans la littérature
(Courthaudon et al., 1991b; Courthaudon et al., 189®ickinson, 1991; Dickinson, 2011,
Dickinson & Tanai, 1992; Richards et al., 2011; yd&en, 2003).

165



Résultats et discussion

Tableau IX. Concentrations et proportions en BLGsdda phase aqueuse d’émulsions

fraichement préparées (t = 0).

Concentration de Concentration de Concentration de
BLG en solution Tween 20 en BLG en phase
aqueuse solution aqueuse aqueuse

Proportion de BLC
en phase aqueuse
(%)

Emulsion

CIN) (9" (g
Stabilisée par le

Tween 20 + BLG en 5,00* 5,00 5,05+ 0,38 ~ 100
exces*

Stabilisée par un

mélange
BLG/Tween 20 2,53 2,36 2,37+ 0,18 93,8

1,1/1 ; plp

Stabilisée par un
mélange
BLG/Tween 20
9,7/1 ; plp

4,55 0,47 2,07+ 0,04 45,5

Stabilisée par la BLt
seule 5,00 - 1,52+ 0,09 30.4

* La BLG a été ajoutépostémulsification.
Les données indiquées représentent la moyenneart-/pe de 3 mesures sur une émulsion.

Les courbes de consommation d’oxygene obtenuesderkincubation de ces émulsions
(25°C, FeESQEDTA 1/1 ; M/M ; 200 uM) sont présentées dansitufe 22.

Lorsque la BLG est ajoutée en phase aqueuse dels&m stabilisée par le Tween post
émulsification, la cinétique de consommation d’axyg dans I'émulsion n’est que trés peu
ralentie par rapport a I'émulsion stabilisée pafVeeen 20 seul, sans BLG. Ce résultat est
surprenant puisque nous avons montré que de la @a@éepost émulsification dans une
emulsion stabilisée par la BLG permettait de ratdidxydation lipidique. Ce résultat est
peut-étre d a des effets couplés et/ou antagendiiecouple tensioactif adsorbé (Tween
20)/protéine non adsorbée (BLG). L'utilisation d'wutre tensioactif et/ou d’'une autre
protéine pourrait peut-étre conduire a une meileaméelioration de la stabilité oxydative de
I'émulsion.

L'utilisation de mélanges BLG/Tween 20 en tant guasifiants n’améliore pas ou peu la
stabilité oxydative des émulsions par rapport miision stabilisée par la BLG seule, méme
lorsque le Tween 20 est utilisé dans une propoitigeortante (BLG/Tween 20 1,1/1 ; p/p).
Dans ce cas, quasiment toute la BLG est non adsdiltableau IX) et la quantité de Tween
20 disponible pour couvrir I'interface huile/eau dsux fois plus faible que dans I'émulsion
stabilisée par le Tween 20 seul (2,36 gde phase aqueuse au lieu de 5'glé phase
agueuse). Les gouttelettes obtenues étant toutemisaille équivalente pour toutes les

emulsions, la couverture de surface du Tween 2@lest environ deux fois plus faible que
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dans I'émulsion stabilisée par le Tween 20 seuti eurrait expliquer pourquoi I’émulsion
formulée a partir du mélange BLG/Tween 20 (1,1f1p) s’oxyde rapidement par rapport a
I’émulsion stabilisée par le Tween 20 seul.
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Figure 22. Consommation d’oxygéne au cours deuliation d’émulsions stabilisées par la
BLG seule p), le Tween 20 seubj, le Tween 20 et contenant de la BLG ajoutée exs@h
agueuseX), un mélange BLG/Tween 20 9,7/1 p#)(ou un mélange BLG/Tween 20 1,1/1
p/p @), a 25°C a I'obscurité, en présence de F£B0TA (1/1 ; M/M ; 200 uM). Les barres
d’erreur représentent I'écart-type (n = 6 a 12).

2.2.3. Influence du mode d’ajout de l'initiateur F@/EDTA et interactions avec les

émulsifiants

Le complexe fer/EDTA a été choisi car il est dédans la littérature comme un pro-oxydant
efficace lorsque les deux constituants sont usild&ns un rapport équimolaire (Samokyszyn
et al., 1990). Dans ces conditions, le fer estatBéte qui évite I'établissement d’interactions
avec les constituants de I'émulsion et en pargécules émulsifiants. Nous avons vérifieé et
confirmé expérimentalement, par calorimétrie deatibn isotherme (ITC), l'absence

d’interactions entre le complexe fer/EDTA préalatdmt formé et plusieurs des émulsifiants

utilisés dans cette étude (SARB|actoglobuline3-caséine et Tween 20), a pH 6,7.

167



Résultats et discussion

La formation du complexe fer/EDTA avant son introtlion dans les émulsions est
essentielle. En effet, I'introduction successivelaesolution I’EDTA puis de la solution de
FeSQ dans des émulsions stabilisées par des protéomeRiit & des cinétiques d’oxydation
totalement différentesdfinexe X).

Méme si [l'utilisation du complexe fer/EDTA en tawu’initiateur chimique accélere
I'oxydation des lipides tout en évitant I'établissent d’interactions avec les émulsifiants, il
nous a paru important de valider la meilleure ptd@ contre I'oxydation offerte par les
interfaces stabilisées par des tensioactifs qudgsamterfaces stabilisées par des protéines
dans d’autres conditions d’incubation des émulsi@es travail fait I'objet des paragraphes

suivants.

168



Résultats et discussion

2.3. Généralisation de l'effet protecteur des wwasifs contre I'oxydation

des lipides dans des conditions d’'incubation variée

2.3.1. Stabilité oxydative d’émulsions huile daas stabilisées par des protéines ou

des tensioactifs en présence de différents initratd’oxydation (Article 3)

Oxidative stability of oil-in-water emulsions sthbed with protein or

surfactant emulsifiers in various oxidation coramh

Food Chemistryarticle sous presse (doi: 10.1016/j.foodchem.Z8.137)
Claire Berton, Marie-Héléne Ropers, Dominique Bartt, Michele Viau and Claude Genot*

INRA, UR1268 Biopolymeres Interactions Assembldg&gl316 Nantes, France
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ABSTRACT

Many studies have investigated the effect of erfiaisi on the oxidative stability of oil-in-
water (O/W) emulsions. A better oxidative stabilifysurfactant-stabilized O/W emulsions as
compared to protein-stabilized emulsions has beeently evidenced in conditions when the
major part of the emulsifier is adsorbed at thenater interface and oxidation is induced by
iron-ethylenediaminetetracetic acid (EDTA) compléx.this work, the contribution of the
interfacial layer to the oxidation of emulsifiegitis is investigated in various incubations
conditions, involving different oxidation mechansn®/W emulsions were formulated at pH
6.7 with limited amounts of emulsifiers in the aque phase. Emulsions were incubated
either at 33 °C without initiator or at 25 °C iretpresence of iron/ascorbate, metmyoglobin
or 2,2’-azobis(2-amidinopropane)-dihydrochloride A2H). Oxygen uptake and volatile
compound formation confirmed that protein-stabidizsmulsions are less oxidatively stable
than Tween 20-stabilized ones. This work also sho@raplex oxidative interrelationships

between oxidation initiator and certain proteingsag3-casein and bovine serum albumin.
Keywords

Emulsion; Lipid oxidation; Initiator; Emulsifier; rBtein; Surfactant; Oxygen uptake; Volatile

compounds.
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1. Introduction

Oxidation of polyunsaturated fatty acids (PUFA)aisnajor cause of deterioration of food
quality. It leads to the development of off-flavaasd potentially toxic compounds. Oil-in-
water (O/W) emulsions are extensively used as mtmtel matrices to study the effect of
compositional and process factors on lipid oxidation particular, many studies have
investigated the effect of the emulsifier on lipixidation in emulsions. As compared to small
surfactants, proteins have been generally foungridect the oil phase against oxidation
(Fomuso et al., 2002a; Haahr & Jacobsen, 2008;i&soét al., 2006; Osborn & Akoh, 2004).
This antioxidant effect is often attributed to ttegacity of the proteins to chelate metal ions
or to scavenge free radicals (Elias et al., 20B&cent work from our laboratory focused on
the contribution of the interfacial layer on lipakidation in O/W emulsions (Berton et al.,
2011b). It appeared that surfactant-stabilized riates were more efficient to protect
emulsified lipids against oxidation than proteiakilized interfaces in the presence of an
oxidation catalyst constituted of an equimolar migtof iron and ethylenediaminetetracetic
acid (EDTA). However, in all these studies, the$ieots were obtained in one specific
incubation condition and could not be extrapoldatedifferent incubation conditions. Various
incubation temperatures or oxidation initiators dnéseen used in the literature. Iron has been
widely used to accelerate lipid oxidation in emaohs (Donnelly et al., 1998; Fomuso et al.,
2002b; Guzun-Cojocaru et al., 2011; Haahr & Jaaop2608; Mei et al., 1998b), even if
other metals such as copper have been sometimesrgared (Fomuso et al., 2002b; Osborn-
Barnes & Akoh, 2003). Water-soluble azo initiatsteh as 2,2’-azobis(2-amidinopropane)-
dihydrochloride (AAPH) or 2,2’-azobis[2-(2-imidazoi2-yl)propane] (ABIP) have also been
shown to promote efficiently lipid oxidation in O/\Wmulsions or fatty acid dispersions
(Gotoh et al., 2010; Hanlon & Seybert, 1997; Kubbowat al., 2002). Haem proteins such as
myoglobin, one of the main forms of dietary irompmote efficiently lipid oxidation (Baron
& Andersen, 2002). Myoglobin has therefore beerdus lipid oxidation catalyst in several
multiphase systems (Lorrain et al., 2010b; Minlet2910; Roginsky et al., 2007). Incubation
temperature also varied from typical food storagageratures (2 - 4 °C) to accelerated lipid
oxidation conditions (50 - 60 °C) or higher temperas when cooking or frying were the
targeted process. As there is no evidence that egphriment would have led to similar
conclusions if it had been performed in differentubation conditions, it is difficult to
synthesize and generalize the effects of the tefdetbrs on the oxidative stability of

emulsified lipids.

171



Résultats et discussion

The aim of this paper is to demonstrate that thiteberotection against lipid oxidation

offered by Tween 20-stabilized interfaces as coeybavith protein-stabilized interfaces is
valid in various incubation conditions. We conseteéithe same emulsifiers as previously,
namely 3-lactoglobulin (BLG), bovine serum albumin (BSA};casein (BCN), and Tween

20. The incubation conditions included the use adtersoluble non-chelated iron,

metmyoglobin, AAPH, or of a higher incubation temgiare. The results were compared with
those obtained with chelated iron (iron/EDTA) (Beret al., 2011b).

2. Materials and methods

2.1. Materials

Rapeseed oil was purchased in a local supermadrkeds stripped by means of alumina (MP
Alumina N-Super |, MP Biomedicals, France) to ehatie impurities and tocopherols (Berton
et al., 2011a). Stripped oil contained less thgng2residual tocopherols per g oil and 0.34
pmol hydroperoxides per g oil. Medium chain trighjides (Miglyol) were obtained from
International Flavors and Fragrances (Dijon, FranB&SA (fraction V) was obtained from
MP Biomedicals (France). BCN (purity 98%) was purchased from Lactalis (France). BLG
has been purified at the laboratory from whey proisolate (Prolacta 90, Lactalis, France)
by selective precipitation. It was 99% pure. Twe¥n(Sigma Ultra grade) was purchased
from Sigma Aldrich (France). Other chemicals weanT different suppliers: Sigma Aldrich
(France), Fluka Chemika (France), Carlo Erba (Fepn€he buffer was composed of 1,4-
piperazinediethanesulfonic acid (PIPES, 10 mM), N&G mM) and adjusted at pH 6.7.

2.2. Preparation and physical characterization d¥A\Demulsions

O/W emulsions were prepared with the stripped regesil (30 % w/w) and the aqueous
solution of emulsifier (4 g £ for BSA and 5 g [! for BCN, BLG and Tween 20) in the
PIPES buffer as previously described (Berton et 2011a). Briefly, the emulsification
process comprised a first stage with a rotor-statomogenizer to obtain a coarse emulsion
and a second stage through a valve homogenizér laar3for Tween 20-stabilized emulsions
and at 50 bar for protein-stabilized ones. Theselgons were shown to be physically stable
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for at least 48 h of incubation in oxidative comaht, and to contain as low as possible
amounts of unadsorbed emulsifiers. The size digioh of oil droplets in the emulsions was
measured immediately after homogenization withseddight scattering instrument (Saturn
5200, Micromeritics, Verneuil en Halatte, Francay after 48 h of incubation. Emulsions
stabilized with the different emulsifiers had sianiparticle size distributions with an average
volume surface mean diameters(ff) comprised between 1.5 and 1.8 umeaiThe particle

size distributions remained quite constant duringubation, whatever the conditions. The
profiles of particle size distribution in emulsiofieshly prepared or after 48 h of incubation

in the various conditions are presented in the lemp@ntary data section.

2.3. Incubation of O/W emulsions

The chosen concentrations for Fg&bdium ascorbate (Na-asc), metmyoglobin (MetMlg) an
AAPH: 50 uM, 1 uM and 1 mM, respectively, or theubation temperature in the absence of
catalyst: 33 °C, were chosen to obtain rates ofl lgxidation in the same range as those
previously reported for the Tween 20-stabilized kmom incubated at 25 °C with
FeSO4/EDTA (1/1; M/M; 200 uM) (Berton et al., 20)16he initiators were prepared in
ultra-pure water. For the Fefa-asc catalyst, aqueous solutions of e@ld Na-asc were
prepared and added separately in the emulsionst; Falltion first and Na-asc solution
second.

After addition of the initiator solution or the samvolume of ultra-pure water to the fresh
emulsion, aliquots (3 ml) of emulsions were disttdd in 20.5-ml headspace vials sealed
with Teflon/silicon septa and aluminium crimp capfe vials were rotated in the dark at 5
rpm at either 25 °C or 33 °C, with test tube ratatoriented at 30 degrees versus vertical

position.

2.4. Measurements of lipid oxidation

2.4.1. Oxygen uptake

Oxygen uptake was determined as previously destiBerton et al., 2011b; Villiere et al.,

2005). Gas chromatography (GC) analysis of heagspamples was performed with a HP
5890 - series Il gas chromatograph (Hewlett-PacgkBiiblingen, Germany) coupled to a
fused silica plot column (Molsieve 5A CP7535, léndi0 m, internal diameter 0.32 mm,
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Varian, Les Ulis, France) and to a thermal conditgtidetector. Results were expressed in

millimoles of consumed oxygen per kg oil (mmal k" oil).

2.4.2. Volatile compounds

The formation of secondary oxidation products wasweated by the quantification of several
volatile compounds in the headspace of the sammés.focused on the formation of
propanal, 2-butenal, 2-pentenal and 2,4-hexadiemaich arise from the oxidation of n-3
PUFA and of pentane, hexanal, 2-heptenal and Zzaltehich arise from the oxidation of n-
6 PUFA (Genot et al., 2003). These compounds weatyzed by GC paired with a flame
ionization detector (FID) after their adsorption ansolid-phase microextraction (SPME)
fiber. The fiber (75 um CarboxenTM — polydimethilgigane, Supelco, Bellefonte, PA,
USA) was exposed in the headspace of the vialslfomin either at 25 °C or at 33 °C,
according to the tested incubation conditions &vipusly described (Berton et al., 2011b).
The volatiles compounds were identified on thrdéeint emulsions by GC coupled to mass
spectroscopy (MS) (Trace DSQII ThermoFisher Sdienthass spectrometer) in conditions
similar to those used for the quantification by GID, except for helium which was used as
carrier gas instead of hydrogen. Mass spectra wetained with a 70 eV electron impact
ionization and continuous scanning from m/z 35 %0 &t a scan speed of 2 scah and
compared to spectra found in NIST library. Peaktaiokd with GC-FID analysis were
integrated with Borwin software. The peak areasewmnverted into amounts of produced
volatiles compounds (pumol Rgoil) according to calibration curves. The extercalibration
was performed with Tween 20-stabilized O/W emulsiprepared with non-stripped rapeseed
oil in which known amounts of standard compoundisohs had been incorporated. Special
attention was given to obtain proportions of thght@en identified main volatile compounds
similar to those observed in oxidized emulsions &mccomprise the highest and lowest
amounts of volatiles. Calibration emulsions wergrthuted in vials, equilibrated either at 25

°C or at 33 °C for at least 30 min.
2.5. Experimental design and data treatment
For each emulsifier and incubation condition, twauésions were prepared independently. At

each aging time, oxygen uptake was measured invials, with three headspace sampling

per vial; volatile compounds were analyzed in oiad, with one sampling per vial.

174



Résultats et discussion

2.5.1. Fitting of oxygen uptake curves

Oxygen uptake curves were modeled applying a nextiompertz model as previously
described (Berton et al., 2011b). The rate of orygptakep (mmol G kg oil h*) and the
lag phasd. (h) estimated by non linear regression were finafled to calculate the time/{t

h) needed to consume half the maximum oxygen upfidike lag phasd._j and rate of oxygen

uptake (1) correspond to the initiation and propagation esagf lipid oxidation, respectively.

2.5.2. Statistical analysis

The experimental data, including those obtaine®5atC with FeSQEDTA (1/1 ; 200 uM)
were gathered in a matriX including 378 rows and 9 columns (oxygen uptake aight
volatile compounds). Each row corresponded to aeation for a given time of incubation,
a given emulsifier, a given initiator and a givespetition. The correlation coefficients
between each pair of parametersxirwere computed and formed the correlation matix
dimensioned % 9. Ac; element ofC gave the correlation coefficient of the parametdrs
thei andj indices.

This matrixX was processed by principal component analysis jR&EAe normalized data.
These statistical analyses were carried out inMAELAB ® environment (version 7, The
MathWorks, Natick, MA 01760-2098, USA).

3. Results and discussion

Emulsions were formulated to limit the amount ofess of emulsifier in the aqueous phase
while ensuring their physical stability, as detdila our previous work (Berton et al., 2011b).
In these optimized emulsions, the effect of emdsi{BLG, BSA, BCN or Tween 20) on
lipid oxidation was studied in different incubatioconditions. Oxygen uptake was measured
as a global marker of oxidation. The formation ellested volatile compounds was followed

as lipid oxidation secondary compounds arisingiftbe degradation of n-6 and n-3 PUFA.

3.1. Effect of protein or surfactant emulsifierslgid oxidation

3.1.1. Oxygen uptake
Oxygen uptake in the emulsions incubated at 33r°@ @5 °C with MetMb 1 uM, AAPH 1
mM or FeCl/Na-asc 1/1 M/M 50 uM is presented in Fig. 1. Oxygptake was always the
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slowest in the Tween 20-stabilized emulsions wierewas always the fastest in the BLG-
stabilized emulsions. The BCN- and BSA-stabilizesutsions showed intermediate oxygen
uptake rates and more various behaviors from onebation condition to the other. The
estimated lengths of the lag phakednd rates of oxygen uptake) @re given in Table 1.

At 33 °C without oxidation catalyst (Fig. 1A), oxgig uptake started almost immediately in
the BLG-stabilized emulsionL(= 2.3 h) and after around 12 h in the BCN-stabdiz
emulsion. Oxygen uptake developed then rapidly @@ 9.2 mmol @ kg* oil h?,
respectively) until a plateau corresponding to atbd34 mmol @ kg’ oil. In contrast,
oxygen uptake was much slower in the BSA- and Tvafestabilized emulsions, with a long
lag phasel( around 45 h) and a rate of oxygen uptake of ar@manol G kg oil h™.

At 25 °C in the presence of 1 uM MetMb (Fig. 1B}, and BCN-stabilized emulsions
were also the most oxidizable, with short lag pegde7 and 3.4 h, respectively) and rates of
oxygen uptake of around 5 mmol O2%gil h™. On the contrary, BSA- and Tween 20-
stabilized emulsions had longer lag phases (8.2%6d, respectively) and lower rates of
oxygen uptake (around 2 mmo} &g oil h™).

At 25 °C in the presence of 1 mM AAPH (Fig. 1Ck tag phase increased from 4.9 h to 34.1
h in the order BLG < BCN < BSA < Tween 20. The rafeoxygen uptake was around 5
mmol O2 kg-1 oil h-1 for the BLG- and BCN-stabild&zemulsions, and around 3 mmoj O
kg™ oil h* for the BSA- and Tween 20-stabilized emulsions.

Finally, at 25 °C with FeGINa-asc 1/1 M/M 50 uM (Fig. 1D), the three protetabilized
emulsions oxidized rapidly from the beginning of thcubation period.{comprised between
3.7 and 5.9 h) with a rate of oxygen uptake ardbitml 6 mmol @ kg™ oil h. The Tween 20-
stabilized emulsion was by far the most oxidativetgble emulsion in this incubation
condition, with a 30-h lag phase and a slow ratexyfien uptake (2.2 mmol,&g* oil h™).

By comparison, when the emulsions were incubatétb &C with FeSQEDTA, the protein-
stabilized emulsions were the most oxidizable endhder: BLG L = 3.3 h,u = 6.1 mmol Q
kg' oil i) < BSA (L = 14 h,u = 4.8 mmol @ kg™ oil h™) < BCN (L = 15 h,p = 3.3 mmol
0, kg* oil hY) (Berton et al., 2011b). The Tween 20-stabilizedulsion was the most
oxidatively stable emulsion with a 36-h lag phase.

Thus, these results obtained by increasing the @¢emtyre or by adding FefNa-asc, MetMb
or AAPH confirm globally the results of our prevestudy showing that Tween 20-stabilized
emulsions prepared with limited amounts of emudsifand incubated at 25 °C with
FeSQ/EDTA (1/2 M/M 200 uM) are more oxidatively stablan protein-stabilized

emulsions (Berton et al., 2011b). The results elddence that, depending on the incubation
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conditions and initiators, BCN and more particylaBiSA may have different effects on the

oxidation kinetics.
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Fig. 1. Oxygen uptake during incubation of emulsions itza with BLG (A), BSA (©),
BCN (@) or Tween 20 @), at pH 6.7 at (A) 33 °C without catalyst or at 25 with (B)
MetMb 1 uM, (C) AAPH 1 mM or (D) Fe@INa-asc 1/1 M/M 50 uM. Dotted curves
correspond to the modified Gompertz equation withdstimatedl andpy parameters for each

emulsion. Errors bars represent standard deviations
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Table 1

Lag phasesl( and rates of oxygen uptake)(for the emulsions incubated in various
conditions. Asymptote confidence intervals fomandp values were calculated with a 95%
significance level. Correlation coefficients (R3)dicate the percentage of dispersion

explained by the adjusted model, tvalues are incubation times when half the maximum

oxygen uptake was reached.

Emulsifier  Initiator tg‘nﬁgﬁ'ﬁe L (h) ‘;éf{‘g?l"r']% R s ()
BLG - 33 °C 23+03  8.0+0.3 99.3 12.1
BLG MetMb 25 °C 1.7+09  4.6+0.2 97.9 18.7
BLG AAPH 25 °C 49+1.0  5.1+0.3 97.7 20.2
BLG FeAsc 25 °C 3.7+ 0.8 6.2+ 0.4 98.0 16.5
BLG FeEDTA 25°C  3.3+04* 6.1+ 0.2* 98.3* 16.3*
BSA - 33°C  44.4+15  3.4+0.3 91.1 67.2
BSA MetMb 25 °C 8.2+1.4  21+0.1 96.6 45.8
BSA AAPH 25°C  244+15  3.0:£0.2 95.8 50.3
BSA FeAsc 25 °C 5.6+0.6 5.3+0.2 99.0 20.4
BSA FeEDTA 25 °C 14.0+0.8* 4.8+0.3* 97.1* 30.2*
BCN - 33°C 12.4+05  9.2+0.5 99.2 20.9
BCN MetMb 25 °C 34+06 5602 98.9 17.3
BCN AAPH 25 °C 12.3+0.6  5.8t0.3 98.9 25.9
BCN FeAsc 25°C  59+0.7  5.4+£0.2 98.9 20.4
BCN FeEDTA 25 °C 15.0+0.8* 3.3+0.1* 96.9* 39.0*

Tween 20 - 33°C 459+ 0.7 3.0£0.1 97.9 72.1

Tween 20 MetMb 25°C  56+1.2 1.7+ 0.1 97.7 50.5

Tween 20 AAPH 25°C  34.1+13  3.4+03 97.5 57.1

Tween 20 FeAsc 25 °C 304+ 1.4 2.2+ 0.1 96.6 65.8

Tween20  FeEDTA 25°C  36.3+1.8% 3.6+ 0.4* 92.0* 58.1*

* Data from Berton et al. (2011b).

3.1.2. Volatile compounds

The formation of volatile compounds was followed fall emulsions in all incubation
conditions. Eighteen volatile compounds have bedentified. Among them, pentane,
propanal, 2-butenal, hexanal, 2-pentenal, 2,4-Herall 2-heptenal and 2-octenal have been
detected in measurable amounts and quantified giute development of oxidation in
emulsions. The amounts of volatile compounds predua each incubation condition are
reported in the figures provided in the supplemsntiata section. Briefly, propanal was
formed in the highest amounts (up to around 900 Ikgd oil when the emulsions were
stored at 33° C and around 400 pmotf kg the other conditions). Then came hexanal (250
umol kgh), 2-pentenal and 2-heptenal (around 100 pmd) kg-butenal (70 pmol kY, 2,4-
hexadienal (60 pmol kY and 2-octenal (30-50 umol kgwith large fluctuations in the
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formation kinetics). Pentane was detected in theegd amounts among the quantified
volatiles: maximum amounts were around 30 umdi &g33 °C, but it was often produced in
much lower amounts in the other incubation condgicAt an advanced stage of oxidation in
the emulsions, the volatiles, 2-octenal exceptesteyproduced in higher amounts at 33 °C as
compared to the other incubation conditions.

BLG- and BCN-stabilized emulsions also generallydoiced the highest amounts of volatiles
when one particular incubation condition was comsd. On the opposite, the lowest
amounts of volatiles were generally produced in @w@0-stabilized emulsions. In BSA-
stabilized emulsions, intermediate amounts of vektwere produced according to the
incubation conditions. At 25 °C in the presenceFefCk/Na-asc, the amounts of volatiles
produced in BSA-stabilized emulsions were closthébamounts produced with the two other
proteins and higher than the amounts produced @ef20-stabilized emulsions. In the other
incubation conditions, they were similar to thoseduced in Tween 20-stabilized emulsions.
Propanal, hexanal and 2-pentenal at 33 °C; 2-bL#rb °C in the presence of MetMb were
even produced in the lowest amounts in the BSAHstald emulsions.

The formation of volatile compounds issued fromidipxidation globally confirms the
oxygen uptake data and the fact that, in conditanmding a large excess of emulsifier in the
aqueous phase, protein-stabilized emulsions amalbless oxidatively stable than Tween 20-
stabilized emulsions. They also evidence that ecH#ic conditions some discrepancy may
occur between oxygen uptake and formation of sapié bxidation volatile compounds. It
was especially the case for BSA-stabilized emuksion

Through a principal component analysis (PCA) penfedl on normalized data, we tried to
observe the relationships between oxygen uptakevaladile compound formation in each
incubation condition. The correlation plot in thveotfirst components of the PCA (PC score
#1, 71.3 % of the total inertia of the system ; BCA11l.5 % of the total inertia of the
system.) is presented in Fig. 2 and the correspgndorrelation coefficients are given in
Table 2. All the studied parameters are gatherethensame area of the PC#1,#2 plot and
mostly represented by the first component. The plabdividual data also showed that these
parameters were strongly linked to the durationth&f incubation of the emulsions (not
shown). This suggests that the measured parameters well related to the same
phenomenon that proceeded during the emulsion aimrb the oxidation of the lipid
components in the emulsions.

Oxygen uptake was closely correlated with the fdioma2-butenal, 2-pentenal and 2-

heptenal (correlation coefficients > 0.8). The etation of oxygen uptake with the formation
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of propanal, hexanal and 2,4-hexadienal was slighitaker, correlation coefficients being
0.71, 0.75 and 0.69, respectively. It was low wvilie formation of pentane, and 2-octenal
(correlation coefficients around 0.50). As hightigdh by the correlation plot and the
correlation coefficients, volatile compounds pastied in three groups. The saturated
aldehydes, propanal and hexanal were strongly latecketogether (correlation coefficient of
0.92) but did not correlate strongly with any oe tbther volatile compounds. The mono-
unsaturated aldehydes 2-butenal, 2-pentenal arept&ial were well correlated with oxygen
uptake and together (correlation coefficients >).0.9hey were also correlated in a lesser
extent with the di-unsaturated aldehyde 2,4-hexediéorrelation coefficients of 0.80, 0.79,
0.78). In contrast, pentane and 2-octenal werewadt correlated with any of the other
measured parameters. These compounds were producedch lower molecular amounts
than the other volatile compounds and in the linmistheir accurate quantification by the
SPME-GC method. One may underline that among tlantdied volatile compounds, the
correlations were the highest among either therai@d or the unsaturated aldehydes, but no
particular correlation was found for volatiles arggsfrom the same fatty acid series: n-3 or n-
6.

The projection of the individual data on the PC#2 ,0f the PCA map did not evidence any
clustering of the samples according to the incualmatnode or the emulsifier (not shown).
Therefore, even if quantitative differences in greduction of volatile compounds could be
found, the global proportions of volatiles in theadspace remained similar whatever the
system. This could indicate that the interactiorsctv are likely to occur between selected
volatile compounds such as aldehydes and proteurisérers were quantitatively minor and
that specific reaction routes for formation of tidéacompounds according to the initiation
mechanism were not implied. As a whole, volatilenpounds data confirm the oxygen
uptake data, evidencing that adsorbed proteins stfienl do not protect lipids against
oxidation as compared to surfactant emulsifier, tedexr the incubation conditions. Our
results also show that the measurement of oxygtakeps a reliable method to evaluate lipid

oxidation in emulsions.
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Propanal

A
Hexanal

02_‘ uptake

2-pentenal

2-butenal

2-heptenal
h

2,4-hexadienal

PC score #2 11.5%

?
/Pentane

2-octenal

-1 -05 0 05 1
PC score #1  71.3%

Fig. 2 PCA of the data (oxygen uptake and volatile commois). Correlation plot of PC
scores #1 and #2. The dotted circle indicatesabel lof 50% explained variance.

Table 2
Correlation matrix of the data (oxygen uptake awthtle compounds) for all emulsions
incubated in all incubation conditions. Correlatimoefficients> 0.80 are indicated in bold to

underline the highest correlations.

2,4-hexa 2-
Hexanal

O, uptake Pentane Propanal2-butenal entenal dienal heptenal

2-octenal

O, uptake 1.00
Pentane 0.51 1.00
Propanal 0.71 0.39 1.00

2-butenal 0.83 0.48 0.74 1.00

penzt-enal 0.87 0.52 0.76  0.97 1.00

Hexanal 0.75 0.39 0.92 0.77 0.76 1.00

24hexa 59 059 067 080 079 071  1.00
dienal

2-

heptenal 085 051 060 095 094 067 078 100

2-octenal 0.46 0.43 0.28 0.56 0.53 0.30 0.73 0.5 1.00
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3.2. Efficiency and mechanisms of the differerdation initiators in emulsions

The incubation conditions, namely temperature amiiator concentrations, were chosen to
obtain a similar order of oxidative stability fohe Tween 20-stabilized emulsions, as
evidenced by the varying from 50.5 to 72 h (Table 1). The molar amioof FeESQEDTA
was four times higher than that of Fg@la-asc (200 uM and 50 pM, respectively), which
was itself 50 times higher than that of MetMb (1 J1Whe highest concentration was used for
AAPH (1 mM). These highly different concentratiashsmonstrate a large range of oxidation
efficiencies for the different catalysts, whichnsaccordance with the literature. For instance,
myoglobin was found 14 times more efficient thafi"Rescorbate and 80 times more efficient
than Fé" to decompose linoleic acid hydroperoxides at i (Frankel, 2005). Haem iron
is known for its very efficient prooxidant propedi in aqueous or multiphase media
(Pokorny, 1987). It is also a main prooxidant ie tfiet through the consumption of meat
products. Addition of MetMb can be therefore a vemyeresting way to promote lipid
oxidation in multiphase food model systems withdutge modifications of the molar
chemical composition of the systems. On the opep#ite molar amount of AAPH (1 mM)
used to obtain similar oxidation kinetics in the dem 20-stabilized emulsion was high in
comparison to the emulsifier concentration (4 mihis oxidation catalyst can thus hardly
represent phenomena occurring in food or biologiegbtems because of the high
concentrations needed. However, AAPH remains usefaoleasure reaction rate constants in
model systems because it produces radicals ataunstes.

Interestingly, oxidation in Tween 20-stabilized dsmns proceeded in different ways
according to the incubation conditions, as eviddrfcem L andp values calculated from the
oxygen uptake data (Table 1). The catalysis by Melddl to short lag phases and quite slow
oxygen uptake rates. On the opposite, the fourratisibation conditions led to longer lag
phases and higher rates of oxygen uptake, andhglisshed from each other particularly by
the length of the lag phase (from 30.4 to 45.9These differences can be related to the
various mechanisms of lipid oxidation initiationcenintered for the tested initiators (Table 3).
In the presence of MetMb (1 uM), the oxidation kioeliffered clearly from the others. The
lag phase was much shorter, i.e. the oxidationestararlier, but the oxygen uptake rate was
lower than in the other incubation conditions (Eaft). The most probable explanation for
this short lag phase is the presence of trace pgdoaides in the freshly prepared emulsions,
which would be rapidly decomposed by MetMb (eq(Egron & Andersen, 2002; Carlsen et
al., 2005). Accordingly, we determined that thepgked rapeseed oil contained about 0.34
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pumol hydroperoxides 1§ Lorrain et al. (Lorrain et al., 2010a) proposeatt the
decomposition of hydroperoxides catalyzed by Methtluld involve a one-electron oxidized
MetMb intermediate (eq. 6). In addition, MetMb 13 amphiphilic molecule which, contrary
to the other tested initiators, exhibits surfaceviag (Min et al., 1998), and is able to adsorb
at the interface of O/W emulsions (Volden et aD1P). It can be then hypothesized that
MetMb adsorbs at the surface of the oil dropletsraémulsification, which could contribute
to its greater efficiency as oxidation initiator.

In the absence of added oxidation catalysts, lpidiation presumably starts either by the
direct formation of radicals from lipid molecules &y the decomposition of trace
hydroperoxides in the oil substrate by trace metals (Frankel, 2005). This second
mechanism may apply during the incubation at 338Che stripped rapeseed oil contained
0.34 pmol hydroperoxides'gThese reactions are favored when temperaturedses, which
explains why this factor is often encountered toetarate lipid oxidation. At this temperature,
the decomposition of the hydroperoxides that arevéal during incubation of the emulsions
is also favored, which could explain why the amesuot volatiie compounds were often
higher than with the other incubation conditions.

In the presence of FeQ@DTA (1/1 M/M 200 uM) or FeGINa-asc (1/1 M/M 50 uM), the
kinetics of oxygen uptake in the Tween 20-stabiizenulsions were very similar. Mixtures
of iron with chelator or reductant in appropriatencentrations lead to the concomitant
presence of ferrous (F@ and ferric (F&) iron, which is necessary to initiate lipid
peroxidation (Table 3). An equimolar mixture of’Feand EDTA promotes both Fe
autoxidation (eq. 1) and lipid peroxidation (Sams#yn et al., 1990), which is explained by
the ability of the iron/EDTA complex to enhance taubility and redox potential of iron
(Mahoney & Graf, 1986). Ascorbate present in lowowggh concentrations behaves as
prooxidant in the presence of iron because oftitlityato reduce F& to F€* (Table 3, eq. 2)
(Buettner & Jurkiewicz, 1996; Halliwell, 1996). ¥edecomposes trace hydroperoxides,
leading to lipid radicals which can themselves rauasthydrogen atoms from other lipid
molecules (Table 3, eq. 3), propagating the chaaction (Cheng & Li, 2007). Oxygen
reactive species are also produced during thesgiorsa. They are involved in the Fenton
reaction, which is the most mentioned mechanisnexqalain the catalytic activity of iron
(Table 3, eq. 4).

As already mentioned, high molar amount of AAPHN(M) had to be used to obtain
oxidation kinetics in the Tween 20-stabilized eranis similar to those observed in the other

incubation conditions. Water-soluble azo initiatstech as AAPH initiate lipid peroxidation
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by decomposing with a constant rate into free @dicesponsible for hydrogen abstraction
from peroxidizable lipids (Table 3, eq. 7, 8, 9dasubsequent formation of hydroperoxides
(Hanlon & Seybert, 1997). However, azo initiators aot involved in the decomposition of
the hydroperoxides, which is another argument fagx why their use in food and biological

model systems may be not relevant (Frankel, 2005).

Table 3
Mechanisms for the lipid oxidation reaction withrieas oxidation initiators: equimolar
mixture of Fé" and EDTA; equimolar mixture of Beand Na-ascorbate; metmyoglobin;
AAPH.

Iggz(tj)%t(ljc;]n Structure Lipid oxidation mechanisms
. 0 . X
o o LOOH + Fé" - LO" + Fé* + OH (3)
FE/EDTA o& H,O, + F€" — "OH + Fé" + OH (4)
(equimolar \ O, + 4F€*(EDTA) + 2H,0 -
mixture) 2 4FE*(EDTA) + 40H (1) LH Loor
¢ 5y [ S
Fe* O>\/ e L 0, Eex L
Fe* + ascorbate. F&" + LOOH
ascorbate(2) Fe2+
Fe*lascorbate HO, OH
(equimolar H\Zzi on
mixture) H’:',H"r’ il o I{O‘Eiq() s o
(b) + CH ] — ’
e ©

OHZ LOOH X heme-Fe(lll) X LOO" + H,0
LO* + H* heme-Fe(IV)=0 LOOH + H*
é ; Fe3* Heme
N Proximal
< \ histidine
N LOOH

Globin

(5)
Metmyoglobine
(MetMb)

(d)

LOOH, O, L=0 + HOO*

heme-Fe(lll)  [heme-Fe(lll) - 1e7]

.+ H* A LOOH
LO"+H heme-Fe(IV)=0 LOO"

(6)

R-N=N-R - 2R + N, (7)

HN NH
A/?;H >n=nv—< R +0, -~ ROC (8)
HN NH, ROO + L-H - ROOH + L' (9)

a (Bernasconi & Baerends, 2009; Gambardella e2@D5)

b (Buettner et al., 1996; Halliwell, 1996)

¢ (Cheng et al., 2007; Frankel, 2005)

d (Baron et al., 2002; Carlsen et al., 2005; Loredial., 2010a)
e (Hanlon et al., 1997)
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3.3. Involvement of interfacial structure and enfidsinitiator interrelationships in lipid

oxidation

We found that in emulsions prepared with limitedoaimts of emulsifier in the aqueous phase,
protein-stabilized emulsions were generally lesslatively stable than Tween 20-stabilized
emulsions. We showed in previous work that othéiastants, namely Tween 80 and Citrem,
formed emulsions with a similar or even higher axide stability than Tween 20-stabilized
emulsions in the presence of FefIDTA (Berton et al., 2011b). The favored oxidation
when oil droplets are covered by protein-stabilizeterfaces as compard to surfactant-
stabilized interfaces could result, at least irt,dawm the structures and physical properties of
the involved interfaces. On the one hand, our tesydparently contradict the hypothesis for a
structural barrier provided by interfacial proteimgich is supported by several information
related to the composition and the structure of itierfacial layer. Typical surface loads
encountered for protein-stabilized interfaces rafnigm 1.5 to 4.5 mg i depending on the
protein type and the pH (Atkinson et al., 1995; Bogan Vliet, 2001) while surface loads are
lower for surfactant-stabilized interfaces, i.e21mg m® (Bos & van Vliet, 2001).
Additionally, the interface thicknesses of surfatistabilized emulsions are much thinner
than in protein-stabilized emulsions. They varynir®.5-1 nm for surfactant-stabilized
interfaces to 1-15 nm for protein emulsifiers (Aton et al., 1995; Dalgleish, 1993;
Dickinson, 2009; Fang & Dalgleish, 1993; Singh, 2P01Proteins form immobile and
viscoelastic interfacial flms (Damodaran, 2004;ckimson, 1992; Murray & Dickinson,
1996; Wilde et al., 2004), whereas surfactants filund interfaces with a substantial surface
lateral diffusion coefficient (Mackie et al., 200&ilde et al., 2004). The relatively thick and
viscoelastic interfaces formed by proteins aroupidl Idroplets were accordingly suggested to
be at least partly responsible for the highest atwié stability of protein-stabilized emulsions
as compared to surfactant-stabilized emulsions By et al., 1998; Fomuso et al., 2002a;
Haahr & Jacobsen, 2008; Kiokias et al., 2006; Maot&ets & Decker, 2000). However, it
should be underlined that in most of these studiesemulsions were formulated with large
amounts of unadsorbed emulsifiers. The gas permitgatifi emulsifier films at the air/water
interface has been also shown to be higher for mvé&ethan for whey protein isolate (WPI)
(Bezelgues et al., 2008). This effect was confirnbgdinvestigations in O/W emulsions,
showing that the oxygen diffusion coefficient ag thil/water interface was higher for SDS-
stabilized emulsions than for WPI-stabilized emarisi, indicating a higher gas permeability
of the surfactant-stabilized interface (Tikekaakt2011).
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On the other hand, in agreement with our obsemstithe ability of surfactants to exhibit
better barrier properties than proteins is suppldoteseveral data. First, surfactant molecules
possess similar alkyl chains that interact betweach other by means of Van der Waals
interactions and therefore form an homogeneougs.l8yey are consequently tightly packed
at the oil/water interface, which is particularlyarked for polyoxyethylene sorbitan esters as
Tween 20 (Grigoriev & Miller, 2009; Wilde et al.0@4). It results that nearly 100% of the
interface is covered with surfactants. On the opppenly 30-40% are actually covered with
proteins because only a part of the polypeptidigirths actually in direct contact with the
oil/water interface, the other protein segmentsdgpéocated in the aqueous phase (Dickinson,
1992).

Our results were obtained with emulsions stabilét the minimum amount of emulsifiers,
which amplifies the contribution of the interface aompared to previous studies. We
hypothesize that the close-packed, compact and fenemus structure of surfactant-
stabilized interfaces could contribute to expldia better oxidative stability of the Tween 20-
stabilized emulsions as compared to the proteipdstead ones. Nevertheless, the various
oxidative behaviors observed in BCN- and BSA-staéd emulsions indicate that chemical
interrelationships between emulsifiers and initistare also involved.

To have a clearer outlook of the interrelated ¢fféetween catalysts and emulsifiers on lipid
oxidation, we reported the estimated oxygen uptakesversusthe estimated lag phases for
all emulsions under all incubation conditions (F8y. A first look at Fig. 3 with a special
emphasis on the incubation conditions enables denline that the emulsions incubated in the
presence of MetMb are gathered in the same rediamacterized by an early beginning of
oxygen uptake. This confirms a rapid initiation @fidation by this initiator, probably
primarily due to its high efficiency to decomposace hydroperoxides and its surface
activity, as already mentioned. In contrast, thbeotincubation conditions were more
dispersed according to the emulsifier, evidencmgrirelationships between the emulsifier
and the initiator and/or incubation conditions. Theubation of emulsions at 33 °C without
added initiator led to two opposite behaviors: aitthe highest rates of oxygen uptake with
short lag phases (BLG- and BCN-stabilized emulgionsow rates of oxygen uptake with the
longest lag phases (BSA- and Tween 20-stabilizedlsons). In the presence of AAPH,
oxidation behaviors of emulsions were distinguishedinly by their lag phase, in the
increasing order: BLG < BCN < BSA < Tween 20.

When looking at Fig. 3 with a special emphasis fm @émulsifiers, it allows to highlight the

effect of the incubation conditions on the oxidationetics. In BLG-stabilized emulsions, the
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oxidation kinetics were very close whatever theubation conditions and characterized by
short lag phases and high rates of oxygen upta&kl€TL). The emulsions were consequently
gathered in the same region of Fig. 3 and exhibggstematically the worse oxidative
stability. In BCN-stabilized emulsions, the lag pbs were longer than in BLG-stabilized
ones and the oxygen uptake rates were very closmpe with FeSQEDTA. In BSA-
stabilized emulsions, the length of the lag phagsmned over a large range whereas the
oxygen uptake rates varied moderately. Therefaegrding to the incubation conditions, the
order of oxidative stability can be reversed betwB&A- and BCN-stabilized emulsions. In
addition, volatile compounds were produced in higdmaounts in BCN-stabilized emulsions
than with the other emulsifiers. By contrast, tbe&dst amounts of volatiles compounds were
produced in the BSA-stabilized emulsions as contpéoethe other emulsifiers, Tween 20
included, when the emulsions were incubated at 33°C

In our previous study (Berton et al., 2011b), wpdthesized that the better protection against
oxidation in BCN-stabilized emulsions probably désdi from the more important surface
concentration of BCN at the interface of oil drdpléAs the ranking of the protein emulsifiers
differed when modifying the incubation conditiorfgtee emulsions, the surface concentration
of proteins is not the only parameter explaining tensitivity of emulsified lipids to
oxidation.

The surface charge is often invoked to explain sdifferences in the oxidative stability of
emulsions. In our emulsions prepared at pH 6.7 Zigta potential for the BLG-, BCN- and
BSA stabilized droplets was -54.5, -46.5 and -28\8 respectively (Berton et al., 2011b). As
the isoelectric point of MetMb is around 7.3 anddimum moieties of AAPH exhibit a pKa
> 12 (Hanlon & Seybert, 1997), these compoundsastively charged at pH 6.7, as well as
Fe* and F&" ions. The more negative charges of the BLG- antiB@bilized droplets may
help the positively charged initiators to locatetla interface, promoting oxidation more
efficiently as assumed by several authors (Donredligl., 1998; Mei et al., 1998a; Mei et al.,
1998b). This explanation correlates well with therst oxidative stability of the BLG- and
BCN-stabilized emulsions when incubated with Metdb AAPH. If trace metals were
involved in the lipid oxidation initiation at 33 °@ithout initiator, the droplet charge could
also explain the better oxidative stability of tAR8A-stabilized emulsion as compared to the
other protein-stabilized emulsions in this incubatcondition. However, the order of Zeta
potential did not correlate with the order of oxida stability in the presence of
FeSQ/EDTA (1/1 M/M 200 uM) or FeGINa-asc (1/1 M/M 50 uM). In the latter condition,

the three protein-stabilized emulsions exhibitedilsir oxidative stabilities. Moreover, the
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surface charge cannot explain the similar oxidakoretics of the emulsions stabilized by
BSA or by the non-ionic surfactant Tween-20 whesytlvere incubated at 33 °C or at 25 °C
in the presence of MetMb. The surface charge ofdtplets is therefore not the only factor
controlling the oxidative stability of emulsions.

The three proteins used in this work exhibit vasiometal chelating and free radical
scavenging properties. Casein exhibits better Imowling properties as compared with BSA,
whey protein isolate or pure BLG (Faraji et al.020Sugiarto et al., 2010; Villiere et al.,
2005). Casein also exhibits higher free radicaleoging properties than BLG (Clausen et
al., 2009) and than BSA (Villiere et al., 2005).eTarder of both iron-binding and radical
scavenging properties is then: BLG, BSA < BCN. Tdrder does not correspond to the order
of oxidative stability of emulsions in most testedubation conditions, BSA-stabilized
emulsions being often the most stable among theeiprgtabilized emulsions. One should
therefore conclude that the order of oxidative iitgbof the protein-stabilized emulsions
cannot be explained by one single factor, but ratlyea combination of the protein properties
associated with their chemical environment, inatlgdihe oxidation initiators.

10
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Fig. 3. Relationship between lag phases and oxygen upsdée for emulsions stabilized with
(») BLG, () BSA, (@) BCN or (@) Tween 20 in various incubation conditions. Erroass
correspond to the asymptote confidence intervdtulzded with a 95% significance level.

4. Conclusions

This study demonstrates that protein-stabilizedlsions are generally less oxidatively stable
than Tween 20-stabilized emulsions, whatever tloebation conditions and the oxidation
initiator. The generalization of this study to atBerfactants than Tween 20 could be relevant
to go further in the mechanisms which could be ived in the protective effect of surfactant-
stabilized interfaces. This work also shows thatthie particular case of the BSA-stabilized
emulsion, the oxidative stability can be dramalycdependent on the incubation conditions.
These results may therefore explain, at least m, plae contradictory results sometimes
encountered when synthesizing the literature atimueffect of compositional parameters on

lipid oxidation in emulsions.
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Supplementary data — Particle size distributions iremulsions

0.2 0.25 ~
ds, (MmM) 0.2 1 ds, (um)
0.15 1 t=0 1.68 t=0 1.78
> 33T 2.19 2015 | 33T 1.83
S MetMb 1.86 @ MetMb 1.80
S 0.1+ =)
g AAPH 1.95 g o1 AAPH 1.80
w FelAsc 2.02 e FelAsc 1.80
0.05 -
0.05 A
0 0 r(((rT'”T(Z?m?m .
0.1 1 10 100 0.1 1 10 100
Diameter (um) Diameter (um)
0.2 - 0.25 ~
d3,2 (Hm) 0.2 1 d3,2 (um)
0.15 1 t=0 177 t=0 157
> 33T 1.94 %015 33T 1.55
S MetMb 1.89 5 MetMb 1.52
S 01 3
5 AAPH 1.96 g AAPH 1.57
T T 0.1+
w FelAsc 1.92 w FelAsc 1.54
0.05 -
0.05 A
0 : 0 . :
0.1 1 10 100 0.1 1 10 100
Diameter (um) Diameter (um)

Particle size distributions in emulsions stabilixgth BLG (A), BCN (B), BSA (C) or Tween
20 (D), freshly preparede() or after 48 h of incubation at 33 °C without ¢géa (0) or at 25
°C with MetMb 1 uM @), AAPH 1 mM (+) or FeGINa-asc 1/1 M/M 50 pM@). Data
indicated in the tables correspond to the volunréasa mean diameter ¢, um) att =0 or

after 48 h of incubation determined from two enuisi prepared and incubated

independently.
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Supplementary data — Volatile compound formation
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Formation ofpropanal during incubation of emulsions stabilized with BI(@G), BSA (<),
BCN (@) or Tween 20 @), at pH 6.7 at (A) 33 °C without catalyst or at 25 with (B)
MetMb 1 uM, (C) AAPH 1 mM, (D) FeGINa-asc 1/1 M/M 50 uM or (E) FeQEDTA 1/1
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Formation ofhexanal during incubation of emulsions stabilized with B(@), BSA (<),
BCN (@) or Tween 20 @), at pH 6.7 at (A) 33 °C without catalyst or at 25 with (B)
MetMb 1 uM, (C) AAPH 1 mM, (D) FeGINa-asc 1/1 M/M 50 uM or (E) FeQEDTA 1/1
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2.3.2. Discussion relative au choix des conditidirscubation

Ce travail montre que le choix des conditions diivetion des émulsions n’est pas anodin, et
notamment que des interactions complexes entraiggrtles constituants du systéme et les
initiateurs chimiques peuvent s’établir. Lors ddsdés de l'oxydation des lipides en
émulsion, le choix des conditions d’incubation d&ite réfléchi en fonction du contexte et de
de la problématique de recherche. Ainsi, les canttchoisies seront différentes selon que
'on souhaite étudier I'oxydation des lipides enlieu digestif ou physiologique, dans des
matrices alimentaires contenant des ions métaligen reproduisant des procédés de
stockage ou de transformation, ou dans une prohigémeade modélisation chimique et/ou
mathématique du phénomene. Un autre critére déatarnnie choix de l'initiateur d’oxydation

a utiliser peut également étre lié aux rapportsamed entre émulsifiants et initiateurs. Dans
les émulsions stabilisées par des protéines etb@&eu en présence des initiateurs
FeSQ/EDTA (200 uM) et AAPH (1 mM), le nombre de molemidiateur dans I'émulsion
est supérieur au nombre de moles démulsifiant I€ab X), ce qui implique une
modification conséquente de la composition chimidas systemes. A l'inverse, lorsque la
MetMb (1 uM) est utilisée comme initiateur d’oxyubat, sa molarité est tres inférieure a celle
des émulsifiants, pour une efficacité pro-oxydadte méme ordre de grandeur que celle

obtenue avec les autres initiateurs.

Tableau X. Ratios molaires entre émulsifiants dfiateurs dans les différents systémes
étudiés. Les concentrations sont exprimées en rmm@imol par litre d’émulsion. Les cases
grisées correspondent aux systemes dans lesquet®nidre de moles d'initiateur est

supérieur au nombre de moles d’émulsifiant.

|nitiateurmUISifiant BLG (190 uM) | SAB (42uM) |  BCN (146 uM) (Evé%egfﬂ?
Figgi?ﬂT)A 0.95 0.21 0.73 14.3
Fe%/éa Tﬁ\%bate 3.8 0.84 2.9 57

ﬁemt)) 190 42 146 2850
é’?ﬁﬂ) 0.19 0.042 0.15 2.9
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3. Modifications des protéines dans les émulsions caurs de

I'oxydation

3.1. Modifications des protéines interfaciales aaurs de I'oxydation

d’émulsions huile dans eau (Article 4)

Modifications of interfacial proteins in oil-in-wat emulsions prior to

and during lipid oxidation

Soumis &ree Radical Biology and Medicine
Claire Berton, Marie-Hélene Ropers, Dominique Grtibééronique Solé and Claude Genot*

INRA, UR1268 Biopolymeres Interactions Assembldgdgl316 NANTES, France
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ABSTRACT

Lipid oxidation is a major cause for the degradaid biological systems and food matrices.
These complex multiphase systems contain varioogpoaents other than lipids, which can
also undergo chemical modifications. However, tmbricated relationships between lipid
and protein oxidation remain unclear. The objectizéhis work was to analyze separately the
modifications undergone by the interfacial or theadsorbed proteins in oil-in-water
emulsions, while investigating the kinetic aspeicthe mechanisms, i.e. the sequence of the
reactions leading to lipid oxidation and proteindifications. A coupled approach of protein
modifications and lipid oxidation in protein-stabéd oil-in-water emulsions was carried out,
through the measurement of tryptophan (Trp) flucease and oxygen uptake, respectively.
Estimated kinetic parameters demonstrated thaeiprahodifications occurred as an early
event in the sequence of the reactions. Then tioms of oxidized lipids and proteins led to
a loss of protein solubility, to protein aggregatiand carbonylation. These modifications
concerned more specifically the proteins adsorbdaesoil/water interface.

Keywords

Lipid oxidation; Protein modification; Emulsion; terface; Aqueous phase; Reaction

sequence; Front-surface fluorescence; Carbonyls.
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Introduction

Oxidation of polyunsaturated fatty acids (PUFA) aschemical reaction which has a
deleterious influence on biological and food systeifhe reaction decreases the nutritional
and sensory properties of food products (Frank¥52. It also contributes in a great extent to
the oxidative stresm vivo (Logani & Davies, 1980; Vigo-Pelfrey, 1990). Inrefie complex
and multi-component systems, proteins participatth ywhospholipids, polar lipids and
cholesterol in the stabilization of biological sttures, for instance lipoproteins and biological
membranes. Therefore, lipid oxidation generallyurscsimultaneously with “co-oxidation”
phenomena, which lead to the damage of other mielecsuch as proteins or lipophilic
micronutrients (Schaich, 2008). Protein oxidatiennot only involved in various human
diseases (Hawkins & Davies, 2001) and aging (LewinStadtman, 2001), but also in the
degradation of the sensory properties of food prtslsuch as texture (Schaich, 2008) and in
the loss of protein digestibility (Zamora & Hidalga001). Oil-in-water (O/W) emulsions
have been extensively used as model food systestady the effect of compositional factors
on their oxidative damage during processing orasgfer In real food emulsions, the oil
droplets are generally stabilized by proteins, usdéohe or mixed with smaller size
surfactants, because these amphiphilic molecule®riadat the oil/water interface and
decrease the free energy of the systems. Unadsprbegins are also present in the aqueous
phase of the dispersed systems. Since the 70issibeen found that the proteins present in
food emulsions are susceptible to be attacked lyftee radicals, hydroperoxides and
secondary products as aldehydes resulting frord Iyidation, leading to the formation of
various reaction products (Gardner, 1979; Genal.etl990; Karel et al., 1975). For the last
ten years, the question of the oxidative modifaadi of proteins in food products and related
food models has been identified as an emergingeaeth crucial subject. The prevailing
guestion lies in the nutritional and toxicologicainsequences of protein modifications linked
to lipid oxidation during food processing and sg@dSchaich, 2008). These aspects have not
been fully elucidated yet, nor the involved meckars.

Several authors observed a strong time relationsatgreen lipid and protein oxidation in
multiphase systems, and described the two phenorasna@orrelated” (Dalsgaard et al.,
2010), “concomitant” (Estévez et al., 2008) or “sltaneous” (Hidalgo & Zamora, 2002). In
the same way, Lund et al. (2011) reported a tinoelyncidence between lipid and protein
oxidation in muscle foods. It seems therefore obwithat lipid and protein oxidation are

clearly linked but it is difficult to figure out wth of the phenomena first starts. On the one

199



Résultats et discussion

hand, protein light-induced oxidation increasedhwihe proportion of PUFA in complex
matrices (Mestdagh et al., 2011). The occurrenaetadnsfer of radicals from the lipids to the
proteins was demonstrated during light-induced atkah (Dalsgaard et al., 2010). On the
other hand, Ostdal et al. (2002) highlighted tratyf acid oxidation could be induced by
bovine serum albumin (BSA) radicals; Salminen et (2D10) reported that amino acid
residues of3-lactoglobulin (BLG) were oxidized prior to the pagation of lipid oxidation in
O/W emulsion.

The location of proteins is another key element bas to be taken in account when looking
at oxidation in multiphase systems. In O/W emulsjoproteins are either adsorbed at the
interface surrounding the oil droplets, or remaimadsorbed in the agueous phase once the
interface is entirely covered. To our knowledgey f&tudies considered the question of the
link between the protein location within multiphasetems and their degradation. Rampon et
al. (2001) highlighted that during oxidation of BS#abilized O/W emulsions, unadsorbed
BSA was by far less modified than BSA adsorbed dnéooil droplets, as revealed by front-
surface fluorescence measurements.

Recently, we investigated the effect of pH, excekgprotein in the aqueous phase and
oxidation catalyst on lipid oxidation in proteirabtlized emulsions as compared to
surfactant-stabilized emulsions (Berton et al.,22)1Berton et al., in press). Tested proteins
included BLG, 3-casein (BCN) and BSA. The results highlightedtfitsat when limited
amounts of emulsifiers remained in the aqueous elasemulsions, protein-stabilized
emulsions were more prone to oxidation than suafaestabilized emulsions. Second, it was
found that in the emulsions stabilized with thefatént proteins, lipid oxidation proceeded
with various kinetic behaviors according to theubation conditions. In the present study, we
focus on the damage undergone by the proteins glasidation of protein-stabilized O/W
emulsions. Our objective was to analyze separdtedy modifications undergone by the
interfacial or the unadsorbed proteins, while itngeging the kinetic aspect of the
mechanisms, i.e. the sequenceof the reactions nigatti lipid oxidation and protein
modifications. As in our previous work, the emuisowere stabilized with BLG, BCN or
BSA, which exhibit different amino acid compositsgpnsecondary and tertiary structures,
emulsifying properties and interfacial behaviors.
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Materials and methods
Materials

Rapeseed oil was purchased in a local supermadrkeds stripped by means of alumina (MP
Alumina N-Super |, MP Biomedicals, France) to ehatie impurities and tocopherols (Berton
et al., 2011a). Stripped oil contained less thapg2residual tocopherols per g oil. BSA
(fraction V, minimum 96% by agarose gel electroglsis) was obtained from MP
Biomedicals (France). BCN (puritg 98%) was purchased from Lactalis (Frand®).
lactoglobulin (BLG) has been purified at the laltorg from Prolacta 90 (Lactalis) by
selective precipitation (Mailliart & Ribadeau-Dumd®88). 1,4-piperazinediethanesulfonic
acid (PIPES), ethylene diamine tetraacetic aciddiisn calcium salt (EDTA), iron(ll) sulfate
(FeSQ) were purchased from Sigma Aldrich (France). Na@l SDS were purchased from
Fluka Chemika (France). All other chemicals and/esals were at least of analytical grade
and purchased from Sigma Aldrich (France) or Cdtitba (France). The buffer was
composed of PIPES (10 mM), NaCl (80 mM) and adplstepH 6.7.

Preparation and physical characterization of emohs

O/W emulsions were prepared according to the praeedescribed by Berton et al. (2011a).
The protein concentration and emulsification cdodg had been adjusted to produce
physically stable emulsions with concentrationsunédsorbed proteins as low as possible,
with a volumesurface mean diameter {[f]) comprised between 1.4 and 2.2 um (Berton et
al., 2011a). Concentrations of proteins in aquesmistions were 4 g'ifor BSA and 5 ¢*

for BCN and BLG.

The day before emulsion preparation, proteins wliespersed in the pH 6.7 buffer and gently
stirred overnight at 4C to ensure their complete solubilization withcadrh formation. O/W
emulsions were prepared with 30 g oil and 70 g agsisolution per 100 g emulsion. The two
phases were premixed for 2 min at 15000 rpm usinga@-stator homogenizer fitted with a
12-mm diameter head (Polytron PT 3000, Kinematia#tau, Switzerland). The coarse
emulsions were then homogenized (10 min, 50 baoutfh a one-stage low-pressure valve
homogenizer (A0812W-A-CD, Stansted Fluid PowernStad, UK). The size distribution of

the oil droplets in the emulsions was measured idiately after homogenization and after 48
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h of incubation with a laser light scattering instrent (Saturn 5200, Micromeritics, Verneuil
en Halatte, France). Emulsions with excess proBitnG-stabilized emulsion with excess
BLG or BCN-stabilized emulsion with excess BCN)the aqueous phase were prepared
according to the following procedure: 30 g oil &g aqueous protein solution (5.83%y |
were homogenized as previously described. After dgemization, a volume of protein
solution (35 g1) was added to the emulsions to obtain a final @rign of 30 g oil per 100 g
emulsion. The addition of the excess of prof@istemulsification avoided the formation of

very small oil droplets during the homogenizatitegs.

Recovery of agueous and creamed phases of emulsions

The concentration of unadsorbed proteins in theeagsi phase ap and after 48 hours of
incubation was measured as previously describeddBet al., 2011a). Briefly, aliquots of
emulsions were centrifuged (35€) 45 min, 20 °C) to separate the aqueous phasetfiem
oil droplets. The aqueous phase was collected ittedetl through 0.45, 0.20 and 0.10 pm-
cellulose acetate filters (Minisart High-Flow, Saitis, Germany) to remove the residual
small oil droplets. The amount of unadsorbed pnstevas determined according to the
method described by Markwell et al. (1978). Tablerhinds the main characteristics of these

systems (data from Berton et al., 2011b). The cezsbpmase was collected separately.

Table 1

Physical characteristics of O/W emulsions staldizgith different proteins. Emulsions
contained 30 g stripped rapeseed oil and 70 g ipretdution in pH 6.7 buffer (PIPES 10
mM, NaCl 80 mM). Data represent the mean and stdndviation of three measurements
on three emulsions prepared independently (data Berton et al., 2011b). Data at 48 h
have been determined after 48 h of incubation aC&ith FeSQEDTA 1/1 M/M 200 puM.

Protein concentration (g)

Protein -XCeSS . [dsz att
protein In agueous solution In aqueous phase of In aqueous phase of (um)
(total) emulsion at¢ emulsion att =48+t
BLG - 5.00 1.52+ 0.09 1.16+ 0.14 1.50.1
BLG BLG 10.00 6.05+ 0.10 5.7# 0.15 1.5+0.1
BSA - 4.00 1.17+0.11 0.98+ 0.03 1.8 0.1
BCN - 5.00 0.45+0.12 0.99+ 0.03 1.7+ 0.1
BCN BCN 10.00 3.60+0.10 3.94+ 0.17 1.9+ 0.1
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Incubation of emulsions

FeSQ/EDTA catalyst was prepared in ultra-pure waterdascribed in our previous work
(Berton et al., 2011b) and added at a final comaéon in emulsions of 200 uM. The
equivalent volume of ultra-pure water was addednvbulsions were incubated at 33 °C.
Aliquots (3ml) of emulsions were distributed in 20.5-ml heatsp vials sealed with
Teflon/silicon septa and aluminium crimp caps. Tias were rotated in the dark at 5 rpm,
with test tube rotators oriented at 30 degreesugevertical position, either at 25 °C with
FeSQ/EDTA or at 33°C without catalyst. Some experiments were alsdopmed in the
previously described incubation conditions (Ber&ral., in press), namely at 25 °C in the
presence of metmyoglobine (1 uM), Fg&bdium ascorbate (1/1, M/M, 50 uM) or 2,2'-
azobis(2-amidinopropane)-dihydrochloride (AAPH)N(M).

Oxygen uptake in oxidizing O/W emulsions

The measurement of oxygen uptake in hermeticaliyesevials is a relevant marker of lipid

oxidation (Berton et al., 2011b; Lethuaut et ab02; Villiere et al., 2005). It was determined
as described by Villiere et al. (2005) and Bertorale (2011b). Gas chromatography (GC)
analysis of headspace samples was performed vitR 8390 - series Il gas chromatograph
(Hewlett-Packard, Béblingen, Germany) coupled fased silica plot column (Molsieve 5A

CP7535, length 10 m, internal diameter 0.32 mmjanarLes Ulis, France) and to a thermal
conductivity detector. Results were expressed iimales of consumed oxygen per kg oil

(mmol & kg™ ail).

Front-surface fluorescence spectroscopy

The evolution of the fluorescence signal of prateduring incubation of emulsions was
followed in situin front-surface fluorescence mode (Castelain &@&ge1994; Rampon et al.,
2001). Front-surface fluorescence spectra were ir@ata with a Hitachi F-4500
spectrofluorometer (Tokyo, Japan) fitted with aiafale angle front-surface accessory set at
56°. Excitation and emission slit widths were set5&0 nm and 2.5 nm, respectively.
Approximately 140 ul of sample (whole emulsion, @ous phase or creamed phase) were put
in a quartz cell with a 0.5-mm optical pathway (Hel, 106 QS). Tryptophan (Trp) emission
spectra were acquired between 290 and 350 nm,ami#xcitation wavelength set to 290 nm,
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a scan speed of 240 nm nlirand steps of 0.2 nm. Experiments were performea in
controlled-temperature room (223 °C). Results were expressed in signal interadi834 nm

(1) normalized with the intensity aj {lo).
Extraction of proteins

Two hundred microliters of sample (whole emulsiagueous phase or creamed phase) were
introduced in 2-ml Eppendorf tubes. The proteingewgrecipitated and washed twice by
addition of 1800 pl isopropanol. The tubes werekshaand centrifuged (1408@, 5 min, 10
°C). The supernatants were discarded and the wasiueeins were stored at —20 °C until

further analysis.
Protein solubility and protein-bound carbonyls

Protein carbonyls were determined after their sbation in guanidine chloride (GuCl) 6 M.
Therefore, the solubility of proteins from whole @sions, agueous phase or creamed phase
of emulsions was determined as follows: proteinsovered as described above were
dispersed in 500 ul 2N HCI solution, for 60 mintle dark. Proteins were precipitated again
with 500 pl of 400 gt trichloroacetic acid solution for 10 minutes ir.icThe tubes were
centrifuged (1400€g, 5 min, 10 °C) and the supernatants were discartlee pellets were
washed twice with inl ethanol/ethyl acetate 1/1 v/v, once with 1 nopi®panol and
dissolved in 1 ml guanidine chlorideMsat 37 °C for 30 min to 12 h. The tubes were fial
centrifuged (1400€g, 3 min, 10 °C) to eliminate the insoluble fractidnany. The amount of
GuCl 6 M-soluble proteins was determined in theesnatants using the bicinchoninic acid
assay microtitration (BC Assay, (Smith et al.,, 198B6oupled with calibration curves
established with standard solutions for each pnof&LG, BCN or BSA). Results were
expressed as percentage of soluble proteins asatethjp thegtvalue.

Protein carbonyls were determined according to grecedure described by Levine et al.
(1990). The method is based on the derivatizatioh aarbonyls with 2,4-
dinitrophenylhydrazine (DNPH). Three test tubes ev@repared for each sample. The
protocol was this described above for the detertiwnaof protein solubility, except that total
proteins were first dispersed in 500 pl 10 mM DNsWution in 2N HCI. The absorbance of

the supernatants was measured at 370 nm, the tenfrernatants (without DNPH) being
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used as blanks. The protein-bound carbonyl cont@stcalculated using a molar absorption
coefficient of 22000M™ cm* (Levine et al., 1990). Results were expressecdhiolcarbonyl

per g soluble proteins.
Electrophoresis

Sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electmpbis (SDS-PAGE) was performed
under either non-reducing or reducing conditiom®téin pellets obtained from isopropanol
precipitation were dissolved in a pH 6.8-buffer stitated of Tris 0.5 M, SDS 10%, glycerol
30% and bromophenol blue. The volume of added buffeeach sample (whole emulsion,
aqueous phase or creamed phase) was determinddaio a theoretical concentration of 2
mg mL* protein in the ¢ samples, as expected from the initial amountsrofeins used to
prepare the emulsion samples. Eight per@ntercaptoethanol were added when reducing
conditions were applied. Samples were vortexedjdated at room temperature for 1h30 and
heated at 95 °C for 5 min. Then, either 10 uL of@ecular weight marker (Bio-Rad, range
#161-0305) or 1@uL of protein solution were brought onto a 10%- AB%r 12%- (BLG,
BCN) polyacrylamide gel coupled with a pH 8.3-migwa buffer constituted of Tris 25 mM,
glycine 192 mM and SDS 0.1%. Electrophoresis wafpaed at 20 mA and the gels were
stained with a Coomassie blue solution. Destaineld gvere finally scanned. For each
protein, electrophoresis characterization was peréad in triplicate.

Molar balance of substrates and reaction produntexidized emulsions

The molar balance between oxidation substratesg@xyPUFA) and oxidation products
(conjugated dienes (CD), volatile compounds andepmocarbonyls) was established in the
BLG-stabilized emulsion after 30 h of incubation2& °C with FeSQEDTA (1/1, M/M,

200uM). The molar amount of PUFA in rapeseed oil aipitll phase extracted from the
oxidized emulsion was determined with a protoca@pdd from Christie (1989), previously
described (Berton et al., 2011a). The molar amooh@D and volatile compounds (propanal
and hexanal) were measured as detailed in prewous (Berton et al., 2011b). Results were

expressed in mmol per kg of emulsion (mmot legnulsion).
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Experimental design and data treatment

For each emulsifier and incubation condition, twauésions were prepared independently. At
each aging time, oxygen uptake was measured il®, with three headspace sampling per
vial. Fluorescence spectra were collected in trgteé using three aliquots of each sample.
Protein-bound carbonyls were measured with thregtudes and one control tube. The results
correspond to the meanstandard deviation calculated from the collectémdividual data
obtained in two emulsions prepared independently.

Curves of Trp fluorescence at 334 nm were adjuBted the collection of individual data

with a modified-Gompertz model. The applied equati@s as follows:

Y1=yo - (yo-A) exp(-exp(ﬁ Hie eXpﬁ )_Z(Lm_t) D 1)

where Y is the intensity of the signal of protein fluoresce at 334 nm normalized with the
to intensity (I/ 1p), Yo is the initial value of the normalized signal, reyny, = 1, t is the
incubation time (h)A: is the threshold value of the normalized signal, is the rate of

decrease of the normalized signai})(landLTrp is the lag phase (h).

A nonlinear regression was applied to estimat@nd i with the Marquardt algorithm. The
value ofA; was comprised between 0.10 and 0.30. The inignates ol and 4, Were
0.1 and 0.1, respectively. Asymptote confidencerirals forL andu values were calculated
with a 95% significance level. These calculatioreyevperformed with Statgraphics Plus 5.1
software (StatPoint Technologies, Warrenton, USA).

The incubation time when half the minimum normaldizetensity of protein fluorescence/t

rp, N) Was calculated from equation (1) as follows:
(In (-In WJ -1] X (o - AA)
prrp X exp(l)

t1/2,Trp = LTrp -

(2)

Curves of oxygen uptake were as well adjusted ftloencollection of individual data with a

modified-Gompertz model as previously described@eet al, 2011b). This enabled us to
estimate the lag period before the beginning ofgexyuptakel(o, , h), the oxygen uptake

rate (o, mmol G kg™ oil h™) and the incubation time when half the maximum gexy

uptake was reached t oz h).
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Results
Fluorescence of Trp and oxygen uptake in the pnegtabilized emulsions

Evolution of Trp fluorescence and oxygen uptakeen@ilowed concomitantly during the
incubation of emulsions (Fig. 1, 2). Fluorescengectra recorded for an excitation
wavelength of 290 nm are presented in Fig. 1A, By @hree different times of incubation in
the presence of FeSEBDTA (tp, t = 24 h and t = 48 h) for the three protein-sizdxl
emulsions. For any emulsion, Trp fluorescence dsae sharply with time. Att = 48 h, the
emission spectra presented no more peak correspptaiTrp fluorescence (Fig. 1A, B, C).
We reported the intensity of the emission peak3dt Bmversustime and the corresponding
oxygen uptake (Fig. 1D, E, F) for the emulsiongeddoat either 33 °C or at 25 °C with
FeSQ/EDTA. The experimental data were adjusted withrttealified Gompertz equation to
estimate the lag phase before the beginning of exygptake (o) or the decrease of the
protein fluorescence signdl+), respectively, and the rate of oxygen uptgksy)(or of the
decrease of the protein fluorescence sigmap), respectively (Table 2).

In the BLG-stabilized emulsions (Fig. 1D), the Thporescence decreased rapidly from the
beginning of the incubation period, as highlightey estimated_r, values close to zero
(Table 2). Fluorescence finally reached a plateatesponding to less than 20% of the initial
intensity. Half this threshold value was reachedras.5 or 3.0 h, depending on the incubation
conditions, as indicated by thgtr, values. Oxygen uptake also proceeded rapidly wikate
the incubation conditions and reached a plateaesponding to approximately 134 mmal O
kg™ oil, as already shown (Berton et al., 2011b). THuephases estimated for oxygen uptake
(Lo2) were rather short (3.3 and 2.3 h) but yet lortgan those estimated for the curves of
Trp fluorescence (0.2 and ~ 0 h).

In the BCN-stabilized emulsions (Fig. 1E), the Tiorescence decreased as well rapidly
from the beginning of the incubation period, theaahed a plateau corresponding to the total
extinction of Trp fluorescence. Less than 10 h weeeessary to reach half the minimum
intensity of Trp fluorescence (Table 2). The estaddag phases before the decrease of Trp
fluorescence were short (1.0 and 3.2 h). Substhnt@ger lag phases (15.0 and 1By
were observed for oxygen uptake in both incubatonditions, after what oxygen was

rapidly consumed when incubation was performedBat (o, = 9.2 mmol Q kg™ oil), and
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more slowly when incubation was performed at 28ith FeSQ/EDTA (Uoz = 3.3 mmol Q
kg™ oil).

In the BSA-stabilized emulsions (Fig. 1F), the @ase of Trp fluorescence started from the
beginning of the incubation period at 25 °C in thresence of FeSLEDTA (Lvp ~ 0),
whereas a substantial lag phase (40.3 h) was d@stiméen incubation was performed at 33
°C (Table 2). According to the estimated parametbadf the minimum intensity of Trp
fluorescence was reached after 12.9 or 47.9 heotisply. In agreement with the decrease of
protein fluorescence, oxygen was consumed subaligntiaster when incubation was
performed at 25 °C with FeQEDTA than at 33 °C (Berton et al., in press). istied lag
phases for oxygen uptake in each incubation canditwere 14.0 and 44.4 h, respectively.
They were thus shorter than the corresponding heages estimated for Trp fluorescence. It is
noticeable that although the estimated lag phaseoxygen uptake in the presence of
FeSQ/EDTA was 14.(h, oxygen was apparently consumed in a small extenibg the first
hours of incubation (Fig. 1F).

When an excess of proteins was added in the aquatase of BLG- or BCN-stabilized
emulsions (Fig. 2), no lag phase was still detedtedTrp fluorescence (Table 2) but the
decrease of Trp fluorescence was slowed down. Aatgly, the rates of decrease of Trp
fluorescence(r,) were markedly lower (3. 10% h* instead of 6.8 10> h for the BLG-
stabilized emulsions, and 138 10° h™ instead of 5.8« 10° h™ for the BCN-stabilized
emulsions). Oxygen uptake was also slowed dowtmenpresence of an excess of proteins.
This led to a substantial increase of the lengttheflag phases: 99instead of 3.3 h for the
BLG-stabilized emulsions, and 44.4 h instead 00 Ibfor the BCN-stabilized emulsions.

To summarize these observations, the results autaiith the three proteins highlight first a
good global correlation between oxygen uptake awahse of Trp fluorescence (Fig. 1, 2).
When the decrease of Trp fluorescence started gathe emulsions, oxygen uptake started
early as well. On the opposite, when the decredsdrp fluorescence did not start
immediately, a rather long lag phase was obsergedxygen uptake. This relationship is
highlighted in Fig. 3A. The estimated time to redaif the threshold Trp fluorescence.t
Trp) INCreased linearly with the estimated time tachehalf the maximum oxygen uptaket
02), hot only in the above mentioned incubation ctads but also in the other incubation
conditions. Secondy, Tp was always shorter thap.t o2 Moreover, a deeper insight of the
results and the estimation of quantitative kinpacameters (Table 2) show that the lag phases

estimated for Trp fluorescence were always shdhan these estimated for oxygen uptake
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(Fig. 3B). As oxygen uptake in our systems is puihg due to lipid oxidation through the
formation of CD hydroperoxides (Berton et al., 200 1these results indicate that early
protein modifications precede the developmentmd lbxidation in the emulsions.
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Fig. 1. Evolution of protein fluorescence and oxygen uptak the protein-stabilized O/W

emulsions at pH 6.7 without excess of protein. :LEEflorescence spectrBefcitation= 290nm)

of (A) BLG, (B) BCN or (C) BSA in emulsions freshjyrepared (t = 0) or after 24 h or 48 h
of incubation at 25 °C with FeS@DTA 1/1 M/M 200 pM. Right: Normalized Trp

fluorescenceXexcitation= 290NM, Aemission= 334nm) (full symbols) and oxygen uptake (empty
symbols) in emulsions stabilized with (D) BLG, (BEN or (F) BSA incubated at 33 °C

(0,®) or at 25 °C with FeSLZEDTA 1/1 M/M 200 uM ¢, ). Dotted curves correspond to
the modified Gompertz equation with the estimdtednd u parameters for each emulsion.

Errors bars represent standards deviations.
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Fig. 2. Effect of excess of proteins in the aqueous pbéasenulsions on the normalized Trp
fluorescenceXexcitation= 290NM, Aemission= 334nm) (full symbols) and oxygen uptake (empty
symbols). Emulsions were stabilized with (A) BLG (&) BCN at pH 6.7, without<,*) or
with (O,®) excess of protein in the agueous phase, and atedlat 25 °C with FeSZEDTA
1/1 M/M 200 pM. Dotted curves correspond to the ifedl Gompertz equation with the

estimated. andu parameters for each emulsion. Errors bars repretmmdards deviations.
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Table 2

Lag periods I(+, andLoy) and rates of the decrease of normalized Trp déismence(r,) and
of oxygen uptake (o) for the emulsions incubated in various conditioAsymptote
confidence intervals foc andp values were calculated with a 95% significancelet,, 1p
and t, oxvalues are incubation times calculated with thel@heavhen half the minimum Trp
fluorescence or maximum oxygen uptake were readalesgectivelyCorrelation coefficients
(R?) indicate the percentage of dispersion expthimethe adjusted model.

Parameters of Trp fluorescence Parameters ofesxygtake*
i Ho2
. . ), mmol
Emulsion Incubation Ly, (h) “T;” {02) R2 tiz mp(h) Loz (h) éz kg R2 ti2, 02(h)
oil h))
BLG FeEDTA 0.2+0.9 6.8+1.0 96.0 6.5 3.3+0.4 6.1+0.2 98.3 14.4
Eé‘fgss FEEDTA ~0 3.7+04 96.4 88 09+13 39+03 957 27.3
o 14.4+
BLG 33°C ~0 15 98.6 3.0 2.3+0.3 8.0+0.3 99.3 12.1
15.0+
BCN FeEDTA 1.0+0.8 5.8+0.7 97.8 8.4 0.8 3.3+%0.1 96.9 35.6
Excess 44.4+
BCN FeEDTA 0 1.3+ 0.2 83.2 25.1 12 3.9+0.4 94.4 61.8
BCN 33°C 32403 7.3+04 99.7 9.2 1%";* 92+05 99.2 20.9
14.0+
BSA FeEDTA ~0 3.2+04 96.9 12.9 08 4.8+0.3 97.1 27.9
BSA 33°C 42%1 49+13 911 47.9 4‘1“;—’ 34+03 911 67.2

* Oxygen uptake parameters from Berton et al. (BQ)Bhd Berton et al. (in press).
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Fig. 3. Correlations between the estimated parametersTprfluorescence and oxygen
uptake: (A) 1, mp as a function ofik o3 (B) Ltp @as a function ot Data represent the
parameters estimated during incubation of emulsgiabilized with BLG (black symbols),
BCN (grey symbols) or BSA (white symbols), at 33vAthout oxidation initiator (circles) or
at 25 °C with FeS@EDTA 1/1 M/M 200 pM (diamonds) or with the othekidation
initiators (squares). In graph (A), the large-ddti@e represents the linear model applied to
the whole data set (R2 = 0.84). Errors bars reptedee asymptote confidence intervals
calculated forL values with a 95% significance level. In graph,(B)e small-dotted line

represents the theoretical curve according to whath lag phases would be equal.

Modifications of adsorbed and unadsorbed protemthe oxidizing emulsions

To distinguish the modifications undergone by prsteadsorbed on the droplet surface from
those undergone by unadsorbed proteins in the agupbase, we collected these two

fractions after centrifugation of emulsion samm@éesarious incubation times.

Protein fluorescenceFig. 4 represents the fluorescence spectra awjéor the aqueous and
creamed phases of BLG-, BCN- and BSA-stabilized Isimis at pH 6.7 without excess of
protein, freshly prepared or after 24 h or 48 hnalibation at 25 °C with FeSEDTA 1/1

M/M 200 pM. In accordance with the distributionbteins within emulsions (Table 1), the
initial fluorescence intensity was higher in theamed phase samples than in the aqueous
phase samples, especially in the BCN-stabilizedlgony where the BCN concentration in

the aqueous phase was very low (0.45%gTable 1). In all creamed phases, the Trp
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fluorescence decreased dramatically upon incuba#itier 48 h of incubation, no more peak
was detectable in these two fractions. On the apmoke Trp fluorescence decreased less
tremendously in the aqueous phase of the BLG- &-&abilized emulsions, a substantial

peak with a maximum located at 334 nm being presesrn after 48 of incubation.
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Fig. 4. Fluorescence spectracfciaton = 290nm) of the creamed phase or aqueous phase of
emulsions stabilized by BLG, BCN or BSA without ess of protein, freshly prepared (t = 0)
or after 24 h or 48 h of incubation at 25 °C wi#S&/EDTA 1/1 M/M 200 pM.

Protein solubility The solubility of proteins extracted from wholawdsions, aqueous phase

or creamed phase of BLG-, BCN- and BSA-stabilizeallsions at pH 6.7, without excess of
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protein, was investigated by determining the cotreéion of soluble proteins in guanidine
chloride 6 M at¢, after 24 h or 48 h of incubation at 25 °C wittSE/EDTA 1/1 M/M 200
MM (Fig. 5).
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Fig. 5. Decrease in protein solubility in whole emulsiooigamed phase or aqueous phase of
emulsions stabilized with (A) BLG, (B) BCN or (C)SA, without excess of protein, in
freshly prepared emulsions (white bars) or afterh2@otted bars) or 48 h (grey bars) of
incubation at 25 °C with FeS(EDTA 1/1 M/M 200 puM. Results are expressed in petage

of soluble proteins as compared with thevalue (%). Errors bars represent standard

deviations.
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In the BLG- and BSA-stabilized emulsions and initteamed phases, the solubility of
proteins decreased dramatically during the incobaperiod. After 48 of incubation it
reached in the creamed phases less than 10% afothbility at ¢. In the BCN-stabilized
emulsion, the solubility of the proteins from whaenulsion or creamed phase was not
modified after 24 h of incubation, but was arouradf-neduced after 48 h of incubation. In
contrast, for all emulsions, the solubility of tipeoteins of the aqueous phases remained

unaffected whatever the incubation time.

Protein aggregation — SDS PAGIoO investigate the modifications undergone byptaeins
during incubation of emulsions, proteins from whelaulsions, aqueous phase or creamed
phase of BLG-, BCN- and BSA-stabilized emulsiongHt 6.7, without excess of protein,
were analyzed by SDS-PAGE &, tafter 24 h or 48 h of incubation at 25 °C with
FeSQ/EDTA 1/1 M/M 200 uM (Fig.6). The possible involvement of disulfide bonds was
examined by performing SDS-PAGE in either non-réagior reducing conditions. The lanes
for native BLG presented a main band at around[a, kvhich corresponds to the monomer
form of the protein, and a less intense band atret@7 kDa, which corresponds to its dimer
form. The lanes for native BCN presented a mairdlararound 24 kDa corresponding to the
monomer form, two thin bands with a slightly loweolecular weight, and a low intense band
at around 50 kDa corresponding presumably to theediform. The lanes for native BSA
comprised a main band at around 66 kDa correspgridithe monomer form, several bands
of higher molecular weight corresponding either ttaces of BSA aggregates or to
contaminating proteins (immunoglobulins), and a fdéwn bands with a slightly lower
molecular weight.

In the aqueous phase of BLG-stabilized emulsioms,modifications in the SDS-PAGE
profiles occurred along the incubation period. Iontcast, for the whole emulsion and
creamed phase, the intensity of the bands correéapgpio the monomers of protein decreased
markedly along the incubation period, in both neducing and reducing conditions.
Concomitantly, high molecular weight fractions esponding to aggregates ranging from
around 30 to more than 100 kDa appeared. The deogeatensity of the BLG monomer
band was more marked in the creamed phase thdue wtole emulsion samples, due to the
contribution of the aqueous phase. In the non-rieduconditions, no more band was still
detectable for the creamed phase sample afterod@lcubation. When the electrophoresis of
the proteins from the creamed phase was performedducing conditions, high molecular
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weight fractions remained present but the intensitthe BLG monomer band was partially
recovered, especially after 48 h of incubation.

For the agueous phase of BCN-stabilized emulsitwesintensity of the main band at around
24 kDa increased at t = 24 h and t = 48 h of inttnhaas compared tq.tThis is in
accordance with the increase of the concentratiamadsorbed BCN during the incubation
of emulsion (Table 1) (Berton et al., 2011a). Hoe twhole emulsion and creamed phase
samples, the intensity of the main band decreasédba lesser extent than for BLG. This
agrees with the lower BLG solubility in the creamgldase after 48 h of incubation as
compared with BCN (Fig. 5). The development of leighmolecular weight fractions
occurred, as highlighted by the emergence of dffoands attributed to aggregates. No
difference was found between the non-reducing addaing conditions, since BCN does not
contain any cysteyl residue nor disulfide bonds.

Finally, in BSA-stabilized emulsions, no modificati in the profile was observed for the
aqueous phase samples along the incubation pénidkde same time, a huge decrease of the
intensity of the monomer band was observed in thelevemulsion and creamed phase
samples. In the latter sample, the band was na@elodetectable after 48 of incubation
when electrophoresis was performed in non-reducmigditions. The monomer band was
hardly recovered when the reducing conditions vaelied. This suggests that the protein
aggregation induced during the incubation period waly partly due to the formation of
disulfide bonds. Contrary to the observations inGBand BCN profiles, higher molecular
weight fractions were not detected in the incubatdtble emulsion and creamed phase
samples of BSA. BSA aggregation may lead to vegyh molecular weight polymers, which
could not penetrate into the gel.

To summarize, whatever the protein, the intensitthe bands corresponding to the protein
monomers did not decrease along the incubatiogéni the aqueous phase samples. On the
opposite, the intensity of the bands correspontinipe protein monomers decreased for the
whole emulsion and creamed phase samples, in mrttreducing and reducing conditions.
These observations are in accordance with thetsestilprotein solubility presented above,
and thus confirm that in the oxidizing emulsiorts proteins present in the aqueous phase

were less modified than the adsorbed proteins.
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Non-reducing conditions Reducing conditions
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Fig. 6. SDS-PAGE profiles of proteins extracted from vehemulsions (lanes 3, 4, 5: t0, t =
24 h, t = 48 h), aqueous phase (lanes 6, 7, 8t@4 h, t = 48 h) or creamed phase (lanes 9,
10, 11: t0, t = 24 h, t = 48 h) of emulsions, withexcess of protein, during the incubation of
BLG-, BCN- or BSA-stabilized emulsions at 25 °C wkeSQ/EDTA 1/1 M/M 200 puM. In

each gel, lane 1 corresponds to the native prat@ihlane 2 to the molecular weight marker.

218



Résultats et discussion

Formation of protein-bound carbonylsThe formation of carbonyls onto the proteins
extracted from whole emulsions, aqueous phaseeanted phase of BLG-, BCN- and BSA-
stabilized emulsions at pH 6.7, without excessrotgin, was investigated & &fter 24 h or
48 h of incubation at 25 °C with Feg@DTA 1/1 M/M 200 uM (Fig. 7).
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Fig. 7. Protein-bound carbonyls in whole emulsions, cedphase or aqueous phase of
emulsions stabilized with (A) BLG, (B) BCN or (C)SA, without excess of protein, in

freshly prepared emulsions (white bars) or afterh2@otted bars) or 48 h (grey bars) of
incubation at 25 °C with FeSEDTA 1/1 M/M 200 uM. Results are expressed in pmol

carbonyls per g soluble proteins. Errors bars seprestandard deviations.

For the three proteins, the formation of carborwés dramatically higher in the creamed
phases than in the aqueous phases. The amountsteingobound carbonyls formed in the

whole emulsions were accordingly intermediate.h@ BLG-stabilized emulsions, around 7
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and 10 pmol carbonyls per g of soluble proteinsevekstected at in the whole emulsion and
creamed phase samples, respectively. These amonertsased gradually during the
incubation period, finally reaching 40, 12 and #fqk g* of soluble proteins in the whole
emulsion, aqueous phase and creamed phase samgspsctively. In the BCN-stabilized
emulsions, very low initial amounts of carbonylsreveletected (lower than 2 pmof @f
soluble proteins). The carbonyl formation remainiedted after 24 h of incubation, but
reached substantial values after 48 h of incubatempecially in the samples containing
adsorbed proteins: more than 20 and almost 50 |gihaif soluble proteins in the whole
emulsion and creamed phase samples, respectivebilyi-in the BSA-stabilized emulsions,
low initial amounts of carbonyls were detectedvéo than 5 pmol § of soluble proteins
whatever the sample (whole emulsion, aqueous phiasecamed phase). The formation of
carbonyls occurred rather rapidly for the first l24f incubation, especially for the creamed
phase sample in which the maximum amount of cadlsongs already reached after 24 h of
incubation (around 50 pmol*gof soluble proteins). The formation of carbonyis the
aqueous phase was more gradual, suggesting a slegeadation of the unadsorbed proteins
as compared with the adsorbed ones. Finally, theuatrof protein-bound carbonyls formed
after 48h of incubation in the aqueous phase of B&ahilized emulsions (20 pmol*gpf
soluble proteins) was higher than in the aqueoussetof the BLG- and BCN-stabilized
emulsions (around 12 and 6 pmdi of soluble proteins, respectively).

Molar balance of substrates and reaction produntexidized emulsions

The contribution of lipid oxidation in the measumam of oxygen uptake can be evaluated
from molar balances. Calculations are based oramheunt of PUFA in rapeseed oil freshly
stripped or extracted from an oxidized emulsion #mel amounts of oxygen uptake, CD,
volatile compounds arising from PUFA oxidation aptbtein bound carbonyls. In the
oxidized BLG-stabilized emulsion at pH 6.7 after IB@f incubation (25 °C; FeS(EDTA,
1/1, M/M, 200 uM), approximately 8% of C18:2 n-6dah7% of C18:3 n-3 were lost as
compared with the initial oil contents. The amouohitonsumed dioxygen was close to the
total amount of oxidized PUFA, although slightlgher (Table 3).
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Table 3. Molar balance in BLG-stabilized emulsiofteta 30 h of incubation (25 °C;
FeSQ/EDTA, 1/1, M/M, 200 uM). Molar concentration of Bl-bound carbonyls was
determined considering that only 34% of BLG wasuBld after 24 h of incubation. Indicated

values correspond to the mean of at least triglidaterminations.

Amount of Amount of Protein-
Initial PUFA in g Amount of Amount of .
o oxidized Consumed Ratio bound
amount of oxidized

_ CD, volatiles, .
PUFA  emulsion, P—U:'a:c')o\,h O, t—I 3k0'1h t=30h t=gzop Volatile | car_bgénlyrl]s,
(mmol kg*  t=30h t= (mmol kg 1 compounds t=

1 . (mmol kg*  (mmol kg '
emulsion) (mmol kg* (MMOLKG. - emuIsion) e igion) emuisiony ! PUFA - (Mmol kg

. emulsion) emulsion)
emulsion)
C18:2 0.022 3
0-6 168 154 14 - - (hexanal) 0.13x 10 -
C18:3 0.137 3
-3 81 67 14 - - (propanal) 1.69% 10 -
Total 249 221 28 39 22 0.159 - 0.031

The amount of CD was approximately twice lower tlla@ amount of consumed oxygen,
which can be explained by the simultaneous forma#ind decomposition of CD and by a
contribution of the oxidation of monounsaturatedtyfaacids. The amounts of volatile
compounds (propanal and hexanal) were very low dmparison with the amounts of
consumed oxygen and CD. The ratio between propam@linitial C18:3 n-3 amount was
sharply higher than the ratio between hexanal amdli C18:2 n-6 amount. This can be
explained by either the higher sensitivity of C183 to oxidation, or the reactivity of
hexanal. The amount of protein bound carbonyls lmasin comparison with the amount of
consumed oxygen, showing that the contributionrotgin oxidation to the measurement of

oxygen uptake can be neglected.

Discussion

Protein modifications as en early event in the akice chain reactions

This work evaluated simultaneously the oxygen comsion and the evolution of the

fluorescence signal of the proteins in protein-éitadl O/W emulsions incubated in oxidizing

conditions, i.e. at 25 °C with FeSEBDTA catalyst, or at 33 °C. Several phenomena

presumably contribute to oxygen uptake in our emok the formation of lipid
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hydroperoxides (Frankel, 2005), the fixation of geg by proteins (Schaich, 2008) and the
reaction of the iron/EDTA complex with oxygen (Gaantella et al., 2005; Bernasconi &
Baerends, 2009). The molar balance in the BLG-&tali emulsion showed that the molar
amounts of consumed oxygen matches with the for@Bdhydroperoxides and lost PUFA
(Table 3). This agrees with previous work demotistgathat oxygen uptake in protein-
stabilized emulsions containing polyunsaturatedddips strongly related to lipid oxidation
(Berton et al., 2011b; Berton et al., in press;huaut et al., 2002; Villiére et al., 2005).
Parallel to the evaluation of lipid oxidation inettemulsions through oxygen uptake, the
modifications undergone by the proteins were fisgessed and followed by the evolution of
Trp fluorescence measured in situ by front-surfag@escence. This method is recognized as
a global indicator of protein degradation in oxidg systems (Andersen et al., 2005; Davies
et al., 1987, Elias et al., 2005; Estévez et &Q8 Lund et al., 2011; Rampon et al., 2001,
Salminen et al., 2010). In these papers using maystems or real foods, protein
modifications were timely linked with lipid oxidain. In our emulsions stabilized with either
BLG, BCN or BSA, incubated in various conditions,clse time coincidence between
protein modifications and lipid oxidation was aslivedserved (Fig. 3A). The comparison of
the lag phases demonstrates that the decrease @iidrescence measuredsituin protein-
stabilized emulsions precedes oxygen uptake (Bg.Table 2). The various sensitivities of
the oxygen uptake method and the front-surfacerdkmence one cannot explain the gap
observed between the estimated lag phases. Otleenthis difference between the,, and
Loz parameters would have been constant, which washeotase here (Table 2). Thus, we
assume that protein modifications start beforerttical attack of the lipid phase and the
propagation step. This hypothesis would also erpléie high 1, o> / tio, Tp ratios
encountered in some emulsions, until more thanabl€l'2). The reaction sequence between
lipid and protein oxidation in complex multiphasatnces is currently questionable in the
literature. Our results are in agreement with re@eork on model emulsions showing that
BLG present in the aqueous phase or myofibrillatgins oxidized prior to the detection of
lipid oxidation (Elias et al., 2005; Estévez et &008; Salminen et al., 2010). These early
modifications of proteins do not exclude a transféroxidative reactions from lipids to
proteins in the latest stages of oxidation wheid lipxidation propagates, as claimed by
several authors (Dalsgaard et al., 2010; Hidalgta&ora, 2002; Lund et al., 2011; Mestdagh
et al., 2011; Schaich, 2008).
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Adsorbed proteins as the main target of proteinifications in oxidizing emulsions

The fluorescence intensities measured in whole giong result from the signals emitted by
both adsorbed and unadsorbed proteins. Althouglemuisions were formulated to avoid the
presence of a large excess of proteins in the agupbase, 90 to 70% of proteins were
actually located at the interface (Table 1). Instheemulsions, the decrease of protein
fluorescence (Fig. 1, 2) was thus mostly relatedh® adsorbed proteins. To distinguish
between these two contributions, Trp fluorescemeetsa were acquired on the creamed and
agueous phases of the emulsions. The results shinatthe proteins adsorbed at the surface
of oil droplets were deeply more modified duringdation of emulsion than the remaining
proteins unadsorbed in the aqueous phase (Fijvdgén excess of proteins was added in the
agueous phase, the decrease of Trp fluorescencacsasdingly slowed down (Fig. 2). Our
results are in accordance with Rampon et al. (R0@1b demonstrated that decreasing the
size of oil droplets in BSA-stabilized emulsionedahus increasing the total interfacial area
and the proportion of adsorbed proteins, led tastef and more marked decrease of Trp
fluorescence. They concluded that BSA was more fieodivhen located at the oil droplet
surface than unadsorbed in the aqueous phase.

The strong decrease of protein solubility in theaoned phases of oxidizing emulsions
corroborates the higher modifications of the adsdrproteins in comparison to the proteins
in the aqueous phase. The loss of solubility oériiacial proteins during the incubation of
emulsions is presumably related to the aggregatimh covalent modifications of proteins.
Protein cross-linking induced by oxidation is asednto occur via either cysteyl residues,
forming disulfide bonds, or tyrosyl residues, lewgdito dityrosyl crosslinks or quinone
structures which can themselves form complex drdsdtructures by reacting with other
amino acids (lysine, cysteine, proline) (Gerrai@2, Lund et al., 2011; Ostdal et al., 2002).
BLG and BSA are prone to aggregation in oxidiziogditions (Genot et al., 1990; Kerkaert
et al., 2011; Mestdagh et al., 2011). They both mase one free cysteyl residue in their
peptidic chains, which allows the formation of diigle bonds. The involvement of disulfide
bonds in the aggregation of adsorbed BLG and BS# highlighted from the results of SDS-
PAGE (Fig. 6), which showed a partial recovery bé tmonomer band in the reducing
conditions, as compared with the non-reducing o@esthe opposite, BCN does not contain
any free cysteyl residue and no difference betwbenSDS-PAGE profiles in reducing and
non-reducing conditions was thus observed. BLG, B&4 BCN contain tyrosyl residues (4,

20 and 4, respectively). This makes possible thmdtion of dityrosine, widely mentioned as
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a factor involved in aggregation of proteins in gresence of oxygen reactive species (Davies
et al., 1987; Gerrard, 2002; Levine & Stadtman,120Qund et al., 2011) or radicals arising
from oxidizing lipids (Dalsgaard et al., 2010; Dgdsird et al., 2011; Schaich, 2008). Proteins
can also undergo covalent modifications inducedaloiehydes arising from lipid oxidation
(Schaich, 2008). 4-hydroxynonenal (4-HNE) and 4rm@enal were demonstrated to form
covalent adducts with nucleophilic amino acids {ey®, histidine, lysine and arginine)
(Doorn & Petersen, 2003). Such covalent interastiware highlighted between milk proteins
and 2-hexenal or in a lesser extent hexanal, imglysyl and histidyl residues (Meynier et
al., 2004). A mass spectroscopy analysis of BCNaeitd from an oxidized emulsion
revealed an increase of approximately 300 Da irptbhéein mass, which was attributed to the
addition of unsaturated aldehydes arising fronowitlation on BCN (Leaver et al., 1999) .
Ultimately, the favored oxidation of adsorbed piwgeas compared to the unadsorbed ones
was clearly highlighted from the measurement oftgmbound carbonyls (Fig. 7).
Carbonylation is usually recognized as one of tlestmemarkable chemical modifications of
oxidized proteins (Estévez, 2011; Levine et al9@MNystrom, 2005). Carbonyl derivatives
can be formed by direct oxidative attack of prolgtginyl, lysyl and threonyl residues,
especially in the presence of metal ions. They ao arise from secondary reactions
between lipid oxidation products and lysyl, cystagd histidyl residues (Nystrém, 2005). In
our work, it is probable that the involved pathwaly carbonyl formation is mainly the
reaction involving lipid oxidation products. The adsorbed proteins, which were early in
contact with the reactive oxygen species in theeags phase, were by far less prone to
carbonylation than the proteins in contact with lip&l phase. This is in agreement with the
results of Refsgaard et al. (2000), who showed thatpresence of PUFA stimulated the
formation of BSA-bound carbonyls. It is also notetlig that protein-bound carbonyls were
guantified only in the fraction of soluble proteinghich represented only a slight part of the
total proteins contained in the oxidized emulsiansl creamed phases (Fig. 5). The protein
fraction that could not be dissolved had presumablyergone many more modifications. It
appears therefore all the more relevant toins&tu methods as front-surface fluorescence,
which provide information about the whole proteiaction contained in the samples.

The role of unadsorbed proteins in this work remaisvertheless ambiguous. On the one
hand, unadsorbed proteins were clearly less oxddael modified than adsorbed proteins,
which was demonstrated through all the tested nasthOn the other hand, the addition of
excess proteins in the aqueous phase of emulsiensendously delayed and sometimes

slowed down lipid oxidation, which implies that aisarbed proteins are able to delay the
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diffusion of prooxidant species towards the lipatec of oil droplets. It can be hypothesized
that unadsorbed proteins can scavenge free radiodor chelate metal ions, as mentioned
earlier (Clausen et al., 2009; Faraji et al., 20Bdgiarto et al., 2010; Villiere et al., 2005) but
are not irreversibly modified. We assume that uodmsd proteins probably exert their
antioxidant role mainly during the initiation step oxidation, during which low amounts of
free radicals are involved. This hypothesis woutglan why unadsorbed proteins undergo
low damage while delaying efficiently lipid oxidati. Then, once the propagation step is
engaged, larger amounts of radical species woulithb@lved and the oxidative reactions

between proteins and lipids at the interface wauétiominate.

Conclusion

This study brings both kinetic and spatial insigfdgarding protein degradations in lipid-
based multiphase systems, as summarized in Figrs, a strong time relationship is found
between lipid oxidation and protein modificationthe estimation of kinetic parameters
indicated that protein modifications started priorlipid oxidation. Second, the location of
proteins within the emulsions appears as a crueaiedor controlling the extent of their
oxidative modifications. The proteins adsorbed dahtoil droplet surface were dramatically
modified along the incubation of emulsions, wherthgs unadsorbed proteins underwent no

substantial degradations.
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Fig. 8 Summary scheme of the possible protein and lgxaiation mechanisms in O/W

emulsions in the presence of metals ions.
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3.2. Test de consommation d'oxygéne dans les sokitiaqueuses de

protéines

Nous avons incubé des solutions de protéines (BABgtoglobuline3-caséine) a 6 g'let a

pH 6,7 (PIPES 10 mM, NaCl 80 mM) en présence dhdtibiteur fer/EDTA introduit dans un
rapport molaire protéines/initiateur eéquivalenteduc appliqué dans les émulsions, réparties
en fractions de 2 ml dans des flacons hermétiquereemes (25°C, obscurité, agitation
rotative 5 rpm). La consommation d’'oxygéne danspare de téte de ces solutions a été
suivie pendant 72 h d’incubation. Aucune consomomati’'oxygene n’'a été détectée pendant
cette période. Ceci est cohérent avec les résyitésentés dans cet article, qui démontrent
gue les protéines en phase aqueuse des émulsibissesu peu de modifications et de
dégradations oxydatives. Ce résultat indique égameimue la présence de lipides insaturés est
nécessaire a l'oxydation des protéines dans ceditmms d’incubation. Comme évoqué
précédemment, le transfert de radicaux lipidiquesi® produits d’oxydation des lipides aux
protéines peut provoquer l'oxydation des protéir{8shaich, 2008). Pour expliquer la
détection des modifications des protéines de Ffate avant le démarrage de I'oxydation des
lipides, il est possible que le changement de comdtion des protéines lors de leur
adsorption a linterface huile/eau favorise I'exitios et I'accessibilité d’acides aminés
pouvant étre préférentiellement attaqués par lpeéces pro-oxydantes provenant de la phase

agueuse (especes réactives de I'oxygene, ionslimets).
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4. Modulation de la structure de linterface : o@mgences sur
I'oxydation des eémulsions et caractérisation déwmsfiinterfaciaux

impliqués

4.1. Effet de [I'hétérogénéité structurale dinteda mixtes

tensioactif/tensioactif sur I'oxydation des lipidas émulsion (Article 5)

Dans le travail présenté ici, nous avons comparéytlation des lipides dans des émulsions
stabilisées par un tensioactif, le Tween 20, étiisul ou en mélange avec des co-tensioactifs
de fagcon & moduler la composition, I'épaisseur’lmnhogénéité du film interfacial. Les
couches de tensioactifs et de leurs mélanges émrreéonstituées sur des films de Langmuir
afin de caractériser la miscibilité des tensioaatif 'Thomogéenéité de leurs distributions aux
interfaces. Le couplage de ces deux modeéles déwdeermis,in fine de relier le
développement de l'oxydation des lipides dans lesilgions et les caractéristiques des

interfaces impliquées.
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ABSTRACT

The development of lipid oxidation in oil-in-waté®/W) emulsions is widely influenced by
the properties of the interfacial layer betweendhand water phases. In this work, the effect
of the composition and structure of the interfacetibe oxidative stability of Tween 20-
stabilized O/W emulsions was investigated. Emulsiovere prepared with either single
Tween 20 or Tween 20/co-surfactant mixtures. Testedurfactants included Span 20 and
monolauroyl glycerol (MLG), which have the same toghobic tail as Tween 20 but differ
through the size and composition of their polardgeaup. Metal-catalyzed lipid oxidation in
the emulsions was monitored through the measuremkemxygen uptake, formation of
conjugated dienes (CD) and volatile compounds. Jihgle Tween 20-stabilized emulsion
was more oxidatively stable than the surfactanttume<stabilized ones. This observation
could be related either to the chemical protecfiopvided by the polar headgroup of Tween
20, or by the structural heterogeneity of the iatgal layer induced by the co-surfactants.
This second hypothesis was supported by the rataiemt of Tween 20/co-surfactant films
at the air/water interface, which highlighted ththe Tween 20/co-surfactant mixtures

exhibited a non-ideal behavior with the establishiwé repulsive interactions.

Keywords

Oil-in-water emulsion; Interface; Surfactant; Cafaatant; Lipid oxidation; Polar headgroup.
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1. Introduction

Oil-in-water (O/W) emulsions are often used as nhdded systems to study the effect of
formulation and compositional parameters on theactivity and functionality. These systems
are constituted of oil droplets dispersed in aneags phase. The interfacial layer between the
oil and aqueous phases is covered by single owxauraiof emulsifiers (McClements, 2005).
In food emulsions, the lipid phase often contaiok/ynsaturated fatty acids (PUFA), whose
oxidation is a major cause of nutritional and sepsteterioration (Frankel, 2005). It is
generally admitted that lipid oxidation in O/W emiohs is highly dependant on the
properties of the interfacial layer (Coupland & Me@ents, 1996; McClements & Decker,
2000; Waraho et al., 2011b). A recent study hidtieg that protein-stabilized interfaces were
less effective to protect emulsified lipids agairstidation than surfactant-stabilized
interfaces (Berton et al., 2011b). The authors esiggl that surfactants could provide a
compact and homogenous barrier protecting the kit of oil droplets against oxidation,
whereas protein layers would be more heterogengodiporous. The size of the hydrophobic
tail of non-ionic surfactants did not influence stamtially lipid oxidation in emulsions
(Berton et al., 2011b; Chaiyasit et al., 2000).t®& opposite, increasing the size of the polar
headgroup of Brij non-ionic surfactants decreasdastantially lipid oxidation (Silvestre et
al., 2000). Thus, the size and the structure ofpblar headgroup of non-ionic surfactants
were assumed to be parameters which intervenesidatielopment of lipid oxidation in O/W
emulsions. However, no physical characterizationthed involved interfacial layers was
carried out to support this hypothesis with expenial evidence.

The objective of this work is to determine how twmposition of the interfacial layer in
relation with the structure of the polar headgrafpfood-grade surfactants impacts the
oxidative stability of O/W emulsions. First, oxidiZle O/W emulsions stabilized by either
one single non-ionic surfactant, namely Tween 20,it® mixtures with co-surfactants
constituted of the same hydrophobic tail but offedldnt polar headgroups (Fig. 1) were
designed, the concentrations of surfactants remgim the aqueous phase being the lowest
possible. Lipid oxidation was then followed in tBmulsions through the measurement of
oxygen uptake, formation of conjugated dienes (GDY of selected oxidation volatile
compounds. The involved interfacial layers weralfin reconstituted as Langmuir films to
characterize the miscibility of Tween 20 and coattants at the air/water interface and the
homogeneity of the films in an attempt to relatest data to the development of lipid

oxidation in emulsions.
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2. Material and methods
2.1. Chemicals

Rapeseed oil was purchased in a local supermadrkeds stripped by means of alumina (MP
Alumina N-Super |, MP Biomedicals, France) to ehatie impurities and tocopherols (Berton
et al.,, 2011a). Stripped oil contained less thapd residual tocopherols per g oil and
0.34pmol hydroperoxides per g oil. Tween 20, Span 26natauroyl glycerol (MLG), 1,4-
piperazinediethanesulfonic acid (PIPES), ethylesmadhetetraacetic acid calcium disodium
salt (EDTA), iron(ll) sulfate heptahydrate (FegQvere purchased from Sigma Aldrich
(France). The hydrophobic tail of Tween 20, Spam2® MLG is mainly constituted of lauric
acid (C12:0), as experimentally verified in prexsouork (Berton et al., 2011a), but the three
surfactants distinguish through their polar headgr@-ig. 1). The headgroup of Tween 20 is
constituted of a sorbitan ring on which severalypryethylene (POE) chains are attached.
The headgroup of Span 20 comprises as well a aorhitg but without POE, whereas this of
MLG consists only of the residual glycerol groupnveen 20, Span 20 and MLG have
molecular weights of 1228 g mbl346.5 g moll and 274.4 g md] respectively, as specified
by the supplier. Sodium chloride (NaCl) was pureldagrom Fluka Chemika (France).
Isopropanol and chloroform of HPLC grade were pasegld from Carlo Erba (France). The
buffer was composed of PIPES (10 mM), NaCl (80 naki) adjusted at pH 6.7.

£t e
e @t 1

Fig. 1. Molecular structures of polyoxyethylene sorbitamnolaurate (Tween 20, left),
sorbitan monolaurate (Span 20, middle) and monoidwlycerol (MLG, right). In the Tween

20 molecule, w + x + y + z = 20.
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2.2. Preparation, physical characterization andubation of O/W emulsions

The day before emulsion preparation, surfactanitols were prepared in the buffer. Tween
20 solutions were gently stirred overnight &Cito entirely dissolve the surfactant molecules
without foam formation. Span 20 and MLG solutionsrevstirred for 1 h at 68C and then
overnight at room temperature. Immediately befarilsion preparation, Span 20 solutions
were homogenized for 2 min at 15000 rpm using arfstiator homogenizer fitted with a 12-
mm diameter head (Polytron PT 3000, Kinematicaalit Switzerland). When mixtures of
surfactants were used, equal volumes of each pufactant solution were gathered before
emulsion preparation. Final concentrations of sugiat aqueous solutions were 5.007g |
when Tween 20 was used alone; 4.60"ddr Tween 20 and 0.49 ¢ Ifor Span 20 when
Tween 20/Span 20 mixtures were used; and 4.6DfgrlTween 20 and 0.38 ¢ lfor MLG
when Tween 20/MLG mixtures were used. For each urextthe molar ratio (k) of co-
surfactant (Span 20 or MLG) was approximately 30%ble 1). The characteristics of the
surfactant mixtures used to stabilized O/W emulsiare presented in Table 1. Hydrophilic-
lipophilic balance (HLB) values of surfactant mis¢s (HLB,x) could be calculated from
equation (1) (Dai et al., 1997):

HLBmix = HLBA X A% + HLBg x B% (1)

where HLBy, and HLBs are the HLB values of pure Tween 20 and pure cfasiant,
respectively, A% is the mass percentage of Tweear2DB% is the mass percentage of the
co-surfactant. HLB values of Tween 20, Span 20Mh& are 16.7; 8.6 and 5.2, respectively
(Hait & Moulik, 2001). Calculated HLEx values are presented in Table 1.

Table 1
Characteristics of surfactant mixtures applied nmuksions. HLB,x values were calculated
from eq. (1).
Molar ratio of co- Mass ratio of co-
sjgisgntz?r/\i():(?l;re surfactant surfactant HLB mix
(Rmolv mol %) (RW1 g/loo g)
Tween 20/Span 20 29.3 10.5 15.9
Tween 20/MLG 29.3 8.5 15.7

O/W emulsions were prepared as described by Bestad. (2011a). These emulsions had

been shown to be physically stable for at leadh 48 incubation in oxidative conditions, and
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to contain low amounts of unadsorbed surfactanigfl, 30 g oil and 70 g agqueous solution
of surfactants were premixed for 2 min at 15000 npsmg the rotor-stator homogenizer
(Polytron PT 3000, Kinematica, Littau, Switzerland)he coarse emulsions were then
homogenized through a one-stage low-pressure Varegenizer (A0812W-A-CD, Stansted
Fluid Power, Stansted, UK) for 5 min at 35 bar. Biee distribution of oil droplets in the
emulsions was measured immediately after homogenizavith a laser light scattering
instrument (Saturn 5200, Micromeritics, Verneuil Ealatte, France) and after 48 h of
incubation. Emulsions stabilized with the differesmulsifiers had similar droplet size
distributions with a volumsurface mean diameter §[f) comprised between 1.5 and 1.8 um
at . The droplet size distributions remained constiaming incubation.

Emulsions were incubated in the presence of anatigia catalyst constituted of an equimolar
mixture of FeS@ and EDTA (1/1, M/M, final concentration in emuls® 200 uM), as
previously described (Berton et al., 2011b). Aligu ml) of emulsions were distributed in
20.5-ml headspace vials hermetically sealed. Thks were rotated at 25 °C, in the dark at 5

rpm for 72 h with a test tube rotator oriented @Gt \Bersusthe vertical position.

2.3. Measurements of lipid oxidation

Oxygen uptakeOxygen uptake was determined as described byehkéllet al. (2005) and
Berton et al. (2011b). Gas chromatography (GC) yaimlof headspace samples was
performed with a HP 5890 - series Il gas chromatplgr (Hewlett-Packard, Bo6blingen,
Germany) coupled to a fused silica plot column @te 5A CP7535, length 10 m, internal
diameter 0.32 mm, Varian, Les Ulis, France) andiexrhal conductivity detector. Results

were expressed in millimoles of consumed oxygerkpgesil (mmol Q kg™ oil).

Conjugated dienes (CD)he formation of CD, which are primary oxidatiproducts, was
determined from their absorbance at 233 nm accgrdirthe method described by Lethuaut
et al. (2002) and Berton et al. (2011b). Resultsevexpressed in millimoles of equivalent
hydroperoxides per kg oil (mmol eq HPkgil) with 27000 M* cmi* as the molar extinction
coefficient of CD at 233 nm (Pryor & Castle, 1984).

Volatile compoundsTo evaluate the formation of secondary oxidapooducts, two volatile
compounds, namely propanal and hexanal were qiehtlly GC coupled to a flame

ionization detector (FID) after they have been daohm the headspace of emulsion by solid-

235



Résultats et discussion

phase microextraction (SPME) with a Carboxen-pohgthylsiloxane (PDMS) fiber
according to the procedure described by Bertoh €2@11b).

2.4. Monolayer surface pressure-area isotherms

Monolayer experiments were carried out on a sulpltasistituted of the previous buffer
(PIPES 10 mM, NaCl 80 mM, pH 6.7). Monolayer suefgressure-area isotherms for pure
surfactants (Tween 20, Span 20 and MLG) and forermw20/Span 20 or Tween 20/MLG
mixtures in various ratios were obtained with a dgrmamir film balance (NIMA 302 LL,
NIMA Technology Ltd, Coventry, England) coupled i Teflon trough (maximum surface
267 cm?) thermostated at 25 °C. Solutions of purenxed surfactants were prepared in
chloroform and spread on the subphase using a Haficposyringe (Hamilton, Bonaduz,
Switzerland). Once the surfactant solution wasahréhe monolayer was equilibrated for 30
minutes. The monolayer was then compressed by T efioriers moving at 20 mm mtnThe
surface pressure (mN 1t of the monolayer was measured using a platinen&ifity plate
(21.2 mm-perimeter) as a function of the molecudaea (A?). The compression lasted

approximately 10 minutes, with 1.3 surface tensimasurements per second.
2.5. Experimental design and data treatment

For each formulation, lipid oxidation was followedtwo emulsions prepared independently.
At each aging time, oxygen uptake was measuredvialg, with three headspace sampling
per vial; CD were measured in one vial, with thsaenpling per vial; volatile compounds
were analyzed in one vial, with one sampling pat. vi

Monolayer surface pressure-area isotherms werélestad between 1 and 4 times for each
pure surfactant or surfactant mixture. The isottsefar pure Tween 20 and for high Tween
20-content mixtures (Tween 20 molar percentag®%) were performed at least in triplicate
because the ability of Tween 20 to solubilize itite subphase made more difficult to obtain
reproducible results.

Oxygen uptake and CD formation curves were adjuspgdying a modified-Gompertz model
as previously described (Berton et al., 2011b). fEte of oxygen uptake; (mmol G kg™ oil
h™), of CD formationu, (mmol eq HP kg oil h*) and the lag periods, andL, (h) estimated
by non linear regression were finally used to daleuthe times (> 1y and 2 (2, h) needed to

consume half the maximum oxygen uptake or to foatf the maximum CD value. The lag
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periods [;, L) and rates of oxygen uptake or of CD formatips, {12) correspond to the

initiation and propagation stages of lipid oxidatioespectively.

3. Results and discussion

3.1. Oxidative stability of emulsions

The evolution of lipid oxidation in emulsions waalléwed through different markers to
characterize the different stages of the reactmtygen uptake (Fig. 2A), formation of
conjugated dienes (CD) (primary oxidation compourkdg. 2B) and of propanal and hexanal
(volatile secondary oxidation compounds, Fig. 2@ 2D).

In all emulsions, oxygen uptake started after a pogse and developed then over the
considered incubation period (Fig. 2A). The develept of oxygen uptake was very similar
in the emulsions stabilized with the Tween 20/Sg@nand the Tween 20/MLG mixtures.
Oxygen uptake proceeded earlier in the emulsiaatslgted with surfactant mixtures (Tween
20/Span 20 or Tween 20/MLG) than in the emulsi@bized with only Tween 20. These
observations were confirmed by the kinetic paramegstimated from the adjusted curves
(Table 2). The lag phase calculated for oxygen keptdecreased substantially in the Tween
20/Span 20- or Tween 20/MLG-stabilized emulsions@spared with the single Tween 20-
stabilized one (23.6 h or 21.1 h, respectivelytead of 36.3 h). However, no clear difference
was highlighted regarding the estimated rates ofgem uptake, which were comprised
between 3.1 and 3.6 mmob®g* oil h™* whatever the emulsion formulation. As a resulth55
of incubation were necessary in the Tween 20-staioil emulsions to reach half the
maximum of oxygen uptake: (1)) whereas 45 h or 42 h were enough in the TweeB@z0/
20- or Tween 20/MLG-stabilized emulsions, respetdiiv

Similar trends were found through the measuremie@Doformation (Fig. 2B) and estimation
of the corresponding parameters (Table 2). Thenastid lag phase for CD formation in the
Tween 20-stabilized emulsions lasted 22.6 h, and mduced by more than 30% in the
Tween 20/Span 20- or Tween 20/MLG-stabilized enoulsi Similar rates of CD formation
were estimated in all emulsions, i.e. around 1.5ofneq HP kg oil h. Half the maximum
CD amount was reached after around 39 h in theastarit mixture-stabilized emulsions,
instead of 47.5 h in the single Tween 20-stabiliaed.
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Formation of propanal and hexanal (Fig. 2B, 2C)ficored the above-mentioned trends.
These two volatile compounds developed in a greakent in the surfactant mixture-
stabilized emulsions than in the single Tween 2biized one. The formation of hexanal
developed very similarly in both Tween 20/Span 2d Tween 20/MLG-stabilized

emulsions, whereas more propanal was formed iTtheen 20/Span 20-stabilized emulsion

in the last part of the incubation period.
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Fig. 2. Oxygen uptake (A), formation of CD (B) and volattompounds (C, propanal; D,
hexanal) during the incubation of emulsions staediwith Tween 204), Tween 20/Span 20
mixture @) or Tween 20/MLG mixtureA), at 25 °C, in the dark, with FeE@DTA (1/1
M/M 200 uM). In panels A and B, dotted curves cspand to the adjusted modified-
Gompertz model and error bars represent the stadrdaations for oxygen uptake (n = 6 to
12) and CD measurements (n = 3 to 6), some of theimg within data points. In panels C
and D, error bars correspond to the two values umedsin two emulsions prepared

independently.
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Table 2

Lag periods I(; andL,) and rates of oxygen uptakg; and of CD formation|(,) for the
emulsions. Asymptote confidence intervals foandu values were calculated with a 95%
significance level. Correlation coefficients (R3dicate the percentage of dispersion
explained by the adjusted model, t1yand > () are incubation times calculated with the

model when half the maximum oxygen uptake or Cbnftion was reached, respectively.

Oxygen uptake parameters CD formation parameters
M1 (mmol Mo (mmol
La (h) O, kg* R2(%) tew() La(h) eqHPkg R2(%) t2p(h)
oil ™ ' oil hh

Tween20 333 36104 920 550 2% 14s01 a9 475
Tween 20 23.6% 15.7+
/Span20 09 3.1+0.2 97.7 45.4 09 15+0.1 989 38.6
Tween 20 21.2+ 15.3+

IMLG 12 3.2+0.2 96.9 42.1 1.0 15+0.1 99.1 39.3

All measured lipid oxidation markers led to corrodting results, i.e. lipid oxidation
developed in a lower extent in the single Tweers2ilized emulsion than in the surfactant
mixture-stabilized ones. Table 2 and Fig. 2 indicalearly that the development of lipid
oxidation in the three emulsions differed mainlythg lag phases. The incorporation of Span
20 or MLG in Tween 20-stabilized emulsions decrdake length of the lag phase by around
30%, but did not change the oxidation rates as emegpwith the single Tween 20-stabilized
emulsion. This implies that mixing Tween 20 witlc@surfactant accelerates the initiation
step of lipid oxidation but does not modify the pagation step. The removal of 30% (molar)
Tween 20 shortened thgtvalues by around 20% for oxygen uptake and byratdi8% for
the formation of CD in both Tween 20/Span 20- dredTween 20/MLG-stabilized emulsions
(Table 2). This result is in accordance with therkvof Silvestre et al. (2000), who
demonstrated that the oxidative stability of O/W uésions stabilized with one single
surfactant containing POE linear chains as heagg(8uij 76 or Brij 700) was positively
associated with the length of the POE chains (1¢etbwlene units for Brij 76 and 100
oxyethylene units for Brij 700).

To explain the shorter lag phase in the surfaataimture-stabilized emulsions, we propose
several hypotheses in the following. First, we td&x®ed the chemical properties of Tween 20
and co-surfactants that may be involved in oxidapbenomena. Second, we investigated the

possible involvement of the physical heterogeneitthe interfacial layers.
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3.2. Chemical reactivity of polyoxyethylene units

The oxidative behaviors of emulsions stabilizedeliher a Tween 20/Span 20 mixture or a
Tween 20/MLG mixture were very similar. As the nwnlof surfactant molecules at the
interface, and therefore this of hydrophobic tailsyeased when the surfactant mixtures were
used as compared with Tween 20 alone, this strengtthe hypothesis that the hydrophobic
tails of surfactants presumably have a negligidfeceé on lipid oxidation in emulsions
(Chaiyasit et al., 2000). To explain the betterdaxive stability in the single Tween 20-
stabilized emulsion than in the surfactant mixtsi@silized ones, the first hypothesis lies in
the ability of Tween 20 molecules to undergo awtaon through the cleavage of their POE
chains (Kerwin, 2008). This cleavage leads to tiren&tion of POE hydroperoxides, which
was experimentally evidenced and quantified. Maacetsal. (1999a) determined that fresh
and old Tween 20 samples contained 16.8 umol hydoxde per gram and 34.9 pmol
hydroperoxide per gram, respectively. Our Tween sdimple contained 24.3 pmol
hydroperoxide per gram, which indicates that itldaindergo further oxidation. As the total
amount of POE chains was more important in thelsifigreen 20-stabilized emulsion than in
the surfactant mixture-stabilized ones, these shaould have been the prior substrate of
oxidation induced by the FeQEDTA catalyst, thus explaining the higher lipididation
delay. However, such an antioxidant effect is weilikecause the radical compounds formed
through POE chain autoxidation are not stable, wodld have therefore a subsequent
prooxidative effect by favoring the radical chagaction and thus the propagation step. The
lipid oxidation rate, and thus the andp, values, would have then increased dramatically,
which was not experimentally observed. Furtherm@egvious work demonstrated a
prooxidative effect of high-hydroperoxide Tween 200O/W emulsions (Mancuso et al.,
1999a; Nuchi et al., 2001), which was related te thetal-catalyzed decomposition of
surfactant hydroperoxides. The protective effedhefpolar headgroups of Tween 20 through
the formation of a chemical shield surroundingdhelroplets is therefore unlikely.

3.3. Physical properties of Tween 20/co-surfactatdrfacial layers

The presence of co-surfactants with a much smhkadgroup in the Tween 20-stabilized
interfacial layer surrounding the oil droplets ésin the physical heterogeneity of the layer,
making the oil substrate sterically more accessibléhe water-soluble pro-oxidants. This

heterogeneity could be more or less important abegrto the distribution of the co-
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surfactant within the surfactant film as previouslgmonstrated for Tween 40/Span 40
mixtures (Pilpel & Rabbani, 1988) and Tween 80/Spadmixtures (Lu & Rhodes, 2000). To
support or invalidate this hypothesis, Tween 2®&dactant-stabilized interfaces were
reconstitutedvia Langmuir mixed monolayers at the air/water integfato study the
interactions between surfactants and to deducdigigbution of Span 20 and MLG in Tween
20 layers. Fig. 3A and 4A show the surface-presmatherms obtained for pure Tween 20,
pure co-surfactants (MLG or Span 20, respectivahg their mixtures in various proportions
at the air/buffer interface. The mean moleculandMMA) was widely larger for Tween 20
molecules than for co-surfactant ones, due to thedned POE chains on the sorbitan ring of
Tween 20. For all isotherms, no sharp changeserctinves were observed, indicating that no
transition to a solid phase occurred. This agresis the relatively short hydrophobic tails
(mainly C12:0), which enable the surfactants torfa liquid expanded film (Gaines, 1966;
Peltonen & Yliruusi, 2000). The Tween 20/co-surdatt mixtures exhibited intermediate
surface-pressure isotherms. To characterize theraictions between Tween 20 and co-
surfactant molecules, the interfacial area covdrgdne molecule of Tween 20 in a pure
Tween 20-stabilized emulsion was calculated acogrdd the average droplet size and the
amount of adsorbed Tween 20 at the oil/water iat&fin emulsions. The calculated MMA
was 90 A2, which corresponded to a surface pressuté mN m'. Then, we reported for all
isotherms the MMA at this surface pressure as atiiwm of the molar ratio of co-surfactant
(MLG or Span 20) in the mixture (Fig. 3B and 4Bspectively). The obtained curves
exhibited a positive deviation from the straigimelijoining the MMA of pure Tween 20 and
pure co-surfactant. Gaines (1966) establishedithaither an ideal or a totally immiscible
mixed composition film, the MMA varies linearly witthe molar percentage composition.
Deviations from the linear profile reflect eithdret exclusion from one component by the
other (positive deviations), or the condensatioomolecules in the film, showing attractive
interactions (negative deviations). Therefore, Igipa interactions occurred between Tween
20 and co-surfactants in mixed films at the aif@ufnterface (Fig. 5). These repulsive
interactions were more important for Tween 20/ML&tores than for Tween 20/Span 20

ones as the positive deviation was more markedaridrmer case.
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Fig. 3. A: Surface pressure-area isotherms for monolagérween 20 {), monolauroyl
glycerol (MLG) (#) or Tween 20/MLG mixtures (16.4%1f, 29.3% (), 61.5% &), 78.8%
(), 89.7% 0©) or 97.1% (+), indicating the molar percentag@&iG in the monolayer, mol
%). B: Average area (n = 1 to 4) covered per mdéean 16 mN it as a function of the
molar percentage of MLG in the monolayer (mol %pheTdotted curve represents the

polynomial model adjusting the experimental data £R0.93). The full curve joins linearly

the average area obtained for both pure surfactants
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Fig. 4. A: Surface pressure-area isotherms for monolaykeisveen 20 ¢), Span 20 ¢) or
Tween 20/Span 20 mixtures (16.4%),(29.3% (), 61.5% &), 78.8% (), 89.7% () or
97.1% (+), indicating the molar percentage of Spamn the monolayer, mol %). B: Average
area (n = 1 to 4) covered per molecule at 16 niNasa function of the molar percentage of
Span 20 in the monolayer (mol %). The dotted cumeresents the polynomial model

adjusting the experimental data (R?2 = 0.95). THe durve joins linearly the average area

obtained for both pure surfactants.
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These results are in accordance with the work o&lRhodes (2000), who demonstrated that
at air/water interfaces, Span 80 (sorbitan monde)eaas not easily miscible with Tween 80
(POE sorbitan monooleate). Strong repulsive intevas were also highlighted between
Tween 40 (POE sorbitan monopalmitate) and Span sé®bi(an monopalmitate) at a
sunflower oil/water interface (Pilpel & Rabbani,&B). Although the interactions between
mixed surfactants at an oil/water interface aresymeably highly dependant on the nature of
oil (Borwankar & Wasan, 1988), sunflower oil ang@aeed oil are very similar as they
contain mainly triacylglycerols. Therefore, it igopable that the repulsive interactions
observed between Span 20 and Tween 20 on the onkdmal MLG and Tween 20 on the
other hand at the air/buffer interface, also o@tuhe rapeseed oil/buffer interface. Thus, the
co-surfactants would not be homogeneously dispeisethe film of Tween 20 at the
interface. Span 20 and MLG would form separated alosnfrom Tween 20, leading to a
phase separation with possible low coverage ofastahts located at the junctions between
the domains. In emulsions, the oil substrate wdhigs be more sterically accessible to the
water-soluble pro-oxidants (reactive oxygen speaiestal ions). Moreover, previous work
suggested that Tween and Span molecules in mix&daser interfaces could have their polar
headgroup located at various depth in the aquedwasep according to their different
hydrophilicity, especially when the film pressumcreased (Boyd et al., 1972; Pilpel &
Rabbani, 1988). This could also contribute to iaseethe structure heterogeneity of the
interface and thus the accessibility of oil to Weter-soluble pro-oxidants.

From the surface-pressure isotherms, the surfacerage of Span 20 and MLG in the Tween
20/co-surfactant layers with a molar ratio of 30%co-surfactant were determined. At the
surface pressure of 16 mNmMMA of 32 A2 and 19 A2 were found for pure Spah &nd
pure MLG. If the same coverage values were encoechtat the oil/water interface in
emulsions, Span 20 and MLG would cover 13.9% o#@Bdf the available interfacial area,
given that emulsions contained 30% oil (w/w) anel éiverage droplet size was 1.5 pm. This
calculation considers that almost all the co-suaiaicmolecules were located at the interface
in emulsions, which was demonstrated for MLG (Beréd al., 2011a) and probably applies
also for Span 20 as the molecule exhibits as wellWwater solubility and HLB. It can then be
concluded that the replacement of low proportidh$o(14%) of the interfacial area covered
with Tween 20 by co-surfactants in emulsions resllin a substantial decrease of their

oxidative stability.
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monolayers at the air/water interface: Tween 20, (Ryeen 20/Span 20 mixture (B) and

Tween 20/MLG mixture (C). Arrows represent repudsinteractions.

4. Conclusion

This study demonstrates that mixing Tween 20 withsarfactants possessing a smaller
headgroup leads to a decrease of the oxidativdistadd O/W emulsions containing PUFA.
All tested surfactants contained the same hydroghtal but various headgroup size and
composition. The chemical barrier provided by thédzable POE chains carried by the
headgroup of Tween 20 molecules is unlikely asstitessequent formed radical species would
rather favor the development of lipid oxidation. eTlstudy of reconstituted Langmuir
monolayers highlights that repulsive interactionsw between Tween 20 and co-surfactants

at the air/water interface. Such repulsive intéoast could presumably occur as well at the
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rapeseed oil/water interface in emulsions. The wtastants would then not be
homogeneously distributed within the Tween 20 layeeating areas where the interfacial
layer is thinner, and junctions where the coverafgthe interface is less dense. These areas
and junctions could therefore promote the conteta/een the oil substrate containing PUFA

and the water soluble prooxidants.
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4.2. Effet de la modulation de la structure d’ifdees protéiques sur

I'oxydation des lipides en émulsion (Article 6)

Dans cette étude, I'oxydation des lipides a étdiéaudans des émulsions stabilisées pfr la

lactoglobuline dont la conformation a été modifiée émulsification, ou par des mélanges de
protéines R-lactoglobuline ou [B-caséine) et d'un phospholipide, la dilauroyl
phosphatidylcholine (DLPC). Les interfaces mixtest@ines/DLPC ont été reconstruites sur
des interfaces air/eau puis prélevées sur suppoliles avant d'étre caractérisees
physiquement par microscopie a force atomique (AHM3¥ informations obtenues en termes
d'ultrastructure des films reconstitués sont digeaten lien avec la stabilité oxydative des

émulsions correspondantes.

246



Résultats et discussion

Effect of Structural Modifications of Protein-Sthbed Interfaces on

Lipid Oxidation in Oil-in-Water Emulsions

En préparation pour soumissioda@urnal of Agricultural and Food Chemistry
Claire Berton, Claude Genot, Cédric Gaillard, Dannire Guibert and Marie-Héléne Ropers*

INRA, UR1268 Biopolymeéres Interactions Assembldgdel316 Nantes, France

247



Résultats et discussion

ABSTRACT

The oxidative stability of oil-in-water (O/W) emidss is highly dependant on the type of
emulsifier. As interfaces stabilized by native pins have been recently shown to protect less
efficiently emulsified lipids against oxidation thahe surfactant-stabilized interfaces, we
attempted in this work to improve the barrier pmige of protein-stabilized interfacial layers
by controlled modifications of their compositiondastructure.

O/W emulsions of similar droplet size distributiarere stabilized by minimum amounts of
bovine B-lactoglobulin (BLG) orp-casein (BCN) and oxidized at 25 °C in the presevfce
equimolar iron-EDTA complex. Thermally denatura®dG did not modified oxidation as
shown by oxygen uptake and formation of conjugatieshes. In contrast, aggregated BLG
tended to decrease lipid oxidation, especially ftrom of volatiie compounds. The
incorporation of dilauroyl phosphatidylcholine (DCPat the interface did not either improve
the protective role of the protein-stabilized ifdees. The protein interfacial layers
reconstituted as Langmuir-Blodgett films and seniagd by atomic force microscopy (AFM)
revealed interfacial heterogeneity and strengthdhedhypothesis that it is a key factor in

controlling lipid oxidation.

KEYWORDS
Oil-in-water emulsion; Lipid oxidation; Interfacidyer; Protein; Protein heat-denaturation;
Protein aggregates; Interface heterogeneity; Plubigpdh
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INTRODUCTION

Oxidation of polyunsaturated fatty acids (PUFA)aisnajor cause of deterioration of food
quality. In food emulsions, the interfacial regiomhich is the contact region between the
dispersed lipids and the aqueous phase, represamitscal area for oxidation development.
Surface-active compounds (emulsifiers, polar lipakidation products, amphiphilic
antioxidants) that adsorb at the oil/water integfatfluence noticeably lipid oxidation (Genot
et al., 2003; Waraho et al., 2011b). In recent wqrotein-stabilized interfaces have been
shown to protect emulsified lipids against oxidatgenerally less efficiently than surfactant-
stabilized interfaces (Berton et al., 2011b; Beroml., in press). Proteins being widely used
as emulsifiers in food products, developing strigggvhich could improve their protective
effect against lipid oxidation when located at thiévater interface in O/W emulsions seems
relevant.

Transglutaminase-catalyzed cross-linking of intgeaproteins was one solution tested in
previous studies. The treatment prevented casespladiement by surfactants from the
emulsion droplet surface but these emulsions didoresent increased oxidative stability as
compared to untreated emulsions (Kellerby et 8l062). Heat-denaturation of whey proteins
or B-lactoglobulin (BLG) performedpost emulsification did not improve the oxidative
stability of emulsions (Kellerby et al., 2006b) eren slightly increased the rate of oxidation
(Djordjevic et al., 2004). In contrast, heat-denated BLG added in the aqueous phase of
surfactant-stabilized emulsions protected betterdih phase against oxidation as compared
with native BLG (Elias et al., 2007). As unfoldedofeins spread better at the interface
(Dickinson, 1992), the heat-denaturation of pragmior to emulsification could be a good
strategy to overcome the poor protecting effeataifve BLG against lipid oxidation (Berton
et al., 2011b; Berton et al., in press). A recemdy proved that co-surfactants partially
displaced proteins from the interface and did ngirove the oxidative stability of emulsions
(Richards et al., 2011). Another possible pathwayld be to use of phospholipid/protein
mixed interfaces, as phospholipids can exert amoxadant role in multiphase systems
(Fomuso et al., 2002a; Frankel, 2005; Haahr & Jeenp2008; Helgason et al., 2009).

In this study we attempted to improve the barriepprties of protein-stabilized interfacial
layers and their ability to protect the lipid phasé O/W emulsions by controlled
modifications of their composition and structureor Rhis purpose, we used optimized
emulsions in which the amounts of proteins were irmized to get physically stable
emulsions keeping concentrations of unadsorbeceimotas low as possible (Berton et al.,

2011a). Tested proteins were BLG ghdasein (BCN). A first set of experiments consisted

249



Résultats et discussion

in emulsions stabilized either with native BLG, tidanatured BLG or partially aggregated
BLG. A second set of experiments was based on t@ida emulsions stabilized by mixed
protein/dilauroyl phosphatidylcholine (DLPC) intaecfal layers. Lipid oxidation was
measured by methods allowing a characterizationhef different stages of the reaction:
oxygen (Q) consumption, formation of conjugated dienes (@GDY formation of selected
volatile compounds. To approach the structure o thvolved interfacial layers we
reconstructed the interfacial films involved in tipeotein/DLPC-stabilized emulsions at
air/water interfaces and analyzed the structuréhefLangmuir-Blodgett films with atomic
force microscopy (AFM). We finally attempted to Kidipid oxidation in emulsions and

interfacial layer organization.

MATERIALS AND METHODS

Materials. Rapeseed oil was purchased in a local supermdtkeas stripped by means of
alumina (MP Alumina N-Super I, MP Biomedicals, Feah to eliminate impurities and
tocopherols (Berton et al., 2011a). Stripped oitamed less than 2 ug residual tocopherols
per g oil and 0.34tmol hydroperoxides per g oil. BCN (purity98%) was purchased from
Lactalis (France)B-lactoglobulin (BLG) has been purified at the laddory from Prolacta 90
(Lactalis) by selective precipitation (Mailliart &Ribadeau-Dumas, 1988). Dilauroyl
phosphatidylcholine (DLPC), 1,4-piperazinediethaifesic acid (PIPES),
ethylenediaminetetraacetic acid calcium disodiuth (8DTA), iron(ll) sulfate heptahydrate
(FeSQ) were purchased from Sigma Aldrich (France). Sadighloride (NaCl) was
purchased from Fluka Chemika (France). Isopropatiohloromethane and chloroform of
HPLC grade were purchased from Carlo Erba (Fraid®.buffer was composed of PIPES
(10 mM), NaCl (80 mM) and adjusted at pH 6.7.

Solutions of denaturated or partially aggregated BIG. Denaturated BLG was obtained by
heating a solution of native BLG in ultra-pure waf&0 g L) at 80 °C for 45 min under
moderate magnetic stirring. After being cooled nabant temperature, the solution was half-
diluted in a twice-concentrated buffer (PIPES 20 nN4Cl 160 mM, pH 6.7).

The solution of partially aggregated BLG (10 g agmtes per 100 g total BLG) was prepared
by mixing 1 volume of a solution of native BLG (9Lg" in PIPES 10 mM, NaCl 80 mM
buffer, pH 6.7) and 1 volume of a solution containil g ! of BLG aggregates. These
aggregates have been prepared by heat treatmehe ipresence of NaCl as described by
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Rullier et al. (2008) and had an average hydrodyoaadius of 35 nm as determined by

dynamic light scattering.

Preparation and physical characterization of O/W emlsions The day before emulsion
preparation, protein solutions were prepared irbtiféer and gently stirred overnight af@.

In the presence of DLPC, the proportions of eachlgifier had been chosen to theoretically
cover 90% of the interfacial area with the protamd the remaining 10% of the interfacial
area with DLPC. DLPC was incorporated in the ditabeing dissolved in dichloromethane.
The solvent was evaporated under nitrogen flonb&tGfor 1 h. The absence of trace solvent
was checked by solid-phase microextraction (SPMipted with gas chromatography (GC)
as previously detailed (Berton et al., 2011b). fihal concentration of DLPC was 64 mg per
100 g oil. Final concentrations of proteins in amugesolutions are indicated Trable 1

O/W emulsions were prepared as described by Bettah (2011a). Briefly, 30 g oil and 70 g
agueous solution were premixed for 3 min at 1500 using the rotor-stator homogenizer
(Polytron PT 3000, Kinematica, Littau, Switzerland)he coarse emulsions were then
homogenized through a one-stage low-pressure Varegenizer (A0812W-A-CD, Stansted
Fluid Power, Stansted, UK) for 10 min at 50 bare Bize distribution of oil droplets in the
emulsions was measured immediately after homogenizavith a laser light scattering
instrument (Saturn 5200, Micromeritics, Verneuil Ealatte, France) and after 48 h of
incubation. The concentration of unadsorbed pretairthe aqueous phase of emulsions was
measured in freshly prepared emulsions or afteh 48 incubation as previously described
(Berton et al., 2011a). Briefly, aliquots of emalss were centrifuged to separate the aqueous
phase from oil droplets. The aqueous phase wagatetl and filtered through cellulose
acetate 0.45, 0.20 and 0.10-pum filters (MinisagiHFlow, Sartorius, Germany) to remove
the remaining small oil droplets. The amount of dsmabed proteins was determined

according to the method described by Markwell e(1#78).

Table 1.Proteins or protein/co-emulsifier mixtures usegtepare O/W emulsions.

Concentration of main Mass ratio of Molar ratio of
Main emulsifier emulsifier in aqueous  Co-emulsifier co-emulsifier co-emulsifier
solution (g I;l) (Rmass OA)) (Rmolv OA))
BLG 5.0 - - -
BLG 4.5 BLG aggregates 10% 10%
Denaturated BLG 5.0 - - -
BLG 4.6 DLPC 6% 65%
BCN 5.0 - - -
BCN 4.5 DLPC 5% 69%
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Incubation of O/W emulsions. Emulsions were incubated in the presence of adation
catalyst constituted of an equimolar mixture of GgSand EDTA (1/1, M/M, final
concentration in emulsions 200 uM), as previouglgatdibed (Berton et al., 2011b). Aliquots
(3 ml) of emulsions were distributed in 20.5-ml tig@ace vials hermetically sealed. The vials
were rotated at 25 °C, in the dark at 5 rpm forh7®&ith a test tube rotator oriented at 30°

versusthe vertical position.

Measurements of lipid oxidation.Oxygen uptake was determined as described byexalket

al. (2005) and Berton et al. (2011b). GC analysiseadspace samples was performed with a
HP 5890 - series Il gas chromatograph (Hewlett-BatkBoblingen, Germany) coupled to a
fused silica plot column (Molsieve 5A CP7535, léndi0 m, internal diameter 0.32 mm,
Varian, Les Ulis, France) and to a thermal conditgtidetector. Results were expressed in
millimoles of consumed oxygen per kg oil (mmal k& oil).

The formation of conjugated dienes (CD), which g@mémary oxidation products, was
determined according to the method described bhuaett et al. (2002) and Berton et al.
(2011b). Aliquots of emulsions were diluted in ismpanol. The following solutions were
centrifuged and the absorbance of the supernatem¢smeasured at 233 nm with a UV-
visible spectrophotometer (Perkin-Elmer Lambda N@ywalk, CT, USA). Reference cell
contained isopropanol and buffer in the same ptopw as in the final dilution of the
samples. Results were expressed in millimoles oivedent hydroperoxides per kg oil (mmol
eq HP kg oil) with 27000 M* cmi* as the molar extinction coefficient of CD at 238.n

To evaluate the formation of secondary oxidatioodpcts, the formation of two volatile
compounds, namely propanal and hexanal, in thespeaeé of the samples was followed.
These compounds were quantified by GC coupledfkan@e ionization detector (FID) and to
SPME according to the procedure described by Beatah (2011b).

Monolayer surface pressure-area isothermsExperiments were carried out on the buffer as
subphase. Surface pressure-area isotherms foringo{@®LG or BCN), DLPC and
BLG/DLPC or BCN/DLPC mixtures were obtained with.@angmuir film balance (Langmuir
KSV 3000, KSV Instruments, Helsinki, Finland) therstated at 25°C. Protein layers were
formed by spreading the protein buffered solutiori @ L' whereas the DLPC layer was
formed from a chloroform solution at 0.1 ¢.LWe formed mixed layers of protein and DLPC

by spreading first DLPC and after 30 min the aqgesoiution of protein. The volumes of
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protein and DLPC solutions have been calculatecbtoeespond to the proportions applied in
emulsionsThirty min were allowed for the monolayer to edquilite. The surface pressure of
the monolayer was measured using a platine Wilhepiaye (21.2 mm-perimeter). The

monolayer was compressed by Teflon barrier moviriganm mir-

Preparation of Langmuir-Blodgett films. Protein or protein/DLPC films were transferred
on mica substrate by the Langmuir-Blodgett metHedst, mica was freshly cleaved then
immersed in the trough filled by the buffer. Theng were formed as previously described
and were compressed until the desired pressune. tFénsfer onto the mica substrate was
performed at constant surface pressure and a 4 immspeed. The transferred films were
dried and stored in a desiccator at room temperatur

AFM data acquisition and analysis. Atomic force microscopy images of the Langmuir-
Blodgett films were obtained in dry tapping or amit mode using Autoprobe CPI Park
Scientific Instruments (Sunnyvale, US). Images wesdrded using conventional pyramidal
silicon nitride probe RTESPA-CP, k-20 N”n(Digital Instruments, Santa Barbara, US).
Scanning force was less than 10 nN to minimizeddgfermation of the sample (soft phase).
Resolution was set to 258 256 pixels?. Deflection signal was determined hg first

derivative of the topographic signal. The imagegewanalyzed by WSxM 4.0 software

(Nanotec Electronica, Spain).

Experimental design and data treatmentLipid oxidation was followed in two emulsions
prepared independently for each formulation, exéapémulsions stabilized with denaturated
or partially aggregated BLG in which lipid oxidatiavas followed only once. At each aging
time, oxygen uptake was measured in 2 vials, witked headspace sampling per vial;, CD
were measured in one vial, with three samplingver volatile compounds were analyzed in
one vial, with one sampling per vial.

Monolayer surface pressure-area isotherms werdls$tad between 2 and 4 times for
proteins, DLPC or protein/DLPC mixtures. For AFM asarements, each sample was
investigated at least in five different areas witlrious magnification to ensure a good
representativeness.

Oxygen uptake and CD formation curves were adjusteplying a modified-Gompertz
equation as previously described (Berton et all,1B). The equation uses two variadlesnd

M that characterize the initiation and propagatiayes of lipid oxidation, respectively. The
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indices; or; were apposed tb andp to differentiate between the oxygen uptake andibe
formation, respectively. The variables were estadaby non linear regression and were
finally used to calculate the timeg/{t1) and {2 2y h) needed to consume half the maximum

oxygen uptake or to form half the maximum CD value.

RESULTS

Physical characterization of emulsionsEmulsions stabilized with BLG or BCN had similar
particle size distributions, whatever the proteamformational state (native, denaturated or
partially aggregated) and the presence of DLF@ble 1). At t,, the average [ was
comprised between 1.4 and 1.8 pm for all emulsiddhough some of the BLG-based
emulsions exhibited a slight increase of the awerply,], the particle size distributions
remained overall constant during the incubationogler

In the BLG-stabilized emulsions (native, denatwtaie partially aggregated), the unadsorbed
BLG concentration ranged from 1.33 to 1.52 g [Table 2), which corresponded to
approximately 27 to 30% of the total available Bk&naining unadsorbed in the aqueous
phase of the emulsion. In the presence of DLPCptbportion of unadsorbed BLG remained
constant. The proportion of unadsorbed BLG was theither substantially affected when
heat treatments were applied to the protein salgtiprior to the emulsification, nor when
BLG was mixed with DLPC. We showed in previous wtrht the proportion of unadsorbed
BLG in the same native BLG-stabilized emulsion didt change significantly along an
incubation period in conditions similar to thoseplegd in the present study (Berton et al.,
2011a). In the present work, the same trends wdrgereed whatever the emulsion
formulation, i.e. the proportion of unadsorbed BigBnained constant after 48 h of incubation
for all BLG-based emulsiong éble 2).

In the BCN-stabilized emulsions, roughly 9% of ttetal available protein remained
unadsorbed in the aqueous phase, which correspdodetund 0.5 g T unadsorbed BCN
(Berton et al., 2011a). The initial proportion afagdsorbed BCN was not affected by the
presence of DLPC. Regardless of the presence ofCDLire proportion of unadsorbed BCN

increased significantly during the incubation pdrimdicating some protein desorption.
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Table 2. Physical characteristics of the emulsions stadgliwith native, modified proteins or
protein/phospholipid mixtures. Values of proteinncentration in the aqueous phase of
emulsions and of [ represent the mean and standard deviations déast triplicate

analysis, unless otherwise stated.

Protein concentration in

[d3 ] (um) aqueous phase of emulsionProportion of unadsorbed
Emulsion 1 proteins
(gL?)
to t = 48h b t = 48h b t = 48h
BLG 1.5+0.1° 2.1+0.1° 152+0.0F 1.16+0.14 30.4% 23.2%
Partially
aggregated 1.4 1.6° 1.33+0.18 1.18:0.15 26.6% 23.6%
BLG
Derl‘aal_“(‘;rated 1.6° 21° 1.47+0.06 149022  29.4% 29.8%
BLG/DLPC 1.8¢ 2.2° 1.40+0.19 1.42+0.08 30.4% 30.9%
BCN 1.7+0.1° 1.7+0.1° 0.45+0.12*> 0.99+0.03 9.0% 19.8%
BCN/DLPC 1.8¢ 1.8° 0.42+0.12 1.150.18 9.3% 25.6%

Data from Berton et al. (2011a).
® Data from Berton et al. (2011b).

¢ Mean of two determinations.

Oxidative stability of emulsions stabilized with naive, denaturated or partially
aggregated BLG The development of lipid oxidation in emulsiortatilized with native,
denaturated or partially aggregated BLG as destribe different markers is presented in
Figure 1. In the three emulsions, oxygen uptake startedostinimmediately from the
beginning of the incubation period and developetil arplateau corresponding to around 134
mmol O kg* oil (Figure 1A). The oxygen uptake curves were very similar for hative
BLG- and heat-denaturated BLG-stabilized emulsiomsereas oxygen uptake seemed to
develop slightly slower in the partially aggregatidG-stabilized emulsion. The lag phases
estimated before the beginning of oxygen uptdk®Were very short for the three emulsions,
between 0.9 to 3.3 Wéble 3). The estimated rates of oxygen uptgkg (vere slightly lower

in the emulsions stabilized with heat-denaturategastially aggregated BLG as compared
with the native BLG-stabilized one (5.3; 4.5 and &amol Q kg* oil h, respectively)
(Table 3). The calculated time to reach half the maximunygex uptake (. 1) can be
considered as a global indicator of the oxidatitabisity of emulsions. From this indicator,
the three emulsions can be ranked in the increasidgr of oxidative stability as follows:
Heat-denaturated BLGff ;)= 13.5 h) < Native BLG {» ;) = 14.4 h) < Partially aggregated
BLG (t12 (1y= 16.2 h).
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Similar trends were observed through the measureofedD formation Figure 1B). In the
three emulsions, CD formation started almost friwa beginning of the incubation period.
CD formation increased until a plateau correspapdinaround 80 mmol eq HP k@il. The
kinetics of CD formation occurred very similarly the native BLG- and denaturated BLG-
stabilized emulsions, whereas it seemed slightbyvel in the partially aggregated BLG-
stabilized emulsion. The lag phases estimated éefer beginning of CD formatioh4) were

as well very short for the three emulsions, betwkdnand 2.9 hTable 3). Considering both
the estimated rate of CD formatiom,| and the subsequent time to reach half the maximum
CD amount (- (2), the three emulsions could be ranked in the asirg order of oxidative
stability as follows: Heat-denaturated BLG < NatBleG < Partially aggregated BLG.
Formation of the volatile compounds propanal anxhhal emphasized the above-mentioned
trends Figure 1C, D). These two compounds developed very rapidly enibat-denaturated
BLG- and native BLG-stabilized emulsions during fimst hours of incubation, reaching
around 300 umol propanal k@il and 40 umol hexanal Kopil after 10 h of incubation. Over
10 h, the formation of volatile compounds becamenewnore important in the heat-
denaturated BLG-stabilized emulsion than in théveaBLG-stabilized one. The formation of
volatile compounds in the partially aggregated Bi@bilized emulsion started as well from
the beginning of the incubation period, but cleallywer: after 10 h of incubation, only 100
pmol propanal kg oil and 20 pmol hexanal Kgoil were formed. In the three emulsions, the
formation of propanal and hexanal developed untiplateau after which their amount
stabilized or even decreased slightly. From then&dion of propanal and hexanal, the three
emulsions can again be ranked in the increasingratioxidative stability as follows: Heat-
denaturated BLG < Native BLG < Partially aggregdéds.
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Figure 1. Oxygen uptake (A), formation of CD (B) and volattompounds (C, propanal; D,
hexanal) during the incubation of emulsions stabdi with native BLG 4), heat-denaturated
BLG (<) or partially aggregated BL&, at 25 °C, in the dark, with FeSQBDTA (1/1 M/M
200 pM). In panels A and B, the dotted curves spoed to the adjusted curves drawn with
the L and p parameters estimated for each emulsidbabl(e 3). Error bars represent the

standard deviations for oxygen uptake and CD measemts.

Oxidative stability of emulsions stabilized with potein/phospholipid mixtures. The
development of oxygen uptake in the emulsions ktabli with BLG, BLG/DLPC mixture,
BCN or BCN/DLPC mixture is presented kigure 2A. In the BLG/DLPC emulsion, oxygen
uptake seemed to start earlier than in BLG-stadadlizmulsion. This was confirmed by the
estimated kinetic parameterBaple 3), which highlighted that the lag phase lastedH if
the BLG/DLPC-stabilized emulsion instead of 3.31lihe pure BLG-stabilized emulsion. The
rates of oxygen uptake were however similar (6.4oim® kg™ oil h™ and 6.1 mmol @kg*

oil h™). In the BCN-stabilized emulsion, no oxygen wasstomed during the first hours of
incubation [, = 15 h), after which oxygen uptake developed rast@vly (3.3 mmol @ kg*

oil h™"). The use of BCN/DLPC mixture instead of BCN tatslize emulsions resulted in a
faster development of oxygen uptake. The lag phasemarkedly shortened (= 4.4 h) but
the rate of oxygen uptake was not affected. In IRit- and BCN-stabilized emulsions, the

addition of DLPC increased the oxygen uptake.
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Lower differences between the oxidative stabilifytleese four emulsions were observable
considering the formation of CFigure 2B). CD were produced in a very similar manner in
BLG- and BLG/DLPC-stabilized emulsions, which exteld very closel,, p, and {5
values Table 3. Formation of CD seemed to start later in the BQINPC-stabilized
emulsion [, = 7.3 h) as compared to the pure BCN-stabilizesl (op= 2.5 h), but developed
then clearly faster (2.6 mmol eq HPkgil h* instead of 1.7 mmol eq HP k@il h™"). As a
consequence, thed ) values were close in both emulsions (20.5 h an? B2respectively).
According to the formation of CD, the addition oL BC slightly decreased the oxidative
stability of BLG- and BCN-stabilized emulsions.

The amounts of propanal and hexanal produced infdhe emulsions were higher when
DLPC was present in the emulsion, in agreement thigrhigher consumption of oxygen.
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Figure 2. Oxygen uptake (A), formation of CD (B) and volattompounds (C, propanal; D,
hexanal) during the incubation of emulsions staedi with BLG @), BCN (@), BLG/DLPC
mixture (A) or BCN/DLPC mixture @), at 25 °C, in the dark, with FeQEBDTA (1/1 M/M
200 uM). In panels A and B, the dotted curves apoad to the adjusted modified-Gompertz
model drawn with thé. andp parameters estimated for each emulsion. Error fegnesent

the standard deviations for oxygen uptake and CBsorements.
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Table 3.Lag periodsl(; andL,) and rates of oxygen uptake ) and of CD formationy(;) for

the emulsions. Asymptote confidence intervalslf@ndp values were calculated with a 95%
significance level. Correlation coefficients (R3dicate the percentage of dispersion
explained by the adjusted model, t1yand i, () are incubation times calculated with the

model when half the maximum oxygen uptake or Cnfiion was reached, respectively.

Oxygen uptake parameters CD formation parameters
Ha (mgn ol Rzt k2 (mmlo | eq Rz tipq
Ly (h el L, (h j- oi
SR S OO R B L« S ORI ()
BLG 3.3+t04 6.1+£02 983 144 14+15 24+02 942 138
Partially
aggregated 1.3+0.8 4.5+0.3 984 16.2 29+1.1 21+01 989 17.9
BLG
Heat-
denaturated 0.9+0.5 5.3+03 99.2 135 24+09 28+0.2 989 136
BLG

BLG/DLPC 1.4+04 6.4+03 986 11.8 1.0+1.0 27+02 970 134
BCN 15.0+0.8 3.3+01 969 356 25+19 1.7+02 901 222
BCN/DLPC 44+20 3.3t03 89.2 247 73+27 26+£04 919 205

AFM characterization of protein- and protein/DLPC mixture-stabilized interfacial
layers. In order to investigate the modifications in firetein layers induced by the addition
of DLPC, the reconstituted Langmuir-Blodgett proter protein/DLPC films were studied by
AFM. The surface pressure at which the Langmumdilwere transferred onto mica was
determined from the surface pressure-area isothesmthat it corresponded to the surface
area covered by proteins in the emulsions. From aherage oil droplet size and the
concentration of unadsorbed proteins in the aqu@base of emulsions, we calculated the
surface load of BLG and BCN in emulsionis tng m?) and the surface area covered by both
proteins in emulsiong\{ nnt per molecule or Aper molecule).

_ (mO - ml) X Vdroplet X P
Sdroplet X Moil

r )

where g is the protein mass initially introduced in a giv@ass of emulsion, ns the mass
of unadsorbed proteins is the same amount of eamI¥kopiet iS the average droplet volume
calculated from the averages[d, o is the density of stripped rapeseed @il« 0,92, from
Zhang et al., 2006) 48pietiS the average droplet surface calculated fromattezage [el;] and

My is the mass of oil in the considered amount of lsion.
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A:%x% 2)

whereT is the protein surface load (g ffnor g A%), M is the protein molecular weight

(g mol'®) andN is the Avogadro constant.

Calculatedl” values were 1.8 mg fand 2.9 mg M for BLG and BCN, respectively.
Correspondingp values were 17.4 nm2 per molecule and 13.6 nmayadecule, respectively.
Knowing the amount of proteins spread onto the bamg through, we determined through
the surface pressure-area isotherms that the sumbaessure at the air/water interface
corresponding to the surface coverage of BLG andl BCemulsions was 15.8 N and
21.2 N m, respectively. These surface pressure values emrsequently applied during the
transfer of protein layers onto mica.

Figure 3 presents the investigation of the structure of Bi&5, BLG/DLPC, BCN and
BCN/DLPC Langmuir-Blodgett films by AFM. For eacimage, a height profile was drawn
from a transversal line across the sample surfllce.three-dimensional images reported in
Figure 3 have dimensions of 22 um, which is in the same range as the surface ef th
emulsion droplets ([gb] between 1.4 and 2.2 um). The specificities ohefdlm, described in
the following paragraph, were checked and confirnrecgeveral areas of the film, with
various magnification (images from %®0um to 1x 1 um). The four films had a rather
compact structure, with various topology. BLG fodre®ntinuous films containing numerous
small particles of around 1 to 2 nm height, and fesquent but larger particles up to 10 nm
height Figure 3A). When DLPC was incorporated inside the BLG filime larger particles
were still found; however, the global ultrastruetunf the BLG/DLPC film exhibited a
granular texture organized as a network of graln2 Gm height) which were wider than the
small particles found in the single BLG film, agthlighted by the topography profil€igure
3A, right). Thus, incorporation of DLPC led to a légsnogeneous texture of the BLG film.
Contrary to BLG, BCN formed very compact and combias films with a few large particles
up to 50 nm heightHigure 3B). When DLPC was incorporated inside the BCN layee,
large particles were still observed. However, tteNEDLPC film distinguished from the
single BCN one by the appearance of numerous snaléicles regularly distributed within
the compact protein layer. These particles werberasmall (1-2 nm height) and well
individualized. Their presence disrupt punctualhe thomogeneity of the BCN film, as

highlighted by the appearance of narrow height peakhe topography profile={gure 3B,
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right). Thus, for both protein layers (BLG or BCNhe incorporation of DLPC seems to

induce some heterogeneity in the Langmuir-Blodfijett

nm 3 .
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Figure 3. Topography AFM images (left) and height profileglit) of Langmuir-Blodgett
films of (A) BLG or BLG/DLPC mixture and (B) BCN dBCN/DLPC mixture. The height
profiles correspond to the variation of the sangulgace roughness across a transversal line

fromatob or fromc tod.
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DISCUSSION

Effect of thermal modifications of interfacial BLG on the oxidative stability of
emulsions. Considering all markers of lipid oxidation, es@dg volatile compounds, the
unfolding of the protein obtaineda a heat treatment decreased slightly the oxidatiakility

of the emulsion. Heat-denaturation of whey proteéakes place between 60 °C and 80 °C and
results mainly from the breaking of low energy ratgions (hydrogen bonds, hydrophobic or
Van der Waals interactions) (Cayot & Lorient, 1998Yesults in a substantial change of the
secondary structure of the protein with an earslofp-sheet (Fang & Dalgleish, 1997).
Thus we expected that the interface would have Ibe@re homogeneously covered by the
denaturated protein as compared to the globulavenaine and would have exhibited
enhanced barrier properties. In our experimentptr@al unfolding of BLG induced by the
heat-treatment prior to the emulsification did mwiprove the oxidative stability of the
emulsion as compared to the native BLG-stabilizexd. oAccordingly, previous results
showed that the heat-denaturation of whey proteinspure BLG performedpost
emulsification did not improve the oxidative stélilbf emulsions (Kellerby et al., 2006b) or
even slightly increased the rate of oxidation (DQjevic et al., 2004). This result might be
related to the modification of the exposed amind aesidues induced by the protein
denaturation (Voutsinas et al.,, 1983). Heat-dea#tdr BLG in the aqueous phase of
surfactant-stabilized emulsions was found to ptdbetter the oil phase against oxidation as
compared with native BLG (Elias et al., 2007). Hsaattributed to an improved accessibility
of radical scavenging amino acid residues, leathragfacilitated access of free radicals to the
agueous phase proteins and their subsequent deamtivin our case, the concentration of
BLG in the aqueous phase of emulsions was low la@dnain part of the protein in emulsions
was located at the interface surrounding the apbhts. Thus, the free radicals produced by
the iron-EDTA complex would have limited chanceb®desactivated by interaction with the
protein in the aqueous phase before reaching airayllet. At this step one may assume that
the possible increased access of free radicalematdrated adsorbed proteins might have
favored the oxidative modifications of proteins ttheve been shown to precede lipid
oxidationstricto sensySalminen et al., 201@erton et al., unpublished results).

In contrast to the results obtained with heat-deaé¢d BLG, the use of partially heat-
aggregated BLG (90% wt native BLG mixed with 10%3&tnm BLG aggregates) improved
their oxidative stability, especially regarding tfegmation of volatile compounds. To our

knowledge, there are no data about the partialegggion of proteins and its impact on lipid
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oxidation in emulsions. The mixture of native BL&WBLG 35-nm aggregates (up to 96%)
improved the protein foaming properties as compaoethe native protein alone (Rullier et
al., 2008). It was suggested that in such a miked hative proteins would adsorb rapidly to
the interface; aggregates would adsorb more sloripforcing the interfacial protein film
already formed. Assuming that the reinforced irteidl protein film would have developed a
barrier property, the diffusion of metal ions aralatile compounds would have been limited.
Indeed, the volatile compounds produced in thepbdse should cross the interfacial layer,
diffuse in the aqueous phase before partitionirtgvéen the aqueous and gas phase, to finally

be detected in the headspace of the emulsion.

Consequence of phospholipid incorporation in the ptein film structure on lipid
oxidation in emulsions. The measurement of lipid oxidation in emulsionsbiized with
BLG and BCN, used alone or mixed with DLPC, demiaiss the prooxidant effect of the
protein/DLPC mixed interface as compared with thierface composed of proteins alone.
The phenomenon was the most obvious for BCN. Itavaplified as regards to the formation
of volatile compounds, which suggests that the gares of DLPC in the protein-stabilized
interfacial layers would favor the last stages ipfdl oxidation, i.e. the decomposition of
primary oxidation compounds into secondary produdtsis result was not expected as
phospholipids have been previously reported to teaer antioxidant activity in O/W
emulsions (Fomuso et al., 2002a; Frankel, 2005;hH&a Jacobsen, 2008). It can be
hypothesized that when mixed with interfacial prwge phospholipids induce modifications
of the physical structure of the interfacial lay@hich could favor the accessibility of the oil
phase substrate to the water soluble prooxidanth s free radicals and metal ions.
Reconstitution of the interfacial layers involvedthe emulsions through Langmuir-Blodgett
films and subsequent AFM characterization of th@dievidenced that the incorporation of
DLPC within either BLG or BCN layers decreased floenogeneity of the film structure. In
the case of BLG, the film texture became more @grained and less continuous. In the case
of BCN, we observed the appearance of small pastipresumably corresponding to small
aggregates emerging from the continuous protem. fiThe increased heterogeneity in the
mixed films determined through AFM suggests thenation of protein and DLPC separated
domains. The addition of phospholipids and moreegaty of low molecular weight
emulsifiers in protein-stabilized interfaces resuh tremendous modifications of the film
structure or/and in the orogenic displacement ofegins (Caro et al., 2009; Fang & Dalgleish,
1993a; He et al., 2008; Mackie et al., 2000; Sancbieal., 2005; Wilde et al., 2004).
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However, our data show that protein displacemers hvaited as the presence of DLPC did
not affect substantially the concentrations andpertions of unadsorbed proteins in
emulsions, both for BLG and BCN. Indeed, protegmmained adsorbed at the interface as the
orogenic displacement of proteins is less marketl pihospholipids than with water-soluble
surfactants (Fang & Dalgleish, 1993a). Furtherm@a,rthaudon et al. (1991a) showed that
until a 16/1 lecithin/BCN molar ratio, the protesnrface coverage was not affected by the
presence of the phospholipids and that no protisplatement from the interface occurred in
O/W emulsions. This proportion is by far higherrihthe amounts of proteins and DLPC
applied in our case, which corresponded to a DLR@mp molar ratio of around 2/T#ble

1).

Although correlating the results obtained with OAMulsions and Langmuir-Blodgett films
must be carefully considered, it is widely admittedt studying monolayer films at air/water
interfaces can provide useful data to understarel émulsion behavior (Maldonado-
Valderrama et al., 2010; Morris & Gunning, 2008)ah attempt to reconstitute the interfacial
layers as similarly as possible to those involvadQ/W emulsions, we took care to
characterize the structure of single protein imtegt and protein/DLPC mixed interfaces
using Langmuir-Blodgett films prepared at the aiffer interface at a surface pressure
corresponding to this determined at the oil drogletface in emulsions. According to the
AFM results and to the previous studies investigatihe effect of low molecular weight
surfactant as phospholipids on the structure otemmolayers, the incorporation of DLPC
within BLG- or BCN-stabilized interfaces induced @mcreased heterogeneity in the protein
films. Assuming that similar phenomena occur atdlsvater interface in O/W emulsions, it
can be hypothesized that this increased heteragemes favored the accessibility of the oll
substrate to the prooxidant compounds arising fteenaqueous phase, therefore increasing

the development of lipid oxidation.

This work provides information about the effectstfuctural or compositional modifications
of proteins on lipid oxidation in O/W emulsions. ellapproach combines a tri-dimensional
study of O/W emulsions, and a bi-dimensional stdkyough the reconstitution of the
interfacial layers on Langmuir-Blodgett films arteir subsequent characterization by AFM.
This study demonstrated first that unfolding BLG HmBat-denaturation did not improve, and
even slightly decreased the oxidative stabilityBafG-stabilized emulsions. On the opposite,
the use of partially aggregated BLG seemed to tjigbrotect BLG-stabilized emulsions

against lipid oxidation. Second, the use of DLPGW#n mixed interfaces decreased the
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oxidative stability of emulsions as compared witigke protein-stabilized interfaces, both for
BLG and BCN. Despite the relatively low DLPC/protenolar ratio, the incorporation of
DLPC obviously caused an increased heterogeneityerprotein layer, which could explain,

at least in part, the increased oxidizability af #fmulsions.

ABBREVIATIONS USED

AFM, atomic force microscopy; BCN3-casein; BLG,3-lactoglobulin; BSA, bovine serum
albumin; CD, conjugated dienes; DLPC, dilauroyl gpiwatidylcholine; DOPC, dioleoyl
phosphatidylcholine; EDTA, ethylene diamine tetedac acid; FID, flame ionization

detector; GC, gas chromatography; HP, hydropersxiddWE, low-molecular-weight-

emulsifier; O/W emulsion, oil-in-water emulsion; PA, polyunsaturated fatty acid; SPME,

solid phase microextraction.
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5. Synthese de la démarche scientifigue et defaitsmajeurs

5.1. Formulation et caractérisation physique deslgons

5.1.1. Mise au point de la formulation des émulsienhdéveloppement d’une méthode
de dosage des émulsifiants non adsorbés

L'objectif de cette thése étant de montrer quetdacture de linterface entre I'huile et la
phase aqueuse peut étre maitrisée de facon a @rokég lipides en émulsion contre
I'oxydation, il nous a fallu dans un premier tenfpsmuler des émulsions répondant aux
critéres suivants : (i) présenter des couchesfatiates de composition, de structure et de
propriétés physico-chimiques variées ; (i) contede fortes proportions d’émulsifiants
adsorbés a l'interface huile/eau, et donc de faipleportions d’émulsifiants en excés dans la
phase aqueuse ; (iii) présenter des caractéristigomparables en termes de distribution de
taille des gouttelettes ; (iv) étre stables physimgant pendant une durée d’incubation
suffisante pour y étudier le développement de kiation.

Pour évaluer la concentration et la proportion disifiants en phase agueuse, nous avons
développé une méthode permettant de séparer l& mnémée de la phase aqueuse, et de
doser les éemulsifiants non adsorbés dans cetteiedernLa méthode consiste en une
séparation des phases crémée et aqueuse parugattoh d’aliquotes d’émulsions, suivie
d’une filtration de la phase aqueuse (successivemgr),45 ; 0,20 et 0,10 um) pour éliminer
les petites gouttelettes d’huile résiduelles. P&ardosage des protéines, la méthode
colorimétrique de Markwell (Markwell et al., 1978kst révélée applicable a des émulsions
stabilisées par les différentes protéines étudiées,différents stades d’oxydation,
contrairement a I'évaluation de la concentratiorpegtéines par spectrophotométrie UV, dont
la gamme d’applications s’est avérée beaucoup mddsite. De surcroit, la présence de
tensioactifs tels que le Tween 20 n’interfere passde dosage de Markwell. Pour le dosage
des tensioactifs, les méthodes disponibles étgieméralement trop complexes et/ou longues
pour étre applicables dans une démarche d’optimisat nos contrdles de routine. Nous
avons donc développé une méthode originale de dodag tensioactifs se présentant sous
forme d’esters d’'acides gras. Le protocole est baséa transestérification des acides gras en
milieu acide et en présence de méthanol directemi@m$ la phase aqueuse des émulsions,

puis sur l'analyse des esters méthyliques forméscheomatographie en phase gazeuse
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(CPG). Cette méthode présente, en outre, 'avantEg@ermettre un dosage sélectif de
tensioactifs en mélange si leurs compositions éteaayras différent, et permet de détecter
d’éventuelles traces résiduelles de I'huile émulsée. Enfin, la présence de protéines dans la
phase aqueuse n’interfere pas dans le dosagerdesatetifs par cette méthode.

Afin de minimiser la quantité d’émulsifiants nonsadbés dans les émulsions, deux stratégies
de formulation d’émulsions ont été testées : (§) éenulsions ont été préparées a partir de
solutions aqueuses contenant de faibles concemtsaéin émulsifiants ou (ii) des émulsions
préparées a partir de solutions aqueuses plus miwées en émulsifiant ont été lavées en re-
dispersant la phase crémée collectée aprés cegatiibn dans un tampon exempt
d’émulsifiant, cette méthode ayant été décrite gnémment dans la littérature (Faraji et al.,
2004). Dans une émulsion préparée avec une solatipreuse contenant 18 ¢ tle B-
lactoglobuline, nous avons observé une augmentatioeéquente de la taille des gouttelettes
d’huile aprés I'étape de lavage puis au cours meubation de I'émulsion lavée. De plus,
apres 48 h d’incubation, nous avons mesuré uneeotration enB-lactoglobuline dans la
phase aqueuse de I'émulsion lavée nettement pdyv@etlque dans la phase aqueuse d’une
émulsion préparée avec une faible concentratidgiali@ienp-lactoglobuline.

La méthode de lavage des émulsions n'‘a donc paseé&éue. Les émulsions ont été
préparées en utilisant les quantités d’émulsifiéedsplus faibles possibles et des conditions
d’homogénéisation permettant d’obtenir des gouteded’environ 1,5 a 2 um et des
émulsions stables physiquement pendant 48 a 72nbutbation. Pour cela, une démarche

itérative a été mise en place comme présenté ddrigulire 23.

Huile de colza Solution aqueuse —
purifiée démulsffiant (Cp)  [€~~ -~ - -~~~ 7
4 I
l . l 1 Dosage des émulsifiants 1
| Homogénéisation | | non adsorbés I
1 A 1
1 Sinon
v 1
| Emulsion | ‘ Augmenter C ‘ 1
1 3 I
1 Quantité d'émulsifiant !
v Sinon non adsorbé faible -——-d
Distribution de tailles des 1 Emulsion stable

gouttelettes
(Diffusion statique de la lumiere)

| VIR

Si oui Si f”'

Distribution de tailles i
monomodale Emulsion
dg,~ 1,52 pm optimisée

Figure 23. Démarche de formulation raisonnée d'émnt H/E contenant de faibles

guantités d’émulsifiants non adsorbés.
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5.1.2. Distribution de taille des gouttelettes dlau

Les émulsions présentent des distributions deetd@l gouttelettes proches, indépendamment
de I'émulsifiant utilis€, avec un diametre moyensenface (g, compris entre 1,4 et 2,2 um

at =0 et des distributions granulométriques largiet superposées (Figure 24).

0.3 ~ 0.3 5
0.25 A 0.25 4
= 024 < 0.2
s s
[] []
S 0.15 - S 0.15
] ]
= =
@ 0.1 © 0.1
L L
0.05 A 0.05 1
0 % > 0 S
0.1 1 10 100 0.1 1 10 100
Diameétre (um) Diametre (um)
d3, (um) ds, (Um)
0.3 ~ Emulsion t=0 t=48h 0.3 1 Emulsion t=0 t=48h
BLGpH6,7| 1,501 | 2,1+0,1 T20pH6,7| 1,401 | 1,3%0,1
0.25 N [BepH30| 22501 | 27¢0,2 0.25 1 T20pH3,0| 1,602 | 1,6+01
SABpPH6,7| 1,8+0,1 | 2,0£0,2 T8OpPH6,7| 1,701 | 1,6£0,1
) 0.2 7 BCN pH 6,7 1,7£0,1 ) 0.2 7 Cit pH 6,7
[0} Q
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() ()
=} =}
o o
0.1 A © 0.1 A
L L
0.05 A 0.05 4
0 A - 0 % R
0.1 1 10 100 0.1 1 10 100
Diametre (um) Diametre (um)

Figure 24. Distributions de taille de gouttelettdsservées dans les émulsions fraichement
préparées (haut) ou aprés 48 h d’'incubation (kab)lisées par un seul émulsifiant a pH 6,7 :
BLG (2), SAB (¢), BCN @), Tween 20x), Tween 80 (+) ou Citrerm), ou a pH 3,0 : BLG
(A) ou Tween 20 %). Les valeurs desg (um) indiquées dans les tableaux indiquent la
moyennet I'écart-type de 3 mesures sur 3 émulsions prépanekpendamment, at =0 et
apres 48 h d’incubation (25°C, obscurité, FgEDTA 1/1 ; M/M ; 200 uM).
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Les tailles de gouttelettes les plus élevées doserwées dans les émulsions stabilisées par le
Citrem a pH 6,7 ou par la BLG a pH 3,0. Par aikeum observe a t = 0 une distribution
bimodale dans les émulsions stabilisées par le@i& pH 6,7 ou par le Tween 20 a pH 3,0.
Des caractéristiques physiques comparables orvl#enues pour les émulsions stabilisées
par des mélanges d’émulsifiants. Toutes les émadss®g sont avérées étre raisonnablement

stables physiqguement au cours de 48 a 72 h d’inicubdans des conditions oxydantes.

5.1.3. Charge de surface des gouttelettes
La charge de surface des gouttelettes d’huile dessémulsions fraichement préparées
stabilisées par un seul émulsifiant a été évalugrelgp détermination du potentiel Zeta

(Tableau XI).

Tableau XI. Potentiel Zeta dans les émulsions liegitent préparées stabilisées par un seul
émulsifiant a pH 6,7 ou 3,0.

Emulsifiant pH Potentiel Zeta (mV) at=0
BLG 6,7 -54,5+ 0,4
BSA 6,7 -29,8+1,3
BCN 6,7 -46,5+ 1,9
Tween 20 6,7 -9,6+ 0,8
Tween 80 6,7 -6,4%£ 0,1
Citrem 6,7 -96,9+ 3,3
BLG 3,0 68,1+ 1,2
Tween 20 3,0 -3,8+0,1

Les données indiquées représentent la moyennecart‘fype de 3 mesures sur une émulsion diluée
1000 fois dans du tampon (pH 6,7 ou 3,0) exemalel.

A pH 6,7, les gouttelettes d’émulsions stabilispasdes protéines présentent une charge de
surface négative qui varie de —-5% pour I'émulsion stabilisée par la BLG a —29,8 mV
pour I'émulsion stabilisée par la SAB. Les gouttele d’émulsions stabilisées par les
tensioactifs non ioniques (Tween 20 et Tween 883gmtent une charge de surface tres faible
en valeur absolue alors que I'émulsion stabilis#elg Citrem, tensioactif anionique, posséde
comme attendu une charge de surface fortement inégat96,9 mV). La préparation
d’émulsions a pH 3,0 génére des gouttelettes deyetmpposée dans I'émulsion stabilisée par
la BLG (+68,1 mV), en accord avec le point isoglgae de la protéine, alors que la charge

des gouttelettes de I'émulsion stabilisée par ledmw20 est peu modifiée et reste négative.
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Ainsi, les différents émulsifiants utilisés, couplux deux pHs testés, conduisent a une large

gamme de charges de surface des gouttelettesataémulsions.
5.1.4. Concentrations et proportions de protéines adsorbées

La composition des émulsions a été optimisée denfag réduire autant que possible la
concentration de protéines dans la phase aqueuseirdalsions. Les concentrations de
protéines non adsorbées dans les émulsions séaisilgar chacune des protéines utilisées et
préparées & pH,7 sont toujours inférieures & 1,52y te qui correspond & des proportions

inférieures a 30% (Tableau XII).
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Tableau XIl. Concentrations et proportions en pn&® dans la phase aqueuse d’émulsions
fraichement préparées (t = 0) et apres 48 h d’imoi en conditions oxydantes (25°C,
obscurité, FeSEEDTA 1/1 ; M/M ; 200 uM).

. Concentration . Concentration .
Concentration Proportion en Proportion en
. . en phase en phase
Protéine pH en solution . phase aqueuse . phase aqueuse
agueuse a aqueuse a

aqueuse (g9 t=0(g M at=0 (%) t=48h (g at=48h (%)

BLG 6,7 5,00 1,52+ 0,09 30,4 1,16+ 0,14 23,2
BLG 3,0 5,00 2,10+ 0,19 42,0 2,26+ 0,22 45,2
BLG en exces 6,7 10,00 6,05+ 0,10 60,5 5,77+ 0,15 57,7
“ agrlécgaatsﬁl) 6.7 5,00 1,33+ 0,18 26,6 1,18+ 0,15 23,6
BLG
dénaturée 6,7 5,00 1,47+ 0,06 29,4 1,49+ 0,22 29,8
thermiquement
BLG
(+pLPC)® &7 4,55 1,40+ 0,19 30,4 1,42+ 0,08 30,9
BLG
(+ Tween 20 6,7 4,55 2,07+ 0,04 45,5 - -
10%)®
BLG
(+ Tween 20 6,7 2,53 2,37+ 0,18 93,8 - -
50%)
SAB 6,7 4,00 1,17+ 0,11 29,3 0,98+ 0,03 24,5
BCN 6,7 5,00 0,45+ 0,12 9,0 0,99+ 0,03 19,8
BCN en exces6,7 10,00 3,60+ 0,10 36,0 3,94+ 0,17 39,4
(+ SISDI\é:)(S) 6,7 4,52 0,42+ 0,12 9,3 1,15+ 0,18 25,6

@ Emulsion préparée a partir d’'une solution aqueasgenant 4,50 g'lde BLG native et 0,50 ¢ |
d’agrégats de BLG (environ 35 nm).

@ Emulsion préparée & partir d’'une solution aqueasgenant 4,55 g'lde BLG et d’huile contenant
0,068 g/100 g de DLPC, soit un rapport massiquéBILPC dans I'émulsion de 15,7/1.

®) Emulsion préparée & partir d’une solution aquexsgenant 4,55 g'lde BLG et 0,47 g de
Tween 20, soit un rapport massique BLG/Tween 2@ démulsion de 9,7/1.

“ Emulsion préparée a partir d’'une solution aqueaseenant 2,53 g'lde BLG et 2,36 g de
Tween 20, soit un rapport massique BLG/Tween 2@ léamulsion de 1,1/1.

®) Emulsion préparée a partir d’'une solution aqueastenant 4,52 g'lde BCN et d’huile contenant
0,061 g/100 g de DLPC, soit un rapport massiqusl/BCPC dans I'émulsion de 17,4/1.

Les données indiquées représentent la moyenneartg/pe de 3 mesures sur au moins 2 émulsions
préparées indépendamment, excepté pour les énallsiahilisées par les mélanges BLG/Tween 20
dans le cas desquelles une seule émulsion a ¢téreeé

Les proportions de BLG et SAB non adsorbées neenapas significativement au cours de
l'incubation des émulsions en conditions oxydarfpes 0,05). En revanche, la proportion de
BCN non adsorbée augmente significativement auscdeila période d’'incubatiop € 0,05),

atteignant pres de 20% au bout de 48 h, ce quiitrade désorption partielle de la protéine.

Cette proportion reste néanmoins faible par rappacelles mesurées pour les deux autres
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protéines étudiées. Dans I'émulsion stabiliséelap®LG, préparée a pB,0, et qui présente
la taille de gouttelettes la plus importante (Feg@B), la concentration et donc la proportion
de BLG non adsorbée sont plus importantes queldanalsion & pH 6,7 (2,10 &, soit 42%

a t = 0), aussi bien dans I'émulsion fraiche quéapd8 h d’incubation en conditions
oxydantes. Lorsque des protéines en excés (BLG ©N)Bsont ajoutées dans la phase
aqueuse des émulsiopsstémulsification, la concentration et la proportaes protéines non
adsorbées sont logiquement plus élevées (6,05sgit 60,5% pour la BLG, et 3,60 ¢ soit
36% pour la BCN, a t = 0) et sont peu modifices@urs de la période d’incubation.

Dans le cas des émulsions formulées avec un mélargéine (BLG ou BCN)/dilauroyl
phosphatidylcholine (DLPC), la présence de DLPOmuaglifie pas la proportion initiale de
protéine non adsorbée en phase aqueuse, pour Ues pietéines étudiées. Apres 48 h
d’'incubation en conditions oxydantes, cette praporest légerement plus élevée dans les
émulsions avec DLPC que dans les émulsions stbdlipar la protéine seule. En revanche,
dans les émulsions formulées avec des mélangesTBligeh 20, la présence de Tween 20
provogue une nette augmentation de la proportioBLde non adsorbée at = 0. Par exemple,
pour le mélange BLG/Tween 20 (1,1/1 ; p/p), la prtipn de BLG non adsorbée en phase
agueuse de I'émulsion dépasse 90%. Cette comméptiar I'adsorption entre protéines et
tensioactifs, largement décrite dans la littéra{@eurthaudon et al., 1991b; Courthaudon et
al., 1991c; Dickinson, 1991; Dickinson, 2011; Ditson & Tanai, 1992; van Aken, 2003),
constitue un obstacle a la formulation d’émulsiostabilisées par des interfaces de

composition mixte protéines/tensioactifs et contemeu d’émulsifiants non adsorbés.
5.1.5. Concentrations et proportions de tensioacidn adsorbés

Les émulsions stabilisées par un seul tensioadiftiennent de faibles proportions de
tensioactifs non adsorbés en phase aqueuse dfabl@au XllI).
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Tableau Xlll. Concentrations et proportions en ieadifs dans la phase aqueuse d’émulsions
fraichement préparées (t = 0) et apres 48 h d’imoi en conditions oxydantes (25°C,
obscurité, FeSEEDTA 1/1 ; M/M ; 200 uM).

. Concentration , Concentration .
Concentration Proportion en Proportion en
en phase en phase

Tensioactif pH  en solution aqueuse a phase aqueuse a aqueuse a phase aqueuse a
aqueuse (g t=0(g M t=0(%) Z.ap @h t =48 h (%)

Tween 20 6,7 5,00 0,47 + 0,09 9,5 0,68 + 0,14 13,6
Tween 20 3,0 5,00 0,56 + 0,10 11,2 0,40 + 0,07 8,0
Te"rvleee)?cgg 6.7 10,00 3,37+017 337 274+011 27.4
Tween 80 6,7 5,00 1,68 + 0,14 33,6 1,67 £ 0,10 33,4
Citrem 6,7 6,04 0,012 + 0,004 0,2 0,034 + 0,002 0,6
Tween 20/ ( 2,50 0,39 + 0,03 15,6 0,30 + 0,03 12,0
Tween 80 ' 2,50 0,20 + 0,04 8,0 0,84 + 0,08 33,6
Tween 20/ ( 4,60 0,48 + 0,03 10,5 0,42 + 0,03 9,1
MLG ’ 0,39 0,010 + 0,002 2,5 0,025 + 0,002 6,3
Tween 20/ 6.7 4.60 - - - -
Span20 0,49 - - - -

W Le Citrem a été incorporé dans I'huile, dans uoecentration équivalente a la concentration en
solution aqueuse indiquée.

Les données indiquées représentent la moyenneart:g/pe de 3 mesures sur au moins 2 émulsions
préparées indépendamment.

Dans le cas de I'émulsion stabilisée par le Citreengernier est présent seulement a I'état de
traces dans la phase aqueuse (0,20% de la quentsté présente dans I'émulsion), ce qui
s’explique par sa faible solubilité en milieu agueet le fait que cet émulsifiant a été
incorporé dans I'huile avant I'émulsification. Laoportion de Tween 20 en phase aqueuse
d’émulsions préparées a partir de solutions aqseusatenant 5 gl de Tween 20 est
inférieure & 12% (0,47 g¢'ldans I'émulsion & pH 6,7 et 0,56 fdans I'émulsion & pH 3,0).
Apres 48nh d’incubation en présence de linitiateur FREDTA, les concentrations et
proportions de Tween 20 et de Citrem non adsorbés tbs émulsions a pH 6,7 augmentent
significativement § < 0,05), restant malgré tout relativement faib(@8,6% et 0,6%,
respectivement). La concentration et la proporéonTween 20 non adsorbé dans I'émulsion
a pH 3,0 ne sont pas significativement modifieescaurs de l'incubationp(> 0,05). La
concentration et la proportion initiales en Twe®m8n adsorbé sont plus importantes (1,68 g
I, soit 33,6% en phase aqueuse) mais ne sont paificsivement modifiées au cours de
l'incubation > 0,05).

L’émulsion stabilisée par un mélange Tween 20/Tw86n(1/1; p/p) contient de faibles

proportions de Tween 20 (environ 15%) et de Twedee@viron 8%) non adsorbés. Ainsi, la
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proportion de Tween 80 non adsorbé est plus fajoke celle de Tween 20 non adsorbé, ce
qui est cohérent avec la balance hydrophile-lipepthiLB) plus faible du Tween 80 et donc
sa plus faible hydrophilicité. Les concentratiomsTeveen 20 et en Tween 80 dans la phase
aqueuse sont de 0,39 et 0,20'gdoit 0,32 et 0,15 mM, respectivement, et don@sapres a

la concentration micellaire critique (CMC) de chadensioactif, ce qui rend vraisemblable la
présence de micelles dans la phase aqueuse desigimauDes diamétres hydrodynamiques
d’environ 10 a 13 nm ont été mis en évidence pesrrdicelles de Tween 20 et de Tween 80
en solution aqueuse par diffusion dynamique deraidre. Néanmoins, I'analyse des phases
agueuses d’émulsions par cette méme techniqueas'@grmis de mettre en évidence de tels
objets, mais a, en revanche, révélé la présencesigetites gouttelettes d’huile d’environ
180 nm. Cette présence de tres petites gouttelgidijues résiduelles a, par ailleurs, été
confirmée par la détection d’esters méthyliquesespondant aux acides gras de 'huile de
colza lors du dosage des tensioactifs non adsonds CPG apres I'étape de
transestérification. Deux hypothéses peuvent éwan@es pour expliquer I'absence
apparente de micelles de tensioactifs : (i) la phegueuse ne contient effectivement pas de
micelles de tensioactifs exemptes d’huile ; ou l@i)détection de micelles de tensioactifs
d’environ 10 a 13 nm a été masquée par la préestesaes petites gouttelettes d’huile. Dans
ce second cas, la phase aqueuse de I'émulsionitaensit en réalité une émulsion de taille
sub-micronique tres diluée, avec un équilibre edee tensioactifs adsorbés a la surface des
tres petites gouttelettes d’huile, des micellesetisioactifs et des monomeres de tensioactifs.
Au cours de l'incubation de I'émulsion stabiliséar pe mélange Tween 20/Tween 80, la
proportion de Tween 20 non adsorbé n'est pas sigtifement modifiée > 0,05) ; en
revanche, la proportion de Tween 80 non adsorbgantg significativemenp(< 0,05).

Dans le cas des émulsions stabilisées par un neelawgen 20/co-tensioactif de faible HLB
(Tween 20/monolaurate de glycérol (MLG) 11,9/1; pipTween 20/Span 20 9,4/1 ; p/p), les
deux tensioactifs du mélange présentent une phaytieophobe majoritairement constituée
d’acide laurique (C12:0). L’émulsion stabilisée pamélange Tween 20/MLG contient a la
fois une faible proportion de Tween 20 non adsder&iron 11%) et de MLG non adsorbé
(environ 2,5%) a t = 0. Aprés 48 h d’'incubationptaportion de Tween 20 non adsorbé n’est
pas significativement modifiée & 0,05) alors que celle de MLG augmente signiiiegmhent
(p<0,05), atteignant une valeur de 6%. Pour I'émulsstabilisée par le mélange
Tween20/Span 20, les compositions en acides gras destdagioactifs sont pratiquement
identiques, ce qui a empéché de distinguer la idnimn spécifigue de chaque tensioactif du
mélange aux pics détectés en CPG. Les aires desgpinotamment I'aire du pic de C12:0,

275



Résultats et discussion

étaient cependant du méme ordre de grandeur quréssobtenues dans le cas du mélange
Tween 20/MLG, ce qui suppose que de faibles prapwtde Tween 20 et de Span 20 sont
présentes dans la phase aqueuse de I'émulsiorspgon@ante. Le Span 20 étant nettement
plus hydrophobe que le Tween 20 et se rapprochanidG en termes de HLB et de
structure moléculaire, il parait plausible que, owmpour le MLG, la proportion de Span 20
non adsorbé dans la phase aqueuse soit trés faible.

Dans tous les cas ou la quantification des tensfeamn phase aqueuse d’émulsions a pu étre
réalisée, excepté lorsqu’'une incorporation de tewsif en exces a été réalisgmst
emulsification, il apparait que les concentratienproportions en tensioactifs non adsorbés

sont faibles, voire trés faibles, ce qui réponadlzax critéres préalablement déterminés.

5.2. Oxydation des lipides dans les émulsions l&g@bs par des émulsifiants

utilisés seuls

5.2.1. Comparaison de 'oxydation des lipides ddes émulsions stabilisées par des
protéines ou des tensioactifs en présence de &dateh

L’oxydation des lipides dans les émulsions a étéurée par différents marqueurs permettant
d’évaluer les différents stades de la réactioncdasommation d’oxygéne dans I'espace de
téte des émulsions, la formation des dienes coBpigDC), produits primaires d’oxydation,
et la formation de composés volatils, produits sdeoes d’oxydation. Dix-huit composés
volatils ont été identifies et quantifiés dans pase de téte des émulsions ; néanmoins, dans
cette partie, nous présenterons uniquement la tomee propanal, provenant de I'oxydation
des AGPI n-3 et d’hexanal, provenant de I'oxydati@s AGPI n-6 (Genot et al., 2003). Afin
de comparer I'oxydation des lipides dans les difiées émulsions sur des parametres
guantitatifs, les courbes de consommation d’oxyggnge formation des DC ont été ajustées
avec un modéle mathématique (modele de Gompertmgtant d’estimer les temps de
latencel; etL, ainsi que la vitesse de consommation d’oxygénedt de formation des DC
(12), respectivement.

Dans le cas des emulsions formulées a pH 6,7 sanes @’émulsifiant (Figure 25, Tableau
XIV), la consommation d’oxygene démarre rapidemees le début de I'incubation dans
I’émulsion stabilisée par la BLG.{ = 3,3 h) et augmente a une vitesse proche de @ @mo
kg™ huile h* jusqu’a un plateau & environ 134 mmelkg™* huile. Dans les autres émulsions,
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une phase de latence plus longue est observée (Bhtet 36 h), en particulier lorsque des
tensioactifs sont utilisés. Dans I'émulsion staéé par le Citrem, aucune consommation
d’oxygéne notable n’est relevée au cours de laogérd’incubation considérée (72 h). Ces
données mettent en évidence que la consommaticiygBae débute plus tét et se développe
plus rapidement dans les émulsions stabiliséesdparprotéines que dans les émulsions
stabilisées par des tensioactifs.

Un ordre de stabilité oxydative proche est obtefaprés la formation des DC et des
composeés volatils (Figure 25, Tableau XIV).

Ainsi, d’aprés les courbes représentant I'évoluttes differents marqueurs étudiés et les
valeurs del et dep estimées, I'ordre de stabilité oxydative des défdes émulsions est :
BLG < SAB= BCN < Tween 26= Tween 80 < Citrem.
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Figure 25. Consommation d’oxygéne (a), formatios BE (b) et des composés volatils (c :
propanal ; d : hexanal) au cours de l'incubaticgnaliision stabilisées par la BLG)( la SAB
(¢), la BCN @), le Tween 20 (), le Tween 80X) ou le Citrem (+) a pH 6,7, a 25°C a
I'obscurité, en présence de FeEDTA (1/1 ; M/M ; 200 uM). Dans les graphiques &)
(b), les courbes en pointillés correspondent auateode Gompertz avec les paraméltresp
estimés pour chaque émulsion ; les barres d’ersprésentent I'écart-type (n = 6 a 12 pour

la consommation d’oxygéne ; n = 3 a 6 pour la faromedes DC).
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Tableau XIV. Temps de latenck;(etL,) et vitesses de consommation d’oxygeng €t de

formation des DC|(;) estimés dans les émulsions.

Paramétres estimés pour la Parametres estimés pour la formation

consommation d’oxygéne des DC uy /
Emulsion I I !
uist Ly uloirr(glo Rzt L, euqz |(_|n£,n:(%1 R tipp M2

BLG pH 6,7 33+t04 6,1+02 983 144 14+x15 24+02 942 138 25
SAB pH 6,7 14,0+0,8 4,8+0,3 97,1 279 94+24 2003 934 273 24
BCN pH 6,7 15,0+0,8 3,3+0,1 96,9 356 25+19 17+0,2 901 222 19
Tween20pH 6,7 36,3+1,8 3,6+04 920 550 16,1+2,7 1,3+0,1 93,0 46,7 238

Tween80pH 6,7 286+1,3 25+02 957 555 282+13 14+01 979 518 138

BLG pH 3,0 13,4+14 3,2+0,2 96,2 348 47+21 12+01 946 274 2,7
Tween20pH 3,0 68,9+52 0,6+0,2 80,1 1729 495+3,3 0,6+0,1 86,8 98,1 1,0

BLG pH 6,7

Lo maes) 99+13 39603 957 273  nd nd nd  nd -
BCN pH 6,7

(BoN e eesey 444%12 39+04 944 618  nd nd nd  nd -

Tween20pH6.7 435,10 19+01 970 779  nd nd nd nd -

(Tween 20 en exces)

Les données correspondent aux parametres estiftigervalle de confiance asymptotique a 95%.

Les coefficients de corrélation (R2?) indiquent leuentage de dispersion expliqué par le modele
ajusté.

Les valeurs i, 1) et &, (; correspondent aux temps d’incubation auxquels tztién de la
consommation d’oxygene maximale ou de la valeurimabe de DC sont atteintes, respectivement.
nd: non déterminé

Ces résultats montrent que lorsque les émulsionstiecment de faibles quantités
d’émulsifiants non adsorbés, I'oxydation des ligid® développe plus rapidement dans les
émulsions stabilisées par des protéines que dar@nalsions stabilisées par des tensioactifs,
dans les conditions d’incubation appliquées ici°@%obscurité, FeESZEDTA ; 1/1 ; MIM ;

200 uM). Pour vérifier si ce résultat est lié acharge de surface négative des gouttelettes
d’huile stabilisées par des protéines a pH 6,7 ,8-28-54,5 mV), qui pourrait favoriser
I'établissement d’interactions entre la surface glesttelettes et les ions métalliques chargés
positivement (Waraho et al.,, 2011b), nous avonwisibxydation lipidique dans des
eémulsions stabilisées par la BLG ou le Tween 20HA 30. Dans ces conditions, les
gouttelettes stabilisées par la BLG sont fortenaargées positivement (+68,1 mV) alors

gue les gouttelettes stabilisées par le Tween B@edeent peu chargées quel que soit le pH (-
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9,6 mV apH 6,7 ; -3,8 mV a pH 3,0). D’apres toes iharqueurs de I'oxydation des lipides
considérés et les parameétres cinétiques estimgar@26, Tableau XIV), le développement
de I'oxydation des lipides est tres retardé dasstlaulsions préparées a pH 3,0 par rapport

aux émulsions préparées a pH 6,7, ce retard ésaintydierement marqué avec le Tween 20.
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Figure 26. Consommation d’oxygéene (a), formatios BE (b) et des composés volatils (c :
propanal ; d : hexanal) au cours de l'incubatiodntlilsion stabilisées par la BLG a pH 6,7
(»), la BLG a pH 3,0 4), le Tween 20 a pH 6,%] ou le Tween 20 a pH 3,0), a 25°C a
'obscurité, en présence de FeEDTA (1/1 ; M/M ; 200 uM). Dans les graphiques &)
(b), les courbes en pointillés correspondent auateode Gompertz avec les paraméltresp
estimés pour chaque émulsion ; les barres d’ereguresentent I'écart-type (n = 6 a 12 pour

la consommation d’oxygéne ; n = 3 a 6 pour la faromedes DC).

Dans le cas des émulsions stabilisées par la BhGffet lié a la charge des gouttelettes ne
peut étre excla priori ; cependant, comme un effet d’amplitude encors phportant est
observé avec le Tween 20, cet effet de la chargesudtace nous semble difficilement
expliquer les variations observeées. Il nous serphle probable gu’il faille faire intervenir
soit I'effet intrinséque du pH, soit celui des taonp utilisés (10 mM de PIPES dans le
tampon a pH 6,7 ; 10 mM d’acide phosphorique dartarhpon a pH 3,0) sur I'oxydation des
lipides. L'effet du pH sur l'oxydation des lipidemsn émulsion est controversé dans la
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littérature. Si les auteurs s’accordent sur le daié la solubilité du fer moins élevée a pH
neutre qu'a pH acide, certains associent a cetteséoade solubilité des propriétés pro-
oxydantes plus faibles (Haahr & Jacobsen, 2008; &dlail., 1998b; Villiere & Genot, 2006)
alors que d’autres suggerent une possible prétgitalu fer a la surface des gouttelettes
lorsque sa solubilité diminue, favorisant son agicatalytique (Mancuso et al., 1999b).

En ce qui concerne l'effet de la charge de suridee gouttelettes sur I'oxydation, il est
important de noter que quel que soit le pH conéidés7 ou 3,0) et donc la charge de surface
des gouttelettes stabilisées par la BLG, I'oxydaties lipides y est plus rapide que dans les
eémulsions stabilisées par le Tween 20. La chargeudace n’est donc probablement pas un
parameétre déterminant dans l'aptitude des couch&mfaciales a protéger les lipides
émulsionnés contre I'oxydation. Cette conclusion jear ailleurs, renforcée par la tres bonne
stabilité oxydative de I'émulsion stabilisée parQigrem, qui présente pourtant la charge de

surface la plus négative parmi toutes les émulsitundices.

Nos résultats tendent donc a montrer que dansrdaksiéns H/E, les interfaces stabilisées
par des tensioactifs sont plus efficaces que lesfates stabilisées par des protéines pour
protéger les lipides contre I'oxydation. Cette datetion contredit en premiere analyse les
résultats de la littérature (Fomuso et al., 2062sghr & Jacobsen, 2008; Kiokias et al., 2006;
Osborn & Akoh, 2004), qui montrent une oxydatios tipides plus rapide dans les émulsions
stabilisées par des tensioactifs que dans les @msistabilisées par des protéines. Nous
avons estimé la concentration et la proportion disifiants non adsorbés en phase aqueuse
des émulsions dans ces études a partir des paesnmuitrformulation des émulsions et des
diamétres moyens des gouttelettes lipidiques meméi®. Il apparait que ces travaux ont été
menes en présence de larges exces d’émulsifiantadsnrbés (41% a 96%, Table 2, p. 69).
Pour mettre en évidence le role possible des éhamts non adsorbés, nous avons suivi la
consommation d’oxygene (Figure 27) et la formati@s composés volatils dans I'espace de
téte d’émulsions stabilisées par la BLG, la BCNeliween 20 a pH 6,7, dans lesquelles des

emulsifiants en excés ont été incorpgréstémulsification.
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Figure 27. Consommation d’oxygéne au cours deuliation d’émulsions stabilisées par la
BLG a pH 6,7 (a) sans\j ou avec 4) de la BLG en excés dans la phase aqueuse ; ladBCN
pH 6,7 (b) sans{) ou avec &) de la BCN en excés dans la phase aqueuse ;Toueden 20 a
pH 6,7 (c) sansd) ou avec ¢) du Tween 20 en exces dans la phase aqueuseCaa25°
'obscurité, en présence de FeEDTA (1/1 ; M/M ; 200 uM). Les courbes en poirdsl
correspondent au modéle de Gompertz avec les paemnhéet u estimés pour chaque
émulsion ; les barres d’erreur représentent ltéyae (n =6 a 12).

Dans ces trois émulsions, la consommation d’oxygemeléveloppe moins rapidement en

présence d’émulsifiant en excés. Ce retard esicpbgrement marqué dans le cas de

I'émulsion stabilisée par la BCN, pour laquelle dode augmentation du temps de latence
est observée lorsque la phase aqueuse de I'émulsidient de la BCN en excéds, (= 44,4 h

au lieu de 15 h) (Tableau XIV). Cet effet antioxyti@des émulsifiants, et notamment des

protéines, présents dans la phase aqueuse desicdauts été largement décrit dans la

littérature et a généralement été attribué a depri@tés de chélation de métaux et de

piégeage des radicaux libres (Clausen et al., 205 et al., 2005; Faraji et al., 2004; Genot

et al., 2003; Sugiarto et al., 2010; Sun & Gunaseka2009). Dans les conditions appliquées
ici, les quantités d’émulsifiants ajoutés dans kage aqueuse des émulsions sont toutefois
encore limitées par rapport aux concentrationsrepgotions d’émulsifiants non adsorbés

rencontrées dans la littérature. Ceci explique gotdment pourquoi on n’atteint pas une
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inversion de l'ordre de stabilité oxydative entes Emulsions stabilisées par les protéines et
'émulsion stabilisée par le Tween 20. Dans levaux précédents de la littérature, la
contribution des émulsifiants non adsorbés a laeptmn de la phase lipidique contre
'oxydation est donc probablement tres supérieureeBe des émulsifiants localisés a
l'interface. Au contraire, nos émulsions ont éténfolées pour minimiser la proportion
d’émulsifiants non adsorbés et donc leur implicatitans le développement de I'oxydation

des lipides.

De ces premiers travaux, il ressort clairement dams les conditions d’incubation testées
(25°C, FeSQEDTA 1/1; M/M; 200 uM), les gouttelettes lipidigs stabilisées par des
protéines sont moins stables a I'oxydation queglasttelettes lipidiques stabilisées par des
tensioactifs. Lorsque I'excés d’émulsifiants daaphase aqueuse est limité, ceci se traduit
par une oxydabilité plus faible des émulsions $it#@s par des protéines par rapport aux
émulsions stabilisées par des tensioactifs. Deaitirteffet protecteur contre I'oxydation des
émulsifiants non adsorbés, notamment des proténét® clairement confirmé.

5.2.2. Généralisation de I'effet de la nature demulsifiant sur I'ordre de stabilité

oxydative des émulsions

La meilleure stabilité oxydative des émulsions ititsd®es par des tensioactifs par rapport aux
eémulsions stabilisées par des protéines a étéeniggidence dans une condition d’incubation
particuliére, a savoir a 25°C, a I'obscurité, eagence d’un initiateur d’oxydation constitué
d’'un complexe équimolaire de fer et ’EDTA (FeEDTA ; 1/1 M/M ; 200 uM). Il nous a
donc semblé important de valider cette tendance dé&utres conditions d’incubation des
emulsions.

Dans les travaux de la littérature s'intéressantoaydation des lipides en émulsion,
incubation des systemes en présence d'un initfatehimique ou a une température
d’incubation plus élevée que les températuresiglass de stockage des huiles est fréquente.
Chacune de ces études a généralement été menéengaosndition d’incubation donnée et
différente des autres. Par ailleurs, il n’existadis, a notre connaissance, d’étude montrant
l'influence du mode d'initiation de l'oxydation defmulsions sur leur ordre de stabilité
oxydative.

Afin de vérifier si I'ordre de stabilité oxydativeréecédemment démontré en présence de

linitiateur FeSQ/EDTA était valide quelles que soient les condgiodfincubation des
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eémulsions, nous avons testé l'effet de difféereniiateurs chimiques couramment utilisés
dans la littérature, ou d’'une température d'incigvaplus élevée, sur I'oxydation de quelques
émulsions de formulations simples. L'oxydation tp&les a été évaluée dans des émulsions
stabilisées par la BLG, la SAB, la BCN ou le Twedh formulées a pH 6,7 sans exces
d’émulsifiant, incubées dans chacune des condisanantes :

- 25°C, metmyoglobine (MetMb) 1 uM

- 25°C, 2,2’-azobis(2-amidinopropane)-dihydroctder(AAPH) 1 mM

- 25°C, FeGJ/ascorbate de sodium (Na-asc) 1/1 ; M/M ; 50 uM

-33°C

Ces conditions ont été choisies au terme d'un iraVaptimisation visant a déterminer
quelles concentrations en initiateurs ou quelleptature d’'incubation permettaient d’avoir
des développements de I'oxydation des lipides dé&wdde grandeur comparables dans
I'émulsion stabilisée par le Tween 20.

L’oxydation des lipides dans les émulsions incubéass ces différentes conditions a été
mesurée par la consommation d’oxygéne et la foonalie composés volatils dans I'espace
de téte des émulsions. Comme précédemment, leeésme consommation d’oxygene ont
été ajustées avec le modele de Gompertz afin dieslies parametres cinétiguegphase de
latence) ef1 (vitesse de consommation d’oxygene pendant lagpagsonentielle).

Quelles que soient les conditions d’incubationcdé@msommation d’oxygéne est toujours la
plus lente dans I'’émulsion stabilisée par le Twe&én et toujours la plus rapide dans
I'émulsion stabilisée par la BLG (Figure 25a, Fg#8). Les émulsions stabilisées par la
BCN ou la SAB présentent des comportements inteaiméd et plus variables d'une

condition d’'incubation a l'autre.
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Figure 28. Consommation d’oxygéne au cours de Utiation d’émulsion stabilisées par la
BLG (»), la SAB ), la BCN () ou le Tween 20€), a pH 6,7 a (A) 33°C sans catalyseur
ou a 25°C avec (B) 1 uM de MetMb, (C) 1 mM d’AAPH () 50 uM de FeGINa-asc 1/1 ;
M/M. Les courbes en pointillés correspondent au él®de Gompertz avec les parametres

et estimés pour chaque émulsion ; les barres d’ereguésentent I'écart-type (n =6 a 12).

Le suivi de la formation de 8 composeés volatilsxgttation (pentane, propanal, 2-butenal, 2-
pentenal, hexanal, 2,4-hexadiénal, 2-heptenalaati@aal) corrobore ces observations, méme
si les coefficients de corrélation entre la consatiom d’oxygéne et la formation des
différents composés volatils varient entre 0,52,87 (Table 2, p. 178). Les composeés volatils
les plus fortement corrélés a la consommation djéxg sont les aldéhydes monoinsaturés
provenant de I'oxydation des AGPI n-3 (2-butenapebtenal) et n-6 (2-heptenal), avec des
coefficients de corrélation supérieurs a 0,8. Leppnal et ’hexanal sont Iégérement moins
bien corrélés a la consommation d’oxygene (R2 @& et 0,75, respectivement). Enfin, une
corrélation a la consommation d’oxygéne plus faibketé mise en évidence pour le pentane,
le 2,4-hexadiénal et le 2-octenal, avec des caoeffis de corrélation inférieurs a 0,7. Pour ces
derniers, ces faibles corrélations sont probabléraeassocier aux faibles quantités détectées

et a la variabilité plus importante des mesures.
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Les caractéristiques cinétiques de la consommatioxygene pour chaque émulsion, dans
chaque condition d’incubation incluant les réssltabtenus précédemment avec le initiateur
FeSQ/EDTA, ont été représentées graphiquement dansepare faisant apparaitre les
vitesses de consommation d’oxygéne estimgg®it fonction des temps de latence estimés
(L) (Figure 28). Ceci permet de mettre en évidence dmmportements spécifiques de
certaines émulsions (Figure 29A) ou de certainewditions d’incubation (Figure 29B).
L’'oxydabilité importante des émulsions stabilises fa BLG se traduit par des temps de
latence courts (entre 1 et 5 h) et des vitessesgommation d’'oxygene élevées (entre 4 et 8
mmol O, kg huile hY). La variabilité de la stabilité oxydative des dsimns stabilisées par la
BCN ou la SAB est bien illustrée ici, avec des uededelL et depu trés dispersées : par
exemple, dans I'émulsion stabilisée par la SABvi@surs dd. sont comprises entre 5 et 45
h, et les valeurs de entre 2 et 6 mmol £kg* huile H. L’émulsion stabilisée par le Tween
20 présente généralement a la fois des tempseatetatongs (entre 30 et 46 h) et des vitesses
de consommation d'oxygéne faibles (entre 2 et 4 m@wkg™ huile H'), sauf lorsque
I'incubation est réalisée en présence de MetMb 6,6 h ept = 1,7 mmol @ kg™ huile K.
L’incubation des émulsions a 33°C sans catalysbhimique conduit a deux comportements
oxydatifs extrémes et opposés : soit une oxyddtiés rapide, avec des temps de latence
courts et les valeurs de les plus élevées (8,0 ou 9,2 mmo} Ky* huile H'), pour les
émulsions stabilisées par la BLG ou la BCN, respegtent ; soit une oxydation trés lente,
avec les temps de latence les plus longs (44,5¢uH) et des valeurs gefaibles, pour les
eémulsions stabilisées par la SAB ou le Tween Zpeetivement. L'utilisation de MetMb en
tant qu'initiateur d’oxydation se caractérise pas demps de latence courts (entre 1 et 9 h),
guel que soit I'émulsifiant, et des vitesses desoommation d’oxygéne pouvant étre tres
faibles (1,7 mmol @kg™ huile h* pour I'émulsion stabilisée par le Tween 20). Liibation
des émulsions avec I'AAPH ou le complexe FgEOTA conduit a des paramétres
cinétiques intermédiaires et variables en fonctierfémulsifiant utilisé. C’est en présence du
mélange FeGINa-asc que la différence d’oxydabilité entre lesuksions stabilisées par les
protéines ou par le Tween 20 est la plus remarquadbhns cette condition d’incubation, les
premieres présentent des temps de latence inféréeérh et des vitesses de consommation
d’oxygéne comprises entre 5 et 7 mmol kg* huile H* ; la seconde présente un temps de
latence de 30,4 h et une vitesse de consommatixygene de 2,2 mmol £kg* huile H".

Ces particularités propres a chaque condition dbation s’expliquent, probablement au
moins en partie, par les difféerents mécanismesitidiiron de I'oxydation des lipides

impliqués.
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Figure 29. Représentation des vitesses de conseomtibxygene estiméesl) en fonction
des temps de latence estiméygour des émulsions stabilisées par la BkG, (a SAB ©),
la BCN @) ou le Tween 20€) incubées dans différentes conditions d’incubat@oloration
en fonction de I'émulsifiant (A) ou de la conditi@iincubation (B). Les barres d’erreur

correspondent a I'intervalle de confiance asymgteia 95%.
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Ainsi, cette étude a permis de confirmer la meikewstabilité oxydative d’émulsions
stabilisées par un tensioactif, ici le Tween 20, ppaport a des émulsions stabilisées par des
protéines, lorsque les quantités d’émulsifiantssdn phase aqueuse des émulsions sont
limitées, quelles que soient les conditions d’iratidn. Ce travail a aussi mis en évidence
gue, pour certains émulsifiants comme la SAB, laddmn d’incubation choisie peut
modifier de fagon conséquente la cinétique d’oxgaatle I'émulsion.

Deux hypothéses peuvent étre évoquéees pour expliguaneilleure protection contre
I'oxydation offerte par les interfaces stabilis@@s les tensioactifs par rapport aux interfaces
stabilisées par les protéines. Premierement, lesxfaces stabilisées par les tensioactifs
seraientstructuralement plus compactes et homogéamnes les interfaces stabilisées par les
protéines, constituant ainsi une barriere physigua diffusion des composeés pro-oxydants
hydrosolubles vers le substrat lipidique. Cettedtlgpse est en accord avec les données de la
littérature relatives aux propriétés physiquesidasgfaces air/eau et huile/eau stabilisées par
ces deux types d'émulsifiants (cf. p. 44-45). Celae, elle n’explique pas certaines
observations plus ponctuelles telles que le corepwent tres variable de I'émulsion stabilisée
par la SAB en fonction des conditions d'initiatida I'oxydation. Il est donc possible que la
composition moléculairede linterface et sesropriétés chimiquessoient également
impliquées. En particulier, les protéines possedid propriétés chimiques variables en
fonction de leur composition en acides aminés.e=alinfluence notamment leurs propriétés

de chélation de métaux et de réactivité avec kisaax libres.

5.3. Modifications et oxydation des protéines dassmulsions

Certains acides aminés peuvent réagir avec les @sdspro-oxydants de la phase aqueuse et
certains composés secondaires d’oxydation desshpiBour tenter de mieux caractériser les
phénomenes oxydatifs se déroulant dans les emslstabilisées par les protéines, nous
avons étudié les modifications subies par les presélors de l'incubation des émulsions. Au
cours de ce travail, nous nous sommes intéresgémnadifications subies spécifiquement par
les protéines adsorbées a la surface des gowdteldtiuile, ou non adsorbées dans la phase
agueuse. Nous avons également tenté de mettre iglené® I'aspect cinétique des
mécanismes impliqués, et notamment I'enchainemestréactions liées a I'oxydation des

lipides et aux modifications des protéines.
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Tout d’abord, les modifications subies par les @ras ont été évaluées globalemiansitu

par fluorescence frontale dans des émulsions imsulans les différentes conditions
oxydantes testées précédemment. Une diminutioa ledrescence du tryptophane (Trp) est
observée au cours de l'incubation des émulsiorgu(Ei30). Les courbes obtenues ont été
confrontées aux courbes de consommation d’oxygééeédemment établies, considérées

comme un marqueur global de I'oxydation des lipidass les émulsions.
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Figure 30. Evolution de la fluorescence des pre®ifiexcitation = 290NM, Agmission= 334nm)
(symboles pleins) et de la consommation d’oxygesynboles vides) dans des émulsions
stabilisées par la BLG, la BCN ou la SAB, a pH G@ns excés de protéines en phase
agueuse, incubées a 25°C en présence de JAeS0A 1/1; M/M; 200 uM ©,e), de
FeCk/Na-asc 1/1 ; M/M ; 50 uMx;+), de MetMb 1 uM 4A,A) ou dAAPH 1 mM @,0), ou

a 33°C (,e). Les courbes en pointillés correspondent au neodel Gompertz avec les
parametre& et estimés pour chaque émulsion ; les barres d’ersgurésentent |'écart-type

(n =3 a 12). Les tableaux indiqués sur la droitssentent les temps de latence estimés pour
la diminution de fluorescence des protéingy €t pour la consommation d’oxygene,f) +

l'intervalle de confiance asymptotique a 95%.
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Les temps de latence estimés pour la diminution fil®rescence du Trp sont
systématiguement plus courts que les temps decktestimés pour la consommation
d’'oxygéne. Ainsi, il est probable que certaines fiincations des protéines précedent le
démarrage de I'oxydation lipidique dans les émulsio

Afin d’étudier plus précisément comment la localmades protéines au sein de I'émulsion (a
l'interface huile/eau ou dans la phase aqueusedctaff leur propension a subir des
modifications, les phases crémée et aqueuse d'@nslsncubées a 25°C en présence de
fer/EDTA ont été collectées séparément et caraétesi par différentes méthodes. En premier
lieu, des mesures de fluorescence frontale ontéélésées sur ces phases aqueuse et crémée.
Les résultats montrent que la diminution de fluceese du Trp est nettement plus drastique
pour les protéines adsorbées a l'interface huilefpee pour les protéines non adsorbées dans

la phase aqueuse (Figure 31).
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Figure 31. Spectres de fluorescendexdfaion = 290nm) des phases crémée ou aqueuse
d’émulsions stabilisées par la BLG, la BCN ou IaBSA pH 6,7, sans exces de protéines dans
la phase aqueuse, fraichement préparées (t = &res 24 h ou 48 h d’incubation a 25°C en
présence de FeSEDTA 1/1 ; M/M ; 200 uM.

Afin d’évaluer plus précisément la nature des modlifons subies par les protéines, les
protéines ont été extraites des émulsions « totakiasi que des phases crémée et aqueuse
d’émulsions a différents temps d’incubation (25%&SQ/EDTA 1/1; M/M ; 200 uM) et
plusieurs analyses ont été réalisées : solubditelotéines extraites, dosage des groupements
carbonyles et électrophoreses en milieu non réduaga réducteur. Ces résultats ont tout
d’abord mis en évidence que les modifications dlebpressenties d’apres les expériences de
fluorescence frontale sont associées a une forssdde la solubilité des protéines au cours

de I'oxydation des émulsions (Figure 32). Dansgdbases crémées d’émulsions stabilisées
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par la BLG ou la SAB, la solubilité des protéinasiidue trés fortement au cours de
l'incubation, atteignant au bout de 48 h une vatmale a moins de 10% de la solubilité a t =
0. Dans la phase crémée d’émulsion stabiliséegoBICIN, la solubilité des protéines est peu
modifiée durant les premieres 24 h d’incubationjsnest diminuée de moitié apres 48 h. A
l'inverse, dans les trois émulsions étudiées, labdlité des protéines non adsorbées en phase

agueuse ne diminue pas au cours de la périodeutation.
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Figure 32. Diminution de la solubilité des prot&rdans les émulsions, les phases aqueuses
ou les phases crémées d’émulsions stabiliséea@icG (A), la BCN (B) ou la SAB (C), a

pH 6,7, sans exces de protéines dans la phasesaqulichement préparées (blanc) ou aprés
24 h (pointillés) ou 48 h (gris) d’incubation a £5&n présence de FeBEDTA 1/1 ; M/IM ;

200 uM. Les résultats sont exprimés en pourcentdggwotéines solubles par rapport a la
valeur obtenue at = 0. Les barres d’erreur reptésé I'écart-type (n = 6).

Afin d’étudier la nature des modifications poteldiment impliquées dans la baisse de
solubilité des protéines adsorbées au cours deubiation, les protéines extraites des
différentes fractions at = 0, 24 h ou 48 h d’inatibn ont été analysées par électrophorése sur
gel de polyacrylamide en présence de sodium dodéitfdte (SDS-PAGE). Les analyses ont

ete réalisées en milieu réducteur et non rédugteur mettre en évidence une éventuelle
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agrégation par ponts disulfures. Les profils obsepaur les protéines extraites des phases
aqueuses d’émulsions sont identiques a ceux dedimee natives, quel que soit le temps
d’incubation, ce qui confirme l'absence de modiilmas importantes des protéines non
adsorbées. Dans les émulsions stabilisées par@&Lla SAB ainsi que dans leurs phases
agueuses, l'intensité de la bande correspondantaiomeére diminue fortement au cours de
lincubation (Figure 33). En milieu non réductedans les phases crémées d’émulsions avec
BLG ou SAB, cette bande disparait méme a t = 2#th=e48 h d’incubation. En revanche,
lorsque I'électrophorése est réalisée en miliewctslir, une bande de faible intensité est
recouvrée. Ceci peut signifier que la perte delslii@ de la BLG et de la BSA adsorbées est
en partie liée & une agrégation des protéinesapfriation de ponts disulfures. Dans le cas
de I'émulsion stabilisée par la BCN et de sa phasenée, la lintensité de la bande
correspondant au monomere diminue moins au coufgdebation et n’est pas modifiée par
la présence de I'agent réducteur. Ce résultat@strent puisque la BCN ne posséde pas de
résidu cystéyle dans sa séquence polypeptidiquaeepeut donc pas former de ponts

disulfures intermoléculaires.

BLG BCN SAB

K K kDa 0 2448 0 24 48 0 24 48
Da g 2448 0 2448 0 2448 Dag 2448 0 2448 0 2448
31
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Figure 33. Bandes obtenues par SDS-PAGE, corresppadx monomeres de BLG, BCN ou
SAB extraites d’émulsions, de phases aqueuses phates crémées d’émulsions, at =0 ou
apres 24 h ou 48 h d’'incubation a 25°C en présdadeeSQEDTA 1/1 ; M/M ; 200 uM.

Enfin, afin de caractériser les dégradations oxydatsubies par les protéines, la formation de
protéines carbonylées a été analysée dans lesémuigsions ainsi que dans leurs phases
agueuses et cremeées, at =0, 24 h ou 48 h d’itionb@5°C, FeSQEDTA 1/1 ; M/M ; 200

uM) (Figure 34). Pour les trois protéines, la fotiora de carbonyles est nettement plus
importante dans les phases crémées que dans lessphigueuses d’émulsions. Ceci indique
donc une oxydation plus importante des protéinesorhées par rapport a celles non

adsorbées.
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Figure 34. Formation de protéines carbonylées temémulsions, les phases aqueuses ou les
phases crémées d’émulsions stabilisées par la B)Ja BCN (B) ou la SAB (C), a pH 6,7,
sans exces de protéines dans la phase aqueuskeifngnt préparees (blanc) ou apres 24 h
(pointillés) ou 48 h (gris) d’'incubation a 25°C présence de FeSEDTA 1/1 ; M/M ; 200

UM. Les résultats sont exprimés en umoles de cglé®mar g de protéines solubles. Les

barres d’erreur représentent I'écart-type (n = 6).

D’aprés les résultats relatifs aux modificationsaelfoxydation des protéines au cours de
incubation des émulsions, il ressort deux priacip points: (i) la diminution de
fluorescence du Trp débute avant la consommatiorydene dans les émulsions, ce qui
semble indiquer que des modifications des protégeeproduisent avant le démarrage de
'oxydation des lipides ; (ii) les protéines adseeb a l'interface huile/eau subissent des
modifications (agrégation, carbonylation) beauc@lys importantes que les protéines non
adsorbées.

L’interface est considérée comme le siege de ikndn de l'oxydation des lipides en
émulsion. Comme démontré dans les paragraphesderésé les protéines a l'interface ne
semblent pas présenter d'effet protecteur contreytiation des lipides lié a leurs propriétés

chimiques. Il est possible que les protéines leéak a linterface favorisent plutét
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'oxydation des lipides en émulsion en constituamt site privilégieé du démarrage de

I'oxydation.

5.4. Oxydation des lipides dans les émulsions Isgébs par des émulsifiants

modifiés ou en mélange et caractérisation physigsanterfaces impliquées

Le suivi de I'oxydation des lipides dans des énauiside formulations simples, c’est-a-dire
stabilisées par un seul émulsifiant utilisé en dtarlimitée, a mis en évidence que le
développement de I'oxydation dans ces systeme®msinent associé au type d’émulsifiant.
Le mode de préparation de ces émulsions a permis’asurer que les molécules
d’émulsifiants étaient majoritairement localiséesliaterface huile/eau, ce qui appuie
'hypothése selon laquelle les caractéristiguedadeouche interfaciale peuvent moduler le
développement de I'oxydation lipidique.

Cependant, les expériences précédentes ne peenetfais de séparer les effets lies a la
compositionde l'interface (protéines ou tensioactifs) desetsffliés a sastructure Afin
d’étudier plus finement quellggopriétés physiques et structurales de la coucherfaciale
peuvent étre impliqguées, nous avons formulé deslstong stabilisées par des couches
interfaciales mixtes (tensioactifs/co-tensioactifsrotéines/co-émulsifiants) ou modifiées en
termes de conformation (protéines dénaturées thesment ou partiellement agrégées), et
nous avons suivi I'oxydation des lipides dans cestésnes. Ceci a permis de modifier
notablement la structure des interfaces en appliqgdas modifications modérées, voire
nulles, de leur composition. Enfin, nous avons mstwit certaines des interfaces impliquées
sur des modeles de couches de Langmuir a l'inted@deau afin d’étudier leur homogénéité
en termes de répartition des émulsifiants danflies ou d’ultrastructure.

5.4.1. Emulsions stabilisées par des mélangesndgotactifs

Les résultats précédents ont montré que les couditesfaciales stabilisées par des
tensioactifs anionique (Citrem) ou non ioniques ééw 20, Tween 80) conférent une
relativement bonne stabilité oxydative aux émulsio@es molécules forment des films
interfaciaux fins, compacts et homogenes (Dickinsd®92 ; Bos & van Vliet, 2001 ;
McClements, 2005). Des travaux antérieurs ont migwdence que la stabilité oxydative

d’émulsions stabilisées par un tensioactif nondoai augmentait avec la taille de la téte
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polaire du tensioactif (Silvestre et al., 2000),isn@pendait tres peu de la longueur de sa
chaine hydrophobe (Chaiyasit et al., 2000). Nowsnsyvpour notre part, étudié I'influence de
'hétérogénéité de l'interface générée par une radidun des tétes polaires des tensioactifs
sur l'oxydation des lipides en émulsion. Pour celaus avons formulé des émulsions
stabilisées par le Tween 20 seul ou en meélange da®co-tensioactifs présentant une chaine
hydrophobe identique (principalement de l'acideripue, C12:0) mais des tétes polaires de
taille nettement plus réduite : le Span 20 (monwaigude sorbitane), qui ne contient pas de
chaines polyoxyéthyléniques (POE), et le monolaudat glycérol (MLG), qui ne contient ni
chaines POE, ni groupe sorbitane (Figure 35). ©d®rtsioactifs ont été mélangés avec le
Tween 20 dans un rapport molaire de 30% pour sabiles émulsions. L'utilisation de ces
mélanges de tensioactifs n'a modifié ni la taikss djouttelettes lipidiques, ni la proportion de
Tween 20 non adsorbé par rapport a I'émulsion lkdébi par le Tween 20 seul (Tableau
XIIl). Les émulsions ont été préparées a pH 6,7ineubées a 25°C en présence de
FeSQ/EDTA (1/1 ; M/M ; 200 pM).

HOE\/O O\/}OH o
W o * ;‘;" OH OH
o V}OH o o HOA[ o
Evgj\»c o-& o0&
O
z

Figure 35. Structures moléculaires du Tween 20 digay du Span 20 (milieu) et du

monolaurate de glycérol (droite). Dans la moléddélween 20, w + x +y + z = 20.

L’'oxydation des lipides dans les trois émulsionsétgé évaluée par la mesure de la
consommation d’oxygene et de la formation des diemmnjugués (DC), du propanal et de
’hexanal. Comme précédemment, les courbes de oanation d’oxygéne et de formation
des DC ont été ajustées avec I'équation de Gompeniz estimer les temps de latente, (
L,) et les vitesses de consommation d’'oxygeng €t de formation des DQu{f) pendant la
phase exponentielle.

Dans les trois émulsions, la consommation d’oxyggrie formation des DC démarrent apres
un temps de latence (Figure 36). Les valeurgd=t 1, obtenues sont proches quelle que soit

la formulation de I'émulsion ; en revanche, lesperde latenck; etL, sont plus courts dans
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les émulsions stabilisées par les mélanges Twe&padn 20 et Tween 20/MLG que dans
I'émulsion stabilisée par le Tween 20 seul. Cedigne un développement de I'oxydation des
lipides plus précoce lorsqu’un co-tensioactif esbrporé dans la couche interfaciale.
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Figure 36. Consommation d’oxygéne (a), formatios BE (b) et des composeés volatils (c :
propanal ; d : hexanal) au cours de I'incubatiodntliisions stabilisées par le Tween 20 seul
(), le mélange Tween 20/Span 20 (70,7/29,3 ; M/M™) ¢u le mélange Tween 20/MLG
(70,7/29,3 ; M/IM) ) a pH 6,7, a 25°C a l'obscurité, en présence deOFEDTA (1/1 ;
M/M ; 200 uM). Dans les graphiques (a) et (b), desirbes en pointillés correspondent au
modeéle de Gompertz avec les paramélrest p estimés pour chaque émulsion ; les barres
d’erreur représentent I'écart-type (n = 6 a 12rdauconsommation d’oxygéne ; n =3 a 6
pour la formation des DC). Dans les graphiques{dy), les barres d’erreur correspondent
aux deux valeurs mesurées dans deux émulsionsr@espamdépendamment. Les tableaux
présentés au-dessus des graphiques (a) et (buemdites parametres cinétiques estimés pour
la consommation d’oxygend. ;) et pour la formation des DQ4 W) + I'intervalle de

confiance asymptotique a 95%.

Deux hypothéses peuvent étre envisagées pour egplig temps de latence plus court
lorsque le Tween 20 est utilisé en mélange avec caftensioactif. Premierement,

contrairement aux deux co-tensioactifs testés, eeeh 20 posséde une téte polaire
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comprenant des chaines POE qui sont oxydables (Ke2@08). Ces chaines POE pourraient
donc constituer un premier substrat d’oxydationlparcomposés pro-oxydants provenant de
la phase aqueuse (ions métalliques, espéces Ematie I'oxygene). La quantité plus
importante de chaines POE dans I'émulsion stabiligr le Tween 20 seul que dans les
emulsions stabilisées par les mélanges Tween 28hsieactif pourrait donc expliquer le
temps de latence plus important observé. Cependsanttel effet antioxydant est peu
vraisemblable car les composés radicalaires folorésde I'oxydation des chaines POE ne
sont pas stables et auraient plutot un effet pyatant en favorisant la réaction radicalaire en
chaine.

La deuxiéme hypothése pouvant expliquer I'oxyd#&biticcrue des émulsions stabilisées par
les mélanges Tween 20/co-tensioactifs est I'hé&wémé de structure de la couche
interfaciale générée par une répartition inégake tdasioactifs et de leurs tétes polaires, qui
pourrait rendre la phase lipidique stériquemens plccessible aux pro-oxydants provenant de
la phase aqueuse. Pour tester cette hypothesntdgaces stabilisées par le Tween 20, le
Span 20, le MLG ou des mélanges Tween 20/co-tectffimaans différentes proportions ont
éte reconstituées sur des films de Langmuir aefffate air/tampon. L'étude des isothermes
de compression de ces films a permis d’analyseinkesactions entre tensioactifs et d’en
déduire leurs répartitions respectives au seirirdedaces mixtes (Figure 37A, C). Pour cela,
I'aire moléculaire occupée par les tensioactifsa pression de surface donnée a été reportée
en fonction de la proportion molaire de co-tendibaans le film mixte (Figure 37B, D). Les
courbes obtenues montrent une déviation au desslasditoite joignant les aires moléculaires
occupées par le Tween 20 pur et le co-tensioactif @ette déviation positive indique
I'établissement d’interactions répulsives entredeax molécules en présence (Gaines, 1966).
D’aprés des études similaires menées a des ingsriaaile végétale/eau (Pilpel & Rabbani,
1988), ces interactions répulsives sont susceptibée se produire également a l'interface
huile/eau dans les émulsions. Si tel est le ca&sctetensioactifs ne seraient pas répartis
régulierement au sein du film de Tween 20, génétantzones interfaciales d’épaisseur plus
mince constituées de Span 20 ou de MLG, ou lesactsitentre la phase lipidique et les

composeés pro-oxydants de la phase aqueuse sdeaienses.
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Figure 37. A, C : isothermes de compression desfilim Tween 2X¥), de co-tensioactifs«)

(A, MLG ou C, Span 20) ou de mélanges Tween 2GZostbactifs (16,4%L), 29,3% (),
61,5% &), 78,8% ¢), 89,7% ©) or 97,1% (+), les pourcentages indiquant la pri@o
molaire de co-tensioactif dans le mélange). B, Aire moyenne (n = 1 a 4) couverte par
molécule & 16 mN then fonction du pourcentage molaire de co-tensioét MLG ou D,
Span 20) dans le film. Les courbes en pointillggésentent le modele polynomial ajusté aux
données expérimentales (R2 = 0,93 pour les mélamgeen 20/MLG ou 0,95 pour les
mélanges Tween 20/Span 20). Les courbes indiqueésie plein joignent linéairement les
valeurs d’aires moléculaires moyennes obtenueslpolween 20 pur et le co-tensioactif pur,

représentant le comportement théorique d’'un mélaiése.
Ce travail constitue donc un premier exemple deplege entre des approches

tridimensionnelle et bidimensionnelle, permettamt proposer un lien entre la stabilité

oxydative des émulsions et I'hétérogénéité strabtutles interfaces impliquées.
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5.4.2. Emulsions stabilisées par des protéines @amge avec des phospholipides ou

de conformation modifiée

Face aux faibles propriétés de barriere contreyiation des couches interfaciales stabilisées
par des protéines, nous avons tenté de modifiecdashes interfaciales a base de protéines
en adoptant deux principales stratégies : (i) llagtion de ces protéines dans des couches
mixtes, en mélange avec un phospholipide, la diduyshosphatidylcholine (DLPC) ; (ii) la
modification de la conformation de la BLG, globuéaet rigide a I'état natif, par dénaturation
thermique ou agrégation partielle. Dans le premas:; 'hypothese était que les molécules de
DLPC s’adsorbent au niveau des espaces laissés liar les protéines a l'interface ; dans le
second cas, il s’agissait soit d’assurer une megleouverture de l'interface avec la protéine
dénaturée, soit d'obtenir grace aux agrégats uteface plus épaisse qui limiterait la
diffusion des réactants. L’incorporation de DLPhsld’émulsion ou la modification de
conformation de la BLG n’ont modifié ni la taillesl gouttelettes lipidiques, ni la proportion
de protéines non adsorbées, par rapport aux émsalstabilisées par les protéines seules
(Tableau XII).

Interfaces mixtes protéines/DLPC

Les émulsions ont été formulées avec des mélangeginmes/DLPC dans des rapports
molaires proches de 1/2. L’oxydation des lipidessdaes émulsions incubées a 25°C en
présence de fer/EDTA a été évaluée par la mesgrenéenes marqueurs que précédemment,
et comparée aux données obtenues pour les émusdairiisées par la BLG seule ou la BCN
seule (Figure 38). L'incorporation de DLPC dansdache interfaciale stabilisée par la BLG
modifie peu les courbes de consommation d’oxygeneeeformation des DC dans les
eémulsions correspondantes. En revanche, la constommdoxygene se développe plus
rapidement dans I'émulsion stabilisée par le méaBfN/DLPC que dans I'’émulsion
stabilisée par la BCN seule. La formation de prapah d’hexanal dans I'espace de téte des
emulsions est plus rapide et plus importante esgmee de DLPC dans le film interfacial,

guelle que soit la protéine utilisée.
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Figure 38. Consommation d’oxygéne (a), formatios BE (b) et des composés volatils (c :
propanal ; d : hexanal) au cours de I'incubatioéndlilsions stabilisées par la BLA) la
BCN (m), un mélange BLG/DLPC (1/1,9 ; M/M»() ou un meélange BCN/DLPC (1/2,2 ;
M/M) (O) a pH 6,7, a 25°C a I'obscurité, en présence GOHEDTA (1/1 ; M/IM ; 200 uM).
Dans les graphiques (a) et (b), les courbes erild@sncorrespondent au modele de Gompertz
avec les parametrds et 4 estimés pour chaque émulsion ; les barres d’emeprésentent
I'écart-type (n = 6 a 12 pour la consommation dgémye ; n = 3 & 6 pour la formation des
DC).

Ces résultats semblent donc indiquer que I'incatan de DLPC dans des films protéiques
interfaciaux favorise I'oxydation de la phase ligide dispersée, particulierement dans
I'émulsion stabilisée par la BCN. Cette diminutiales propriétés de barriere contre
'oxydation de la couche protéique interfaciale mpait étre due a une augmentation de
I’hétérogénéité de structure de l'interface indypiée la présence du phospholipide. Pour tester
cette hypothése, les interfaces stabilisées papa#éines seules ou en mélange avec de la
DLPC, dans les mémes proportions, ont été recaasstsur un support soligd&a des films

de Langmuir-Blodgett. Ceux-ci ont été analysésnpiaroscopie a force atomique (AFM) afin
d’obtenir des informations sur [ultrastructureépaisseur et I'homogénéité des films

protéiques (Figure 39).
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Figure 39. Gauche : images obtenues par microscdmce atomique (AFM) (gauche),

représentant la topographie des films de Langmladgett préparés a partir de BLG seule ou
en mélange avec de la DLPC (A) ou de BCN seuleromélange avec de la DLPC (B).
Droite : profils de hauteur représentant la vaviatde rugosité de surface de I'échantillon
suivant une ligne transversalea@b ou dec ad. Les caractéristiques structurales des films
ont été vérifiées et confirmées en plusieurs lsa#ibns de chaque film, observées a différents

agrandissements.

Les quatre films étudiés (BLG ; BLG/DLPC 15,7/1 p/BCN ; BCN/DLPC 17,4/1 plp)
présentent une structure assez compacte, avecameginéité variable. Le film de BLG
contient de nombreuses petites particules d’undebawd’environ 1 a 2 nm, ainsi que
quelgues particules plus grosses, atteignant untetnrade 10 nm. Lorsque de la DLPC est
incorporée dans le film de BLG, ces grosses paeticiestent présentes ; en revanche, le film
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présente une ultrastructure globale plus hétérqgarex un réseau de grains de 1 a 2 nm de
hauteur, plus larges que dans le film de BLG sdideBCN forme des films trés compacts et
continus desquels émergent ponctuellement de grgssticules d’'une hauteur atteignant 50
nm. En présence de DLPC dans le film de BCN, orouge non seulement ces grosses
particules, mais aussi de nombreuses petites piagice 1 a 2 nm de hauteur, régulierement
réparties dans le film, qui augmentent la rugasitéhétérogénéité de la surface.

Ainsi, pour les couches interfaciales stabiliséas |lp BLG ou la BCN, I'incorporation de
DLPC, méme dans une quantité faible, augmenteéfbgénéité des films de Langmuir-
Blodgett correspondants. Si un phénomene comparnadle étre extrapolé a linterface
huile/eau, cette hétérogénéité accrue de la comtbdaciale pourrait contribuer a expliquer
'oxydation des lipides plus rapide dans les énaumsi A I'heure actuelle, I'étude des
monocouches d’émulsifiants a des interfaces plaiésau est considérée comme un outil
utile et pertinent pour comprendre les propriéts @nulsions (Maldonado-Valderrama et al.,
2010; McClements, 2005; Morris & Gunning, 2008),nmeési la représentativité de ces films
par rapport a des interfaces huile/eau en émuksoprobablement limitée par les différences

de I'environnement chimique des émulsifiants.

Interfaces stabilisées par la BLG modifiée

Deux méthodes ont été appliquées pour modifier dafaemation de la BLGpre
emulsification : une dénaturation thermique dertééine en solution en absence de NacCl, qui
résulte en une perte de la structure secondaiextetire de la protéine (Cairoli et al., 1994;
Raikos, 2010), et [l'utilisation d'un mélange de BL@ative et d'agrégats de BLG
préalablement préparés et caractérisés (diaméthedynamique= 35 nm), dans un rapport
massique 9/1. Les courbes de consommation d’oxygehes parameétres cinétiques associés
(u1, L1) sont trés proches pour les trois émulsions ([Eigld). Par contre, la formation des
diénes conjugués semble légerement plus lente Hdémailsion stabilisée par la BLG
partiellement agrégée que dans les émulsions istdsl par la BLG native ou dénaturée
thermiquement. Les courbes de formation du propahae I'hnexanal semblent confirmer
cette tendance, méme si la différence est moingjuarvis a vis de la formation d’autres

composeés comme le 2-pentenal et le 2-heptenal.
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Figure 40. Consommation d’oxygene (a), formatios BE (b) et des composés volatils (c :

propanal ; d : hexanal ; e : 2-pentenal, f: 2-aegl) au cours de l'incubation d’émulsions

stabilisées par la BLG nativa], dénaturée thermiquemenrt) ou partiellement agrégée)
a pH 6,7, a 25°C a l'obscurité, en présence de FERTJA (1/1 ; M/M ; 200 uM). Dans les

graphiques (a) et (b), les courbes en pointillésespondent au modéle de Gompertz avec les

parameétre& ety estimés pour chague émulsion ; les barres d’ersguésentent |'écart-type

(n = 6 pour la consommation d’oxygene ; n = 3 plauformation des DC). Les tableaux

présentés au-dessus des graphiques (a) et (buemdites parametres cinétiques estimés pour

la consommation d’oxygend. ;) et pour la formation des DA W) + I'intervalle de

confiance asymptotique a 95%.

Dans des travaux antérieurs (Djordjevic et al.,£20ellerby et al., 2006b), la dénaturation

thermique de protéines sériques réaligést émulsification n’avait pas permis de ralentir le

développement de I'oxydation des lipides en émuals®n peut néanmoins suspecter que le

traitement thermique de I'émulsion ait pu favoridéxydation des lipides et ainsi
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contrebalancer un éventuel effet protecteur delelte de protéines dénaturées. Les résultats

obtenus dans notre cas ouvrent des perspectiéessaintes, méme s'ils restent a confirmer.
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Conclusion générale et perspectives

L’'oxydation des lipides conduit a la dégradations dqualités organoleptiques et
nutritionnelles des aliments. De ce fait, de nombkrgavaux se sont intéressés a l'effet des
parameétres de formulation, et notamment du typendigifiant, sur I'oxydation des lipides
dans des modéles de matrices alimentaires de tgp&siéns huile dans eau. Ces travaux ont
généralement conduit a I'’hypothése selon laquétieetface entre I'huile et I'eau a un role
déterminant sur I'oxydation. Cependant, la contidhuspécifique des émulsifiants localisés a
l'interface huile/eau au développement de I'oxyoiatn’avait été ni clairement démontrée, ni
reliée directement aux caractéristiques physiqtuesgcturales de ces interfaces.

L’objectif de cette these était donc de montrer lgugtructure de I'interface entre I'huile et la
phase aqueuse peut étre maitrisée de facon a @rokég lipides en émulsion contre

I'oxydation.

L’homogénéité de structure de l'interface est un feteur clé dans la stabilité oxydative
des émulsions stabilisées par des monocouches d'dsifiants.

D’apres ce travail, plusieurs arguments vont darsehs de cette hypothése. En premier lieu,
la construction d’émulsions stabilisées par desrfates mixtes constituées de mélanges
protéine [-lactoglobuline oup-caséine)/phospholipide ou de mélanges Tween 20/co-
tensioactif (Span 20 ou monolauroyl glycérol) adatement conduit a un développement
plus rapide de l'oxydation des lipides dans les léimns, par rapport aux interfaces
stabilisées par un seul émulsifiant. Or, les cosichmixtes protéine/phospholipide,
reconstruites sur support solide et étudiées parostopie a force atomique (AFM) ont
présenté une topologie plus hétérogene que leshesude protéines. De méme, la
caractérisation des couches mixtes Tween 20/castEstgs reconstruites a mis en évidence
une faible miscibilité du tensioactif Tween 20 esao-tensioactifs, qui conduit probablement
a la formation de zones de compositions distinétes)e héterogénéité de l'interface et ainsi a
une moindre protection des lipides contre l'oxyoiati Enfin, I'oxydabilité accrue des
émulsions stabilisées par des protéines seulea metanges serait, au moins en partie, liée a
une hétérogénéité structurale plus importante desigilms protéiques que dans les films

constitués de monocouches de tensioactifs.
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L’'oxydation des lipides est favorisée dans les gdetettes stabilisées par des protéines
par rapport a des gouttelettes stabilisées par désnsioactifs

Nous avons montré que, dans les émulsions de fations les plus simples, celles qui sont
stabilisées par des protéines (albumine de séruwminb@-lactoglobuline ouf-caséine)
s’oxydent plus rapidement que celles qui sont bse&igis par des tensioactifs (Tween 20,
Tween 80 ou Citrem). Cet effet, qui semaleriori contredire les données de la littérature, a
été observé (i) aux deux pHs testés, ce qui exelatimplication prédominante de la charge
de surface des gouttelettes stabilisées par lésipes, et (i) quelles que soient les conditions
d’incubation appliquées (température, utilisatiendifférents initiateurs chimiques).

Cette apparente contradiction résulte en prengerdiu fait que nos systémes ont été congus
de fagon a amplifier la contribution des émulsifsaadsorbés a l'interface par rapport a celle
de la fraction non adsorbée, ce qui n'était pasae des travaux antérieurs. L'observation
d’un ralentissement de I'oxydation des lipides ddes émulsions auxquelles des émulsifiants
en exces ont été ajout@est émulsification, en accord avec les données détté&dture,
confirme par ailleurs cette interprétation. Les ifications conformationnelles de IB-
lactoglobuline, protéine globulaire rigide a I'étattif, par traitement thermique (états
dénaturé ou agrégé), appliquées dans le but der @améliorer I'effet barriere des interfaces
stabilisées par une protéine seule, n'ont pas dgoddune modulation nette des cinétiques
d’oxydation des émulsions correspondantes. Unléger effet protecteur contre I'oxydation
de la B-lactoglobuline partiellement agrégée est pressdintievra étre confirmé, ce qui
permettrait de mettre en évidence l'effet potendieine augmentation de I'épaisseur de la

couche interfaciale.

Les protéines de linterface sont impliqguées danse$ mécanismes réactionnels de
I'oxydation.

Parallélement a I'oxydation des lipides, nous avoisen évidence un phénomene spécifique
a linterface : les protéines qui y sont adsorbéebissent des modifications chimiques
beaucoup plus importantes que les protéines noorlaglss dans la phase aqueuse des
emulsions. Certaines modifications des protéinesosmt par ailleurs précéder le démarrage
de I'oxydation des lipides dans les émulsions. pPrapagation de réactions radicalaires des
protéines de linterface vers la phase lipidiguspdrsée semble possible, et pourrait

egalement contribuer a expliquer la médiocre ptmeofferte par les films protéiques contre
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'oxydation des lipides. Cette hypothese de Il'imgtion chimique des protéines dans le
déroulement de I'oxydation des lipides est, de,pppuyée par les comportements oxydatifs
variables observés dans les émulsions stabilisaedapSAB et la-caséine, incubées en

présence de différents initiateurs chimiques. Alddiu role probable de la structure de
l'interface sur I'oxydation des lipides, nous pemsadonc que les phénomenes oxydatifs
dépendent également des inter-relations protémtateurs. Ces inter-relations doivent étre

prises en compte pour tenter de maitriser I'oxyofatians les milieux complexes.

Une démarche de formulation raisonnée d’émulsions adeles de structure maitrisée

Les résultats résumés ci-dessus ont pu étre obtenhwexploités grace a une maitrise
approfondie de nos systémes d’étude. La démarcfarmelation raisonnée adoptée a permis
de construire des émulsions et des interfaces qigésedes caractéristiques maitrisées. Des
protéines laitieres et des tensioactifs de gradeeataire ont été seélectionnés pour leurs
aptitudes a former seuls ou en mélange des couttiedaciales differant par leur
composition, leur épaisseur, leur charge et leandgenéité. Une méthodologie originale de
guantification des émulsifiants non adsorbés (jmeteet tensioactifs) a été mise en place afin
de contrdler la répartition des émulsifiants etdarphase aqueuse de I'émulsion et l'interface
huile/eau au fur et a mesure de la mise au posmiadabrication et du vieilissement des
émulsions. En particulier, un nouveau protocole qimntification des tensioactifs par
transestérification directe dans la phase aquees@mulsions a été développé. Ce protocole,
mis au point pour caractériser les émulsions st&#igis par des tensioactifs, est utilisable en
présence de protéines. Au terme de cette démaeermulation raisonnée, des émulsions
stabilisées par différents émulsifiants utilisésls®u en mélanges, a I'état natif ou modifié,
présentant des gouttelettes d’un diametre en surfexyen d’environ 1,5 & 2 um et contenant
généralement moins de 30% d’émulsifiants non a@soeb stables physiquement pendant au

moins 48 h a 25°C ou 33°C sous agitation lentegtbbtenues.

Une analyse quantitative des cinétiques d’oxydation

Au cours de lincubation des émulsions, les donndesconsommation d’oxygene, de
formation des diénes conjugués et, le cas échébntdiminution de fluorescence des
protéines, ont été ajustées avec un modéle matlgt@apermettant d’estimer deux

parameétres cinétiques : le temps de latence eitésse de la réaction pendant la phase
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exponentielle. Ceci a permis de comparer en terome&tiques les différentes phases du
développement de l'oxydation des lipides et des ifitations des protéines, entre les

différentes émulsions.

L’ensemble de ce travail démontre que la compositet la structure de linterface
interviennent directement dans le développement'akgydation des lipides émulsionnés.
Plusieurs voies de recherche peuvent étre proppséegi) approfondir la compréhension du
lien entre la structure des interfaces et I'oxyolatet des mécanismes interfaciaux impliqués,
et (i) développer des formulations offrant une lleare protection des lipides contre
I'oxydation.

Dans ce travall, les films d’émulsifiants ont é€onstitués a des interfaces air/eau en vue de
leur caractérisation physique. Cette reconstituéishlargement utilisée et considérée comme
un modeéle permettant raisonnablement d’extrapasr résultats obtenus aux interfaces
huile/leau en émulsion. Il serait néanmoins intémessde caractériser les couches
d’émulsifiants reconstituées sur des interfacedelasiu. Cela permettrait de caractériser
l'ultrastructure de films plus représentatifs deuxeprésentsin situ dans les émulsions.
L'utilisation d’un appareillage d’AFM en milieu ligde, par exemple, permettrait de répondre
a cet objectif. Il serait également pertinent diiu la perméabilité aux gaz ou aux petits
solutés de ces couches d’émulsifiants et de caismtda structure de films de protéines
oxydees.

Ce travail a également permis de mettre en évidenee les protéines stabilisant les
gouttelettes lipidigues en émulsion subissent dégradiations conséquentes liées a
'oxydation des lipides. Une caractérisation pluggse des modifications chimiques
impliquées, par exemple par spectrométrie de masserait étre envisagée. Concernant les
protéines non adsorbées, nous avons montré quepl@&sence en phase aqueuse des
émulsions diminue l'oxydation des lipides ; nousgmsons d’incorporer des concentrations
croissantes d’émulsifiants en exces dans la phqgeuae d’émulsions formulées avec les
guantités minimales d’émulsifiants, et ainsi deed®@éiner la fraction d’émulsifiants non
adsorbés a partir de laquelle I'ordre de stabiix§dative entre protéines et tensioactifs
s’inverse.

Enfin, la protection physico-chimique apportée lgarémulsifiants formant une monocouche

a linterface pourrait étre encore améliorée (i) amstruisant des multicouches épaisses
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d’émulsifiants et de polysaccharides et (ii)) emgégrant d’autres constituants tels que des

antioxydants lipophilisés pour constituer une gaerichimique interfaciale.
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Annexe | Caractéristiques physico-chimiques des huilesiges par differentes méthodeslr

Tableau XV. Caractéristiques physico-chimiques téhde colza commerciale non purifiée
ou purifiee par mélange direct avec differents mati& adsorbants (huile/matériau adsorbant

211 ; viv).

Huile/matériau Tension superficielle Quantité de tocophérols Quantite
adsorbant (air/eau) (ug ¢ (1) d hydropglroxydes
(umol g’) (2)
Huile non purifiée 13,0£1,0 501,2 1,09+ 0,10
Huile F;lijlirgclaee avec 28,7+ 1.0 513 4 0342013
Huile purifiée avec
alumine 28,7+ 1,0 1,80+ 0,60 0,34t 0,23
Huile purifiée avec i 307 )

silice/alumine (1/1 ; v/v)

(1) Détermination de la quantité de tocophérolsHiRtC en phase normale couplée a un détecteur de
fluorescence.

(2) Dosage des hydroperoxydes présents dans I'pailéa méthode au xylénol orange.

Le cas échéant, les résultats représentent la meydiécart-type de 3 analyses au minimum.
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Annexe Il Préparation d’esters méthyliques et compositioaades gras

Les esters méthyliques sont préparés en milielea=tbn un protocole adapté de la méthode
décrite par Christie (1989). A environ exactementng de I'échantillon a analyser déposés
dans un tube en verre sont ajoutés 100 pl de eplutie standard interne (acide
heptadécanoique, C17:0, solution & 5 mg ddns de I'acétone/méthanol ; 2/1 ; v/v). Aprés
évaporation du solvant sous flux d’azote pendawiren 5 minutes, 500 ul de toluene, 2 mi
de méthanol et 400 pl d’acide sulphurique sontteguLe tube hermétiquement fermé est
agité énergiquement (agitateur de type vortex, tutei 3500 rpm), puis placé a 100°C
pendant 1 heure. Aprés refroidissement, 1 ml diedlipore puis 2 ml d’hexane sont ajoutés,
et le tube agité au vortex. Aprés séparation dessgsh hexanique et aqueuse, la phase
hexanigue supérieure est prélevée et recueillis darpilulier. Aprés une éventuelle dilution
dans de I'hexane, cette phase est injectée en atognaphie en phase gazeuse (CPG).
L'appareil utilisé pour lI'analyse des esters méthugs est un chromatographe Hewlett
Packard 5890 Series Il, équipé d'une colonne dencatographie contenant une phase
stationnaire polaire J&W Scientific DB-225 (longue80 m, diamétre interne 0,320 mm,
épaisseur du film 0,25 um, phase stationnaire taastde 50% de cyanopropylphényl et de
50% de méthyl-polysiloxane), d’'une pré-colonne ‘einddétecteur a ionisation de flamme
(FID). L'injecteur utilisé en mode « on-column » eéglé a une température de 250°C. Le
gaz vecteur utilisé est I'hydrogéne, avec un dé®i2 ml mif® et la température du détecteur
est fixée a 250°C. La flamme du détecteur est aigeepar un mélange d’air et d’hydrogene
avec des débits de 250 et 25 ml tirespectivement.e programme de température appliqué
est le suivant :

50°C (1 min)- chauffage 10°C mih — 180°C - chauffage 5°C mih — 220°C (10 min).

Le passage dans le détecteur des esters méthyjigueet I'enregistrement d’une variation
de tensionLes pics du chromatogramme obtenu sont identifasragpport a des solutions
standard (Supelco PUFA n°3 from menhaden oil LA®RB3F085U et solution standard
d’acides gras saturés). L'intégration des pics dromatogramme est réalisée a l'aide du
logiciel Borwin. Les résultats ont été exprimésgetie chaque acide gras pour 100 g d’acides
gras totaux, en utilisant la surface intégrée pthaque acide gras détecté, ou en g par kg
d’échantillon, en utilisant la surface du pic cependant au standard interne. Trois essais

sont réalisés par échantillon.
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Annexe Il Détermination de la solubilité des protéinesaction du pH |

La solubilité des trois protéines étudiées a &&edans des tampons (10 mM) a différents
pH, en présence de 80 mM de NaCl (pH 3,0 : tamporeghosphorique ; pH 4,0 : tampon
acide aceétique ; pH 5,0: tampon acide acétiqud ;60 : tampon acide 4-morpholine
éthanesulfonique (MES) ; pH 6,7 : tampon PIPES).aQpréparé des solutions de protéines
dans chacun de ces tampons de facon & avoir urserdgoation de 1 g'i si les protéines
étaient parfaitement solubles. Apres plusieurs dgeute dissolution a 4°C sous agitation
magnétique modérée, des aliquotes de chaque solatib été introduites dans des tubes
Eppendorfs et centrifugées (106@Q 20 minutes, 20°C). La concentration en protéohaass
les surnageants a été déterminée par spectrophoi®rd® en considérant I'absorbance a
278 nm et en se référant a des gammes d’étalorprégéablement établies pour les trois
protéines dans du tampon PIPES 10 mM, NaCl 80 miW,6¥ (cf. 2.3.4.1. Dosage des
protéines dans la phase aqueuse). La Figure 4&sespe la concentration en protéines

solubles en fonction du pH, pour les trois protgiaridiées.

1.2
1.0 4
0.8 -
0.6
0.4

0.2

Concentration en protéines solubles (mg mlY

0.0 T T T T 1

pH

Figure 41. Solubilité de la SAB#(, de lap-caséine ) et de lap-lactoglobuline {) en

fonction du pH. Les solutions ont été préparées di@s tampons contenant 80 mM de NacCl.
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Annexe IV Détermination de I'état d’agrégation des proteipar gel filtration

Afin de déterminer I'état d’agrégation des protéingtilisées dans la formulation des
émulsions, des solutions @elactoglobuline, SAB ef3-caséine ont été caractérisées en gel
filtration. L'appareillage utilisé est une chaineaiafs Alliance 2695 couplée a un détecteur a
barrettes de diode (Waters 996 photodiode Arraye@et). Les solutions protéiques sont
préparées a hauteur de 1'gdans un tampon Tris 50 mM et NaCl 0,1 M, pH 7.,8.del
filtration est réalisée avec une colonne TSK 3008€.débit est réglé & 0,4 ml niiret le
volume d’injection est de 50 pl. La phase mobilecesistituée de tampon Tris 50 mM, NacCl
0,1 M en mode isocratique. La masse moléculaire edg®ces €luées est déterminée en
fonction de leur temps de rétention par rapposigiandards de masse moléculaire connue.
Les chromatogrammes obtenus en gel filtration dauSAB et laB-lactoglobuline sont

présentés dans la Figure 42.
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Figure 42. Chromatogrammes obtenus en gel filingtiour la SAB [l ) et laf-lactoglobuline

()
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Annexe VDétermination de I'état d’hydrolyse des protéipas chromatographie liquide
haute performance en phase inverse

La caractérisation de I'état d’hydrolyse des praéia été réalisée en recherchant la présence
éventuelle de peptides par chromatographie ligiidete performance (HPLC) en phase
inverse avec une colonne apolaire Symmetry 3008 Waters (taille des billes : 5 um;
porosité : 300 A). Le solvant A est constitué d'esiud’acide trifluoroacétique (TFA) a
hauteur de 0,11 g/100 g. Le solvant B est constiteau (20 g/100 g), d’acétonitrile (80
g/100g) et de TFA (0,09 g/100 g). Le débit est tamtset réglé a 0,2 ml min Le gradient de
phase mobile appliqué est défini comme suit :

0 a 30 min : on passe de 100% de phase A a 10(@8hade B avec un gradient linéaire,

30 a 32 min : 100% de phase B,

32 a 32,5 min : on passe de 100% de phase B a #ieé(Qfhase A avec un gradient linéaire.

Le volume d’injection est de 25 pl.

La Figure 43 représente les chromatogrammes obpenurdes trois proteines.
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Figure 43. Chromatogrammes obtenus en HPLC phasesim pour la SABL{ ), la-caséine

(1) et lap-lactoglobuline ().
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Annexe VIProtocole de détermination de la teneur en eaydedres protéiques

La teneur en eau des 3 poudres protéiques utilesédé déterminée par étuvage, d’'apres le
protocole décrit par la norme AFNOR NF T51-054. Unasse connue de chacune des
poudres protéiques est placée une nuit a I'étuvE03°C. Le résidu est ensuite pese
précisément. La différence de masse entre les gesges correspond a la masse d'eau

initialement présente dans I'échantillon. Troisaés®nt été réalisés par échantillon.
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Annexe VIl Caractérisation des protéines natives par élglotn@se sur gel de
polyacrylamide en présence de sodium dodécyl sWsiDS-PAGE)

kba Std A1 B1 C1 D1 E1 F1 Gl H1

Code

= puits
- Al SAB + BME

Echantillon

97,4
Bl | B-caséine + BME

66,2
Milieu . b Cl | pHg(1)+BME

dénaturant '
E1l SAB - BME
31,0
- - F1 | p-caséine - BME
215 Gl | Blg(l)-BME
144 p—_ - H1 | PB-lg(2)- BME
A2 B2 C2 D2 E2 F2 G2 H2 Code| L i oniilon
puits
A2 SAB
B2 [B-caséine
-
) - bl 4 c2 Blg (1)
Milieu non
dénaturant D2 B-g (2)
e
- E2 SAB +Fe

F2 B-caséine + Fe

G2 B-lg (1) + Fe

H2 B-lg (2) + Fe

Figure 44. Caractérisation d’albumine de sérum mo(BAB), de (B-caséine, dep-
lactoglobuline B-Ig, lots 1 et 2) par électrophoréses sur gel dgagoylamide en milieu
dénaturant (présence de sodium dodécyl sulfatehau dénaturant, en milieu réducteur

(présence dB-mercaptoéthanol (BME)) ou non réducteur, en présee fer (+ Fe) ou non.
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Annexe VIII Optimisation du choix des différentes conditidfiacubation des émulsions :
température, concentrations en initiateurs d’oxgaat
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Figure 45. Consommation d’oxygene au cours deuliation d’émulsions stabilisées par le
Tween 20, a pH 6,7, dans différentes conditionsdubation considérée comme la référence
est réalisée a 25°C en présence de BERTA (1/1 ; M/M ; 200 uM) 6). Les autres
conditions testées sont : (A) sans initiateur diation, a 50°Cm), 37°C ) ou 33°C Q) ;

(B) a 25°C, en présence de MetMb 2 ui) ou 1 uM €©); (C) a 25°C, en présence de
FeCl/ascorbate de sodium (1/1 ; M/M ; 100 ui) (ou 50 uM ¢)) ; (D) a 25°C en présence
d’AAPH 1 mM (O). Dans toutes les conditions testées, I'incubatisinréalisée a I'obscurité,
sous agitation lente (5 rpm). Les barres d’erreprésentent I'écart-type (n =6 a 12).
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Annexe IXDroites d’étalonnage obtenues pour le dosag¢etsgactifs en phase aqueuse

d’émulsions
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Figure 46. Droites d'étalonnage obtenues pour gage du Tween 80 (A), du Span 20 (B), du
monolaurate de glycérol (C) et du Citrem (D) enspree de monoheptadécanoyl glycérol.

Chaque point représente la moyenne de 3 essais.
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Annexe XCalcul de la quantité d’oxygene consommeé au coeildncubation des émulsion|s

Référence flacons : Interchim, headspace vials R@id26950 Interchrom.

Volume du flacon (Wacon) 20,5 ml
Volume d'émulsion (¥ 3 mi
Volume d'air dans flacon ) 17,5 ml
Pourcentage en volume @'@ans l'air a pression atmosphérique,(P 20,944 %
Volume molaire des gaz parfaits{/(20°C, Run) 24 Mt
Volume préleve (V) 0,1 ml
Pourcentage huile dans émulsion)(P 30 g/100 g

Masse d’huile par flacon (then kg:

My = ((Vem X Py) / 100)x (1 / 1000)

my = 9% 10% kg

(on considere que 1 ml d’émulsieril g).

Volume initial 'O, dans I'espace de téted en I:
Vo2 = ((Vair X Poz) / 100)x (1 / 1000)
Vor = 3,6652x 10° |

Nombre de moles initial d’©dans I'espace de téteshen pmol:
No2 = (Voz/ Vm) X :|.O6
Noz = 152,717 pumol

Nombre de moles initial d’©dans le volume d’air prélevé jren pmol:

Ny = (No2 X V1) / Vair
n; = 0,873 pmol

Quantité d’oxygene consommeé a l'instant f) (€h mmol d’Q par kg d’huile:
Qt = (Noz — (A x n1) / Ag) X (Vair / V1)) x (0,001 / )

Q: = (152,717 - (((Ax 0,873) / A) x (17,5/ 0,1)))x (0,001 / 9x 10%

Avec :

A;: aire du pic d'Qa l'instant t

Ao : aire moyenne des pics ¢@Qu blanc air

345



Annexes

Annexe XlInfluence du mode d’ajout du catalyseur FEDTA sur le développement dg
I'oxydation des lipides dans des émulsions stadsbkspar des protéines
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Figure 47. Consommation d’oxygéne au cours deuliation d’émulsions stabilisées par la
SAB (¢,¢) ou la BCN @,0) a 25°C a I'obscurité, aprés ajout séparé dedisnkide FeSQ
et EDTA (1/1 ; M/M ; 200 uM) (symboles pleins) alu complexe FeSZEDTA (1/1 ;
M/M ; 200 uM) préalablement formé par mélange desxdsolutions pendant environhl

(symboles vides). Les barres d’erreur représeniténart-type (n = 6).
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CONSTRUCTION RAISONNEE D’INTERFACES POUR PROTEGERS LIPIDES EMULSIONNES CONTRE
L’'OXYDATION

Les acides gras polyinsaturés ont des effets lgresfipour la santé. Cependant, leur forte oxydé@b#éduit la qualité
sensorielle et nutritionnelle des aliments enriarisces acides gras. Dans ces formulations, I'ragtegénéralement
dispersée et stabilisée par des émulsifiants qupastagent entre les différentes phases des émslgb peuvent
favoriser ou ralentir 'oxydation des lipides. Ljebtif de cette thése était de montrer que la caitipa et la structure
de l'interface entre I'huile et la phase aqueusespet étre maitrisées de facon a protéger leselpich émulsion contie
I'oxydation. Une approche mettant directement eatign la structure et la composition de lintedaavec les
cinétiques d’oxydation a été mise en ceuvre.

L'oxydation des lipides a été suivie dans des éimudsincubées dans des conditions variées, s@dslipar de
protéines ou des tensioactifs et dans lesquelleséfaulsifiants étaient majoritairement localiséd'irterface.
L’oxydation est moins rapide lorsque les interfasest stabilisées par des tensioactifs que lorfige’sont stabilisées
par des protéines. Dans ce dernier cas, I'oxydadies protéines adsorbées a linterface précede del lipides
L'utilisation d’émulsifiants en mélange ou de pings dénaturées ou agrégees ne permet pas d'asnélew
propriétés de barrieres des interfaces contre dlatign des lipides. La reconstruction des couclmsrfaciales
impliguées dans les émulsions sur des films plamermis d’établir que 'homogénéité de la coucherfaciale est un
facteur clé dans le déroulement de I'oxydationligiédes en émulsion.

Mots-clés: émulsion, lipides, oxydation, interface, proe&ntensioactifs, cinétique

1v2}

CONTROLLED DESIGN OF INTERFACES TO PROTECT LIPIDSSAINST OXIDATION IN EMULSIONS

Polyunsaturated fatty acids (PUFA) are recognizmdtltieir health benefits. However, their huge azadhility may
decrease the sensory and nutritional propertiédJ5fA-enriched foods. In these matrices, oil is liguhspersed and
stabilized by emulsifiers which partition among tamulsion phases and may either favor or slow ddpid
oxidation. The aim of this work was to demonstthagg the composition and the structure of the a@itéx interface can
be designed to protect emulsified lipids againsdaton. A coupled approach relating interfaciaiusture and
composition characteristics to oxidation kineticaswhus carried out.
Lipid oxidation in emulsions stabilized with theghest possible proportions of proteins or surfastéwcated at thé
interface and incubated in various conditions wasver in the surfactant-stabilized emulsions tharthie protein-
stabilized ones. In the latter case, adsorbed ipstexidized prior to lipid oxidation. However, tlability of the
interface to behave as barrier against lipid oxihatvas not improved by the use of mixtures of esifiers or of
unfolded or aggregated proteins. Finally, the retitution of the emulsion interfacial layers on rda interfaces
proved the homogeneity of the interfacial layebéoa key factor in the development of lipid oxidatin emulsions.
Keywords: emulsion, lipids, oxidation, interface, proteisgyfactants, kinetics
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