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Résumé 

Dans ce travail l’effet du SDS sur l’activité o-aminophénol oxydase de la tyrosinase de truffe  

de désert a été étudié pour la première fois. L’activité o-aminophénol oxydase est mesurée par 

spectrophotométrie à 430 nm en présence du 2-aminophénol comme substrat (pH 8.0 et 30°C). 

L’activité o-aminophénol oxydase latente est seulement activée par les détergents anioniques. Le 

profile d’activation de l’enzyme par le SDS dépend fortement du pH du milieu. Aux concentrations 

supérieures à 2.5 mM du SDS l’enzyme est inhibée (la concentration micellaire critique du SDS 

varie de 7 à 10 mM dans l’eau à 25 °C). La représentation de Lineweaver Burk indique que le SDS 

cause une augmentation  des paramètres cinétiques Km et Vmax et de pouvoir catalytique  de 

l’enzyme. 

Mot clés : Terfezia leonis Tul., 2-aminophénol, Tyrosinase, aminophénol  oxydase, Activation, 

SDS. 

 ملخص

 الأمينوفينول أكسيداز للإنزيم تروزيناز المستخرج من الأرتو  في هذا العمل قمنا ولأول مرة، بدراسة تأثير كبريتات الصوديوم الدوديسيلي على نشاط

ي بطول موجة الأمينوفينول أكسيداز للتروزيناز عن طريق جهاز المطياف الضوئ الأرتو  تم قياس نشاط .(.Terfezia leonis Tul)كمأ الصحراء  

الأمينوفينول أكسيداز  الأرتو  درجة مئوية(.  يمكن تحفيز نشاط 34و 0.4نانومتر باستعمال الأمينوفينول كدعامة )درجة حموضة  034تقدر ب 

وسط فقط باستعمال المنظفات الصناعية السالبة. يتماش ى تنشيط الإنزيم عن طريق كبريتات الصوديوم الدوديسيلي تبعا مع درجة حموضة ال

 كبريتات الصوديوم الدوديسيليتركيز المذيلات ل) ميلي مول  5،2التفاعلي. يعمل كبريتات الصوديوم الدوديسيلي كمثبط عند تراكيز أعلى من 

. الرسم البياني لـ لاينويفر بورك يبين أن لـ كبريتات الصوديوم (درجة مئوية 25بـ تقدر مول في الماء في درجة حرارة  ميلي 01و 7 بينما يتراوح 

      وكذا الفعالية التحفيزية للإنزيم. ( max,VmK) الدوديسيلي تأثير على ارتفاع المعايير الحركية

كبريتات الصوديوم ، نشيطت ، اثنان أمينوفينول، تروزيناز، أمينوفينول أكسيداز، (.Terfezia leonis Tul) كمأ الصحراء :الكلمات المفتاحية

 .(SDS)الدوديسيلي

Abstract 

In this work the effect of SDS on the o-aminophenol oxydase activity of truffle tyrosinase has been 

studied for the first time. The o-aminophenol oxydase activity was measured 

spectrophotometrically at 430 nm in the presence of 2-aminophenol as substrate (pH 8.0 and 30 

°C). The o-aminophenol oxydase activity is a fully latent and was only activated by anionic 

detergents. The activation profile of the enzyme by SDS is highly dependent on the pH of the 

medium. At higher concentrations of 2.5 mM of SDS the enzymatic activity is inhibited. (the 

critical micelle concentration of SDS is 7 to 10 mM in water at 25 °C( Lineweaver Burk 

representation indicates that the SDS causes an increase of the kinetic parameters Km and Vmax and 

enzyme catalytic power.  

Keyword: Terfezia leonis Tul., 2-aminophenol, Tyrosinase, aminophenol oxadase, activation, 

SDS. 
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Introduction générale 

La tyrosinase, appelée également la PPO  (EC 1. 14. 18.1) est une enzyme à cuivre 

ubiquitaire. Elle assure plusieurs rôles physiologiques liés à la production de pigment. La 

tyrosinase catalyse la pigmentation de la peau (Olivares et Solano, 2009 ; Jimbow et al., 

2000), le brunissement des fruits et légumes (Kim et Uyama, 2005 ; Rescigno et al., 

2002) , la cicatrisation des blessures et la formation de la cuticule chez les insectes (Kanost 

et al., 2004 ; Lai et al., 2002 ; Guerrero et Rosell, 2005 ; Gorman et Kanost, 2007). 

De plus, la tyrosinase possède de nombreuses applications biotechnologiques. Elle est 

utilisée pour l’élimination des phénols présents dans les eaux usées (Burton et al., 1998 ; 

Bevilaqua et al., 2002 ; Xu et Yang, 2013 ), pour la conception de biocapteurs, pour le 

dosage des composés phénoliques (Pena et al., 2001 ; Topçu et al., 2004 ; Marín-Zamora et 

al., 2006), pour la production des o-diphénols comme la L-dopamine et pour le traitement 

de la maladie de Parkinson (Carvalho et al., 2000). 

En présence de l’oxygène moléculaire, la tyrosinase catalyse deux réactions bien 

distinctes l’ortho-hydroxylation des monophénols (L-tyrosine) en o-diphénols (activité 

monophénolasique ou activité crésolase) et l’oxydation de ces derniers en o-quinones 

(activité o-diphénoloxydasique ou activité catécholase). Les o-quinones se polymérisent 

pour former un pigment brun, rouge ou noir appelé mélanine (Mayer et Harel, 1979 ; 

Gouzi et al., 2013a). 

Une caractéristique inhabituelle et fascinante de la tyrosinase est sa capacité d’exister 

sous une forme latente et/ou sous une forme active. Elle peut être activée par un choc acide 

ou basique, par les détergents anioniques, tels que le SDS, par l'urée et les protéases. 

L’utilisation du SDS comme agent d'activation est particulièrement intéressante parce que 

peu d’enzymes sont activées par ce détergent, tandis que beaucoup d'elles sont inactivées 

(Kanade et al., 2006).  



Introduction générale 

  

2 
 

Chikh Baelhadj et Chikh Baelhadj (2012) et Nadja et Derbali (2013) ont étudiés 

respectivement, l’activation des deux activités catécholase et crésolase de la tyrosinase de 

truffe (Terfezia leonis Tul.) par le SDS en présence du catéchol, 4-méthylcatéchol et le 

pyrogallol comme substrats diphénoliques et la L-tyrosine comme substrat 

monophénolique. 

Récemment, Hadj Aissa et al. (2013) ont trouvé que l’extrait brut de la tyrosinase de 

truffe est capable d’oxyder le 2-aminophénol comme substrat et que l’addition du SDS 

dans le milieu réactionnel c’est avéré nécessaire pour mesurer cette activité.  

D’après nos connaissance, l’effet du SDS sur l’activité o-aminophénol oxydase de la 

tyrosinase de truffe n’a pas était étudié. Par conséquent,  l’objectif principal de ce travail 

est de déterminer d’une part l’effet de SDS sur l’activité de la tyrosinase en présence du 2-

aminophénol comme substrat et d’autre part de d’étudier  l’influence du pH sur le degré 

d’activation de l’enzyme et sur les paramètres cinétiques.  

Ainsi, notre étude présentée en quatre chapitres est séquencé comme suit. 

 Le premier chapitre concerne un rappel bibliographique aussi précis que possible 

sur la tyrosinase.  

 le deuxième chapitre, nous mettrons en évidences les procédures expérimentales 

utilisées. 

 Le troisième chapitre est consacré à une discussion des résultats expérimentaux 

conduits lors de ce mémoire. 

 Une récapitulation succincte des résultats ainsi que les perspectives ouvrant la 

voie à des études ultérieures sur l’activité o-aminophénol oxydase de la 

tyrosinase de truffe, sont regroupées dans le dernier chapitre. 
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Synthèse bibliographique 

1.1 Historique et perspectives sur la tyrosinase 

La tyrosinase  a été découverte pour la première fois en 1856 par Schoenbein dans le 

champignon Boletus luciferus. Schoenbein a observé que l’extrait de ce champignon 

catalyse l'oxydation en aérobie de certains composés en formant un pigment bleu dans les 

plantes (Whitaker, 1995 ; Zawistowski et al., 1991 ; Vámos-Vigyázό, 1981).  

La première étude sérieuse de cette enzyme a suivi la production à grande échelle de la 

tyrosinase de pomme de terre par Kubowitz (1938). C'était la première enzyme purifiée par 

chromatographie d'affinité (Lerch, 1981). La tyrosinase était également la première 

enzyme connue pour son aptitude à catalyser l’incorporation de l'oxygène moléculaire à 

une molécule organique (phénolique), et elle fournit un exemple de ce qui s'appelle 

maintenant « inactivation  suicide», mais  qui s'est à l'origine nommé inactivation de 

réaction. Des recherches considérables ont été publiées sur l'enzyme depuis lors 

(Zawistowski et al., 1991 ; Robb, 1984 ; Escribano et al., 1989).  

Depuis sa découverte, la tyrosinase a fait l’objet de recherches intensives. Ces 

recherches ont portés, d’une part sur la nature physique et chimique de l'enzyme elle-même 

et d’autre part sur le rôle de l'enzyme dans la respiration des végétaux inférieurs et 

supérieures (Bonner, 1956).  

Beaucoup de chercheurs ce sont intéressés aux tyrosinases de diverses sources telles 

que : les truffes (Miranda et al., 1992 ; Miranda et al., 1996 ; Perez-Gilabert et al., 2001 ; 

Zarivi et al., 2003 ; Gouzi et al., 2013a), les champignons (Frieden et Ottesen, 1959 ; 

Smith et  Krueger, 1962 ; Duckworth et Coleman, 1970 ; Papa et al., 1994a,b ; Gouzi et 

Benmansour, 2007 ; Wu et al., 2013), la banane (Palmer, 1963 ; Thomas et Janave, 1986 ; 

Ôba et al., 1992 ;  Sojo et al., 1998  ),  les tubercules de pomme de terre (Patil et Zucker, 

1965 ; Matheis, 1987a,b ; Pathak et Ghole, 1994 ; Cho et Ahn, 1999a,b ; Marri et al., 

2003), les épinards (Golbeck et Cammarata, 1981), l’artichaut (Ziyan et Pekyardimci, 

2003),  la poire (Ziyan et Pekyardimci, 2004), le coing (Yağar et  Sağiroğlu, 2002), la 

pêche (Wong et al., 1971), l’abricot (Chevalier et al., 1999), les feuilles de tabac (Shi et 

al., 2001) et le cerise ( Kumar et al ., 2008). 
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Bien que la tyrosinase ait été découverte et purifiée il y’a bien longtemps, ce n’est que 

tout récemment qu'une image claire sur cette enzyme a commencé à émerger (Jolivet et al., 

1998). 

1.2 Définition, classification et nomenclature de la tyrosinase 

1.2.1 Définition 

Le terme tyrosinase est habituellement adopté pour les enzymes d’origine animale et 

humaine, et se rapporte au substrat ‘typique’, tyrosine qui était le premier substrat 

expérimental. La PPO est peut-être la dénomination générale la plus appropriée (Dawson 

et Magee, 1955 ; Rescigno et al., 2002). 

1.2.2 Nomenclature 

Plusieurs noms ont été associés à la tyrosinase dont la PPO, la crésolase, la catécholase, 

la diphénolase, la phénolase, la phénol oxydase, l’o-diphénol oxydase et l’acide 

chlorogénique oxydase. De ces derniers, c’est la PPO qui reflète généralement la capacité 

de cette enzyme à utiliser différents composés phénoliques comme substrats. Les phénols 

ou les catéchols peuvent être des substrats pour l'enzyme, et les produits de réaction 

obtenus sont généralement des o-quinones dans les deux cas.  

Les noms « tyrosinase », « phénol oxydase» et «polyphénolase » sont aussi 

généralement employés avec « la PPO » (Zawistowski et al., 1991 ; Burton, 1994 ; Rivas 

et Whitaker, 1973). 

1.2.3 Classification 

L’enzyme tyrosinase est une oxygénase  oxydoréductase (Papa et al., 1994a,b). La 

classification et la spécificité de cette enzyme demeure confuse et sont quelque peu 

ambiguës (Burton, 1994 ; Eicken et al., 1999). 

La commission sur les enzymes de l'Union Internationale de la Biochimie (IUB), a mis 

à jour la nomenclature et a placé la tyrosinase dans deux catégories principales comme EC 

1.14.18.1-monophénol monooxygénase, également connue sous le nom de tyrosinase. 

Cette catégorie était précédemment réservée à EC 1.10.3.1 o-diphénol oxydase et EC 

1.10.3.2 p-diphénol oxydase ou laccase, et aussi EC 1.10.3.2 o-diphénol : O2 

oxydoréductase. Cette classification différencie seulement les deux activités crésolase et 

catécholase, de la même enzyme (Mayer, 1987 ; Zawistowski et al., 1991). 

 



Synthèse bibliographique 

 

5 
 

De nos jours, on accepte généralement que la tyrosinase (monophénol, dihydroxy-L-

phénylalanine: oxygène oxydoréductase ; EC 1.14.18.1) est l'enzyme qui catalyse deux 

réactions différentes en présence d'oxygène moléculaire : l'hydroxylation des monophénols 

en o-diphénols (activité monophénolase, crésolase ou hydroxylase) et l'oxydation des o-

diphénols aux o-quinones (activité diphénolase, catécholase ou oxydase) (Cho et Ahn, 

1999a).  

1.3 Caractéristiques réactionnelles et structurales des tyrosinases  

1.3.1 Caractéristiques réactionnelles 

Le groupe des tyrosinases comprend essentiellement deux types d’enzymes : l’o-

diphénol oxydase (catéchol oxydase, tyrosinase, phénolase, PPO) et la p-diphénoloxydase 

ou laccase. Les deux types d’enzymes sont phénol-oxygène oxydoréductases (Mayer et 

Harel, 1991). 

1.3.1.1 La tyrosinase 

Activité monophénoloxydase (EC 1.14.18.1) 

Les monophénoloxydases ou monoxygénases, catalysent l’hydroxylation des 

monophénols en o-diphénols. Cette enzyme est appelée tyrosinase car, la L-tyrosine est le 

substrat monophénolique majeur dans le règne animal. Cette enzyme est également appelée 

crésolase, en raison de sa capacité à utiliser le crésol comme substrat. L’activité 

monophénoloxydase est généralement peu étudiée dans les plantes car la réaction 

d’hydroxylation est beaucoup plus lente que la réaction d’oxydation formant les quinones 

et initiant les réactions de brunissement. Elle est cependant connue depuis longtemps dans 

les champignons (Varoquaux, 1978). 

Activité o-diphénoloxydase (EC 1.10.3.1) 

L’oxydation des substrats o-diphénoliques en o-quinones en présence d’oxygène, est 

catalysée par l’activité o-diphénoloxydase également appelée, catécholase ou 

catécholoxydase. Les o-quinones, sont des composés fortement réactifs. Elles peuvent, soit 

subir spontanément en solution aqueuse des polymérisations et cyclisations  non 

enzymatiques  donnant naissance à un pigment hétérogène, noir, brun ou rouge ; 

généralement appelé mélanine, soit réagir avec des acides aminés et des protéines pour 

produire des composés colorés (Dicko et al., 2002 ; Cho et Ahn, 1999a ; Burton, 1994). 

Les préparations enzymatiques de la tyrosinase obtenues à partir de plusieurs espèces 

possèdent l’activité crésolase et/ou catécholase (Burton, 1994 ; Thomas and Janave, 1986).  
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1.3.1.2 La laccase (E.C. 1.10.3.2) 

La laccase se caractérise par son activité p-diphénoloxydase qui s’ajoute à l’activité o-

diphénoloxydase. L’oxydation des substrats phénoliques par la laccase, génère la formation 

d’un radical semi-quinone et s’accompagne par la réduction de l’oxygène en eau par un 

mécanisme dit ping-pong (Reinhammar et Malmström, 1981). Les laccases sont présentes 

dans de nombreux champignons phyto-pathogènes et dans certaines plantes. On ne les 

trouve pas dans les fruits et légumes, à l’exception des pêches (Harel et al., 1970) et les 

abricots (Dijkstra et Walker, 1991). 

Nous pouvons distinguer les o- des p- diphénoloxydases en fonction de leur 

spécificité de substrat et/ou d’inhibiteur. Un taux d’oxydation différent pour le cuivre du 

site actif, ainsi que des différences dans les mécanismes réactionnels de catalyse 

enzymatique, peuvent en partie expliquer les taux d’inhibition différents de ces deux 

enzymes pour le même inhibiteur. Par exemple, la laccase n’est pas inhibée par le 

monoxyde de carbone, la phénylhydrazine ou le 2,3-naphtalènediol qui sont de puissants 

inhibiteurs de la catécholoxydase (Keilin et Mann, 1940). 

Un résumé de ces différentes activités de la tyrosinase est présenté dans la Figure 1.  

Figure 1 : Schéma des différentes réactions catalysées par les Tyrosinases 

(Cheriot, 2007). 

 

 



Synthèse bibliographique 

 

7 
 

1.3.2 Caractéristiques structurales  

1.3.2.1 Architecture moléculaire globale  

La structure cristallographique de la tyrosinase n’est pas encore élucidée. Cependant, on 

peut supposer que la tyrosinase, l’hémocyanine d’arthropode ou de mollusque et la 

catéchol oxydase de patate douce, possèdent des sites actifs de structures comparables 

(Claus et Decker, 2006 ; Siegbahn, 2003). En effet, ces protéines montrent des 

changements de valence et de conformation comparables lors de la fixation de l’oxygène 

(Della Longa et al., 1996).  Elles possèdent des propriétés spectroscopiques et chimiques 

comparables (Himmelwright et al., 1980), et des similitudes de séquence primaires (Van 

Gelder et al., 1997). 

Garcia-Borron et Solano (2002) décrivent le site actif de la tyrosinase, comme une 

sphère hydrophile, délimitée par 4 hélices α et contenant 6 résidus imidazole. Cette sphère 

hydrophile, est située dans une poche hydrophobe, formée par des résidus aromatiques. La 

configuration du site actif des tyrosinases, est maintenue par des forces électrostatiques ou, 

par des interactions ioniques. Une autre caractéristique du site actif des tyrosinases, est la 

liaison covalente thio-éther entre une cystéine et un des résidus histidyl lié au cuivre du site 

actif (Lerch, 1982). Une telle liaison covalente, cystéine-histidine, est également constatée 

dans la catéchol oxydase de patate douce (Ipomea batatas) (Klabunde et al., 1998). Selon 

ces auteurs, cette structure optimise le potentiel redox du cuivre pour l’oxydation des o-

diphénols et permet ainsi, un rapide transfert d’électrons lors des phénomènes redox. Elle 

est également responsable de la régulation de l'activité enzymatique (Mayer, 1987). 

Seule la structure cristalline de la tyrosinase de patate douce (Ipomoea batatas) sous sa 

forme active, a était résolue (Klabunde et al., 1998).  

La tyrosinase native du champignon de couche Agaricus bisporus, est une enzyme 

oligomérique de 569 acides aminés, de forme globulaire, dont la structure quaternaire est 

composée de deux  sous-unités non identiques, de deux chaînes lourdes H, avec une masse 

moléculaire d’environ 43-48 kDa qui contiennent les sites catalytiques et deux chaînes 

polypeptidiques légères L de 13.4-14 kDa. Ils diffèrent par leur composition en acides 

aminés,  formant une structure tétramérique de la forme H2L2 ayant un poids moléculaire 

apparent de 128-133 kDa et possédant 4 atomes de Cu groupés par paires. La fonction de 

la sous-unité L, demeure inconnue. Ces sous-unités, pourraient contribuer à la stabilité 

et/ou à l'activité de la préparation d’enzyme.  
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En solution aqueuse, la forme prédominante (120 kDa), a la structure H2L2. Alors que la 

forme active de l'enzyme, montrant l’activité crésolase et catécholase, a la composition en 

sous-unités L2H. Soulignons que le poids moléculaire de la sous-unité de base de la  

tyrosinase des plantes et d'autres sources s'étend entre 30 et 45 kDa (Strothkamp et al., 

1976 ; Robb, 1984 ; Zawistowski et al., 1991; Whitaker, 1995 ; Solomon et al., 1996 ; Van 

Gelder et al., 1997 ; Jolivet et al., 1998 ; Fan et Flurkey, 2004).  

Selon Wichers et al. (1996), les sous-unités isolées H et L ne possèderaient aucune 

activité enzymatique. Les tyrosinases des bactéries, des mycètes, de plantes supérieures  ou 

des animaux, contiennent seulement un type de sous-unité, et sont souvent monomériques. 

Ces enzymes sont actives à l'état monomérique. Dans le cas de la tyrosinase d’Agaricus 

bisporus, la sous-unité H qui est responsable des activités catalytiques, peut être comparée 

à la sous-unité unique d'autres tyrosinases (Robb, 1984 ; Jolivet et al., 1998).  

Dans beaucoup de cas, les tyrosinases des préparations brutes ou partiellement purifiées 

sont présentes sous des formes multiples d’isoenzyme (Mayer et Harel, 1979 ; Anosike et 

Ayaebene, 1982). Ces formes d’enzyme, peuvent être différenciées par leur spécificité de 

substrat, leur pH optimum, leur stabilité thermique et leur réponse aux inhibiteurs.  

1.3.2.2 Le site actif  

Il a été montré, que la tyrosinase peut avoir un site actif semblable à celui de 

l'oxyhémocyanine (Rodakiewicz-Nowak et Ito, 2003, Baldwin et al., 1992).  

La PPO est une métalloenzyme vraie contenant une paire de cuivre, qui est le site 

d’interaction avec l'oxygène et le substrat phénolique. Ce type de site actif à cuivre, est 

désigné sous le nom de « cuivre  type 3 » et on le trouve également chez l’hémocyanine, la 

laccase, l’ascorbate oxydase et la céruloplasmine (Mayer et Harel, 1991 ; Turner, 1974). 

La structure secondaire de la tyrosinase est principalement α- hélicoïdale et le cœur de 

l’enzyme est constitué de quatre hélices α (α2, α3,  α6 et  α7), (Jolivet et al., 1998 ; Ros et 

al., 1994 ; Decker et Terwilliger, 2000 ; Eicken  et al., 1999 ; Haghbeen  et al., 2004 ; 

Claus et Decker, 2006). Le paquet hélicoïdal est adapté au centre catalytique  binucleaire 

du cuivre. Il est entouré par les hélices  α1, α4  et de plusieurs coudes β. Deux ponts 

disulfures (Cys 11–Cys 28 et Cys 27–Cys 89) aident à ancrer la région N-terminale riche 

en  boucle  (résidus 1–50), à l’hélice α2 (Figure 2). La paire de cuivre (CuA et CuB) du site 

actif, est coordonnée par trois  résidus histidine fournis par les quatre hélices α (Figure 3).  
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Le CuA est coordonné par l’His 88, His 109 et  l’His 118. L’His 88 est situés au milieu 

de l’hélice α2, tandis que l’His 109 et  His 118, sont au début et au milieu de l’hélice α3. 

Le second cuivre, CuB, est coordonné par l’His 240,  His 244 et l’His 274. Ces résidus 

d’histidines, sont localisés au milieu d’hélices  α6 et  α7 (Klabunde et al., 1998). La paire 

de cuivre (CuA et CuB) est le site de l'interaction de la tyrosinase avec l'oxygène 

moléculaire et ses substrats phénoliques (Figure 4) (Van Gelder et al., 1997) 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Vue de face de la catéchol oxydase de 39 Kda  (les atomes sont colorés par le 

type d'atome : carbone : gris, l'azote : bleu, soufre : jaune, oxygène : rouge, cuivre : cyan 

(Eicken et al., 1999). 

 

 

                                

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : L’état Oxy du site actif 

d’hémocyanine de Limulus polyphemus. 

Les trois résidus histidines liés au CuA 

son colorés en rouge, ceux liés au CuB 

sont colorés en vert. Les deux atomes de 

cuivre sont colorés en bleu et l’oxygène 

en rouge (Decker, 2005). 

 

 

Figure 4 : Vue à l’intérieure du site 

actif d’hémocyanine de Limulus 

polyphemus. Les atomes de cuivre 

(marron clair), oxygène (rouge), 

histidines liées à l’atome CuA (bleu 

clair), histidines liées à l’atome CuB 

(bleu foncé) (Decker et Jaenicke, 

2004). 
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1.4 Source, localisation et rôle des tyrosinases  

1.4.1 Source et localisation 

Les tyrosinases ont été découvertes initialement dans les champignons et sont largement 

distribuées dans la nature. Elles ont été trouvées dans une grande variété d’organismes 

vivants y compris, les procaryotes, les végétaux supérieurs, les arthropodes, les insectes, 

les amphibiens, les mammifères et peut aussi être trouvée dans les mycètes (Burton, 1994 ; 

Whitaker, 1995 ; Chen et Flurkey, 2002 ; Claus et Decker, 2006). La localisation 

subcellulaire de la tyrosinase n'est pas clairement comprise. On pense généralement qu’il 

s’agit d’une enzyme soluble. Elle peut être localisée dans les chloroplastes, les 

mitochondries, les microsomes, les peroxysomes, ou dans le plasma cellulaire 

(Zawistowski et al., 1991 ; Mayer et Harel, 1979). 

Chez les plantes saines, la tyrosinase est majoritairement présente dans les plastides, 

alors qu’elle est libérée dans le cytoplasme des fruits murs ou endommagées (Anderson, 

1968 ; Vaughn et Duke, 1984 ; Mayer et Harel, 1979 ; Zawistowski et al., 1991. Whitaker 

et Lee, 1995). Chez les mammifères, elle est localisée  dans les mélanocytes de la rétine et 

de la peau (Claus et Decker, 2006).  

Les meilleures préparations des tyrosinases, sont issues à partir de Streptomyces 

glaucescens et des mycètes (Neurospora crassa et Agaricus bisporus) (Solomon et al., 

1996). Le champignon commun de couleur blanchâtre Agaricus bisporus, est reconnu 

comme étant la source naturelle majeure de la tyrosinase (Chen et Flurkey, 2002 ; Burton, 

1994). La tyrosinase est présente dans les différentes parties du champignon avec des 

proportions variables (Zhang et Flurkey, 1997). La localisation intracellulaire de la 

tyrosinase d’Agaricus bisporus n'a pas encore été établie avec certitude (Jolivet et al., 

1998). Bonner (1955), a suggéré qu’elle est présente dans les fractions mitochondriales 

obtenues à partir du champignon. Van Gelder et al. (1997) ont supposé qu’elle est soluble 

dans le cytosol. La distribution de la tyrosinase dans les différentes parties des fruits et  

légumes, peut être considérablement inégale et le rapport de l’enzyme liée sur l’enzyme 

soluble dépend de l'espèce, de l’âge, de la localisation dans les fruits ou les légumes et de 

la maturité (Vámos-Vigyázό, 1981). 

Le niveau de l’activité de la tyrosinase dans les plantes dépend de l'espèce, de la 

maturité, de l'âge et du stockage. Dans certains cas, cette activité peut chuter  jusqu'à des 

niveaux négligeables. Cette activité  est très basse dans les jeunes  plantes, souvent 

indétectable (Mayer et Harel, 1991). 
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1.4.2 Rôle 

Depuis la découverte en 1895, la tyrosinase reste une énigme physiologique (Vaughn, et 

Duke, 1984). Plusieurs hypothèses sont  proposé au sujet de sa fonction (Thygesen et al., 

1995 ;  Steffens et al., 1998). Selon Walker et Ferrar (1995), la localisation spécifique de 

ses formes actives, laisse supposer qu’elle intervient directement dans la photosynthèse, 

et/ou dans la régulation de la concentration en oxygène actif dans les chloroplastes 

(Kuwabara et Katoh, 1999). En support à cette hypothèse, Lax et Vaughn (1991), ont 

montré que la tyrosinase était structuralement associée au photosystème II dans la fève 

Vicia faba. 

Dans les plantes, les tyrosinases jouent un rôle de résistance contre les infections 

microbiennes, virales et aussi, contre les mauvaises conditions climatiques (Martinez et 

Whitaker, 1995). Les mécanismes de défense des végétaux impliquant les tyrosinases 

sont largement controversés (Vaughn et al., 1988 ; Mayer et Harel, 1991 ; Walker et 

Ferrar, 1998) et plusieurs hypothèses sont émises au sujet de leur action. L’une des 

certitudes, est que les polyphénols, ont des propriétés anti-fongiques (Friedman, 1997).  

La tyrosinase catalyse l’oxydation des  composés phénoliques en quinones. Ces 

dernières, sont elles-mêmes bactéricides et fongicides (Zinkernagel, 1986), et se 

polymérisent ensuite, pour former des polymères bruns insolubles. Ces derniers forment 

une barrière, qui limite la prolifération de l’infection et l’altération des tissus de la plante,  

grâce à leurs propriétés anti-microbiennes, (Zawistowski et al., 1991). Selon Craft et Audia 

(1962), ces barrières de protection ont été observées dans les patates douces, les carottes, 

les betteraves, les courges, les navets et les pommes de terre. 

La tyrosinase est impliquée dans divers processus tels que, la pigmentation des 

vertébrés et mammifères, ainsi que le brunissement des fruits et des légumes (Whitaker, 

1995 ; Fenoll et al., 2004).  

Chez les insectes, la tyrosinase est impliquée dans la sclérotisation de l'exosquelette et 

aussi, dans la protection contre d'autres organismes par leur encapsulation dans la 

mélanine. Elle peut induire, des modifications anti-nutritive des protéines végétales pour 

en faire des antinutritionnels, décourageant les herbivores ou les microbes pathogènes 

(Steffens et al., 1998). Par son activité hydroxylase, cette enzyme participe également dans 

la biosynthèse des composés phénoliques (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Vaughn et Duke, 1984 ; 

Zawistowski et al., 1991). 
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L’activité tyrosinase joue aussi un rôle important dans la qualité des produits 

alimentaires (Mayer et Harel, 1991). Elle est essentielle pour la coloration bénéfique de 

nos nourritures, telles que les prunes, les raisins noires et le thé (Whitaker et Lee, 1995). 

1.5 Extraction et purification de la tyrosinase 

Le premier compte rendu d’extraction et de caractérisation de la tyrosinase, date  il y à 

quelques décennies (Wichers et al., 1995). Elle a été pour la première fois préparée 

presque simultanément, par Kubowitz (1938) à partir de la pomme de terre, et par Keilin et 

Mann (1938) à partir du champignon de couche (Agaricus bisporus), ou, elle a est 

partiellement purifiée par précipitation (Jolivet et al., 1998). Plusieurs méthodes 

d’extraction et de purification de la tyrosinase de champignon de couche ont été 

développées. Parmi les méthodes cités dans la littérature, les plus largement utilisées et qui 

donnent de bon rendement d’activité enzymatique sont celles : de Dawson et Magee 

(1955), de Frieden et Ottesen (1959), de Bouchilloux et al. (1963), de Nelson et Mason 

(1970), d’Atlow et al. (1984), de Papa et al. (1994a), et de Fan et Flurkey (2004). 

1.5.1 Extraction  

Trois problèmes doivent être considérés avant d’extraire la tyrosinase à partir du 

matériel végétal : (1) latence, (2) la solubilisation de l'activité liée à la cellule et (3) la 

prévention de l'oxydation enzymatique des phénols endogènes et par conséquent la 

précipitation de la protéine enzymatique par les polymères (Vámos-Vigyázό, 1981). La 

latence est un problème mineur avec la tyrosinase végétale, comme dans la plupart des 

espèces l'enzyme est présente sous la forme active. 

La tyrosinase représente moins de 1% des protéines totales dans les fruits et les 

végétaux. Dans les champignons, qui sont considérés comme étant la meilleure source de 

la tyrosinase, la concentration de l’enzyme est de l’ordre de 0.004%. Ce qui suppose 

l’utilisation de 1 kg de champignon pour avoir un rendement de 40 mg de la tyrosinase 

purifiée (Zawistowski et al., 1991). 

Les tyrosinases liées peuvent être solubilisées dans un milieu hypotonique, par 

l’utilisation d’agents chimiques tel que les détergents (Tween-80®, Triton X-100® et le 

SDS), ou au moyen d’agents physiques comme les ultrasons (Vámos-Vigyázό, 1981 ; 

Robb, 1984). L'extraction détersive des tissus, augmente substantiellement  le niveau de 

l'activité  de la tyrosinase (Whitaker, 1995). 
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La solubilisation, est habituellement réalisée après préparation de  poudre d'acétone ou 

extraction  avec des détergents et autres agents. Il en résulte incontestablement une 

modification de la structure de l’enzyme et de ses propriétés (Mayer et Harel, 1979 ; 

Vámos-Vigyázό, 1981). 

Les plus grandes difficultés à surmonter lors de l’extraction de l’enzyme pour 

l’obtention d’une préparation soluble, sont la prévention  de l’oxydation enzymatique des 

composés phénoliques endogènes et la formation des pigments pendant le broyage de la 

matière végétale. En effet, Les pigments peuvent s’associer avec la protéine enzymatique 

et la rendre insoluble et inactive (Vámos-Vigyázό, 1981).  

Pendant l'extraction de la tyrosinase, des réactions de tannage peuvent avoir lieu. Ce qui 

a  pour conséquence la modification des  propriétés de l’enzyme (Mayer et Harel, 1991). 

Pour réduire au minimum ces risques, toutes les étapes d'extraction de la tyrosinase, 

doivent être effectuées aux très basses températures (-20°C voire -30°C). Dans  tous les 

cas, des températures inférieures à 0°C sont conseillées (Vámos-Vigyázό, 1981 ; 

Zawistowski et al., 1991). Le morcellement  et l'homogénéisation sont souvent faits dans 

l’azote liquide ou, dans l’azote exempte d’oxygène,  pour réduire le plus possible les 

interactions protéine- phénol. Dans certains cas, la congélation rapide et la lyophilisation 

du matériel, sont recommandées comme premières étapes de l'extraction de l’enzyme. La 

précipitation par l'acétone suivie de l’extraction par un tampon, est l'une des méthodes le 

plus souvent utilisé. 

Parfois, l'extraction avec un tampon approprié précède l'étape de précipitation par 

l’acétone. La précipitation par l’acétone ne produit pas d’artefacts.   Une grande variété de 

tampons est employée pour l'extraction, et les valeurs du pH, qui changent avec la source 

d'enzyme, sont en général,  ajustées pour assurer un milieu légèrement alcalin. Le pH  du 

tampon peut affecter la forme enzymatique obtenue. Afin de protéger le produit 

d'extraction contre l’oxydation enzymatique des polyphénols, des agents réducteurs ou des 

coupleurs de quinones, ainsi que des inhibiteurs  réversibles d'enzymes, sont incorporés 

dans le milieu. L'acide ascorbique, la cystéine, le métabisulfite de sodium, le DIECA, ou le 

saccharose, et parfois des mélanges de certains de ces composés, ont été employés 

(Vámos-Vigyázό, 1981). 
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L’élimination des composés phénoliques endogènes des extraits de plantes, peut réduire 

la formation des quinones, des pigments et des mélanines indésirables dans l’extrait de la 

tyrosinase. Elle peut être effectuée par addition dans l'extrait enzymatique d’adsorbants de 

composés phénoliques tels que les résines échangeuses d’ions et le PVPP 

(polyvinylpolypyrrolidone). Nous avons constaté que ce procédé change, dans une certaine 

mesure, les caractéristiques cinétiques de la tyrosinase de champignon dans le milieu 

organique, mais il n'affecte pas les produits de réaction dans les milieux  aqueux ou 

organiques (Burton, 1994). 

Un moyen très efficace de prévention contre l'oxydation et la polymérisation des 

phénols pendant l'extraction de l’enzyme, est leur élimination par fixation à un polymère 

insoluble. Les pièges à phénol le plus souvent utilisés pendant l’extraction  sont la 

polyvinylpyrrolidone (PVP), les résines échangeuses d’ions ; en raison de leurs capacités 

fixatrices des composés phénoliques. Elles sont également utilisées pendant la séparation 

des fractions subcellulaires et dans les étapes initiales de purification de l'enzyme (Mayer 

et Harel, 1991 ; Zawistowski et al., 1991; Ziyan et Pekyardimci, 2004). En même temps, le 

PVP est un inhibiteur partiellement compétitif de la tyrosinase (Vámos-Vigyázό, 1981 ; 

Zawistowski et al., 1991). Le polyéthylène glycol (PEG) est parfois préféré, à cause peut-

être de sa solubilité dans l’acétone, qui présente certains avantages pour l’obtention d’une 

préparation enzymatique brute. Malheureusement, le déplacement de ces phénols par des 

résines d’échange ionique ou d'autres composés se liant aux phénols (Bonner, 1955) peut 

avoir comme conséquence la perte de quelques isoformes (Smith et Montgomery, 1985). 

Ainsi, le séchage par l’acétone, souvent appliqué comme première étape d'extraction 

d'enzymes, est en même temps, un moyen puissant d’élimination des phénols, 

particulièrement quand ils contiennent environ 20% d'eau. Le déplacement des substances 

pectiques des tissus de fruit peut être réalisé par précipitation par l'acétone ou l’acétate de 

calcium (Vámos-Vigyázό, 1981).  

L’extraction de la tyrosinase peut être entravée par la présence d’enzymes 

protéolytiques endogènes, qui pourraient produire des formes multiples artéfactuelles et 

interconvertibles de l’enzyme. Cela a été mis en évidence lorsque l’utilisation des 

inhibiteurs de protéases (fluoride, Trasylol, et phénylméthylsulfonyl), qui a conduit à la 

diminution du nombre de forme d'isoenzymes obtenues lors de la purification de la 

tyrosinase de pêche et de datte (Mayer et Harel, 1991 ; Zawistowski et al., 1991). 
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1.5.2 Purification 

La purification d’une enzyme est indispensable pour connaitre ses propriétés 

fonctionnelles et structurales (Pathak et Ghole, 1994). Cette tache s’avère difficile à cause 

de la formation des o-benzoquinones qui se produisent   pendant le broyage des tissus, qui 

réagissent rapidement en formant  la mélanine, provoquant ainsi des modifications des 

protéines, dont la tyrosinase (Whitaker et Lee, 1995). De plus, un autre inconvénient pour 

l'étude de la tyrosinase, c’est ses proportions relativement très faibles. Ce qui complique  

d’avantage sa purification (Kertesz et Zito, 1962 ; Robb, 1984). 

Plusieurs méthodes de purification de la tyrosinase ont été développées (Shi et al., 

2001 ; Burton, 1994). Elles différent selon la source de l'enzyme et selon le degré de pureté 

atteint. Cependant, seuls quelques tyrosinases ont été  purifiées jusqu’à un degré 

d’homogénéité suffisant pour être étudié convenablement (Zawistowski et al., 1991). 

Après l’extraction avec un tampon approprié, l’étape de purification de la tyrosinase, se 

fait par précipitation par le sulfate d’ammonium ou par solvants organiques comme 

l’acétone ou l’éthanol. Le plus souvent, la précipitation par le sulfate d'ammonium à 

différents degrés de saturation, est suivie soit d’une chromatographie sur gel de Sephadex 

G-100 ou G-200, soit d’une chromatographie d’échange ionique sur des échangeurs 

d’anions (DEAE-cellulose ou le DEAE-Sephadex), ou enfin d’une combinaison de 

certaines de ces méthodes. Le DEAE-cellulose est un échangeur d'ion très utilisé pour la 

purification de certaines variétés de la tyrosinase. Entre chaque étape de purification, on 

utilise habituellement soit une dialyse, soit une ultracentrifugation, soit   une 

chromatographie sur gel de Sephadex G-25, pour éliminer les impuretés de poids 

moléculaires faibles et aussi et surtout, les ions des différents tampons employés. Dans 

certains cas, une étape de purification est appliquée à plusieurs reprises.  

Par exemple, un procédé de purification de la tyrosinase de champignon a été rapporté 

avec deux étapes de précipitations par du (NH4)2SO4, précédée et/ou suivie d’une 

chromatographie sur DEAE-cellulose (Mayer et Harel, 1979, Zawistowski et al., 1991 et  

Vámos-Vigyázό, 1981, on appliqué l'adsorption sur le gel de phosphate de calcium, suivie 

d’une chromatographie d'adsorption sur l'hydroxylapatite, pour la tyrosinase de 

champignon. 
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Lerman en 1953, pour la première fois a purifié la tyrosinase à l’aide d’une colonne de 

chromatographie d'affinité, à base de cellulose sur laquelle des inhibiteurs phénoliques 

étaient greffés (acide benzoïque).  

Powell et al. (2007) ont purifié la tyrosinase de champignon à l’aide d’une colonne de 

chromatographie d’affinité sur laquelle des ions de Cu2+, de Ni2+, de Co2+ ou de Zn2+ ont 

été fixés. 

1.6 Mécanismes réactionnels de la tyrosinase 

Les mécanismes réactionnels de la catalyse enzymatique, sont principalement décrits 

pour les tyrosinases d’origines fongiques. D’après Sánchez-Ferrer et al. (1995), le site actif 

des tyrosinases peut exister sous trois formes, selon la valence du cuivre et la liaison avec 

l’oxygène moléculaire : deoxy (CuI-CuI), oxy (CuII-O2-CuII) et met (CuII-CuII). La forme 

met, est convertie en forme deoxy par double réduction électronique, et la forme deoxy 

résultante est capable de fixer réversiblement l’oxygène moléculaire pour donner la forme 

oxy (Figure 5). In vivo, la forme majoritaire de l’enzyme est la forme, incapable de fixer 

l’oxygène moléculaire (Lerch, 1981). Cette forme prédominante n’agit pas sur les 

monophénols bien qu’elle ait une forte affinité pour les fixer. Il en résulte une phase de 

latence décrite par Cabanes et al. (2002).  

Bien que le mécanisme exact des réactions catalysées par les tyrosinases soit 

partiellement incertain, il est généralement admis que l’oxydation des o-diphénols, 

catalysée par les tyrosinases, suit une cinétique de Michaelis-Menten, tandis que 

l’hydroxylation des monophénols est caractérisée par une phase de latence (Sanchez-Ferrer 

et al., 1995). Cette phase de latence peut être supprimée par un faible ajout d’o-diphénols 

(Espin et Wichers, 1999).  

Le modèle des mécanismes réactionnels des tyrosinases incluant l’activité catécholase 

(Figure 5, cycle A) et crésolase (Figure 5, cycle B) est basé sur des informations liés à la 

structure électronique et géométrique du complexe de cuivre bi-nucléaire, ainsi que, sur 

l’étude des modifications du site actif par différents anions et ligands (Siegbahn, 2003; 

Lerch, 1995). La forme oxy peut réagir avec les mono- et les diphénols tandis que la forme 

met ne peut réagir qu’avec les diphénols (Claus et Decker, 2006). Les deux cycles 

(crésolase et catécholase) produisent des o-quinones qui se réarrangent spontanément en 

pigments polymériques (Rodriguez-Lopez et al., 1992). 



Synthèse bibliographique 

 

17 
 

L'activité catécholase, implique l'oxydation de deux o-diphénols  en deux quinones, 

avec la réduction concomitante de 4e- de l'oxygène moléculaire, qui produisent deux 

molécules d'eau. Cette activité est initiée par la fixation d'un o-diphénol, de la forme met de 

l'enzyme, suivie de la réduction du faisceau bicuivrique, menant à la formation du deoxy-

tyrosinase et au dégagement d’o-quinone. Avec la fixation postérieure de l’oxygène 

moléculaire, l’oxy- tyrosinase est formée et une deuxième o-diphénol est liée, réduisant 

ainsi le peroxyde avec production d’eau et  formation d’une autre o-quinone.  

Dans l'activité crésolase, l’O2  est lié d'abord aux deux groupes du Cu(I) du deoxy-

tyrosinase pour donner l’oxy-tyrosinase dans laquelle l’O2 a les caractéristiques d'un 

peroxyde. Ensuite un monophénol est coordonné en position axiale à l’un des cuivres de 

l'oxy-tyrosinase, suivie d’un réarrangement complexe menant à la production d’une 

molécule d’eau et l’intermédiaire conduisant à la formation de l’O-quinone (Solomon et 

al., 1996 ; Solomon et al., 2001 ;  Fenoll et al., 2004 ; Whitaker, 1995; Mayer et Harel, 

1991 ; Siegbahn, 2004 ; Sánchez-Ferrer et al., 1995 ; Jolivet et al., 1998). 

Les étapes limitantes dans l'hydroxylation des monophénols pourraient être : 

1) L’attaque nucléophile du groupement OH en C-4 sur l’ion cuivre du site actif de la 

tyrosinase, 

2) L’attaque électrophile du peroxyde du site  actif de l’oxytyrosinase sur le C-3 du substrat 

monophénolique, 

3) L’oxydation du o-diphénol formé à partir du monophénol (Fenoll et al., 2000). 

Chez les végétaux supérieurs, un mécanisme réactionnel similaire est proposé. 

Cependant, la forme oxy semble beaucoup plus instable que dans le cas des tyrosinases, ce 

qui réduit fortement l'affinité des tyrosinases pour les mono-phénols (Eicken et al., 1999). 

L’oxygène se fixe sur l’enzyme avant le substrat phénolique selon un mécanisme 

séquentiel ordonné (Janovitz-Klapp et al., 1989).  
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1.7 Méthodes de détermination de l’activité tyrosinase 

L'activité de la tyrosinase peut être déterminée en mesurant la vitesse de disparition du 

substrat, ou la vitesse de formation du produit. Il est nécessaire, de limiter la mesure à la 

phase initiale de la réaction afin d’éviter l’inactivation de l’enzyme par le produit de la 

réaction (o-quinone), la diminution de la concentration du substrat, et la polymérisation du 

produits (Vámos-Vigyázό, 1981). 

 

Figure 5: Schéma mécanistique de l’activité catécholase (cycle A) et crésolase (cycle B) 

de la tyrosinase (Lerch, 1995 ; Mayer et Harel, 1991).  
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La vitesse de disparition du substrat peut être mesurer, par l'absorption de l’oxygène 

dissout par la technique de Warburg ou, par polarographie à l’aide d’une électrode à 

oxygène (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Mayer et Harel, 1991 ; Gauillard et al., 1993 ; Naish-

Byfield et Riley, 1992). La vitesse de formation du produit peut être déterminée, par 

méthode spectrophotométrique, en mesurant la densité optique des composés colorés (o-

quinones) formés à partir des substrats. Cette méthode est la plus utilisée pour mesurer 

l'activité diphénolase de la  tyrosinase (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Zawistowski et al., 1991 ; 

Espín et al., 1995). Une grande variété de substrats de synthèse peut être utilisée dans ce 

cas, par exemple: le catéchol, le 4-méthylcatéchol, le pyrogallol, ou des substrats naturels 

tels que l'acide chlorogénique  (Vámos-Vigyázό, 1981). La meilleure méthode pour étudier 

la réaction crésolase, est la mesure de la production d'eau dans le milieu contenant du 

tritium à partir du [2.6- 3H] monophénol tel que la [3.5- 3H] tyrosine (Mayer et Harel, 

1991 ; Jolivet et al., 1998). On peut également déterminer !la vitesse de perte d'agents 

réducteurs tel que l’ascorbate à 265 nm (ε = 15300 M-1 cm-1) ou le NADH à 340 nm (ε = 

6220 M-1 cm-1) (Mayer et al., 1966 ; El-Bayoumi et Frieden, 1957 ; Zawistowski et al., 

1991). 

1.8 Les substrats de la tyrosinase 

Les deux activités de la tyrosinase, monophénol oxydase (crésolase) et diphénol 

oxydase (catécholase), peuvent catalysées une grande variété des substrats (Whitaker, 

1995). La tyrosinase présente différentes affinités vis-à-vis du même substrat selon la 

source de son obtention tel que, l’espèce, le genre, le cultivar, ou également le tissus 

(Zawistowski et al., 1991).  

La catéchine (3-hydroxy flavane), la 3,4-dihydroxy phénylalanine (DOPA), la tyrosine, 

et les esters d’acide cinnamique sont les substrats naturels de la PPO trouvés dans les fruits 

et légumes (Zawistowski et al., 1991, Vámos-Vigyázό, 1981 ; Trebst et Depka, 1995). 

Le type et la position des substituants présents sur les mono- et les o-dihydroxy phénols, 

sont également des causes importantes déterminant la réactivité du substrat. Pour les 

mêmes substrats, de grandes différences dans les paramètres cinétiques (Km et Vmax) sont 

constatées selon la source et la pureté de l'enzyme (Zawistowski et al., 1991). 

A titre d’exemple, la substitution en position 3 du 3-méthyl catéchol, cause une 

diminution de l'affinité de l'enzyme pour le substrat à cause de la gêne stérique.  
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La présence d'un groupement donneur d’électron en position 4 comme le 4-méthyl 

catéchol ou l’acide chlorogénique, augmente la réactivité du substrat, alors que celle d’un 

groupement attracteur d'électron, comme le 4-nitrocatéchol ou le 3,4-dihydroxy acide 

benzoïque, réduit la réactivité du substrat (Vámos-Vigyázό, 1981). 

Le catéchol est le substrat phénolique le plus simple de la tyrosinase puisqu’il possède 

la structure de base des o-dihydroxyphénols. Ceci ne signifie plus qu’il s’agissait d’un 

meilleur substrat pour l’enzyme. Toute substitution sur le cycle aromatique (position et la 

nature du substituant) affecte la vitesse de la réaction enzymatique.  

1.9 Effet du pH sur l'activité tyrosinase 

Le pH optimal de l’activité enzymatique de la tyrosinase, varie avec la source de 

l’enzyme et aussi en grande partie avec le substrat.  Pour la plupart des tyrosinases étudiées 

il est compris entre pH 4 et 8 (Mayer et Harel, 1979). Plusieurs paramètres affectent cette 

valeur. Nous pouvons citer le type de tampon, la pureté de la préparation enzymatique et  

le stade de maturité du fruit  ou du végétal. L’étude du pH peut nous fournir des 

informations sur l’identification des activateurs ou sur les résidus du substrat susceptibles 

d’être ionisés, nécessaires pour sa fixation et sa transformation (Kuby, 1991).  

Le changement de pH du milieu réactionnel modifie la réaction enzymatique de la 

tyrosinase par : (1) l’inactivation de l’enzyme à cause du changement de l’état d’ionisation 

des chaines latérales des acides aminés impliquées dans la réaction catalytique, (2) le 

changement de l’état d’ionisation du substrat, et/ou (3) la modification de l’équilibre de la 

réaction lorsque les protons H+ ou les hydroxyles OH- sont impliqués. 

1.10 Effet de la température sur l’activité tyrosinase 

L'effet de la température sur l'activité des tyrosinases n'a pas été très étudié, 

comparativement parlant à l’effet du pH (Joslyn et Ponting, 1951; Vámos-Vigyázό, 1981). 

Amiot et al. (1997) ont montré que la tyrosinase n’est pas une enzyme thermostable. En 

effet, des traitements thermiques de courtes durées en solution ou dans des produits 

d'origine végétale à des températures comprises entre 70 et 90°C, suffisent dans la plupart 

des cas à la destruction irréversible, partielle ou totale, de sa fonction catalytique (Vámos-

Vigyázό, 1981; Zawistowski et al., 1991 ; Yemenicioğlu et Cemeroğlu, 2003).  
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La diminution d'une partie de l'activité de la tyrosinase après chauffage à une basse 

température n'est pas étonnante (Yemenicioğlu, 2002). Sa tolérance thermique dépend 

également de la spécificité du substrat, du pH optimal, de la température et aussi et surtout 

de la source d'enzyme et du cultivar (Vámos-Vigyázό, 1981; Yemenicioğlu et Cemeroğlu, 

2003). L’inactivation thermique de la tyrosinase peut être considérée comme étant une 

forme d’inhibition de l’enzyme (Mayer et Harel, 1991).  

1.11 Les effecteurs de la tyrosinase 

1.11.1 Les activateurs  

La tyrosinase peut être activée, par choc acide ou basique, par l'urée, les acides gras, les 

alcools, les protéases et par les détergents anioniques, tel que le sodium dodécyl sulfate 

(SDS), (Seo et al., 2003 ; Pérez-Gilabert et al., 2004 ; Gandía-Herrero et al., 2005). Ce 

dernier (SDS), peut activer la tyrosinase de diverses sources, y compris la tyrosinase de 

champignon de couche (Agaricus bisporus) (Espín et Wichers, 1999). 

Il a même  été montré que le SDS active la tyrosinase latente dans les préparations 

brutes et/ou partiellement purifiées. De même, l'addition des ions du Cu2+ dans le milieu 

augmente l'activité enzymatique de la tyrosinase (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Fan et Flurkey, 

2004 ; Van Leeuwen et Wichers, 1999). 

1.11.2 Les inhibiteurs 

Le contrôle de l’activité de la tyrosinase, est  important pour la prévention de la 

synthèse de la mélanine, du brunissement des champignons et d’autres végétaux et fruits 

(Jolivet et al., 1998; Qiu et al., 2009). Les inhibiteurs de la PPO, ont été employés en tant 

qu'agents de dépigmentions pour le traitement ou la prévention des désordres de 

pigmentation. Par conséquent, les inhibiteurs de la tyrosinase sont censés avoir de larges 

applications dans les industries médicales (Mosher et al., 1983) et cosmétiques (Maeda et 

Fukuda, 1991). Dans l'industrie alimentaire, les inhibiteurs de la tyrosinase peuvent être 

employés comme des conservateurs des aliments et des boissons d’'origine végétale. En 

outre, la tyrosinase est l'une des plus importantes enzymes impliquée dans le processus 

muant d'insecte. La découverte des inhibiteurs de cette enzyme peut être ainsi, importante 

pour le développement de nouvelles alternatives concernant  le contrôle des insectes 

(Likhitwitayawuid, 2008). 
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L’inhibition de la tyrosinase responsable du brunissement de la plupart des produits 

alimentaires est une préoccupation majeure des industries alimentaire. Dans l’industrie 

alimentaire, la toxicité relative au mode d’inhibition choisie, le coût de la méthode et/ou 

des composés chimiques, et l’acceptation de la méthode par le consommateur, des 

composés chimiques et le produit final aident à la sélection de la méthode d’inhibition 

(Barthet, 1997). En théorie, le brunissement des fruits et des légumes par la tyrosinase peut 

être empêcher par l’inactivation thermique de l’enzyme, par l'élimination de l'un des deux 

substrats nécessaires pour la réaction (O2 et/ou les composés phénoliques), par 

l’abaissement du pH de 2 unités ou plus au-dessous du pH optimum, par des réactions 

d’inactivation de l’enzyme ou par l’addition des composés qui inhibent la tyrosinase ou qui 

empêchent la formation de la mélanine (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Whitaker et Lee, 1995).  

Des centaines de composés ont été examinées comme des inhibiteurs du brunissement 

enzymatique (Whitaker et Lee, 1995). Ils ne doivent  pas être  toxiques, et ne doivent pas 

modifier  le goût, la saveur ou la texture du produit (Vámos-Vigyázό, 1981). 

1.11.2.1 Méthodes physiques 

Les traitements thermiques, sont les plus utilisés pour stabiliser les aliments, en raison 

de leur efficacité pour la destruction des micro-organismes et l’inactivation des enzymes. 

Les traitements thermiques de courtes durées aux températures comprises entre 70- 90°C, 

de la tyrosinase en solution ou dans les produits d'origine végétale sont dans la plupart des 

cas suffisantes pour la destruction irréversible, partielle ou totale de sa fonction catalytique 

(Vámos-Vigyázό, 1981 ; Zawistowski et al., 1991 ; Yemenicioğlu et Cemeroğlu, 2003). 

Plusieurs études ont montré que la tyrosinase obtenue à partir de diverses source est 

inactivée thermiquement (Yemenicioğlu et al., 1997 ;  McCord et Kilara, 1983 ; Weemaes 

et al., 1998a, b ; Soysal, 2008). L’inconvénient majeur du traitement thermique réside dans 

la production du mauvais goût et l’apparition d’une coloration indésirable causés par la 

réaction de Maillard. 

La combinaison du traitement thermique avec d’autres méthodes physiques tels que la 

pression, les micro-ondes ou les ultrasons pouvons induire une inactivation réversible ou 

irréversible de la tyrosinase à des températures relativement basses, en particulier lorsqu’il 

s’agit d’un produit sensible à la chaleur (Terefe et al., 2009 ; Weemaes et al., 1998a ; 

Buckow et al., 2009 ; Râpeanu et al., 2006 ; Devece et al., 1999). 
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Le blanchiment est l’une des méthodes les plus efficaces et des plus appliquées pour 

contrôler le brunissement enzymatique.  

1.11.2.2 Méthodes chimiques 

Une large gamme de composés est connue pour inhiber la tyrosinase. Leur efficacité 

dépend de la nature et de la concentration de l'inhibiteur, de la source d’enzyme, de la 

disponibilité du substrat (O2 et substrat phénolique) et du pH et de la température 

(Zawistowski et al., 1991). 

Il est commode de diviser les inhibiteurs  de la tyrosinase en trois catégories : 

1) Les agents de chélation généraux pour le cuivre : petites molécule ou ions qui se lient au 

centre de cuivre dans le site actif compétitif en ce qui concerne l'oxygène, 

2) les inhibiteurs non-compétitifs en ce qui concerne le substrat phénolique, 

3) les analogues des phénols compétitives vers des substrats (phénol et/ou diphénol) 

(Robb, 1984 ; Burton, 1994). 

Les inhibiteurs de synthèse 

Puisque la tyrosinase est une métalloprotéine, elle peut être inhibée par des agents 

chélateurs de métal tels que le cyanure, le monoxyde de carbone, le diéthyldithiocarbamate 

de sodium (DIECA), l’éthylène diamine tétra-acétique acide (EDTA), le 2-

mercaptobenzothiazole, l’azide, le méthyle xanthate de potassium, l’acide kojique, L-

mimosine et le tropolone (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Jolivet et al., 1998 ; Anderson et  

Morris, 2001 ; Gasowska et al., 2002 ; Mayer et Harel, 1979).  

Les ions inorganiques, y compris les halogénures, sont également capables  d’inhiber 

les tyrosinases de beaucoup de sources. Les inhibiteurs potentiels  des tyrosinases de 

champignon, de cerises, de pommes, de poire, d’abricot et de pommes de terre sont 

principalement les acides aromatiques, les aldéhydes aromatiques, les acides 

carboxyliques, le dihydrate de phloridzine et certains acides cinnamiques substitués. Les 

ions halogénures se comportent comme étant des inhibiteurs purement compétitifs vis-à-vis 

de la fixation du dioxygène (Rescigno et al., 2002 ; Robb, 1984). 

 L'acide ascorbique peut également agir directement sur la tyrosinase du champignon 

par chélation avec son groupement prosthétique et réduit ainsi le Cu2++ en Cu+ (Vámos-

Vigyázό, 1981 ; Zawistowski et al., 1991).  
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En outre, les composés qui ne ressemble pas à la structure de substrat (exemple : le 4-

nitrophenol, la phénylalanine et le 4-chlorophénol) et qui sont lentement oxydés, ont été 

identifiés comme des inhibiteurs compétitifs de la tyrosinase. Les analogues de substrat 

comme les acides aromatiques, tel que l’acide benzoïque et l’acide cinnamique, se 

comportent habituellement comme des inhibiteurs compétitifs vis-à-vis du substrat 

phénolique (Robb, 1984 ; Jolivet et al., 1998 ; Gasowska et al., 2002 ; Janovitz-Klapp et 

al., 1990).  

L'inhibition de la tyrosinase est également provoquée par des agents réducteurs parmi 

lesquels, les sulfites, SO2, l'acide ascorbique, l'acide érythorbiques et les composés à 

fonction thiol (Kahn, 1985 ; Zawistowski et al., 1991). Les composés à fonction thiol, 

comme la L-cystéine, le glutathion, le dithiotreitol, le mercaptoéthanol et le thiourée, sont 

des inhibiteurs efficaces de la tyrosinase de plusieurs sources (Zawistowski et al., 1991 ; 

Burton, 1994 ; Rescigno et al., 2002). 

Les polymères solubles tels que le polyvinylpyrrolidone (PVP), agissent en tant 

qu'inhibiteurs compétitifs de la tyrosinase, mais on sait pas s’il agissent sur l’enzyme liée 

au phénol ou sur l’enzyme (Jolivet et al., 1998 ; Vámos-Vigyázό, 1981). 

Les acides aminés, peptides et protéines peuvent inhiber le brunissement enzymatique 

soit en inhibant directement la tyrosinase, soit en réagissant avec les o-quinones (McEvily 

et al., 1992). Ces composés peuvent former des complexes stables avec le cuivre Cu2+ du 

site actif de la tyrosinase (O’Sullivan, 1969). 

Les cyclodextrines  peuvent inhibées la tyrosinase par  fixation sur le substrat 

phénolique (Irwin et al., 1994). L’acide citrique inactive la tyrosinase par deux 

mécanismes : élimination du cuivre du site actif et par la diminution du pH du milieu  

(McEvily et al., 1992). La grande majorité de ses inhibiteurs n'est pas spécifique seulement 

pour les tyrosinases (Mayer et Harel, 1991). 

Les inhibiteurs naturels  

 Les plantes sont considérées actuellement, comme étant une source potentielle 

d’inhibiteurs de la tyrosinase (Baurin et al., 2002). Un certain nombre d'inhibiteur de la 

tyrosinase, de source naturelle ont été identifiés. Ils appartiennent à deux grand groupes : 

les polyphénols et les aldéhydes et d’autres dérivés (Rescigno et al., 2002 ; Chang, 2009).  
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Parmi les composés isolés et considérés comme  des inhibiteurs puissants de la 

tyrosinase, nous pouvons cité, le cuminaldéhyde, l’oxyrésveratrol, le kaempferol, la 

quercetine, la morine, la lutéoline, l’anisaldéhyde, la kurarinone et l’acide gallique (Parvez 

et al., 2007). 

1.12 Les applications de la tyrosinase 

La tyrosinase est l’une des enzymes ayant de multiples applications. Elle est utilisée 

dans la production des o-diphénols comme la L-dopamine et le catéchol (Min et al., 2010 ; 

Seetharam et Saville, 2002 ; Marín-Zamora et al., 2009 ; Tuncagil et al., 2009).  

 Seule ou parfois associées à d’autres enzymes tel que la laccase (Montereali et al., 

2010 ; Kochana et al., 2008), elle est à l’origine de nombreux biocapteurs utilisés 

principalement pour le dosage des composés phénoliques tels que la dopamine (Min et 

Yoo, 2009 ; Njagi et al., 2010 ; Gouzi et al., 2013b), le catéchol (Ameer et Adeloju, 2009 ; 

Tan et al., 2010), le phénol et ses dérivés (Adamski et al., 2010).  

Dans le domaines agroalimentaire et environnemental, les biocapteurs à tyrosinase 

peuvent être utilisé également pour le dosage de certains polluants chimiques (Durán et 

Esposito, 2000), comme  le cyanure (Shan et al., 2004), l’acide benzoïque (Li et al., 

2010), l’azide de sodium (Cui et al., 2006), et le fluorure de sodium (Asav et al., 2009). 

La tyrosinase sous forme soluble ou immobilisée est largement utilisée pour la 

dégradation du phénol et ses dérivée au niveau des eaux usées (Yamada et al, 2005 ; 

Seetharam et Saville, 2003 ; Ikehata et Nicell, 2000). 
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Matériels et méthodes 

2.1 Matériels 

2.1.1 Matériel biologique 

La truffe (Terfezia leonis Tul.) est utilisée comme source de la tyrosinase (Figure 6). 

Les truffes ont été récoltées durant la période Mars-Avril 2013 da la commune de Ain 

Deheb de la Wilaya de Tiaret. 

 

Figure 6 : La truffe Terfezia leonis Tul. d’Algérie (Hadj Aissa et al., 2013). 

2.1.2 Produits chimiques 

Le 2-aminophénol et sodium dodécyl sulfate (SDS) sont fournis par Fluka et Merk 

respectivement. Les autres réactifs chimiques utilisés lors de cette étude sont d’un grade 

analytique. 

2.2 Méthodes  

2.2.1 Préparation de l’extrait brut de la tyrosinase  

Les truffes sont lavées avec de l'eau distillée pour éliminer le sol résiduel et sont séchée 

à l’aire libre. 75 g d’écorce de truffe préalablement refroidies à 4°C afin d’éviter leur 

brunissement enzymatique sont broyées dans 100 ml de tampon phosphate de sodium (0.05 

M-pH 7.0) pendant 2.5 minutes à l’aide d’un mixeur (Warning Commercial Blender 800 

EG, Model BB 90E). Le broyat est filtré à travers quatre couches de gaze et le filtrat 

obtenu est centrifugé à 4000 trs/min pendant 10 minutes à l’aide d’une centrifugeuse 

(Fisher Bioblock Scientific). Le surnageant récupéré d'un volume total de 78 ml, représente 

l'extrait brut de la tyrosinase est stocké dans des tubes coniques (15 ml) à -10°C. 
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2.2.2 Mesure de l’activité o-aminophénol oxydase de la tyrosinase de 

truffe 

L’activité o-aminophénol oxydase de l’extrait brut de la tyrosinase de truffe (Terfezia 

leonis Tul.) est mesurée en continue par spectrophotométrie à 430 nm (Thermo Scientific 

HeλlOSγ Spectrophotometer, England) en présence d’aire et du 2-aminophénol comme 

substrat (Hadj Aissa et al., 2013). L’activité de la tyrosinase est déterminée à 30°C dans un 

milieu réactionnel à pH 8.0 (tampon phosphate de sodium 0.05 M) contenant 1 mL de 2-

aminophénol et du SDS à 20 mM. La réaction d’oxydation du substrat est déclenchée par 

l’addition de 10 µl d’extrait brut de la tyrosinase de truffe. L’augmentation de l’absorbance 

du milieu réactionnel est suivie chaque 10 secondes pendant environ 2 minutes. La vitesse 

initiale (Abs430 nm/min) de l’oxydation enzymatique du 2-aminophénol est calculée à partir 

de la pente de la partie linéaire de la courbe d’accumulation du produit (o-quinoneimine) 

en fonction du temps (sec) (Figure 7). 

Les solutions de substrat et d’enzyme sont mélangées après pré-incubation  de 5 min à 

30°C. L’activité volumique de l’extrait brut de tyrosinase est calculée à l’aide de l’équation 

suivante : 

 

Avec : 

△Abs430 nm  (Abs/min) : pente de la courbe de l’absorbance en fonction du temps ; 

VR (ml) : volume du milieu réactionnel (1.00 ml) ; 

VE (ml) : volume de l’enzyme (0.01 ml). 

Toutes les expériences ont été réalisées deux fois et leurs valeurs moyennes ont été 

représentées. 

Dans notre étude, une unité d’activité enzymatique (UE) est définie comme étant la 

quantité d’enzyme qui provoque un changement de 0.001 d’unité d’absorbance par minute. 
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Figure 7 : Exemple de détermination de la vitesse initiale d’oxydation du 2-aminophénol 

par l’extrait brut de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.). Les conditions 

expérimentales de mesure d’activité sont : volume du milieu réactionnel 1 ml,                    

2-aminophénol à 20 mM, volume de l’extrait enzymatique 10 µl, pH 8.0 (tampon 

phosphate de sodium 0.05 M), température 30°C,  et SDS 20 mM. 

 

2.2.3 Effet des détergents 

L’activité o-aminophénol oxydase de l’extrait brut de truffe (Terfezia leonis Tul.) est 

mesurée à pH 8.0 et à 30°C en absence et en présence de différents détergents à 1% (SDS, 

Tween-80, Tween-20, Triton-x100 et dioctyl sulfate de sodium (DSS)) en utilisant le 2-

aminophénol à 20 mM comme substrat. 

2.2.4 Effet du sodium dodécyl sulfate sur le pH optimal de l’activité o-

aminophénol oxydase de la tyrosinase de truffe 

   L’activité o-aminophénol oxydase de l’extrait brut de truffe est mesurée à différents pH 

du milieu réactionnel et en présence de différentes concentrations fixes de SDS suivantes : 

0.5, 1 et 10 mM. 

Les systèmes tampons utilisés sont : le tampon acétate de sodium (pH 4.0-5.0 ; 0.05 M), 

le tampon phosphate de sodium (pH 6.0-11.0 ; 0.05 M) et le tampon KCl-NaOH (pH 12 ; 

0.05 M). Le milieu réactionnel de 1 mL contenant 10 µl d’extrait enzymatique et 20 mM 

de 2-aminophénol est incubé à 30°C. 

Abs430 nm = 0.0107 ×temps (sec) 

R2 = 0.9980 
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2.2.5 Effet de la concentration du SDS sur la tyrosinase à différents pH 

L’effet de la concentration du SDS sur l’activité o-aminophénol oxydase de la 

tyrosinase de truffe a était étudié en mesurant la vitesse initiale d’oxydation du 2-

aminophénol à 20 mM à différentes concentrations de SDS (0.125-20 mM) et à différents 

pH (5-10) du milieu réactionnel. Les systèmes tampons utilisés sont : le tampon acétate de 

sodium (pH 5.0-0.05 M), et le tampon phosphate de sodium (pH 6.0-10.0 ; 0.05 M). Les 

autres conditions expérimentales sont maintenues constantes.  

 

2.2.6 Effet du SDS sur les paramètres cinétiques (Km et Vmax) de 

l’activité o-aminophénol oxydase de la tyrosinase 

L’activité de la tyrosinase de truffe est mesurée à différentes concentrations de 2-

aminophénol comprises entre 2.5 et 30 mM et en présence de deux concentrations fixes de 

SDS (0.75-5.0 mM). L’activité enzymatique est mesurée à pH 8.0 et à 30°C. Les valeurs de 

la constante de Michaelis (Km) et de la vitesse maximale (Vmax) ont été déterminées à partir 

de la représentation graphique en double inverse de Lineweaver-Burk (1934). 

2.2.7 Analyse des résultats expérimentaux 

L’analyse des données cinétiques observées a été effectué par l’ajustement à l’aide des 

régressions linéaires et des régressions non linéaires par l’utilisation des deux programmes 

suivants : Excel® (Microsoft Excel 97-2003) et SigmaPlot for Windows Version 12.0 

(Systat Software, Inc., Windows Version 12). 
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Résultats et discussion 

3.1 Effet de quelques détergents sur l’activité o-aminophénol oxydase 

de la tyrosinase de truffe 

L’activité de la tyrosinase a été activée par plusieurs types de traitements ou d’agents 

comme les protéases, urée, les acides gras, polyamines, les cations bivalents, le choc acide 

ou basique et les détergents anioniques comme le SDS (Jimenez et Garcia-Carmona, 

1996). 

Nous avons constaté que l’activité o-aminophénol oxydase de l’extrait brut de la 

tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.) est presque totalement latente. Gouzi et al. 

(2013a), ont signalé que l’addition du sodium dodécyl sulfate (SDS) dans le milieu 

réactionnel est nécessaire pour activer l’enzyme et par conséquent de mesurer ses activités 

catécholase et crésolase. Pour cela, nous avons pu étudier l’effet de quelques détergents sur 

l’activité o-aminophénol oxydase de l’extrait brut de truffe en utilisant le 2-aminophénol 

comme substrat. D’après le Tableau (1) on remarque que l’activité o-aminophénol oxydase 

de l’extrait brut de truffe est activée seulement par les détergents anioniques (SDS et DSS) 

tandis qu’en présence des détergents non ioniques (Triton X-100 et Tween 80) l’activité 

enzymatique a diminuée.  

Sellés-Marchart et al. (2007) ont montré de leur part que le Triton X-100 n’a aucun 

effet activateur sur la tyrosinase d’Eriobotrya japonica. 

Dans les conditions expérimentales utilisées, le SDS active mieux l’enzyme par rapport 

au DSS. Les détergents non ioniques sont donc considérés comme étant des inhibiteurs de 

la tyrosinase plutôt qu’activateur. Saeidian et al. (2007) ont trouvé que le Tween 20, le 

Tween 80, le PEG et le Triton X-100 inhibent la tyrosinase du safran (Crocus sativus L.). 

Ces mêmes auteurs, suggèrent que l’inhibition de l’activité o-aminophénol oxydase par le 

Tween 80 et le Triton X-100 peut être due à l’encombrement stérique lors de la fixation de 

ses détergents plus encombrant à l’enzyme empêchant ainsi l’accessibilité du substrat au 

site actif. Cette inhibition peut être aussi expliquée par l’encapsulation soit de l’enzyme ou 

du substrat dans des micelles du détergent (Saeidian et al., 2007). 
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 Tableau 1 : Résultats de l’effet de quelques détergents sur l’activité o-aminophénol 

oxydase de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.) (Tampon phosphate de sodium 

0.05 M-pH 8.0 ; 30°C ; 10 µl d’extrait brut de la tyrosinase de truffe).  

 

*Toutes les valeurs en % sont relatives pour l’utilisation de 2-aminophénol  comme substrat pour la 

tyrosinase activée par le SDS. 

L’activation de la tyrosinase des végétaux a était étudiée principalement par les 

détergents anioniques  (Sanchez-Ferrer et al., 1989). Kenten (1958) a signalée que la 

tyrosinase de féverole (Vicia faba) n’est pas activée par le Triton X-100, par contre 

l’enzyme est activée seulement par le SDS ou le DSS.  

Nos résultats sont similaires aussi par rapport à ceux trouvé par Nadja et Derbali (2013). 

Ces auteurs signalent que l’activité crésolase de la tyrosinase de truffe est activée 

seulement par le SDS et que les détergents non ioniques n’ont aucun effet activateur. De 

plus, Chikh Baelhadj et Chikh Baelhadj (2012) ont trouvé que le SDS est un activateur 

pour l’activité catécholase de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.) tandis que les 

détergents non ioniques (Tween 20, Tween 80 et le Triton X-100) inhibent l’enzyme. 

Le mécanisme d’activation de la tyrosinase par les détergents anioniques n’a pas était 

élucidé. Plusieurs  hypothèses ont été émises suggérant que le changement de 

conformation de l’enzyme suite au déploiement partielle de la structure quaternaire de 

l’enzyme est à l’origine de l’activation de la tyrosinase par le SDS (Moore et Flurkey, 

1990 ; Karbassi et al., 2003 ; Gandia-Herrero et al., 2005). 

Kenten (1958) suggère que la tyrosinase latente existe sous forme d’une protyrosinase 

ou bien d’un complexe tyrosinase-inhibiteur (Kenten, 1958). 

 

Détergents (0.1%) 

 

Activité o-aminophénol oxydase relative 

(%) 

 

Sans détergent 5.32±0.06 

Tween-80 2.64±0.09 

Triton X-100 2.69±0.07 

SDS 97.68±3.27* 

SDS+Tween-80 42.22±2.88 

SDS+Triton X-100 35.97±2.16 

DSS 20.40±0.16 
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3.2 Effet du SDS sur le pH optimal de l’activité o-aminophénol oxydase 

de la tyrosinase de truffe 

Le pH est un facteur déterminant de l’expression de l’activité enzymatique. Il modifie 

les états d’ionisation des acides aminés des chaines latérales de l’enzyme et l’ionisation du 

substrat (Gandia-Herrero et al., 2005). Jiménez et García-Carmona (1996) et Sellés-

Marchart et al. (2007) suggèrent une possibilité de l’existence d’une relation entre 

l’activation par la concentration des protons et l’activation par la concentration des 

détergents anioniques comme le SDS.  

Les résultats obtenus de l’effet de la concentration du SDS sur le pH optimal de 

l’activité o-aminophénol oxydase sont représentés dans la Figure (8).  

On constate que le degré d’activation de l’activité o-aminophénol oxydase dépend du 

pH du milieu réactionnel. L’augmentation de la concentration du SDS provoque un 

déplacement du pH optimal de l’activité enzymatique du domaine acide vers le domaine 

alcalin. A pH 5.0 et en présence du SDS à 0.5 mM, l’enzyme est activée à 31.63 (±0.62%) 

par contre à 1 mM du détergent l’activité o-aminophénol oxydase est de 8.75 (±0.57%). Le 

changement du pH optimal par le SDS peut être lié au déplacement de la valeur du pKa 

sensible de l’enzyme (Kanade et al., 2006). Gauillard et Richard-Forget (1997) suggèrent 

que le SDS renforce l’effet inhibiteur du pH acide sur l’activité de la tyrosinase tandis qu’il 

active l’enzyme à pH supérieurs à 5.0. 
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Figure 8 : Effet de la concentration du SDS sur le pH optimal de l’activité o-aminophénol 

oxydase de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.). Le milieu réactionnel contenant 

0.1 M de 2-aminophénol et 10 µl d’extrait enzymatique brut est maintenu à 30°C. 
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Kanade et al. (2006) ont suggéré que la tyrosinase de field bean (Dolichos lablab) existe 

sous deux formes avec deux pH optimaux. En accord avec leurs résultats, nous pouvons 

également supposer l’existence de plusieurs formes de la tyrosinase activent dans un large 

domaine de pH et que l’addition du SDS à concentration élevée dans le milieu réactionnel 

favorise une seule forme. 

De même, Ben Ferah et Hadj Aissa (2010) ont rapporté que l'augmentation de la 

concentration du SDS dans le milieu réactionnel provoque un déplacement du pH optimal 

de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.) du domaine acide (pH 4.0) vers le domaine 

plus ou moins alcalin (pH 6.0). Plusieurs auteurs suggèrent que la présence de SDS élimine 

le pH optimal faible de la tyrosinase (Núñez-Delicado et al., 2007 ; Chazarra et al., 1996 ; 

Laveda et al., 2000 ; Jiménez et Garcia-Carmona, 1996 ; Espin et Wichers, 1999 ; Moore 

et Flurkey, 1990).  

Le déplacement du pH optimal de la tyrosinase en présence du détergent dans le milieu 

n’a pas était élucidé. Selon Bru et al. (1989) et Rojo et al. (2001), le déplacement du 

profile du pH de la tyrosinase dans le domaine alcalin est due au champ électrique crée par 

le détergent et par conséquent de l’augmentation des pKs des groupements d’enzyme.  

Comme le SDS est un détergent anionique, le pK d’un groupement ionisable de 

l’enzyme entouré par ce détergent est plus élevé par rapport au pK en solution pauvre en 

détergent et par conséquent le pH se déplace dans le domaine alcalin. D’autre part, ils se 

peu que les interactions moléculaires entre le surfactant et le substrat sont pH-dépendant. 

Le changement de conformation de l’enzyme ne peu pas être négligé également (Yang et 

al., 2007). 

3.3 Effet de la concentration du SDS sur la tyrosinase à différents pH 

L’effet de la concentration du SDS sur l’activité crésolase de la tyrosinase de truffe 

(Terfezia leonis Tul.) à différents pH a était étudiée.  

D’après la Figure (9), on remarque qu’on absence de SDS, l’activité o-aminophénol 

oxydase est négligeable et que l’addition de ce détergent anionique dans le milieu 

réactionnel provoque une augmentation significative de la vitesse initiale d’oxydation du 

2-aminophénol. Par conséquent, le SDS agit entant qu’activateur de la tyrosinase latente. 

L’activité o-aminophénol oxydase augmente avec la concentration de SDS dans le milieu 

réactionnel et l’allure de la courbe d’activation dépend du pH du milieu.  
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L’activité o-aminophénol oxydase est complètement activée par le SDS à 0.75, 2.5 et 1 

mM  aux pH 5.0, 6-8 et 10, respectivement. En milieu acide, l’enzyme semble être plus 

sensible vis-à-vis du SDS à de très faibles concentrations. 

Chikh Baelhadj et Chikh Baelhadj (2012) et Nadja et Derbali (2013) ont trouvé 

respectivement que les degrés d’activation des activités catécholase et crésolase de la 

tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.) dépendent fortement du pH du milieu 

réactionnel. Espin et Wichers (1999) ont trouvé des résultats similaires lors de l’activation 

de la tyrosinase de champignon de Paris par le SDS. Saeidian et al. (2013), Kanade et al. 

(2006) et Laveda et al. (2000) montrent respectivement que les tyrosinases de poire (Pyrus 

communis), de lablab (Dolichos lablab) et de prune (Prunus persica) sont complétement 

activées à 1, 1.25 et à 1.5 mM de SDS. 

Le pH est un facteur déterminant de l'expression de l’'activité enzymatique car il change 

les états d'ionisation des chaînes latérales des acides aminés de l’enzyme et du substrat. 

Ces changements contribuent probablement à l’apparition de sites d’interactions favorables 

entre le SDS, le site actif de  l’enzyme ainsi que le 2-aminophénol. De plus, aux 

concentrations élevées du SDS l’activité o-aminophénol oxydase de la tyrosinase de truffe 

diminue de manière linéaire à cause de son effet inhibiteur plutôt qu’activateur. Ceci 

suppose que la tyrosinase latent n’existe plus dans l’extrait et que le SDS dénature 

l’enzyme (Yue-Ming et al., 1997 ; Saeidian et al., 2013). L’inhibition de l’activité de la 

tyrosinase aux fortes concentrations de SDS a été reportée par plusieurs auteurs (Kanade et 

al., 2006 ; Núñez-Delicado et al., 2007 ; Lago-Vanzela et al., 2011 ; Sojo et al., 1998 ; van 

Gelder et al., 1997 ; Moore et Flurkey, 1990 ; Escribano et al., 1997). 
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Figure 9 : Effet de la concentration du SDS sur l’activité O-aminophénolasique de la 

tyrosinase de truffe à différentes valeurs de pH compris entre 5.0 et 10.0 (30°C ; 10 µl 

d’extrait enzymatique brut, 2-aminophénol à 0.1 M). 
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3.4 Effet  du SDS sur les paramètres cinétiques de l’activité o-

aminophénol oxydase de la tyrosinase  

 

L’effet de la concentration du 2-aminophénol sur l’activité o-aminophénol oxydase de 

la tyrosinase de truffe a était étudié en mesurant la vitesse initiale d’oxydation du substrat 

en présence de deux concentrations constantes du SDS. Les paramètres cinétiques de 

l’activité o-aminophénol oxydase ont été déterminés à partir de la représentation de 

Lineweaver-Burk. 

D’après les Figures (10A, B) on remarque que la cinétique d’oxydation du 2-

aminophénol par la tyrosinase activée par le SDS suit parfaitement le modèle cinétique de 

Michaelis-Menten. 
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Abs430nm    = 17.17XTemps(sec)+ 0.47363 

R2 = 0.9964 
(A) 

Figure 10 : Représentation graphique de Lineweaver-Burk de l’influence de la 

concentration du substrat dans le milieu réactionnel sur l’activité o-aminophénol oxydase 

de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.) (30°C-tampon phosphate de sodium pH 8.0 

et 0.05 M-extrait enzymatique brut 10 µl-volume du milieu réactionnel 1.0 ml): (A) [SDS] 

= 0.75 mM, (B) [SDS] = 5 mM. 
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L’augmentation de la concentration du SDS provoque une augmentation simultanée des 

deux paramètres cinétiques Km et Vmax de la tyrosinase (Tableau 2). Par conséquent, l’effet 

activateur du SDS sur l’activité o-aminophénol oxydase latente de la tyrosinase de truffe 

résulte de l’augmentation de la concentration d’enzyme active et de la modification de 

l’intégrité du site actif de l’enzyme (Espín et al., 2000). La présence du SDS provoque une 

augmentation de l’efficacité catalytique de l’enzyme qui est due à l’augmentation de la 

vitesse maximale de la réaction. 

 

Tableau 2 : Les valeurs des paramètres cinétiques de l’activité o-aminophénol oxydase de 

la tyrosinase de Terfezia leonis Tul. déterminées en présence de différentes concentrations 

de SDS. 

 [SDS]  

(mM) 

Km  

(mM) 

Vmax  

(Abs430 nm/min) 

Vmax/Km 

(Abs430 nm.min-1.mM-1) 
R2 

0.75 36.30±2.76 2.11±0.09 0.058±0.001 0.9964 

5.00 48.00±7.25 2.69±0.30 0.056±0.002 0.9954 

 

Sellés-Marchart et al. (2006) et Cabane et al. (2007) ont trouvé respectivement que le 

SDS provoque l’augmentation des valeurs des paramètres cinétiques Vmax et Km des 

tyrosinases de prune (Prunus persica) et d’Eriobotrya japonica (Néflier du Japon). 

Chikh Baelhadj et Chikh Baelhadj (2012) ont constaté que le SDS provoque une 

augmentation de la vitesse maximale de l’activité de la tyrosinase de truffe avec le 

catéchol, le 4-méthylcatéchol et le pyrogallol comme substrats.  

Karbassi et al. (2003) suggèrent que la conformation de la tyrosinase activée par le SDS 

est peut stable. Cependant, elle possède une flexibilité suffisante pour avoir une activité 

maximale. Le SDS contient une longue chaine alkyl hydrophobe, qui peut induire des 

changements de la structure secondaire de la tyrosinase (Jiang et al., 2003).  

Moore et Flurkey (1990) suggèrent que le processus d’activation de la tyrosinase par le 

SDS implique un changement de conformation de la protéine qui peu induire une 

augmentation de l’activité enzymatique.  
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Conclusion générale et perspectives  

Après la réalisation de ce travail, nous avons pu constater que l’activité o-aminophénol 

oxydase est activée seulement par les détergents anioniques ou le SDS est le meilleur 

activateur. La tyrosinase est inhibée par les détergents non ioniques et aux concentrations 

élevée de SDS. 

L’augmentation de la concentration du SDS provoque un déplacement du pH optimal de 

l’activité o-aminphénol oxydase du domaine acide vers le domaine alcalin. En milieu 

acide, l’enzyme est activée à de très faibles concentrations du SDS. 

Le degré d’activation de l’activité o-aminophénol oxydase dépend du pH et de la 

concentration en SDS du milieu réactionnel.  

Le SDS provoque une augmentation des paramètres cinétiques de la tyrosinase  suite au 

changement de conformation de l’enzyme. 

Pour compléter ce travail, il est envisageable d’étudier l’effet du détergent sur la 

conformation de l’enzyme par  l’utilisation des méthodes spectroscopiques comme le 

dichroïsme circulaire et la fluorescence intrinsèque ceci afin de mieux comprendre le 

mécanisme d’activation de la tyrosinase par les détergents anioniques. 
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Annexes 
 

Solutions tampons 

1. Tampon phosphate de  sodium 0.05 M (pH 6-8) 

Préparer les deux solutions suivantes : 

Solution A: Na2 HPO4, 12 H2O à 0.05 M 

Solution B: KH2PO4 à 0.05 M 

Mélanger les deux solutions précédentes pour avoir les pH suivants : 

pH Solution A (ml) Solution B (ml) 

6 875 125 

7 390 610 

7.6 137.5 862.5 

8 55 945 

 

2. Tampon acétate de sodium 0.05 M (pH 4-5.6) 

Préparer les deux solutions suivantes : 

     Solution A : acide acétique à 0.05 M 

Solution B: acétate de sodium à 0.05 M 

Mélanger les deux solutions précédentes pour avoir les pH suivants : 

 

pH Solution A (ml) Solution B (ml) 

4 820 180 

4.6 510 490 

5 296 704 

5.6 960 904 

 

 

3. Tampon phosphate de sodium pH : 9 ; 10 et 11. 

 Préparer les trois solutions suivantes : 

Solution A: 0.05M Na2 HPO4 (8.8g/l) 

Solution B: 0.05M HCl (4.91g /l) 

Solution C: 0.05M NaOH (2g/ l) 

Mélanger les trois solutions précédentes pour avoir les pH suivants : 
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pH Solution A  

(ml) 

Solution B 

(ml) 

Solution C 

(ml) 

9 955.0 45  

10 966.0  33.6 

11 965.3  34.7 

 

4. Tampon KCl-NaOH pH : 12. 

 Préparer les deux solutions suivantes : 

Solution A 0.05M KCl (8.8g/l) 

Solution B 0.05M NaOH (4.91g /l) 

Mélanger les deux solutions précédentes comme suit : 

25ml de KCl +x ml de NaOH ce mélange complète à 100 ml d’eau distillé    

pH Solution A (ml) Solution B (ml) X 

12 25   0.6 

 



 

 

                             

Résumé 

Dans ce travail l’effet du SDS sur l’activité o-aminophénol oxydase de la tyrosinase de truffe  de 

désert a été étudié pour la première fois. L’activité o-aminophénol oxydase est mesurée par 

spectrophotométrie à 430 nm en présence du 2-aminophénol comme substrat (pH 8.0 et 30°C). 

L’activité o-aminophénol oxydase latente est seulement activée par les détergents anioniques. Le 

profile d’activation de l’enzyme par le SDS dépend fortement du pH du milieu. Aux concentrations 

supérieures à 2.5 mM du SDS l’enzyme est inhibée (la concentration micellaire critique du 

SDS varie de 7 à 10 mM dans l’eau à 25 °C). La représentation de Lineweaver Burk indique 

que le SDS cause une augmentation  des paramètres cinétiques Km et Vmax et de pouvoir catalytique 

 de l’enzyme. 

Mot clés : Terfezia leonis Tul., 2-aminophénol, Tyrosinase, aminophénol oxydase, Activation, 

SDS. 

     ملخص

 الأمينوفينول أكسيداز للإنزيم تروزيناز المستخرج من الأرتو  في هذا العمل قمنا ولأول مرة، بدراسة تأثير كبريتات الصوديوم الدوديسيلي على نشاط

ي بطول موجة الأمينوفينول أكسيداز للتروزيناز عن طريق جهاز المطياف الضوئ الأرتو  تم قياس نشاط .(.Terfezia leonis Tul)كمأ الصحراء  

الأمينوفينول أكسيداز  الأرتو  درجة مئوية(.  يمكن تحفيز نشاط 34و 0.4نانومتر باستعمال الأمينوفينول كدعامة )درجة حموضة  034تقدر ب 

وسط فقط باستعمال المنظفات الصناعية السالبة. يتماش ى تنشيط الإنزيم عن طريق كبريتات الصوديوم الدوديسيلي تبعا مع درجة حموضة ال

 كبريتات الصوديوم الدوديسيليي )تركيز المذيلات لميلي مول 5،2التفاعلي. يعمل كبريتات الصوديوم الدوديسيلي كمثبط عند تراكيز أعلى من 

الرسم البياني لـ لاينويفر بورك يبين أن لـ كبريتات الصوديوم  (.درجة مئوية 25بـ تقدر مول في الماء في درجة حرارة  ميلي 01و 7 بينما يتراوح 

      وكذا الفعالية التحفيزية للإنزيم. ( max,VmK) الدوديسيلي تأثير على ارتفاع المعايير الحركية

كبريتات الصوديوم ، تنشيط ، اثنان أمينوفينول، تروزيناز، أمينوفينول أكسيداز، (.Terfezia leonis Tul) كمأ الصحراء :الكلمات المفتاحية

 .(SDS)الدوديسيلي

Abstract 

In this work the effect of SDS on the o-aminophenol oxydase activity of truffle tyrosinase has been 

studied for the first time. The o-aminophenol oxydase activity was measured 

spectrophotometrically at 430 nm in the presence of 2-aminophenol as substrate (pH 8.0 and 30 

°C). The o-aminophenol oxydase activity is a fully latent and was only activated by anionic 

detergents. The activation profile of the enzyme by SDS is highly dependent on the pH of the 

medium. At higher concentrations of 2.5 mM of SDS the enzymatic activity is inhibited (the 

critical micelle concentration of SDS is 7 to 10 mM in water at 25 °C(. Lineweaver Burk 

representation indicates that the SDS causes an increase of the kinetic parameters Km and Vmax and 

enzyme catalytic power.  

Keyword: Terfezia leonis Tul., 2-aminophenol, Tyrosinase, aminophenol oxydase, activation, 

SDS. 

 


