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La  datte, (PhoenixdactyliferaL.), est le fruit de palmier dattier produit dans les 

régions sahariennes et considéré comme aliment de grande importance pour la population 

habitant ces régions. La variété Deglet Nour pour sa haute qualité nutritionnelle et son 

appréciation à travers le monde  est la plus commercialisée à l’échelle nationale et 

internationale.       

Les enzymes  jouent  un rôle très important dans le processus de conversion qui se 

déroule durant le développement et de maturation des dattes. Parmi ces enzymes la 

polyphénol oxydase et/ Ou PPO. 

En présence de l’oxygène moléculaire, la PPO présente deux activités différentes, 

elle est capable d’hydroxyler les monophénols en o-diphénols (activité crésolasique ou 

monophénolasique), les o-diphénols ainsi formés sont oxydés à leur tour pour donner des o-

quinones (activité catécholasique ou o-diphénoloxydasique) qui se polymérisent pour former 

des pigments brun, rouge ou noir appelé mélanine (Arslan et Doğan, 2005 ; Kolcuoğlu et al., 

2006). En raison de sa participation majeure des effets indésirables du brunissement 

enzymatique, la PPO a suscité l'attention considérable des chercheurs du domaine agro-

alimentaire. 

La prévention de cette réaction a toujours été un défi pour les scientifiques en 

produits alimentaires. Malgré que plusieurs investigations aient été rapportées sur l’étude des 

paramètres cinétiques de la PPO obtenue à partir de différentes sources de fruits et de 

végétaux, la PPO des dattes n’a pas reçu l’attention similaire. 

L’objectif  souligné dans notre étude vise une compréhension du comportement 

cinétique de la PPO  extraite d’une  source originale et locale « Deglet Nour »   et ceci via la  

détermination des conditions optimales de la PPO  

Dans le premier chapitre nous présenterons une synthèse bibliographique sur les 

dattes et  une partie sur la PPO. Les procédures expérimentales utilisées seront détaillées dans 

le deuxième chapitre, tandis que pour le troisième chapitre nous présentant nos  résultats avec 

une discussion. 

Une récapitulation succincte des résultats ainsi que les perspectives ouvrant la voie à 

des études ultérieures sur la PPO, sont regroupées dans le dernier chapitre. 
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1.1 Les dattes Deglet Nour (Phoenix dactylifera L) 

1.1.1 Généralités sur le palmier dattier 

Le palmier dattier : Phoenix dactylifera L., provient du mot (Phoenix) qui signifie dattier 

chez les phéniciens, et dactylifera dérive du terme grec (dactulos) signifiant doigt, allusion 

faite à la forme du fruit (Djerbi, 1994). 

C’est une espèce arborescente connue pour son adaptation aux conditions climatiques trop 

sévères des régions chaudes et sèches (Bouguederi et al., 1994 ). 

En général, les palmeraies algériennes sont localisées au Nord-Est du Sahara au niveau des 

oasis où les conditions  hydriques et thermiques sont favorables (Ghazi et sahraoui, 2005).     

Le dattier c’est une espèce dioïque, monocotylédone arborescente, appartenant à une 

grande famille d’arbres à palmes et produit des dattes (Gilles, 2000; Mazoyer, 2002). 

Il s’agit d’une herbe géante qui s’élève à plus de 20 mètres de haut : un stipe élancé, plutôt 

qu’un vrai tronc, sans cerne de croissance, terminé  par un unique bourgeon d’où  émerge un 

panache de longues feuilles pennées de 5 à 6 mètres de long. Il ne porte jamais de branches : 

le long du stipe, on distingue les cicatrices foliaires, trace des palmes sèches. C’est seulement 

au bout de quatre à cinq ans, quand il fleurit et que les spathes éclatent laissant apparaître une 

grande quantité de fleurs, qu’on reconnaît l’arbre mâle de l’arbre femelle. Ses fruits les dattes, 

se présentent en énormes grappes, les régimes, formés de très nombreuses branchettes. En 

effet, il suffit d’un noyau semé pour donner une pousse, mais  de nombreux rejets vont 

envahir la base du stipe qu’il faudra ensuite élaguer (Brac de la Perrière, 1995).  L’entretien 

seul assure son allure au dattier. L’intervention  de l’homme s’avère indispensable  à toutes 

les étapes de sa croissance. C’est donc bien d’un arbre domestiqué qu’il s’agit (Benchelah et 

Maka, 2006). 

1.1.2  La classification botanique 

La place du palmier dattier dans le règne végétal est rappelée ci-dessous (Feldman, 1976) : 

Groupe : Spadiciflores 

Ordre : Palmale 

Famille : Palmacées 

Sous famille : Coryphoïdées 

Tribu : Phoenicées 

Genre : Phoenix 

Espèce : Dactylifera L. 
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Le genre Phoenix comporte au moins douze espèces, la plus connue est le dactylifera, dont 

les fruits '' dattes '' font l’objet d’un commerce international important (Espiard, 2002). 

1.1.3 Ecologie 

Les palmiers sont de la famille des palmacées ou acéracées. Les palmiers sont à l’origine, 

des arbres des régions tropicales humides, mais  au cours des âges,  ils se sont adaptés aux 

climats chauds, semi-arides ou arides.  

En Afrique subsaharienne, cette famille est largement représentée, au Sahara, on n’en 

rencontre que deux espèces, d’une importance économique  majeure, Hyphaene thébaïca, le 

palmier doum, Phœnix dactylifera, le palmier dattier (Benchelah et Maka, 2006). 

Les  palmiers dattiers sont cultivés comme arbres fruitiers dans les climats cités. Ces arbres 

peuvent s'adapter à de nombreuses conditions grâce à leur  grande variabilité (Gilles, 2000). 

Elles sont connues : une température constante supérieure à 30°C (espèces thermophile) 

pendant la maturation, une forte luminosité, une humidité relative faible, surtout pas de pluie 

sur les fruits. L’arbre veut un sol toujours humide et il supporte même un léger degré de 

salinité (Munier, 1973 ; Toutain, 1979).  Aussi la proximité d’un cours d’eau ou d’une nappe 

phréatique importante est-elle nécessaire (Benchelah et Maka, 2006). Si l’eau n’est pas en  

quantité suffisante, il faut irriguer et arroser. D’ailleurs, les Sahariens  disent que pour 

produire de bons fruits « le dattier doit avoir la tête dans le feu et les pieds dans l’eau. La 

palmeraie est donc indissociable de l’oasis, qui seule, correspond dans le désert aux 

conditions de microclimat requises (Benchelah et Maka, 2006).   

1.1.4  Cycle biologique du palmier dattier 

L’arbre consiste de plantes mâles et femelles, et c’est sur la plante femelle que se 

développent les fruits ou dates. Un plant mâle est capable de polliniser entre 40 à 50 plantes 

femelles.  Le palmier dattier produit entre 5 et 15  bouquets de  par arbre. Chaque bouquet 

peut contenir jusqu’à 1000 dates correspondant à un poids approximatif entre 6 à 8 kg. Un 

arbre de palmier commence à produire des dates à partir de 3 ans, mais généralement entre 3 

et 5 ans. Il peut rester vivant et productif pendant 150 ans environ (Benchelah et Maka, 2006). 

1.1.5  La datte 

1.1.5.1 Définition 

La datte, fruit du palmier dattier, est une baie, généralement de forme allongée, oblongue 

ou arrondie. Elle est composée d’un noyau, ayant une consistance dure, entouré de chair 

Figure (1). La partie comestible de la datte, dite chair ou pulpe, est constituée d’un :    
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 péricarpe ou enveloppe cellulosique fine dénommée peau ; 

 mésocarpe généralement charnu, de consistance variable selon sa teneur en sucre et de 

couleur soutenue ; 

 endocarpe de teinte plus clair et de texture fibreuse, parfois réduit à une membrane 

parcheminée entourant le noyau Figure (1) et (2) (Espiard, 2002). 

Les dimensions de la datte sont très variables, de 2 à 8 cm de longueur et d’un poids de 2 à 

8 grammes selon les variétés. Leur couleur va du blanc jaunâtre au noir en passant par les 

couleurs ambre, rouges, brunes plus ou moins foncées (Djerbi, 1994). La chair et le noyau 

représentent environ 85 à 90% du poids total du fruit (Hussein, Alhadrami, & Khalil, 1998). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Datte et noyau du palmier dattier (Buelguedj, 2001). 

 

Figure 2 : Une coupe réelle au niveau de datte (Chibane, 2008). 
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1.1.5.2 Formation et maturation de la datte 

     Les fleurs fécondées, à la nouaison, donnent un fruit qui évolue en taille, en consistance et 

en couleur jusqu’à la récolte (Gilles, 2000). La datte passe par différents stades d’évolution 

(Sawaya et al, 1983 ; Benchabane et al, 1996 ; Al-Shahib et Marshall, 2002). 

Le Tableau (1) présente les stades d’évolution de la datte et les appellations utilisées en 

Afrique du Nord et en Irak. 

 

Tableau .1 : Stades de développement des dattes (Djerbi, 1994). 

 

De nombreux auteurs ont adapté la terminologie utilisée en Irak. Les différents stades 

peuvent être définis comme suit (Djerbi, 1994) : 

 Hababouk : Ce stade commence juste après la fécondation et dure environ cinq semaines.  

A ce stade, le fruit est entièrement recouvert par le périanthe et se caractérise par une 

croissance lente. 

 Kimiri : Il se caractérise par la couleur verte, un grossissement rapide du fruit, une 

augmentation de la concentration en tanins et en amidon, une légère augmentation des 

sucres totaux et de la matière sèche. Ce stade dure neuf à quatorze semaines. 

 Khalal : Au cours de ce stade, la couleur du fruit passe du vert au jaune clair, puis vire au 

jaune, au rose ou rouge selon les variétés. Cette phase est marquée par une augmentation 

rapide de la teneur en sucres totaux, de l’acidité active, par contre la teneur en eau 

diminue. Elle dure trois à cinq semaines. 

 Routab : La couleur jaune ou rouge du stade khalal passe au foncée ou au noir. Certaines 

variétés deviennent verdâtres comme la khadraoui (Irak) et la Bouskri (Maroc). Ce stade 

se caractérise par : 

- La perte de la turgescence du fruit suite à la diminution de la teneur en eau ; 

- L’insolubilisassion des tanins qui se fixent sous l’épicarpe du fruit ; 

- L’augmentation de la teneur des monosaccharides. 
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- Tamr : c’est le stade final de la maturation de la datte. Le fruit perd beaucoup d’eau, ce 

qui donne un rapport sucre/eau élevé. 

1.1.5.3 Les variétés des dattes 

Chaque région a sa datte de prédilection, plus ou moins oblongue, plus ou moins colorée, 

du jaune translucide au rouge sombre, voire noir. Á chaque variété, sa propre appellation. 

L’Irak prône la zahidi, l’Égypte exalte la Samani, l’Algérie, la Deglet Nour, la Tunisie, la 

Ftimi (A.-C. Bêchera, M.Maka, 2006). 

Á chaque variété, sa propre appellation. L’Irak prône la zahidi, l’Égypte exalte la Samani, 

l’Algérie, la Deglet Nour, la Tunisie, la Ftimi (Benchelah et Maka, 2006). Plus  étonnant, un 

même fruit, à chaque étape de sa maturation, porte un nom approprié. 

Les variétés de dattes sont très nombreuses, seulement quelques unes ont une importance 

commerciale. Elles se différencient par la saveur, la consistance, la forme, la couleur, le poids 

et les dimensions (Djerbi, 1994; Buelguedj, 2001). 

En Algérie, il existe plus de 940 cultivars de dattes (Hannachi et al, 1998). Les principales 

variétés cultivées sont : 

La Deglet-Nour est une variété commerciale par excellence. C’est une datte demi-molle, 

considérée comme étant la meilleure variété de datte du fait de son aspect, son onctuosité et sa 

saveur. A maturité la datte est d’une couleur brune ambrée avec un épicarpe lisse légèrement 

plissé et brillant, le mésocarpe présente une texture fine légèrement fibreuse (Noui, 2007). 

Les variétés communes sont de moindre importance économique par rapport à Deglet-

Nour. Les variétés les plus répandues sont : Ghars, Degla-Beïda et Mech-Degla. Selon 

Belguedj (2001). Une grande proportion des variétés communes est de consistance molle 

selon la Figure (3). 

1.1.5.4 Classification des dattes 

D’après Espiard (2002), la consistance de la datte est variable. Selon cette caractéristique, 

les dattes sont réparties en trois catégories : 

1-Dattes molles : Ahmar (Mauritanie), Kashram et Miskani (Egypte, Arabie-Saoudite). 

2-Dattes demi-molles : Deglet-Nour (Tunisie, Algérie), Mehjoul (Mauritanie), Sifri et 

Zahidi (Arabie-Saoudite). 

3-Dattes sèches de consistance dure : Degla-Beïda et Mech-Degla (Tunisie et Algérie), 

Amersi (Mauritanie). 
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Figure 3: Classification des dattes (Estanove, 1990). 

 

1.1.5.5  Composition biochimique de la datte 

Les  dattes  (Phoenix dactylifera L.) constituent spécifiquement un important aliment dans 

les régions arides et semi-arides du monde, elles contiennent des carbohydrates de 44 à 88%, 

principalement du fructose, du glucose et du saccharose ; des lipides de 0.2 à 0.5% ; des 

protéines de 2.3 à 5.6% ; des fibres diététiques de 6.4 à 11.5% ; des éléments minérales (le 

pourcentage de chaque minérale dans les dattes sèches varie de 0.1 à 916  mg/100g de datte), 

et des vitamines (comme vitamine C, B1, B2, A, riboflavine et niacine) (Al-Hooti et al., 1995; 

Al-Shahib et Marshal, 2003; Sawaya et al., 1982).  

Le taux en eau des dattes est variable, et  peut atteindre au maximum 25% (Belarbi et al.; 

2000). 

En plus de sa valeur nutritionnelle, les dattes sont riches en composés phénolique qui 

possèdent une activité antioxydante (Mansouri et al, 2005 ; Vayalil, 2002 ; Al-Farsi et al, 

2005 ; Vinson et al, 2005). 

Les dattes sont aussi une bonne source des macroéléments  comme le phosphore, le fer, 

potassium et d’une quantité importante en calcium (Gamil-Abdel-Hafez et al., 1980; Anwar-

Shinwari, 1987). 

1.1.5.6 Les enzymes des dattes 

Les enzymes  jouent  un rôle très important dans le processus de conversion qui se déroule 

durant le développement et de maturation des dattes. L’activité des quatre enzymes citées     

ci-dessous présente un intérêt particulier pour la qualité final du produit (Barreveld, 1993) : 

Invertase : responsable de la conversion du saccharose en sucre invertis (glucose et fructose) 

elle influe sur la texture du fruit ; 
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Polygalacturonase et pectinesterase : convertissent les substances pectiques  insolubles en 

pectique plus solubles attribuant au fruit la texture molle ; 

Cellulase : décompose /hydrolyse la cellulose en substances plus simple, ce qui augmente  la 

solubilité et conduit éventuellement à la formation du glucose, ainsi le taux de fibre diminue ; 

Polyphénol oxydase : est responsable des transformations biochimiques des polyphénols dont 

l’exemple: les tannins. Cette enzyme joue un rôle très important dans les réactions de 

brunissement non enzymatique des dattes (Sachde et al., 1989a,b ; Hasegawa et Maier, 1980). 

La connaissance de l’activité de ces enzymes a une importance capitale pour le 

conditionneur et le transformateur. Sous l’effet de la température et de l’humidité, l’enzyme 

pet être activée ou inhibée. L’enzyme est active en solution ou dans un milieu aqueux. 

1.1.6 La répartition  de Deglet Nour  en Algérie 

En Algérie, la région de Béchar, le Touat, le Tidikelt et le Mzab ont de belles palmeraies, 

mais le pays des dattes se situe entre Ouargla, Oued Rhir et Souf et se poursuit dans le Djerid  

et Nefzaoua en Tunisie. 

Comme c’est indiqué dans la Figure (4) le plamier dattier Deglet Nour est repartie dans les 

quatre régions d’Algérie suivante : Saoura (Igli et Beni Abbes), Touat (Adrar et Timimoun), 

centre (Chardaia et El Golea), et Rhir-Zibans (Biskra, (Ferfar), Touggoun (Touggourt, El 

Arfiane et Sidi Mahdi) et Ouargla). 
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Figure 4: La répartition des cultivars de palmier dattier (Phoenix  dactylifera L.) dans le Sud 

Algérien (Bennaceur et al., 1991). 

 

1.1.7  Production mondiale des dattes  

Selon FAO (2004), la production des fruits de dattes dans le monde est estimée à 6.7 

million de tonnes. L’Algérie et la Tunisie sont les premiers  exporteurs de Deglet Nour en 

France et en Europe (Guizani et al., 2010). En 2004, la Tunisie à produire prés de 110 000 de 

tonnes de dattes (Guizani et al., 2010). 

En Algérie, la production annuelle de dattes est en moyenne de 200.000 tonnes (Le Berre 

et Ramousse, 1918).  

1.1.8  Utilisation des dates et de palmier dattier 

Le palmier dattier est considéré comme un arbre providentiel, véritable «arbre de vie».  

Notre  Prophète Muhammad (paix soit sur lui) la nomme ‘‘l’arbre béni’, Et certainement  est 
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un don  éternellement associé à l’humanité et au  monde arabe,  c’est pour cela  le palmier est 

devenu important dans la culture musulmane. Les dattes sont la base de l’économie 

saharienne. Le palmier dattier représente un élément fondamental de l’écosystème oasien et 

d’une importance social en assurant une stabilité des populations qui vivent dans les oasis (Le 

Berre et Ramousse, 1918).  

Le tronc du palmier dattier est utilisé comme étant un bois de chauffage et des charpentes des 

maisons (Chehma  et Longo, 2001) : 

Les palmes sèches sont utilisées comme clôtures, des brises de vent, dans la confection de 

couffins, de chapeau, etc. Ils peuvent même servir en industrie de papier (Kachmoula, 1982). 

Les dattes sont utilisé pour la production de confiture, du jus et des sirops (Al-hooti et al., 

1996; Cheikh-Rouhou et al., 2006; Hobani, 1998; Khatchadourian et al., 1983; Youssif et al., 

1990; Youssif et Alghamdi, 1999; Youssif et al., 1996). 

Les sous-produits des dattes ont été utilisé comme substrat de fermentation pour la 

production de biomasse (Al obaidi et Berry 1982; Nacib et al., 1999), ou la production de 

divers métabolites tels que l’acide citrique, l’oxytetracycline ou l’ethanol (Abou Zied et al., 

1991; Abou Zied et Baghlef, 1983; Abou Zied et Khoja, 1993; Al obaidi et Berry 1982).  

Les noyau des dattes ont été utilisé comme source d’huile contenant du tocophérol, des 

composés phénoliques et des stérols (Besbes et al., 2004). 

Les dattes ont des propriétés médicales diverses. Elles sont utilisées pour soigner les 

hémorroïdes, les troubles intestinaux, les constipations, l’ictère, les rhumes, le maux de gorge, 

les affections broncho-pulmonaires, la fatigue, et les  maladies nerveuses (Benchelah et Maka, 

2006). 

1.1.9 Le brunissement enzymatique des dattes 

Le brunissement enzymatique est un problème significatif dans un certain nombre de 

produits importants, particulièrement fruits tels que des abricots, des pommes, des poires, des 

pêches, des bananes, et des raisins ; légumes comme  pommes de terre, champignons, et 

laitue ; et fruits de mer tels que la crevette, les langoustes, et les crabes (Sapers, 1993). 

 Selon Nicolas et Potus, 1993 ; les phénomènes de brunissement des tissus végétaux sont la 

première manifestation d'un désordre cellulaire après une mise en contact accidentelle de 

substrats et d’enzymes. 

Les substrats  phénoliques regroupent un vaste ensemble de substances chimiques 

comprenant au moins un noyau aromatique, et un ou plusieurs groupes hydroxyle, en plus 

d'autres constituants (Salunkhe, 1990). Les polyphénols naturels vont de molécules simples, 

comme les acides phénoliques, à des composés hautement polymérisés comme les tanins. 
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Il existe différentes classes de polyphénols, notamment : les acides phénoliques, les 

flavonoïdes, les tanins, les lignanes, les saponines, les phytostérols ou bien phytostanols. Les 

plus importants sont: les acides phénols, les flavonoïdes et les tanins, responsables de la 

structure des fruits et légumes. Ils sont transformés en quinones, qui se polymérisent grâce à 

l'oxygène ; conduisent à des composés plus ou moins colorés. Ils peuvent réagir avec les 

acides aminés. 

Le brunissement enzymatique est dû à des enzymes  les polyphénol-oxydases. (Macheix et 

al., 1990). en général, les dattes sont riches en polyphénols (substrats) dont l'oxydation 

enzymatique est à l'origine du brunissement plus ou moins intense (Jarrah et al., 1982). 

En effet, au cours du stockage, la qualité relative des polyphénols simple et des tanins 

solubles diminue. Les flavones disparaissent en donnant des composés oxydés de couleur 

brune ainsi que des acides dactylifériques (Mohamed et al., 1985). 

La vitesse de la réaction dépend de la teneur en substrat. Le pH optimum pour la réaction 

est 5-7, souvent 6-6,5. C'est pourquoi les fruits les plus acides brunissent moins. Tant que les 

tissus restent sains, il n'y a pratiquement pas de brunissement. (Cheftel et al., 1977). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Chapitre 1. Synthèse bibliographique 

 

02 

 

1.2 La polyphénol oxydase  

1.2.1 historique et perspectives  

La polyphénol oxydase a été découverte en 1856 par Schoenbein dans le champignon 

Boletus luciferus. Il a observé que l'extrait de ce champignon catalyse l'oxydation en aérobie 

de certains composés dans les plantes provoquant ainsi la formation d'un pigment bleu 

(Schoenbein, 1856; Whitaker, 1995) 

La polyphénol oxydase a été préparée pour la première fois simultanément par Kubowitz 

(1938) à partir des pommes de terre et par Keilin et Mann (1938) à partir d’Agaricus bisporus 

et partiellement purifiée par précipitation. C'était la première enzyme purifiée par 

chromatographie d’affinité (Lerch, 1981; Jolivet et al., 1998). Et depuis, la PPO a suscité plus 

d’ attention et plusieurs études sérieuses ont été porté d’une part sur la compréhension de 

mécanisme réactionnel  et d’autre part sur le rôle de l'enzyme dans  le brunissement 

enzymatique  (Seo et al.,2003 ;Halalouili et al.,2006 ;Virador et al.,2010 ;Cheng et 

al.,2013 ;José et al.,2014).  

1.2.2 Définition, nomenclature et classification  

1.2.2.1 Définition 

Les polyphénols oxydases appartiennent au groupe des oxydoréductases. (Anon;1973). 

Les polyphenols oxydases (PPO) sont largement répandues dans le règne microbien, 

végétal et animal. Elles participent à la mélanogénèse chez les mammifères et au 

brunissement enzymatique des fruits et des légumes. Bien que le terme générique de PPO soit 

couramment utilisé, il s’agit en réalité d’une vaste famille d’enzymes réunissant les 

tyrosinases (EC 1.14.18.1), les catechol oxydases EC 1.10.3.1 et les laccases EC 1.10.3.2.  

(Mesquita & Queiroz.,2013). 

     1.2.2.2 Classification et nomenclature 

     L’union internationale de biochimie avait donné aux enzymes des noms systématiques 

fondés sur le type de réaction qu’elles catalysent et sur la spécificité de leurs substrats. 

L’o-diphénol oxydase qui appartient au groupe des oxydo-réductases a été définie par 

(Dixon et Webb ; 1964) comme l’o-diphénol : oxygène, oxydoréductase (E.C.1.10.3.1.),le 

nom tyrosinase, très souvent donné à l’enzyme, était, par conséquent, en contradiction avec la 

nomenclature officielle. C’est pourquoi en 1972, cette nomenclature a été modifiée et le 

complexe nommé monophénol, dihydroxyphénylalanine : oxygène, oxydo-réductase 

(E.C.1.14.18.1.) (Martinez & Whitaker, 1995.,Mesquita & Queiroz.,2013).  
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La PPO catalyse  l’o-hydroxylation des monophénols (activité monophénolase) et 

l'oxydation des o-diphénols en o-quinones (l'activité diphenolase) avec l'oxygène comme 

oxydant primaire (Mayer.,2006 ;Mesquita & Queiroz.,2013) 

 L'activité monophenolase (EC 1.14.18.1), également appelée hydroxylase ou crésolase, est 

toujours couplée à l'activité diphénolase (EC 1.10.3.1), catécholase ou oxydase.Toutefois, 

l'activité diphenolase n'est pas toujours précédée par l'activité hydroxylase (Mayer.,2006., 

Mesquita & Queiroz.,2013). 

1.2.2.2.1 Activité monophénoloxydase (EC 1.14.18.1) 

Les monophénol oxydases ou monoxygénases catalysent l’hydroxylation des  

monophénols  en  o-diphénols. Cette enzyme est également 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 monophénol oxydase 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. (Mayer et al.,2006., Martiınez et al.,2012).  

    1.2.2.2.2 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 qui 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 à partir de plusieurs espèces montrent une ou les deux 

activités (Burton, 1994 ; Thomas, P and Janave, 1986).  

Les deux activités de la PPO sont présentées dans la Figure (1). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Schéma des deux réactions catalysées par la polyphénol oxydase. 
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1.2.3. Structure moléculaire et site actif 

 

1.2.3.1 Structure moléculaire 

 

En général, le poids moléculaire de PPO varie considérablement d'une source à une autre, 

les PPO de nombreuse sources végétales ont des masses moléculaires de 32 à plus de 200 

kDa, essentiellement dans l'intervalle de 35-70 kDa (Van Gelder et al.,1997, 

Klabunde.,1998 ;Yang et al., 2000, Virador et al.,2010). 

La PPO native  d'Agaricus bisporus  est une métalloenzymes oligomérique de 569 acides 

aminés, de forme globulaire et 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 , qui diffèrent par leur composition en acides aminés,  formant ainsi une structure 

tétramérique de la forme H2L2 ayant un poids moléculaire global apparent de 128-133 kDa  et 

possédant 4 atomes de Cu groupés par paires. La structure secondaire de la PPO est 

principalement  α- hélicoïdale. Le cœur de l’enzyme est constitué de quatre paquets spiraux 

composés d’hélice α : α2,  α3,  α6 et  α7. Le paquet hélicoïdal est adapté au centre catalytique  

binucléaire de cuivre et qui est entouré par les hélices,  α1  et  α4, et de plusieurs coudes β. 

Dans la PPO d’Agaricus bisporus, l’isoleucine est le N-terminal, tandis que la valine est le C-

terminal (Mayer et Harel, 1979). 

1.2.3.2 Site actif 

La PPO est une métalloenzyme 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 (Yang et al., 2000). 

La structure secondaire de la PPO 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 de cuivre et qui est 

entouré par les hélices,  α1  et  α4, et de plusieurs coudes β. Deux ponts disulfures (Cys 11–

Cys 28 et Cys 27–Cys 89) aide à ancrer la région N-terminale riche en  boucle  (résidus 1–50) 

à l’hélice α2. La paire du cuivre (CuA et CuB) du site actif est coordonnée par trois  résidus 

histidine fournis par les quatre hélices α (figure 2 et 3).  

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, tan disque l’His 109 et  His 118 sont au début et au milieu de l’hélice α3. Le 
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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 PPO avec l'oxygène moléculaire et ses 

substrats phénoliques (Van Gelder et al., 1997 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6: Structure de la tyrosinase des procaryotes proposée par Sendovski et al. (2010). Les 

ions de cuivre dans le site actif sont colorés en marron. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                    

                      Figure 7: Site actif de la tyrosinase (Ben-Yosef et al ., 2010). 
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1.2.4 Distribution, localisation subcellulaire et rôle physiologique 

    1.2.4.1 Distribution et localisation subcellulaire  

La distribution de la PPO dans les différentes parties des fruits et légumes et la proportion  

de l’enzyme liée sur l’enzyme soluble peuvent être considérablement inégales.(Mayer et 

al.,2006).L’activité de PPO est très faible dans les jeunes plantes, souvent indétectable 

(Mayer., 1979). Beaucoup de chercheurs se sont intéressés aux  PPO de diverses sources telles 

que : les truffes (Miranda et al.,1996 ;Perez-Gilabert et al.,2001 ;Zarivi et al.,2003 ;Gouzi et 

al.,2013), les champignons(Papa et al.,1994,,Cheng et al.,2013 ), la banane ( Sojo et al., 

1998., Ünal.,2007),l’artichaut (Ziyan & Pekyardimc.,2003 ;Quarta et al.,2013),la poire (Ziyan 

& Pekyardimci.,2004 ;Kim et al.,2001), la pêche (José et al.,2014), l’abricot ( Tony et 

al.,1999), les feuilles de Tabac (Shi et al.,2001),la cerise (Kumar et al.,2008),et la pomme 

(Yemenicioglu et al., 1997). 

La PPO se trouve dans une variété des organites subcellulaires telles que les peroxysomes, 

les mitochondries (Martinez et al.,1989., Webb et al.,2013).Chez les plantes saines, la PPO est 

majoritairement présente dans les plastides., alors qu’elle est libérée dans le cytoplasme des 

fruits murs ou endommagés (Whitaker et Lee., 1995., Webb et al.,2013).  

1.2.4.2 Rôle physiologique 

La localisation spécifique  des formes actives des PPO laisse supposer que cette enzyme 

intervient directement dans la photosynthèse  et/ou  dans  la régulation  de  la  concentration  

en  oxygène  actif  dans  les  chloroplastes  (Kuwabara  &  Katoh.,1999).  Il a été montré que     

la  PPO  était  structuralement  associée au photosystème II dans la fève (Vicia faba). (Lax  & 

Vaughn.,1991)   

Dans les plantes, les PPO jouent également un rôle de résistance contre les infections 

microbiennes, virales et contre les mauvaises conditions climatiques (Martinez  &  Whitaker.,  

1995).La PPO est impliquée dans divers processus tels que, la pigmentation des vertébrés et 

mammifères, ainsi que le brunissement des fruits et des légumes (Fenoll et al.,2004). Chez les 

insectes, la PPO est impliquée dans la sclérotisation de l'exosquelette et aussi, dans la 

protection contre d'autres organismes par leur encapsulation dans la mélanine (Steffens et 

al.,1998). 

La PPO 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 construisant  une barrière, qui limite la prolifération de 

l'infection et l'altération des tissus de la plante,  grâce à leurs propriétés anti-microbiennes, 
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(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. 

Elle peut induire des modifications des protéines végétales repoussant   ainsi les herbivores 

ou les microbes pathogènes (Steffens et  al., 1998). Par son activité hydroxylase, cette enzyme 

participe également dans la biosynthèse des composés phénoliques (Zawistowski et  al.,  

1991). L'activité PPO joue aussi un rôle important dans la qualité des produits alimentaires 

(Mayer & Harel.,1991) d’une part elle est essentielle pour la coloration bénéfique de certaines 

nourritures, telles que les prunes, les raisins noires et le thé,et d’autre part elle induit le 

modifie de façon indésirable les qualités organoleptiques des fruits et des légumes(Whitaker 

& Lee, 1995 ;Mesquita & Queiroz.,2013). 

1.2.5 Mécanisme catalytique de la polyphénol oxydase 

La Figure 4 représente le mécanisme catalytique de l'activité catécholase de la PPO 

(Siegbahn, 2003). L'activité catécholase implique l'oxydation de deux o-diphénols  en deux 

quinones avec la réduction concomitante de 4e- de l'oxygène moléculaire produisant deux 

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

l'enzyme qui est 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’oxytyrosinase est formée et une deuxième o-diphénol est liée, réduisant le 

peroxyde et en produisant l’eau et la formation d’une autre o-quinone.  

Le site actif de la PPO existe sous trois  formes physiologique: la forme oxygénée 

oxytyrosinase (Eoxy) [CuII-O2
2-

-CuII], la forme mettyrosinase (Emet) Cu(II), et la forme 

deoxytyrosinase (Edeoxy) Cu(I) (Rodríguez-López et al.,1992; Valero et al., 2002; Espín et al., 

1997 ; Eicken et Sacchettini, 1999; Claus et Decker, 2006). Les deux états met- et 

oxytyrosinase possèdent l'activité catécholase, tandis que l’activité crésolase exige l’état oxy 

(Claus et Decker, 2006). 
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Figure 8: Schéma illustrant le mécanisme catalytique de l’activité catécholase de la PPO 

(Nelson et Mason, 1970). 

1.2.6 Extraction du polyphénol oxydase: 

La PPO 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) et est partiellement purifiée par précipitation (Jolivet et al., 1998). 

Plusieurs méthodes d’extraction et de purification de la PPO 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. (1994), et de Fan et Flurkey (2004). 

Trois problèmes doivent être traités avant d’extraire la PPO 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 les produits se polymérisent et se 

précipitent, sur la protéine enzymatique (Vámos-Vigyázό, 1981). La latence est un problème 
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mineur avec la polyphénol oxydase végétale, comme dans la plupart des espèces l'enzyme est 

présente sous la forme active. 

La PPO 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 PPO, la 

concentration de l’enzyme est de l’ordre de 0.004%  ce qui implique l’utilisation de 1 kg de 

champignon pour avoir un rendement de 40 mg de PPO purifiée (Zawistowski et al., 1991). 

Les PPOs liées peuvent être solubilisées dans un milieu hypotonique, par l’utilisation des 

agents chimiques tel que les détergents (Tween-80®, Triton X-100®, SDS : Sodium Dodecyl 

Sulfate), ou au moyen des agents physiques comme les ultrasons (Vámos-Vigyázό, 1981 ; 

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

l'activité PPO (Whitaker, 1995). Une caractéristique inhabituelle de cette enzyme est sa 

capacité à exister dans un état inactif ou latent (Gandia-Herrero et al, 2004). PPO peut être 

libéré de latence, ou activé par une variété de traitements ou des agents dont l'acide et de base 

choc (Kenten, 1957), de l'urée (Okot-Kotber, 2002), les polyamines (Jimenezatienzar et al. 

1991), les détergents anioniques tels que le SDS al (Santosh et al., 2006), des protéases 

(Laveda et al. 2001) et des acides gras (Golbeck et al., 1981). 

     La solubilisation, est habituellement réalisée après préparation de  poudre d'acétone ou 

l'extraction  avec des détergents et d'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 pendant l’obtention d’une préparation soluble 

PPO sont la prévention  de l’oxydation enzymatique des composés phénoliques endogènes et 

la formation des pigments pendant le broyage de la matière végétale et l’extraction de 

l’enzyme. Les pigments pourraient s’associer avec la protéine enzymatique et rendre cette 

dernière insoluble et inactive (Vámos-Vigyázό, 1981).  

Pendant l'extraction de la PPO, des réactions de tannage peuvent être avoir lieu, et ont 

comme 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 PPO devraient être 

effectuées à basse température, probablement à -20°C voire -30°C; en tout cas à des 

températures inférieures à 0°C (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Zawistowski et al., 1991). Le 

morcellement  et l'homogénéisation sont souvent faits dans l’azote liquide ou dans l’azote 

atmosphérique pour réduire le plus possible les interactions protéine- phénol. Dans certains 

cas, la congélation rapide et la lyophilisation du matériel sont recommandées comme 
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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 appliquées. 

Parfois l'extraction avec un tampon approprié précède l'étape de précipitation par l’acétone. 

La précipitation d'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 pourrait 

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, aussi bien que des inhibiteurs  réversibles d'enzymes, ce 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). 

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 

polyphénol oxydase. Elle peut être effectuée par l'addition  dans l'extrait enzymatique des 

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

polyvinylpolypyrrolidone (PVPP).  

Nous avons constaté que ce procédé change les caractéristiques cinétiques de la polyphénol 

oxydase de champignon dans le milieu organique, dans une certaine mesure, 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 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 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 PPO (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Zawistowski et al., 1991). Le polyéthylène 

glycol (PEG) est parfois préféré, peut-être parce que sa solubilité dans l’acétone 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 
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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 PPO peut être entravée en 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, 

phénylméthylsulfonyl, et le Trasylol) a conduit à la diminution du nombre des formes 

d'isoenzymes obtenues lors de la purification de la PPO de pêche et de datte (Mayer et Harel, 

1991 ; Zawistowski et al., 1991). 

1.2.7 Les méthodes de détermination de l’activité PPO 

La détermination de l'activité enzymatique de la PPO n'est pas aussi simple qu'elle peut 

apparaître. Un certain nombre de facteurs doivent être pris en considération pendant la 

détermination de l'activité enzymatique  afin d’éviter une surestimation ou des résultats faux. 

L'activité de la PPO 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 du la concentration du substrat, et la polymérisation du produits (Vámos-Vigyázό, 

1981). 

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 méthode la plus commune pour la mesure de activité de la PPO est la 

spectrophotométrique de la formation de quinones au 400-500nm, selon les substrats 

(Serradell et al.,  2000; Yoruk et Marshall, 2003).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 de l'eau dans le 

milieu contenant du tritium à partir du [2.6- 
3
H] monophénol tel que la [3.5- 

3
H] tyrosine 

(Mayer et Harel, 1991 ; Jolivet et al., 1998). Il est également plus commode de 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). Plusieurs méthodes pour la mesure de l’activité PPO sont 

proposées et les chercheurs travaillant sur cette enzyme définissent leur propre méthode. Il est 

par conséquent difficile de comparer entre les activités de la PPO des diverses sources. 
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L'activité de la PPO varie entre les fruits et légumes (Nunez-Delicado et al., 2005). 

1.2.8 Effet du pH sur l'activité PPO 

Le pH optimal de l’activité enzymatique de la PPO varie avec la source de l’enzyme et aussi 

en grande partie avec le substrat. Pour la plupart des PPOs 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 PPO 

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. 

1.2.9 Effet de la température sur l’activité PPO 

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

l’effet du pH (Joslyn et Ponting, 1951; Vámos-Vigyázό, 1981). Amiot et al. (1997) ont 

montré que la PPO n’est pas une enzyme thermostable. En effet, des traitements thermiques 

de courte durée 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). 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 

1.2.10 Les substrats de la PPO  

    Les PPO des  plantes ont grandes spécificités des substrats et sont capables d'oxyder une 

variété de mono, di ou les polyphénols. Les composés phénoliques sont des substances 

naturelles qui contribuent à la richesse sensorielle (couleur, goût, arôme et texture) associée à 

la qualité des fruits (Es-Safi et al ; 2003). 

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

(catécholase) peuvent catalysées une grande variété des substrats (Whitaker, 1995). La PPO 

présente différentes affinités vis-à-vis du même substrat selon la source de son obtention 

(l’espèce, le genre, le cultivar, ou également le tissus) (Zawistowski et al., 1991).  
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     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, des grandes différences dans les paramètres cinétiques (Km et Vmax) sont obtenues 

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

Par exemple, la substitution en position 3 (exemple : le 3-méthyl catéchol) cause une 

diminution de l'affinité de l'enzyme pour le substrat à cause de la gêne stérique. La présence 

d'un groupement donneur d’électron en position 4 (exemple : le 4-méthyl catéchol ou l’acide 

chlorogénique) ou d’un groupement attracteur d'électron (exemple : le 4-nitrocatéchol ou le 

3,4-dihydroxy acide benzoïque) augmente ou réduit la réactivité du substrat, respectivement 

(Vámos-Vigyázό, 1981). 

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 substrat phénolique le plus simple de la PPO est le catéchol puisqu’il posse la structure 

de base des o-dihydroxyphénol, mais 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. 

1.2.11 Applications de la PPO  

     Au cours de ces dernières années, les  polyphénols oxydases ont suscité un intérêt 

considérable en raison de leur forte capacité d'oxyder les composés aromatiques. Cette 

caractéristique rend l'utilisation de polyphénols oxydases très appropriée pour certaines 

applications biotechnologiques notamment dans l’industrie des aliments, l’industrie des pâtes 

et papiers, de textile,ainsi dans  la médecine et l'environnement. 

      Les Polyphénol oxydases, en particulier les laccases ont d’intérêts dans la cuisson car elles 

sont capables de former des biopolymères  par le phénomène de  cross-link (Rodriguez & 

Toca.,2006).Elles peuvent être également utilisées pour la biosynthèse des antioxydants et 

colorants alimentaires (Simsek & Yemenicioglu.,2007). 

     L’application des polyphénols oxydases dans l’industrie alimentaire comprend la 

formation de la couleur et de l'amélioration de la saveur du thé, du cacao et du café, de la 

pectine de betterave à sucre,la détermination de l'acide ascorbique et de la gélification et 

également comme un biocapteur (Polaina & MacCabe.,2007). 

     Dans le secteur médical, Cowan et al.(2000) ont montré que la polyphénol oxydase peut 

inhiber l'adhérence de Streptococcus sobrinus au niveau de la cavité buccale,de plus ,elle peut 

être utilisée également  pour le traitement de la maladie de Parkinson via la conversion de la 
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L-tyrosine en L-DOPA (Xu, et al., 1998 & Asanuma, et al.,2003).En outre,les PPO peuvent 

faire l’objet de marqueur de vitiligo qui est une  maladie auto-immune,et/ou comme agent de 

traitement en tant que précurseur de médicament et suppresseur de tumeur (Seo et al.,2003). 

     Seule ou parfois associée à d’autres enzymes telle que la laccase (Kochana et 

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

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

Yoo.,2009,Njagi et al., 2010),le catéchol (Ameer & Adeloju.,2009 ;Tan et al.,2010), le phénol 

et ses dérivés (Adamski et al., 2010).  

     Dans le domaines agroalimentaire et environnement, les biocapteurs à PPO peuvent être 

utilisés également pour le dosage de certains polluants chimiques (Durán & 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 PPO 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)de même ,dans l'industrie 

de  textile, les PPO sont utilisées dans  le blanchiment ,la teinture et la décoloration 

(Rodriguez & Toca.,2006). 
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2.1 Matériels  

2.1.1 Matériel biologique  

 La datte Deglet Nour (Phoenix dactylifera L) est utilisée comme source de la polyphénol 

oxydase (Figure 5).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9 : Deglet Nour (Phoenix dactylifera L) 

2.1.2 Produits chimiques  

La pyrocatéchol (catéchol , 98%) fourni par Fluka; acide orthophosphorique (84-90% Prolabo Ph. 

Eur) ; le KH2PO4, 2H2O (99.5% Prolabo R. P Normapur) ; le Na2HPO4, 2H2O (99.5% Prolabo R. P 

Normapur); acétate de sodium; acide acétique;  Acétone (99.8% Carlo Erba);  le spectrophotomètre 

(Thermoscientific (UV/Visible)); un bain-marie (Grant -Sub 28 ; Memmert) ; et une 

centrifugeuse (Fisher Bioblock Scientific) ; vortex ; mixeur (Warning Commercial Blender 

800 EG, Model BB 90E). 

2.2 Méthodes  

2.2.1 Extraction de la PPO  

La PPO est extraite à partir des dattes Deglet nour (Phoenix dactylifera L). 

                  150g de chair de Deglet Nour lavés à l’eau distillée, séchés à l’air libre et refroidis à (-

15°C).  Ensuite  sont homogénéisés pendant 2 min à l’aide d’un mixeur dans 225 ml d’une 

solution d’extraction composée de tampon phosphate refroidis  (0.05 M à pH 7.0) contenant 

3.75g de PVPP (1%). 
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Le broyat est ensuite filtré à travers quatre couches de la gaze par pressage  manuel. Le 

filtrat ainsi obtenu est centrifugé pendant 10 min à 4000 trs/min  dans une centrifugeuse.   

Le surnageant récupéré d’un volume total de 150 ml et de couleur jaunâtre, représente 

l’extrait brut de la PPO. L’extrait brut de la PPO est conservées à -10 °C. 

2.2.2 Mesure de l’activité catécholase de la PPO 

L’activité catécholase de l’extrait brut de la PPO de la datte Deglet nour est mesurée à 410 

nm en utilisant le catéchol comme substrat par la mesure directe de la formation des o-

quinones  à l’aide d’un spectrophotomètre (Thermo Scientific HeλlOS γ) en présence 

oxygène/aire (Fan et Flurkey, 2004 ; Espín et al., 1995).  

Le catéchol à 0.4 M est préparée dans une solution d’acide ortho-phosphorique à 0.5 mM 

(Fan et Flurkey, 2004). Le milieu réactionnel contient 1 ml de substrat à 40 mM. La réaction 

d’oxydation est déclenchée par l’ajout de 20 µl d’enzyme. La variation de l’absorbance est 

enregistrée toutes les 10 secondes pendant deux minutes après l’ajout de l’extrait 

enzymatique. La vitesse initiale (v0) représente la pente de la partie linéaire de la courbe de 

l’absorbance en fonction du temps 
 
Figure (10) (Ünal, 2007).  

 Les solutions  tampon  et de substrat sont préincubées dans un bain marie réglé à 30°C 

pendant 5 min. L’échantillon blanc contient seulement 1 ml de solution tampon acétate avec 

20 µl d’extrait enzymatique. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10: Exemple de calcul de la vitesse initiale d’oxydation du catéchol par la PPO de 

datte Deglet nour (Phoenix dactylifera L.) (pH 5.6-0.05 M tampon acétate de sodium ; 

catéchol 40 mM ; 30°C, extrait enzymatique 20 µl). 
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2.2.3 Effet de la concentration de l’enzyme 

La vitesse initiale de l’oxydation de la catéchol à 40 mM par la PPO de Deglet Nour 

(Phoenix dactylifera L) est mesurée à différents volumes croissants de l’enzyme compris 

entre 10 et 120 µl.  

L’activité enzymatique à été mesurée à pH 5.6 (tampon acétate de sodium 0.05 M) et à 

30°C. 

2.2.4 Détermination des paramètres cinétiques de l’activité catécholase de la PPO 

Pour déterminer les paramètres cinétiques (Km et Vmax) de l’activité catécholase de l’extrait 

brut de la PPO de Deglet Nour (Phoenix dactylifera L), l’activité enzymatique est mesurée à 

pH 5.6 (tampon acétate  de sodium à 0.05 M) et à 30°C, à différentes concentrations de la 

catéchol comprises entre 20 à 100 mM. 

Les valeurs des paramètres cinétiques ont été estimées à l’aide des représentations 

graphiques de Michaelis-Menten (V0 vs [S]) et de Lineweaver-Burk (1934) (1/V0 vs 1/[S]). 

2.2.5 Effet du pH sur l’activité catécholase de la PPO 

L’activité o-diphénolase de la PPO est mesurée à 30°C dans l’intervalle de pH compris 

entre 03 à 8.0. Les systèmes tampons utilisés sont : le tampon acétate de sodium (0.05 M ; pH 

3.0-6.0), le tampon phosphate de sodium (0.05 M ; pH 6.0-8.0). Le catéchol  à 40 mM est 

utilisée comme substrat. 

Toutes les expériences ont été réalisées deux fois. 

2.2.6 Etude de la stabilité thermique de l’activité catécholase de la PPO 

L’activité catécholase résiduelle de l’extrait brut de la PPO est mesurée après 10 minutes 

d’incubation des tubes en verre de 1 mm d’épaisseur contenant 2 ml d’extrait enzymatique 

brut dans un bain marie réglé à différentes températures comprises entre 30 à 90°C. 

Après traitement thermique, les tubes sont refroidis rapidement dans l'eau froide et 

l'activité enzymatique résiduelle est mesurée à pH 5.6 (tampon acétate de sodium 0.05 M) et à 

30°C, en présence de 40 mM du catéchol comme substrat.  

Le pourcentage de l'activité catécholase résiduelle de la PPO est calculé par comparaison 

avec l'enzyme non traité thermiquement (Doğan et al.,  2005). L’activité enzymatique 

résiduelle est calculée à partir de la formule suivante :  

 

 

 

Equation (6) 
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Où A0 est l'activité avant traitement thermique (activité de l’enzyme mesurée à 30°C) 

 At est  l'activité après traitement thermique. 

Toutes les expériences ont été réalisées deux fois. 

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 programmes 

suivants : Table Curve 2D
TM

 (Jandel Scientific Windows v2.03, Copyright© 1989-1994), 

Excel® (Microsoft Excel 97-2003), SigmaPlot 2008 (Systat Software, Inc., Windows Version 

11.0) et Origin 6.0 (Microcal(TM) Origin Version 6.0, Copyright © 1991-1999 Microcal 

Software, Inc.). 
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3.1. Extraction de la polyphénol oxydase de Deglet Nour (Phoenix dactylifera L) 

Le diagramme de l’extraction de la PPO des dattes Deglet Nour (Phœnix dactylifera L.)  est le 

suivant (Figure 11) : 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

Broyage dans 225 ml de tampon phosphate  refroidis (0.05M –pH 7.0) et 3.75g de PVPP (1%) 

pendant 2 minutes dans un mixeur. 

 

 

 

 

 

 

 

                            

     Filtration de broyat à l’aide de quatre couches de la gaze par pressage. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                                      

Centrifugation à 4000 trs/min pendant 10 minutes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

  Figure11: Protocole d’extraction du polyphénol oxydase des dattes Deglet nour (Phœnix 

dactylifera L). 

150g de chair de Deglet Nour lavés à l’eau distillée, 

séchés à l’air libre et refroidis à (-15°C). 

Dattes broyés  

Obtention d’un filtrat visqueux de couleur jaunâtre 

Le  surnagent récupéré représente l’extrait brut de la 

PPO (150ml) est conservé à -10°C. 
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L'activité de la PPO dans l’extrait brut a été testée par leur activité catécholase  en utilisant 

le catéchol à 40 mM comme substrat spécifique. On a observé que l'extrait brut est capable 

d'oxyder le catéchol due à la présence d'une oxydase qui est la polyphénol oxydase. 

3.2 Propriétés biochimiques de  l’activité catécholase 

3.2.1. Effet de la concentration de l'enzyme 

Afin de déterminer les paramètres cinétiques de la PPO dans les conditions Michaeliennes, 

il était nécessaire de déterminer la concentration en enzyme qui permet d’obtenir une réponse 

linéaire de la vitesse initiale en fonction de la concentration de l’enzyme. Dans ces conditions, 

la vitesse de réaction dépend uniquement de la concentration en substrat. L’oxydation a été 

réalisée avec une concentration saturante en catéchol, soit 40 mM de volume réactionnel et 

différents volumes d’extrait enzymatique allant de 10 à 110 µl par 1 ml de volume 

réactionnel.  

 

  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12: Effet de la concentration de la catéchol oxydase de Deglet Nour (Phoenix 

dactylifera L) sur la vitesse initiale d’oxydation du catéchol (tampon acétate 0.05 M-pH 5.6 ; 

30°C ; catéchol 40 mM) 

La Figure (12) montre que l’activité catécholase dépend de la concentration de l’enzyme et 

est directement proportionnelle à sa concentration dans le milieu réactionnel. Ce même 

comportement a été également décrit par Ziyan et Pekyardimci (2004) et Gouzi et 

Benmansour (2007). 
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D’après cette expérience, nous avons choisi le volume de l’enzyme de 20 µl comme étant 

convenable pour que la cinétique soit du premier ordre et donc pour la détermination des 

paramètres cinétiques de la PPO. 

3.2.2 Détermination des paramètres cinétiques 

      L’effet de la concentration du substrat sur l’activité catécholase a été étudié dans une 

gamme de concentration catéchol comprise entre 20 et 100 mM. Les autres paramètres 

physico-chimiques ont été maintenus constants (tampon acétate de sodium  0 .05 M-pH 5.7 à 

température  de 30°C). Les valeurs des paramètres cinétiques Vmax, Km et ont été calculées à  

partir des représentations de Michaelis-Menten (Equation (1)) et de Lineweaver-Burk 

(Equation (2)) selon les équations suivantes (Dalmadi et al., 2006) : 

 

 

……….………………Equation (1) 

 

    

  

 

………….……………Equation (2) 

 

Où  

V0      est la vitesse initiale de la réaction (µmol/l/min) ; 

Vmax  est la vitesse maximale de la réaction (µmol/l/min) ;  

[S]    est la concentration de catéchol (mM) ; 

Km    est la constante de dissociation du complexe enzyme-substrat (mM) ou constante de 

Michaelis-Menten, 

La constante de Michaelis-Menten (Km) mesure l’affinité de l’enzyme vis-à-vis du 

substrat, la faible valeur de ce paramètre signifie que l’enzyme à une forte affinité vis-à-vis de 

son substrat (Siddiq et al., 1992).  

D’après la Figure (13) on observe que lorsque la concentration du catéchol augmente de 20 

à 100 mM, l'activité catécholase augmente jusqu’à 100 mM. Au-delà de cette concentration 

saturante en substrat, l'activité enzymatique diminue en raison du phénomène d'inhibition par 

excès de substrat (Gouzi et Benmansour, 2007; Mayberry et Mallette, 1962; Palmer, 1963; 

Duckworth et Coleman, 1970).   

Il s'avère que le substrat à des concentrations très élevées, peut empêcher fortement sa 

propre conversion en produit (Palmer., 1985). Cet effet inhibiteur est souvent attribué à une 
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forte inhibition de l’enzyme par le produit de la réaction, et parfois à la compétition entre le 

produit et le substrat (Palmer, 1985 ; Macrae et Duggleby, 1968).  

Les valeurs des paramètres cinétiques apparents sont : Vmax =  0,533 Abs/min, Km = 91,8395 

mM  

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 (b) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13: Effet de la concentration du catéchol sur la vitesse initiale d’oxydation par la 

catéchol oxydase de Deglet Nour (Phoenix dactylifera L): (a) Représentation de Michaelis-

Menten, (b) Représentation de Lineweaver-Burk. 

 

 

Vmax=0,533±0,0164 
Km=91,8395±4,9964 
R²=0,995 

(a) 

 

 

Vmax=0,533±0,0164 
Km=91,8395±4,9964 

R²=0,995 
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On constate que la valeur de la constante de Michaelis-Menten est plus élevée par rapport à 

celle trouvée pour les PPOs des autres sources végétales. Par conséquent, la PPO de Deglet 

Nour d’Algérie à une faible affinité pour le pyrocatéchol comme substrat.  

Les valeurs de la constante de Michaelis-Menten de la PPO pour le catéchol comme 

substrat rapportées dans la littérature sont comme suit : 10.7 mM, pour la PPO de l’artichaut 

(Cynara scolymus L.) (Dogan et al., 2005); 2.45 mM pour la PPO de truffe (Terfezia leonis L) 

(Maache et Bendjeadia ; 2011) ; 5.55 mM, pour la PPO de la poire (Pyrus communis) (Ziyan 

et Pekyardimci, 2004); 5.2 mM pour la PPO de cerise (Malpighia glabra L.) (Kumar et al., 

2008) ; 2 mM, pour la PPO d’avocat. 

La PPO des dattes Deglet nour a une bonne affinité vis-à-vis du catéchol par rapport aux 

PPOs du choux de Chine  (Brassica rapa L.) (Km= 682.5 mM) (Nagai et al., 2001) et de la 

fleur de Rape (767 mM) (Sun et al., 2012). 

Gouzi et Benmansour (2007), Wang et al. (2007) et Önez et al. (2008) ont trouvé des 

valeurs de Km de 0.4 mM, 6.3 mM et 3.65 mM pour le catéchol comme substrat, pour la PPO 

du champignon de Paris (Agaricus bisporus), de la PPO de la mangue (Mangifera indica L.) 

et du raisin (Vitis vinifera L.) respectivement. 

Les valeurs de Km et Vmax de la PPO varies  avec le type du substrat, le tampon, de la 

concentration ionique, de la température, de la source de l’enzyme, le degré de pureté de 

l’enzyme et la méthode utilisée pour son extraction (Arslan et al., 1997 ; Dogan et  Dogan, 

2003; Ziyan et Pekyardimci, 2004). Dogan et al., (2005) supposent que le pH affecte aussi les 

valeurs apparentes du Km. 

Le tableau suivant résume les valeurs des paramètres cinétiques de quelques polyphénol 

oxydase d’origine végétales avec différentes substrat utilisé   
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Tableau 2: Paramètres cinétiques de quelques polyphénol oxydase d’origine végétale 

 

 

3.2.1 Effet du pH 

L'influence du pH sur l’activité catécholase Deglet Nour (Phoenix dactylifera L) a été 

déterminée ; on mesurant les vitesses initiales d’oxydation du catéchol à différents pH 

compris  entre 3.0 et 8.0, tout en maintenant les autres paramètres expérimentaux constants. 

Les systèmes tampon utilisés sont : le tampon acétate de sodium (0.05 M ; pH 3.0-6.0), et le 

tampon phosphate de sodium (0.05 M ; pH 6.0-8.0). 

La Figure (14) représente le profil de l'activité catécholase relative en fonction du pH pour 

l'oxydation de catéchol. L’activité catécholase est maximale à pH 5.6. De part et d’autre de ce 

pH on assiste à une diminution de l’activité enzymatique qui peut être expliquée par les 

changements du degré d’ionisation de la catéchol et/ou des résidus d’acides aminés du site 

actif qui donnent naissance aux interactions défavorables entre le site actif de l’enzyme et la 

catéchol. 

Source substrat  Vmax 

 
 
(mM) 

       Référence  

      bibliographique  

Cerise  

(Malpghiaglabra) 

 

 

Catéchol 

Pyrogallol 

4-méthylcatéchol 

 

6,97(µM/min) 

13,93 

12,20 

 

10,7 

11,6 

5,2 

 

 

Dogan et al .,(2005)  

 

Cerise  

(Malpighiaglabra) 

 

Catéchol 

pyrogallol 

4-méthylcatéchol 

 

 

79.5(µM/min) 

8.8(µM/min) 

125(µM/min) 

10.7 

 5.2 

 11.6 

 

 

Kumar et al., (2008) 
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3.21(UI/min ml) 

2.43 
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2,34( µM/min) 
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0,39(ΔAbs/ml min) 

0,07 
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Figure 14: Variation de l’activité enzymatique de la PPO des dattes Deglet Nour en fonction 

du pH.(en présence de pyrocatéchol comme substrat) 

 

Comme l’indique le Tableau (3), la PPO de datte est plus active dans les conditions acides 

que dans les conditions alcalines, ce qui est nettement différent par rapport à la plus part des 

PPOs qui montrent une activité PPO maximale dans le domaine de pH neutre ou proche de la 

neutralité. Le comportement de la PPO de datte Deglet nour vis-à-vis du pH est similaire par 

rapport à celui des PPOs des autres sources (Tableau 3). 

L’activité faible de la PPO à pH 7.0 peut être exploitée, le brunissement enzymatique des 

dattes durant leur stockage ou leur transformation peut être contrôlée par l’utilisation des 

solutions neutres.  

Le pH optimal de la PPO varie largement avec la source végétale mais généralement il est 

situé dans la gamme de pH 4.0-8.0 (Mayer et Harel, 1979 ; Yoruk et Marshall, 2003). Il 

dépend de la source de la PPO, de la nature du substrat phénolique utilisé, de la méthode 

d’extraction, de la température et de la méthode utilisée pour mesurer l’activité enzymatique 

(Whitaker, 1994 ; Luh et Phithalopol, 1972 ; Vámos-Vigyázó, 1981 ; Kolcuoğlu et al., 2006).  
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Tableau 3: les valeurs de pH optimal de la PPO obtenue à partir de différentes sources 

végétales. 

  

Source de la PPO                                             pH optimal             Référence bibliographique  

Laitue (Lactuca sativa var, capitata L.)                   5.5                     Gawlik-dziki et al. (2007) 

Fraise  (Fragaria ananassa)                                    5.0                      Dalmadi et al. (2006) 

Banane                                                                     6.5                      Ünal (2005) 

Chou fleur (Brassica oleracea var, botrytis             5.7                      Gawlik-Dziki et al. (2007) 

italica)  

Poire suvage (Pyrus elaegrifolia)                             6.0                      Yerlitürk et al. (2008) 

Datte deglet nour (Phoenix dactylifera L.)              5.8                      Bechrair et Bechrair (2010) 

Fleur de viol (rape flower)                                       5.5                      Sun et al. (2012) 

Choux de Chine (Brassica rapa L.)                         5.0                      Nagai  et Suzuki. (2001) 

Raisin de chaunac                                                    6.0                       Lee et al. (1983) 

Datte (Zahdi et  Barhee)                                          6.8                       Sachde et al. (1989) 

Trufe (terfezia leonis Tul)                                        7.0                       Maache et Bendjedia 

Datte Deglet nour (Phoenix dactylifera L.)              5.6                       Notre travail 

 

3.2.4 Etude de la stabilité thermique 

La Figure (15) représente les résultats de l’étude de la stabilité thermique de l’activité 

catécholase de la PPO de Deglet Nour (Phoenix dactylifera L). On constate que l’activité 

catécholase n’est pas stable thermiquement à des températures supérieures à 40°C et La 

vitesse d’inactivation thermique est plus grande au-delà de cette température.  

Les températures supérieures à 40°C provoquent une diminution progressive de l’activité 

enzymatique. Après 10 min de traitement à 55, 60 et 70°C, l’activité de la PPO est réduite par 

18.1, 20.0 et 32.2 %, respectivement. Une activité catécholase résiduelle non négligeable 40% 

a été mesurée lorsque l’enzyme est incubée à 80°C. L’enzyme est presque totalement 

dénaturée à 90°C. Par conséquent, il semble que la PPO des dattes Deglet Nour d’Algérie est 

plus thermostable par rapport aux PPOs obtenues à partir de la fraise (Fragaria ananassa) 

(Dalmadi et al., 2006), de la mangue (Mangifera indica L. CV. “Tainong”) (Wang et al., 

2007), du champignon de Paris (Agaricus bisporus) (Gouzi et Benmansour, 2007), du raisin 

(Vitis vinifera ssp. sativa) (Rapeanu et al., 2005). des truffes (terfezia leonis) (Maache et 

Bendjedia., 2011), des fraises (Serradell et al., 2000) ; de la pomme (Eidhin et al., 2006) ; et 

de la céleri (Yağar, 2004) 
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Figure 15: Stabilité thermique de l’activité enzymatique de la  ppo des dattes Deglet Nour 

(Phoenix dactylifera L.) après 10 min de traitement thermique. (En présence de pyrocatéchol 

comme substrat) 

Yağar (2004) a montré que la PPO extraite à partir du céleri (Apium graveolens L.) perde 

environ 70% de son activité initiale à 50°C et environ 85% de son activité à 60°C pendant  30 

min du traitement thermique (pH 7(tampon phosphate 0,05 M), 0.2 ml enzyme, catéchol à 20 

mM).  

L’étude de la thèrmostabilité de la PPO du Châtaigne (Castanea henryi), montre que 

l’activité de l’enzyme diminue de 10% lorsqu’elle est incubée pendant 30 min à 40°C (pH 7 

(tampon phosphate de potassium à 0,025 M); 20 µl d’enzyme, catéchol à 3.3 mM). Par 

conséquent cette enzyme demeure thermolabile (Xu et al., 2004). 

La diminution de l'activité enzymatique au-dessus de 40°C pourrait être due d’une part aux 

changements de la structure secondaire, tertiaire et quaternaire et d’autre part de la destruction 

du site actif de l'enzyme et d’autre part à la présence des formes multiples d'enzyme de la 

PPO dont, certaines sont extrêmement thermolabiles (Khatun et al., 2001 ; Yemenicioğlu, 

2002). Il est également probable qu’un chauffage doux cause la dissociation de quelques 

formes oligomèriques de la PPO en monomères moins actifs (Yemenicioğlu, 2002).  

Doğan et al. (2005) suggèrent qu’une diminution du pourcentage de l’activité résiduelle 

aux températures élevées peut être réellement due au déploiement de la structure tertiaire de 

l’enzyme pour former une structure secondaire qui est dépourvue d’activité catalytique.  
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Il est plus notable qu’à des températures relativement élevées plusieurs liaisons faibles qui 

maintiennent la structure native de l’enzyme sont déstabilisées et solvatées et par conséquent 

l’enzyme devient inactive (Tuena de Gómez-Puyou et Gómez-Puyou, 1998). 

La PPO n’est pas une enzyme extrêmement thermostable (Amiot et al., 1997). 

La tolérance thermique des enzymes dépend également de la spécificité de substrat, et au 

pH optimal, de la température, et à un degré considérable de la source de l'enzyme et du 

cultivar (Vámos-Vigyázό, 1981; Yemenicioğlu et Cemeroğlu, 2003).  Elle peut être liée aussi 

à la maturité de la plante et des formes moléculaires de l'enzyme (Zhou & Feng, 1991). En 

général, la PPO n'est pas une enzyme très stable à la température par rapport à d'autres 

enzymes responsables de la dégradation de la qualité alimentaire et son inactivation thermique 

est une forme d’inhibition (Amiot et al., 1997 ; Mayer et Harel, 1991).  

Les résultats de l’étude de la stabilité thermique montrent que la PPO de datte Deglet nour 

est une enzyme thermorésistante. Cette grande thermostabilité peut être expliquée par la 

présence de sucres. 
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Parmi les effecteurs qui interviennent dans le brunissement du DegletNour(Phoenix 

dactylifera L)et des nombreux autres produits végétaux, la polyphénol oxydase joue un rôle 

essentiel. 

Le travail que nous avons entrepris dans le cadre de cette thèse c'est focalisé en particulier 

sur l'activité catécholasique d'un extrait de DegletNour(Phoenix dactylifera L) Ce qui nous a 

permis d'aboutir aux conclusions suivantes:  

1- l’activité catécholase dépend de la concentration de l’enzyme et est directement 

proportionnelle à sa concentration dans le milieu réactionnel. 

2- la valeur de la constante de Michaelis-Menten est plus élevée par rapport à celle 

trouvée pour les PPOs des autres sources végétales. Par conséquent, la PPO de 

DegletNour d’Algérie à une faible affinité pour le pyrocatéchol comme substrat. Les 

valeurs des paramètres cinétiques apparents sont : Vmax =  0,533 Abs/min, Km = 

91,8395mM 

3- L’activité catécholase est maximale à pH 5.6. Le pH optimal de la PPO varie 

largement avec la source végétale mais généralement il est situé dans la gamme de pH 

4.0-8.0 (Mayer et Harel, 1979 ; Yoruk et Marshall, 2003). 

4- L'étude de la stabilité thermique de l'activité catécholase de la PPO montre que sa 

température optimale apparente est comprise entre 30°C et 40°C. Une activité 

catécholase résiduelle non négligeable 40% a été mesurée lorsque l’enzyme est 

incubée à 80°C L’enzyme est presque totalement dénaturée à 90°C. Par conséquent, la 

PPO des dattes DegletNour d’Algérie est plus thermostable. 
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Résumé 

La polyphénol oxydase  a été extraite à partir des dattes Deglet Nour (Phoenix dactylifera L.) 

et ses conditions optimales ont été déterminée. 

La PPO de Deglet Nour (Phoenix dactylifera L.) possède une activité catécholase, mesurée 

par spectrophotométrie à 410 nm en présence de catéchol comme substrat catécholique. L’activité 

catécholase est optimale à pH 5.6 et à 30°C La concentration de l’enzyme influe sur la vitesse initiale 

de l’oxydation de  catéchol. La cinétique d’oxydation du  catéchol  par l’enzyme suit parfaitement le 

modèle deMichaelis-Menten et de Lineweaver-Burk.. Les valeurs des paramètres cinétiques obtenus à 

pH 5.6 et à 30°C sont : Km =91,8395mM et  Vmax=0,533 Abs410 nm/min.  

Mots clés : DegletNour (Phoenixdactylifera L.), Polyphénol oxydase, Activité catécholase, les 

conditions optimales. 

Summary 

Polyphenol oxidase was extracted from the Deglet Nour dates (Phoenixdactylifera L.) and its 

optimal conditions were determined. PPO Deglet Nour ( Phoenix dactylifera L) has a catecholase 

activity , measured spectrophotometrically at 410 nm in the presence of catecholic substrate. The 

catecholase activityis optimal at pH 5.6 and 30 ° C.  The concentration of the enzyme influences the 

initial rate of the oxidation of catechol . The kinetics of oxidation of catechol by the enzyme perfectly 

follows the model of Michaelis-Menten and Lineweaver - Burk . . The values of the kinetic parameters 

obtained at pH 5.6 and 30 ° C are :   

Km = 91.8395 mM and Vmax = 0.533 Abs410 nm / min .  

Keywords: Deglet Nour (Phoenix dactylifera L.) , Polypheno loxidase activity catecholase , optimal 

conditions 

 

 ملخص

 

  وانشروط انمثهى تم تحذٌذهب. رسانبىنٍفٍنىل من انتمىر دقهت نىتم استخراج أوكسٍذٌ 

PPO  ( دقهت نىرdactyliferaPhoenix نذٌه نشبط )نبنىمتر فً وجىد انركٍسة انكبتٍكىل .  010، تقبش طٍفٍب فً  انكبتٍكىلازي

هى الأمثم فً  catécholaseاننشبط مٍنتن و خطٍطت ل بٍرك .  -حركٍت أكسذة انكبتٍكىل بىاسطت انسٌم ٌتبع تمبمب نمىرج مٍخبئٍم 

. قٍم انمعهمبث انحركٍت انتً تم كسذة انكبتٍكىل .لأتركٍس انسٌم ٌؤثر عهى معذل الأونً ن .درجت مئىٌت 00و  6.5درجت انحمىضت 

نبنىمتر /  =Km =11.8016 0mM VMAX =0.600 Abs410درجت مئىٌت هً:  00و  6.5انحصىل عهٍهب فً انرقم انهٍذروجٍنً 

 دقٍقت . 

 ، انظروف انمثهى . catecholaseدقهت نىر  ، بىنٍفٍنىل اننشبط أوكسٍذٌس :كلمات البحث

 


