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Résumé 

Dans ce travail, les propriétés biochimiques de l’activité catéchine oxydase de la tyrosinase de 

truffe Terfezia leonis ont été déterminées. L’activité catéchine oxydase est mesurée par 

spectrophotométrie à 430 nm. Le sodium dodecyl sulfate est un activateur de l’activité catéchine 

oxydase de la  tyrosinase de truffe qui est complètement latente. L’activation de l’enzyme est 

maximale en présence du SDS à 1.25 mM dans le milieu réactionnel. La cinétique d’oxydation de la 

catéchine par la tyrosinase de truffe suit parfaitement le modèle de Haldane. Les valeurs des 

paramètres cinétiques obtenus à pH 7.0 et à 30°C sont : Km, = 0.90 mM,  Vmax = 1.40 Abs410 nm/min et 

Ks = 2.22 mM. La concentration de l’enzyme influe sur la vitesse initiale de l’oxydation de la 

catéchine. Deux pH optimaux ont été trouvés pour l’extrait d’enzyme, l’un est de 6.5 et l’autre est de 

7.5.La vitesse initiale d’oxydation du catéchine dépend de la concentration d’enzyme. L’étude de la 

stabilité thermique montre que la tyrosinase est relativement stable est son activité est optimale à 

40°C. La tyrosinase est inhibée par l’acide citrique, l’acide salicylique, l’acide benzoïque et L’acide 

ascorbique. L’oxydation enzymatique de la catéchine est fortement inhibée par l’acide ascorbique. 

L’acide ascorbique est un agent chimique naturel est pourra être utilisé pour le contrôle du 

brunissement  enzymatique des truffe. 

 

Mots clés : Terfezia leonis, Tyrosinase, Catéchine, Activité catéchine oxydase, brunissement. 

 

Abstract 

In this work, the biochemical properties of the activity catéchine oxydase of the truffle tyrosinase  

Terfezia leonis  were determined. The activity catechine oxydase is measured by spectrophotometry at 

430 Nm.The sodium dodecyl sulphate is  an activator of the activity catechine oxydase of the 

tyrosinase of truffle which is completely latent. The activation of the enzyme is maximum in the 

presence of the SDS to 1.25 mM in the reactional medium. The kinetics of oxidation of the catéchine 

by the tyrosinase of truffle follows the model of Haldane perfectly. The values of the kinetic 

parameters obtained with pH 7.0 and  30°C   are: K m, = 0.90 mm, V max  = 1.40 Abs 410 Nm / min and K 

S  = 2.22 mm.  The concentration of the enzyme influences the initial speed  of the oxidation of the 

catéchine. Two pH optimal were found for the extract of enzyme, one is 6.5 and the other is 7.5.The 

initial speed of oxidation of catechin  depends on the concentration of enzyme. The study of thermal 

stability shows that tyrosinase is relatively stable his activity is optimal at 40°C. Tyrosinase is 

inhibited by the citric acid, the salicylic acid, the benzoïc acid and Ascorbic acid. The enzymatic 

oxidation of the catéchine is strongly inhibited by the ascorbic acid. The ascorbic acid is a chemical 

agent natural east could be used for the control of the enzymatic tanning of truffle. 

 

Key words: Terfezia leonis, Tyrosinase, Catechine, Activity catechine oxydase, tanning. 

 

 الملخص

يتم قياس نشاط . في هذا العمل، تم تحديد خصائص الكيمياء الحيوية لنشاط أكسدة الكاتشين بالتيروزيناز المستخرج من الكمأ

لنشاط أكسدة  محفزدوديسيل كبريتات الصوديوم هو . نانومتر  034كاتشين أوكسيداز بواسطة المطياف الضوئي على طول موجة ال

  بتركيز SDSنشاط  الانزيم يكون في  الحد الأقصى له في وجود ، من الكمأ التي هي كامنة تماما الكاتيشين بالتيروزيناز المستخرج

mM 5..1  المعايير . حركية أكسدة الكاتشين بالتيروزيناز المستخرج من الكمأ مثلّت نموذج هالدين بمنتهى الكمال.في وسط التفاعل

 Vmax = 1.40 Abs410 nm/minميلي مول ،   Km=0.90: هي C34°ئوية و درجة مpH  0.4الحركية التي تم الحصول عليها عند 

 ،Ks = 2.22  .لثابت الحموضة قيمتين وجدنا  .تركيز الانزيم يؤثر على السرعة الأولية لأكسدة الكاتشينpH  للأنزيم المستخلص،  

5.1 =pH 0.1و =pH. الدراسة إلى أن الاستقرار الحراري وتشير . السرعة الأولية لأكسدة الكاتشين تتعلق بتركيز الانزيم

التيروزيناز بواسطة حمض  يتم تثبييط انزيم. درجة مئوية C  04°للتيروزينيز يكون مستقر نسبي ونشاطها الأقصى يكون عند

الأكسدة الأنزيمية للكاتشين كانت مثبطة بقوة بحمض . الستريك وحمض الساليسيليك وحمض البنزويك وحمض الاسكوربيك

 . ك الذي هو مادة كيماوية طبيعية يمكن أن تستخدم لمراقبة الإسمرار الأنزيمي للكمأالاسكوربي

 .الكمأ، التيروزيناز، كاتشين، ونشاط الكاتشين أوكسيداز، الإسمرار :كلمات مفتاحية
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Les truffes constituent la majeure partie des champignons consommés dans le monde 

(Royse, 1996 ; Tsai et al., 2007 ; Jeong et al., 2010). Ces champignons représentent une 

source alimentaire très appréciée vue leur propriétés médicinales et organoléptiques ainsi que 

pour leur richesse en protéines, en fibres, en lipides, en vitamines, en sels minéraux et en 

polyphénols (Braaksma et Schaap, 1996 ; Janakat et al., 2004 ; Giannenas et al., 2010 ; Jeong 

et al., 2010).  

Par rapport à la plupart des fruits et légumes, les champignons ont une durée de 

conservation très courte. Ils perdent leurs valeurs commerciale et nutritionnelle en quelques 

jours en raison de la sénescence, la perte d’eau, l’attaque microbienne et le brunissement 

(Whitaker et Lee, 1995 ; Jolivet et al., 1998). 

Le brunissement est le plus souvent une réaction indésirable, responsable du changement 

de la couleur, de l'odeur et du goût désagréables du champignon (Varoquaux, 1978 ; Martinez 

et Whitaker, 1995). La prévention de cette réaction constitue l’un des principaux défis pour 

les scientifiques traitant de la conservation des produits alimentaires (Matheis, 1987). Le 

brunissement résulte de l’oxydation des phénols-tyrosine, dopamine, γ-glutaminyl-4-

hydroxybenzène et γ-glutaminyl-3,4-dihydroxybenzène-catalysée principalement par la 

tyrosinase. La tyrosinase est une métalloenzyme à cuivre largement distribuée dans la nature 

et détectée dans la plupart des fruits et légumes (Bertrand, 1896 ; Martinez et Whitaker, 

1995 ; Mayer et Harel, 1979) et (Vámos-Vigyázό, 1981 ; Casañola-Martín et  al., 2006). 

En présence de l’oxygène moléculaire, cette enzyme posséde deux activités différentes. 

Elle est tout d’abord capable d’hydroxyler les monophénols en o-diphénols, activité dite 

crésolase ou monophénolase. Les o-diphénols sont à leur tour oxydés pour donner des o-

quinones, activité dite catécholase ou o-diphénolase. En milieux aqueux, les o-quinones se 

polymérisent pour former des pigments brun, rouge ou noire groupé sous le terme générique 

de mélanine (Varoquaux, 1978 ; Arslan et Doğan, 2005 ; Kolcuoğlu et al., 2006). 

Outre son intérêt dans l’agro-alimentaire, la tyrosinase, en tant que biocatalyseur, a de 

nombreuses autres applications possibles : l’élimination des phénols à partir des eaux usées et 

le développement des biocapteurs et la production de la L-DOPA (Sun et al., 1992 ; Burton et 

al., 1998 ; Bevilaqua et al., 2002, Seetharam et Saville, 2003). 

La tyrosinase a été isolée, purifiée et caractérisée à partir de différentes sources végétales, 

mais celle des champignons comestibles comme Terfezia leonis n’a pas reçue l’attention 

similaire (Gouzi, 2014). 
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D’après nos connaissances l’étude de l’activité de la tyrosinase de truffe n’a pas été 

réalisée en présence de la L-catéchine comme substrat. Par conséquent, le but principal de 

notre travail est de déterminer quelques propriétés biochimiques de la tyrosinase en utilisant 

la L-catéchine comme substrat. 

Les effets du pH, de la température, les concentrations de l’enzyme et du sodium dodécyl 

sulfate sur l’activité catéchine oxydase de la tyrosinase seront étudiés. Les paramètres 

cinétiques d’oxydation de la catéchine seront déterminés également. 

La présentation de ce  mémoire a été organisée en différentes parties décrivant les étapes 

successives de cette étude. 

La première partie concerne un rappel bibliographique aussi précis que possible sur la 

tyrosinase et la catéchine. Dans la deuxième partie, nous mettrons en évidences les procédures 

expérimentales. La troisième partie est dédiée à la présentation des résultats expérimentaux 

des propriétés biochimiques de l’activité catéchine oxydase de la tyrosinase de la truffe.  Une 

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

ultérieures sur la tyrosinase, sont regroupées dans la dernière partie.
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I. La tyrosinase 

I. 1. Historique 

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

champignon  Boletus  luciferus (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. 

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

Les chercheurs se sont intéressés aux tyrosinase de diverses sources comme : les truffes 

(Miranda et al., 1992 ; Miranda et al., 1996; Perez-Gilabert et al., 2001; Zarivi et al., 2003), 

les champignons (Frieden et Ottesen, 1959; Smith et  Krueger, 1962; Duckworth et Coleman, 

1970; Papa et al., 1994; Gouzi et Benmansour, 2007), la banane (Palmer, 1963; Ôba et al., 

1992 ;  Sojo et al., 1998; Thomas et Janave, 1986),  les tubercules de pomme de terre (Patil et 

Zucker, 1965; Matheis, 1987 ; Pathak et Ghole, 1994; Cho et Ahn, 1999; Marri et al., 2003), 

les épinards (Golbeck et Cammarata, 1981), l’artichaut (Ziyan et  Pekyardimc, 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., 2000) et  le cerise  

( Kumar et al ., 2008).  

I.2 Définition et réactivité de tyrosinase 

I.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. (Dawson et Magee, 1955 ; Rescigno et al., 2002). 

I.2.2 Nomenclature 

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

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

oxydase. 

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 (Zawistowski et al., 

1991 ; Burton, 1994 ; Rivas et Whitaker, 1973). 
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I.2.3 Classification  

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

classification et la spécificité de cette enzyme demeurent confuses 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. 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). 

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, 1999).  

I.3 Caractéristiques réactionnelles et structurales 

I.3.1 Caractéristiques réactionnelles 

La tyrosinase catalyse deux réactions bien distincte : réaction d’o-hydroxylation dite 

activité hydroxylase ou crésolase des monophénols en o-diphénols et une reaction  

d’oxydation des o-diphénols en o-quinones activité dite o-diphénolase ou catecholase (Mayer 

et Harel, 1991). 

I.3.1.1 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). 
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I.3.1.2 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 catéchol 

oxydase. 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, 1999 ; Burton, 1994). 

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

possèdent l’activité crésolase (Burton, 1994).  

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

 

 

 

 

I.4 Caractéristiques structurales  

I.4.1. 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 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). 

La structure 3D à 221661.328Å de résolution (code PDB 2Y9X) de tyrosinase de 

(Agaricus bisporus) présenté en figure (2) (Dey et Djouadi, 2016) 

Figure 1. Schéma des différentes réactions catalysées par la tyrosinase. 
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Figure 2 : structure 3D de tyrosinase de (Agaricus bisporus ) (Originale) 

I.4.2 Le site actif  

La tyrosinase 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 ;Rodakiewicz-Nowak et Ito, 2003 ; Baldwin et al., 1992). 

I.5 Source, localisation et rôle  

I.5.1 Source et localisation 

La tyrosinase 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 tyrosinase est 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 de tyrosinase sont issues de Streptomyces glaucescens et des 

mycètes (Neurospora crassa et Agaricus bisporus) (Solomon et al., 1996).  
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Le champignon commun de couleur blanchâtre Agaricus bisporus, et le truffe (Terfezia 

leonis) 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 de Terfezia leonis n'a pas encore été établie avec certitude (Jolivet et al., 1998). 

Bonner (1956) 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, et dans les fruits ou les légumes, 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). 

I.5.2. Rôle de tyrosinase 

Depuis leur 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, la tyrosinase joue 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 la tyrosinase est 

largement controversé (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. 
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 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). 

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). 

I.6 Extraction et purification  

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

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). 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. (1994), et de Fan et Flurkey (2004). 

I.6.1 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, (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).  
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La latence est un problème mineur avec la tyrosinase végétale, car 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 tyrosinase (Zawistowski et al., 1991). 

La tyrosinase liées peuvent être solubilisées dans un milieu hypotonique, par l’utilisation 

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

Dodecyl Sulfate), 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 tyrosinase (Whitaker, 1995).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 exempt 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 les plus souvent utilisées. 

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.  
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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, 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 

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 PVP 

(polyvinylpyrrolidone). 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).  
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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 lors de l’utilisation des inhibiteurs de protéases 

(fluoride, Trasylol, et phénylméthylsulfonyl), qui a conduit à la diminution du nombre de 

forme des isoenzymes obtenues lors de la purification de la tyrosinase de pêche et de datte 

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

I.6.2 Purification 

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

et structurales (Pathak et Ghole, 1994). Cette tâche 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). 

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, seul tyrosinase a 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 des 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 Séphadex 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 

tyrosinase (Mayer et Harel, 1979 ; Zawistowski et al., 1991 ; Vámos-Vigyázό, 1981). 

I.7 Les mécanismes réactionnels  

Les mécanismes réactionnels de la catalyse enzymatique sont principalement décrits pour 

la tyrosinase d’origine fongique. D’après Sánchez-Ferrer et al. (1995), le site actif de 

tyrosinase 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. 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 
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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 la tyrosinase soit partiellement 

incertain, il est généralement admis que l’oxydation des o-diphénols, catalysée par la 

tyrosinase, 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 de tyrosinase incluant l’activité catécholase 

(cycle A) et crésolase (cycle B) (Figure 3)  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). 

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. (Claus et Decker, 2006) 

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 ;  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 : (i) l’attaque nucléophile du groupement OH en C-4 sur l’ion cuivre du site 

actif de la tyrosinase, (ii) l’attaque électrophile du peroxyde du site actif de l’oxy tyrosinase 

sur le C-3 du substrat monophénolique, (iii) l’oxydation du o-diphénol formé à partir du 

monophénol (Fenoll et al., 2000). 
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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 PPO pour les mono-phénols (Eicken et al., 1999).  

Figure 3 : schéma présente les mécanismes de l’activité catécholase (cycle A) et cresolase (cycle 

B) de la tyrosinase (Lerch ,1995 ;Mayer et Harel ,1991) 
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L’oxygène se fixe sur l’enzyme avant le substrat phénolique selon un mécanisme 

séquentiel ordonné (Janovitz-Klapp et al., 1989). 

I.7.1  Mesure de l’activité enzymatique 

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

et diphénol oxydase (catécholase), peuvent s’appliquer à une grande variété des substrats 

(Whitaker, 1995).  

La vitesse de disparition du substrat peut être mesurée 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). 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 tyrosinase trouvés 

dans les fruits et légumes (Zawistowski et al., 1991 ;Vámos-Vigyázό, 1981 ; Trebst et Depka, 

1995). 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 pas qu’il s’agissait d’un meilleur 

substrat pour l’enzyme. On peut également déterminera 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). 

I.7.1.1 Effet du pH  

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 de tyrosinase étudiée 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).  
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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 (Mayer et Harel, 1979) 

II.7.1.2 Effet de la température  

L'effet de la température sur l'activité de tyrosinase 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 tyrosinase 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).  

I.8 Effet des effecteurs  

I.8.1 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 PPO 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 Cu
2+

 dans le milieu augmente 

l'activité enzymatique de la tyrosinase (Vámos-Vigyázό, 1981; Fan et Flurkey, 2004; Van 

Leeuwen et Wichers, 1999). 

I.8.2. Effet des 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 tyrosinase 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 Pathak et Fitzpatrick, 1983) et cosmétiques (Maeda et 
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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). 

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 empêché 

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).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). 

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-
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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 la tyrosinase de beaucoup de sources. Les 

inhibiteurs potentiels  de tyrosinase 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 Cu
2+

 en Cu
+
 (Vámos-

Vigyázό, 1981; Zawistowski et al., 1991).  

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 érythorbique 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 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 Cu
2+

 du site actif de la 

tyrosinase (O’Sullivan, 1969). 

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

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

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

peuvent inhiber 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 
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actif et diminution du pH du milieu  (McEvely et al., 1992). La grande majorité de ces 

inhibiteurs n'est pas spécifique des tyrosinases (Mayer et Harel, 1991). 

Les plantes sont considérées actuellement comme une source potentielle d’inhibiteurs de la 

tyrosinase (Baurin et al., 2002). Deux grand groupes ont été identifiés : les polyphénols et les 

aldéhydes et d’autres dérivés (Rescigno et al., 2002 ; Chang, 2009). Parmi les composés 

isolés et considérés comme  des inhibiteurs puissants de la tyrosinase, nous pouvons citer le 

cuminaldéhyde, l’oxyrésveratrol, le kaempferol, la quercetine, la morine, la lutéoline, 

l’anisaldéhyde, la kurarinone et l’acide gallique. (Parvez et al., 2007) 

 

II les catéchines 

II.1 généralités 

De ces perspectives ces dernières années, plusieurs études ont été  fait sur l'accouplement 

oxydant pour des dérivés de catéchine afin d'améliorer tous les deux propriétés 

physiologiques et pharmacocinétiques de la catéchine (Geneslay, 2012). 

L’oxydation de la catéchine par exemple a été réalisée en employant la tyrosinase, 

peroxydases ou laccase  ou par les moyens chimiques (Haslam, 2003).On a également 

rapporté que la catéchine a l'effet pro-oxydant en la phase aqueuse et produisent de l'espèce 

réactive de l'oxygène, telle que le peroxyde d'hydrogène (Balentine et al., 2000). 

De nos jours, les propriétés des polyphénols sont largement étudiées dans le domaine 

médical où on leur reconnaît des activités antivirales, anti-tumorales, anti-inflammatoires, 

antiallergiques et anti-cancer. Ils ont également des actions positives sur l’obésité, le diabète, 

les maladies d’Alzheimer et de Parkinson. Les catéchines du thé sont des inhibiteurs de 

l’angiogenèse in vitro (Nkhili, 2009). 

Les catéchines contenues dans le thé vert augmentent la dépense énergétique du corps et 

l’oxydation des graisses (Geneslay, 2012). Sa consommation régulière non seulement favorise 

la perte de poids mais surtout limite la reprise et permet une meilleure stabilisation. Mais, ce 

qui est intéressant, c’est que ces apports en catéchines modifieraient la répartition des graisses 

dans l’organisme, en agissant sur la graisse viscérale, facteur de risque cardiovasculaire 

(Hertog et coll,1993 ; Yann et  Ramaroson,2005). 
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Les catéchine sont les unités structurales de base des tannins condensés et appartiennent au 

la classe de flavanols et sont trouvées dans une grande variété de légumes, d'herbes et de thés. 

Le thé vert et le thé blanc ont tendance à offrir les plus grandes concentrations de catéchines 

qui jouent un rôle essentiel dans les bienfaits qu’offrent les polyphénols (Vercautere, 2011). 

Ces composés peuvent être ingérés des aliments végétaux et  boissons. Dans les êtres 

humains, l'absorption  de la catéchine dans le sang et la formation des dérivés  après 

l'ingestion du raisin  ont été avérés (Zulema et al., 2003 ). Lors de la fermentation, les feuilles 

sont placées dans des conditions de chaleur et d’humidité qui favorisent l’action de la 

tyrosinase. Cette enzyme catalyse l’oxydation des catéchines en quinones réactives, qui vont 

ensuite se polymériser pour donner différents composés : les théaflavines et leurs isomères, 

des dérivés de théasinensines et les théarubigines (Balentine et al., 2000 ; Shiming et al.,2013; 

Kermasha et al., 2001 ; Sylvain et al.,1995). 

II.2 Définition  

Les catéchines sont les composés phytochimiques trouvés à concentrations élevées dans 

une variété des légumes et fruits. Basé sur leur structure, les catéchines sont classifiées 

comme flavanols qui incluent les composés suivants : catéchine, épicatéchine, 

epigallocatechin, gallate d'épicatéchine, et gallate d'epigallocatechin ( Karrie et al.,2008 ) 

Les flavan-3-ols dérivent du squelette phényle-2-benzopyrane. Ils existent sous la forme 

des monomères et de molécules condensées connues comme procyanidines ou tanins 

condenses. Les flavan-3-ols  sont caractérisés par la présence d’un hydroxyle sur l’hétérocycle 

central en position 3. Le noyau A est de type phloroglucinol (fonctions hydroxyles en 5 et 7 et 

éther en 8a). Le noyau B est de type catéchol (fonctions hydroxyles en 3' et 4'). Ces composes 

sont souvent désignes sous le nom générique des catéchines. Les formes naturelles 

monomériques des flavan-3-ols se différencient par la stéréochimie des carbones 

asymétriques C2 et C3 et par leur niveau d’hydroxylation du noyau B. On distingue ainsi les 

(+)-catéchines et (+)-épicatéchines qui sont dihydroxylees et les (+)-gallo catéchines et (+)-

épigallocatéchines qui sont trihydroxylees (Figure 4) (Andersen et Markham, 2006 ; Haslam, 

2003). 

Flavan-3-ols (catéchines, proanthocyanidines, et les tanins condensés) peuvent souvent être 

extrait directement avec de l’eau. Toutefois, la composition de l’extrait varie avec le solvant, 

soit l’eau, le méthanol, l’éthanol, et l’acétone, soit l’acétate d’éthyle. Par exemple il est connu 

que le méthanol est le meilleur solvant pour les catéchines (Mansour, 2009). 
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On leur a découvert des vertus anti-carcinogènes, antioxydants (Galati et al.,2001 ;  Galati 

et al., 2002 ; Galati et al., 2004), antivirales (Makriset al.,2000), antibactérienne (Jovanovic et 

al., 1996 ; Mira et al.,2002). Cela vaut pour les catéchines principales catéchine (C), 

épicatéchine (EC), épigallocatéchine (EGC), et épigallocatéchine-gallate (EGCG). Cependant 

pour certains troubles de santé spécifiques (notamment les allergies), les scientifiques ont 

découverts que les catéchines méthylés sont recommandées épigallocatéchine-3-O-méthyle-

gallate. Ces dernières sont présentes en grandes quantités dans le thé vert  (Arce et al., 1998). 

 

Figure 4 : Structure chimique des principaux monomères des flavan-3-ols 

 

II.3 Le Rôle biologique 

La consommation de la catéchine a été associée à une variété d'effets bénéfiques 

comprenant l'activité antioxydant accrue de plasma (capacité de plasma de nettoyer les 

radicaux libres), donc Les groupements hydroxyle des flavan-3-ols ont la capacité de piéger 

les espèces oxygénées réactives (ROS) et les radicaux libres par des réactions 

d’oxydoréduction la dilatation d'artère brachiale (expansion de vaisseau sanguin), la grosse 

oxydation, et la résistance de LDL à l'oxydation.( Karrie et al., 2008 ), réduisent le taux de 

cholestérol (in vivo) et inhibe l’oxydation des lipoprotéines à basse densité (LDL) (in vitro) 

(Halliwell et al., 2005  ; Trautwein et al., 2010). 

Les catéchines joueraient un rôle intéressant dans la prévention du syndrome métabolique. 

Le syndrome métabolique est un trouble caractérisé par la présence de différents critères 

parmi lesquels une élévation de la glycémie, des triglycérides et du cholestérol, ainsi qu’une 

hypertension et un tour de taille supérieur à 88 cm pour les femmes et 102 pour les hommes. 

L’apparition du syndrome métabolique est souvent liée à une réduction de l’activité physique, 

une surconsommation alimentaire et il se retrouve souvent chez les personnes obèses et 

diabétiques de type 2. (Ueda et al., 2010). 

La catéchine et l'épicatéchine sont deux flavanols de la famille de catéchine qui sont 

présent en beaucoup de nourritures de l'origine végétale.   

http://www.thevert.com/benikuuki/
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L’intérêt considérable pour ces composés est dû à leur large gamme des effets bénéfiques 

pour la santé humaine. Ces composés peuvent être ingérés des aliments végétaux et  boissons 

dérivées de ces derniers. Dans les êtres humains, l'absorption  de la catéchine dans le sang et 

la formation des dérivés  après l'ingestion du catéchine ont été avéré (Soleas et al., 2001).Et 

aussi intervient dans le traitement des différent maladie telle que l'athérosclérose, emphysème, 

colitisulcerative, diabète, sclérose en plaques, arthrite rhumatoïde, maladies de Parkinson et 

cancer…… etc (Nkhili, 2009). 

Les études ont étudié le rapport entre la consommation de thé et la susceptibilité aux 

maladies chroniques telles que le cancer de poumon, le cancer de prostate, et la maladie 

cardiovasculaire (Karrie et  al., 2008 ). Aussi est un facteur clef de la prévention du syndrome 

métabolique est l’amélioration de la sensibilité à l’insuline (Anne-Marie , 2008). 

La catéchine se sont avérées moduler l'apoptose à de divers points dans l'ordre, y compris 

changer l'expression anti et proapoptotique des gènes. Leurs effets anti-inflammatoires sont 

activés par une variété de différents mécanismes, y compris la modulation des isoformes 

nitriques de synthase d'oxyde. Les actions des catéchines d'atténuer l'effort oxydant et la 

réponse inflammatoire peuvent, en partie, expliquer leurs possibilités neuroprotective 

confirmées suivant l'ischémie cérébrale. La polyvalence des mécanismes de l'action de la 

catéchine augmente leur potentiel thérapeutique à mesure que des interventions pour de 

nombreux désordres cliniques (Brad et al., 2005). Les catéchines agissent in vitro comme 

pièges à radicaux libres, y compris NO et le l’ion superoxyde (Nkhili, 2009). 

Certaines catéchines (celles portant un groupe galloyl comme l’EGCG) et les 

proanthocyanidines peuvent complexer de nombreuses protéines. Une telle complexassions 

pourrait limiter l’activité des catéchines. Cette complexassions avec les protéines pourrait 

expliquer en partie la plus faible, sinon très faible, biodisponibilité de l’EGCG et des proan-

thocyanidines. Ceci est probablement dû à une interaction entre ces catéchines dans l’intestin 

avec certaines protéines de la muqueuse intestinale ou du bol alimentaire. (Claude et al., 

2008) 

L’EGCG peut aussi interagir à la surface des cellules avec des récepteurs protéiques 

d’importance en biologie. Une interaction spécifique de l’EGCG avec la laminine a été mise 

en évidence sur des cellules en culture. Elle serait responsable de l’inhibition de la croissance 

de cellules de carcinome pulmonaire. La recherche et la validation in vivo de tels récepteurs 

des catéchines seront essentielles pour la compréhension de leurs mécanismes d’action. 

(Claude et al., 2008). 
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Une autre propriété physicochimique de la plupart des polyphénols végétaux (qui 

contiennent des fonctions ortho-diphénoliques) est leur capacité à chélate les cations 

métalliques trivalents comme les ions ferriques Fe(III). Les complexes formés sont stables 

dans l’intestin et limitent l’absorption du fer non hémique (non associé à l’hème comme dans 

la myoglobine de la viande). L’absorption de fer pourrait être moindre chez les buveurs 

réguliers de thé, mais cette notion doit être prise avec prudence car de nombreux autres 

facteurs interviennent. Par exemple la vitamine C améliore l’absorption du fer) (Claude et al., 

2008). 

II.4 Sources  

Des concentrations élevées de la catéchine peuvent être trouvées en  fèves, dans des fruits 

tels qu’abricots, raisins noirs,  et fraises (Karrie et al., 2008 ). Les concentrations en 

épicatéchine sont hautes en pommes, mûres,  cerises,  poires, framboises, et chocolat. En 

conclusion, l'epigallocatechin, le gallate d'épicatéchine, et le gallate d'épigallocatechin sont 

trouvés  particulièrement abondantes dans les feuilles de thé noir et vert. (Karrie et al., 

2008 ;Claude et al., 2008) 

On les désigne souvent sous le terme générique de catéchines. Ils sont particulièrement 

abondants dans le thé vert, le chocolat et les raisins. De nombreuses études montrent que ce 

sont les composés bioactifs les plus importants du thé vert (Nkhili, 2009). 
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I. Matériels 

I.1 Matériel biologique 

La truffe (Terfezia leonis Tul) est utilisée comme source de la tyrosinase (Figure 5). Les 

truffes ont été récoltées de la commune d’Ain Deheb de la Wilaya de Tiaret en Avril 2016. 

 

Figure 5 : Terfezia leonis Tul d’Algérie (Wilaya de Tiaret). 

 I.2 Produits chimiques 

La L-catéchine et le sodium dodecyl sulfate (SDS) sont fournis par Fluka et Sigma 

Aldrich. Les autres réactifs chimiques utilisés lors de cette étude sort de grade analytique. 

II. Méthodes  

 

II. 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. 75g 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. 

II.2 Mesure de l’activité catéchine oxydase 

L’activité catéchine oxydase  de l’extrait brut de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis 

Tul) est mesurée à l’aide d’un spectrophotomètre (Thermo Scientific HeλlOSγ 

Spectrophotometer,  England) en présence d’aire en utilisant la L-catéchine comme substrat.  

L’activité de la tyrosinase est déterminée à 30°C dans un milieu réactionnel à pH 7 

(tampon phosphate de sodium 0.05 M) contenant la L-catéchine  (1 mM) et  le  SDS (5 mM) 

comme activateur. La réaction d’oxydation du substrat est déclenchée par l’addition de 30 µL 
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d’extrait brut de la tyrosinase de truffe. L’augmentation de l’absorbance du milieu réactionnel 

est enregistrée chaque 10 secondes pendant environ 3 minutes suite à la production de l’o-

quinone à 430 nm (Jiménez-Atiénzar et al., 2004). La vitesse initiale de l’activité 

enzymatique est calculée à partir de la partie linéaire de la courbe d’accumulation du produit 

en fonction du temps après la phase de latence. 

Pour les deux essais, la cuve de référence pour les mesures UV-visible contient tous les 

constituants sauf  le substrat. Les solutions de substrat et d’enzyme sont mélangées après pré-

incubation de 5 min à 30°C. Comme indiqué précédemment, l’extrait enzymatique est le 

constituant à ajouter le dernier dans le milieu réactionnel. Toutes les analyses des activités 

dans ce travail ont été effectuées deux fois et la moyenne des résultats seront présentées. La 

barre d’erreur représente l’erreur standard. 

II.3 Effet de la concentration du SDS sur la tyrosinase 

L’effet de la concentration du SDS sur l’activité catéchine oxydase de la tyrosinase de 

truffe a était étudié en mesurant la vitesse initiale d’oxydation de la L-catéchine à 1 mM et à 

pH 7 (tampon phosphate de sodium 0.05 M) en présence de différentes concentrations de SDS 

(0.5-10 mM). Les autres conditions expérimentales sont maintenues constantes. 

II.4 Effet de la concentration de l’enzyme  

La vitesse initiale de l’oxydation de la L-catéchine est mesurée à pH 7.0 (tampon 

phosphate de sodium (0.05 M) et à 30°C en présence de différents volume croissant de la 

tyrosinase de truffe compris entre 2.5 et 30 µL.  

II.5 Détermination du pH optimal 

L’activité catécholase de l’extrait brut de truffe est mesurée à différents pH du milieu 

réactionnel et en présence  de concentrations fixent de SDS (5 mM), de la L-catéchine (1 

mM), et de l’enzyme. Les systèmes tampons utilisés sont : le tampon acétate de sodium (pH 

3.0-5.0; 0.05 M) et le tampon phosphate de sodium (pH 6.0-8.0 ; 0.05 M) et le tampon tris-

HCl (PH 9.0).  

II.6 Stabilité thermique  

La stabilité thermique a été déterminée par le chauffage de 0.5 mL de l’extrait brut de la 

tyrosinase de truffe  dans des tubes en verre thermostaté dans un bain marie à différentes 

températures allant de 30 à 80°C pour une période de 10 min. Les solutions d’enzyme sont 

rapidement refroidies dans l’eau glacée, et l’activité catéchine oxydase résiduelle est mesurée 

et exprimées par rapport à son activité initiale. Le pourcentage de l'activité résiduelle de la 
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tyrosinase est calculé par comparaison avec l'enzyme non traité thermiquement (Ao) (Doğan 

et al.,  2005) selon l’équation suivante : 

        
  

  
      

Ao : est l’activité enzymatique initiale ; 

At   : est l’activité enzymatique résiduelle à l’instant t. 

I.7 Détermination des paramètres cinétiques  

Dans le but de déterminer la constante de Michaelis-Menten (Km), la constante d’inhibition 

par le substrat (KS) et la vitesse maximale (Vmax), l’activité catéchine oxydase de la tyrosinase 

de truffe est mesurée à 30°C et à pH 7 (tampon phosphate de sodium 0.05 M) en présence de 

différentes concentrations de la L-catéchine comprises entre 0.09-10 mM. Les valeurs des 

paramètres cinétiques, Km, KS et Vmax, sont estimées par l’analyse de régression linéaire et 

non linéaire en utilisant les équations de Haldane (1930) (Equation 1) et de Lineweaver-Burk 

(1934) (Equation 2), respectivement. Les expressions cinétiques sont : 

    
        

       
    
  

               

 

  
 

 

    
  

 

   
   

  

    
       

 

       
               

II.8  Effet des inhibiteurs 

L’activité tyrosinase est mesurée à pH7.5 et à 30°C, ceci en absence et en présence d’acide 

citrique, d’acide salicylique, d’acide ascorbique, d’acide benzoïque à 1 et à 10 mM. Le 

pourcentage d’inhibition de l’activité catéchine oxydase est calculé à l’aide de la relation 

suivante : 

        
  

  
      

Ao : est l’activité enzymatique en absence d’inhibiteur ; 

AI   : est l’activité enzymatique en présence d’inhibiteur. 



Matériels et méthodes 

 

 
26 

III. Analyse des résultats expérimentaux 

Toutes les analyses de ce travail ont été effectuées trois fois et la moyenne des résultats est 

présentée. La barre d’erreur représente l’erreur standard. L’analyse des données cinétiques 

observées a été effectuée par ajustement à l’aide de régression linéaire, et de régression non 

linéaire par l’utilisation des programmes suivants : Excel® (Microsoft Excel 97-2007) et 

Sigma Plot 2004 (Windows Version 9.01). 
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I. Extraction de la tyrosinase de la truffe ( Terfezia leonis Tul) 

Le procédé d’extraction de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.) développé par 

Gouzi (2014) est très simple à mettre en œuvre et permettre d’obtenir un extrait d’une activité 

catéchine oxydase considérable. La L-catéchine a été utilisé comme substrat pour la mesure 

de l’activité de la tyrosinase de truffe vue qu’elle représente l’un des principaux substrats 

endogènes des prunes (Prunus domestica L.), les cerises (Prunus avium) et les abricots 

(Prunus armeniaca) (Risch et Herrmann,1988). 

La tyrosinase de truffe à l’état presque totalement latent. L’addition du SDS dans le milieu 

réactionnel provoque l’augmentation de l’activité catéchine oxydase. L’utilisation de ce 

détergent anionique comme agent activateur de la tyrosinase est particulièrement intéressante 

parce que peu d’enzymes sont activées, tandis que plusieurs enzymes sont inactivées par ce 

traitement détersif (Pérez-Gilabert et al., 2004 ; Moore et Flurkey, 1990). 

II. Effet de la concentration de SDS sur la tyrosinase 

L’activation de la tyrosinase latente par le SDS a été considérablement bien reportée par 

plusieurs auteurs (Moore et Flurkey, 1990 ; Gandia-Herrero et al., 2005 ;Pérez-Gilabert et al., 

2004 ; Espin et Wichers, 1999). 

La Figure (6) montre la représentation graphique de la vitesse initiale (Abs430 nm/min) 

d’oxydation de la L-catéchine en fonction de la concentration du SDS dans le milieu 

réactionnel. 

La tyrosinase de la truffe du désert est activée même à faible concentration de SDS (0.25 

mM). L’augmentation de la concentration de SDS s’accompagne d’une augmentation de 

l’activité catéchine oxydase et l’allure de la courbe est sigmoïdale. Cet aspect a été également 

observé pour d’autres tyrosinases latentes activées par ce détergent anionique (Espin et 

Wicher, 1999 ; Moore et Flurkey, 1990 ; Gouzi, 2014).  

La concentration de SDS qui provoque l’activation maximale de la tyrosinase de truffe est 

de  2.5 mM et au-delà de laquelle l’activité reste relativement stable.  

Moore et Flurkey (1990) ont montrés que la quantité de SDS nécessaire pour activer la 

tyrosinase est liée au nombre maximal de monomères de SDS en solution. La nature 

sigmoïdale de l’effet activateur du SDS s’explique par une interaction coopérative de SDS et 

le site de fixation sur l’enzyme, tandis que l’activation indique un changement de 

conformation de l’enzyme liée à la fixation des monomères de SDS. 

Le mécanisme moléculaire de l’activation des tyrosinases par le SDS n’est pas encore 

élucidé (Kanade et al., 2006). Moore et Flurkey (1990), Karbassi et al. (2003)  et Gandia-

https://fr.wikipedia.org/wiki/Prunus_avium
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Herrero et al. (2005) suggèrent que le SDS provoque l’activation de la tyrosinase latente à 

cause de l’ouverture de son site actif due au dépliement limité de sa conformation, ceci 

augmente l’accessibilité du substrat à l’enzyme.     

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6: Effet de la concentration du sodium dodécyl sulfate sur l’activité de tyrosinase. Le milieu 

réactionnel contenant de la L-catéchine à 1 mM (pH 7.0) et 30 µl d’extrait enzymatique brut est 

maintenu à 30°C. 

III. Détermination des paramètres cinétiques 

La constante de Michaelis-Menten (Km), la constante d’inhibition par le substrat (S) et la 

vitesse maximale de la tyrosinase de truffe de désert (Terfezia leonis) ont été déterminé pour 

la L-catéchine comme substrat à différentes concentrations dans les conditions optimales (pH 

et température). La courbe de la vitesse d’oxydation de la L-catéchine en fonction de la 

concentration du substrat est hyperbolique dans la première partie de la courbe, suggérant que 

la cinétique est Michaelienne (Figures 7). Ce point a été confirmé par la linéarité de la 

représentation de Lineweaver-Burk. Dans la deuxième partie de la courbe, l’activité 

enzymatique diminue pour une concentration de la catéchine supérieure à 1.25 mM.  

Les formes de ces graphes sont typiques des enzymes montrant une inhibition par le 

substrat (Selinheimo et al., 2009; Gouzi et al., 2012 ; Gouzi, 2014). Ce phénomène peut être 

expliqué par une fixation non productive d’une molécule secondaire de substrat sur le site 

actif (Trowbridge et al., 1963). Cependant, la cinétique de l’oxydation de la L-catéchine par la 

tyrosinase de truffe de désert obéit au modèle cinétique de Haldane. L’inhibition par le 

substrat a était reporté pour d’autres tyrosinases utilisant la L-dopamine, la L-tyrosine et le 
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pyrocatechol comme substrats (Gouzi et al., 2013 ; Tripathi et al., 1988; Chaya Devi et al., 

1989; Paul et Gowda, 2000; Saiedian et al., 2007; Jaiswal et al., 2010). 

Les valeurs de Km et de Vmax déterminées à partir de l’analyse graphique de Lineweaver-

Burk sont respectivement : 0,57 mM , et 1,12 Abs/min (Figure 7). 

Les tyrosinases de la Fraise (Fragaria  ananassa ; Km = 0.5-0.41 mM) (Wesche-Ebeling et 

Montgomery, 1990), de marula (Sclerocarya birrea  subsp.Caffra ; Km 1.41 mM) (Mdluli, 

2005), de Thé (Camellia sinensis ; Km = 0.49 mM) (Halder et al., 1998), semblent avoir la 

même affinité vis-à-vis de la L-catéchine comme substrat phénolique par rapport à la 

tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.). 

La tyrosinase de truffe a une affinité plus élevée vis-à-vis de la catéchine comparée avec 

celles des tyrosinases obtenues à partir de la Patate douce (Ipomoea batatas L ; Km = 90.9 

mM) (Manohan et Wai, 2012), de thé (Camellia sinensis ; Km = 3.57 mM ) (Sharmaet al., 

2009) et de l’Igname de chine  Comestible (Dioscoreaca yenensis-rotundata cv ; Km = 4.65 

mM ) (Kouamé et al., 2015). Par contre, la tyrosinase de Terfezia leonis Tul à la l’affinité la 

plus faible vis-à-vis de la L-catéchine par rapport aux tyrosinases  de blé (Triticum aestivum 

L. ; Km= 0.1 mM) (Erat et al., 2010),  de la pêches (Prunus persica L ; Km = 0.19 mM) (Liu 

et al., 2015) . 
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Figure7: Représentations graphiques de Michaelis-Menten (A) et de Lineweaver-Burk (B) de l’effet 

de la concentration de la L-catéchine sur l’activité de la tyrosinase de Terfezia leonis Tul (tampon 

phosphate de sodium 0.05 M ; pH 7.0 à 30°C). 

 

[Catéchine] (mM)

0 2 4 6 8 10 12

v 0
 (

A
b

s 4
3
0
n

m
/m

in
)

0,0

0,1

0,2

0,3

0,4

0,5

0,6

0,7
Vmax= 1,3948±0,22 Abs430 nm/min 

Km= 0,90±0,21 mM 

KS=2,22±0,54 mM 

R²=0,948 

 

1/[Catéchine] (mM)

0 1 2 3 4

1
/ v

0
 (

A
b

s4
3
0

 n
m

/m
in

)

0

1

2

3

4

5

Vmax = 1,12±0.054 Abs430 nm/min 

Km =  0,5759±0.052 Mm 

Ki =  3,02±0,23 mM 

R² = 0,987 

(B) 

(A) 



Résultats et discussion 

 

 
30 

IV. Effet  de la concentration d’enzyme sur l’activité catéchine oxydase 

La Figure (8) montre que la vitesse initiale d’oxydation de la L-catéchine par la tyrosinase 

de truffe augmente linéairement avec la concentration de l’enzyme dans le milieu réactionnel. 

Ce comportement a été également observé pour l’activité diphénolase obtenue à partir des du 

champignon de Paris (Agaricus bisporus) et de la truffe Terfezia leonis lorsque le catéchol est 

utilisé comme substrat (Gouzi, 2014). 

 

 

Figure 8 : Effet de la concentration de l’enzyme sur l’activité diphénolase de l’extrait brut de la 

tyrosinase des truffes ; Le milieu réactionnel incubé à 30°C contient1mM de la L-catéchine dans du 

tampon acétate  de sodium 0.05 M, pH 7.0. 

 

V. PH optimal  

L'influence du pH sur l’activité de la tyrosinase de truffe a été déterminée ; on mesurant la 

vitesse initiale d’oxydation de la L-catéchine à différents pH compris entre 3 à 9; tout en 

maintenant les autres paramètres expérimentaux constants. 

La Figure (9) montre l’effet du pH sur l’activité  catéchine oxydase de la tyrosinase de 

truffe Terfezia leonis. On remarque que l’activité de la tyrosinase est considérablement 

affectée par le changement de pH du milieu réactionnel. L’activité catéchine oxydase est 

maximale entre pH 8-8.5. De part et d’autre de ce domaine de pH l’activité enzymatique 

diminue à cause du changement du degré d’ionisation des groupements localisés à l’intérieur 

ou au voisinage du site actif de l’enzyme qui sont impliqués dans la fixation et/ou la 

transformation des substrats (Khatun et al., 2001). L’activité catéchine oxydase de la 
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tyrosinase de truffe était également optimale à pH 6.5. Ceci est un indicateur probablement de 

l’existence des isoformes de la tyrosinase dans l’extrait brut (Van Gelder et al., 1997). 

Selon Vámos-Vigyázό (1981), la plupart des préparations enzymatiques ont un seul pH 

optimum. Un deuxième optimum observé dans certains cas est dû à une purification 

insuffisante de l’enzyme. D’autres chercheurs ont trouvé l’existence de deux pH optimaux 

pour la tyrosinase, un au alentour de pH 7.0, l’autre autour du pH 5.0 (Harel el al., 1964; 

Stelzig et al., 1972). Le pH optimal de la tyrosinase 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 tyrosinase, 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). Le type de tampon et la pureté de l’enzyme affectent aussi la valeur 

du pH optimal (Vámos-Vigyázó, 1981). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9: Effet du pH sur l’activité diphénolase de la tyrosinase de Terfezia leonis Tul. Le milieu 

réactionnel contenant 1mM de la L-catéchine et 20 µl d’extrait enzymatique brut. L’activité 

enzymatique est mesurée à 30°C. 
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Nos résultats sont en accord avec ceux mentionnés dans la littérature. Jiménez-Atiénzar et 

al. (2004) ont constaté que le pH optimal de l’activité de la tyrosinase de la pêche (Prunus 

persica L. cv. Catherina) entre7.5-8 en présence de la L-catéchine comme substrat. 

Park et Luh (1985) ont trouvé respectivement, que l’activité de la tyrosinase de kiwi 

(Actinidia arguta) est optimale à pH 8.0 pour le L-catéchine comme substrat diphénolique. 

Par contre, Erat et al. (2010) ont signalé que l’activité de la tyrosinase du blé (Triticum 

aestivum L.) est optimale à pH 5. Liu et al. (2015) ont trouvé de leurs part que l’activité de la 

tyrosinase de pèche (Prunus persica L. Batsch cv. Yulu) est optimale à pH 6.8 pour le L-

catéchine. 

VI. Stabilité thermique  

Les résultats de l’étude de la stabilité thermique de l’activité catéchine oxydase de la 

tyrosinase de truffe est représentée dans la Figure (10). 

D’après la représentation graphique de l’activité catéchine oxydase résiduelle exprimée en 

pourcentage d’activité relative à 30°C en fonction de la température, on constate que la 

température optimale de la tyrosinase est 40 °C. L’enzyme reste relativement stable jusqu’à 

50°C avec une perte d’activité d’environ 7%. L'activité de la tyrosinase diminue 

considérablement au-dessus de cette valeur.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10: Stabilité thermique de l’activité diphénolase de l’extrait brut de la tyrosinase de Terfezia 

léonis Tul. Après 10 min de traitement thermique. Le milieu réactionnel contient 1mM de la L-

catéchine dans 0.05 M de tampon phosphate de sodium à pH 7.5.  
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Le traitement thermique de l’extrait enzymatique provoque une perte d’environ 35% par 

rapport à son activité initiale. On note aussi que l’enzyme  est complètement inactivée à 70°C. 

La diminution de l’activité catéchine oxydase aux températures élevées est due aux 

changements de la structure secondaire, tertiaire et quaternaire de l’enzyme, à la destruction 

de son  site actif et aussi à la présence des formes multiples d'enzyme de la tyrosinase dont 

certaines sont extrêmement thermolabiles (Khatun et al., 2001 ; Yemenicioğlu, 2002 ). 

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 devienne inactive (Gómez-Puyou, 1998). 

Nos résultats sont similaires par rapport à ceux trouvés par Gouzi (2014). Cet auteur a 

trouvé que l’activité diphénolase de la tyrosinase de Truffe (Terfezia leonis Tul) est optimale 

à 40°C et qu’elle s’inactive rapidement à partir de 60°C, après 30 min d’incubation. Liu et al. 

(2015) ont trouvé également que la température optimale de la tyrosinase de pêche (Prunus 

persica L. Batsch cv.Yulu). 

L’activité diphénolase de la tyrosinase de la truffe (Terfezia leonis) semble être plus 

thermostable par rapport à l’activité diphénolase des tyrosinase obtenue à partir de l’avocat 

(Persea americana) (Toptimale=30°C) (Erat et al., 2006). 

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

traitements thermiques de courtes durées aux températures de 70 à 90°C, de l’enzyme en 

solution ou dans les produits d'origine végétale sont dans la plupart des cas, suffisants pour la 

destruction irréversible, partielle ou totale de sa fonction catalytique (Vámos-Vigyázό, 1981;  

Zawistowski et al., 1991;  Yemenicioğlu et Cemeroğlu, 2003). 

 La thèrmotolérance 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). 

VII. Effet de quelques inhibiteurs sur l’activité de la tyrosinase 

L’inhibition du brunissement enzymatique résulte soit de l’inactivation de la tyrosinase, de 

l’élimination de l’un des substrats de la réaction (O2, polyphénols), ou de l’inhibition de la 

formation des produits de la réaction enzymatique qui peuvent subir des réaction secondaire 

donnant naissance à des produits colorés (Doğan et al., 2007).  
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Les résultats indiqués dans le Tableau (1) montrent que tous les inhibiteurs testés sauf 

l’acide ascorbique, a provoqué une diminution significative de l’activité catécholase  de la 

tyrosinase de truffe. Donc leur pouvoir inhibiteur dépend de leur nature chimique ainsi que de 

leur concentration dans le milieu réactionnel. 

L’acide ascorbique, a inhibé totalement l’enzyme même de faible concentration et est donc 

considérés comme étant l’inhibiteur le plus puissant par rapport aux autres inhibiteurs testés. 

Nos résultats expérimentaux semblent être similaires par rapport à ceux trouvés par Wang 

et Constabel, (2003).qui ont observé que l’acide ascorbique inhibe totalement l’activité 

catécholase. 

 

Tableau 1 : Résultats de l’effet de quelques inhibiteurs sur l’activité diphénolase de la tyrosinase de 

truffe (Terfezia leonis Tul.). 

 

 

L’acide ascorbique est le composé chimique le plus fréquemment utilisé pour la réduction 

chimique des o-quinones en composés o-diphénoliques pour le contrôle du brunissement des 

fruits et légumes. Mais, son effet est temporaire (Nicolas et al., 1994) il empêche le 

brunissement tant qu’il est présent sous forme réduite (Schwartz et al., 2001).  Son caractère 

inhibiteur est lié à son action comme un antioxydant plutôt qu’un inhibiteur de l’enzyme 

puisqu’il réduit la quinone formée par l’enzyme en diphénol initial avant qu’elle entame les 

réactions secondaires qui mènent au brunissement (Golan et al., 1984). 

Les inhibiteurs Concentration (mM) Activité enzymatique relative (%) 

Acide citrique 1 

10 

96.70±4.30 

38.11±0.66 

Acide benzoïque 1 

10 

84.89±2.57 

25.6±0.26 

Acide ascorbique 1 

10 

0.21±0.099 

1.56±0.00 

Acide salicylique 1 

10 

88.28±0.29 

50.63±0.53 
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Il a été montré que le sulfite réagit avec les o-quinones produites de l’activité enzymatique 

pour les réduire en o-diphénols  (Walker, 1975), la perte observée de l’activité catalytique a 

été attribuée à l’inactivation suicide de l’enzyme par Golan-Goldhirsh et Whitaker (1985). 

 L’acide ascorbique est un agent réducteur qui peut réduire les o-quinones en diphénols 

incolores ou régit irréversiblement avec les o-quinones pour former des produits stables et 

incolores (Ünal et Şener, 2006). Selon  Vámos-Vigyázό (1981) et Zawistowski et al. (1991), 

l’acide ascorbique peut également agir directement sur l’enzyme par chélation de son 

groupement prosthétique et réduisant ainsi le Cu
2++

 en Cu
+
.  

L’effet de l’acide citrique empêche l’oxydation de la catéchine par la tyrosinase de truffe. 

A une concentration de 10 mM il cause une diminution d’environ 60% de l’activité initiale de 

l’enzyme. L’effet inhibiteur de l’acide citrique peut être expliquée par son pouvoir chélateur 

avec le cuivre du site actif de l’enzyme et par l’abaissement du pH (Zawistomski et al., 1991).  

L’acide benzoïque et l’acide salicylique inhibent également la tyrosinase de truffe et leurs 

caractère inhibiteur est due à la présence du cycle benzène au niveau de leur structure ainsi 

que le groupement carboxylique qui se fixe sur le cuivre du site actif (Pifferri et al., 1974 ; 

Zhang et al.,2006). 

En générale, l'inhibiteur pourrait se lier à l'ion cuivre de façon à empêcher la fixation de 

l’ortho-diphénol ou de l’oxygène (compétitif) ou gêner l'oxydation finale en ortho-quinone 

(incompétitive). Si les deux interactions se produisaient une inhibition mixte résulterait 

(Malkin et al., 2001).  
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Parmi les effecteurs qui interviennent dans le brunissement des champignons et de 

nombreux autres produits végétaux, la tyrosinase joue un rôle essentiel. La tyrosinase met en 

jeu deux activités enzymatiques : les activités crésolase et catécholase. Le travail que nous 

avons entrepris dans le cadre de ce mémoire s’est focalisé sur la détermination des propriétés 

biochimiques de l’activité catéchine oxydase la tyrosinase extraite à partir de la truffe Terfezia 

leonis Tul. 

L’activité catéchine oxydase de la tyrosinase  de la truffe est optimale aux pH voisins de la 

neutralité (7.5-8). L’étude de la stabilité thermique montre que l'activité catéchine oxydase est 

relativement stable entre 40-50°C. Le sodium dodécyl sulfate provoque une augmentation 

considérable de l’activité catéchine oxydase de manière sigmoïdale.  

La cinétique d’oxydation de la L-catéchine par la tyrosinase de truffe suit parfaitement le 

modèle de Haldane. Par conséquent, l’excès de la L-catéchine dans le milieu réactionnel 

provoque une diminution de l’activité de la tyrosinase. L’affinité de la tyrosinase pour la 

catéchine est plus ou moins élevée par rapports aux tyrosinases isolées à partir de plusieurs 

sources végétales.  

Parmi les inhibiteurs chimiques testés, l’acide ascorbique inhibe fortement l’activité 

catéchine oxydase. L’acide salicylique, l’acide benzoïque et l’acide citrique provoquent 

également une inhibition considérable de la tyrosinase. Ces agents chimiques peuvent être 

utilisés pour le contrôle du brunissement des truffes. 

Comme perspective, il serait envisageable de déterminer le mécanisme catalytique de 

l’oxydation de la catéchine par la tyrosinase de truffe et de déterminer l’énergie d’activation 

de l’activation et de l’inactivation thermique de l’enzyme. 
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