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IV  

 

Résumé. Dans ce travail, le mécanisme catalytique de l’activité catéchine oxydase de la tyrosinase de la truffe 

(Terfezia leonis Tul.) a été déterminé. L’activité catéchine oxydase est mesurée par spectrophotométrie à 430 nm 

(pH 7 and 30°C). L’activité catéchine oxydase est latente et elle est totalement activée par le SDS à 1.25 mM. 

L’oxydation de la catéchine par la tyrosinase de truffe suit parfaitement le modèle cinétique de Michaelis-

Menten. La concentration de l’enzyme influe sur la vitesse initiale de l’oxydation de la catéchine. L’activité 

catéchine oxydase est optimale à 40°C et aux pHs voisins de la neutralité (pH 7.5-8). La nature des acides 

aminés du site actif de la tyrosinase  impliqués dans l’oxydation de la L-catéchine a était déterminée à l’aide de 

la représentation graphique de Dixon et Webb. L’histidine, la cystéine, la lysine et l’asparagine semblent être les 

acides aminés de l’acte catalytique de l’activité catéchine oxydase.  

Mots clés : Truffe, tyrosinase, L-catéchine, catéchine oxydase, mécanisme catalytique. 

 

 

Abstract. In this work, the catalytic mechanism of catechin oxidase activity of truffle tyrosinase (Terfezia leonis  

Tul.) was determined. The activity of catechin oxidase was measured by spectrophotometry at 430 nm at pH 7 

and 30°C. The catechin oxidase activity was latent and was fully activated by sodium dodecyl sulfate at 1.25 

mM. The kinetics of oxidation of the catechin by truffle tyrosinase followed successfully the Michaeli-Menten 

model. The enzyme concentration influences on initial rate of the oxidation of the catechin. The catechin oxidase 

activity was optimal at 40°C and at neutral pH (pH 7.5-8). The nature of the amino acids of the active site of 

truffle tyrosinase involved in the oxidation of L-catechin was determined using the graphical representation of 

Dixon and Webb. Histidine, cysteine, lysine and asparagine are amino acids of the catalytic mechanism of the 

catechin oxidase activity. 

Keywords: Truffle, tyrosinase, L-catechin, catechin oxidase, catalytic mechanism. 

 

 

 : الملخص

 (..Terfezia leonis  Tulالكمأة )الخاصة ب تشين أوكسيدازتم دراسة الآلية الحركية لنشاط أنزيم الكا ,في هذا العمل

 30درجة حرارة  ,7 : درجة الحموضة)   nm430  =λ الموجة على الضوئي لمطيافبواسطة الجهاز ا سهايقتشين أوكسيداز تم نشاط أنزيم الكا 

  mMبتركيزSDS)  ) صوديوم دوديسيل السولفاتال يكون نشط كليا في وجوديكون كامن غير أنه  أوكسيدازنشاط الكاتشين  (.مئويةدرجة 

الانزيم يؤثر على السرعة الابتدائية  تركيز . Michaeli-Mentenبالكمأة تتبع مسار أنزيم التيروزيناز الخاص أكسدة الكاتشين بواسطة .1.25

 . لأكسدة الكاتشين

   (.pH=7.5-8) قريب من المعتدل pH و عند مئويةدرجة  40درجة حرارة يكون مثالي عند  نشاط أنزيم الكاتشين أوكسيداز

و    Dixonالتمثيلية ل طريقةالبواسطة تم تعيينها  L-catéchineأكسدة ال  المسؤولة عنللموقع الفعال  مينيةالأحماض الأ نوعية 

Webb.لأنزيم الكاتشين أوكسيداز. الآلية الحركية المسؤولة عن   الأحماض الأمينيةهي هيستيدين, سيستيئين , أسبارجين و ليزين ال 

 

 : الكلمات المفتاحية

 الحركية.الآلية  ,الكاتشين أوكسيداز  ,L-catechin , التيروزينازالكمأة, 
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Les réactions d’oxydation observées dans les produits alimentaires, qu’elles soient 

catalysées ou non par des enzymes, nuisent fréquemment à leurs qualités organoleptiques et 

nutritionnelles. Par exemple, l’oxydation enzymatique des phénols, catalysée par les 

polyphénoloxydases (PPO) et autrement appelée « brunissement enzymatique » fait suite à 

l’altération des fruits ou légumes lors de traitements mécaniques (récolte, manutention lors du 

transport et du stockage, pelage, découpe) ou technologiques (conservation au froid, 

congélation-décongélation, irradiation) ou encore naturels (infection fongique). Non 

seulement ce phénomène entraîne des pertes économiques pour tous les acteurs de cette 

filière, mais c’est également un frein au développement de fruits et légumes pré-découpés 

prêts-à consommer qui pourraient encourager la consommation de fruits et légumes et faciliter 

l’application du Programme National Nutrition Santé (2001 – 2005). 

La tyrosinase, qui est aussi appelé la polyphénol oxydase (EC 1.14.18.1), est une enzyme 

contenant du cuivre largement distribué dans les animaux, les plantes et les micro-organismes 

(Robb, 1984;  Sánchez-Ferrer et al., 1995; Seo et al., 2003; Kim et Uyama, 2005). En 

présence d'oxygène, cette enzyme catalyse l'hydroxylation de monophénols en o-diphénols, et 

leur déshydrogénation à la suite de l'o-quinones. Ces derniers produits sont instables en 

solution aqueuse, la polymérisation en outre au marron indésirable, rouge ou pigments noirs. 

Par conséquent, la tyrosinase est la principale enzyme responsable de la mélanisation chez 

les animaux et le brunissement des plantes. En outre, la tyrosinase a une grande variété 

d'applications utiles, telles que la détection de phénols dans des milieux aqueux et organiques 

(Zhang et al., 2001) et dans l'élimination des substances chimiques toxiques, y compris les 

phénols et les amines aromatiques à partir des eaux usées industrielles et de l'eau potable 

(Wada et al., 1995). Le potentiel d'utilisation de cette enzyme dans des essais cliniques a 

également été reconnu (Baharav et al., 1996). En outre, la tyrosinase est d'un grand intérêt 

dans la synthèse organique en raison de sa régiosélectivité spécifique (Yang et Robb, 1991; 

Müller et al., 1998;  Valero et al., 2003 ; Yang et Robb, 1993, 2005). 

Les tyrosinases ont été très bien étudiées à partir de diverses sources végétales en utilisant 

le plus souvent le catéchol, la L-tyrosine et la dopamine comme substrats (Rocha at al., 1998 ; 

Espin et al., 1997 ; Sanchez-Ferrer et al.,1988 ; Dogan et al., 2002 ; Arslan et al., 2004 ; 

Jiang,2000 ; Palmer, 1963 ; ôba et al., 1992 ; Sojo et al., 1998 ; Montero et al.,2001 ; 

Williams et al.,2003 ; Gouzi et al., 2003). 
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D’après nos connaissance, aucune étude n’as était faite sur l’oxydation de L-catéchine par 

la tyrosinase d truffe (Terfezia leonis Tul.). Pour cela, l’objectif de ce travail est d’une part de 

déterminer les conditions optimales d’oxydation enzymatique de la catéchine et d’autre part 

de connaitre les acides aminés du site actif de la tyrosinase responsables de la fixation et la 

transformation de a L-catéchine. 

Ce manuscrit est présenté en trois parties comme suit : 

La première partie concerne un rappel bibliographique sur les truffes et la tyrosinase. Dans 

le deuxième partie, nous mettrons en évidences les procédures expérimentales. La troisième 

partie est consacrée à une discussion des résultats expérimentaux conduits lors de cette étude 

qui se terminera par une conclusion succincte. 
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1. Les truffes 

    1.1 Historique 

     Le genre Terfezia a été crée par Tulasne et Tulasne (1851), et a rassemblait toutes « les 

Truffes d’Afrique » sous le vocable de Terfezia leonis Tul. En 1892, Chatin décrit plusieurs 

espèces et variétés de Terfezia. Il a crée le genre Tirmania (Fortas, 1990). 

    1.2 Définition 

Le mot truffe signifie : « Kamah » en arabe, « Truffe » en français, « Truffle » en anglais, 

« Terezia » en italien (Azeddine, 1996 ; Fartas, 1990 ; Pegler, 2002 ; Diez et al., 2002 ; 

Janakat et al., 2004 ; Ammarellou, 2007). 

Les truffes sont des champignons mycorhizes, hypogés appartenant à la classe des 

ascomycètes et à l’ordre des tubérales. Les truffes constituent un rapport alimentaire très 

appréciée pour certaines populations du basin méditerranéen (Algérie, Maroc, Libye, Tunisie, 

Égypte, Espagne…etc). Et du moyen orient (Jordanie, Arabie Saoudite, Iraq, Yémen, 

Kuwait…etc). Leur dénomination diffère selon la région. 

Ils produisent des fructifications souterraines et qui établissent souvent une symbiose 

ectomycorhizienne avec les racines de la plante hôte du genre Helianthemum spp. (Lanfranco 

et al., 1995 ; Trappe et Claridge, 2010 ; Al-Laith,2010). 

Les Terfézes d’Afrique du Nord, encore désignés sous le terme général : truffe du sable ou 

truffe du désert, avaient une importance commercial, et faisant l’objet d’un import 

considérable en Carthage et en Libye (Chatin, 1892 ; Mattiroloo, 1922 ; Vancini, 1963 ; 

Rougieux, 1963 ; Trappe, 1971). 

    1.3  Classification  

                                       Embranchement :    Septomycota 

 Sous Embranchement :    Ascomycotina 

 Classe :    Euastomycetes 

 Sous Classe :     Discomycetidae 

                                        Ordre   :                 Pézizales     

                                   

                                   Famille : Terféziacées                     Famille : Pézizacées       

                                   Genre : Terfezia                                Genre : Tirmania    

Figure 1: Position des Terfézes dans la classification des ascomycétes (Trappe, 1979 ; 

Delmas, 1989). 
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2. La tyrosinase 

    2.1 Historique et perspectives 

La tyrosinase 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 la plante provoquant ainsi la formation d’un pigment bleu 

(Schoenbein, 1856 ; Vàmos -Vigyàzo,1981 ; Zawistowski et al., 1991 ; Whitarker, 1995 ). 

Les premières investigations biochimiques sur la tyrosinase étaient effectuées en 1895 sur 

le champignon Russula nigricans, bien qu’il soit largement distribué à l’échelle 

phylogénétique. La plupart des études sur cet enzyme ont été effectuées avec la tyrosinase de 

champignon de Paris (Agaricus bisporus) et de Neurospora crassa (Pérez-Gilabert et al., 

2001).  

Depuis sa découverte, elle a fait l’objet de plusieurs sujets de recherches intensives. Ces 

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

d’autre par son rôle dans la respiration des végétaux inferieurs et supérieurs (Bonner, 1956). 

     La tyrosinase est la première enzyme purifiée par la chromatographie d’affinité (Lerch, 

1981 ; Jolivet et al., 1998). 

    2.2. 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). 

La tyrosinase  est une enzyme appartenant au groupe des oxydoréductases (Anon, 1973). 

C’est une métalloprotéine contenant du cuivre dans son site actif. Elle est largement répondue 

dans le règne microbien, végétal et animal. Bien que le terme polyphénol oxydase est le plus 

usuel, il s’agit en réalité d’une vaste famille d’enzymes réunissant les Tyrosinases (EC 

1.14.18.1) et catéchol oxydases (EC 1.10.3.2) et les laccases (EC 1.10.3.1) (Mayer, 1987 ; 

Zawistowski et al., 1991). 

    2.3. La classification de la tyrosinase 

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

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

nomenclature et a placé la tyrosinase dans deux catégories principales comme EC 1.14.18.1-

monophénol monooxygénase, également connue sous le nom de tyrosinase. Cette catégorie 

était précédemment réservée à EC 1.10.3.1 o-diphénol oxydase et EC 1.10.3.2 p-diphénol 

oxydase ou laccase, et aussi EC 1.10.3.2 o-diphénol : O2 oxydoréductase.  
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Cette classification différencie seulement les deux activités crésolase et catécholase, de la 

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

    2.4 Nomenclature 

     Plusieurs noms ont été associés à la tyrosinase dont la polyphénol oxydase, la crésolase, la 

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

chlorogénique oxydase. De ces derniers, c'est le nom « polyphénol oxydase » qui reflète 

généralement la capacité de cette enzyme à utiliser différents composés phénoliques comme 

substrats. Ainsi, les phénols ou les catéchols peuvent être des substrats pour l'enzyme, et les 

produits de réaction obtenus sont généralement des o-quinones dans les deux cas. Les noms                                    

« tyrosinase », « phénol oxydase » et « polyphénolase » sont aussi généralement employés 

interchangeablement avec « la polyphénol oxydase » (Rivas et Whitaker, 1973 ;Zawistowski 

et al., 1991 ; Burton, 1994 .). 

    2.5 Réaction catalytique  

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

Lphénylalanine: 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). (Varoquaux, 1978) 

 L'oxydation des o-diphénols aux o-quinones (activité diphénolase, catécholase ou 

oxydase). (Dicko et al., 2002). 

Ces deux réactions utilisent l’oxygène moléculaire comme co-substrat. Lorsque ces 

deux activités enzymatiques sont simultanément observés dans les plantes, le ratio 

activité monophénoloxydase sur phénoloxydase est généralement de 1/10 et peut aller 

jusqu’à 1/40 (Nicolas et al., 1994). 

    2.6 La structure moléculaire et site actif  

En générale, le poids moléculaire de la tyrosinase varie considérablement d’une source à 

une autre, les tyrosinases de nombreuses sources végétales ont des masses moléculaires de 32 

à plus de 200 KDa, essentiellement  dans l’intervalle de 35-70 kDa (Flukey, 1986 ; Sherman 

et al ., 1991 ; Steffens et al., 1994 ; Fraignier et al., 1995 ; Van-Gelder et al ., 1997 ; Yang et 

al.,2000). 

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 ». (Turner, 1974 ;Mayer et Harel, 1991). 
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La structure cristallographique des tyrosinases n’a pas été élucidée. Cependant, on peut 

supposer que les tyrosinases, les hémocyanines (protéine oligomérique servant au transport de 

l'oxygène chez les invertébrés, dont le site actif contient du cuivre) et les catécholoxydases 

possèdent des sites actifs de structures comparables. En effet, ces protéines montrent des 

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

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

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

Gelder et al., 1997). 

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

sphère hydrophile délimitée par 4 hélices a contenant 6 résidus imidazole. Cette sphère 

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

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

des interactions ioniques. 

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

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

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

Decker, 2006). 

Le paquet hélicoïdal est adapté au centre catalytique  binucléaire du cuivre. Il 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) aident à ancrer la région N-terminale riche en  boucle  (résidus 1–50), à 

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

histidine fournis par les quatre hélices α. Le CuA est coordonné par l’His 88, His 109, et  

l’His 118. L’His 88 est situés au milieu de l’hélice α2, tandis que l’His 109 et  His 118, sont 

au début et au milieu de l’hélice α3. Le second cuivre, CuB, est coordonné par l’His 240,  His 

244 et l’His 274. Ces résidus d’histidines, sont localisés au milieu d’hélices α6 et α7 

(Klabunde et al., 1998). La paire de cuivre (CuA et CuB), est le site de l'interaction de la 

tyrosinase avec l'oxygène moléculaire et ses substrats phénoliques. (Van Gelder et al., 1997). 
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Figure 2: Vue de face de la catéchol oxydase de 39 Kda (les atomes sont colorés par le type 

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

al., 1999).  

 

Figure 3: Le site actif de la tyrosinase de la nut noix :Juglans regia, la chaine A du 5CE9, les 

trois résidus Histidines (colorés en rose ) liés au CuA (coloré en orange).(Namane et 

Touati,2016). 

    2.7 Caractéristiques réactionnelles  

Le groupe des Tyrosinases comprend essentiellement deux types d’enzymes : la 

monophénol oxydase (crésolase ou monophénolase) et le diphénoloxydase (également appelé 

laccase, et spécifiquement cathécols lorsque le substrat s’agit un o-diphénol). 
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Les mécanismes réactionnels de la catalyse enzymatique sont principalement décrits pour 

les tyrosinases d’origines fongiques. Bien que le mécanisme exact des réactions catalysées par 

les PPOs soit partiellement incertain, il est généralement admis que l’oxydation des o-

diphénols, catalysée par les PPOs, 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). 

D’après Sanchez-Ferrer et al., (1995), le site actif des tyrosinases peut exister sous trois 

formes selon la valence du cuivre et la liaison avec l’oxygène moléculaire : deoxy (CuI-CuI), 

oxy (CuII-O2-CuII) et met (CuII-CuII). La forme met est convertie en forme deoxy par double 

réduction électronique, et la forme deoxy résultante est capable de fixer réversiblement 

l’oxygène moléculaire pour donner la forme oxy (figure 4). 

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

(cycle A) et crésolase (cycle B) est basé sur des informations quant à la structure électronique 

et géométrique du complexe de cuivre binucléaire et sur l’étude des modifications du site actif 

par différents anions et ligands (Lerch, 1995). Les formes oxy peuvent réagir avec les mono- 

et les di- phénols tandis que la forme met ne peut réagir qu’avec les diphénols. 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 deoxyPPO et au dégagement 

d’o-quinone. Avec la fixation postérieure de l’oxygène moléculaire, l’oxyPPO est formée et 

une deuxième o-diphénol est liée, réduisant ainsi le peroxyde avec production d’eau et 

formation d’une autre o-quinone. 

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

donner l’oxyPPO 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'oxyPPO, 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).  



Synthèse bibliographique  
 

9  

 

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’oxyPPO sur le   C-3 du substrat 

monophénolique, (iii) l’oxydation du o-diphénol formé à partir du monophénol (Fenoll et al., 

2000). 

Les différentes affinités relatives pour les substrats mono- et di-phénoliques observées 

pour une même enzyme sont attribuées à l’existence de sous-unités  dont les propriétés 

chimiques, physiques et cinétiques varient et peuvent ainsi conférer à une même enzyme des 

activités mono- et di-phénoloxydase (Cheriot, 2007). 

 

Figure 4: Schéma mécanistique de l’activité catécholase (A) et crésolase (B) pour la 

tyrosinase de Neurospora crassa (Lerch, 1995). 
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2.8 Les différents sous-groupes de la tyrosinase 

    2.8.1 L’activité monophénoloxydase (E.C.1.14.18.1)  

     Les monophénoloxydases 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. (Cheriot, 2007). Elle est cependant 

connue depuis longtemps dans les champignons (Varoquaux, 1978), mais a été détecté plus 

récemment chez la pomme de terre, la pêche, le raisin, la pomme,  l’avocat ou la salde 

(Nicolas et al., 1994 et 1997). 

 

2.8.2 Activité catécholoxydase (E.C.1.10.3.1) 

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

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

Les o-quinones sont des composés fortement réactifs. Elles peuvent soit subir spontanément 

en solution aqueuse des polymérisations et cyclisations non enzymatiques donnant naissance à 

un pigment hétérogène, noir, brun ou rouge, généralement appelé mélanine, soit réagir avec 

des acides aminés et des protéines pour produire des composés colorés (Dicko et al., 2002 ; 

Cho et Ahn, 1999; Burton, 1994). Les préparations enzymatiques de la tyrosinase obtenues à 

partir de plusieurs espèces possèdent l’activité crésolase et /ou cathécolase (Burton ,1994 ; 

Thomas et Janave, 1986).  

Le modèle du mécanisme réactionnel de l’activité catécholase de la PPO est représenté 

dans la Figure (5).  
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Figure 5 : Schéma mécanistique de l’activité catécholase et tyrosinase de la PPO ( Solomon 

et al., 1992). 

 

2.8.3 Activité laccase (E.C.1.10.3.2) 

Les enzymes présentant une activité de type laccase (E.C. 1.10.3.2) sont parfois inclues 

dans la famille des Polypénol oxydases. La laccase se caractérise par son activité 

pdiphénoloxydase qui s’ajoute à l’activité o-diphénoloxydase. L’oxydation des substrats 

phénoliques par la laccase, génère la formation d’une radicale semi-quinone et s’accompagne 

par la réduction de l’oxygène en eau par un mécanisme dit ping-pong (Reinhammar et 

Malmström, 1981). Les laccases sont présentes dans de nombreux champignons 

phytopathogènes et dans certaines plantes. On ne les trouve pas dans les fruits et légumes, à 

l’exception des pêches (Harel et al., 1970) et les abricots (Dijkstra et Walker, 1991). 

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

substrat et/ou d’inhibiteur. Par exemple, la laccase n’est pas inhibée par le monoxyde de 

carbone, la phénylhydrazine ou le 2,3-naphtalènediol (Keilin et Mann, 1940). 
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     Un résumé de ces différentes activités de la tyrosinase est présenté dans la Figure (6). 

 

Figure 6 : schéma des différentes réactions catalysées par la Tyrosinase (Cheriot, 2007). 

 

 2.9 Spécificité de la réaction  

L’activité diphénolase de la tyrosinasse est généralement la plus répandue dans les plantes, 

quand les deux activités monophénolase et diphénolase sont présentes, le rapport de l’activité 

monophénolase à celle de l’activité diphénolase varie de 1 :10 à 1 :40 selon les source 

végétales (Vàmos-Vigyàzo, 1981 ; Perez et Carmona, 2001). 

Il a montré que l’activité catécholase latente de la tyrosinase de fève n’a pu être détectée 

qu’après activation par SDS (Sanchez-Ferrer et al.,1990 ;Jimenez et Garcia-Carmona, 1996) 

également , Laveda et al., (2001) a signalé que l’activité monophénolase de la tyrosinase de 

pêche est activée par la trypsine, Alternativement, l’activité monophénolase peut nécessiter 

différentes conditions dosage optimales que l’activité diphénolase (Sanchez-Ferrer et 

al.,1988.,1989 ; Perez et Carmona,2001).  

2.10 Spécificité du substrat  

Les deux activités de la tyrosinase monophénoloxydase (crésolase) et diphénoloxydase 

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

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

obtention tel que, l’espèce, le genre, le cultivar, ou généralement le tissus (Zawistowski et al., 

1991).   

Les substrats phénoliques se trouvent à l’état naturel dans des nombreux végétaux. Selon 

leur nature, la réactivité vis-à-vis de la tyrosinase est plus ou moins forte et les colorations 

obtenues différentes  (Vàmos-Vigyàzo, 1981 ; Zawistowski et al., 1991 ; Terbst et Depka, 

1995).   
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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, de grandes différences dans les paramètres cinétiques (Km et Vmax) sont constatées 

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

     La tyrosinase oxyde les monophénols comme L-tyrosine, p-crésol, Tyramine (Van Gelder 

et al.,1997) , et les diphénols comme cathécol, la catéchine (3-hydroxy flavane), L-Dopa (L 

3,4 dihydroxyphényl-alanine) , phloroglicinol ( un substrat triphénolique) et l’hydroquinone 

(substrat p-diphénolique) .(Simsek et Yemenicioglu, 2007). 

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

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

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

groupement donneur d’électron en position 4 comme le 4-méthyl catéchol ou l’acide 

chlorogénique, augmente la réactivité du substrat, alors que celle d’un groupement attracteur 

d'électron, comme le 4-nitrocatéchol ou le 3,4-dihydroxy acide benzoïque, réduit la réactivité 

du substrat (Vámos-Vigyázό, 1981). 

La catéchine, l'un des principaux composés phénoliques trouvés dans beaucoup de fruits, a 

illustré de diverses activités antioxydantes telles que tocophérol comme un piégeur de 

radicaux libres dans les systèmes d'oxydation lipidique. 

En revanche, la catéchine elle-même est la cause majeure de brunissement enzymatique 

agissant comme un bon substrat pour les tyrosinases dans de nombreux produits alimentaires, 

tels que le thé et les fruits. (Cheigh et al., 1995), et plusieurs études traitent de son oxydation 

dans la présence de PPO (Lingnert et Eriksson,1980 ; Cheigh et al., 1993; Blos, 1958). 

 

 

Figure 7 : Représentation de la catéchine de la Fraise 4C9C avec leurs ligands : GLU 

(glycérol) et le SO4. (Namane et Touati, 2016). 
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Plusieurs structures de catéchine dérivés obtenus par autoxydation (Kim et al., 1980), 

oxydation chimique (Mitsuda et al., 1966) ou catalysée par la peroxydase oxydation (Lee , 

1992) ont été caractérisées. En outre, l'autoxydation prolongée ou l’oxydation chimique ou 

enzymatique de la catéchine a conduit à la formation de polymères résultant de réactions de 

condensation répétées entre l'anneau d'une unité et l'anneau B un autre (« tête à queue » 

mécanisme de polymérisation) (Kim et al., 1980 ; Sonda et al.,1974). 

Plupart de ces enquêtes ont été réalisées à l'aide de séparation HPLC et détection par l’UV-

visible. De nombreux produits de condensation y compris plusieurs composés jaunes ont été 

formés. (Guyot et al. ,1996). 

Les premiers produits isolés est née d'un (+)- catéchine oxydé solution obtenue par la 

peroxydase catalyse. Ils ont été identifiés comme 8-hydroxy-(+)- catéchine ( Mason,1948) et 

les dimères de catéchine dénommés dehydrodicatechin A (Lee , 1992 ;Omura et Sonda,1970) 

et dehydrodicatechins B (Omura et Sonda,1970).(figure 8). 

 

Figure 8: structure  chimique de la catéchine. 

  

Les dehydrodicatéchines (B) sont incolores tandis que dehydrodicatéchines A est un 

dimère de couleur jaune. Plupart de ces dimères ont été également formés par l'oxydation 

chimique du (+)-catéchine dans des conditions alcalines (Mitsuda et al., 1966) et il a montré 

que les  dehydrodicatéchines de type B se distinguent les uns des autres par la nature (C-C ou 

C-O) et la position de leur liaison interflavan  et aussi par la conformation de la portion de 

biphényle (Mitsuda et al., 1966) 

2.11 Les effecteurs  

    2.11.1 Les inhibiteurs  

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 al., 1983) et cosmétiques (Maeda et Fukuda, 1991). Dans l'industrie alimentaire, les 

inhibiteurs de la tyrosinase peuvent être employés comme des conservateurs des aliments et 

des boissons d’origine végétale. La découverte des inhibiteurs de cette enzyme peut être ainsi 
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importante pour le développement de nouvelles alternatives concernant le contrôle des 

insectes (Likhitwitayawuid, 2008). 

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

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

al., 1998; Soysal, 2008). La combinaison du traitement thermique avec d’autres méthodes 

physiques tels que la pression, les micro-ondes ou les ultrasons peut induire une inactivation 

réversible ou irréversible de la tyrosinase à des températures relativement basses (Weemaes et 

al., 1998 ; Devece et al., 1999; Rapeanu et al., 2005;Terefe et al., 2009; Buckow et al., 2009). 

Le blanchiment est l’une des méthodes les plus efficaces et des plus appliquées pour contrôler 

le brunissement enzymatique. 

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 deux 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). 

     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). 

2.12 Effet du pH sur l’activité de la tyrosinase 

Le pH optimum de l'activité de la tyrosinase a été autour 6,5 à 7,0 et la température 

optimale est dépendante du pH et il faisait 40 ° C à pH 6,8 tandis que de 30 ° C à un pH de 

4,0. L'enzyme est stable dans l’intervalle  de pH de 6,0 à 8,0 lors du stockage à 4 ° C. En 

outre, les résultats indiquent aussi que l'enzyme est plus sensible au changement de 

température à pH 6,8 qu'à la d'autres pH. (Liu et al., 2015). 

La nature du substrat utilisé dans le dosage de l’activité est un autre facteur qui a une 

influence significative sur le pH optimum de l’enzyme. Par exemple, la tyrosinase de feuilles 

de thé présente une activité maximale à pH 5,7 avec le pyrogallol, mais un pH de 5,0 avec le 

4-méthylcatéchol (Gregory et Bendall, 1996). 
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Cette variation pourrait être expliquée par les différences dans la capacité de la liaison de 

substrats dans le site actif dans des conditions acides ou alcalines (Tipton et Dixon, 

1983 ;Whitaker, 1994). 

     Deux pH apparents optimaux ont été observés pour l’activité catécholase à 30°C : un à pH 

3.6 et l’autre à pH 7.0, avec une activité plus élevée à pH neutre qu’à pH acide. Au-dessous et 

au-delà du pH 7.0 l’activité diminue rapidement. A pH 5.6 et 7.6 l’enzyme perd 

respectivement environ 34.47 et 39.47% de son activité, tandis qu’à pH 8.0 l’activité diminue 

seulement par 64.47% et au dessous de pH 5.6, l’enzyme montre moins que 30% d’activité. 

L’activité semi-maximale observée à pH 3.6 peut être due à la présence d’une laccase dans 

l’extrait de truffe qui peut utiliser le pyrocatechol comme substrat (Thurston, 1994). 

    Des résultats similaires ont été déjà trouvés : pH 3.5 et 7.0 pour la tyrosinase de 

champignon Portabella (Zhang et Flurkey, 1997), pH 7.0 pour la tyrosinase de champignon 

de Paris (Gouzi et al., 2012), pH 7.2 pour la tyrosinase de raisin Izmir (Vitis vinifera L.) (Önez 

et al., 2008), pH 5.5 et 8.0 pour la tyrosinase de framboise (González et al., 1999), pH 5.0 et 

7.5 pour la tyrosinase de pomme (Rocha et Morais, 2001), pH 4.4-7.6 et pH 4.7-7.5 pour les 

tyrosinases de deux variétés d’avocat (Gómez-López, 2002), pH 4.5 et 6.7 pour la tyrosinase 

de safran (Saiedian et al., 2007), pH 5.5 et 7.0 pour la tyrosinase de banane Anamur (Ünal, 

2007), pH 4.0 et 7.0 pour la tyrosinase d’haricot vert (Guo et al., 2009), utilisant le 

pyrocatechol comme substrat. 

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.(Gouzi,2014) 

    2.13 Effet de la température sur l’activité de la tyrosinase 

L’effet de la température sur l’activité des tyrosinases n’a pas été étudié intensivement par 

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

ont proposé que « la tyrosinase n’est pas une enzyme très thermostable ». 

La stabilité thermique de la tyrosinase peut être également influencée par la nature de 

substras phénoliques utilisés lors de la détermination (Park et Luh,1985 ;Wesche-Ebeling et 

Montgomery,1990). Par exemple, l’activité de la tyrosinase dans les extraits de kiwis en 

présence de catéchine comme substrat a été trouvée plus thermostable qu’n présence de 

catéchol. (Park et Luh, 1985). 
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2.14 Rôle physiologique  

Les PPO ont été découvertes dans les champignons et sont largement distribuées dans la 

nature. Elles sont majoritairement présentes dans les plastides des plantes, mais il y en a 

également abondamment dans le cytoplasme des fruits murs (Vaughn et Duke, 1984). Selon 

Walker et Ferrar (1995), 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 et Katoh,1999). En support à 

cette hypothèse, Lax et Vaughn (1991) ont montré que la PPO était structuralement associée 

au photosystème II dans la fève (Vicia faba). 

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

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

Whitaker, 1995).  

Les mécanismes de défense des végétaux impliquant les tyrosinases sont largement 

controversés (Vaughn et al., 1988 ; Mayer et Harel, 1991 ; Walker et Ferrar, 1998) et 

plusieurs hypothèses sont émises au sujet de leur action. L’une des certitudes est que les 

polyphénols ont des propriétés anti-fongiques (Friedman, 1997). 

 

Chez les insectes, la polyphénol oxydase 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). 

Chez les champignons, la tyrosinase est associée à la production de la mélanine qui 

constitue un mécanisme de défense contre le stress telle que les radiations UV, les radicaux 

libres, les rayons Gamma, la déhydratation et la température externe ainsi il contribue contre  

les membranes cellulaires fongiques. (Beel et Wheeler, 1986) 

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). 
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L’activité tyrosinase joue aussi un rôle important dans la qualité des produits alimentaires 

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

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

 2.15 Extraction et purification de la tyrosinase 

Le premier compte rendu d’extraction et de caractérisation de la tyrosinase des dates 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). 

Une des caractéristiques inhabituelle et intrigante de la tyrosinase, c’est qu’elle se trouve à 

l’état inactif ou latent dans les tissus naturels (Mayer et Harel, 1979). Dans notre travail, il est 

apparu que la tyrosinase de truffe de désert Terfezia leonis Tul , localisée principalement dans 

les épluchures, était presque totalement latente après une simple extraction. L’ajout de SDS au 

tampon d’extraction a permis de détecter l’augmentation de l’activité de la tyrosinase. Par 

comparaison avec l’activité maximale obtenue après activation, on peut estimer que seul 8% 

de l’extrait enzymatique est à l’état activé lors de l’extraction. 

Il a été rapporté que la tyrosinase pouvait être activée par différents traitements tel que le 

choc acide ou basique, l’urée, les acides gras, les protéases et les détergents comme le SDS. 

Ce dernier agent est particulièrement intéressant parce que peu d’enzyme sont connues 

pour être activées par le SDS, alors que beaucoup d’enzyme sont inactivées par ce composé 

(Pérez-Gilabert et al., 2001). Ces auteurs suggèrent que l’activité mesurée en présence de 

SDS peut être due à l’activation de la tyrosinase latente par changement de sa conformation 

causé par la fixation d’une petite quantité de SDS sur le site actif de l’enzyme.  

Le SDS peut ouvrir le « chapeau » qui protège le site actif de l’enzyme latente permettant 

ainsi l’accessibilité des substrats au site actif.(Gouzi,2014). 

2.16. Méthodes de 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 



Synthèse bibliographique  
 

19  

 

réaction (o-quinone), la diminution de 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 vitesse de formation du produit peut être déterminée, par méthode 

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

formés à partir des substrats. Cette méthode est la plus utilisée pour mesurer l'activité 

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

1995). Une grande variété de substrats de synthèse peut être utilisée dans ce cas, par exemple: 

le catéchol, le 4-méthylcatéchol, le pyrogallol, ou des substrats naturels tels que l'acide 

chlorogénique  (Vámos-Vigyázό, 1981). La meilleure méthode pour étudier la réaction 

crésolase, est la mesure de la production d'eau dans le milieu contenant du tritium à partir du 

[2.6- 3H] monophénol tel que la [3.5- 3H] tyrosine (Mayer et Harel, 1991 ; Jolivet et al., 

1998). On peut également déterminer !la vitesse de perte d'agents réducteurs tel que 

l’ascorbate à 265 nm (ε = 15300 M-1 cm-1) ou le NADH à 340 nm (ε = 6220 M-1 cm-1) (El-

Bayoumi et Frieden, 1957 ; Mayer et al., 1966 ; Zawistowski et al., 1991). 

2.17 Applications 

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

la production des o-diphenols comme la L-dopamine et le catéchol (Seetharam et Saville, 

2002 ; Marin-Zamora et al., 2009 ; Tuncagil et al., 2009 ;  Min et al., 2010 ).  

Seule ou parfois associées à d’autres enzymes tel que la laccase (Montereali et al., 2010 ) , 

elle est à l’origine de nombreux biocapteurs utilisés principalement pour le dosage des 

composés phénoliques tels que la dopamine (Njagi et al., 2010), le catéchol (Tan et al., 2010), 

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

Dans le domaines agroalimentaire et environnemental, les biocapteurs à tyrosinase peuvent 

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

2000), comme  le cyanure (Shan et al., 2004), l’acide benzoïque (Li et al., 2010), l’azide de 

sodium (Cui et al., 2006), et le fluorure de sodium (Asav et al., 2009). 

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

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

2003 ; Ikehata et Nicell, 2000).  
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1. Matériels  

    1.1 Matériel biologique  

     La truffe (Terfezia leonis Tul) est utilisée comme source de la tyrosinase (Figure 9). Les 

truffes ont été récoltées durant le mois de Mars 2016 da la commune d’Aflou de la Wilaya de 

Laghouat. 

 

Figure 9: La truffe Terfezia leonis Tul. Récoltée de la région d’Aflou (Wilaya de Laghouat). 

 

1.2 Produits chimiques  

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

Tous les autres produits chimiques et réactifs utilisés dans cette étude, sont d’un grade 

analytique.  

2. Méthodes  

    2.1 Préparation de l’extrait brut de la tyrosinase 

La tyrosinase a été extraite à partir des truffes (Terfezia leonis) selon le protocole 

d’extraction décrit par Gouzi et al. (2013). 

Les truffes sont lavées avec l’eau distillée, puis séchés à l’air libre 72 g d’écorce de la 

truffe (Terfezia leonis Tul.), lavées et séchée à l’aire libre préalablement sont broyés à l’aide 

d’un mixeur (Warning Commercial Blender 800 EG, Model BB 90E). Pendant 5 min en 

présence de 100 ml de phosphate de sodium (0.05  M à pH 7.0). Le broyat obtenu est filtré à 

travers quatre couches de la gaze par pressage manuel. Le filtrat récupéré est centrifugé 

pendant 10 min à 4000 trs/min à l’aide d’une centrifugeuse (Fisher Bioblock Scientific). Le 

surnageant d’une couleur marron représente l’extrait brut de la tyrosinase de la truffe (Figure 

10). L’extrait brut de la tyrosinase est divisé dans des tubes Eppendorph en plastique de 2 mL 

qui vont être conservées à -10°C. 
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Figure 10 : L’extrait brut de la tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul). 

 

2.2 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 

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 (Figure 11). 

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. 
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Figure 11 : Exemple de calcul de la vitesse initiale de l’oxydation de la L-catéchine par la 

tyrosinase de truffe (Terfezia leonis Tul.). Le milieu réactionnel (1 mL) contient : 5 mM de 

SDS, 1 mM de la L-catéchine et 30 µl extrait enzymatique (pH 7.0 tampon phosphate de 

sodium 0.05 M-30 °C). 

 

2.3 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.  

2.4 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 thermostat 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 

tyrosinase est calculé par comparaison avec l'enzyme non traité thermiquement (Ao) (Doğan 

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

𝐴𝑅 (%) = (
At

A0
) × 100 

Ao : est l’activité enzymatique initiale ; 

At   : est l’activité enzymatique résiduelle à l’instant t. 
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2.5 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. 

2.6 Détermination du mécanisme catalytique de l’oxydation enzymatique de la L-

catéchine 

    Dans le but de connaitre la nature des acides aminés impliqués dans la fixation et la 

transformation de la L-catéchine par la tyrosinase de la truffe Terfezia leonis, les constantes 

cinétiques Km et Vmax, seront déterminés à différents pH du milieu réactionnel compris entre 6 

et 10 en utilisant le tampon phosphate 0.05 M. Les valeurs de Km et Vmax de la tyrosinase à 

partir de la truffe ont été obtenues à partir de la représentation graphique de Lineweaver-Burk 

(1934). 

2.7 Analyse des résultats expérimentaux  

     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 97-2003) et SigmaPlot 2011 (Windows Version 12).  
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1. 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 (12) 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. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12: 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. 

 

La tyrosinase de la truffe du désert est activée même à faible concentration de SDS (0.5 

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. 
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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-

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.   

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

La Figure (13) 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 13 : 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 contient : SDS à 5 mM ; 1 

mM de la L-catéchine dans du tampon acétate  de sodium 0.05 M-pH 7.0. 
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3. 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 (14). 

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 14: 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.  

 

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 ). 
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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 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). 

4. Détermination du mécanisme catalytique de l’oxydation de la L-catéchine 

4.1 Effet du pH sur les paramètres cinétique Km et Vmax 

     Le pH est parmi les facteurs qui influent énormément sur l’activité enzymatique. Les 

paramètres cinétiques (Vmax et Km) de la tyrosinase de truffe de désert (Terfezia leonis Tul) ont 

été déterminés à différentes valeurs de pH, en présence de la catéchine comme un substrat. 

Les valeurs de Km et Vmax ont été déterminées à l’aide de la représentation graphique de 

Lineweaver et Burk (1934). 

D’après le Tableau (1), on remarque que le pH agit simultanément sur la vitesse maximale 

et la constante de dissociation du complexe ES. L’affinité de la tyrosinase de truffe Terfezia 

leonis Tul vis-à-vis de la L-catéchine est la plus élevée à pH 6 et elle est plus ou moins élevée 

aux pH 6.5 et 7. Par contre aux autres valeurs de pHs, l’affinité de l’enzyme diminue. En 

terme de pouvoir catalytique, la tyrosinase catalyse efficacement l’oxydation de la catéchine à 

pH 6 et 7.5.  
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Tableau 1 : Effet du pH sur les valeurs de Vmax, Km et Vmax/Km de l’activité catéchine 

oxydase de la tyrosinase de Terfezia leonis Tul. 

 

pH 
Vmax  

(µmol/ min) 
Km (mM) Vmax/Km 

6 0,86 0,33 2,58 

6.5 1,09 0,56 1,95 

7.5 2,27 0,78 2,90 

8 1,96 0,81 2,40 

9 1,67 1,13 1,47 

10 2,67 2,41 1,11 

 

La variation de pH autour de pH optimal modifiée l’équilibre acide ou basique des acides 

aminés de l’enzyme se qui provoque la perturbation des liaisons ioniques se qui conduit a une 

répulsion ou attraction dont des interactions défavorable.   

Selon Dincer et al  (2002), Espin et al. (1998) et Mayer et Harel (1979), le pH optimal de 

la plupart des tyrosinases est compris entre 5 et 8. Le type de substrat, la pureté de la 

préparation enzymatique, le type de tampon, la source et le stade de maturité des fruits ou de 

légumes. Les valeurs de Km de la tyrosinase varies avec la source d’enzyme, le pH, la 

température, la méthode de mesure de l’activité enzymatique, le degré de la pureté de 

l’enzyme et de la méthode d’extraction utilisée (Arslan et al .,1997; Dogan et Dogan, 2003). 

     De plus, cette diminution de l’activité enzymatique est liée au changement du degré 

d’ionisation des groupements localisés à l’intérieur ou au voisinage du site actif de l’enzyme, 

qui seront impliqués dans la fixation et/ou la transformation des substrats (Khatun et 

al.,2001), Espin et wichers .,(1999) ont suggéré que la tyrosinase est protonée aux pH 

inferieur de la neutralité, et que l’affinité vis-à-vis du substrat diminue résultant une 

augmentation de Km , l’influence  observée de pH sur le Vmax et le Km confirme l’existence de 

deux valeurs de pK un pour l’enzyme libre(pKE)et un autre pour le complexe substrat (pKES) 

(Espin et al,1997). 
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4.2 Détermination graphique des acides aminés du site actif 

Le site actif d’une enzyme est souvent constitué de groupements ionisables (groupements 

prototropiques) qui doivent être dans un état ionique adéquat à fin de maintenir la 

conformation du site actif, la fixation enzyme-substrat ou la réaction catalytique (Whitaker, 

1995). Le comportement de l’activité enzymatique à différentes valeurs de pH peut donc nous 

fournir des informations concernant la nature chimique des groupements prototropiques au 

niveau du site actif une fois que les valeurs pK sont connus (Segel ,1994 ; Whitaker, 1994).  

Les valeurs pK des groupements ionisables essentiels impliqués dans le processus 

catalytique ont été déterminées pour la tyrosinase de la truffe à partir de la représentation de 

Dixon et Webb (1979). A partir des courbes de LogVmax-pH et LogKm-pH (Figures 15 A,B) 

nous avons pu calculer deux constantes basiques (pKBES) et deux constantes plus ou moins 

acides (pKAES)de dissociation du complexe enzyme-substrat, qui sont, 6.6 et 7.5 ; 8 et 9, 

respectivement. Ces valeurs peuvent être attribuées à l’histidine, asparagine, lysine et cystéine 

(Whitaker, 1994). Les valeurs approximatives des constantes qui correspondent à l’enzyme 

libre, pKAE et pKBE, calculées à partir de la courbe Log(Vmax/Km)-pH (Figure 15C), sont   

respectivement 6. 5 et 7.5. 

D’après ces résultats on suggère l’existence d’au moins deux groupements ionisables, 

imidazole et thiol, de l’histidine et de la cysteine, respectivement, qui constituent les acides 

aminés de l’acte catalytique de la tyrosinase de truffe lors de l’oxydation de la L-catéchine. 

Rosa et Emiola (1980) supposent aussi que le groupement carboxylique et imidazole sont 

localisés au niveau du site actif de la tyrosinase de la pomme de terre douce.  

Gutteridge et al. (1977) ont trouvés que le résidu histidine est essentiel pour l’activité des 

tyrosinases des champignons (Neurospora crassae) et (Agaricus bispora).   

Les valeurs de pK trouvées dans cette étude sont en accord avec celles rapportées  pour 

les tyrosinases de yam (Dioscorea bulbifera) avec 4.7 et 6.8 pour le complexe enzyme-

substrat et  4.8 et 6.8 pour l’enzyme libre  (Anosike et Ayaebene, 1982).Whitaker (1994) a 

trouvé que l’aspartate et la cystéine peuvent être impliqués dans l’étape catalytique de la 

tyrosinase. Ikediobi et Obasuyi (1982) ont trouvés que les valeurs de pK de la tyrosinase de 

yam blanc (Dioscorea rotundata) sont respectivement 4.7 et 7.2. Sachde et al. (1989) ont 

signalé que les valeurs de pK de la tyrosinase de deux variétés de datte Barhee et Zahdi sont 

respectivement, 4.8 et 7.2, 4.6 et 7.1. Cependant, il est difficile d’attribuer une valeur 

expérimentale de pK à un groupement réactif d’un acide aminé du site actif d’une enzyme, 
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parce qu’elle est basée sur une approximation. Ces hypothèses peuvent être confirmées par 

des modifications chimiques spécifiques du site actif. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 15 : Dépendance des constantes cinétiques de la tyrosinase de truffe au pH. Les 

mesures de l’activité catéchine oxydase ont été effectué dans des solutions tampons phosphate 

de sodium (pH 6-10 ; 0.05 M). Les paramètres cinétiques (Km et Vmax) ont été déterminés à 

l’aide de la représentation graphique de Lineweaver-Burk (1934). Les valeurs de pK des 

groupements dissociables sont déterminées par la méthode de Dixon et Webb (1964). 
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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. 

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

neutralité (7-8). L’étude de la stabilité thermique montre que l'activité catéchine oxydase est 

relativement stable entre 40-50°C. Le sodium dodécyl sulfate est un activateur de l’activité 

catéchine oxydase.  

La cinétique d’oxydation de la L-catéchine par la tyrosinase de truffe est Mihaelienne. 

L’affinité de la tyrosinase pour la catéchine est plus ou moins élevée par rapports aux 

tyrosinases isolées à partir de plusieurs sources végétales.  

Les résultats de l’étude de l’effet du pH sur les paramètres cinétiques de l’activité 

catéchine oxydase montrent que l’asparagine, l’histidine, la cystéine et la lysine sont les 

principaux acides aminés du site actif de la tyrosinase qui sont impliqués dans la fixation et la 

transformation de la catéchine. 

Comme perspective, il serait envisageable d’utiliser d’autres méthodes d’identification des 

acides aminés du site actif de l’enzyme comme le marquage par affinité et/ou la mutation 

dirigée. 
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