République Algérienne Démocratique Et Populaire
Ministére De L 'enseignement Supérieur et de la Recherche Scientifique

Ecole Nationale Pobytechnique
»

e e o Ty

Erc e -B3303K Fosbechmigas

Ecole Doctorale : Sciences de [Eau et Développement Durable (SEDD)
Département de Génie de [‘Environnement
Laboratotre des Sciences et Techniques de [Environnement

MEMOIRE DE MAGISTER,
g@/;/f /e siviig dbe 107ye ate

7 i / ',,;7/ i , i
c///y/z///’ e Sene e/ @/f//ﬁ////ﬂ///////

= ~ s — . —
@/f/ﬁ// - é//f/k///f@/ & ﬁ(’////////(’f] e/ %//ﬂ/)’(i////////////

Jheme :

FEtude comparative entre la cinétique d’oxydation
du phénol par la tyrosinase libre et immobilisée
dans le gel d’alginate de calcium

Présentée par : Mme LEBOUKH Saida

Ingénieur d’Etat en Génie des Procédés Université de Badji Mokhtar(ANNABA)

Devant le jury :

Président : Mme. A. HELLAL Professeur, ENP

Directeur : Mr.A.NAMANE Maitre de conférences (B), ENP

Examinateurs : Mme. F. FEZOUANE Professeur, Boumerdés

Mme. S. ZEBOUDJ Maitre de conférences (A), ENP
Mr.A. CHERGUI Maitre de conférences (A), ENP

ENP, Avenue Hassen Badi, El-Harrach, Alger




Lilrcrces

oo Laide de Do, i prae séalloer co modite tiavadd gue so
Ja/m/m

A e manie Motansed

A s enprnts Samy, Storm

A towte ma famitts

Ja/mmmw.



%%W%M

Je tiens en premier lieu a exprimer ma sincere gratitude au Pr.

Amina Hallal, Directeur de Recherche a I’ENP, pour m’avoir accueilli
des le stage de magister au sein du Laboratoire de Sciences et Technique
Environnementales qu’elle dirige. Je salue encore votre rigueur
scientifique ainsi que vos grandes valeurs humaines.

J’adresse aussi tous mes remerciements a mon promoteur Docteur
Abdel Kader Namane, Maitre de conférences a I’ENP. Dont la pertinence
des observations a considérablement contribuée a I’aboutissement de mon
travail.

Je remercie tous particuliecrement Mr. GOUZI.H (Enseigent-
Chercheur a [’université de Amar Tlidji de [’Agouate) pour leur
collaboration, le choix de theme, ses efforts scientifiques, et ses conseils
durant ce projet de recherche. Merci de m’avoir fait découvrir
[’Enzymologie et pour la confiance que vous m’avez su m’accorder le
long de cette recherche.

Je tiens également a remercier les membres de jury d’avoir
examiné mon humble travail ainsi qu’a toute personne ayant participé de
pres ou de loin a la réalisation a ce modeste ceuvre.

Je souhaiterai enfin finir par une pensée envers mes proches, mon
marie qui m’a aidée a réaliser ce travail, et qui m’a supportée durant ces

années, mes parents, mon frere Mourad et mes sceurs.






Sommaire

Introduction @éneérale......................couciuiiniiniiniinninnnnnnnssssssssssssssssssssssens

Syntheése bibliographique............cooevuvviiiiiisnniiiisnniecsiessnsiecenns

Chapitre I : Phénol....c.ccoveeiencrecncnenns

I-1- La pollution par le phénol.................

[-1-1. Identité du phénol.....................

[-1-2. Synthese industrielle...........c.oooiiii i

I-1-3. Utilisation du phénol.................

[-1-4- Principales sources d’eXpoSition..........ovueeviieiiieiieeiieeiieeaieeenneenann

I-1-5- Comportement dans I’environnement. ..............c.ooveeieiiiiniineienen...

I-1-6- TOXICItE. ..o

I-1-7-NOIrmes. ...oovoeeeee i,

[-2- Traitements des composés phénolés......

[-2-1.Traitements physico-chimiques......

[-2-2.Traitements biologiques..............

Chapitre I : Tyrosinase..cceeeeeeeeescsecessesesscsesssscsscsssssscsssscsssscssssss

II-1- Historique. ......ccovvveeiiiiiiiieeenann,

II-2-Définition, nomenclature et classification de la polyphénol oxydase...............

II-3- Source et localisation de la polyphénol oxydase................ccoviiiiiiiiinnn...

[I-4-Rdles biologiques et importance de la polyphénol oxydase dans les fruits et les

VEZETAUX . .o nvvttteeiee et e e e eieeeaeenaes

II- 5-Extraction de la polyphénol oxydase....

[I-6-Caractéristiques réactionnelles et structurales des polyphénols oxydases..........

I1-6-1-les différents sous-groupes de PPO

I1-6-2- Structure, poids moléculaire et site actif de la polyphénol oxydase..........

II-7- Application de la polyphénol oxydase..

Chapitre III : Techniques d’immobilisation des enzymes.........ccceeeveiineiiinnnnn

HI-1-DEéfinition ......coovueeeeeieiiiinaaneae..

ITI-2-Les méthodes d’immobilisation des enzymes...............cooeiiiiiiiiiiininnnnnn.

I11.3. Choix de la méthode d’immobilisation.

III.4.L’immobilisation par inclusion des enzymes dans 1’alginate de calcium..........

II1.4.1.technique d’inclusion des enzymes

N 9 9 SN AR W W W W W

i
N

— e
N DN

15
17
18
18
19
22
24
24
25
27
28
28



111.4.1.1.Définition de l'inclusion des enzymes .............c..ccoeeveeeeieeevevnn s
111.4.1.2.Procédé d’inclusion dans [’alginate... ................ccccoee e vv e ve e e,
TILS. LPal@INate. ... neeet ettt et e e et et e
L 0 T 0 g 4§ 5T
IILS.2.SHUCKUTE ..ot e
II1.5.3.0btention de I’alginate. ............ooiiiiiiiiiii e
II1.5.4.Propriétés des al@inates ............oouiviiiiiiiiiiiiiii i,
III.6. Avantages de la méthode d’immobilisation des enzymes par inclusion..........
II1.7. Inconvénients de la méthode des enzymes par inclusion...........................
II1.8. Application de la PPO immobilis€e...............cooiiiiiiiiiiiiiiiiiiiaa
Chapitre IV : Cinétique Enzymatique........ccccovveiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiniciecnnne
IV.1. Principes de base de la cinétique enzymatique.............ooevvvviiieinineennnnnn..
IVLLLDEINItION ..ot
IV.1.2.Méthodes de détermination de 1’activité enzymatique........................
1V.1.2.1.Les phases da la réaction enzymatique .................c.ccccoeeeeeeee e nne.
1V.1.2.2.Mesure de la ViteSSe iNitiQle .................ccwiimeeeeeureieiinisss e
1V.1.2.3.Effets des parameétres physico-chimiques sur l’activité enzymatique...

IV.1.3. Mod¢les mathématiques de la cinétique enzymatique ........................

1V.1.3.1.Modeéle de Michaelis-Menten ................ccoceuueoueieieeoeeieaeeaee e aeenns

1V.1.3.2.Modele de Briggs-Haldane ...................ccoceuiiomeaisiisieeieeieeiee e e
Matériels et MEthodes..........ccovvvuuviiiiiiiiniiiiiiiiiiiiiisnricessennnnns

| B\ Y BT <) i 1 N

) AV 30 1 10T <

II-1. Extraction de la tyrosinase du champignon Agaricus bisporus....................

II-2. Immobilisation de la tyrosinase par inclusion dans 1’alginate de calcium.....

ITI- Caractérisation de la tyrosinase soluble et de la tyrosinase immobilisée.......

III-1- Caractérisation de la tyrosinase soluble..................coooiiiiiiiiiin..
III-1-1- Détermination de I’activité de la tyrosinase soluble .........................

ITI-1-2-Etude de la stabilité de la tyrosinase soluble .................cooeiiiinn.

III-1-3-Effet de la concentration du substrat (phénol) sur la vitesse initiale

d'oxydation du phénol par la tyrosinase soluble ...............coooiiiiiiiiiiii i,

ITI-1-4-Détermination des parametres cinétiques de la tyrosinase.....................

III-1-5- Effet de la concentration de 1’enzyme sur la vitesse initiale d'oxydation

28
28
30
30
30
31
31
32
33
34
36
36
36
36
37
38
39
41
41
42
43

43
43
43
44
45
45
45
47

47
47



du phénol par la tyrosinase soluble ............c.oooiiiiiiii i
II1-1-6- Influence de la température sur la vitesse initiale d'oxydation du phénol
par la tyrosinase soluble ...........ooiiiiiiii e
II1.1.7.Etude de la stabilité thermique de I’enzyme soluble ...........................
I11-1.8. Effet de pH sur I’activité de la tyrosinase..............coooevviiieiiiiinnnnnnnn.
II1-2- Caractérisation de la tyrosinase immobilisé€e.............coceviiiiiiiiiniiiin...
II1-2-1- Détermination de I’activité de la tyrosinase immobilisée....................
II1-2-2- Effet de la concentration du substrat sur la vitesse initiale d'oxydation du
phénol par la tyrosinase Immobilis€e. ... .. ...
I11.2.3.Effet de la concentration de 1’enzyme sur la vitesse initiale d'oxydation du
phénol par la tyrosinase immobiliS€e. ...........ooiuiiiiiiiiiiii
I11.2.4.Effet de la température sur la vitesse initiale d'oxydation du phénol par la
tyrosinase IMMODIIISEE ..o
I11.2.5.Etude de la stabilité thermique de I’enzyme immobilisée.....................
I11.2.6.Effet du pH sur ’activité enzymatique ............covveineviniiniineninnenn..
I11.2.7.Effet du diametre des billes d’alginates sur la vitesse initiale d’oxydation.
I11.2.8.Etude de la stabilité opérationnelle de I’enzyme immobilisée.................
Résultats et diSCUSSIONS.....ccuuviieeiiieiiieiiieiiiiiieiiieiiieeineiiieeennns
I- Extraction de la tyrosinase d’Agaricus DiSPOTUS......cceeeeeeeesssesrossssasresssssassesssnnes
I.1.Essai d’activité de la tyroSINase. .....oouveeutiiiieiie i eieeaeenns
I1. Etude de la stabilité de la tyrosinase a -15°C .......cccccviiiiiiiiiiiiiiniiinnens
ITI. Les parametres cinétiques de la tyrosinase libre et de la tyrosinase
IMMODILISEE ..covvinniiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiirricr e
IV. Effet de la concentration de la tyrosinase sur la vitesse initiale d’oxydation
L0 L1 1 T3 171
V. Effet de la température sur ’activité de la tyrosinase libre et de la tyrosinase
IMMODIlISEe....cviiniiiiiiiiiiiiiiiiiiiiirrirr e
VI. Etude de la stabilité thermique de la tyrosinase libre et immobilisée...........
VII. Effet du pH sur ’activité de la tyrosinase libre et immobilisée.................
VIII. Effet du diametre des billes d’alginate sur D’activité de la tyrosinase
IMMODILISEE ..covvinniiniiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiiirr e

VIIII- Etude de la stabilité opérationnelle de la tyrosinase immobilisée ............

CONCIUSION . eveuennennenesenesssesssesssesssssssssssssssssssssssssssssssssssssssns

47
48

48
48
49
49

50

50

50
50
51
51
51
53

53
54
56

57

62

63

65

67

69

70
72



Références bibliographiques............coeevviviiiinnriiiiiisnniiiisnnsecconn

Annexe



Liste des figures

Figure 1: Schéma illustrant le mécanisme réactionnel de I’activité catécholase et
crésolase de la tyrosinase de champignon de Paris (Agaricus bisporus) [69].............
Figure 2: Schéma de la réaction catalysée par la PPO ; les deux activités crésolase et
catécholase sont représentées [20,88]......c.viiiiiiiiii i
Figure 3 : Formation des quinones catalysée par la diphénoloxydase en présence
A OXY ZENE [ 55,50 ettt e
Figure 4 : (a) Le site actif de fixation de I’oxygene des protéines a cuivre [58].

(b) Représentation schématique du centre de cuivre  binucléaire.
L'oxygene se lie comme peroxyde et chaque ion de Cu est lié a trois atomes d'azote
d'histidine.

Les symboles noirs-ions-Cu ; symboles blancs-oxygene ; symboles a tiret hachurés-

Figure S: Les trois états physiologiques du site actif de la polyphénol oxydase [74]:

e (a): forme deoxy les cuivres sont dans 1’état cuivreux ;

e (b) et (¢) : formes met et oxy les cuivres sont dans 1’état cuivrique...............
Figure 6:Vue de face de la catéchol oxydase de 39 KDa (les atomes sont colorés par
le type d'atome :

Carbone : gris, 1'azote : bleu, soufre : jaune, oxygene : rouge, cuivre : cyan [143]......
Figure 7 : Notion de micro- et de macroenvironnement [165]...........................
Figure8 : M¢éthodes d’immobilisation. (a) enzyme non-covalent adsorbée a une
particule insoluble ; (b) enzyme en covalence attachée a une particule insoluble ; (c¢)
enzyme enfermée dans une particule insoluble par un polymeére réticulé ; (d) enzyme
confinée dans une membrane semi-perméable [165]............coooiiiiiiiiiiiiiiiiiiiinin,
Figure 9 : Procédé¢ d’inclusion des enzymes dans I’alginate de calcium..................
Figure 10 : Structure d’une bille d’alginate [171].............coiiiiiiiiiiiii
Figure 11 : Représentation de 1’ Acide B-D-mannuronique (M) Et 1’Acide
a-L-guluronique (G) [164] ..o e
Figure 12 : Structure chimique des Alginates : Conformations du poly G-Blocs

(a gauche), poly M-Blocs (a droite) et blocs mixtes MG (au centre) [164]...............
Figure 13 : Les phases de la réaction enzymatique [193]. .......coooiiiiiiiiiiiiinnn,
Figure 14 : formes de graphes montrant la variation de la vitesse de réaction
enzymatique en fonction du temps

Figure 15 : Champignon de Paris (Agaricus bisporus)...........ccouveieiiiiiiininnnnnnnn.
Figurel6 : Technique de I’'immobilisation de la tyrosinase par inclusion dans
IPalginate de calCium..........ooiiii i e
Figure 17 : Exemple de variation de 1’absorbance au cours de 1’oxydation du phénol
par la tyrosinase soluble (tampon phosphate de sodium pH 6,0-0,05 M ; 30°C;
phénol 2,5 mM (29 ml); 1 ml d’extrait enzymatique) (A).........coveeeireinierennnnnnn.
Figure 18 : Exemple de variation de I’absorbance au cours de 1’oxydation du phénol
par la tyrosinase immobilisée (tampon acétate de sodium pH 6,0-0,05 M ; 35°C ;
phénol 2,5 mM ; enzyme diluée 10 fois; diametre des billes d’alginate de calcium 2.6

Figure 19: Protocole d’extraction de la tyrosinase de champignon de Paris (4garicus
DESPOTUS) ..o e
Figure 20 : Réaction catalysée par la poyphénol oxydase:

Hydroxylation et oxydation de la L-tyrosine en L-DOPA quinone respectivement

11

14

19

21

21

22
24

26
29
29
30

31
37

39

44

45

46

49

53

54



Figure 21 : Enregistrement par spectrophotométrie de I'oxydation de la tyrosine par
la tyrosinase libre d'"Agaricus DiSpOFUS..........cc.veineei i
Figure 22: Stabilit¢ de la tyrosinase du champignon de paris durant le stockage a -
L e
Figure 23: Effet de la concentration du substrat sur la vitesse initiale d'oxydation du
phénol par la tyrosinase libre du champignon de Paris (Agaricus bisporus) (pH 6.0 ;
35°C).

(A)Représentation graphique de Michaelis-Menten

(B) Représentation graphique de Lineweaver-Burk................c.ocooooia
Figure 24 : Etude de ’effet de la concentration du substrat sur la vitesse initiale de
I’oxydation du phénol par la tyrosinase immobilisée dans le gel d’alginate de calcium
a 2.5% (diametre des billes 2.6 mm, pH 6 (tampon acétate de sodium 0.05 M), et a
35°C)

(A) Representation graphique de Michaelis-Menten ;

(B) Representation graphique de Lineweaver-Burk...................cooooiin
Figure25: Effet de la concentration de I’enzyme sur la vitesse initiale d’oxydation du
phénol par la tyrosinase libre (pH 6,0, 35°C ; phénol 2,5mM).............coooievinine.
Figure 26: Effet de la concentration de I’enzyme sur la vitesse initiale d’oxydation
du phénol par la tyrosinase immobilisée (pH 6,0, 35°C ; phénol 2,5mM).................
Figure 27: Effet de la température sur l'activité relative de la tyrosinase libre et
immobilisée (phénol 2 2,5 mM; pH 6,0)......ccoiiiiiiiiii i
Figure 28 : Graphes d’Arrhenius pour la détermination de 1’énergie d’activation de
I’oxydation du phénol par la tyrosinase libre et la tyrosinase immobilisée dans le gel
d’alginate de CalCIUML. ...cvuiiineiiinreinersintesaeesnresnresnasosssosssssssssssssssssssnsssnnsans
Figure 29: Graphique de la stabilit¢ thermique de la tyrosinase libre et de la
tyrosinase immobilisée apreés une durée d'incubation 10mn a chaque température
(phénol a 2,5 MM; PH 6,0).....oniieii i
Figure 30: Effet du pH sur I’activité de la tyrosinase libre et de la tyrosinase
immobilisée (phénol 3 2.5 MM ; 35°C)...cviiiiiii i
Figure 31 : Effet du diamétre des billes d’alginate DI’activit¢ de la tyrosinase
immobilisée (phénol a 2.5 mM; pH 6.0 ;35°C)...ciiiiiiiiii e
Figure 32 : Stabilité de I’activité de la tyrosinase immobilisée aprés son réutilisation
pour "oxydation du phénol A 2.5 mM..........ooiiiiiiii
Figure 33: L’aspect des billes d’alginate récupérées apres recyclage de la tyrosinase
IMMODIIISEE. ...t

55

56

58

60

63

63

64

64

66

68

69

71



Liste des tableaux

Tableau 1 : Comparaison entre les différentes techniques d’immobilisation [165]. 27
Tableau 2 : Préparation du tampon phosphate de sodium............................... 92

Tableau 3 : Préparation du tampon acétate de sodium.............c.ooveieiiiiinnn.n 92



Introduction générale



Introduction générale

Introduction générale

Les composés aromatiques, y compris le phénol, sont parmi les polluants organiques les
plus communs dans les effluents provenant des industries du papier, du plastique, du pétrole,
des teintures, de résine et du bois [1, 2, 3]. Le phénol est considéré comme un composé
toxique, ce qui nécessite le développement d'une technologie efficace pour 1’éliminer a partir
des eaux usées [4, 5].

Pour cela, diverses méthodes ont été ¢laborées telles que l'extraction par solvant, la
dégradation microbienne, I’adsorption sur charbon actif et ’oxydation chimique [6, 7,8]. Les
méthodes d’extraction sont incomplétes et onéreuses, alors que les traitements par adsorption
et d’oxydation sont extrémement cotliteuses pour de faibles concentrations de I’effluent [9,
10]. Les traitements microbiologiques sont alternatifs a ces procédés de traitement mais qui
ont aussi leurs limites (instabilité, inhibition...) [11,12].

Le traitement des eaux usées par les enzymes est une alternative aux méthodes
traditionnelles. L’application des enzymes, tels que les peroxydases, la laccase et la tyrosinase
pour 1’¢limination du phénol des eaux usées, a un certain nombre d’avantages par rapport aux
traitements biologiques classiques dont: la capacit¢é a traiter une large gamme de
concentration de contaminants, de pH, de température, des vitesses de réaction élevées, et
une haute spécificité des enzymes pour leur substrats [13, 14, 15].

La tyrosinase est tres utilisée pour 1’élimination du phénol. C’est une métalloenzyme a
cuivre largement répandue dans la nature [16]. Dans la présente étude, la tyrosinase a été
obtenue a partir du champignon de Paris (Agaricus bisporus) qui est considéré comme la
source naturelle majeure de cette enzyme [17,18, 19]. Elle catalyse deux réactions bien
distinctes, I’hydroxylation des monophénols en o-diphénols appelée activité crésolase
et ’oxydation des o-diphénols en o-quinones désignée sous le nom d’activité catécholase,
avec consommation de 1’oxygene moléculaire [20, 21, 22].

La tyrosinase est le plus souvent immobilisée dans des supports en vue de son réutilisation
et en raison de sa stabilité thermique plus grande par rapport a sa forme libre [23]. L’alginate
de calcium est l'une des matrices les plus couramment utilisées pour l'immobilisation des
enzymes en raison de ses avantages tels que sa bonne biocompatibilité, son faible coit, sa
disponibilité et la simplicité de sa préparation [24].

De ce fait, cette présente étude a pour objectif de suivre I’oxydation du phénol en mode

batch par la tyrosinase libre et immobilisée par inclusion dans de 1'alginate de calcium.
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Apres avoir extrait la tyrosinase a partir d’un champignon comestible (4garicus bisporus)
plus communément appelé champignon de Paris, ses caractéristiques d’élimination ont été
¢tudiées a différentes valeurs de pH et de température. Les effets de la concentration du
substrat et de I’enzyme ont été également étudiés.

Par la suite I’enzyme a été immobilisé par inclusion dans un gel d’alginate de calcium. Les
effets de quelques parameétres physico-chimiques sur les propriétés d’oxydation ont été
étudiés, en particulier les effets du pH ; de la température ; de la concentration du substrat et
de I’enzyme ainsi que le diamétre des billes d’alginate de calcium.

Ce document comporte trois chapitres. Le premier présente une étude des principales
données bibliographiques concernant le phénol dans I’environnement, ainsi que quelques
¢léments relatifs aux traitements, surtout enzymatique. Une bréve étude bibliographique sur la
tyrosinase, et les techniques d’immobilisation des enzymes. Une étude théorique sur les
techniques d’immobilisation par inclusion sur un support d’alginate de calcium, et une étude
sur les cinétiques enzymatiques. Le second chapitre abordera I’ensemble du matériel et des
méthodes utilisés pour I’extraction de la tyrosinase, et la caractérisation de la tyrosinase libre
et immobilisée. Dans le dernier chapitre, nous exposons et discuterons 1’ensemble des
résultats expérimentaux relatifs aux cinétiques de 1’oxydation réalisés dans les différentes

conditions opératoires.



Synthese bibliographique



Syntheéses bibliographiques

Chapitre I : Phénol

I- Etat des connaissances sur le phénol

Les risques liés a la pollution par le phénol sont connus de nos jours, et leurs maitrises

résident dans la prévention et le traitement de cette dernicre.

Dans cette é¢tude une recherche bibliographique est faite concernant ce polluant, ainsi que
les traitements appliqués pour son élimination en s’intéressant plus particuliecrement au

traitement enzymatique.
I-1- La pollution par le phénol
I-1-1. Identité du phénol

Le phénol de formule brute CsHsO a été d’abord extrait du goudron de houille en 1834 par
le chimiste allemand Rung [25].C’est un des premiers constituants de la grande famille des

composés organiques aromatiques [26].

A D’état pur, c’est un solide a température ambiante hygroscopique et d’odeur acre et
douceatre [27].1 porte aussi les noms de: acide phénique, acide carbolique et

hydroxybenzéne [28].
I-1-2. Synthése industrielle

Historiquement, le phénol a été préparé industriellement a partir du benzéne par une

nitration, une sulfonation, une chloration suivie d’une hydrolyse [29].

La méthode de synthése actuelle, plus avantageuse porte le nom de procédé de Hock. Elle
fut découverte en 1944 par Hock et Lang et elle est exploitée depuis les années 50, produit

environs 95% du phénol dans le monde [30].Cette méthode comporte trois phases [31] :

e La premicre est l’alkylation du benzéne avec du propéne pour former de

I’isopropylbenzéne (cumene) :

&= O~
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e La seconde consiste a oxyder du cumene par de I’air, donnant naissance a du

I’hydroperoxyde de cumyle :

D_< + O —_— D+OOH

e Latroisiéme, est la scission de 'hydroperoxyde de cumyle en phénol et acétone en

milieu acide suivant la réaction exothermique suivante :

£ |00H _.—H+"‘ @—on +o:<

Ce procédé¢ particulierement avantageux illustre une des caractéristiques de la chimie

industrielle moderne : limiter le colt des réactifs (ici 1’0, de 1’air) et valoriser au

maximum les sous produits [32].
I-1-3. Utilisation du phénol

Le phénol est utilisé en synthése organique. Il est a la base de la production d’un grand
nombre de produits comme : des alkylphénols ; des diphénols ; des chlorophénols tels que le
pentachlorophénol utilisé dans le traitement du bois ; des nitrophénols; des aminophénols tels
que le paraminophénol intermédiaire dans I’industrie pharmaceutique [31,33] ; et ’aniline qui

est intermédiaire important dans I’industrie des colorants azoiques [25,27].

Le bisphénol A utilisé dans la production des polycarbonates ; des résines époxydes et des
polysulfonates et le caprolactame pour produire du nylon 6 [33, 34].Cependant, le phénol est
aussi utilisé pour la fabrication de colorants; produits pharmaceutiques; pesticides; parfums;
lubrifiants et solvants; peintures; d’adhésifs; d’explosifs; de textile; des matériaux isolants; du
coke; de synthése de médicaments [27,28,33].

Le phénol sert aussi de désinfectant ; d’anesthésiant et d’antiseptique généraux et on le

trouve dans un certain nombre de produits de consommation [25,27].

I-1-4- Principales sources d’exposition
1-1-4-1. Sources naturelles
Le phénol est présent a 1’état naturel dans le bois et les aiguilles de pin ; dans I'urine des
herbivores ; et dans le goudron de houille [29].
La décomposition de déchet organiques divers ; le métabolisme humain et animal sont
¢galement responsables de la présence naturelle du phénol dans I’environnement [25, 31, 34].

Les incendies de forét peuvent en augmenter les concentrations naturelles [27,34].
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I-1-4-2. Sources anthropiques

Le phénol est fabriqué en tant qu’intermédiaire de la préparation d’autres produits

chimiques et il peut étre libéré comme sous produit ou contaminant [27].

Les échappements des moteurs thermiques [31,35] ; et la dégradation photochimique du

benzene [34, 35,36] émettent aussi du phénol dans 1’atmosphére. Il en est de méme pour les

usines de cokéfaction et de carbonisation a basse température ; de la combustion du bois et du

tabac [25,29, 31].

I-1-5- Comportement dans I’environnement

Le phénol est un polluant ubiquitaire, donc il peut étre détecté dans tout

I’environnement a différentes concentrations:

Atmospheére : Dans D’air, les vapeurs de phénol sont plus lourdes que I’air et forment
des mélanges explosifs sous I’effet de la chaleur. Le phénol s’oxyde a I’air, et ce
processus d’oxydation est accéléré par la lumieére ou par des impuretés a effet
catalytique [27]. Une partie est lessivée par la pluie [36].

Sols : On posseéde peu de données attestant de la présence de phénol dans le sol, parce
qu’il est rapidement adsorbé/désorbé, oxydé mais plus généralement biodégradé ou
drainé dans 1’eau et/ou volatilisé dans 1’air [29].

Eaux : Le phénol a été détecté dans les eaux de surfaces, eaux souterraines [10,37],
eaux de pluie, eaux potables, les effluents industriels et les eaux de ruissellements
urbaines. Le phénol est plus lourd que I’eau et tend a se déposer et se dissout
lentement et méme dilué¢ continue de former des solutions toxiques [29].

Sédiments : Pour les sédiments, il n’existe pas suffisamment de données montrant la
présence de phénol dans ces derniers. Par ailleurs, compte tenu des propriétés physico-
chimiques du phénol il y a peu de chances que celui-ci s’accumule dans les sédiments

[31].

I-1-6- Toxicité

Le phénol a été class¢é comme polluant toxique pour les microorganismes, animaux,

végétaux et les étres humains a différentes concentrations [38].
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I-1-6-1. Homme

Le phénol est rapidement absorbé par toutes les voies d’exposition : le foie, les poumons,
et la muqueuse gastro-intestinale sont les principaux sites de métabolisation du phénol [31].
La faible volatilité du phénol limitant les risques d’inhalation de concentrations importantes.
Cependant, les vapeurs de phénol sont trés désagréables pour les voies aériennes supérieures
et pourraient étre a 1’origine de 1ésions séveres des muqueuses respiratoires.

Localement, le phénol exerce une action corrosive sur les tissus, c’est un irritant sévere
pour la peau et les yeux. L’inhalation donne des signes d’irritation respiratoire avec toux et
dyspnée [28].L’exposition prolongée entraine une paralysie du systéme nerveux central ainsi
que des atteintes rénales et pulmonaires. Cette paralysie peut entrainer la mort. L’intoxication
s’accompagne de symptomes tels que : maux de téte, bourdonnements, vertiges, troubles
gastriques et intestinaux, étourdissement, collapsus, empoisonnement, perte de conscience,
respiration irréguliere, défaillance respiratoire, troubles cardiaques, et parfois convulsions
[29]. L’ingestion de 1 g du phénol est mortelle pour I’homme [25,29, 39].L’agence
internationale pour la recherche sur le cancer et 'EPA ont déterminés que le phénol n’est pas

classifiable comme cancérogene pour les étres humains [25,26].

1-1-6-2. Animaux

Aprés exposition par voie orale et cutanée a des doses d’une toxicité aigue de phénol,
parmi les effets observés chez les animaux de laboratoire il y a la nécrose de la peau ou des
muqueuses de la gorge, des tremblements et des convulsions neuromusculaires ainsi que des
effets histopathologiques sur le rein, le foie, la rate et le thymus. Il y a aussi des effets
hématologiques, la suppression de la réaction immunitaire [27]. Et des effets sur le systéme
nerveux [28].

Le phénol est toxique pour les organismes aquatiques et celles-ci peuvent étre en danger
dans les eaux de surface ou de mer contaminée avec le phénol [36]. Des concentrations du

phénol supérieures a 50 ppb sont toxiques pour certaines formes de vie aquatique [4].

1-1-6-3. Végétaux

Perturbation de la perméabilité passive ; inhibition de la croissance [40].

I-1-7- Normes
Les phénols sont considérés comme des polluants a traiter en priorit¢ a cause de leurs

toxicités avérées méme a faibles concentrations. A cause de cette toxicité différents phénols
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ont été classés comme polluants prioritaires par US EPA (United States of Environnemental
protection Agency) [25,40].De méme que l'union européenne a limité la concentration
maximale tolérée pour les eaux de consommation a 0,5 pg.L™ (0,5 ppb). (Décret exécutif N°
89-3 du 03/01/89) [25, 29, 40,41]. L agence de protection de I’environnement a établie une
norme de purification de I’eau de moins de une partie par billion (1 ppb ) de phénol dans les
eaux de surface [25,42,43], tandis que les limites des phénols pour les émissions des eaux
usées sont de 0,5mg. L' (0,5 ppm) [25].

L’Algérie tolére une concentration maximale des phénols de 0,3 mg. L pour les rejets

industriels (Décret exécutif N” 06-141 du 19/04/2006) [44].

I-2- Traitements des composés phénolés

Le phénol et ses dérivées sont considérés par I’Environnemental Protection Agency
comme d’importants polluants. Leur élimination des eaux résiduaires, a été envisagée. Les
techniques employées (piégeage, transformation, recyclage, dégradation....) vont des
procédés physico-chimiques (floculation, précipitation, oxydation,...) aux traitements

biologiques [45].

I-2-1.Traitements physico-chimiques

Des nombreuses méthodes traditionnelles ont €té utilisées pour €liminer les phénols des
eaux usées industrielles. Ces méthodes étant fondées sur des principes chimiques ou
physiques [4, 10, 12, 15, 43, 46, 47, 48,49]. Cependant elles impliquent généralement des
couts d’exploitation élevés [4, 10, 12, 15, 43, 46, 47, 50].et n’éliminent pas le phénol
complétement [12, 15, 43, 46].En outre elles peuvent générer de sous produits polluants, par
exemple : les cyanates, phénol chlorinates, les hydrocarbonés...qui sont produites par des
procédés chimiques et peuvent étre plus toxiques que les composés d’origine [10, 12, 15, 43,
46, 47,50].

A cause de ces inconvénients, nous nous intéressons a la seconde méthode de traitement

qui est :

I-2-2.Traitements biologiques
Les traitements microbiologiques sont alternatifs aux procédés physico-chimiques mais

qui ont aussi leurs limites (instabilité, inhibition...) [11,12]. D’ou le besoin du développement
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de méthodes de traitements alternatives qui sont plus rapide, moins chers, et plus simples que

les méthodes traditionnelles [13].

Récemment, plusieurs chercheurs ont essayé une approche originale a ce probléme, en

proposant 1’utilisation des enzymes [49].
1-2-2-1.Traitements engymatiques

Les procédés enzymatiques ont plusieurs avantages par rapport aux traitements biologiques
[3, 4, 13, 15]dont : la capacité a traiter une large gamme de concentration de contaminants, de
pH, de température, des vitesses de réaction ¢élevées, et une haute spécificité des enzymes

pour leur substrats [13, 14, 15].

L’oxydation des phénols par les enzymes a été mise en €¢vidence dés 1980 par Klibanov et
al [3, 4, 51]. Les méthodes enzymatiques sont basés sur les enzymes oxydatives telles que :
les peroxydases et les phénoloxydases [3, 15, 51, 52]. Les peroxydases ont besoin de
peroxyde d’hydrogeéne comme Co-substrat, ce qui complique le processus et augmente les
colts, ils sont employés commercialement, mais les colts de ces processus sont €levés [12,
15, 47, 51, 53], les phénols oxydases incluent des laccases et des tyrosinases [13, 15].

Une alternative potentielle a la peroxydase est la tyrosinase (polyphénoloxydase,
EC.1.14.18.1) [13, 43,53], qui catalyse également I’oxydation des phénols mais qui emploie
I’oxygeéne comme oxydant [9, 15, 20, 43, 46, 51, 53]. En raison de la disponibilit¢ de la
tyrosinase dans une large variété de sources et la disponibilité de 1’oxygéne en air ambiant,
cette enzyme peut présenter une alternative moins chére aux peroxydases pour le traitement
des phénols [9, 15, 20, 51, 53].

Cette enzyme a été proposée la premiere fois par Atlow et al en 1984 [3, 20], qui a prouvé
qu’un certain nombre de composés phénoliques pourraient étre enlevés de 1’eau sur une large
gamme de concentrations, en utilisant la polyphénoloxydase de champignons purifiée ou
brute [20].

La tyrosinase catalyse deux réactions bien distinctes en présence de [’oxygene
moléculaire :

L’hydroxylation des monophénols en o-diphénols (activité monophénolase) et 1I’oxydation des
o-diphénols en o-quinones (activité¢ diphénolase) [4, 15, 43, 46, 47].

Les o-quinones subissent spontanément des polymérisations non-enzymatique donnant

naissance a des composé€s insolubles qui peuvent étre enlevés par filtration ou sédimentation

(4, 12, 13, 15, 46, 48, 51].
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Les préparations commerciales de la tyrosinase sont extrémement chéres, ce qui limite la
possibilité de leur utilisation pratique, donc il est avantageux d’employer les préparations
fermentatives pareillement teintées [43]. En raison de ces caractéristiques, les tyrosinases ont
été étudiées pour I’élimination des phénols des eaux usées. Plusieurs études ont impliquées
des tyrosinases de champignons [15], par exemple :

Atlow et al a employ¢ la tyrosinase soluble pour ¢éliminer le phénol a des concentrations
initiales variés de 0,01g/1 a 1g/1, la conversion du phénol jusqu’a de 99% a été obtenue [3, 4,
13]. Etant donné¢ que I’immobilisation a 1’avantage d’augmenter la stabilit¢é enzymatique,
beaucoup de chercheurs ont examinés I’efficacité da la tyrosinase immobilisée pour la
dégradation du phénol. Wada et al a immobilisée la tyrosinase sur la magnétite et le dianon
WK-20, et une conversion pratiquement compléte a été obtenue d’une solution de phénol de
0,02g. L''[4]. Dans cette étude, nous nous sommes intéressé a étudier 1’oxydation du phénol

par la tyrosinase libre et immobilisée.

1-2-2-2. Mécanisme réactionnels de la catalyse enzymatique
Le cycle catalytique a été¢ étudié¢ par de nombreux auteurs (Wilcox et al, 1985 ; Whitaker,
1994 ; Lerch, 1995 ; Solomon et al, 1996 ; Espinetal, 1998) les études sont le plus souvent
réalisées sur la tyrosinase de champignons [54]. Le site actif des tyrosinases peut exister sous
trois formes selon la valence de cuivre et la laison avec 1’oxygeéne moléculaire :
deoxy (Cul-Cul), oxy (Cull-O2-Cull) et met (Cull-Cull). La forme met est convertie en forme
deoxy par double réduction électronique, et la forme deoxy résultante est capable de fixer

réversiblement 1’oxygéne moléculaire pour donner la forme oxy [3,55].

Emet + H+ kl > Edeoxy + HZO (1)
Edeoxy + 02 _k2_> ony (2)

In vivo, la forme majoritaire de I’enzyme est la forme met, incapable de fixer I’oxygene
moléculaire [3,55]. Cette forme prédominante n’agit pas sur les monophénols bien qu’elle ait
une forte affinité pour les fixer. Il en résulte une phase de latence, il est généralement admis
que I’oxydation des o-diphénols catalysée par les tyrosinases suit une cinétique de Michaelis-
Menten, tandis que I’hydroxylation des monophénols est caractérisée par une phase de latence

[3,55].
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Le mécanisme de la tyrosinase agissant sur les monophénols et 1’o-diphénols est
généralement décrit par deux cycles catalytiques (figure 1), le cycle (B): phénolase

(crésolase) et le cycle (A) diphénolase (catécholase) [55,56].

L'activité catécholase implique I'oxydation de deux o-diphénols en deux quinones avec la
réduction concomitante de 4e- de I'oxygene moléculaire produisant deux molécules d'eau.
Cette activité est initiée par la fixation d'un o-diphénol a la forme met de l'enzyme qui est
suivie de la réduction du faisceau bicuivrique menant a la formation du deoxytyrosinase et au
dégagement d’o-quinone. Avec la fixation postérieure de 1’oxygéne moléculaire,
I’oxytyrosinase est formée et une deuxiéme o-diphénol est liée, réduisant le peroxyde et en

produisant I’eau et la formation d’une autre o-quinone.

Eoxy + 0-diphénol ko , Epet-D (3).
Epne-D +H' ks Egeoxy + 0-quinone +H,O (4).
Eoxy T 0-diphénol ___ks4 _ Eoxy-D +2H" (5).
Eoxy-D + 3H" ks E et T 0-quinone + H,O (6).

Dans l'activité crésolase, 1O, est li¢ d'abord aux deux groupes du Cu(l) du
deoxytyrosinase pour donner I’oxytyrosinase dans laquelle I’O, a les caractéristiques d'un
peroxyde. Ensuite un monophénol est coordonné en position axiale a 1’'un des cuivres de
l'oxytyrosinase, suivie d’un réarrangement complexe menant a la production d’une molécule
d’eau et I'intermédiaire (o-diphénol) conduisant a la formation de I’O-quinone [16, 17, 57, 58,

59, 60, 61, 62, 63, 64, 65, 66, 67].

Eoxy + monophénol __ks  Eoxy-M+H' (7).
ony'M _k7_> Emer-D (8)
Epne-D + H' —k3 3 Ejeoxy +0-quinone + H,O 9).
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Les étapes limitantes dans I'hydroxylation monophénolique pourraient étre :

1) L’attaque nucléophile du groupement OH en C-4 sur I’ion cuivre du site

actif de la tyrosinase ;

2) L’attaque électrophile du peroxyde du site actif de 1’oxytyrosinase sur le

C-3 du substrat monophénolique ;

3) L’oxydation du o-diphénol formé a partir du monophénol [68].
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Figure.l1: Schéma illustrant le mécanisme réactionnel de D’activité catécholase et
crésolase de la tyrosinase de champignon de Paris (Agaricus bisporus) [69].
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Chapitre II : Tyrosinase

I1-1- Historique

La tyrosinase a été découverte en 1856 par Schoenbein dans le champignon Boletus
luciferus. 11 a observé que l'extrait de ce champignon catalyse l'oxydation en aérobie de

certains composés dans les plantes provoquant ainsi la formation d'un pigment bleu [64, 70].

La polyphénol oxydase a été préparé pour la premiere fois simultanément par Kubowitz
(1938) a partir des pommes de terre et par Keilin et Mann (1938) a partir d’Agaricus bisporus
et partiellement purifiée par précipitation. C'était la premicre enzyme purifiée par

chromatographie d’affinité [71].

Depuis sa découverte, elle a fait 1'objet de plusieurs sujets de recherches intensifs. Ces
recherches ont portés d’une part sur la nature physique et chimique de 1'enzyme elle-méme et
d’autre part sur le role de 1'enzyme dans la respiration des végétaux inférieurs et supérieures

[72].

Bien que la polyphénol oxydase d’Agaricus bisporus ait été découverte et purifiée il y’a
bien longtemps [70, 73], c’est tout récemment qu'une image claire de cette enzyme a

commenceée a émerger [17].
I1-2-Définition, nomenclature et classification de la polyphénol oxydase
I1-2-1. Définition

Le terme tyrosinase est habituellement adopté pour les enzymes d'origine animales et
humaines, et se rapporte au substrat ‘typique’, tyrosine qui ¢était le premier substrat
expérimental. La ployphénol oxydase est la dénomination générale la plus appropriée, et sera

employée sous I’acronyme PPO dans ce présent travail [74,75].

La PPO (EC 1. 14. 18. 1) est une oxygénase aussi bien qu’une oxydase [58], & fonctions
mixtes contenant une paire de cuivre, qui est le site d’interaction avec l'oxygene et le substrat
phénolique. Ce type de site actif a cuivre est désigné sous le nom de ‘cuivre type 3’ se trouve
¢galement dans I’hémocyanine, la laccase, 1’ascorbate oxydase et la céruloplasmine [65,

76,77]. De loin I’oxygénase multi-cuivre le mieux étudiée est la tyrosinase [59].
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II-2-2. Nomenclature

Les groupes des polyphénols oxydases comprennent essentiellement deux types d’enzymes
: I'O-diphénol oxydase (catéchol oxydase, tyrosinase, phénolase, ou polyphénol oxydase
(PPO)) et les p-diphénol oxydase ou laccase. Les deux types d’enzyme sont phénol-oxygene

oxydoréductases [65].

Des noms différents ont été¢ associés au polyphénol oxydase dont la tyrosinase, crésolase,
catécholase, diphénolase, phénolase, phénol oxydase, O-diphénol oxydase et acide
chlorogénique oxydase. De ces derniers, c'est la polyphénol oxydase qui reflete généralement
la capacité de cette enzyme d'utiliser différents composés phénoliques comme substrats.
Ainsi, les phénols ou catéchols peuvent étre 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 ‘polyphénol oxydase’ [20, 57, 58, 79, 80,81].
II-2-3. Classification

La commission sur les enzymes de I'Union Internationale de la Biochimie (IUB) a placé la
PPO dans deux catégories principales comme (EC 1. 14. 18. 1) monophénol monooxygénase,
¢galement connue sous le nom de tyrosinase et (EC 1. 10. 3. 2) o-diphénol: O,
oxydoréductase. Cette classification différencie seulement les deux activités crésolase et

catécholase, de la méme enzyme [57,82].

De nos jours, on accepte généralement que la polyphénol oxydase (PPO : monophénol,
dihydroxy-L-phénylalanine : oxygéne oxydoréductase ; (EC 1. 14. 18. 1) est I'enzyme qui
catalyse deux réactions bien distinctes en présence d'oxygéne moléculaire, a savoir [réaction
(1)] Tl'ortho-hydroxylation des monophénols en o-diphénols (catéchols) (activité
monophénolase, crésolase ou hydroxylase) et I'oxydation des o-diphénols [réaction (2)] en o-
quinones, activité fréquemment désignées sous le nom de polyphénol oxydase, o-diphénol

oxydase, catéchol oxydase ou activité catécholase [76, 81, 83,84].

Les o-quinones sont des composés fortement réactifs et peuvent subir spontanément en
solution aqueuse soit des réactions de polymérisation et de cyclisation non enzymatiques
donnant naissance a un pigment hétérogéne noir, brun ou rouge, généralement appelé

mélanine soit réagir avec des acides aminés ou des protéines pour produire des composés
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colorés [76, 84, 85,86]. Les préparations enzymatiques a partir de plusieurs espéces montrent

une ou les deux activités [20,87] selon la figure suivante (Figure2) :

Crésolase Catécholase
OH D
(Polyphéno] 06ydase) | (Polyphénol oxydase) '
i % 0, 0
t Polymere
complexe
Réaction (1) Réaction (2) P
brun

Figure. 2: Schéma de la réaction catalysée par la PPO ; les deux activités crésolase et

catécholase sont représentées [20,88].

I1-3- Source et localisation de la polyphénol oxydase

I1-3-1. Source de la polyphénol oxydase

La PPO est largement distribuée dans la nature. Elle se trouve dans une grande variété
d’organismes vivants y compris les procaryotes, les végétaux supérieurs, les arthropodes, les
insectes, les amphibiens, les mammiferes et peut aussi €tre rencontrée chez les mycetes [20,

64, 89,90].

Un certain nombre de microorganismes peuvent produire la PPO [20]. Les premicres PPOs
bactériennes ont été purifiées a partir des extraits cellulaires de Streptomyces nigrifaciens et

Streptomyces glaucescens.

Le champignon commun coloré en blanc (Agaricus bisporus) est généralement reconnu
comme étant la source naturelle majeure de la tyrosinase [91]. La tyrosinase est présente dans
la tige, la peau du chapeau, et la chair du chapeau (3). Cette enzyme a ¢été utilisée dans la
majorité des études biocatalytiques, puisqu'elle est aisément obtenue en quantité relativement
grande [20]. Les meilleures préparations caractérisées sont issues de Streptomyces

glaucescens et de Neurospora crassa et d'Agaricus bisporus [59].

Beaucoup de chercheurs sont intéressés par les PPOs isolées a partir de diverse sources

telles que la banane[87, 92,93, 94,95], le tubercule de pomme de terre [84, 96,97,98,99, 100],
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les épinards [101], I’artichaut [102], les champignons [103,104,,105,106,107,108], la
poire[109], le coing [110], la péche [111], I’abricot [112], les feuilles de tabac [113].

I1-3-2. Localisation de la polyphénol oxydase

Les PPOs des plantes supérieures sont principalement liées aux membranes des
thylacoides de chloroplastes. Elles peuvent également étre situées dans des vésicules, des
microsomes, peroxysomes, liées aux membranes mitochondriales, ou bien librement solubles
dans le cytoplasme [17, 57, 65, 114]. Chez les mammiferes, elles sont localisées dans les

mélanocytes de la rétine et de la peau [115].

Yamaguchi et al. [116] ont constaté que l'activit¢ PPO d'Agaricus bisporus est produite
dans le chapeau (chair, peau et les ouies) et dans le pied. Ce dernier contient deux fois plus
d'activité par gramme de matiére fraiche que le chapeau [77,117]. La PPO d’Agaricus
bisporus est une enzyme cytosolique soluble [88]. Bonner [118] a montré aussi que la PPO est

présentée dans les fractions mitochondriales obtenues a partir du champignon.

La distribution de la PPO dans les différentes parties des fruits et Iégumes peut éEtre
considérablement inégale et le rapport de I’enzyme liée sur I’enzyme soluble change avec la

maturité [119].

En outre, 'activité de la PPO dépend de I'espéce, du cultivar, du développement du fruit, et
de l'age des plantes. L'activité enzymatique change pendant le stockage et peut chuter jusqu'a

des niveaux négligeables dans certains cas [65].

I1-4-Roles biologiques et importance de la polyphénol oxydase dans les

fruits et les végétaux

I1- 4-1.Réles biologiques de la polyphénol oxydase

La PPO entre dans la chaine respiratoire des plantes supérieures en tant qu'oxydase
terminale. Elle joue également plusieurs roles comme moyen de défense chez les plantes

supérieures et les actinomycetes grace a la formation de pigments [65, 119, 120].

Elle pourrait étre impliquée dans la photosynthése, en tant que tampon d’oxygene au
niveau des plastides, par piégeage des radicaux libres ou via des effets sur la ‘Réaction de
Mehler’ (phosphorylation pseudocyclique); un systéme non cyclique de transport d'électrons

impliquant l'oxygéne au lieu de NADP" comme accepteur terminal [16, 57, 82].
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La réaction suivante illustre l'intervention de la PPO dans le tamponnage de 1’0, [121] :

Diphénol + O, PPO =Diquin0ne + H,O

L’enzyme participe a la résistance des plantes contre les insectes et les microorganismes et,
probablement, au climat défavorable [119]. Une explication simplifiée et approximative du
role de la polyphénol oxydase dans la résistance des plantes aux infections est que les
quinones formées par l'action de Il'enzyme subissent des réactions secondaires de
polymérisation produisant des polyméres foncés et insolubles. Les tissus imbibés des ces
polymeres agissent en tant que barrieres contre la propagation des infections [119]. La

mélanine et les quinones sont d’ailleurs avérées bactériostatiques [57].

Dans la plupart des fruits et Iégumes, la PPO est responsable du brunissement enzymatique
[62, 64, 88,122]. La diminution de l'activité enzymatique signale que le fruit a atteint une
¢tape de maturité [65]. Elle est impliquée principalement dans divers processus tels que la
pigmentation des vertébrés et la sclérotisation de I'exosquelette et le brunissement des fruits et

des légumes [62].

La PPO peut induire des modifications des protéines végétales pour les faire des

antinutritionnels décourageant les herbivores ou les microbes pathogenes [16].

La réaction d'hydroxylation de lI'enzyme joue un role dans la biosyntheése des phénols en
particulier les phénylpropanoides en transformant la tyrosine en DOPA, l'acide p-coumarique
en acide caféique, I’acide p-coumarylquinique en acide chlorogénique, ou en insérant un
groupement o-dihydroxy dans le cycle B des flavonoides. La polyphénol oxydase participe

indirectement a la formation de lignine [57, 119, 121].
I1-4-2. Importance de la polyphénol oxydase

Deux aspects doivent étre considérés a cet égard : la fonction de la PPO dans le tissu
végétal pendant sa croissance et son développement. Cette enzyme est d'une grande

importance dans le traitement des produits alimentaires.

L'activit¢ PPO détermine la qualité¢ et la couleur d'un produit alimentaire, tels que les
graines de cacao, le café et les feuilles de thé. La PPO est utilisée dans le procédé de

vinification et agit clairement sur la qualité du vin.
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Les produits résultant de 1'activité polyphénol oxydase (les quinones) peuvent réagir avec
les protéines ce qui pourraient réduire leur digestibilité, leur golit ainsi que leur valeur

nutritionnelle [65, 123].

Les technologies alimentaires sont concernées par le phénoméne du brunissement
enzymatique [119]. Dans certains produits alimentaires, par exemple le raisin sec et le cacao,
cette réaction indésirable est nécessaire afin d'induire des propriétés organoleptiques

recherchées [88].
I1- S-Extraction de la polyphénol oxydase

La PPO d’Agaricus bisporus a été pour la premiére fois extraite et purifiée par Keilin et

Mann (1938) [17].

Plusieurs méthodes d'extraction et de purification de la PPO de champignon de Paris ont
été¢ développées, les plus largement utilisées et qui donnent de bon rendement d’activité
enzymatique sont celles de : Dawson et Magee [75], gouzi et benmansour [124],Frieden et

Ottesen [105], et Nelson et Mason [125].

Trois problémes doivent étre traités avant d’extraire la PPO a partir d'un matériel végétal :
(1) la latence, (2) la solubilisation de I’activité¢ liée a la cellule, et (3) la prévention de
l'oxydation enzymatique des phénols endogénes qui se polymérisent et provoquant ainsi la

précipitation des protéines enzymatiques [119].

La solubilisation et l'activation de la PPO insoluble ou latente peuvent étre effectuées grace
a l'utilisation des traitements chimiques aux détergents, tels que le Tween-80%, le Triton X-
100° ou le sodium dodecyl sulfate (SDS), ou d'un milieu hypotonique, ou physique par les
ultrasons [119,126]. La solubilisation est habituellement réalisée aprés préparation d'une

poudre d'acétone par I'extraction avec des détergents ou d'autres agents [119, 127].

La plus grande difficulté a surmonter pour 1’obtention d’une préparation enzymatique
soluble consiste a empécher 1’oxydation enzymatique des phénols et la formation des
pigments pendant les étapes de broyage et I’extraction de I’enzyme a partir de la matiére
végétale. Les pigments provoquent la précipitation et l'inactivation irréversible de 1'enzyme
[119]. Afin de réduire au minimum ces risques, toutes les étapes de morcellement et
d'homogénéisation devraient étre effectuées a des températures inférieures a 0°C [57, 119]. La

précipitation par l'acétone suivie de 1’extraction par une solution tampon, est l'une des
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méthodes le plus souvent appliquées. Pour mieux protéger le produit d'extraction contre
I’oxydation enzymatique des polyphénols, les agents réducteurs, les adsorbants des composés
phénoliques et des quinones, aussi bien que les inhibiteurs réversibles de l'enzyme, sont
incorporés dans la solution d'extraction. L'acide ascorbique, la cystéine, le métabisulfite de
sodium, le DIECA, le saccharose, le polyvinylpolypyrrolidone (PVPP), ou le polyéthyléne
glycol (PEQG) et parfois des mélanges de certains de ces composés, sont employés [20, 119,
128]. L'isolement de la polyphénol oxydase peut étre aussi réalisée en présence des inhibiteurs

d'enzymes protéolytiques endogenes tels que le phénylméthylsulfonyl (PMSF) [57].

II-6-Caractéristiques réactionnelles et structurales des polyphénols

oxydases

La classe des polyphénoloxydases est divisée en deux sous-groupes en fonction du substrat

dont elles catalysent 1’oxydation :

e hydroxylation en position ortho d’un substrat monophénolique (activité
monophénoloxydase, crésolase ou tyrosinase).
e oxydation d’un diphénol en benzoquinone (activit¢ diphénoloxydase, et

spécifiquement catécholase lorsqu’il s’agit o-diphénol).
Ces deux réactions utilisent I’oxygéne moléculaire comme Co- substrat.
I1-6-1-les différents sous-groupes de PPO
11-6-1-1-Activité monophénoloxydase(EC 1.14.18.1)

Les monophénoloxydases ou monoxygénases catalysent I’hydroxylation des monophénols
en o-diphénols.Cette enzyme est €également appelée tyrosinase car la L-tyrosine est le substrat
monophénolique majeur dans le régne animal. Cette enzyme est également appelée crésolase
en raison de sa capacité a 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 et un peu

plus récemment dans la pomme [55].
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11-6-1-2-Activité catécholoxydase (EC 1.10.3.1)

L’oxydation des substrats o-diphénoliques en o-quinones en présence d’oxygene est
catalysée par I’activité odiphénoloxydase également appelée catécholase ou catécholoxydase.
Cette dernicre a ¢été 1’objet de nombreuses recherches en raison de son haut pouvoir
catalytique dont découle la formation des quinones puis la production des polyméres bruns
appelés mélanoidines comme le montre (la figure 3) et elle montre plus spécifiquement
comment ’activité tyrosinase, évoquée précédemment, englobe I’activité monophénoloxydase

et catécholoxydase [55].
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Figure. 3 : Formation des quinones catalysée par la diphénoloxydase en présence

d’oxygene [55,56].

I1-6-2- Structure, poids moléculaire et site actif de la polyphénol oxydase

11-6-2-1. Structure et poids moléculaire de la poylphénol oxydase

La PPO native d'dgaricus bisporus est une métalloenzymes oligomérique de 569 acides
aminés, de forme globulaire et dont la structure quaternaire est composée de deux sous-unités
non identiques, de deux chaines lourdes H avec une masse moléculaire d’environ 43-48 kDa
qui contiennent les sites catalytiques, et deux chaines polypeptidiques légeres L de 13.4-14
kDa , qui différent par leur composition en acides aminés, formant ainsi une structure
tétramérique de la forme H,L, ayant un poids moléculaire global apparent de 128-133 kDa et
possédant 4 atomes de Cu groupés par paires. La fonction de la sous-unit¢ L demeure
inconnue. Ces sous-unités pourraient contribuer a la stabilité ou a l'activité de la préparation
d’enzyme. En solution aqueuse, la forme prédominante (120 kDa) a la structure H,L,, alors
que la forme active de 1'enzyme (montrant I’activité crésolase et catécholase) a la composition

en sous-unités LoH. Le poids moléculaire de la sous-unité de base de la polyphénol oxydase
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des plantes et d'autres sources s'étend entre 30 et 45 kDa [17, 57, 59, 64, 88, 126, 129, 130,
131, 132, 133, 134, 135, 136].

La structure secondaire de la PPO est principalement o- hélicoidale. Le coeur de I’enzyme
est constitué de quatre paquets spiraux composés d’hélice a: a2, a3, a6 et a7 (figureb). Le
paquet hélicoidal est adapté au centre catalytique binucléaire de cuivre et qui est entouré par
les hélices, al et a4, et de plusieurs coudes B. Dans la PPO d’Agaricus bisporus,

I’isoleucine est le N-terminal, tandis que la valine est le C-terminal [127].
11-6-2-2. Le site actif de la polyphénol oxydase

Le site actif de la PPO de champignon de Paris contient deux atomes de cuivre, nommées
CuA et CuB, trés rapprochées avec une distance interatomique de 3,6 A environ et se
caractérisent par une forte interaction magnétique [61]. CuA est coordonné par I’His 88, His
109, et I’His 118. L’His 88 est situés au milieu de 1’hélice a2, tandis que 1’His 109 et His
118 sont au début et au milieu de I’hélice a3. Le second cuivre catalytique, le site CuB, est
coordonné par I’His 240, His 244 et 1’His 274. Ces résidus sont trouvés au milieu des hélices
a6 et a7 [137]. (figure4 et6). Cette paire de cuivre est le site de 1'interaction de la PPO avec

l'oxygene moléculaire et les substrats phénoliques [88].

Le site actif de la PPO existe sous trois formes physiologique (figure 5): la forme
oxygénée oxytyrosinase (E,y,) [Cull-O,”-Cull], la forme mettyrosinase (E,.) Cu(Il), et la
forme deoxytyrosinase (Egeory) Cu(l) [74, 115, 138, 139, 140, 141, 142, 143].

Les deux états met- et oxytyrosinase permettent l'activité diphénoloxydase, tandis que la

réaction monohydroxylase exige 1’état oxy [115].
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Figure 4 : (a) Le site actif de fixation de I’oxygene des protéines a cuivre [58].

(b) Représentation schématique du centre de cuivre binucléaire. L'oxygene se

lie comme peroxyde et chaque ion de Cu est li€ a trois atomes d'azote d'histidine.
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FigureS: Les trois états physiologiques du site actif de la polyphénol oxydase [74]:

(a) : forme deoxy les cuivres sont dans 1’état cuivreux ;
[ ]

(b) et (¢) : formes met et oxy les cuivres sont dans 1’état cuivrique.
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Figure 6:Vue de face de la catéchol oxydase de 39 KDa (les atomes sont colorés par le
type d'atome :

Carbone : gris, 1'azote : bleu, soufre : jaune, oxygene : rouge, cuivre : cyan [143].

I1-7- Application de la polyphénol oxydase

Les activités monophénolhydroxylase et diphénoloxydase de la polyphénol oxydase

servent de base a beaucoup d'applications industrielles [136, 144].

En technologie environnementale, la PPO est utilisée pour la détoxication des eaux
résiduaires et sols contaminés par des polluants environnementaux fortement toxiques
représentés par une grande classe des composés phénoliques et polyphénoliques [6, 48, 136,

145, 146, 147, 148].

Cette enzyme est a l'origine du développement des biocapteurs pour la de détection des

composés phénoliques [20, 21, 80,85].

Dans I’industrie pharmaceutique elle est utilisée pour la production de la L-dopamine a
partir de la L-tyrosine, produit largement utilis¢ pour le traitement de la maladie de Parkinson

[149, 150,151].

Ainsi que pour la détermination de la L-cystéine dans les produits pharmaceutiques, et
l'acide ascorbique dans les produits alimentaires et l'acide benzoique, grace a leur effet

inhibiteur sur 'activité de la polyphénol oxydase [152, 153,154].
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Dans un réacteur a systéme d’écoulement par injection contenant la polyphénol oxydase
immobilisée on a employé pour la détermination des catéchols et toute autres catécholamines
biologiquement actives dans les liquides biologiques et également pour la détection des

phénols dans 1’eau [20, 146, 155].

De méme, un réacteur pré-colonne contenant la polyphénol oxydase immobilisé a été
couplé a un systéme de chromatographie liquide a haute performance avec une détection par
fluorescence, pour la détermination sensible de la L-dopa et de la L-tyrosine dans le sérum
[20]. La polyphénol oxydase a été employée dans 1’¢limination des phénols de I'eau, [6, 20,
48, 145], et en cosmétique et dans les industries alimentaires. Elle est utilisée pour activer les
réactions de brunissement oxydantes [127]. Les mélanines synthétiques ont des roles
protecteurs contre les rayonnements (UV, rayon X, rayons gamma). Ce sont des échangeuses
cationiques, fixatrices des médicaments, des antioxydants, des agents antiviraux et des
immunogenes [57, 156,157]. Aussi La polyphénol oxydase a été employé dans une méthode

simple mais précise pour le calibrage d'une électrode a oxygene [20].
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Chapitre I1I : Techniques d’immobilisation des enzymes

Les applications des enzymes libres sont considérablement limitées dans la pratique par le
cott ¢élevé des enzymes et leur relative instabilité. En effet, la majorité des enzymes agissent
non pas a I’état libre dans le cytoplasme, mais sous formes associées c’est-a-dire
macroscopiquement immobilisées, notamment aux constituants membranaires de la cellule ou
des organites, c’est-a-dire dans un microenvironnement trés sensiblement différent d’une
phase aqueuse homogeéne (figure 7). Donc I’'immobilisation puisse €tre une solution qui nous

offert un mode d’action plus suffisant, on parle d’une cinétique hétérogene.

Microenvironment  macroenvironment

Figure 7 : Notion de micro- et de macroenvironnement [165]

II-1-Définition

La rétention d’enzyme dans une phase insoluble, est plus couramment dénommée
immobilisation des enzymes [166]. Donc on peut dire qu’une enzyme est immobilisée lorsque
ces molécules sont macroscopiquement confinées pendant un processus catalytique. Une nette
stabilisation de D’activité catalytique est constatée aprés I’immobilisation des enzymes par
voie chimique ou physique (suivant que 1’enzyme est liée au support de maniére covalente ou
non) et sur différents supports insolubles résine échangeuse d’ions, polymeres synthétiques,

charbon actif, verre microporeux, matériaux inorganiques, DEAE cellulose...... etc [167].
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Les effets d’immobilisation sur DP’activit¢ des enzymes résultent de 1’interaction de

différents facteurs : [158].

L
B

i
L

Modifications de la structure tridimensionnelle de 1’enzyme, sous [’action des
contraintes dues a la fixation ;

Modifications du microenvironnement : pH local, interactions €lectrostatiques.....etc. ;

+= Phénoménes diffusionnels a I’intérieur du complexe ;

L
B

Encombrement stérique.

Cet ensemble de facteurs va jouer un rdle déterminant sur ’activité et la stabilit¢ de

I’enzyme.

ITI-2-Les méthodes d’immobilisation des enzymes

L’intérét suscité par les enzymes immobilisées a crii parallélement au développement de

méthodes variées d’immobilisation qui ont été mises au point et décrite au cours des récentes

années. Ces méthodes peuvent étre regroupées en un tryptique comprenant [166] :

Immobilisation par inclusion [151, 158, 160, 161]: dans le réseau tridimensionnel
d’un gel ou d’un polymeére, dans une microcapsule, dans une fibre creuse ou pleine
[161, 166]. Cette méthode est basée sur I’inclusion d’une enzyme au sein d'une
structure polymere qui permet la diffusion des substrats, mais ne permettre pas
'écoulement hors des protéines. Comme il n'y a aucune formation de liaison entre
l'enzyme et la matrice, il n'y a pas de perte d'activit¢ due a I’inactivation ou
I'encombrement stérique des sites actifs, comme c'est souvent le cas lorsque I'enzyme

est li¢ de facon covalente a un support [158].

Les avantages de cette technique sont les suivantes [158,162]:

i
L

La simplicité et le faible coft.

= Possibilité de piéger plus d'une enzyme a n'importe quel niveau de pureté.

L
B

Une récupération facile et rapide des produits de la réaction.

Immobilisation par adsorption [151, 158, 160, 161] : par I’intermédiaire d’interaction
de type secondaire, sur un support organique ou minérale [166]. Les enzymes peuvent
étre adsorbées sur des matériaux tels que: des échangeurs d’ions, des polymeéres
organiques, des gels de silice...etc. Cette méthode a I’avantage d’étre simple et peu

colteuse. L’ immobilisation par adsorption est préférable lorsque 1’enzyme est sensible
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i
-«

a des modifications chimiques ou encore lorsqu’elle est inactivée par des liaisons
covalentes [158].

Immobilisation par liaison covalente [151, 158, 160, 161] : Soit directement entre un
groupe chimique de I’enzyme et un groupe réactif d’un support, soit par réticulation a
I’aide d’agents polyfonctionnels (éventuellement aprés inclusion ou adsorption) [166].
L’immobilisation par liaison covalente des polymeres activés ou matrices est la
méthode d’immobilisation la plus utilisée au laboratoire. Cette méthode a I’avantage
de lie solidement I’enzyme a un support polymérique, par I’intermédiaire de liaisons
chimiques stables par apport aux changements de la température, pH, force ionique et
concentration du substrat [158].

Immobilsation par réticulation avec des agents bi- ou multi fonctionnels [151, 158,
160, 161] : Une large variété des agents de réticulations ont ét€ proposées pour
I’immobilisation des enzymes, mais seulement le glutaraldéhyde est intensivement
employé. Les méthodes pour l'immobilisation d'enzymes pres ces réactifs peuvent étre
divisés en deux types :

Immobilisation, ou plutdt insolubilisation, réalisée par la formation des réticulations
intermoléculaires entre les molécules d'enzymes.

Adsorption de l'enzyme sur un support (polymeéres naturelles et synthétiques) suivi de

la réticulation de I’enzyme adsorbée [158].

Malgré cette division claire, le procédé utilis¢ dans beaucoup de cas exige une

combinaison de deux méthodes ou plus telles que I'adsorption de I'enzyme sur un support

approprié suivi de la réticulation intermoléculaire [158].
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Figure 8 : Méthodes d’immobilisation. (a) enzyme non-covalent adsorbée a une particule
insoluble ; (b) enzyme en covalence attachée a une particule insoluble ; (c) enzyme enfermée
dans une particule insoluble par un polymere réticulé ; (d) enzyme confinée dans une
membrane semi-perméable [165].
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II1.3. Choix de la méthode d’immobilisation

Le tableau suivant

d’immobilisation :

représente

bréve comparaison

entre

les techniques

Tableau 1 : Comparaison entre les différentes techniques d’immobilisation [165].

Caractéristiques Adsorption Liaisons inclusion Encapsulation
covalentes
Réalisation facile difficile difficile facile
Coiit faible élevé moyen ¢levé
Energie de liaison variable forte faible forte
Fuite d’enzyme oui non oui non
Utilisation large sélectif large trés large
Problémes d’exécution élevés faibles ¢levés ¢levés
Effets de matrice oui oui oui non
Importantes barriéres non non oui oui
diffusionnelles
Protection microbienne non non oui oui

D’aprés ce tableau, nous pouvons opter pour l’utilisation d’une méthode d’immobilisation

ou une autre, et cela suivant les caractéristiques techniques et économiques qui nous

intéressent. Beaucoup de facteurs doivent étre pris en considération dans le choix de la

méthode d’immobilisation. Parmi ceux-ci, on peut citer :

PR

*.—.

de I’enzyme ;

-

La nature chimique de la réaction catalysée ;

Le rendement et le degré de pureté voulus.

Le cot et la stabilité des réactifs et du biocatalyseur mis en jeu ;

L’influence des traitements nécessaires a I’immobilisation sur [’activité et la stabilité

Donc, il faut trouver un compromis entre toutes ces contraintes. Nous pouvons dire que

I’immobilisation par inclusion apparait comme une solution convenable par son colt, sa

stabilité ainsi que sa facilité de réalisation c’est ce qui fait qu’elle est communément utilisée.
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I11.4.L’immobilisation par inclusion des enzymes dans I’alginate de calcium

I11.4.1.technique d’inclusion des enzymes :
111.4.1.1.Définition de ’inclusion des enzymes :

I1 s’agit de la méthode la plus utilisée aujourd’hui [159, 162, 168].Cette méthode consiste a
retenir physiquement une enzyme enfermée a I’intérieur d’une matrice (gel, fibre ou
microcapsule) d’une maniere purement physique ; I’enzyme est répartie dans une solution du
monomere ou dans une émulsion. La polymérisation du monomere ou sa prise en masse

conduit a la formation d’un réseau au sein du quel I’enzyme est emprisonnée [169].

Généralement, les gels d’alginates et carraghénates sont les produits les couramment
employés pour I’immobilisation des enzymes par inclusion [170]. L’alginate est le
copolymeére le plus utilisé car c’est un polymere anionique, léger et non toxique [111, 162,

163].

111.4.1.2.Procédé d’inclusion dans I’alginate

La solution enzymatique est mélangée a une solution d’alginate de sodium, I’enzyme
solubilisée est ensuite polymérisée en présence d’un ou plusieurs agents de réticulation. Le
mélange est dispersée a travers un orifice (seringue) goute a goute dans une solution saline
telle que le chlorure de calcium (CaCl,) (dispersion par extrusion) afin d’obtenir des billes de
gel présentant de bonnes propriétés mécaniques et dans les quelles I’enzyme est retenue

(figure 10).

Le diamétre des gouttes formées par extrusion simple par gravité est toujours supérieur au
millimetre méme avec des aiguilles trés fines dont la taille s’échelonne entre 2 et 4000 um

[166, 171]. La taille des mailles du réseau dépend du pourcentage d’alginate [169, 172].

Le gel est néanmoins fragile car un complexant (EDTA) ou méme la présence d’ions

phosphates suffit pour le dissocier [173].

28



Syntheéses bibliographiques

Alginate de sodium Solntion enzvmmatigue

Mlixer

¥
dispersion d exhnsion

¥

LH— MMélange(alsinate de sodimnt+enzvnc)

\a

I'extrusion de goutteleties
dans wn bhain de chlerwe de cakium
T ——

e S———

; _ ———Enmme
og 2 n
e el
Eilles d'alzmats de calcinm te ""““-H—-,_,__ Gel daluinls

Figure 9 : Procédé d’inclusion des enzymes dans I’alginate de calcium

Bille : systéme matriciel

Réseaux polymériques i Principe actif (Enzyme)
Figure 10 : Structure d’une bille d’alginate [171].
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I11.5. L’alginate

I11.5.1.0rigine

L’alginate a été obtenu pour la premicre fois au Royaume-Uni par Stanford en 1880 [171,
174]. Grace a une extraction alcaline a partir des algues brunes [35, 162, 171, 174]. Les algues

constituent toujours la matiére premiere pour 1’obtention de 1’alginate aujourd’hui ; il s’agit

surtout des espéces suivantes : Laminaria digitata ; Fucus serratus [171, 174].

II1.5.2.Structure

L’alginate est un polysaccharide linéaire fortement anionique [173] ; C’est également un

polyuronide, constitu¢é d’un enchainement de deux acides uroniques: 1’acide B-D-
mannuronique et 1’acide a-L-guluronique (Figure 11); la liaison entre les monomeres est de
type : B-(1—4) [35, 163, 171, 175].

I1 existe trois types d’enchainements différents (figure 12) :

+ L’enchainement G-G-G (blocs homogénes d’acides guluroniques) ;
-

L’enchainement M-M-M (blocs homogenes d’acides mannuroniques) ;

L’enchainement M-G-M (blocs hétérogenes des deux acides ) ;

Acide p-D-mannuronique (M)

Acide a-L-guluronique (G)

Figure 11 : Représentation de I’ Acide -D-mannuronique (M) Et I’ Acide

a-L-guluronique (G) [164]

30



Syntheéses bibliographiques

-nne

. -nnr HU
SRSy A S
u p | o HO
oo HO

-0 oI oec
G (5 e (3 M G M el M M M
. s ™. e ™, r
G Bloc M—-G Bloc M Bloc
Acide Acide

Poly-Culuronate Poly-Mannuron:ate

Figure 12 : Structure chimique des Alginates : Conformations du poly G-Blocs
(a gauche), poly M-Blocs (a droite) et blocs mixtes MG (au centre) [164]

I11.5.3.0btention de ’alginate

On obtient ’alginate par la transformation d’algues brunes. Ces dernicres subissent quatre

¢tapes [171] :

Déminéralisation ;

*.—.

= Extraction de I’alginate ;

Coagulation du colloide ;

*.—.

Neutralisation ;

=

I11.5.4.Propriétés des alginates

Les alginates des métaux alcalins sont solubles dans 1’eau. Ils sont essentiellement utilisés

comme viscosifiants ou comme gélifiants dans I’industrie alimentaire [174].

I1 est possible d’obtenir des solutions d’alginate plus ou moins visqueuses en jouant sur le
degré de polymérisation et la composition en acides uroniques. Les alginates riches en blocs
gluroniques conduisent a des gels rigides et cassants, tandis que les alginates riches en blocs

mannuroniques conduisent a des gels de texture souple [171].
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L’addition progressive et limitée d’ions Ca*" (calcium) et H & une solution d’alginate

alcaline permet d’obtenir des gels non thermosibles.

L’alginate a une forte affinité pour les cations divalents comme le calcium [159, 177].Cette
propriété augumente quand la proportion en acide guluronique augmente : les segments
guluroniques a conformation plissée retiennent par coordination les ions calcium, en

coopération avec une chaine paralléle, il se forme un réseau tridimentionnel [35, 162, 176].

Le processus de gélification est simplement 1’échange des ions sodium par les ions calcium
dans les conditions relativement douces [178] ; aprés 10 mn de 1’ajout de 1’alginate de sodium

a la solution de chlorure de calcium (CaCl,) [35] :

2 Na (alginate) + Ca® — 5 Ca (alginate) 2 + 2 Na"

I11.6. Avantages de la méthode d’immobilisation des enzymes par inclusion
En général I’'immobilisation des enzymes a plusieurs avantages :

e Protection des enzymes contre les conditions physiques et chimiques extérieurs
comme (le pH, la température, ou la concentration ionique) [24, 160].

e des enzymes immobilisées peuvent plus facilement étre séparées des substrats et des
produits de réaction et étre employées a plusieurs reprises et sans interruption [2, 24,
151, 160,163] ; de ce fait simplifiant la manceuvre et empéchant la contamination de
protéine de produit finale [163].

e Laréduction de ’'usage des enzymes, car une fois I’enzyme est immobilisée, elle peut
étre utilisée pour une période plus longue que pour I’enzyme libre ;

e [’enzyme immobilisée peut conduire a des processus en continu a lit fixé ou bien a lit
fluidisé ;

e Il est possible d’utiliser des doses d’enzyme plus élevées par un volume de réacteur
que pour un processus d’enzyme libre, cela contribue a des taux de réaction élevés et

par conséquent des réacteurs de tailles plus petites ;

Ces avantages techniques permettent une réduction des cotts de processus, lorsque la

demi-vie de I’enzyme immobilisée est suffisamment longue [179].
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En particulier, I’inclusion de I’enzyme dans une matrice est généralement avantageuse
parce que I’immobilisation ne met pas en jeu des liaisons covalentes entre la matrice et

I’enzyme [180].

Les réactions de polymérisation et de gélification sont bien maitrisées et leurs mécanismes

sont connus [166].

La réaction chimique avec I’enzyme est limitée. L’inclusion dans le gel naturel est
applicable a toutes les enzymes et permet I’obtention de supports de formes adaptables (films,
billes, fibres) [181].11 est également possible d’immobiliser simultanément plusieurs enzymes

dans la méme matrice [182].
L’inclusion permet d’immobiliser en une seule étape la totalité de la masse d’enzyme [166].
II1.7. Inconvénients de la méthode des enzymes par inclusion

Le réseau formé est presque toujours trop lache pour retenir complétement I’enzyme, les

fuites peuvent cependant étre évitées par une coréticulation.

Il y a des problemes de transfert de masse (inaccessibilité de certains substrats) et des

risques de fuite d’enzymes [181].
L’enzyme peut migrer vers I’extérieur du gel si les pores sont trop grands [169].
Certaines polymérisations font appel a des agents dénaturants ou a des radicaux [166].

Il y a une résistance diffusionnelle imposée au substrat lors de son passage dans les pores
du support [183]. Aux phénomenes diffusionnels, viennent s’ajouter également les problémes

d’encombrement stérique, limitant 1’efficacité de la catalyse [166, 182].

Les propriétés mécaniques des gels sont souvent mauvaises, du moins insuffisantes pour

envisager une utilisation en réacteur a lit fixe de taille importante [166].
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I11.8. Application de la PPO immobilisée

Depuis L'inactivation de la tyrosinase a été¢ considérée €tre associ¢e a l'attachement d'o-
quinone sur le résidu d'acide aminé dans la proximité du site actif de 1'enzyme, la tyrosinase a
¢t¢ immobilisée sur plusieurs supports afin d'améliorer la stabilité pour le stockage, et la

réutilisation de ’enzyme [3].

Des PPOg qui sont isolées de diverses sources ont ét¢ immobilisées sur différents supports
tels que : zéolite, sépiolite, bentonite, chitine, etc... Une partie de ces PPO immobilisées a été
employée pour lutter contre la pollution dans 1’eau, pour enlever et transformer les composés
toxiques du processus industriel et pour déterminer le catéchol et d'autres catécholamines
biologiquement actives dans les liquides biologiques en tant que biodétecteur enzymatique

[146].

Dans les industries pharmaceutiques pour la production de la L-dopa a partir de la L-
tyrosine qui est largement utilisée pour le traitement de la maladie de Parkinson [149, 150,
151]. Dans un réacteur a systéme d’écoulement par injection contenant la polyphénol oxydase
immobilisée on a employ¢ pour la détermination des catéchols et toute autres catécholamines
biologiquement actives dans les liquides biologiques et également pour la détection des

phénols dans 1’eau [20, 146, 155].

Il existe une multitude d’articles qui étudient les traitements enzymatiques par les PPO

immobilisées dont nous pouvons citer en exemples :

Palmieri et al ; réalisés en 1994 ont étudi¢ un nouveau procédé pour l'immobilisation de la
PPO par inclusion dans le gel d'alginate de cuivre. Les propriétés mécaniques du gel
d'alginate de cuivre ont été caractérisées et comparées a celle de l'alginate de calcium
couramment employé¢. Les résultats indiquent une utilisation potentielle de ce systéme pour la

construction des bioréacteurs servant dans la désintoxication des eaux usées polluées. [160].

Crecchio et al ; en 1995 ont examiné les possibilités de deux enzymes immobilisées en gels
organiques (laccase de Trametes versicolor et une tyrosinase de champignon). Pour enlever
les composés aromatiques naturels et xenobiotique des solutions aqueuses. Et déterminés un
modele pour la réutilisation du catalyseur immobilisé dans un systetme de colonne en

soulignant la possibilité¢ de détoxifier des eaux polluées [1].
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Alikhan et al en 2006 ; ont conclu que PPOs de la pomme de terre (solanum le tuberosum)
attachée de Celite PPO ¢étaient efficace pour la décoloration /élimination des mélanges des
colorants industriellement importants. Ainsi, PPOs pourraient étre des outils efficaces pour le
traitement des effluents industriels contenant plusieurs genres de polluants organiques méme

s’ils sont présents dans les compositions complexes [24].

Ensuncho et al; en 2005 ont étudi¢ I’immobilisation de la tyrosinase dans l'alginate de
chitosane pour le traitement des eaux usées. La matrice a montré de bonnes propriétés

d'adsorption, et ’enzyme a une bonne réactivité. [9].

Shao et al ; en 2007 ; ont étudi¢ le traitement des solutions du phénol par la PPO immobilisé
par réticulation dans le gel chitosane-SiO2. L'efficacité d'éliminer le phénol (10 mg phenol/l)
par la PPO immobilisé était 86%, et une éfficacité d’élimination environ de 60% a été

maintenue apres cing réutilisation [2].

Alors qu’en 2008 ; ils ont étudié 1’¢limination du phénol par La PPO I'immobilisée sur
alginate-SiO2 du gel hybride. L’enzyme immobilisée a pu facilement étre séparé de la
solution de réaction et étre réutilisé. Apres répétition de cinq fois, I'efficacité de 1’élimination
du phénol a diminué a 68.9% Les résultats ont confirmé que la stabilité I'enzyme immobilisée

¢tait bonne, et la réutilisation de I’ALG-SiO2/PPO ¢était meilleur que celui d'ALG/PPO [11].
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Chapitre IV : Cinétique Enzymatique
IV.1. Principes de base de la cinétique enzymatique

IV.1.1.Définition : L’¢tude de la cinétique enzymatique regroupe un ensemble de
méthodes qui donnent les premiers outils dans la compréhension du fonctionnement des
enzymes. Elle se propose d’établir des relations entre la vitesse de la réaction et les
concentrations en substrats ou en inhibiteurs ainsi que de quantifier I’influence de certains

parametres tels que le pH, la température et effecteurs.

En1888 le chimiste suédois Savante Arrhenius a proposé une théorie pour expliquer
l'action catalytique des enzymes. Il a proposé que le substrat et 1'enzyme forme une certaine
substance intermédiaire qui est connue comme le complexe enzymes-substrat. Le mod¢le de

base de la cinétique enzymatique s’écrit ainsi :

k1l k3

E+S§ « ES < E+ P
k1 k4

Ou E est ’enzyme, S le substrat, P le produit de la réaction et les K; sont les constantes de

vitesse des réactions élémentaires [184].

La catalyse est homogene si le catalyseur fait partie de la méme phase que les systémes

réactionnels.et dans le cas contraire on parle de la catalyse hétérogéne.

IV.1.2.Méthodes de détermination de I’activité enzymatique :

L'activit¢ de la polyphénol oxydase peut étre déterminée en mesurant la vitesse de
disparition du substrat, ou la vitesse de formation du produit. Avec l'une ou l'autre méthode, il
est nécessaire de limiter la mesure a la phase initiale de la réaction, en effet I'inactivation de la
réaction de l'enzyme ralentit cependant 1’oxydation de I'o-dihydroxy phénol [119]. On
détermine la vitesse de disparition du substrat, généralement 1'absorption de I’O,. Elle est
mesurée par la technique de Warburg ou par polarographie a 1’aide d’une électrode a oxygene

[65, 119].
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La vitesse de formation de produit peut étre déterminée par méthode spectrophotométrique
en mesurant la densité optique des composés colorés formés a partir des quinones, cette

méthode est la plus utilisée pour mesurer 1'activité diphénolase de la PPO [57, 119].
1V.1.2.1.Les phases da la réaction enzymatique

Au moment ou I’enzyme et le substrat sont mélangés, la vitesse de la réaction est nulle.
Puis elle augmente généralement rapidement a une valeur maximale et reste constante
pendant une période de temps. Durent cette période, la vitesse de réaction ne dépend que de la
concentration de I’enzyme et elle est totalement indépendante de la concentration du substrat,
elle est similaire a une cinétique d’ordre zéro. Enfin, dans une dernic¢re phase, le substrat est
consommé, la vitesse de réaction est diminue et entre dans une phase du premier ordre et elle
dépend de la concentration du substrat [185]. Comme nous pouvons le voir sur le graphe ci-

dessous (figure 13) qui décompose la cinétique enzymatique en quatre phases distinctes :
[193].

(P14
S E

mmal/| —_— P

Phaze Phasza Effat du
T mn
préstationnaire stationnalre Proguir  couilibre

[es] & [s]o>2[¢]  [er] & ES—EP — EP—ES

Figure 13 : Les phases de la réaction enzymatique [193].

Revenons a notre échelle, en mesurant la concentration du produit P en fonction du temps.
Dans un milieu ou il n’y a au temps 0 que des molécules de I’enzyme et du substrat, la

réaction se déroule de fagon non uniforme.
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* Phase préstationnaire : On distingue une premiere phase treés breéve, au cours de laquelle la
vitesse de la réaction est croissante. Durant cette phase, les molécules de substrat se lient avec
I’enzyme : la concentration du complexe enzyme-substrat augmente.

* Phase stationnaire : Lorsque toutes les molécules de ’enzyme sont occupées par des
molécules du substrat la vitesse de la réaction est maximum et reste constante tant que la
concentration du substrat est grande et celle du produit petite. C’est ce qu’on observe lors des
premieres mesures.

» Effet du produit: Lorsque la concentration du produit augmente, la réaction inverse
commence a concurrencer celle qu’on mesurait : la vitesse diminue.

* Phase d’équilibre : Enfin dans une derni¢re phase, tardive, la vitesse de la transformation
inverse devient égale a celle de départ : les concentrations ne changent plus, on est a

1I’équilibre.

1V.1.2.2.Mesure de la vitesse initiale :

La vitesse de réaction enzymatique au cours de la phase d’ordre —zéro (phase stationnaire)
est déterminée par la mesure de la quantit¢ du produit formé pendant une période
d'incubation fixée ou la vitesse reste constante (Figure 14). La mesure des vitesses de
réaction a toute partie de la deuxieme phase (stationnaire) donne des résultats qui sont
identiques a la vraie «vitesse initial», [185]. En ignorant la phase transitoire (phase de latence)
qui la précede. Elle est aussi appelée «steady state», car la concentration du complexe

enzyme-substrat ne change pas [184].

La vitesse initiale est déterminée a partir de la partie linéaire de la courbe « absorbance en

fonction du temps » apres la phase de latence [124,186].

A partir de la courbe c, les résultats corrects sont obtenus que si le taux est mesuré le long
de Segment II. Résultats incorrect sont obtenus si la vitesse est mesurée pendant la phase de

latence (I) ou lors de la phase III [185].
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Figure 14 : formes de graphes montrant la variation de la vitesse de réaction enzymatique en fonction
du temps. En A, la vitesse est constante, et les vitesses calculées en I, II et III sont identiques a la
vitesse initiale. En B, la vitesse diminue en continu, et les vitesses calculés en I, II et III sont différents
et inférieur la vitesse initiale vrai. En C, une mesure II sera représentante de la vitesse maximale, mais
a I (période de latence) et III), elle sera inférieure a I1.

IV.1.2.3.Effets des parametres physico-chimiques sur ’activité enzymatique :

De nombreux facteurs peuvent modifier I’environnement de la réaction et donc la vitesse
d’une réaction enzymatique. On distingue les facteurs physiques (T, pH) d’une part et les

facteurs chimiques (concentration du substrat et concentration d’enzyme) d’une autre part.

1V.1.2.3.1.Effet de la température :

Comme n’importe quelle réaction chimique ; la catalyse enzymatique est sensible aux

variations de la température. Deux phénomenes résultent de I’action de la température :

e [’activation des réactions chimiques par la chaleur ;

e La dénaturation des protéines par la chaleur et donc une baisse de 1’activité catalytique

[168].

La compétition entre ces deux phénomenes se traduit par 1’existance d’une température

optimale [187].

L'effet de la température sur l'activité des phénolases n'a pas été étudié intensivement que
I’effet du pH [119]. D’aprés Lehninger [188], La température optimale déterminée
expérimentalement dépend de la durée d'analyse parce que la dénaturation d'une enzyme

dépend de la température et du temps d’incubation de I’enzyme [189].
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IV.1.2.3.1. Effet du pH

L’activité enzymatique est trés dépendance du pH. Ceci s’explique par le réle de la
distribution des charges sur la molécule d’enzyme lors de la fixation au substrat et lors du
mécanisme catalytique [183]. Le substrat peut aussi, subir une modification de son degré
d’ionisation, ce qui peut permettre ou au contraire empécher la formation du complexe

enzyme-substrat [182].

Le pH optimum change avec la source d'enzyme et dépend également du substrat
phénolique choisi pour 1'analyse, mais il peut également étre affecté par le type du tampon et
la pureté de 1'enzyme; la forme d’isoenzyme, 'espéce végétale (genre et le cultivar) ; l'origine

du matériel, la méthode d'extraction, et de la maturité du fruit [57, 109, 119].

En général, la plupart des PPOs des végétaux possedent un maximum d’activité a partir du

pH neutre ou juste apres, c'est-a-dire, a pH 7 ou aprés [20, 109].
1V.1.2.3.1.Effet de la concentration du substrat

La vitesse initiale de la réaction enzymatique augmente d’abord avec 1’augmentation de la
concentration du substrat; mais aux fortes concentrations la vitesse de réaction décroit
progressivement au lieu d’approcher Vi, 1l y a inhibition anticompétitive par exces de
substrat [190]. Ce type d’inhibition est fréquent avec la tyrosinase. Cette inhibition est due au
mauvais positionnement du substrat. A forte concentration, la probabilité que plusieurs
molécules du substrat se fixent sur le site actif devient trés élevée, empéchant alors la catalyse

[165, 168, 172].
1V.1.2.3.1.Effet de la concentration d’enzyme

La vitesse initiale de la réaction est souvent supposée directement proportionnelle a la
concentration d’enzyme. Bien que ceci soit vrai dans la plupart des casou [ | <<[ ], sil’on
porte la vitesse de la réaction en fonction de la teneur en enzyme, on obtient soit une réponse
linéaire, soit une courbe tournée vers le haut ou vers le bas [183]. Il est possible de porter sur
un graphique la vitesse initiale en fonction de la concentration totale en enzyme ; on obtient
alors une droite qui posséde d’importantes applications pratiques car elle permet d’estimer les
concentrations relatives d’une enzyme donnée dans des extraits cellulaires sans qu’il soit

nécessaire d’effectuer une purification totale de I’enzyme [182].
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IV.1.3. Modé¢les mathématiques de la cinétique enzymatique

Des méthodes graphiques sont données pour l'interprétation des données cinétiques des
réactions enzymatiques et d'obtention des constantes caractéristiques d’enzyme-substrat et
d’'inhibition des enzymes. Des équations cinétiques non-linéaires sont transposées dans une
forme qui donne des graphiques linéaires qui peuvent étre aisément extrapolés pour rapporter

les constantes [191].
1V.1.3.1.Modele de Michaelis-Menten

Pour décrire la dépendance de la vitesse de réaction de la concentration d'enzyme dans des
conditions ou le substrat est présent en exces, la formation d'un complexe ES explique
¢galement la relation hyperbolique entre la vitesse de réaction et la concentration du substrat
[185].comme il est décrit dans l'équation de Michaelis—Menten, 1913[182, 185, 191,
192,193].

5]

V= Vi K,.. (5] (1)

Avec : Vmay: Vitesse maximale de la réaction, qu’on peut atteindre lorsque toutes les sites

actifs d’enzymes sont occupés par des molécules de substrat (mM / mn).
V : Vitesse initiale de la réaction (mM / mn).
[S] : Concentration en substrat (mM).

K, : Constante de Michaelis (mM). (La concentration du subsrat est égale a K, lorsque

Vmax . . - .
5 elle représente ["affinité de I"enzvme pour son substrat).

V=

A des faibles concentrations en substrat, la vitesse de la réaction est similaire a une
cinétique du premier ordre (K, >> S, a des fortes concentrations en substrat, elle suit une

cinétique d’ordre zéro (K<< S) [185, 192].

La représentation de Linweaver-Burk(1934), ou bien en double inverse est une

transformation apportée a 1’équation de Michaelis-Menten pour donner une représentation

1 1
linéaire en v et 5" Elle est la plus utilisée [183_ 191].
0
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1/Vo=1/V, _+(Kn/V. )1/S) @)

. . 1 : 1 .
Et donc le trace de la droite . en fonction de 5 nous permet d’avoir Vs o Ky
0

respectivement a partir de I’ordonnée a I’origine et la pente.

Quand le substrat inhibe sa propre biodégradation, le modele original de Michaelis-Menten
devient insuffisant. Dans ce cas, des modéles dérivés de celui de Michaelis-Menten qui
apportent une correction pour I’inhibition par le substrat ou d’autre modele qui se distingue de

ce dernier, peuvent étre utilisés pour décrire la cinétique enzymatique.
1V.1.3.2.Modéle de Briggs-Haldane

Parmi les mod¢les les plus pertinents, I’équation de Haldane établie en 1925, est largement
utilisée pour décrire la cinétique enzymatique en présence d’inhibition par le substrat, elle est

représentée par I’équation suivante : [191].

Vo=V__ ($)/(($)+K,+(S)"/K,) 3)

max

K. représente la constante d’inhibition (mM).

Hans (1932) a multipli¢ les deux membres de I’équation de Haldane par S pour donner une

representation linéaire o fonction de S. Une transformation a été rapportée a 1'équation
o
de Hans pour tenir compte de 1’effet inhibiteur par exces de substrat. On aura donc 1’équation

suivante : [194].

(8)/Vo=K,, [V + 1/ V0 J(S) +(S)" /K,) )

. . ¥ . .
Le tracé de la droite v en fonction de la concentration du substrat 5. nous penmet de
o

déterminer les parametres cinétiques théoriques (K, Ks, Vimax) €t nous donne le résultat le

plus précis dans la plupart des cas.
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Materiels et méthodes

I- Matériels

-Le champignon de Paris (Agaricus bisporus) de couleur blanchatre frais (figure 15) est utilisé
comme source de la tyrosinase. La L-tyrosine (Fluka) et le phénol (Prolabo) sont utilisés
comme des substrats monophénoliques. Les autres réactifs chimiques sont d’un grade

analytique.
II- Méthodes

II-1. Extraction de la tyrosinase du champignon Agaricus bisporus
La tyrosinase est préparée selon la méthode décrite par Gouzi et Benmansour (2007).

260 g de champignon de Paris froidis a -15°C, préalablement lavés a 1’eau distillée (afin
d’¢liminer les résidus du sol) et séchés a 1’air libre, sont broyés dans un mixeur contenant
429 ml d’acétone (99,5%) refroidie a -15°C pour éliminer 1’eau et les phénols [124, 195]. La
suspension de pulpe est filtrée a 1’aide de gaze et pressée manuellement jusqu'a 1’obtention
d’un résidu sec ou poudre d’acétone [195]. La pulpe pressée, qui pese 22,98 g est refroidie en

la plagant en contact avec de la glace au moins 4 heures.

La pulpe froide est suspendue dans 236 ml d’eau distillée a 'aide d'un mixeur et laissée
une nuit (15 h) dans un réfrigérateur a environ 5°C afin d’extraire I’enzyme et de minimiser la
perte de I’activité enzymatique. La suspension est filtrée a travers de la gaze, et la pulpe qui

se dépose sur le tissu est pressée a sec manuellement.

Le filtrat est centrifugé a 4000 tr/min pendant 15 minutes, afin d’éliminer les particules
restantes. Le surnageant (139 ml) constitue 1'extrait enzymatique brut de la tyrosinase et va

étre utilisé dans notre étude.

L’extrait brut de la tyrosinase ainsi est divisé en petites parties en volumes dans des tubes

Eppendorf qui vont étre congelés en dessous de -15°C.
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Figure 15 : Champignon de Paris (Agaricus bisporus).

I1-2. Immobilisation de la tyrosinase par inclusion dans I’alginate de calcium

La tyrosinase est immobilisée par inclusion dans du gel d’alginate de calcium a 2.5% selon la

méthode décrite par Munjal et Sawhney (2002) [151]:

0,25g d’alginate de sodium est dissoute dans 10 ml d’enzyme diluée 10 fois dans du
tampon acétate de sodium (0,05 M-pH= 6). La solution obtenue est mélangée a 1’aide d'une
spatule puis la solution d'alginate ainsi obtenue est laissée se dégazée. La solution est versée
dans une seringue de 10 ml munie d'une aiguille et placée a 20 cm au dessus d'un bécher
contenant 100 ml de solution du chlorure de calcium a 0,2 M maintenu sous faible agitation.
Une fois qu’une goutte de la solution d’alginate de sodium tombe dans la solution de chlorure
de calcium elle se polymérise formant ainsi une bille d’alginate de calcium.

Les billes d’alginate formées sont rincées tous d’abord avec de 1’eau distillée, puis avec du
tampon acétate de sodium (0,05 M-pH 6,0) et sont mises ensuite dans une solution de CaCl, a

0,2 M sous faible agitation pendant 1 heure.
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Les billes d’alginate sont ensuite récupérées a 1’aide d’un filtre, lavées avec de 1’eau
distillée et avec du tampon acétate de sodium (0,05 M-pH 6,0), dénombrées, puis conservées

a 4°C dans une solution tampon d’acétate de sodium (0,05 M-pH 6,0).

Figure 16 : Technique de I’immobilisation de la tyrosinase par inclusion dans
I’aleinate de calcium

ITI- Caractérisation de la tyrosinase soluble et de la tyrosinase immobilisée

III-1- Caractérisation de la tyrosinase soluble
1I1-1-1- Détermination de ’activité de la tyrosinase soluble

La cinétique de I’oxydation du phénol (concentration C =2, 5 mM) par la tyrosinase libre
a été effectuée dans un Erlenmeyer (réacteur « batch ») de 250 ml immergé dans un bain-
marie réglé a 30°C et agité en continu manuellement, et dont le volume réactionnel est de 30

ml (1 ml de I’extrait brut de la tyrosinase a 29 ml de solution de phénol).

Toutes les minutes des prélévements sont effectuées afin de suivre 1’évolution de la

formation de 1’O-benzoquinone (suite a la biodégradation du phénol).

L’analyse se fait par une méthode spectrophotométrique a la longueur d’absorption
maximale de 400 nm sur un spectrophotometre UV-Visible (SHIMADZU UV MIN-1240) [6,
11].
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Un essai a blanc contenant seulement de la solution tampon phosphate (0,05 M-pH 6,0) et

de I’extrait enzymatique.

La vitesse initiale est estimée a partir de la partie linéaire de la courbe « absorbance en

fonction du temps » (figure 17 (a)) [124, 186].

Y=0,117X - 0,068
R>=0,999

0,7 1

0,4 -

Absorbance a 400 nm

0,2 -

Temps (min)

Figure 17 : Exemple de variation de 1’absorbance au cours de 1’oxydation du phénol
par la tyrosinase soluble (tampon phosphate de sodium pH 6,0-0,05 M ; 30°C;
phénol 2,5 mM (29 ml); 1 ml d’extrait enzymatique) (a).

» Essai d’activité tyrosinase

L’activité tyrosinase de 1’extrait brut a ét¢ mesurée en présence de la L-tyrosine (substrat)
a 1 mM, a pH 6 (tampon phosphate 0,05 M) et a 30°C. Pour cela, dans un Erlenmeyer
(réacteur « batch ») de 250 ml contenant 29 ml de la L-tyrosine (substrat) a I mM on ajoute 1
ml de I’extrait enzymatique brut (tyrosinase). Le milieu réactionnel est maintenu sous

agitation en continue.

Des prélévements ont étaient effectués chaque minute apres 1’ajout de ’enzyme afin de
mesurer 1’augmentation de 1’’absorbance a 475 nm a l’aide d’un spectrophotometre UV-

Visible (SHIMADZU UV MIN-1240) due a la formation de 1’o-dopaquinone [124, 196].
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L’essai a blanc contient seulement 29 ml de la solution tampon phosphate (0,05 M-pH 6,0)

et 1 ml d'extrait enzymatique.

En spectrophotométrie une unité enzymatique (UE) est définie comme la quantité

d’enzyme qui cause I’augmentation de I’absorbance de 0, 001 min™' [89, 79, 134].

La vitesse initiale est estimée a partir de la partie linéaire de la courbe « absorbance en

fonction du temps » [124, 186].
1I1-1-2-Etude de la stabilité de la tyrosinase soluble

L’activité PPO des extraits enzymatiques congelés a -15C° est déterminée chaque semaine
pendant leurs stockage (comme c’est décrit précédemment dans III-1-1). Les conditions de
mesure sont : pH 6 (tampon phosphate de sodium 0,05 M), Température 30°C, [Phénol] = 2,5
mM.

111-1-3-Effet de la concentration du substrat (phénol) sur la vitesse initiale d'oxydation

du phénol par la tyrosinase soluble

Dans les conditions standard (pH 6, tampon phosphate de sodium 0,05M, 35°C ), on
mesure les vitesses initiales d’oxydation du phénol par la tyrosinase libre pour les
concentrations du substrat comprises entre 0.0625 et 10 mM.

Le milieu réactionnel contient le phénol (29ml) dilu¢ dans 0,05M tampon phosphate de

sodium pH= 6 et de 1ml d’extrait enzymatique.

1I1-1-4-Détermination des parameétres cinétiques de la tyrosinase

La constante de Michaelis-Menten (K,,), et la vitesse maximale (Vyax) ont été déterminés
avec phénol (0,0625-10 mM) comme substrat.

Les parametres cinétiques (K, et Viax) ont été déterminés a partir de la représentation en
double inverse de Lineweaver-Burk [191].

1I1-1-5- Effet de la concentration de I’enzyme sur la vitesse initiale d'oxydation du

phénol par la tyrosinase soluble

Dans des conditions standards (pH 6, tampon phosphate de sodium 0,05 M, 30°C, Volume
du substrat 29 ml), on mesure la vitesse initiale d’oxydation (Aabsag nm.min'l) du phénol a 2,5
mM en présence des volumes croissants d'extrait brut de la polyphénol oxydase, a savoir :

0,2- 0,4 -0,6 — 0,8 — 1(ml)/1ml de mélange réactionnel.
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II1-1-6- Influence de la température sur la vitesse initiale d'oxydation du phénol par la

tyrosinase soluble

Pour déterminer I’effet de la température sur ’activité de la tyrosinase libre ; on mesure
la vitesse initiale (AA4oonm. min™) d’oxydation du phénol a différentes températures comprises
dans la gamme 30 C° et 70C°aux conditions standards (29 ml du phénol a 2.5mM, tampon
phosphate de sodium a 0,05 M-pH 6,0), 1 ml d’extrait enzymatique).

L’¢énergie d’activation de I’enzyme est déterminée, en portant sur un graphique la
variation du logarithme décimal de la vitesse initiale en fonction de Dl’inverse de la
température absolue (graphique d’Arrhénius) dans la mesure ou la température n’entraine pas

la dénaturation de 1I’enzyme.
111.1.7.Etude de la stabilité thermique de I’enzyme soluble

Des solutions de ’extrait tyrosinase brut de 1,5 ml mis dans des tubes a hémolyses sont
incubées dans un bain marie réglé a différentes températures comprises entre 30°C et 70°C
pendant 10 minutes. Les extraits enzymatiques sont ensuite transférés dans de I’eau glacée
puis leurs activités enzymatiques résiduelles sont déterminées a pH 6,0 (tampon phosphate de

sodium a 0,05 M) et a 30°C ; en utilisant le phénol a 2,5 mM.

Le pourcentage de l'activité résiduelle de I’enzyme soluble a été calculé a partir de la formule

suivante : [197].

A4
(AR)% = (A—)’ x100 Pourcentage de I’activité enzymatique résiduelle
o

Ou (4)y est l'activité de la tyrosinase soluble avant traitement thermique (activité de I’enzyme
mesurée a 30°C) et (4); est l'activité de la tyrosinase soluble aprés traitement thermique

(activité résiduelle).

111-1.8. Effet de pH sur ’activité de la tyrosinase

L’¢tude de I’effet de pH a été effectuée dans du tampon : acétate de sodium (0,05M) entre
les pH 4 et 5,6 et dans du tampon : phosphate de sodium (0,05M) entre les pH 6,0 et 8,0.

L’activité tyrosinase des différents extraits d’enzyme est mesurée aux conditions

standards : (30°C, Volume de lI'enzyme 1 ml, Volume du substrat 29 ml, [Phénol] = 2,5 mM).
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III-2- Caractérisation de la tyrosinase immobilisée
II1-2-1- Détermination de I’activité de la tyrosinase immobilisée

La cinétique de l’oxydation du phénol a 2,5 mM par la tyrosinase immobilisée par

inclusion dans le gel d’alginate de calcium a 2,5% a ét¢ étudiée.

Dans un Erlenmeyer (réacteur « batch ») de 100 ml contenant 220 billes d’alginate. On

ajoute 15 ml de phénol a 2,5 mM préparé dans du tampon acétate de sodium (0,05 M-pH 6,0).
Le milieu réactionnel est agité manuellement en continu dans un bain-marie réglé a 30°C.

Des prélevements sont réalisés chaque 2 minute afin d’évaluer 1’augmentation de
1”’absorbance a 400 nm a 1’aide d’un spectrophotomeétre UV-Visible (SHIMADZU UV MIN-
1240) [6, 11]. L’essai a blanc contient seulement le phénol a 2,5 mM.

La vitesse initiale est estimée a partir de la partie linéaire de la courbe « absorbance en

fonction du temps » (figure 18 (b)) [124, 186].

Y = 0,003X - 0,006
R?=0,996
0,12 -

0,08 -
0,06 -

0,04 -

Absorbance a 400 nm

0,02 1

0 O T T T T 1
0 10 20 30 40 50

Temps (min)

Figure 18 : Exemple de variation de 1’absorbance au cours de I’oxydation du phénol
par la tyrosinase immobilisée (tampon acétate de sodium pH 6,0-0,05 M ; 35°C;
phénol 2,5 mM ; enzyme diluée 10 fois; diametre des billes d’alginate de calcium 2.6
mm). (b)
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1I1-2-2- Effet de la concentration du substrat sur la vitesse initiale d'oxydation du

Pphénol par la tyrosinase immobilisée

L’influence de la concentration du substrat sur la vitesse initiale a été étudiée aux
conditions standards : Diamétre des billes 2,6 mm (220 billes), pH 6 (tampon acétate de
sodium 0,05 M), 35°C, 10 ml de solution d'alginate a 2,5 % contenant 1 ml d'enzyme.

Volume du substrat 15ml.

On mesure les vitesses initiales d’oxydation du phénol par la tyrosinase immobilisée avec
des concentrations du substrat: 0,5; 1,5; 2,5; 5; 7,5; et 10Mm comme. Le milieu
réactionnel contient 220 billes d’alginate de calcium et 15ml de phénol préparé dans du

tampon acétate de sodium (0,05M-pH®6, 0).

111.2.3.Effet de la concentration de I’enzyme sur la vitesse initiale d'oxydation du phénol

par la tyrosinase immobilisée

L’influence de la concentration d’enzyme sur la vitesse initiale d’oxydation du phénol a été
¢tudiée aux conditions standards : Diametre des billes 2,6 mm (220 billes), pH 6 (tampon
acétate de sodium 0,05 M), 30°C, [Phénol] = 2,5 mM. Les différentes dilutions de I’enzyme

testées sont les suivantes: 0,25— 0,5 — 1,0 — 1,5 — 2(ml)/10ml de mélange réactionnel.

111.2.4.Effet de la température sur la vitesse initiale d'oxydation du phénol par la
tyrosinase immobilisée

Afin de déterminer Dl’effet de la température sur la vitesse initiale (AA40onm. min'l)
d’oxydation du phénol par la tyrosinase immobilisée, on mesure 1’activité enzymatique aux

températures comprises dans la gamme 30 C° et 70C°.

L’influence de la température sur la vitesse initiale d’oxydation a été étudiée aux
conditions standards : Diametre des billes 2,6 mm (220 billes), pH 6 (tampon acétate de
sodium 0,05 M), 10 ml de solution d'alginate a 2,5 % contenant 1 ml d'enzyme. Volume du

substrat 15ml, [Phénol] = 2,5 mM.
1I1.2.5.Etude de la stabilité thermique de I’enzyme immobilisée

La stabilit¢ thermique de la tyrosinase immobilisée a été étudiée par I’incubation de 220

billes d’alginate de calcium a 2,5% d’un diamétre de 2,6 mm dans des tubes a hémolyse dans
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un bain marie réglé¢ a différentes températures comprises entre 30°C-70°C pendant 10
minutes. Apres le traitement thermique, les tubes a hémolyse sont ensuite refroidis dans un
bécher contenant l'eau glacée et l'activité enzymatique résiduelle est mesurée a (pH 6,0
(tampon acétate de sodium 0,05 M, 30°C) et en présence de phénol a 2.5 mM comme c’est
décrit précédemment. Le pourcentage de 1'activité résiduelle de la tyrosinase immobilisée est
calculé par rapport a D’activité initiale de 1'enzyme immobilisée non chauffé [197]. Selon

I’équation suivante :

A
(AR)% = ((A—))[ x100 Pourcentage de I’activité enzymatique résiduelle
o

Ou (A4)y est l'activité de la tyrosinase immobilisée avant traitement thermique (activité de
I’enzyme mesurée a 30°C) et (4), est l'activité de la tyrosinase immobilisée apres traitement

thermique (activité résiduelle).
111.2.6.Effet du pH sur activité enzymatique

L’étude de I’effet du pH a été effectué¢ dans du tampon acétate de sodium 0,05M entre les
pH 4,0 et 5,6 et dans du tampon phosphate de sodium 0,05mM entre pH6, 0 et 12et, on
mesure ’activité enzymatique aux conditions standards : Diamétre des billes 2,6 mm (220
billes), 30C°, 10 ml de solution d'alginate a 2,5 % contenant 1 ml d'enzyme. Volume du
substrat 15ml, [Phénol] = 2,5 mM.

111.2.7.Effet du diamétre des billes d’alginates sur la vitesse initiale d’oxydation

On réalise des cinétiques d’oxydation du phénol (2,5mM) en utilisant différents diameétres
des billes d’alginates de calcium : 2,4 ; 3,4 et 4mm et on mesure la vitesse initiale dans les
conditions standards : (220 billes), pH 6 (tampon acétate de sodium 0,05 M),35C°, 10 ml de
solution d'alginate a 2,5 % contenant 1 ml d'enzyme. Volume du substrat 15ml, [Phénol] = 2,5

mM.

111.2.8.Etude de la stabilité opérationnelle de I’enzyme immobilisée

Pour déterminer la stabilité opérationnelle des billes d’alginate ; on mesure 1’activité
enzymatique dans les conditions standards : Diamétre des billes 2,6 mm (220 billes), pH 6

(tampon acétate de sodium 0,05 M), T=35C°, 10 ml de solution d'alginate a 2,5 % contenant
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I ml d'enzyme. Volume du substrat 15ml, [Phénol] = 2,5 mM comme c’est décrit
précédemment. L’activité des billes fraichement préparées du premier cycle d’utilisation
représente 100%.

Les billes sont réutilisées cinq fois avec renouvellement du milieu réactionnel (phénol a 2,5
mM). Aprés chaque cycle d’utilisation les billes d’alginate sont récupérées a 1’aide d’un filtre,

lavés a I’eau distillé puis avec le tampon acétate de sodium (0,05M-pH6).
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Résultats et discussions

I- Extraction de la tyrosinase d’Agaricus bisporus

Le procédé d’extraction développé par Gouzi et Benmansour (2007) [124], c’est avéré
simple & mettre en ceuvre et efficace (figure 19) pour extraire la tyrosinase a partir du
champignon de Paris (Agaricus bisporus). L’extraction de I’enzyme nécessite tous d’abord la
préparation d’une poudre d’acétone afin d’¢liminer les phénols endogenes et les pigments
[124]. L’extrait brut de la tyrosinase possede une activité monophénolase élevée vis-a-vis du

phénol comme substrat et son activité volumique a été estimée a 1176 UE/ml (pH 6.0 ; 30°C).

260 g de champignons de Paris est lavés a I’eau
distillée et séchés a I’air libre

I
Addition de 429 ml d’acétone (99,5%)
froide a -15°C, puis broyage

[ Champignons broy¢és ]
T

Filtration & I’aide de gaze de la suspension de pulpe,
avec pressage manuel

[ Obtention d’une Poudre d’acétone (22,98 g) ]

|

[ Poudre d’acétone placée 4 heures ]

au contact avec la glace

Broyé et mis en suspension la pulpe froide dans 236 ml d’eau distillée et
incuber une nuit & 5°C, puis filtré sur la gaze, le filtrat est ensuite
centrifugé a4000 tr/min pendant 15 min

Le surnageant représente 1’extrait enzymatique brut
(139 ml)

Figure 19: Protocole d’extraction de la tyrosinase de champignon de Paris

(Agaricus bisporus).

L'activité de la tyrosinase dans I’extrait brut a été testée pour leur activité monophénolase
(crésolase). La L-tyrosine et le phénol sont utilisés comme substrats expérimentaux. Elle est
positive en utilisant la L-tyrosine (activit¢ monophénolase ou crésolase). Cette méme

remarque est valable lorsqu’on utilise le phénol.

53



Résultats et discussions

La PPO est considéré comme tyrosinase vraie, car elle catalyse I’oxydation des mono- et
des diphénols [92]. Smith et Krueger [107] ont démontré que les deux types d’activités se
produisent dans le champignon.

Parmi les préparations de la tyrosinase, celles des pommes de terre, des pommes, des
feuilles de betterave a sucre, des feves, et des champignons posseédent les deux activités. Par
contre celles des feuilles de thé, du tabac, de la mangue, des bananes, des poires, et des

merises n'agissent pas sur les monohydroxyphénols [119,198].

ppn PPO cna*
HH NH, H
0 '

DOPA (Dihydroxy phénylalanine) DOPA Quinone

Figure 20 : Réaction catalysée par la poyphénol oxydase:

Hydroxylation et oxydation de la L-tyrosine en L-DOPA quinone respectivement [64].

Quand la crésolase est présente, son activité est habituellement beaucoup plus faible par
rapport a l'activité catécholase [17]. La polyphénol oxydase a normalement un taux d’activité
diphénol oxydase par rapport au monophénol hydroxylase trés élevé [121]. Aucune

préparation possédant seulement l'activité crésolase n’a été obtenue [75].

I.1.Essai d’activité de la tyrosinase

L’activité tyrosinase de 1’extrait brut a été déterminée par la mesure de 1’augmentation de
I’absorbance (formation des o-dopaquinones) a 475 nm a ’aide d’un spectrophotométre [124,
196] ; en présence de la L-tyrosine (substrat) a 1mM, a pH6 (tampon phosphate de sodium

0,05M) et 4 30 °C. Les résultats expérimentaux sont représentés sur la figure suivante :
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Figure 21 : Enregistrement par spectrophotométrie de I'oxydation de la

tyrosine par la tyrosinase libre d'Agaricus bisporus.

On a observé que 1’extrait brut est capable d’oxyder la L-tyrosine (activité monophénolase ou
crésolase). L'enzyme a partir du champignon de Paris (Agaricus bisporus) a montré une large
spécificité de substrat vers les substrats mono- phénoliques.

De ces observations, on peut affirmer que cette enzyme peut étre classée comme une
monophénol monooxygénase, ou par son nom classique la tyrosinase [199,200].

Des phénomeénes remarquables liés a l'utilisation des monophénols comme substrats pour
la tyrosinase ont été observés. La figure (21) montre que I’oxydation ne commence pas
immédiatement lorsque I’enzyme est ajoutée mais elle est précédée par une période de retard
ou période d’induction (t) avant qu’une vitesse maximale de I'é¢tape d'hydroxylation soit
atteinte, a partir de laquelle, la vitesse d'oxydation s’accélere et la progression de la courbe
devient linéaire [67, 126, 138, 201]. La vitesse initiale de la réaction est la tangente mesurée a
la courbe d'activité apres que la vitesse maximale soit atteinte.

La période d’induction est due a la condition obligatoire de fixation de I'oxygéne
moléculaire sur le site actif bicuivreux pour permettre a l'enzyme de convertir les substrats
phénoliques en o-quinones correspondantes [201]. Son substrat naturel est considéré comme
la tyrosine, pourtant il montre une période d'induction ou un temps de latence dans I'oxydation
de ce substrat. Le temps de latence est expliqué par un mécanisme autocatalytique qui dépend
de I'¢laboration du dihydroxyphenylalanine (DOPA) dans la phase initiale de la réaction qui
agit en tant qu’activateur de I’enzyme. Il y a deux théories mécanistiques principales
d'autocatalyse de la tyrosinase: (a) activation allostérique par la L-DOPA pour

I’hydroxylation de la L-tyrosine par la tyrosinase et (b) I'hypothése de recrutement, qui
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dépend de la réduction de deux électrons du site actif de l'enzyme par l'oxydation de
dihydroxy substrats [202, 203].
I1. Etude de la stabilité de la tyrosinase a -15°C :

Afin d’étudier la stabilité de la tyrosinase; les extraits bruts de I’enzyme ont été maintenues
a -15°C dans plusieurs tubes eppendorf. Des prélévements sont étudiés chaque semaine pour
évaluer I’activité de la tyrosinase a 30°C, pH 6 (tampon phosphate de sodium 0,05M), 29ml
du phénol a 2,5 mM et 1ml d’enzyme.

L'activité enzymatique relative a été calculée a partir de la formule suivante : [197].

A
(AR)% = ((A—))[ x100  Pourcentage de ’activité enzymatique résiduelle.
o

Ou (4)y est l'activité avant stockage de 1’enzyme a -15°C (activité de I’enzyme mesurée a
30°C) et (4), est l'activité apres stockage de I’enzyme a -15°C.

D’apres la Figure (22) on remarque que ’activité monophénolase de 1’extrait brut de la
tyrosinase diminue de 35% par rapport a son activité enzymatique initiale pendant la premiére
semaine du stockage a -15°C au-dela de laquelle I’activit¢ demeure stable. Cette diminution
de I’activité enzymatique pourrait étre expliqué par la présence des protéases et ou a ’effet

inhibiteurs des produits d’oxydation (o-quinones) formés pendant 1’extraction de 1’enzyme

[204].

120.00

—_

00.00
80.00 -
2 60.00 -

40.00 +
20.00 +

Activité enzymatique
relative (%)

0-00 T T T T T T 1

0 3 6 9 12 15 18 21
Temps (Jours)

Figure 22: Stabilité¢ de la tyrosinase du champignon de paris durant le stockage a -15C°.

Sharma et a/. (2003) [205] ont montré que les extraits de tyrosinase du méme champignon
gardent leurs activités résiduelles lorsqu’ils sont stockées pendant une période de 28 jours est

celaa-10 oua 10°C.
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Véamos-Vigyazé (1981) [119] et Richard-Forget et al. (1992) [206] ont déja signalé La
stabilité de la tyrosinase stockée aux températures inférieures a 0°C.

Patil et Zucker (1965) [103], ont signalé de leurs part que I’activité de la tyrosinase de la
pomme de terre est stable lorsqu’elle est stocké a -15° C pendant plusieurs jours.

Les structures des protéines sont en général stabilisées a basses températures mais certaines
enzymes montrent une perte d'activité pendant la baisse de la température. De telles enzymes
sont souvent des oligomeres ; leur instabilité, est généralement réversible, et elle est due a une
dissociation des sous unités induite par la température. Cependant, les monomeres aussi

peuvent étre dénaturés a froids [207].

ITI. Les parametres cinétiques de la tyrosinase libre et de la tyrosinase immobilisée :

Les parametres cinétiques (Vimax €t Ky,) de ’oxydation du phénol par 1’extrait brut de la
tyrosinase a ét¢ étudié¢ a pH 6,0, utilisant le tampon phosphate a 0.05 M et a 35°C. Nous avons
observé que I’enzyme oxyde significativement le phénol dans la gamme des concentrations de
substrats comprise entre 0.5 et 10 mM.

La Figure (23 A) montre que la cinétique d’oxydation du phénol par I’enzyme libre suit
bien le modéle cinétique de Michaelis-Menten (Equation (1)).

Les parametres cinétiques de la tyrosinase libre estimés a partir de la représentation de

Michaelis-Menten (Equation (1)) sont : K, = 0,6 mM et V. = 0, 14 Abs/min.

Vo= V s [ Phénol ] Equation (1)

K+ [ Phénol ]

Le Ky, et Viax sont respectivement 0,6 mM et 0,14 Abs/min, déterminés a partir de

I’analyse du graphique de Lineweaver-Burk (1934) (Equation (2) (Figure 23B).

i = K, ! + ! Equation (2)
Vv, V. . N\ [Phénol | V.

Fenoll et al. (2002) [22] ont trouvé que la constante de Michaelis-Menten (K,) pour le

phénol égale 0.70 mM, utilisant la tyrosinase de champignon de couche purifiée. On constate

donc que la tyrosinase qu’elle soit brute ou purifiée donne des résultats comparables.
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Figure 23: Effet de la concentration du substrat sur la vitesse initiale d'oxydation du
phénol par la tyrosinase libre du champignon de Paris (4garicus bisporus) (pH 6.0 ; 35°C).
(A)Représentation graphique de Michaelis-Menten
(B) Représentation graphique de Lineweaver-Burk.
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L’effet de la concentration du substrat sur 1’activité de la tyrosinase immobilisée par
inclusion dans le gel d’alginate de calcium a 2,5% a été ¢étudié dans une gamme de
concentration en phénol comprise entre 0,5 a 10 mM. Les autres paramétres physico-
chimiques ont ét¢ maintenus constants (tampon acétate de sodium 0,05 M-pH 6, 0 a35°C).

Nous avons observé que la tyrosinase immobilisée est sujette a un phénomene d’inhibition
pour des concentrations de substrat supérieures a 5 mM. Par conséquent, nos résultats
expérimentaux ont été ajustés par deux équations non linéaires (3) et (4). Les valeurs des
parametres cinétiques Vi, K et K ont été calculées. Le coefficient de corrélation linéaire
() montre que la PPO suit correctement une cinétique de Michaelis-Menten tenant compte
du phénomene d’inhibition par excés de substrat dans la gamme des concentrations du phénol
testées.

Les équations de vitesse impliquées dans 1’inhibition par exceés de substrat sont les

suivantes :
Vo=V (8)/((S)+K,, +(S)"/K)) Equation (3)

Ou K est la constante de dissociation du complexe inactif enzyme-substrat. L’équation (3)

peut étre écrite sous la forme :
(S) /Vo= Km /VmX + (1 / Vmax )((S) + (S)n /KS) Equation (4)

1/Vo=1/V, +(KnlV,

max

ax)(l / S) Equation (2) [185].

La représentation graphique de 1‘équation (3) (Figure 24 A) indique que la tyrosinase
immobilisée dans le gel d’alginate de calcium suit correctement un modele cinétique de
Michaelis-Menten tenant compte du phénoméene d’inhibition par exces de substrat. L’activité
enzymatique augmente avec 1’augmentation de la concentration du phénol pour atteindre un
maximum a 5 mM, au-dela de laquelle ’activit¢ enzymatique diminue. Cette diminution
d’activité enzymatique aux fortes concentrations de substrat peut étre expliquée également par
I’effet inhibiteur du produit (o-quinone) qui s’accumule dans le microenvironnement.

L’immobilisation de la tyrosinase provoque une diminution de I’affinité de I’enzyme pour
le phénol (K,=1,29 mM) et une diminution de son activité catalytique (Vmax = 0, 005
Abs/min).
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Figure 24 : Etude de I’effet de la concentration du substrat sur la vitesse initiale de
I’oxydation du phénol par la tyrosinase immobilisée dans le gel d’alginate de calcium
a 2.5% (diamétre des billes 2.6 mm, pH 6 (tampon acétate de sodium 0.05 M), et a
35°C)

(A) Representation graphique de Haldane ;

(B) Representation graphique de Lineweaver-Burk.
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La valeur du K, apparente de la tyrosinase immobilisée est environ deux fois élevée par
rapport a celle de I’enzyme libre. Par contre, la valeur du Vy,,x de I’enzyme libre est 30 fois
plus grande a celle de la PPO immobilisée. La valeur de K,, mesure I’affinité de I’enzyme
pour son substrat. Une valeur plus faible de K,, indique une affinité plus élevée pour son
substrat et vice versa [208]. L’augmentation du K, peut étre due d’une part au changement de
la conformation structurale de 1’enzyme au cours du procédé d’immobilisation et d’autre part
a la diminution de I’accessibilité du substrat a son site actif. De plus, la présence des charges
¢lectriques sur le support et sur le substrat se traduira par une variation de la constante de
Michaelis-Menten apparente de 1’enzyme immobilisée qui augmentera si les deux charges ont
le méme signe et diminuera si elles sont de signe opposé [209].

La représentation graphique de (S)/v en fonction de (S) suit une loi hyperbolique. Donne
une courbe devenant concave vers le haut aux valeurs ¢levées de (S), ou (S)/Kg n'est plus
négligeable (Figure 24 B).

Il s'avere que le substrat a des concentrations élevées, peut empécher sa propre conversion
en produit [165]. Cet effet inhibiteur est souvent attribué a une forte inhibition de I’enzyme
par le produit de la réaction, et parfois a la compétition entre le produit et le substrat [210].

Un abaissement de la diffusion du substrat aussi bien du produit a l’intérieur et a
I’extérieur des billes d’alginate [211], expliqué par les phénoménes de diffusion interne et
externe qui provoquent un ralentissement de la réaction et par conséquent la diminution de
V max-

L'inhibition de I’enzyme par le substrat a des concentrations élevées a été rapportée pour la
PPO de différentes sources végétales. On suppose qu'a des concentrations élevées de substrat,
le complexe actif enzyme-substrat [ES] et le complexe inactif [ES,] sont formés
simultanément. On suggere qu’une deuxieme molécule de substrat peut se fixer de facon non
favorable sur le site actif de I’enzyme formant ainsi un complexe non réactif [57, 195].

Le changement des valeurs de la constante d'affinité¢ de la PPO (K,,) dépend généralement
de la source de I'enzyme, du substrat utilisé et également de I'état environnemental tel que le
pH, la température et la concentration ionique [109, 212]. Le K,, est aussi fonction de la
pureté de I’enzyme [154]. Pour les mémes substrats, de grandes différences sont observées
dans les parameétres cinétiques (K, et Vinay) selon la source (le genre, le cultivar et le tissu a
partir de lequel l'enzyme a été extraite) et la pureté de l'enzyme [57]. Les PPO ont

généralement de faible affinité (K, élevé) vis-a-vis de leurs substrats [65].
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IV. Effet de la concentration de la tyrosinase sur la vitesse initiale d’oxydation du
phénol :

L’effet de la concentration de la tyrosinase sur la vitesse d’oxydation du phénol par la
tyrosinase libre et immobilisée a été effectué sur différentes dilutions d’extrait brut qui varient
entre 0,2-1ml et 0,25-2ml pour I’enzyme libre et immobilisée respectivement. Les essais sont
réalisés dans les conditions standards dont la concentration du phénol est 2,5 mM.

Les Figures (25) et (26) montrent que les vitesses initiales du phénol par la tyrosinase libre
et par la tyrosinase immobilisée sont directement proportionnelles a la quantité d’enzyme
introduite. D’une fagon générale, il ya une relation linéaire entre la concentration de la
tyrosinase et la vitesse initiale pour les deux formes d’enzymes (libre et immobilisée).

Donc, quand la concentration en phénol est saturante, la vitesse initiale est directement
proportionnelle a la concentration d’enzyme. C'est la base de détermination de l'activité
enzymatique dans un échantillon biologique [213].

La proportionnalité entre la vitesse initiale et la concentration en enzyme a une importance
dans la pratique car elle permet d'estimer sa concentration dans un extrait sans qu'il soit
nécessaire d'effectuer sa purification totale [214].

A partir de la relation de proportionnalité¢ entre la vitesse initiale et la concentration de
l'enzyme, on détermine habituellement la constante catalytique. Cette dernicre correspond a la
quantit¢ d’enzyme qui convertit une mole de substrat par seconde et elle est donnée par

I'équation suivante :

max

Kcm (Equation 5)
[E],

Avec :
Vmax Vitesse maximale ou activité catalytique ;
Kea: Constante catalytique (temps™) ;

[E]o Concentration initiale en enzyme.
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Figure25: Effet de la concentration de I’enzyme Figure 26: Effet de la concentration de 1’enzyme
sur la vitesse initiale d’oxydation du phénol par la sur la vitesse initiale d’oxydation du phénol par la
tyrosinase libre (pH 6,0, 35°C ; phénol 2,5mM) tyrosinase immobilisée (pH 6,0, 35°C ; phénol 2,5

Néanmoins, nous ne connaissons pas ici la concentration molaire de l'enzyme et nous ne
pouvons donc pas calculer K.

Dans la pratique, K¢, ne peut étre obtenue par le calcul que si on dispose d'un modéle
cinétique et de la valeur numérique des diverses constantes. De plus, la concentration de
l'enzyme ([E]yp) ne peut étre connue, méme dans une préparation pure, car la protéine
enzymatique n'est qu'une des composants d'un mélange dans des proportions inconnues et
variables en fonction du temps, du mode de préparation de I'enzyme et de son origine, etc.

On peut caractériser la quantité¢ d'enzyme présent par sa concentration, exprimée en terme
de masse ou de moles mais seulement par le produit K ,x[E]o, c'est & dire en terme Vi,x,
activité catalytique par unité de masse de la préparation enzymatique, seule accessible
expérimentalement [168].

V. Effet de la température sur Dactivité de la tyrosinase libre et de la tyrosinase
immobilisée

L’effet de la température sur la vitesse initiale d’oxydation du phénol a 2,5mM par la
tyrosinase libre et immobilisée a été étudi¢ a différente température comprise entre 30 et
70°C, aux conditions standards.

La Figure (27) montre la variation de I’activité enzymatique relative en fonction de la
température pour les deux formes d’enzyme libre et immobilisée respectivement. On constate
qu’une activité maximale est obtenue a 45°C et a 55°C pour la tyrosinase libre et immobilisée,
respectivement. Au-deld, on assiste & une perte d’activit¢ de I’enzyme suite a une
dénaturation thermique. On remarque que la tyrosinase immobilisée dans le gel d’alginate de

calcium possede une stabilité thermique accrue par rapport a la tyrosinase libre.
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Figure 27: Effet de la température sur l'activité relative de la tyrosinase
libre et immobilisée (phénol a 2,5 mM; pH 6,0).

La Figure (28) montre que les deux graphes issus de la relation d’Arrhenius pour la

tyrosinase libre immobilisée sont linéaires dans la gamme des températures explorées

expérimentalement.
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Figure 28: Graphes d’Arrhenius pour la détermination de I’énergie
d’activation de 1’oxydation du phénol par la tyrosinase libre et la tyrosinase
immobilisée dans le gel d’alginate de calcium.
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L’activité maximale de la tyrosinase est définie comme étant le point d'équilibre entre
l'effet d'accélération de la température sur l'enzyme a catalysé la réaction et l'effet de la
destruction de I'enzyme par la chaleur [215].

La dénaturation des enzymes par la chaleur s’accompagne le plus souvent d’une perte
d’activité qui est d’autant plus grande que la structure tertiaire de la protéine est complexe.
Néanmoins, il y a une augmentation de la résistance d’enzyme immobilisée vis-a-vis de la
dénaturation par la chaleur [209].

D’apreés Lehninger [188], la vitesse de la réaction enzymatique augmente avec la
température dans l’intervalle de température ou ’enzyme reste stable et garde sa pleine
activité.

La pente des courbes (-Ea/R) et nous permet de déterminer I'énergie d'activation de la

réaction d’oxydation du phénol par les deux formes d’enzyme.
InV, = InZ-Ea/RT (Equation 6)

Les énergies d’activation de la réaction de 1’oxydation du phénol par la tyrosinase libre et

immobilisée sont ainsi estimées a 39, 5 kJ/mol, et 50, 4 kJ/mol respectivement.

L’augmentation de 1’énergie d’activation montre que la vitesse d’oxydation du phénol par

la tyrosinase immobilisée est lente, nécessitant donc un apport d’énergie plus élevée.

La stabilité plus grande de 1'enzyme immobilisée peut étre attribuée aux effets
stabilisateurs de I'immobilisation. Les interactions hydrophobes et d'autres interactions
secondaires de I'enzyme immobilisée pourraient altérer la flexibilité conformationnelle
rendant nécessaire des températures plus élevées pour que la molécule d'enzyme se réorganise
afin d’atteindre une conformation appropriée pour son fonctionnement et de fixer le substrat

[151].
VI. Etude de la stabilité thermique de la tyrosinase libre et immobilisée :

La stabilité thermique a été étudiée apres incubation de 1’enzyme libre et de I’enzyme
immobilisée a des températures comprises entre 30 et 70°C pendant 10 min en absence du
substrat. Les préparations enzymatiques sont ensuite équilibrées a 30°C afin de déterminer

I’activité résiduelle aux conditions standards.
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L'activité résiduelle de I’enzyme libre et immobilisée a ét¢ calculée a partir de la formule

suivante :

(A,

Pourcentage d’activité résiduelle (AR)%= (T x100
o

Ou (4)y est l'activité avant traitement thermique (activité de ’enzyme a 30°C) et (4); est

l'activité apres traitement thermique.
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Figure 29: Graphique de la stabilité thermique de la tyrosinase libre et de la

tyrosinase immobilisée apres une durée d'incubation 10mn a chaque température
(phénol a 2,5 mM; pH 6,0)

D’apres la figure (29), on remarque qu’il y a une grande stabilit¢ thermique de la
tyrosinase immobilisée par rapport a la tyrosinase libre dans I’intervalle des températures
comprises entre 30 et 50°C ou I’enzyme conserve presque la totalité de son activité initiale.
Alors que I’enzyme n’était stable qu’entre 30 et 40°C. Au-dela de 40°C son activité diminue
progressivement. A 60°C la tyrosinase libre ne garde que 40% de son activité initiale,

cependant la tyrosinase immobilisée garde 50% de son activité initiale. Les deux formes
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d’enzymes (libre et immobilisée) sont complétement inactivées a 70°C. Une étude réalisée par
Munjal et Sawhney, (2002) [151] confirme ce résultat.

La diminution rapide de l'activit¢ enzymatique de 1’enzyme libre au-dessus de 40°C
pourrait €tre due d’une part aux changements de la structure secondaire, tertiaire et
quaternaire ou de la destruction du site actif de I'enzyme [216] et d’autre part a la présence
des formes multiples d'enzyme de la tyrosinase dont, certaines sont extrémement
thermolabiles [217].

C'est plus notable qu’aux températures relativement élevées dans lesquelles plusieurs
faibles liaisons qui maintiennent la structure native de [’enzyme sont déstabilisées et
solvatées. Par conséquent I’enzyme devient inactive. La dénaturation thermique est souvent
accompagnée par la rupture des liaisons covalentes [218].

Dogan et al. [197] suggerent qu’une diminution du pourcentage de 1’activité résiduelle aux
températures ¢€levées peut étre réellement due au déploiement de la structure tertiaire de
I’enzyme pour former une structure secondaire qui est dépourvue d’activité catalytique.

La tyrosinase n’est pas une enzyme extrémement thermostable. Les traitements thermiques
de courtes durées aux températures de 70 a 90°C, de I’enzyme en solution ou dans les
produits d'origine végétale sont dans la plupart des cas, suffisantes pour la destruction
irréversible partielle ou totale de sa fonction catalytique [119, 57].

La thérmotolérance dépend également de la spécificité de substrat, et au pH optimal, de la
température, et a un degré considérable de la source de I'enzyme et du cultivar [119].

Amiot et al. [219] ont proposé que “la tyrosinase ne soit pas une enzyme trés
thermostable”.

L’immobilisation d’enzyme dans le gel d’alginate offert une amélioration considérable
dans sa thermo stabilité. Cette derniére peut étre provoquée par [’existence d’un
environnement local d’enzyme immobilisée qui diminue son endommagement inversement si
elle était libre.

VII. Effet du pH sur ’activité de la tyrosinase libre et immobilisée :

L’effet de pH sur I’activité enzymatique de la tyrosinase libre et immobilisée a ¢été
déterminé par une série d’expériences en mesurant la vitesse initiale de la réaction
d’oxydation du phénol a différents pH : acétate de sodium (0,05M) entre les pH 4 et 5,6 et
dans du tampon : phosphate de sodium (0,05M) entre les pH 6,0 et 8,0. Tout en maintenant les
autres parameétres expérimentaux constants.

La Figure (30) montre I’influence du pH sur I’activité de la tyrosinase libre et immobilisée.

Le graphe a une allure globale classique en forme de cloche.
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Figure 30: Effet du pH sur Iactivité de la tyrosinase libre et
de la tyrosinase immobilisée (phénol a 2.5 mM ; 35°C).

L’activité enzymatique maximale est marquée aux pH 5.5-7.5 pour la tyrosinase libre et
la tyrosinase immobilisée, respectivement. Ce déplacement du pH optimal de deux unités vers
le domaine acide peut étre expliqué par I’effet répulsif entre le support d’immobilisation
chargé négativement et 1’ion phénolate aux pH alcalins limitant ainsi la diffusion du substrat.

Lorsque le milieu est acide le phénol portera une charge partielle positive et pourra étre
attiré¢ par le support d’immobilisation de charge opposée. Une étude réalisée par Munjal et
Sawhney, (2002) [151] confirme ce résultat.

Les réactions enzymatiques sont sensibles au pH du milieu car ce facteur influence le degré
d’ionisation du substrat, du Co-substrat et de la molécule enzymatique. Cet effet dépend des
groupements ionisables participant a la fixation du substrat, a I’acte catalytique et/ou au
maintien des structures secondaire et tertiaire de la protéine ; ce qui peut étre favorable ou
défavorable a I’activité enzymatique [220].

Le pH optimum change avec la source d'enzyme et dépend également du substrat
phénolique choisi pour 1'analyse, mais il peut également étre affecté par le type du tampon et
la pureté de 1'enzyme; la forme d’isoenzyme, l'espéce végétale (genre et le cultivar) ; I'origine

du matériel, la méthode d'extraction, et de la maturité du fruit [57, 67, 119, 198, 221].
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Des différences dans les optimums de pH de la tyrosinase avec divers substrats ont été
rapportées. Elles changent de 4 a 7,8 selon 1'origine du matériel, de la méthode d'extraction et
du substrat [222]. 11 a été signalé aussi que le pH optimum de la tyrosinase de quelques
sources se produit ¢galement dans la gamme de pH 6 a 8 [110].

Aylward et Haisman [223] ont rapportés que pH optimal pour l'activité maximum de la
tyrosinase varie 4 a 7 dépendant de la méthode d'extraction, des substrats, et de la localisation
de l'enzyme dans la cellule. La tyrosinase obtenue a partir de plusieurs sources est inactives

au-dessous de pH 4

VIII. Effet du diametre des billes d’alginate sur ’activité de la tyrosinase immobilisée :
L’effet du diamétre des billes d’alginate de calcium sur la vitesse initiale de la tyrosinase
immobilisée a été ¢tudiée en utilisant différents diameétres des billes d’alginate : 2,4 ; 3,4; et
4mm. Tout en maintenant les autres parametres expérimentaux constants.
D’apres la Figure (31) on constate que D’activité de I’enzyme immobilisée varie en
fonction de diametre. L’activité de la tyrosinase immobilisée est maximale au diamétre 3.4

mm. De part et d’autre de ce diamétre on observe une diminution d’activité d’environ 30 %.
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Figure 31 : Effet du diamétre des billes d’alginate 1’activité de
la tyrosinase immobilisée (phénol a 2.5 mM; pH 6.0 ; 35°C).
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Dans le systétme a tyrosinase immobilisée, le phénol doit diffuser pour que la réaction
d’oxydation puisse avoir lieu ; donc la dimension finale du support d’immobilisation a un
effet signifiant sur I’activité enzymatique. D’autres travaux ont montré que l’activité de
I’enzyme immobilisée augmente avec I’abaissement de la dimension des billes et ceci est du a
la diminution de résistance du transfert de masse [163].

Bien que, et en pratique la diminution du diamétre des billes d’alginate peut réduire
¢ventuellement la fuite d’enzyme [224]. Ces résultats peuvent étre expliqués par la présence
de limitations diffusionnelles qui provoquent 1'établissement d'un gradient de concentration du
phénol intraparticulaire.

Berset (1993) [225], rapporte qu’il est possible d'accroitre la vitesse du transfert de maticre
en agitant plus fortement le milieu réactionnel ou en réduisant le diametre des particules de

support, ce qui diminue 1'épaisseur de la couche limite.
VIIII- Etude de la stabilité opérationnelle de la tyrosinase immobilisée :

La perte de I’activité catalytique de la tyrosinase immobilisée a été étudiée.

Malgré sa faible activité par rapport a I’enzyme libre, le gel d’alginate de calcium offre les
avantages d’une manipulation aisée et d’un retrait facile de I’enzyme du milieu réactionnel.
La tyrosinase immobilisée est robuste mécaniquement et peut tre réutilisée avec succes.

D’apres la Figure (32), on constate que l’activit¢ de ’enzyme immobilisée varie en
fonction du cycle d’utilisation. L’activité de la tyrosinase immobilisée augmente presque deux
fois apres son deuxieéme cycle d’utilisation. Apres le cinquiéme cycle de réutilisation des
billes d’alginate de calcium contenant la tyrosinase immobilisée, 1’activité enzymatique
revient a sa valeur initiale.

On a constaté qu’apres 2 cycles de réutilisation de 1’enzyme immobilisée le diameétre des
billes d’alginate a augmenter suite au gonflement du gel ce qui accélére la diffusion interne du
substrat et son accessibilit¢ envers I’enzyme (Figure 33). Par conséquent, D’activité
enzymatique sera élevée. L’activité de ’enzyme immobilisée revienne a sa valeur initiale a
3éme

partir du cycle a cause de ’effet inhibiteur des o-quinones qui s’accumulent a I’intérieur

du gel d’alginate.
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Figure 32 : Stabilité de I’activité de la tyrosinase immobilisée apres
son réutilisation pour I’oxydation du phénol a 2.5 mM.
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Figure 33: L’aspect des billes d’alginate récupérées apres recyclage de la
tyrosinase immobilisée.
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Conclusion

En conclusion, la tyrosinase a été extraite a partir du champignon de paris (Agaricus
bisporus) selon une méthode facile a mettre en ceuvre. L’extrait brut du champignon possede
une activité monophénolase élevée en présence du phénol comme substrat. La tyrosinase était
relativement stable pendant son stockage a -15°C. L’activité de la tyrosinase libre est
maximale a 45°C et aux pH voisins de la neutralité. La tyrosinase a une grande affinité vis-a-

vis du phénol comme substrat.

L’immobilisation de la tyrosinase par inclusion dans le gel d’alginate a provoquée une
diminution de I’affinité¢ de I’enzyme vis-a-vis du phénol, une baisse de son activité catalytique
et également un déplacement de son pH optimal vers le domaine acide. En outre,

I’immobilisation offre a I’enzyme une meilleure thermostabilité.

Cette étude n’est qu’une approche sur la cinétique d’oxydation du phénol en o-quinones
par la tyrosinase libre et par la tyrosinase immobilisée dans un réacteur « batch » ayant pour
but de connaitre le comportement cinétique de [’enzyme en systémes homogéne et
hétérogéne. Cependant, la simple comparaison dans les conditions opératoires identiques
(pH, concentration de substrat...) de I’enzyme libre et de I’enzyme immobilisée est
insuffisante ; car la caractérisation de la cinétique de 1’enzyme immobilisée nécessite la

maitrise de toutes les données concernant le micro-environnement.

Ce travail mérite d’€tre approfondi par [’exécution des opérations suivantes :
- Purification poussée de 1’enzyme a I’aide d’une chromatographie d’affinité sur gel de

séphadex.
- L’immobilisation de ’enzyme sur d’autres supports et I’emploi d’'une méthode pour

¢liminer le produit d’oxydation du phénol (o-quinone).
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Annexe

Préparation des solutions tampons :

e Tampon phosphate de sodium pH 5,6 — 8 :

» Préparer les solutions suivantes :

1. 0,05M Na,HPO, (8,9 g/l)
2. 0,05M KH,PO, (6,8 g/l)

» Me¢élanger les solutions précédentes pour avoir les pH suivantes :

Tableau 2 : Préparation du tampon phosphate de sodium.

pH Na,HPO4 (ml) KH,PO4 (ml)
5,6 950 50

6,0 875 125

7,0 390 610

7,6 137,5 862,5

8,0 55 945

e Tampon acétate de sodium pH 4 - 5,6 :

vV N =V

Tableau 3 : Préparation du tampon acétate de sodium.

Préparer les solutions suivantes :
0,05M acide acétique (2,88 g/l)
0,05M acétate de sodium (6,8 g/l)

M¢élanger les solutions précédentes pour avoir les pH suivantes :

pH acide acétique (ml) acétate de sodium (ml)
4 820 180

4,6 510 490
5 296 704

5,6 96 904

92




: gadls

iy jad ¢ Tyrosinase (EC: L14.18.1) Joaioly &3 5 ¢ Aew i) By Jelld dad | 2 Ay Zay 13 g gias
. 0a 18- 55 e dage A Al (A Lag 20 B L Hiee el ) BLAT g O ediiall o ddes o gl atily
il LB lee Jlalaly e i3 WbLE by (dgasieus hisparus) oaly ol i s Tyrazinaze plaldl
SR A el L I A Jel b (Jsldl) ABlaly gl 400 A Jik Jo b Spectrophotométre)
oo gt (L3mM) Jeasd 5 MichaelisMenten  J Ky 2l 5 Bagl B Sasill 48 all jeiles)
5.6 76 ontmldad 3l da ey PH U S0 Bagd 5 w30 o 08 (Viggy) & 2o o2 ¢ (0,6 mM) a0 Tyrosinase
el =y sl e 2df Tyrosinase J 8 25 0 &l el Tyresinase J sl A0 Jo S50C 1 45 oa

I L B T e LS s

el o op eyl el . gl A%l « Tyrosinase « Agaricusbisporus « kel E:Lim
Résumé :
L’objectif de ce travail est d’étudier la cinétique d’oxydation du phénol par la tyrosinase (EC :
1.14.18.1) libre et immobilisée dans du gel d’alginate de calcium.
La tyrosinase est extraite a partir du champignon Paris (Agaricus bisporus), et son activité
enzymatique est mesurée par spectrophotométrie a 400 nm en présence du phénol comme
substrat. L’enzyme libre est relativement stable pendant 20 jours de stockage a -15°C.
Une ¢étude des différents parametres opératoires sur les cinétiques d’oxydation du phénol par
les deux systémes enzymatiques a été faite. La constante de Michaelis-Menten (K,,) pour
I’enzyme immobilisée (1,3 mM) est environ deux fois plus élevée par rapport a celle de
I’enzyme libre (0,6 mM). Par contre, la vitesse maximale (Vax) est 30-fois moins élevée.
Le pH et la température optimaux sont déplacés de 7,6 a 5, 6 et de 45 a 55°C, pour la
tyrosinase libre et la tyrosinase immobilisée, respectivement. L’enzyme immobilisée semble
étre plus thermostable et son activité est maximale pour des billes d’alginate d’un diamétre de
3,4 mm.

Mots clés : Champignon Paris, Agaricus bisporus, Tyrosinase, extraction, immobilisation,
alginate, cinétique.

Abstract:

The aim of this work is to study the kinetics of phenol oxidation by the tyrosinase (EC:
1.14.18.1) soluble and immobilized in beads calcium alginate.

Tyrosinase is extracted from mushroom (Agaricus bisporus), and its enzymatic activity is
measured by spectrophotometric method at 400 nm using phenol as substrate. Soluble
tyrosinase is relatively stable during twenty days of storage at -15°C.

A study of various operating parameters on the kinetics of oxidation of phenol by the both
systems was investigated.The value of the Michaelis-Menten (Km) for the immobilized
enzyme (1, 3 mM) is about two times higher compared to that of the soluble enzyme (0, 6
mM). Nevertheless, the maximum velocity (Vi) is 30-times lower.

The optimal pH and temperature are shifted from 7, 6 to 5,6 and from 45 to 55°C, for soluble
and immobilized tyrosinase, respectively. The immobilized enzyme showed a highest thermal
stability and its activity is maximal for alginate beads with a diameter of 3,4 mm.

Keywords: Mushroom, Agaricus bisporus, Tyrosinase, extraction, immobilization, alginate,
kinetic.
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