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Objectif 

Notre objectif dans cette partie consiste à étudier l’optimisation de  l’agrégation de la 

peroxydase de Navet "BRASSICA CAMPESTER RAPIFERA"  par un polymère industriel. 

Nous avons choisi pour ce but, un agent d’agrégation qui est le glutaraldehyde. 

Cette étude passe dans un premier temps par la mis en évidence d’une étude comparative 

entre la purification partielle de la peroxydase par l’acétone et la purification sur gel 

Sephadex. 

La deuxième partie, consiste a optimisé les différentes paramètres: concentration de l’enzyme,  

concentration de glutaraldehyde, et vitesse d’agitation, ainsi que  le temps de contacte sur   la 

formation des agrégats actif. 

Enfin, on complète cette étude par le teste d’activité des agrégats formés.  

 



  :ص تلخي

. فً هزا اٌعًّ اهخّإِا بذساست سٍىن اٌخحفٍض لإٔضٌُ اٌبٍشووسٍذ اٌّسخخٍصت ِٓ اٌٍفج فً وسظ عضىي

 :ٌهزا أولا ثُ اسخخلاص الإٔضٌُ وحمٍٕٕه ٌٍحصىي عٍى ِسخخٍض ِع ٔشاط ِعٍٓ عاًٌ ٌه ِٓ الاسخمشاس ٌسّح ٌٕا بأداء اٌخشابه أو اٌخجّعاٌخطىة اٌثأٍت 

وحضح آْ اٌششط اٌّثٍى ٌخحمٍك ألصى لذس ِٓ اٌخشابه وفما لاعاٌى ٔشاط .حّثٍج فً عىاًِ اٌخشابه اٌّثاٌٍت باسخخذاَ عاًِ اٌخشابه هى غٍىحاس اٌضهٍذ

. ساعاث3سشعت اٌخفاعً ; v/v0.8% ؤشوض عاًِ اٌخشابه غٍىحاس اٌضهٍذ ) 1ml=0407iu/ml ):إٔضٌُ 

 حفىٍه اٌفٍٕىي فً  : أجشٌج باسخخذاَ حفاعً ّٔىرجً ,دساست اٌمذسة اٌخحفٍضٌت ٌٍبٍشووسٍذاص اٌّشبىت فً وسظ عضىي 

.  ِماسٔت ِع اٌخً أجشٌج ِع الإٔضٌُ اٌحشة فً وسظ ِائً ,ِزٌبٍٓ عضىٌٍٓ الاسٍخىْ و اٌهٍبخاْ

 9.4و%26.5د و.ي/ٍِىشوِىي16.9 و%51د وِحصىي  وِعذي حفىه لذس ب50د و15أثبخج اٌذساست اٌحشوٍت لإٔضٌُ اٌحشة واٌّثبخت لذس ب 

د ٌٍهٍبخاْ .ي/ ٍِىشوِىي11.2و%16.9د ٌلاسخىْ و.ي/ٍِىشوِىي

اٌذساست اٌطبمٍت ٌٍسائً اٌعٍىي بىاسطت الأشعت فىق اٌبٕفسجٍت أظهشث أْ حفىه جضئً فٍٕىي واْ فعالا ٌٕىعٍٓ ,وأخٍشا 

 (اٌحشة و ِخشابىت)

 :المفاتيح

 .سوٍضة.حجّع.حفىه.حٕمٍت.اٌبٍشووسٍذ

  Résumé :  

Dans ce travail nous nous sommes intéressés à étudier le comportement catalytique de l’enzyme peroxydase 

extraite à partir de Navet "BRASSICA CAMPESTER RAPIFERA" en milieu organique. Pour cela, en premier lieu, 

l’enzyme a été extraite et purifiée afin d’obtenir un extrait à activité spécifique élevée ayant une certaine stabilité 

permettant de procéder à la réticulation qui le conditionnement adopté pour la mise en œuvre en milieu organique.  

La deuxième étape consistait à optimiser les conditions d’agrégation en utilisant l’agent de réticulation le 

glutaraldehyde. Il s’est avéré que les conditions optimales permettant d’atteindre le maximum d’agrégation ayant 

l’activité la plus élevée étaient : une concentration d’enzyme (1 ml= 0.407 UI/ml), la concentration de l’agent 

d’agrégation : glutaraldehyde  0.8 %(v/v), une vitesse d’agitation de 200 rpm, et un temps de contacte est 3 h.  

L’étude du pouvoir catalytique de la peroxydase réticulée en milieu organique a été menée en prenant comme 

réaction modèle, la dégradation du phénol dans deux solvants organiques, l’acétone et l’heptane, en comparaison 

avec celle menée avec l’enzyme non réticulécen milieu aqueux. L’étude cinétique de l’enzyme libre et immobilisé 

montre un temps de contact de 15 min et de 50 min, et de rendement et une vitesse de dégradation de 51%,16.9 

µmol/L.min, et (26.5%, 9.4µmol/L pour l’acétone et 26.8%, 11.2µmol/L.min pour l’heptane) respectivement.  

Enfin, l’étude spectrale par spectrophotométrie UV-visible montre que la dégradation de la molécule  de phénol est 

efficace  par les deux types d’enzymes (libre et réticulée) 

Mots clés : peroxydase, purification, dégradation, agrégation, substrat 

 

Abstract: 

In this work we are interested to achieve a double objective; the first one is to purify the peroxidase from turnip 

"BRASSICA CAMPESTER RAPIFERA" Whose specific activity is five times higher than purified by acetone. 

The second is to optimize the conditions of aggregation of the peroxidase purified by acetone, and ends with a 

comparison test between the activity of aggregates formed, in an organic medium with the enzyme purified in 

acetone with an aqueous medium. We found the following results: 

- For optimum aggregation conditions: The enzyme concentration is (1 ml = 0.407 IU / ml) , the concentration of 

aggregating agent: glutaraldehyde is 

  0.8 ml 

The stirring speed is 200 rpm, and the contact time is 3 h. 

- The kinetic study of free and immobilized enzyme shows a contact time of 15 min and 50 min, and yield and rate 

of degradation of 51%, 16.9 µmol / L.min, and (26.5%, 9.4 mol / L for acetone and 26.8%, 11.2μmol/L.min for 

heptanes), respectively 

- Study of spectral supernatant by UV-visible spectrophotometry shows a degradation of the phenol molecule which 

is effective for both type of enzymes (free and aggregated) 

 Keywords: peroxidase, purification, degradation, aggregation, substrate 
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I.Les enzymes :  

Les enzymes sont catalyseurs biologiques qui jouent un rôle central dans le monde vivant. Les 

réactions essentielles pour le fonctionnement d’un être vivant  sont trop lentes et sans la 

présence de ces catalyseurs, là vie telle que nous la connaissons aujourd’hui ne serait pas 

possible. Qu’il s’agisse de réactions complexes comme la réplication de l’ADN, chaque 

réaction chimique se déroulant au sein d’un être vivant est catalysée par un ou plusieurs 

enzymes  spécifiques. [1]   

  I.1.Définition des enzymes : 

Les enzymes sont des biocatalyseur capables de réaliser la plupart des réactions biochimiques 

avec une efficacité extraordinaire. Les réactions chimiques dans les systèmes biologiques se 

font rarement en l’absence d’enzymes. D’autre part, une enzyme ne favorise pas seulement une 

réaction chimique donnée, elle empêche la présence des réactions secondaires gênantes. [2] 

Une des caractéristiques particulières de l’enzyme est leur besoin fréquent de cofacteur. Le 

cofacteur n’est pas une protéine : il peut être un ion métallique (Mg
2+

,Ca
2+

,…) ,ou une 

molécule organique complexe appelée aussi coenzyme tels que le NAD ,FAD ,CoA,ATP. [2] 

I.2.Nomenclature et classification : 

Généralement le nom des enzymes se termine par le suffixe ase.  

De plus, Le nom de l’enzyme indique souvent que fait l’enzyme. Selon les réactions catalysées, 

les enzymes peuvent être classées dans six grandes catégories. [1] 

Le grand nombre d’enzymes actuellement connues par suite du développement rapide de 

l’enzymologie a crée de nombreux problèmes de terminologie et de classification .Dans ce 

conteste trois mode de nomenclature  ont été crées. [3] 

*Dénomination ancienne : les enzymes ont d’abord été identifiées par des noms arbitraires qui 

rappelaient l’origine tissulaire par exemple la pepsine désigne l’enzyme gastrique de la 

digestion. [3] 

*Dénomination fonctionnelle : Une nomenclature ou on ajout e le suffixe <<ase>>soit au 

substrat, soit au type de réaction catalysé. [3] 

*Dénomination officielle : en 1964, l’Union Internationale de Biochimie a établi une 

nomenclature par 4 chiffres séparés par des points : 

-Le premier chiffre  indique la classe, c’est-à-dire l’appartenance a l’un des 6 groupes de 

réaction (tableau. I.1) 

-Le second chiffre désigne la sous-classe de l’enzyme. Par exemple une hydrolase peut couper 

une liaison ester, peptidique .etc. 

-Le troisième chiffre précise la nature de la molécule d’accepteur ou de substrat utilisé 
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-Le dernier chiffre est le numéro d’ordre de l’enzyme dans le groupe.  

Tableau I.1.Classification des enzymes selon la commission des 

Enzymes de l’union internationale de  Biochimie. [4] 

 

Classe  Type de réaction catalysée  

1-Oxydoréductase  Catalyse les réactions d’oxydoréduction  

2-Transférase  Catalyse le transfert d’un groupement chimique d’une molécule à une autre  

3- hydrolase 

 

Catalyse la coupure de liaisons par hydrolyse 

4- Lyases Catalyse le clivage par élimination de liaisons C-C, C-O, C-N, 

Une double liaison est formée dans ces réactions   

5- Isomérases Catalyse le changement de configuration d’une molécule  

6-Ligase Catalyse la formation des liaison avec clivage de l’ATP 

 

I.3Structure : 

I.3.1.Niveau d’organisation : 

I.3.2.Site actif : 

C’est une région particulière de l’enzyme au sien de laquelle se déroule la réaction enzymatique 

proprement dit. Le site actif a une taille restreinte par rapport a la taille globale de la protéine  

Il consiste d’au moins deux paries fonctionnelles, peuvent ou non être voisines sur la chaine 

polypeptidique (si non, la structure tertiaire les amène prés l’une de l’autre). [11] 

 

Figure. I.1. Le site actif [17] 

 

 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Fichier:Neuraminidase_Ribbon_Diagram.jpg
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I.3.2.1.Le site de reconnaissance : 

Ce site pour la reconnaissance et maintien du substrat avec des liaisons faible (constitué de 

certains acides aminées) 

 I.4.2.2.Le site catalytique :  

Le site catalytique est constitué des résidus qui sont directement impliqués dans la formation et 

rupture des liens chimique .ces résidus sont souvent localisés dans le fond de la cavité, et la 

majorité des cas, possèdent des chaines latérales ioniques ou réactives 

(ex :His,Lys,Cys,Ser,Asp,Glu) 

    Deux modèles pour explique la spécificité des enzymatique 

Forme induite : L’enzyme change sa conformation lors de la liaison du substrat (suppose que 

l’enzyme a une structure flexible.                                    

 

Figure. I.2. La forme induite [18] 

 

Clé-serrure : la forme du site actif est complémentaire a celle du substrat 

 

 

Figure. I.3. la forme clé-serrure. [18] 
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I.4.Nature des interactions substrat-enzyme : 

*Les substrats sont liés aux enzymes par des interactions faibles: constantes d’association de 

10-2 à 10-8 M et ΔG d’interaction 

Entre -3 et -12 kcal/mol (vs. -50 à -110 kcal/mol pour des liens 

covalents). [3] 

*La liaison du substrat au site actif implique souvent de nombreuses liaisons non-covalentes 

de types 

      - van der Waals 

      - électrostatiques 

      - ponts hydrogènes [3] 

*Ces 3 types de liaisons non-covalentes diffèrent dans leurs 

Contraintes géométrique, force et spécificité. De plus, elles sont profondément affectées (de 

manière différente) par la présence d’eau. [3] 

 

I.5.Catalyse enzymatique : 

La catalyse, qu’elle soit chimique ou biologique, repose sur le même principe : elle fait appel 

a un composé appelé catalyseur pour augmenter la vitesse de réaction sans perturber les 

fonctions thermodynamique .Ainsi la position d’équilibre d’une réaction n’est pas modifiée et 

peut être calculée a partir des donnée thermodynamique liées au réactifs (substrat) et aux 

produits de réaction. [2] 

En réalité, le catalyseur a pour fonction d’abaisser l’énergie d’activation, nécessaire à la 

réaction. Figure (I.4)    

 

 

Figure. I.4. Energie d'activation d'une réaction chimique. [2] 

 

 

 



Chapitre I : Les enzymes                    
 

7 
 

La courbe bleue : représente les variations d'énergie de la réaction sans catalyseur.  

La  courbe rouge : la même réaction avec catalyseur, Sans catalyseur, il faut fournir plus 

d'énergie pour que la réaction se produise. 

 Avec le catalyseur, la quantité d'énergie à fournir est plus faible donc la réaction se produit 

plus facilement. [2] 

I.6.Cinétique enzymatique : 

La cinétique enzymatique a pour objet d’identifier et de décrire les mécanismes des réactions 

biochimique, catalysées par les enzymes (réaction enzymatique), en étudiant leur vitesse c'est-

à-dire leur évolution en fonction de temps. 

Elle se propose en particulier, d’établir les relations qui existent entre la vitesse de la réaction 

enzymatique et les concentrations en substrat (s)et en enzyme (E), ainsi que l’influence de 

certains facteurs : PH, température. 

La vitesse de la réaction enzymatique correspond à la quantité du substrat disparu ou du 

produit libérée par unité de temps, elle dépend de 3 facteur : la concentration de substrat, la 

concentration de l’enzyme et l’affinité enzyme substrat. [1] 

            

Figure. I.5.Evolution de la concentration du substrat (s), produit(p), complexe(ES), et de 

l’enzyme en fonction du temps. [5] 
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Phase I : S est rapidement complexe en ES 

Phase II : [EL] →0 et [ES] est maximale, [S] diminue, [P] augmente. 

Phase III : dissociation du complexe ES,[S] → 0,est maximale et EL est régénérée intacte.  

I.6.1.Cinétique de Michaelis-menten : 

La  base de leur théorie (fondée sur l’hypothèse d’équilibre, est l’idée fondamentale que 

l’enzyme (E) et son substrat (S) s’associent pour formé un complexe enzyme-substrat 

réversible ES. [24] 

E + S  (E.S)  (E.P)  E + P      (1) 

Si on mesure la vitesse initiale de la réaction immédiatement après avoir mélangé (E) et (S), 

la vitesse de la réaction inverse est négligeable  

Puisque cette vitesse est proportionnelle à la concentration de (P) et que cette dernière est 

pratiquement nulle, alors la réaction comme suite. [10] 

 E + S ↔ ES → E + P              (2) 

Cette hypothèse permet d’établir l’expression de la vitesse de la réaction enzymatique qui 

donnée par l’équation suivante [25] : 

𝑉0 =  
𝑉𝑀    𝑆 0 

𝐾𝑀+ 𝑆 0
                    (3) 

 

Cette équation est appelée equation de Michaelis-menten ou [10] , [26] : 

 VM est la vitesse de la réaction lorsque toutes les molécules de l’enzyme sont 

complexées au substrat (l’enzyme est a saturation) :VM=K2[E]0 

 KM est la concentration de substrat lorsque la moitié des molécules  d’enzyme sont 

complexées au substrat (l’enzyme est a demi-saturation) : 

𝐾𝑀 = 𝐾 =
 𝐸  𝑆 0

[𝐸𝑆]
           (4) 

 

Cette démonstration met au point plusieurs conclusions : 

1. La représentation V0= f ([S] 0)  est de type hyperbolique Figure(I.6) 

2. La vitesse maximale initiale VM atteinte pour une concentration [E] 0 et pour une 

concentration très grande de [S]0 devant KM ; 

3. La constante de Michaelis-menten, est égale à la concentration de substrat S 

correspondant à VM/2  
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Figure. I.6.Représentation graphique d’une cinétique Michaelienne [2] 

 

I.6.2.Détermination des constantes cinétique : 

       Nombreuses sont les techniques physique ou chimique qui permettent de suivre les 

paramètres d’une cinétique, pour en citer quelques-unes : 

 Spectrophotométrie. 

 Fluorescence. 

 Titrimétrie …. 

Généralement, les expériences sont établies pour une concentration donnée d’enzyme et 

différentes valeurs de la concentration en substrat. 

    Il faudra toujours avoir en mémoire que l’équation de Michaelis-menten a été établie dans 

des conditions particulières ([P]=0, [S]>>[E] 0, soit a l’état pré-équilibre soit a l’état 

stationnaire) [15],[12]. 

I.6.2.1.Mesure de la vitesse initiale : 

       Au cours des études cinétique, on suit les réactions et on analyse leurs variation en 

fonction des modifications de milieu (concentration de substrat, pH, température, présence 

d’inhibiteur ou d’activateurs).  

        Chaque fois que l’on parle de vitesse, il s’agit de vitesse initiale, lorsqu’on met l’enzyme 

en présence du substrat, on observe la formation de produit, La courbe qui représente la 

variation de la concentration du produit en fonction du temps permet de mesurer la vitesse 

initiale. On entend par vitesse initiale d’une réaction enzymatique la pente de la partie 

rectiligne de la courbe [P] =f(t), 

On mesure la tangente de la courbe expérimentale prés de l’origine du diagramme, [15], [1]. 
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Figure. I.7. L’évolution de concentration de produit en fonction du temps, [15] 

 

I.6.2.2.Influence de la concentration enzymatique sur la vitesse initiale : 

   Pour une concentration constante de substrat, on mesure la vitesse en présence de 

concentrations différentes d’enzyme Figure(I.8). On constate que cette vitesse varie 

linéairement et proportionnelle a la concentration d’enzyme, mais il existe toujours des 

limites a cette linéarité. [13] 

 

 

Figure .I.8. Influence de la concentration enzymatique sur la vitesse initiale [13] 
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I.6.2.3.Influence de la concentration de substrat sur la vitesse initiale : 

    On effectue une série de mesures de vitesse initiale en présence d’une concentration 

constante d’enzyme, mais en présence de la concentration variable de substrat, les différentes  

mesures portées sur un graphique V0=f[S] 0 font apparaitre une courbe d’allure différente. [13] 

Cette courbe indique l’existence d’une vitesse maximale, VM qui ne peut être dépassée même 

en augmentant indéfiniment la concentration de substrat Figure(I.9) 

 

 

Figure. I.9. Influence de la concentration de substrat sur la vitesse initiale [13] 

 

I.6.3.méthode graphique pour la détermination de KM et VM : 

Dans le développement d'un essai enzymatique, il est important de connaître la valeur de 

kM de l'enzyme et d'ajuster la valeur de VM. 

Si l'on veut déterminer graphiquement VM et KM, la courbe v0=f ([S] 0) s'avère trop 

imprécise. On préfère placer les points expérimentaux sur un diagramme où ils s'alignent sur 

une droite afin que l'essai soit accompli dans le minimum de temps requis pour une précision 

donnée. 

Parmi les différentes transformations de l'équation de Michaelis-menten réalisées dans 

ce but, la représentation de Lineweaver et Burck et celle d'Eadie et Hofstee et qui nécessitent 

des données expérimentales pour la vitesse initiale de la réaction en fonction de la 

concentration initiale du substrat pour une concentration fixe d'enzyme offrent chacune des 

avantages particuliers : 
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a. Méthode de Lineweaver – Burck. [13], [41] 

La réciproque de l’équation de Michaelis-Menten est très utile pour l’analyse des 

données de cinétique : 

                                                                    (5) 

Et qui se simplifie en:                                                   (6) 

L'avantage de cette transformation mathématique est qu'elle permet de tracer un 

graphique 1/vo = f (1/[S]0) dont la courbe est en fait une droite pour les enzymes obéissant à la 

relation Michaélienne et qui détermine séparément la valeur de VM et celle de KM.  

Figure (I.10) 

 

Figure .I.10.représentation graphique selon lineweaver-Burk. [15] 

 

b. Méthode d'Eadie Hofstee : 

Une transformation différente de l'équation de l'équation de Michaelis-menten conduit à 

la formule d'Eadie et Hofstee : [13], [8] 

                                                                                 (7)                                                                                                                                                                                                                                                                                                        
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Figure. I.11.représentation graphique selon Eadie-Hosftee, [15] 

Cette représentation présente l'avantage de répartir les points expérimentaux d'une 

manière uniforme sur le diagramme, et de donner une meilleure idée de la dispersion des 

résultats, et donc la qualité de l'expérience. 

I.7. L’activité enzymatique (catalytique) : 

        Il est difficile de mesurer la quantité d’enzyme en unités de masse ou de concentration 

molaire c'est-à-dire l’activité enzymatique est définie en termes de vitesse de réaction  

     Les unités les plus utilisées sont les suivantes : 

Unité officielle : Katal (Kat), quantité d’enzyme qui catalyse la transformation de 1 mole de 

substrat par seconde, Le Katal n’est jamais utilisé, car beaucoup trop grand, On doit utiliser 

des sous unités  comme les μKat(10-6Katal )ou pKat(10-12 Katal). 

Unité Internationale (UI) : qui est la quantité d’enzyme qui catalyse  

La transformation de 1 μ mole de substrat par minute.60UI valent donc 1 μKat. 

L’activité molaire : le nombre de moles de substrat transformé par mole d’enzyme. [15] [14] 
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I.8.Effecteurs influençant l’activité enzymatique : 

I.8.1.Effecteurs physicochimiques :  

 Température : Elle deux effets sur la réaction chimiques Figure (I.12) elle  

-elle accélère toute les réactions chimiques, en fournissant l’énergie nécessaire au 

franchissement de la barrière due à l’énergie d’activation. 

-elle  entraine progressivement la dénaturation de la protéine (destruction des 

structures secondaire et tertiaire), donc sa désactivation. [15] 

 

Figure. I.12 L'activité enzymatique en fonction de la température. [9] 

 pH : Le résultat de l’effet de PH sur l’activité enzymatique donne une courbe 

 <<En cloche >> (Figure. I.13).cette courbe passant par une valeur maximale pour un 

PH dit PH optimal, le PH optimale de la plupart des enzymes est voisin de la neutralité 

[6]. 

 
Figure. I.13. L'activité enzymatique en fonction du pH. [9] 
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I.8.2.Effecteurs chimiques : 

On distingue les inhibiteurs, qui diminuent l’activité enzymatique, et les activateurs 

qui l’augmentent. [15]  

 Les activateur : Les activateur sont de petites molécules qui s’associent a  l’enzyme 

ou au complexe enzymatique enzyme-substrat par exemple : Mg
++

, Zn
++

 et qui 

augmentent relativement son activité. 

 Les inhibiteur : L’inhibiteur est une molécule qui fixe à une enzyme et interfère avec 

son activité, en empêchant la formation ou la décomposition du complexe enzyme-

substrat  
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Tableau I.2. Différents types d’inhibition enzymatique [8] 

Type Mécanisme Représentation de lineweaver-Burk. 

C
o
m

p
ét

it
io

n
à3

 

L’inhibiteur à une structure spatiale semblable a 

celle de substrat  

Il se fixe sur le site actif d’enzyme et prend la place 

de substrat  

  
 

 

N
o
n
-c

o
m

p
ét

it
if

 

L’inhibiteur et le substrat n’ont pas de 

 structures apparentées  et  l’inhibiteur se lie à un  

site différent de celui de substrat. 

 

En conséquence, l’inhibiteur se fixe a l’enzyme  

libre E et au complexe ES. 

 

 
  

In
co

m
p

ét
it

if
 

L’enzyme et le substrat forment d’abord le complexe 

enzyme substrat, puis  

l’inhibiteur se fixe à ce complexe. 

 

 

 
 



Chapitre I : Les enzymes                    
 

17 
 

I.9.Réaction a deux substrats : 

I.9.1.Mécanisme séquentiel ordonné : 

La théorie dans ce cas devient un peu plus compliquée, il faut en particulier distinguer 

différents mécanismes selon l’ordre de fixation et de largage des différents substrats et produits. 

Ces mécanismes peuvent être distingués selon l’influence de la concentration d’un substrat sur 

VM 

L’enzyme à la forme d’une poche, l’un des substrats doit pénétrer en premier. [1] 

 

Figure. I.12.Schéma montrant le mécanisme séquentiel ordonné [1] 

On appellera A et B les substrats d’une réaction. 

On appellera Pet Q les produits d’une réaction. 

I.9.2.Mécanisme séquentiel aléatoire : 

Si les sites de fixation sont les deux accessible à la surface de l’enzyme, l’ordre de fixation 

importe peu  

 

Figure. I.13.Schéma montrant le mécanisme séquentiel aléatoire. [1] 

I.9.3.Mécanisme en ping-pong : 

Souvent un premier substrat transmet un groupe chimique à l’enzyme, qui le transmet au 

second substrat (réaction de transfert de groupe). Un premier produit quitte avant que le second 

substrat vienne se lier. Après la première réaction, l’enzyme est modifiée. C’est la deuxième 

réaction qui restore l’état initial. [1]  
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Figure. I.14.Schéma montrant le mécanisme en ping-pong. [1] 
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II. Les enzymes en milieu organique : 

          Les enzymes sont les catalyseurs du monde vivant et par conséquent sont 

opérationnelles dans l’eau, qui est le solvant des cellules. L’idée selon laquelle l’eau était le 

solvant indispensable aux réactions enzymatiques a longtemps dominé l’étude des enzymes, 

et c’est seulement dans les années 80 que des travaux relatant l’activité d’enzymes dans des 

milieux non-aqueux comme les solvants organiques ont été publiés. [31] 

L'application de la biocatalyse dans les systèmes non aqueux a ouvert de nombreux nouveaux 

domaines de recherche. L'utilisation de substrats hydrophobes et la formation de nouveaux 

produits peuvent être envisagées. [36] 

Dans la seconde moitié du siècle dernier, de nombreux efforts ont été consacrés à l'élaboration 

de divers reliés l’enzyme immobilisées dans le but de faciliter leur utilisation dans des 

procédés continus.et améliorée les performances d’enzyme comme l'activité, la stabilité et la 

sélectivité, qui peuvent être réalisé par immobilisation d’enzyme 

Le développement de biocatalyseurs  immobilisés qui sont stables dans une large gamme de 

pH et la température et sont tolérants aux solvants organiques est un défi majeur dans la 

biocatalyse industrielle. [30] 

 

II.1. Intérêt des réactions enzymatiques en solvant organique : 

II.1.1. solubilisation des espèces organiques : 

La transformation biocatalytique de plusieurs substrats hydrophobes ou ayant une solubilité 

très limitée dans l’eau devient limitée par le transfert de masse. L’utilisation d’agents 

solubilisant n’est pas toujours aisée vue leur action sur l’enzyme et par la suite sur les 

difficultés qui peuvent avoir lieu lors de la séparation des produits. Le conditionnement de 

l’enzyme afin d’utiliser en milieu organique permet de surmonter ces problèmes.  

II.1.2. limitation des phénomènes d’inhibition : 

Dans les réactions enzymatiques réalisées en phase solvant organique, l’enzyme n’est pas               

solubilisée au niveau moléculaire, mais elle est en suspension. 

La réaction chimique a donc lieu au voisinage de l’enzyme dans une réaction à l’interface      

hydrophile (l’enzyme) / hydrophobe (le solvant organique) qui est ainsi formée. 

 Une conséquence importance de cette interface est la quasi-disparition des phénomènes 

d’inhibition par le substrat ou par le produit que l’on peut rencontrer dans les réactions 

enzymatiques réalisées en milieu aqueux. (Figure. II.1) 
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Figure. II.1 : la concentration  de substrat au voisinage d’enzyme. [30] 

 

II.1.3.  Recyclage de l’enzyme: 

       Les enzymes utilisés dans un milieu organique sont généralement retenu dans un support 

ce qui facilite leur réutilisation a la fin de réaction. 

On plus le recyclage de l’enzyme est important dans les procédés continus pour une 

productivité élevée. [36] 

 

II.1.4. Stabilité de l’enzyme : 

        L'eau est souvent considérée comme le meilleur solvant pour les réactions enzymatiques. 

Toutefois, l'eau est capable de réagir de plusieurs façons avec l'enzyme, provoquant ainsi son 

inactivation. Des exemples de telles réactions comprennent l'hydrolyse des liaisons 

peptidiques dans l’enzyme, désamidation de chaînes latérales d'acides aminés, et la 

destruction des résidus de cystine  

 En outre, la flexibilité d’enzyme causée par l'eau, qui se traduit par une forte activité 

catalytique, facilite ces réactions d'inactivation. Il  a été ainsi réalisé que l'élimination de la 

majeure partie de l'eau provenant de l'environnement de l'enzyme peut entraîner une 

stabilisation marquée par rapport à la situation en solution aqueuse. Il a été montré que les 

enzymes dans des milieux organiques peuvent exprimer une activité considérable, même à 

100 ° C. [32] 

Plusieurs études ultérieures ont confirmé que la stabilité des enzymes diminue généralement 

avec l'activité croissante de l'eau. Il convient de souligner que c'est l'absence d'eau qui est 

important:  

 les préparations enzymatiques pauvres en eaux, tels que les poudres enzymatiques sèches 

entourées par le gaz, présentent également une thermostabilité élevée. Lorsque la stabilité 
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opérationnelle de diverses préparations de protéase a été étudiée, aucun effet probant de 

l'activité de l’eau n’était observé. [35] 

L’augmentation de l’activité catalytique  des enzymes avec une température croissante, 

permet la possibilité d'utiliser des enzymes à des températures élevées dans des milieux ou 

l’activité de l'eau est faible. 

Cependant, dans une étude ou la réaction catalysée par chymotrypsine il a été constaté que 

l’augmentation de  l'activité catalytique en raison de la diminution de l'activité de l'eau était 

plus grande que l'augmentation de la température de réaction. [33] 

 

II.1.5. Spécificité de l'enzyme dans les solvants organiques: 

          L’origine de spécificité d'enzymes est leur capacité à utiliser l'énergie libre pour se lier 

avec le substrat pour faciliter la réaction. L’énergie nette de  cette liaison est la différence 

entre l'énergie de liaison du substrat avec l'enzyme et celle avec l'eau, un moyen pour changer 

spécificité de substrat (en plus de la modification du site actif de l'enzyme) est destiné à 

remplacer l'eau avec un autre milieu réactionnel. Cette étude a étudie expérimentalement. 

(Figure. II.2). [35]  

 

Figure. II.2. (A) le site actif dans un milieu aqueux, (B) le site actif dans un milieu organique. 

 

Le moteur principal pour la liaison au substrat enzymatique dans le cas de la chymotrypsine 

(et plusieurs autres hydrolases) est une interaction hydrophobe.  

 Il a été constaté que lors de la réaction de transestérification dans l'octane, l'ester de sérine est 

trois fois plus réactif que celui de phénylalanine, en outre, l'ester d'histidine, dont la réactivité 

dans l'eau est de 0,5 ℅ de celui du substrat phénylalanine, devient 20 - fois plus réactif dans 

l'octane. 

Des données qualitativement similaires ont été obtenues pour la subtilisine. [38] 
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II.1.6. Nouvelle réaction enzymatique dans des milieux non aqueux: 

      De nombreux procédés enzymatiques ne sont pas réalisables dans l'eau, a cause  de 

plusieurs  facteurs tels que :  

-  Équilibres thermodynamiques défavorables, 

- Des réactions secondaires  

-  L’insolubilité de substrats.  

Dans des solvants non aqueux, la lipase (et autres hydrolases) peut catalyser une variété de 

réactions (les estérifications, transestérifications et oximolysis), tandis que dans l'eau, ces 

processus sont presque complètement supprimées par l'hydrolyse. [36] 

 

II.2. la réticulation des enzymes utilisés dans un milieu organique : 

       L’immobilisation est coûteuse et nécessite une matrice inerte sur lequel l'enzyme peut 

être  immobilisée. En outre, cette matrice doit souvent être modifiée chimiquement pour 

quelques enzymes. [39] 

    L'interaction entre l'enzyme et la matrice dilue la concentration efficace des enzymes. 

 Le chargement d'activité de l'enzyme sur le support est généralement de 0,1-10% w / w.  

Ainsi l’immobilisation n'a que partiellement résolu le problème de la faible activité 

enzymatique pour biotransformations en milieu non aqueux.  

 La Réticulée d’enzyme est une  technologie qui offre une approche unique pour soulager les 

inconvénients d'immobilisation. [33] 

Les types de réticulation les plus efficaces qui présentent des novelles propriétés pour la 

catalyse dans un milieu organique sont : 

 cristaux d’enzymes réticulées CLECs (crosslinked enzyme cristals) 

 Agrégats d’enzymes réticulées CLEA (crosslinked enzyme agérates) 

 

II.2.1. Cristaux d’enzymes réticulées CLECs : 

       Ce type d’immobilisation diffère du deuxième type par une seule étape  qui est la 

cristallisation 

 

 II.2.1.1. Préparation des cristaux d’enzymes réticulées : 

       CLECs sont préparés en deux étapes : la première étape est la précipitation de 

microcristaux en enzymes. La deuxième étape est la réticulation avec des agents 

bifonctionnels à de fortes liaisons covalentes intra-et intermoléculaire entre le groupe ϵ-amino 

des résidus lysine des enzymes.  
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La stabilité thermique et protéolytique ainsi que l'insolubilité dans des solvants aqueux et 

organiques sont améliorées. [35] 

 

 Cristallisation des Enzymes : 

      La cristallisation est un outil puissant pour la purification, l'isolement, et le stockage des 

enzymes. L'efficacité de la cristallisation pour la purification est généralement supérieure à 

celle de toute autre méthode. En général, les enzymes sont beaucoup plus stables sous forme 

cristalline que sous forme soluble ou amorphe. En outre, les enzymes cristallisées sont plus 

concentrés et plus purs. [34] 

La cristallisation de macromolécules exige la création d'un état de sursaturation. 

Lors de la préparation d'une CLECs. Les conditions de cristallisation doivent être optimisées 

pour obtenir les CLECs de taille appropriées pour l'application prévue, la taille des cristaux 

peut être changée en contrôlant la cinétique de cristallisation.  

Des cristaux de taille (50-150) A° sont préférables pour des applications de biocatalyse, car ils 

offrent une combinaison de propriétés de filtration  bonnes et de l'activité. Une granulométrie 

d'environ 10 µm est de préférence pour des applications de biocapteurs et en cosmétiques. 

Dans ces cas, il est crucial de définir un ensemble de conditions de cristallisation qui permet, 

d’obtenir un rendement élevé de cristaux de taille et de forme déterminées, avec un minimum 

de perte de l'activité fonctionnelle. [39] 

 

 Limitation de la cristallisation : 

         Certaines enzymes sont difficiles à purifier et à cristalliser en raison de la structure 

moléculaire, qui peuvent exister dans plusieurs conformations, ce qui rendre difficile  la 

formation d'un cristal hautement ordonné. Les énergies attendre de contact  protéine-protéine 

sont comparés à ceux entre les petites molécules, mais il ya moins de contacts pour des 

cristaux de protéines dans en proportion de leur poids moléculaire, de sorte que cette énergie 

est apparemment faible. [39] 

Par conséquent, l'étape de sursaturation est également beaucoup plus élevée pour les protéines 

en comparaison avec de petites molécules. En faisant varier l'état de cristallisation et en 

utilisant différents types de précipitant, on peut produire des cristaux avec une conformation 

plus favorable  dans des conditions de cristallisation peut avoir des effets nuisibles 

spécifiques, tels que la perte de cofacteur. Dans la cristallisation, des formes cristallines sont 

fonctionnellement inactif ou moins actif que d'autres formes cristallines de la même enzyme. 

Cela se produit lorsque les centres sites actifs ne sont pas exposés au volume de la solution 

disponible pour des substrats. [35] 

 



    Chapitre II : Les enzymes en milieu organique. 
 

24 
 

 Pureté de l'enzyme cristalliée : 

Les enzymes les plus couramment utilisés ont moins de 25% de protéines. Pour une meilleure 

efficacité durant la cristallisation, la pureté de l’enzyme doit être au moins comprise entre 

90et 95%  [33].  

La purification d'une enzyme améliore également l’énantiosélectivité. La plupart des enzymes 

commercialement disponibles ne sont pas très pures et peuvent contenir des additifs, des sels, 

des sucres. [39] 

II.2.2. La réticulation : 

       La réticulation est considérée  comme deuxième étape pour la réticulation des cristaux 

d’enzyme (formation des cristaux enzymes réticulées CLECs), et  c’est la seule étape pour la 

formation des Agrégats d’enzymes réticulées CLEA 

  

II.2.2.1.Procédé de réticulation : 

       C’est  une association de deux différentes molécules telles que l'enzyme avec un 

anticorps, ou avec un agent de réticulation comme le glutaraldehyde. 

L’augmentation de la longueur de la chaîne de l'agent de réticulation augmente la flexibilité 

de d'enzyme réticulé. Les conditions de réticulation tels que le pH, la concentration de 

protéines, la  température, la  concentration des réactifs, le temps réticulation, doivent être 

soigneusement optimisés. [36] 

L'agrégation physique de molécules d'enzyme peut causer une perturbation de la structure 

originale tridimensionnelle de la protéine, par l'addition de sels, de solvants organiques, de 

polymères non ioniques à une solution de protéine. Ces agrégats solides sont maintenus 

ensemble par des liaisons non covalentes, qui peuvent facilement se replier et se redissoudre 

lorsqu’ils sont dispersés dans un milieu aqueux. La réticulation chimique de ces agrégats  

serait de produire des agrégats d'enzymes réticulées dans lesquels la superstructure est 

réorganisée en maintenant leur activité [39]. 

 Les Agrégats d'enzymes réticulées peuvent également être préparés par la méthode simple à 

l'aide des agents de réticulation. Les  Agrégats d'enzymes réticulées de la pénicilline acylase 

(EC3.5.1.11) et de la lipase ont été préparés par Linqiu Cao et al. avec le glutaraldehyde. [35] 
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II.2.2.2. Les agents de réticulation : 

 Glutaraldehyde : 

C’est  un réactif dialdéhyde, c’est le plus utilisé. 

 Glutaraldehyde est  peu coûteux et facile à manipuler. La longue chaîne d'oligomères de 

glutaraldehyde formées dans des solutions aqueuses est donnée dans la figure  (Fig. II.3) 

 La réticulation avec le glutaraldehyde forme des liaisons covalentes fortes entre les groupes 

aminés et des résidus lysine au sein et entre les molécules d'enzyme dans un réseau cristallin. 

Parce que la plupart des liens sont entre les macromolécules adjacentes dans le réseau. [34] 

 La réticulation est aussi irréversible  le mécanisme n'est pas entièrement comprise. La 

réticulation avec le glutaraldehyde confère plusieurs avantages. Les cristaux de l'enzyme qui 

sont normalement très fragiles, deviennent plus robustes et solides après réticulation. Ils 

deviennent complètement insolubles dans une variété de conditions, mais restent perméables 

au soluté. Ils sont insensibles aux variations de pH et température, qui peut varier sur une 

large gamme sans dissolution ou de la détérioration des cristaux réticulés. [39] 

Les conditions de réticulation devraient être soigneusement optimisées avec des 

concentrations étudiées de glutaraldehyde. Une concentration de 0,1-5% de glutaraldehyde est 

recommandée pour donner une meilleure réticulation. L’enzyme ou le cristal réticulé avec un 

excès de glutaraldehyde sont de couleurs jaune-brun et mécaniquement durs. [30] 

L’analyse de la séquence d'acides aminés après réticulation donne le nombre de résidus lysine 

qui ont été réticulés. Rose et al, ont signalé que dans le cas de la réticulation avec la 

thermolysine, environ 8 résidus de lysine sont  modifiées. Les 3 autres résidus lysine qui sont 

impliqués dans les interactions intra- et intermoléculaires ne sont pas accessibles au 

glutaraldehyde. [39] 

 

 
Figure. II.3. Réticulation de l’enzyme avec la glutaraldehyde.  

 

 

 

 



    Chapitre II : Les enzymes en milieu organique. 
 

26 
 

 Glucides : 

 Procédé de stabilisation d'un autre réseau est exclusive pour la  réticulation des  

groupements glucidiques de la glycoprotéine ou une combinaison de glucides et de 

chaînes latérales d'acide aminé. [36] 

  Dans ces hydrates de carbone de glycoprotéine réticulés, les interactions sont fixées par voie 

chimique des liaisons croisées, avec une meilleure stabilité lors du stockage dans des 

environnements agressifs et pour empêcher la dénaturation. Dans le cas d'enzymes ayant un 

résidu de lysine dans leurs sites actifs, la réticulation avec glucides est préférable, car le 

glutaraldehyde a une grande affinité pour la lysine, qui peut conduire à l'inactivation des 

enzymes par la fixation du site actif.  

  Cette méthode réalise avantageusement la cristallisation des glycoprotéines sur une grande 

échelle, sans la nécessité pour les effets lourds et potentiellement dénaturants  de 

glycosilation chimique. Figure (II. 4) [39] 

 

 
Figure. II. 4 : Réticulation de l’enzyme avec les Carbohydrate. 
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 Thiol : 

   Une autre méthode possible de réticulation est à travers les groupements thiols dans 

ml’enzyme. qui consiste à couplage indirect d'un groupe amine dans une molécule de 

protéine à un groupe thiol d'une seconde biomolécule, généralement en deux ou trois 

étapes de réaction. La première étape est l'introduction de groupes thiol dans l'enzyme 

ou les cristaux d’enzyme. Si l'enzyme n'a pas suffisamment de groupes thiol libres, ils 

peuvent être introduits par la réduction sélective disulfures cystine avec des réactifs 

tels que le dithiothréitol (DTT), propionate (SPDP). [33] 

L’excès de ces réactifs doit être éliminé par dialyse ou par filtration sur gel. 

La deuxième étape comporte le couplage de la molécule d'enzyme contenant un thiol 

avec une autre molécule enzymatique contenant des groupes amine avec le réactif 

hétérobifonctionnel tels que maléimides ou iodoacetamides. Succinimidyle trans-4-

(maleimidylmethyl) cyclohexane-1-carboxylate de succinimidyle (SMCC) est l'un des 

réactifs hétérobifonctionnels maléimide utilisés pour introduire un groupe thiol réactif sur 

un site d'amine d'un enzyme avec ensuite la réticulation avec une molécule d'enzyme 

contenant un thiol  Figure(II.5). [39] 

 
Figure. II.5. Réticulation de l’enzyme avec Thiol. 

 

 Autre réticulation 

D'autres réticulant, comme chélateur de métal, de couplage carbodimide, et le 

couplage diazoïque qui sont utilisés pour la modification de matrices 

d'immobilisation, ne peuvent pas être utilisé pour la réticulation de protéines 

cristallines, car les réactifs peuvent inhiber ou inactiver les enzymes lorsqu'ils sont 

ajoutés directement à l’enzyme. [34] 
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II.2.3. Les propriétés des enzymes réticulés : 

II.2.3.1. La stabilité chimique : 

       La stabilité d'une protéine accrue dans un agrégat est due à des contacts d'addition 

ionique et hydrophobe entre les molécules de protéines. Quand une protéine est transférée à 

partir d'une solution à la  forme agrégat, une augmentation du nombre de deux interactions 

polaires (électrostatique) et hydrophobe permet  la molécule de protéine d’amélioré 

considérablement la stabilité des protéines contre la chaleur et d’autres dénaturants en 

empêchant le déroulement d'inactivation, ou de la dissociation d’enzyme. [30] 

L'enzyme cristalline ou réticulée  maintient sa conformation native à une température élevée 

et a  une faible tendance à s'agglomérer. La réticulation chimique de protéines fournit une 

stabilisation supplémentaire. est une représentation schématique de la stabilité relative d'une 

CLEA , CLECs la tolérance de la température, le pH et les solvants organiques provient 

probablement d'interactions protéine-protéine et les contacts qui se produisent dans le réseau 

cristallin, qui sont également maintenus dans les CLEA , CLECs. [39] 

Dans une CLEA, les molécules d'enzyme sont reliées entre eux dans un réseau 

tridimensionnel des canaux microscopiques  entre eux sont formé. Ce réseau fournit la 

résistance structurale et la durabilité, puisque l'énergie totale de cristallisation ou l’agrégation 

ainsi que l'énergie nécessaire pour dénaturer la protéine réticulée sera élevé. Les canaux 

microscopiques permettre au substrat de passer facilement à travers le réseau cristallin et 

d'accéder aux sites actifs de l'enzyme. Le degré de stabilisation en fonction du nombre de 

contacts, à la fois intermoléculaire et intermoléculaire entre les molécules d'enzyme. La 

réticulation des cristaux de protéines fournit également une stabilisation supplémentaire. [37] 

 

II.2.3.2. Stabilité mécanique : 

        Pour l'application industrielle des CLEA comme biocatalyseurs, il est important de 

comprendre leurs propriétés mécaniques par rapport à la conception des processus et le 

fonctionnement. [35] 

Une CLEA doivent résister aux forces de cisaillements associés à l'équipement de traitement 

tel que les réservoirs d'agitation et à écoulement croisé microfiltres, qui peuvent causer 

l'attrition des particules et de la fragmentation. Stabilité des cristaux d'enzyme réticulé a été 

examinée .La stabilité mécanique d'un CLEAs dépend aussi de la forme des cristaux. Ont 

étudié la stabilité mécanique des deux cristaux hexagonaux et en forme de tige de l'alcool 

déshydrogénase. Des cristaux hexagonaux affichaient une certaine cassure lors de cisaillement 

mécanique à une vitesse de rotation du disque 27000 rpm, qui peut être due à l'attrition 

cisaillement induite, mais aucune rupture n’a été enregistrée dans la tige sous forme de 

cristaux. [39] 
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II.2.4. Limitations de la réticulation de cristaux d'enzyme :  

       Lorsque des cristaux d'enzymes sont réticulés dans un réseau tridimensionnel par un 

agent de réticulation, des canaux microscopiques de l'ordre de (20-55) A° sont formées entre 

les deux cristaux. Les diffusions des CLEA sont définies par la taille, la longueur et 

microvironement (charge de surface, etc.) de ces canaux. Perdant ainsi partiellement leur 

stabilité mécanique lors du stockage. 

 La taille du substrat est également importante, puisque le substrat avec un poids moléculaire 

élevé peuvent ne pas diffuser à travers les canaux et donc avoir une réactivité réduite. [38] 

La réalisation des agrégats avec une bonne activité peut être obtenue que par une 

standardisation correcte des conditions  de cristallisation et de réticulation. [39] 

On peut donc comparer les trois types d’enzymes dans le tableau suivant: 

 

Tableau II.1. Comparaison pour  les trois types d’enzyme 

(Enzyme soluble, Enzyme immobilisée, Enzyme réticulé). [35] 

 

caractéristique Enzyme soluble Enzyme immobilisé Enzyme réticulé 

 

Stabilité On le conservé 

seulement a 4°C. 

On le conservé 

seulement à 4°C. 

On le conservé 

jusqu’à 25°C 

Activité spécifique Peut être élevée Diluée à cause de 

l’interaction avec la 

matrice 

élevée grâce à 

l’activité 

volumétrique élevée 

Réaction dans le 

milieu 

organique/aqueux 

Seulement dans 

milieu aqueux 

Dans un milieu 

aqueux et moins dans 

un milieu organique 

Réagir dans les deux 

milieux aqueux et 

organiques 

Séparation a la fin de 

réaction 

Difficile à séparer à 

partir le mélange 

réactionnel 

On peut les séparé par 

filtration ou 

centrifugation 

Facilement séparable 

a la fin de la réaction  

Stabilité de  

(pH, température) 

stabilité dans un 

intervalle de pH et 

de température 

Plus ou moins stable 

dans un intervalle de 

pH et de température 

Très stables dans un 

intervalle de pH et 

de température 

La productivité Basse productivité Productivité élevée Productivité très  

élevée 

 

 

 

 

 



    Chapitre II : Les enzymes en milieu organique. 
 

30 
 

II.2.6. Applications des CLEA 

II.2.6.1. synthèse chimique :  

        Due à leur stabilité élevée en milieu organique et aqueux, les CLEA  ont une application 

importante dans la synthèse chimique organique complexe car  leurs enatioselectivité élevée 

leur  insolubilité dans le milieu leur séparation et recyclage afin de les réutiliser, ce qui 

permettent d’augmenter la productivité du procédé.  

En synthèse pharmaceutique on pourra cites l’exemple de synthèse des peptides et des 

peptidomimetiques qui sont un groupe important des médicaments modernes. 

Les peptides sont préparés par  condensation d’acides aminés en présence de protéase qui 

hydrolyse la liaison peptidique l’équilibre réactionnel  peut être inversé en présence de 

solvant  organiques ou par précipitation de tous produits 

Les CLEA permettent de surmonter ce problème en facilitant la séparation de phases des 

produits formés. [39]  

Les CLEA de subtilésine donnent un rendement de 90% pour la synthèse des peptides à partir 

des deux formes L et D des acides aminés. 

De même les CLEA de thermolysine  sont efficaces dans un milieu contenant 90% d’éthanol  

l’aspartame est aussi produit   par ces enzymes dans l’ethylacétate qui peuvent être réutilisés 

dans plus de 18 cycles alors que la forme soluble n’est utilisable que 2 fois. 

 

Figure. II. 7 .synthèse des peptides et des peptidomimetiques. 
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 résolution des mélanges racémiques : 

         Les CLEA de lipases et d’estérases peuvent être utilisés dans la résolution des mélanges 

racémique d’alcool alors de la transterification eu milieu organique ou l’hydrolyse des 

mélanges racémiques d’ester  ou la concentration de substrat ou de solvant organique doit être 

élevée. Figure (II. 8). 

 

Figure. II. 8. Résolution des mélanges racémiques  

 La sélectivité  

            La synthèse des antibiotiques nécessite parfois des températures assez basses et 

peuvent inclure des étapes qui génèrent des sous produits sans intérêt suite à des réactions 

parasites 

Les CLEA de pénicilline acylase utilisée pour la catalyse de la condensation d’ester  

D-pheylglycine avec  le 7-aminodesacetoxycephalosporanic acide (7-ADCA)  

La forme CLEA est utilisée jusqu’à 1000 fois avec un maintien d’activité jusqu’à 70%de 

l’activité initiale. [31]  
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Figure. II. 9. La sélectivité dans la transformation. 

II.2.6.2. Les CLEA dans les biocapteurs : 

             Les CLEA présent une haute densité enzymatique et peuvent ainsi donner une 

sensibilité élevée en présence de quantités très limités de substrat que sa doit en milieu 

aqueux ou organiques d’où l’intérêt de leur utilisation dans les biocapteurs des exemples 

d’utilisation dans le dosage du glucose par le glucose oxydase ou d’urée par l’urease dans le 

cas de peroxydase pour l’analyse des polluant organiques. [38] 

II.2.6.3. Application médicales :  

      L’action protéolytique des enzymes dans l’estomac pour la dégradation des  liaisons 

peptides contenues  dans les médicaments  est une vois naturelles pour l’assimilation. 

Les CLEA peuvent être utilisé comme alternative permettant le changement vers une vois 

intraveineuse. [32] 
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III. La peroxydase : 

III.1.Historique : 

     Avant même que la notion d'enzyme eût été formulée, Louis-Antoine Planche constatait en 

1810 que des extraits de racine de diverses plantes avaient la propriété d'oxyder et donc de 

recolorer la teinture de gaïac (incolore à l'état réduit) en présence de peroxyde d'hydrogène 

(ou eau oxygénée, ce qui valut le nom aux enzymes responsables, les peroxydases. [43] 

Les fameuses peroxydases de raifort furent l’outil de base des premiers travaux moléculaires 

sur les peroxydases végétales(Theorell1942) et c’est en 1976, grâce aux travaux de 

Braithwaite, d’une part, et de welinder, d’autre part, qu’on a pu avoir une première image 

cristalline d’une de ces enzymes, ainsi que la première séquence protéique. Il a fallu attendre 

ensuite plus de 10 ans pour voir publier la première séquence nucléotidique d’un messager 

codant pour une peroxydase de Tabac (Lagrimini et al.1987).C’est principalement sur la base 

de ces travaux, qu’aujourd’hui les données moléculaires concernant les peroxydases végétales 

ont pu s’accumuler de manière plus que significative. [16]  

III.2.Généralités : 

     Les peroxydases ont requise une position avancée dans les domaines de recherche 

biotechnologique (enzymologie, biochimie, génétique …etc.) ils sont l’un des enzymes les 

plus étudié grâce a la diversité de leurs aspects quantitatifs et qualitatifs. 

Les peroxydases sont des enzymes universelles du monde vivant, catalysent des réactions 

d’oxydoréduction impliquant la réduction d’un peroxyde et l’oxydation d’un substrat, variable 

d’une classe de peroxydase à une autre. [17] 

 Les peroxydases possèdent un pois moléculaire varie entre30 et 150KDa,  

et sa compostions chimique est suivante : carbone 47٪, hydrogène 7.35٪, souffre 0.43٪, fer 

0.127٪, est constitué de 306 acides aminés, deux glucosamines, huit sucres, une 

protohématine, et deux ions Ca
++

.[46] 

 III.3.structure : 

    Les peroxydases des plantes (EC1.11.1.7), appelées aussi peroxydase de classe III, 

catalysent l’oxydation de plusieurs substrats dont les phénols en présence du peroxyde 

d’hydrogène(H2O2). [44] 

    Ce sont des hémoprotéines, partagent avec d’autre protéines une structure chimique appelée 

hème, [35] l’hème des peroxydases est constitué par une métalloporphyrine dont l’ion 

métallique est le fer ferrique (Fe3+) associe a quatre atomes d’azote du noyau tétrapyrrole par 

quatre liaison de coordination. [18]  (Fig.III.1.)  

 

http://fr.wikipedia.org/w/index.php?title=Louis-Antoine_Planche&action=edit&redlink=1
http://fr.wikipedia.org/wiki/1810
http://fr.wikipedia.org/wiki/R%C3%A9action_d%27oxydo-r%C3%A9duction
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ga%C3%AFac
http://fr.wikipedia.org/wiki/Peroxyde_d%27hydrog%C3%A8ne
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Figure.III.1.Structure de la peroxydase de raifort. [23] 

III.4.Classification : 

     On distingue deux grandes familles de la peroxydase : les peroxydases animales, 

principalement détectées chez les animaux, et, par opposition, les peroxydasses non animales 

détectées chez les plantes, les champignons, les bactéries et les protistes. 

Les peroxydases non animales sont actuellement sous-divisées en 3 classes [19], [20] : 

 Classes I : contenant la peroxydase des procaryotes tel que : les catalase-peroxydases 

(CP), les Ascorbates Peroxydases (APX) et les Cytochrome c peroxydases (CcP). 

 

 Classe II : uniquement détectées chez les champignons, qui sont capables de 

dégrader la lignine. On distingue : lignine peroxydase (LiP), manganèse 

peroxydase(MnP) les deux sont produites par champignons de la pourriture blanche. 

 

 Classe III : présentes seulement chez les plantes tel que : raifort (ARMORACIA 

RUSTICANA), pêche (PRUNUS PERSICA), pomme de terre (ALOCASIA 

MACRORHIZA), artichaut (CYNARA SCOLYMUS), navet (BRASSICA 

CAMPESTER RAPIFERA), courgette (CUCURBITA PEPO).   
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III.5.le site actif et les acides aminés impliqués dans la catalyse : 

    Les acides aminés His 42, Arg 38 et His 17, sont conservés dans les différentes 

peroxydases. 

Le remplacement de certains acides aminés par mutagénèse dirigée (préparation d’un gène 

synthétique modifié puis exprimé dans E. Coli) complété par des études cristallographiques 

et/ou cinétiques fournit des renseignements sur le rôle des différents acides aminés :  

 Le remplacement de His 42 diminue toujours l’affinité de l’enzyme pour H2O2 et 

ralentit la réaction. 

 Celui de Arg 38 (polaire) par Leu (apolaire) diminue également l’affinité de l’enzyme 

pour H2O2 et surtout pour le 2éme substrat. Ces résidus d’acides aminés semblent 

directement impliqués non seulement dans la formation des complexes avec les 2 

substrats mais aussi dans la réaction proprement dite. 

 Le cas de Asn 70 est intéressant, son remplacement par Val entraine une baisse de VM 

de plus de 90٪ .Cela peut être expliqué en considérant qu’entre Asn 70et His 42 il peut 

avoir une liaison hydrogène qui ne peut s’établir entre Val 70 et His 42. Cette perte 

diminuerait la réactivité de His 42 et changerait sa position dans l’espace. 

 Les ions Ca2
+
, pourtant assez éloignés du site actif, sont indispensables pour une 

catalyse efficace car ils participent indirectement au martien de l’intégralité structurale 

du site. Ils sont intégrés à un réseau de liaison qui passe par His 48, l’hémine et His 

170. [11] 

La figure. (III.2) pourra montrer en détail les interactions structurales  entre un substrat 

et la peroxydase : 

 
 

 

Figure.III.2.Site actif et les acides aminés impliqués dans La catalyse. [45] 
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Le substrat est logé dans une poche dans laquelle il oriente d’une part son cycle 

apolaire vers la partie hydrophobe (coloré en bleu) constituée par les Ac amines 

Ph179, Pro141, Ala 140, 

Pro139, Phe68, Gly69 (+une portion de l’hémine) et d’autre part ses parties polaire 

vers His42 et Arg 38, à proximité du fer. 

III.6.Cycle  catalytique de peroxydase : 

La plupart des Hèmes de peroxydase suivent le schéma sur Figure. ( III.3), Tout d’abord, un 

équivalent de peroxyde d’hydrogène réagit avec l’enzyme pour donner le composé I, c'est-à-

dire un cation radical porphyrine, l’enzyme réagit avec un atome de fer tétravalent. 

Cela constitue une réaction d’oxydo/réduction ou le H2O2 est réduit en H2O  et l’enzyme est 

oxydé. Un équivalent oxydant réside sur le fer, générant le oxyferryl (FeIV=0) comme 

intermédiaire. Le composé I oxyde le substrat pour donner le radical (
.
AH).Il subit une 

seconde oxydation générant 1. 

Le composé II qui contient un centre oxyferryl cordonné a un ligand porphyrique normal 

(dianionique).  Finalement, le composé II est réduit à l’état ferrique natif. La charge nette du 

composé I est+1 alors que celle du composé II est neutre. [46] 

 

 Figure.III.3. Le Cycle  catalytique de peroxydase [23]  
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Ce cycle peut être simplifié par les réactions d’oxydoréduction : 

 

          Peroxydase +H2O2             Composé I + H2O 

 

            Composé I + AH2  Composé II +AH
. 

 

          Composé II +AH2                                         Peroxydase +AH
.
 +H2O 

 

 2AH
.
     A +AH2 (or AH-AH) 

 

En cas d’excès de H2O2 

    Composé II +H2O2                   composé III 

 

III.7.Rôle de Peroxydase :  

        Ce type d'enzyme unique dans les cellules vivantes a notamment pour fonction de 

décomposer les peroxydes toxiques générés par les stress oxydatifs (peroxydes dérivés de 

l'oxygène, hydropéroxydes, peroxy-nitriques).  

Les peroxydases assurent aussi d'autres fonctions. 

 Certaines interviennent dans le métabolisme de l'iode et sont nécessaires à 

l'élaboration des hormones thyroïdiennes. D'autres participent au transfert du 

chlore dans certaines cellules du système immunitaire, permettant ainsi la 

production d'hypochlorite OCl (eau de Javel) servant à la destruction des 

microorganismes ingérés. 

 Chez l'homme, la glutathion peroxydase est une peroxydase contenant de la 

sélénocystéine. Elle utilise du glutathion comme électron donneur et est active 

avec le peroxyde d'hydrogène et un substrat organique hydropéroxyde.  

 En biologie végétale, les peroxydases, parfois appelées "isopéroxydases", sont 

des isoenzymes qui catalysent l'oxydation des composés phénoliques aux 

dépens du peroxyde d'hydrogène (H2O2)
3
. Les peroxydases jouent un rôle dans 

la synthèse des parois des cellules des végétaux. Les plantes en ont également 

besoin pour fabriquer la lignine (constituant du bois). À l'inverse, la lignine est 

exclusivement dégradée par certaines moisissures car elles seules disposent des 

peroxydases appropriées (champignon de la pourriture blanche du bois) 

[combinées avec la dégradation des autres composants du bois,  

http://fr.wikipedia.org/wiki/P%C3%A9roxyde
http://fr.wikipedia.org/wiki/Oxyg%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/wiki/M%C3%A9tabolisme
http://fr.wikipedia.org/wiki/Iode
http://fr.wikipedia.org/wiki/Hormone
http://fr.wikipedia.org/wiki/Thyro%C3%AFde
http://fr.wikipedia.org/wiki/Chlore
http://fr.wikipedia.org/wiki/Cellule_%28biologie%29
http://fr.wikipedia.org/wiki/Syst%C3%A8me_immunitaire
http://fr.wikipedia.org/wiki/Eau_de_Javel
http://fr.wikipedia.org/wiki/Micro-organisme
http://fr.wikipedia.org/wiki/Glutathion_p%C3%A9roxydase
http://fr.wikipedia.org/wiki/S%C3%A9l%C3%A9nocyst%C3%A9ine
http://fr.wikipedia.org/wiki/Glutathion
http://fr.wikipedia.org/wiki/%C3%89lectron
http://fr.wikipedia.org/wiki/P%C3%A9roxyde_d%27hydrog%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/wiki/Botanique
http://fr.wikipedia.org/wiki/Isoenzyme
http://fr.wikipedia.org/wiki/Ph%C3%A9nol_%28groupe%29
file:///G:\memoire\Peroxydase.htm%23cite_note-2
http://fr.wikipedia.org/wiki/Lignine
http://fr.wikipedia.org/wiki/Moisissure
http://fr.wikipedia.org/wiki/Champignon
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Ex. par les cellulases]. D'autres microorganismes utilisent des peroxydases 

pour fabriquer des antibiotiques. [43] 

 

III.8.Les application de la peroxydase : 

 Décoloration des colorants synthétiques :  
      A nous jours, plus de 100 000 colorants commerciaux existent dans les marchés 

internationaux, avec une production de plus de 7.105 tons par an [22]. La résistivité et 

les propriétés de ces colorants [21] (colorants plus stables et résistant à toute attaque 

microbienne ou à l’oxydation) [23], rendent les méthodes traditionnelles de traitement 

insuffisantes et inefficaces. 

Plusieurs autres ont montré que la destruction des composés est stimulée de façon 

significative par des enzymes oxydatives. Ces colorants dans leurs structure des 

arrangements aromatique ce qui leurs fait des substrats agréables pour les différentes 

types de la peroxydase. Récemment, Bhunia et al. (2002), ont été montré que la 

peroxydase de raifort HRP peut être efficace dans  la dégradation et la précipitation 

des colorants azoïques important, tels que le Remazol et le rouge Cibacron. [21] 

 

 Traitement des composés phénolique : 

 

    Les peroxydases sont connues aussi pour polymériser certains composés organiques 

récalcitrants tels que le phénol et les phénols substitués (qui sont largement présents 

avec des concentrations variables dans les eaux usées des raffineries de pétrole et de 

nombreuses autre industries, y compris les plastiques, textiles, fer, acier et les 

industries forestières), selon la réaction de polymérisation suivante [21] : 

 

H2O2     +    2AH2                                  2H2O  +    chromophore 

Les voix enzymatiques de traitement des phénols des eaux résiduaires offre un degré 

élevé de spécificité, de l’exploitation dans des conditions douces, et de la vitesse 

élevée de la réaction. La majorité des rapports sur la détoxification des eaux usées 

contaminées par des phénols, les crésols, et les phénols chlorés, ont utilisé HRP. 

Récemment, des nouvelles sources de la peroxydase comme le soja et le navet ont été 

proposés pour la dégradation des phénols. [17] 

 

 Synthèse organique : 

    Les radicaux libres produits par le cycle catalytique de la peroxydase peuvent 

participer aux différentes réactions post-enzymatiques. La polymérisation oxydante 

des composés aromatiques par les oxydoréductases a été étudiée pour crées des 

nouveaux polyméries fonctionnels et pour synthétiser des résines phénoliques. Cela 

peut être réalisé sans l’aide de formaldéhydes toxiques, qui doivent être utilisés dans la 

polymérisation chimique. [21] 

 

 Biocapteurs à base du Peroxydase : 

   Un domaine qui offre un grand potentiel pour les applications de la peroxydase 

comprenant les biocapteurs électrochimiques. 

PEROXYDASE 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Cellulase
http://fr.wikipedia.org/wiki/Antibiotique
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Récemment, les électrodes à base de la peroxydase ont été utilisées dans les systèmes 

d’analyse pour la détermination du peroxyde d’hydrogène et les hydro-peroxydes 

organiques. Sous l’état immobilisé, avec une enzyme produisant du peroxyde 

d’hydrogène, ils peuvent être exploités pour la détermination du glucose, des alcools, 

glutamate et la choline.  

 

 Application pour analyse et diagnostique : 

    Le lactose contenu dans les produits laitiers est déterminé par différentes méthodes 

analytiques nécessitant des personnes formées et des instruments sophistiqués tels que 

un spectrophotomètre, les biocapteurs, etc. 

Sharma et al (2002), a mis au point un BIOSTRIP simple et économique pour 

l’estimation de lactose en immobilisant la 

 β-galactosidase, le BIOSTRIP est plongé dans du lait ou un produit laitier et la 

couleur développée a partir d’un chromogène ajouté, est utilisée pour estimer le 

lactose dans la gamme de concentration <20-100g/l. [21]  

 

 Des produits cosmétiques protecteurs de la peau : 

   La  peau utilise un ensemble de mécanismes protecteurs les plus étudiés est le 

système de pièges a radicaux libres. Les pièges à radicaux libres aident à protéger la 

peau en neutralisant les substances dangereuses qui peuvent être produites par 

l’exposition au soleil et la pollution. 

La peroxydase qui provient d’un extrait aqueux de fenouil (Foeniculum Vulgare) a la 

capacité de réduire l’érythème provoque par les UV.la capacité de réduire l’érythème 

est une mesure des capacités apaisantes, qui peuvent aussi être considérées comme une 

capacité à piéger les radicaux libres. Lorsque la peroxydase est présente, elle peut agir 

pour neutraliser le peroxyde d’hydrogène, apportant ainsi un spectre total de 

protection contre les radicaux libres. [16] 

 

 Marquage les trajets des neurones : 

     Les techniques de la coloration permettent de mettre en évidence les connexions 

entre structures nerveuse distantes. La peroxydase du raifort (ou HRP) est un traceur 

rétrograde d’usage courant utilisé pour établir les trajets extrêmement complexes des 

neurones dans le système nerveux. Après avoir été injectée, la HRP est absorbée par 

les extrémités des axones et est transportée de façon rétrograde jusqu’au corps 

cellulaires. L’animal est ensuite sacrifié et l’on détermine, à l’aide de techniques 

histologiques, l’emplacement des éléments colorés. Cette méthode a notamment 

permis d’élucider l’organisation des voies visuelles. [25] 
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IV.1Matériels et produits : 

IV.1.1.Source de la peroxydase : l’enzyme de la peroxydase est obtenue d’un navet 

(BRASSICA CAMPESTER RAPIFERA), disponible dans le marché algérien. 

IV.1.2.Equipements : 

 Centrifugeuse. 

 Spectrophotomètre UV-visible  

 Agitateur magnétique  

 Mixeur  

 Balance  

 Etuve 

 Thermomètre 

 Chronomètre  

 Bain-marie  

 PH-mètre 

IV.1.3.Verreries : 

 Tubes à essai 

 Fioles jaugées (10, 20, 50, 100, 250,1000 ml) 

 Pipettes (1, 2, 5, 10 ml) 

 Erlenmeyers 

 Eprouvettes (50 ml) 

  Cristallisoir. 

 Béchers. 

 

IV.1.4.Réactifs : 

Les expériences menées dans le cadre de cette recherche, dans diverses conditions ont nécessité 

les produits de qualité analytique suivante : 

 Acetone (C3H6O , M = 58, 0791 g/mol). 

 Héptane(…) 

 Solutions tampons de pH 2 à 10. 

 Peroxyde d’hydrogène (H2O2, M=  34.01g/mol). 

 Chlorure de calcium (CaCl2, M = 110,984  g/mol).  

 Alginate de sodium (M= 198,1059 g/mol). 

 Glucose (C6H12O6 M= 180, 1559 g/mol).  

 4aminoantypiryne (C11H13N3O , M=203,27g/mol). 

 ferricyanide de potassium (K3 [Fe(CN)6], M=329,244g/mol). 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Carbone
http://fr.wikipedia.org/wiki/Hydrog%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/wiki/Oxyg%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/wiki/Calcium
http://fr.wikipedia.org/wiki/Calcium
http://fr.wikipedia.org/wiki/Carbone
http://fr.wikipedia.org/wiki/Hydrog%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/wiki/Oxyg%C3%A8ne
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 La glutaraldehyde : 

 Peroxyde d’hydrogène : 

 Formule : H2O2. 

 Masse molaire : 34.01g/mol. 

 Densité à 20°C : 1.11. 

 Pureté : 30%. 

 Point de fusion :-33°C. 

 Point d’ébullition : 108°C. 

 

 Phénol :  

 Formule brute:   C6H6O. 

 La formule développée :  

                      

 La masse molaire : 94,1112 ± 0,0055 g/mol 

 T° fusion : 43 °C 

 T° ébullition : 182 °C 

  Solubilité : 98 g/L d'eau  

 Masse volumique : 1,073 g·cm
-3

 

 

 

 

 

 

 

 

 

http://fr.wikipedia.org/wiki/Carbone
http://fr.wikipedia.org/wiki/Hydrog%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/wiki/Oxyg%C3%A8ne
http://fr.wikipedia.org/wiki/Gramme
http://fr.wikipedia.org/wiki/Mole_%28unit%C3%A9%29
http://fr.wikipedia.org/wiki/Temp%C3%A9rature_de_fusion
http://fr.wikipedia.org/wiki/Point_d%27%C3%A9bullition
http://fr.wikipedia.org/wiki/Solubilit%C3%A9
http://fr.wikipedia.org/wiki/Masse_volumique
http://fr.wikipedia.org/wiki/Fichier:Phenol.svg
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IV.1.5.Dispositifs expérimentaux : 

Trois montages, ont été utilisés pour la réalisation de purification de la  peroxydase dans cette 

étude : 

IV.1.5.1.Dispositif de purification par l’acétone : 

Ce montage comprend une burette de 50ml contient, en dessous de la quelle se trouve un 

erlenmayer pour contenir l’extrait à purifier placé dans un cristallisoir contenant du glaces. Pour 

une meilleure homogénéisation de mélange l’ensemble est mis sous agitation à l’aide d’un 

agitateur magnétique (FIG.IV.1). 

 

FIG.IV.1 : Dispositif de purification par l’acétone 

IV.1.5.2.Dispositif de purification sur gel : Ce système est simple, il est constitué d’une burette 

(1x25cm) contenant le gel (phase stationnaire), La phase mobile est alimentée en continue par 

l’intermédiaire d’un perfuseur placé en dessus de la colonne (FIG.IV.2) 

 

FIG.IV.2 : Dispositif de purification sur gel 
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IV.1.5.3. Dispositif de L’agrégation dans la glutaraldehyde : Ce montage comprend un 

bécher contenir l’enzyme à agrégé placé dans un cristallisoir contenant du glaces. Pour une 

meilleure homogénéisation de mélange l’ensemble est mis sous agitation à l’aide d’un agitateur 

magnétique (FIG.IV.3). 

 

Fig. IV.3. Dispositif de L’agrégation dans la glutaraldehyde 

IV.2.Méthodes expérimentales: 

IV.2.1.Extraction et purification de la peroxydase : 

IV.2.1.1.Extraction : Mettre 100g de navet (coupée en morceau) dans un mixeur après avoir 

épluché avec 200 ml d’eau distillée. Le mélange ensuite Filtrer avec la gaze .L’extrait obtenu est 

considère comme une source de la peroxydase brute, il est conservé immédiatement sous 4°C 

pour des utilisations ultérieures. 
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FIG.IV.3 : Protocole d’extraction de la peroxydase 

IV.2.1.2.Purification de la peroxydase par l’acétone : 

La purification par l’acétone a été réalisé e utilisant le dispositif 1; 200 ml de l’acétone (85٪) 

pré-refroidi est ajouté a 200 ml de l’extrait brute. Les étapes de la purification sont expliquées 

dans la figure ci-dessous (FIG.IV.4) 

Le radis pesé est 

coupé en petits 

morceaux. 

 

Obtention  d’un extrait 

enzymatique brut (EEB) 

conservé à basse 

température 

Filtration de mélange 

obtenu avec  une gaze  

 

Broyage des 

morceaux du 

radis dans un 

mixeur  avec 200 

ml  d’eau distillé. 

 

Prendre 100 g 

de radis après 

avoir les 

éplucher 
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FIG.IV.4 : Protocole de purification par l’acétone [50]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Le dispositif de purification de l’extrait 

brut de navet  par l'acétone 

Après 2 heures dans le  

Réfrigérateur 

 

 

 

 

 

 

 frigo 

 

Il se forme un précipité 

 

Centrifugation de 

l'extrait purifié à 3000 

rpm pendant 15 min 

Récupération  de culot qui se 

trouve au fond de tube. Dissolution de culot dans 20 ml de tampon pH 6.0 ;  

la solution obtenue est l’EEPP 
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IV.2.1.3. Purification de la peroxydase sur gel sephadex : 

Il s’agit ici d’une séparation des protéines selon leur taille en utilisant un tamis moléculaire. 

Cette technique est appelé aussi la chromatographie d’exclusion ou la filtration sur résine 

Sephadex. 

Le  sephadex est un gel de dextrane (polymère de glucose produit parleuconostoc 

mesenteroїdes). Il se présente sous forme de billes poreuses, très hydrophiles et gonflent dans 

l’eau. 

 Comment choisir de la résine adéquate pour la séparation de la peroxydase : 

Le type de gel est e fonction du son domaine de fractionnement 

(Exprimé en termes de masse moléculaire), à l’intérieur de cette marge, les molécules 

peuvent être séparées les unes aux autres (voir Annexe 1). 

 

Comme la peroxydase possède un poids moléculaire environ 

40 000DA, la résine adéquate pour la séparation est SephadaxeG100 DONT LE domaine 

de fractionnement est de 4000 A 150 000DA. 

 

 Comment préparer la résine sephadex G100 : 

Avant de procéder à l’analyse des échantillons, la préparation de la phase stationnaire 

exige une attention particulière. Il est essentiel d’obtenir un gel homogène et parfaitement 

régulier. 

La première étape consiste a faire gonfler le gel avant son utilisation pour ce 2g de résine 

poudre est dissoute dans 40 ml d’une solution tampon (PH 6), a une température 

ambiante, pendant 72 h. Une fois le gel est gonflé est dégazé, il est coulé dans une 

colonne (1 x 25 cm) et équilibrée avec la phase mobile qu’elle s’agit de même tampon 

pendant 15 minutes. 

 

 Protocole de la purification : 

5 ml d’extrait  brut est injecté à l’intérieur de la colonne (dispositif 2) à l’aide d’une seringue. 

Après la diffusion de tout l’extrait dans le gel, on commence son élution par la phase mobile 

(tampon PH6). Le débit d’élution est maintenu lent et constant à 13.2ml/l. Pour augmenter 

l’efficacité de la séparation. Les différentes étapes de cette purification sont expliquées sur la 

figure suivante (FIG.III.5) 

Chaque fraction récupérée a été analysé par spectrophotomètre 

 UV-visible, sous une longueur d’onde de 280nm, afin de doser les protéines contenant dans 

l’extrait. Ensuite, et pour localiser l’ordre de fraction de la peroxydase, nous avons testé 

l’activité catalytique de chaque fraction selon le protocole d’activité enzymatique de a 

peroxydase.   
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FIG.IV.5 : Protocole de purification sur gel Sephadex. 

 

 

 

1-Injection de 5 ml d’extrait brut dans la 

colonne 

Récupération  de culot qui se 

trouve au fond de tube. 

Dissolution de culot dans 20 ml de tampon pH 6.0 ;  

la solution obtenue est l’EEPP 
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IV.2.2.Caractérisation et dosage d’activité enzymatique des extraits : 

Après chaque étape de purification, l’activité totale de la peroxydase, la quantité totale des 

protéines, l’activité spécifique, le rendement en activité et le facteur de purification sont 

déterminés. 

IV.2.2.1. Mesures de l’activité enzymatique : 

L’activité enzymatique des extrait a été dosée en se basant sur la réaction entre le phénol et la 

peroxydase d’hydrogène en présence de 4-Amino-antipyrine et la peroxydase, le produit formé 

au cours de cette réaction est un chromogène de Quinoneimine [42] 

 

 FIG.IV.6. Réaction entre le phénol et le peroxyde d’hydrogène en présence de la peroxydase. 

La Quinoneimine présente des caractéristique d’absorption particulières dans la gamme visible a 

une langueur d’onde maximale de 512 nm ce qui permet de mettre en œuvre une technique de 

mesure d’activité enzymatique en continu, la vitesse initiale est alors déterminée a partir de la 

pente de la partie linéaire initiale de la courbe obtenue. 

 

Le mélange réactionnel utilisé pour doser cette activité est préparé dans ne fiole de 50 ml, il 

contient les produit suivants : 

 1ml de H2O2 a 0.1 M. 

 1ml de phénol a 0.1 M. 

 1ml de 4-Amino-antipyrine a 0.01M 

 Compléter le volume jusqu’un trait de jauger par une solution tampon PH 6. 

 placer 4ml de mélange réactionnel préparé précédemment dans des tubes a essai. 

 Ajouté 0.2ml d’EEB/EEPP/EEP ; agiter par retournement entre le pouce et l’index. 

 Placer rapidement le mélange réactionnel dans la cuve de spectrophotométre. 

 Lancer la cinétique, par la mesure de densité optique avec un pas de 10 secondes. 

L’intensité de la couleur est convertie en concentration en utilisant un coefficient 

d’extinction de 2564 µmole/ml basé sur le peroxyde d’hydrogène (voir annexe II) 
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IV.2.2.2.Dosage de la quantité des protéines : 

La quantité des protéines totale de chaque extrait (brute, partiellement purifié par acétone, purifie 

sur gel) est réalisée par la méthode de Bradford [46].Cette méthode est basée sur le changement 

de la couleur de bleu de coomassie en fonction de la concentration des protéines. 

La concentration est déterminée à l’aide d’un courbe étalon de sérum d’albumine bovin SAB, en 

ajoutant 0.1 ml de sérum à différentes concentration à 5 ml du réactif de bleu de coomassie. La 

densité optique de chaque échantillon sera observée en mesurant l’absorbance à 590nm 

IV.2.2.Etude de l’agrégation de la peroxydase purifie sur gel et la peroxydase purifie  par 

l’acétone dans la glutaraldehyde : 

Dans les buts de mettre en évidence les conditions optimales de l’agrégation de la peroxydase 

libre, une étude a été mise en jeu. Cette étude comprend : 

 L’effet de la concentration de glutaraldehyde 

 L’effet la concentration d’enzyme 

L’effet du temps de contact  

L’effet de la vitesse d’agitation  

Remarque : dans cette étude on a reçue a réalisé que l’agrégation de la peroxydase purifie par 

l’acétone parce que : 

L’enzyme est pure et très lège par rapporte l’enzyme pareillement purifiée, il ne servira pas de 

faire une agrégation parelle.  

Donc cette étude a été  réalisée seulement avec l’enzyme purifié avec l’acétone. 

 Aa(UI/ml)=Ainitial-Afinale                         

R (%)= 100


initiale

finaleinitiale

A

AA
 

 

IV.2.2.1. L’effet de la concentration de la glutaraldehyde : 

Pour réalisé cette essai, on varie le volume injecté de la glutaraldehyde 

(0.2 ,0.4 ,0.6 ,0.8 ,01) ml tout en gardant le même volume final du mélange réactionnel (11 ml) 

par la réduction du volume de la solution tampon PH 6 

 Le volume d’enzyme injecté est 1 ml  

La réaction est réalisée dans les conditions suivantes : 

Température : 4°C,  
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Durée : 3 h, 

L’agitation : 200 tpm, 

IV.2.2.2. L’effet de la concentration d’enzyme purifiée par l’acétone : 

Dans cette étude on fixe la concentration de la glutaraldehyde optimisé, et on varie le volume 

d’enzyme injecté (0.5 ,1 ,1.5, 2, 2.5) ml, tout en gardant le même volume final du mélange 

réactionnel (11 ml) par la réduction du volume de la solution tampon PH 6 et les autres 

paramètres sont constant (Température : 4°C, durée : 3 h, l’agitation : 200 tpm) 

 

IV.2.2.3. L’effet du temps de contact : 

L’agrégation a été réalisée par les valeurs optimales de la concentration de la glutaraldehyde, et 

de la concentration d’enzyme déjà trouvés, 

Les paramètres physiques sont fixés à 4°C pour la température et PH =6, durée : 3 h,  

L’agitation : 200 tpm. 

La démarche expérimentale consiste à varier le temps du déroulement de la réaction allons d‘un 

temps de 1h jusqu’un 5h avec un pas de 1h. 

 

IV.2.2.4. L’effet de la vitesse d’agitation: 

Dans l’objectif du développement d’un procédé enzymatique industriel, il est utile de savoir si 

l’agitation peut avoir un impact sur l’agrégation de la peroxydase. 

L’influence de la vitesse d’agitation a été étudiée avec des mélanges de : 

 0.6 ml de la glutaraldehyde  

 1 ml d’enzyme purifiée par l’acétone 

On complète le volume à 11ml avec La solution tampon PH=6, 

Température : 4°C, et la durée optimale : 

La vitesse d’agitation est variée entre 100 et 500 tpm avec un pas de 100 tpm  
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IV.2.3.teste d’activité de la peroxydase de forme agrégat : 

L’agrégat testé a été formé dans toutes les conditions optimales déjà trouvé, et l’agrégat formé a 

été observé avec le microscope (x4 et x10) de grossissement. 

Remarque : les solutions de H2O2 et phénol, utilisé pour testé l’enzyme de forme agrégat sont 

préparé dans l’acétone et l’heptane.    

IV.2.3.1 la détermination  du temps nécessaire pour la mesure  de la vitesse de réaction : 

                   Pour testé la réaction de dégradation de phénol, en mesurant la variation de concentration  de 

phénol en fonction du temps afin de déterminer la duré de la réaction permettant d’atteindre le 

seuil maximal de la réaction. Toutes les conditions physico-chimiques étant fixées.  

 Prendre 8 tubes à  essai,  et introduire dans chacun : 

 1 ml de H2O2  (0.2mM).   

 1 ml de phénol (0.2mM).   

 2.8 ml de solution tampon de pH=6.pour l’enzyme libre et 2.8 ml de 

solvant organique  (pour l’enzyme réticulé)  

 Mesurer la densité optique initiale. 

 injecter 0.2 ml d’enzyme (libre et 0.4g pour de forme agrégat)  dans chaque tube.  

 incuber les tubes dans l’étuve à température T = 30°C. 

 et chaque 15 min centrifuger les contenus des  tubes. 

 Prendre 2.4 de surnageant, ajouter 0.3 de ferricyanide de potassium (83.4 mM) et 0.3 de 4-

AAP (20.8mM). 

 mesurer la D.O de chaque solution. 

 L’intensité de la couleur est convertie en concentration en utilisant un coefficient 

d’extinction de 2564 µmol/ml basé sur le peroxyde d’hydrogène (voir annexe II) 

 

IV.2.3.2. Influence de la concentration initiale de phénol (enzyme libre et agrégé):  

Pour faire une comparaison entre les deux types d’enzyme, il faut déterminer KM et VM pour  

chaque type. Le même protocole est maintenu sous les conditions fixées de température (30°C) 

et de concentration initiale en peroxyde d’hydrogène [H2O2]0=0.2 mM, 

 Et on variée seulement  la concentration de phénol [phénol]0 : de 0.04à 0.28mM avec un pas de 

0.04mM.   (Les concentrations des réactifs sont données en tenant compte du volume total du  

mélange réactionnel). 

  



IV. Matériels et Méthode 
 

Etude Expérimentale  Page 13 

 

 

Le rendement d’activité est calculé avec l’équation suivant : 

R (%)= 100


initiale

finaleinitiale

DO

DODO
 

 

 

IV.3.3.4.Analyse spectrale des produits de dégradation : 

 Test d’absorbance dans le domaine visible des solutions récupérées : 

Le phénol est caractérisé  essentiellement par ça capacité à absorber la lumière dans la 

gamme visible (250-550) nm, afin d’assurer que le liquide récupéré après le traitement 

par l’enzyme agrégé  n’a pas les propriétés des composes phénoliques, on a effectué un 

spectre d’absorption  comparative entre le phénol et son surnageant obtenue après le 

traitement enzymatique dans la gamme visible. 

               Les mélanges réactionnels étaient préparés sous les conditions précédentes  et le liquide 

surnageant après le traitement était récupéré, ensuite son spectre d’absorption était établi dans la 

gamme visible. 
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Conclusion générale et Perspectives  

Tout au long de cette étude, nous avons optimisé l’agrégation d’enzyme par la glutaraldehyde, 

Qui permet de  mettre on ouvre la peroxydase extraite à partir d’une culture locale de 

 Navet "BRASSICA CAMPESTER RAPIFERA" active dans un milieu organique. 

Dont notre objectif a consisté d’une part, sur la comparaison entre les deux méthodes de 

purification d’extrait brut. D’autre part nous nous somme intéressés  a l’optimisation des 

conditions de l’agrégation de l’enzyme, par la glutaraldehyde, et on termine avec le test 

d’activité de l’agrégat obtenue. 

 La première partie : Purification d’extrait brut 

La technique chromatographique de purification sur gel Sephadex G100 semble 

techniquement la plus rationnelle comparé a la précipitation par acétone. Cette technique a 

permet d’obtenir un extrait purifier possédant une activité spécifique relativement élevé  

voisin de 19.5 UI/ml et caractérisé par une concentration en protéine 13 fois plus 

inférieure que celle d’extrait brut. En plus, l’efficacité de purification  de notre colonne 

 est 61.5% 

 La deuxième partie : Optimisation de l’agrégation 

Les essais ont montré que le procédé d’agrégation de enzyme est simple et permet de 

mis en ouvre des biocatalyses active  dans un milieu organique. 

 D’après cette étude ont a montré que toute les conditions de ce procedé peuvent 

influer l’immobilisation d’enzyme, les conditions optimales trouvé pour réalisé un 

agrégat efficace (active, plus stable …) sont : 

 La concentration d’enzyme dans le milieu est (1 ml= 0.407 UI/ml) 

 La concentration de l’agent d’agrégation : glutaraldehyde est de 0.8 ml 

 La vitesse d’agitation est de 200 tpm. 

 Le temps de contacte est 3 h. 

Le teste d’activité de l’agrégat est réalisé par l’étude de la cinétique de dégradation de phénol 

(Le phénol utilisé pour le teste d’agrégat est préparé dans l’acétone et l’heptane), pour les 
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deux type d’enzyme (libre et immobilisé). Cette étude permet de déterminer le temps 

nécessaire pour le déroulement de la réaction : 

 15 min seulement pour l’enzyme libre. 

 50 min pour l’enzyme immobilisé. 

On constat que l’immobilisation avec le glutaraldehyde, a provoqué des modifications  

sur les propriétés cinétique de l’enzyme en produisant une élévation du temps de 

réaction, pour  0.2mM phénol. 

En outre, la variation de concentration de substrat (phénol) a montré l’applicabilité de  

modèle de Michaeils –Menten. 

La linéarisation de Lineweaver- Burk  pour touts les concentrations initiale, permet d’une part  

de vérifie le modèle cinétique de Michaelis-Menten, et d’autre part de  déterminer les 

constantes cinétiques (Vm, Km) pour faire une comparaison pareille entre les deux type 

d’enzyme : on a trouvé  pour cette étude :  

   VMax=19.6, KM= 0.439, pour l’enzyme libre  

    VMax=9.4, KM=24.18, pour l’enzyme agrégé et le  phénol préparé dans l’acétone. 

   VMAX=11.2, KM= 30.83, pour l’enzyme libre, et le phénol préparé dans l’heptane. 

 En perspectives 

Le présent travail a permis d’avoir une large idée sur l’utilisation de l’enzyme agrégé dans un 

milieu organique, il est donc intéressent de poursuivre l’étude en traitant les points suivants : 

 Utilisation des techniques biochimiques plus avancées, pour caractériser la peroxydase 

de  navet, et précisément pour identifier les acides aminés incluent dans la 

rétuculation. 

 L’optimisation des paramètres pour réaliser l’agrégation  avec l’enzyme purifié sur 

gel. 

 Testé l’activité des agrégats dans d’autre solvant, et  optimisé la concentration de 

phénol et de H2O2, ainsi que  la température, et  le PH de milieu pour augmenté le 

rendement de dégradation de phénol. 

 Extrapolation de ce procédé a grande échelle, peut êtres une solution très intéressante, 

du point de vue économiques pour  les substrats de nature organique, surtout pour un 

pays très riche en tous de navet comme l’Algérie. 
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V.1.Purification est dosage de l’activité enzymatique :  

V.1.1.Purification de la peroxydase sur gel Sephadex : 

Le profil chromatographique d’exclusion moléculaire sur Sephadex G-100 de l’extrait brute 

révèle deux pics d’élution comme le montre la figure suivante (FIG.V.1) dont seul le premier pic 

est doué d’une activité catalytique. 

La colonne de (25x1cm), Q=12.5ml/h, le volume des fractions est 1 ml 

 

FIG.V.1 : Profil d’élutions de la peroxydase de navet purifié sur 

 Une résine Sephadex G-100. 

On constate d’après le profil que l’enzyme commence a éluer entre les fractions 7 et 14 après  

13.67 de la diffusion d’extrait dans le gel. 

Le  deuxième pique représente les protéines inactives qui se trouvent dans le navet, leur élution 

donne un pique large relativement par apport au celle de la peroxydase ce qui montre que ces 

protéines se trouvent avec une grande proportion. 

Les fractions  douées d’une activité catalytique sont rassemblées puis ont subit un teste d’activité 

pour calculer l’activité résiduelle de la peroxydase purifié sur gel. 
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V.1.2.Dosage de la quantité des protéines totales des extraits :  

La courbe d’étalonnage de protéine SAB obtenue est la suivante : 

 

FIG.V.2 : Courbe d’étalonnage de protéine SAB. 

 

V.1.3.Effet de la méthode de la purification sur l’activité catalytique de la peroxydase : 

concentration saturation  

Activité enzymatique : Vmax (µmol/ml min=UI) dans des conditions optimales de température 

de PH de concentration saturation en substrat et en absence d’inhibiteurs, est la quantité de 

peroxydase qui transfère 1 µ mol du peroxyde d’hydrogène par minute donc cette activité est 

calculée a partir de la relation suivante :  

AE=
 
𝑑𝑐

𝑑𝑡
 𝑥  𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒  𝑑𝑒  𝑚𝑒𝑙𝑎𝑛𝑔𝑒  𝑟é𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛𝑛𝑒𝑙

𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒  𝑑 ′𝑒𝑛𝑧𝑦𝑚𝑒𝑖𝑛𝑗𝑒𝑐𝑡 é
 [28] 

La résultat de l’activité enzymatique comparaisons entre les deux protocoles de la purification en 

se basant sur les et la quantité des protéines totales contenant dans les extraits aussi sur trois 

autres paramètres qui sont : 
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 Activité spécifique =
𝐴𝐸

[𝑝𝑟𝑜𝑡 é𝑖𝑛𝑒 ]
   

 Le rendement de purification : est la proportion, en%, de la quantité de la protéine 

purifiée qui reste par rapport a la quantité initiale=
𝐴𝐸𝑖

𝐴𝐸𝑜
   

 Le degré de purification : est le nombre de fois qu’on a pu concentrer l’activité spécifique 

(par rapport a la première étape) durant chacune des autres étapes de la procédure 

=
𝐴𝑐𝑖𝑣𝑖𝑡 é 𝑠𝑝é𝑠𝑖𝑓𝑖𝑞𝑢𝑒  𝑖

𝐴𝑐𝑡𝑖𝑣𝑖𝑡 é 𝑠𝑝é𝑐𝑖𝑓𝑖𝑞𝑢𝑒  0
     

L’évolution de la concentration du chromogène du Quinoneimine produit au cours des 

réactions de dosage de l’activité enzymatique des trois extrait en fonction du temps donne 

les allures représentés sur la figure (FIG.V.3) 

 

 

FIG.V.3 : Activité enzymatique des trois extraits. 

(PH=6, T=25 °C, volume d’enzyme injecté=0.2ml) 
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Les résultats sont résumés dans le tableau suivant : 

Tableau .v.1.Bilan compare la purification de l’extrait brut 

 

L’extrait Activité 

(UI/ml) 

Protéine 

(mg/ml) 

Volume 

totale 

(ml) 

Activité 

Totale 

(UI/ml) 

Protéine 

totale 

(mg) 

Activité 

spécifique 

(UI/mg) 

Rendement degré de 

purification 

 (EB) 4.093 0.525 100ml 409.3 52.5 7.79 100% 1 

(EPP) 4.483 0.337 20ml 89.66 6.7 13.33 22% 1.7 

(EP) 0.779 0.040 20ml 15.6 0.8 19.5 7.5% 2.5 

 

L’extrait Brut : EB 

 L’extrait Partiellement purifié par acétone : EPP 

            L’extrait Purifié sur gel : EP 

Les résultats montrent que l’extrait enzymatique brut, obtenu à partir de la culture de navet          

(BRASSICA CAMPESTER RAPIFERA) est caractérisé par une activité catalytique brute de 

4.093 UI/ml. 

Par ailleurs et a travers les deux méthodes antérieurs de purification, il a été conclu que l’étape 

de la purification par acétone de l’extrait enzymatique brut étudiée n’a pas provoquer une grande 

chute dans son activité contrairement au celle de la purification sur gel. 

Cependant, il ressort de bilan protéique que la purification sur gel manifeste le plus grand intérêt 

et permet d’éliminer environ 92% des protéines non actives. 

Nous avons enregistré une augmentation du degré de purification de l’ordre de 1.5 contre0.7pour 

la purification par acétone. Cependant, le rendement en activité chute à 7.5%. 

D’où, il s’avère que l’emploi de chromatographie d’exclusion dans le processus de purification 

semble être plus prometteur d’obtenir une protéine de plus en plus pure, ayant une activité 

spécifique de plus en plus élevée. 
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FIG.V.4: Aspect des trois extrait ((A)= l’extrait brut, (B)=l’extrait pareillement purifié 

par acétone, (c) =l’extrait purifié sur Gel). 

 

V.1.4.Efficacité de la colonne : 

L’efficacité de purification  de notre colonne est calculée en  se basant sur les valeurs de 

l’activité spécifique d’extrait brut et celle purifié sur gel. 

η  =  
𝐴𝑠𝑝é𝑐𝑖𝑓𝑖𝑞𝑢𝑒  𝑑 ′𝐸𝑃−𝐴𝑠𝑝é𝑐𝑖𝑓𝑖𝑞𝑢𝑒  𝑑′𝐸𝐵

𝐴𝑠𝑝é𝑠𝑖𝑓𝑖𝑞𝑢𝑒  𝑑′𝐸𝑃
 X100 

 

η =
19.5−7.5

19.5
  x100 =61.5% 
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V.2. Etude de l’agrégation de la peroxydase purifie par l’acétone et la peroxydase purifie  

sur gel dans la glutaraldehyde : 

V.2.1. L’effet de la concentration d’enzyme purifiée par l’acétone : 

La concentration initiale d’enzyme a un effet important sur l’activité de la formation des agrégats 

actifs. 

 

Fig .v.5. L’effet de la concentration initiale d’enzyme sur l’agrégation  

(T=4°C, PH=6, glu= 0.6ml, t=3h, l’agitation=200tpm) 

Comme on le voit sur la figure (Fig. V.5.) L’activité enzymatique de CLEA, et le rendement 

d’agrégation augmente avec l’augmentation de la concentration d’enzyme jusqu’un l’ajout de 1 

ml d’enzyme ou l’activité et le rendement sont maximal : 0.317UI/ml, 92.15%. 

Après l’activité et le rendement d’agrégation  diminue avec l’augmentation de la concentration 

d’enzyme ajouté c’est a cause de l’accumulation des molécules d’enzymes, les sites actif de ce 

dernier peut être isolé par l’agrégation au hasard de molécule qui conduire a une diminution de 

l’activité. 

Un résultat pareille a été détecté par plusieurs auteurs par l’utilisation de peroxydase de raifort 

(HRP) ;H Aytran et al (2008)) a étudié l’agrégation par la glutaraldehyde il est trouvé une 
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maximum d’agrégation pour une concentration d’enzyme pure 0.05 mg/ml, et une concentration 

plus élevé engendre une diminution de l’activité de l’agrégat formé [30].   

V.2.2. L’effet de la concentration de la glutaraldehyde : 

L’optimisation de la concentration d’enzyme n’est suffisante pour atteindre une activité de 

(CLEA) élevé et un rendement maximal  

Les molécules de glutaraldehyde bifonctionnelle a été utilisé pour la réticulation physique de 

molécules d’enzyme, donc la variation de la concentration en glutaraldehyde est assez efficace 

pour L'activité CLEA (enzyme agrégé). 

Dans cette étude la concentration d’enzyme est conservé constant (1ml : 4.483UI/ml), nous 

avons représenté la variation du rendement d’agrégation et l’activité d’agréation formé en 

fonction de la concentration de glutaraldehyde Sur la figure (Fig. V.6.). 

 

 

Fig. V.6. L’effet de la concentration de la glutaraldehyde sur l’agrégation d’enzyme 

(T=4°C, PH=6, AE(EPP)=0.407UI/ml, t=3h, l’agitation=200tpm) 

La courbe suivante montre que chaque concentration de glutaraldehyde peut affecter l’agrégation 

d’enzyme. 
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Lorsque le volume de glutaraldehyde est  0.8ml, le rendement d’agrégation, et  l’activité de 

CLEA ont la valeur maximale (0.385 UI/ml ,94.59%) 

Et pour les volumes de glutaraldehyde inferieur à 0.8 ml l’activité et le rendement sont faible a 

cause de la perte d’enzyme dans le milieu. 

Au même temps pour les valeurs supérieures a 0.8 ml de glutaraldehyde on un bassement 

d’activité et de rendement d’agrégation a causse de la formation au hasarde des agrégats du à la 

concentration de glutaraldehyde élevé par rapport la concentration d’enzyme dans le milieu.   Ce 

résultat a été déjà rapporté par des autres études sur la  peroxydase de différente source et 

Glucose oxydase (Falconer et al, 2011). [31] ont trouvé que le volume de  glutaraldehyde est 

0.72 ml pour une concentration d’enzyme de 350 mg/ml  

V.2.3. L’effet du temps de contact : 

L’étude l’effet du temps de contacte permet de déterminer le temps nécessaire pour la formation 

des agrégats,  

 

Fig. v.7. L’effet du temps de contact  sur l’agrégation d’enzyme 

(T=4°C, PH=6, AE(EPP)=0.407UI/ml, glu=0.6 ml, l’agitation=200tpm) 

De cette courbe nous pouvons constater que : 

La courbe est croissante jusqu’un un temps optimale qui correspond a 3 h ou le rendement et 

l’activité des agrégats atteindre des valeurs maximales (94.59%, et 0.385 UI/ml). 

Puis elle descendante pour des valeurs de temps supérieur a 3h. 
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La raison d’augmentation de rendement d’agrégation et l’activité des agrégats aux temps 

inferieure a 3 h est due a la formation des agrégats on continue au bout de cette période mais 

après la formation des agrégats ces dernies nécessite un temps de stabilisation pour il garde leur 

conformation finale, se qui explique la diminution de rendement et d’activité de CLEA dans 4h, 

et 5h, a cause de l’agitation on continu  qui influé sur la conformation des agrégats  déjà formé. 

V.2.4. L’effet de la vitesse d’agitation: L’agrégation c’est un procédé d’immobilisation qu’il 

faut réaliser avec une enzyme native, 

La vitesse  d’agitation est un permettre important parce que : 

-elle influe sur  la conformation native d’enzyme.  

-elle déstabilise les agrégats formés. 

-elle influe le contacte entre l’agent d’agrégation et l’enzyme.  

L’étude de ce permettre est représenté  dans la figure (Fig. V.8.) 

  

Fig. V.8. L’effet de la vitesse d’agitation sur l’agrégation d’enzyme 

(T=4°C, PH=6, AE(EPP)=0.407UI/ml, glu=0.6 ml, t=3h) 

De cette courbe on peut tirer les remarques suivantes : 

Le rendement et l’activité des agrégats formés sont augmenté avec l’augmentation de la vitesse 

d’agitation jusqu'à 200tpm (activité est de 0.382 UI/ml, et de rendement de 94.3%) 
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Inferieure a 200tpm  le rendement et l’activité sont bas parce que l’agitation est faible  ce qui ne 

permet on pas d’avoir un contacte intime entre l’enzyme et l’agent d’agrégation. 

Et comme l’agitation est supérieur a 200tpm, cause une perturbation de la conformation native 

d’enzyme, et déstabilise les agrégats déjà formé ce qui donne un rendement et une activité 

d’agrégat base.  

V.3. teste d’activité de la peroxydase en forme d’agrégat CLEA : 

 Vue microscopique des agrégats : 

 

Fig. V.9 : observation microscopique des agrégats forme (a) x4 et (b) x 10. 

Ce résultat a été déjà trouvé par des autres études sur la  peroxydase de raifort (HRP) ;H Aytran 

et al (2008). [30] ont trouvé la même observation avec le microscope. 
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V.3.1. la détermination  du temps nécessaire pour la mesure  de la vitesse de réaction : 

*pour l’enzyme libre : L’évolution des concentrations de phénol avec le temps est représentée 

sur la figure (Fig. V.10) 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fig. V.10.  Cinétique de dégradation de phénol (pH=6, T=30
0
C, [ H2O2] =0. 2mM, 

[phénol]=0.2mM, [EEPP]0 =4.483UI/ml). 

 La dégradation de phénol par l’enzyme libre   est rapide et efficace telle que au  bout de 15 

minutes on obtient 43% de dégradation de phénol. 

 Dans un premier temps (16 min), la concentration de phénol varie linéairement avec le 

temps. La vitesse de réaction
dt

phénold ][
  est constante définissant la vitesse initiale Vo (V0 

phénol= 5.48µmol/L.min).Suite à cette période initiale, la courbes accèdent progressivement 

à un plateau ou un équilibre, Une valeur constante de la concentration de phénol sera 

obtenue (100µmol/L). Cet équilibre est traduit principalement par l’épuisement de milieu 

en molécule de H2 O2 et d’enzyme. 

N.B : La vitesse de réaction sera donc mesurée pendant les 16 premières minutes pour la suite 

de l’étude pour l’enzyme libre. 
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*pour l’enzyme se forme agrégat : 

L’étude de l’influence du temps de contacte est un pré-requis nécessaire. Le tracé de l’évolution 

de la concentration résiduelle de l’phénol en fonction du temps, au cours de sa dégradation par la 

peroxydase donne l’allure montré  sur la figure (Fig. V.11) 

 

  

Fig. V.11.  Cinétique de dégradation de phénol (pH=6, T=30
0
C, [H2O2] =0. 2mM, 

[phénol]=0.2mM,). 

 

Pour les solvants utilisé dans cette études (acétone et l’heptane), on a trouvé presque les mêmes 

valeurs de vitesse de dégradation de phénol, ce qui explique que les solvants n’a aucune effet sur 

l’activité d’enzyme agrégée. 

De la mise en contact des agrégats de la peroxydase avec le phénol, résulte une dégradation .A 

mesure que le temps s’écoule, la quantité de phénol dégradé augmente. 

La figure montre que contrairement a l’enzyme libre, l’équilibre n’apparait pas et la vitesse 

initiale de la réaction est mesurée dans l’intervalle de temps [0-50] minutes.  

Cette vitesse est égale à (0.412mg/min (acétone) ,0.401mg/min (pour contre1.759 mg/min avec 

l’enzyme libre dans les mêmes conditions opératoires (H2O2 (0.2mM), phénol (0.2mM)).   
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Ce déclin est du au taux de diffusion qui affecte la cinétique intrinsèque de l’enzyme. La vitesse 

a la quelle le substrat passe a travers le réseau tridimensionnel de glutaraldehyde affecte 

l’épaisseur de film de diffusion, qui a son tore détermine la concentration du substrat dans le 

voisinage de l’enzyme et donc la vitesse de la réaction. 

 On plus dans les réactions enzymatiques réalisées en phase solvant organique, l’enzyme n’est 

pas  solubilisée au niveau moléculaire, mais elle est en suspension. 

  La réaction chimique a donc lieu au voisinage de l’enzyme dans une réaction à l’interface 

hydrophile (l’enzyme) / hydrophobe (le solvant organique) qui est ainsi formée. 

 Une conséquence importance de cette interface est la quasi-disparition des phénomènes 

d’inhibition par le substrat ou par le produit que l’on peut rencontrer dans les réactions 

enzymatiques réalisées en milieu aqueux. [32] 

N.B : a partir de ce résultat, la mesure de la vitesse initiale de la réaction pour la suite de l’étude 

sera effectuée dans les premiers 50 minutes. 

V.3.2. Influence de la concentration initiale de phénol (enzyme libre et agrégé): 

*pour l’enzyme libre : Les représentations des allures V0= f [phénol] et R (%) =f [phénol]  

peuvent être constatées sur la figure (Fig. V.12): 
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 Fig. V.12. Effet du [phénol] 0 sur la  vitesse et le rendement de dégradation avec la peroxydase 

(T =30°C, pH=6, [H2O2]0=0.2 mM, [EEPP] 0=4.483, t= 15 min) 



                                                                        Résultat et discussions 
 

La courbe du rendement et de la vitesse s’évoluent dans des sens opposés, tel que plus la 

concentration de phénol  présente dans le milieu réactionnel est faible plus que la dégradation est 

maximale. 

Les vitesses mesurées croissent en fonction des concentrations de phénol. Mais cette relation 

n’est pas linéaire : le graphe de cette fonction est une hyperbole. Lorsque la concentration de 

phénol est nulle la vitesse est évidement nulle. Cette évolution corrobore avec le modèle de  

Michaeils –Menten. 

Quand la concentration de phénol est  inferieur à 0.15mmole/l la vitesse est approximativement 

proportionnelle à la concentration en substrat. Dans ce cas, la cinétique enzymatique est voisine 

d’une cinétique du premier ordre. Au-delà de 0.15mmole/l  la vitesse ne dépend pratiquement 

pas de la concentration en substrat, la cinétique tend vers une cinétique d’ordre zéro et 

l’hyperbole se rapproche de son asymptote, C'est-à-dire que la peroxydase est devenue 

totalement saturée par les substrats. 

L’intersection des deux courbes (vitesse, rendement) définie la concentration optimale de phénol 

qu’est égale a 6.18µmole/l pour la quelle on a un rendement de 51℅ 

 

 Le comportement cinétique d’une enzyme est déterminé par les valeurs de V max  et K M.  

qui seront déterminés par la linéarisation du modèle de Michaeils –Menten en double 

inverse  appelée encore courbe de Lineweaver-Berk (1/V0 en fonction de 1/ [phénol] 0) : 
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Fig. V.13.  Représentation de Lineweaver- Burk enzyme libre (1/V0=f (1/ [phénol] 0) 

Cette représentation (Fig. v.12) est une droite  de pente  
maxV

K M qui coupe l'axe des 
0

1

V
au point 

max

1

V
et l'axe des 

0][

1

phénol
au point (-

MK

1
). Ces courbes ont des propriétés représentées dans le 

tableau suivant : 

Tableau. V.2. Détermination des constantes cinétiques (Vmax et KM) 
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Vmax (µmol/L.min) 16.90 

KM (mM) 0.439 

Affinité (1/KM)   (mM
-1

) 2.276 
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*pour l’enzyme se forme agrégat : 

Pour bien maitriser l’effet de l’agrégation d’enzyme sur le processus de dégradation de phénol, 

on examine l’effet de  concentration de phénol sur se dernier.  

Pour l’acétone : 

 

Fig. V.13. Effet du [phénol] 0 sur la  vitesse et le rendement de dégradation 

 avec la peroxydase 

(T =30°C, [H2O2]0=0.2 mM, t= 50 min, mE=0.4g) 
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Pour l’heptane : 

 

Fig. V.14. Effet du [phénol] 0 sur la  vitesse et le rendement de dégradation 

 avec la peroxydase 

(T =30°C, [H2O2]0=0.2 mM, t= 50 min, mE=0.4g) 

 

Les courbes obtenues reflètent plusieurs points : 

-Le rendement de dégradation est descendent pour les fortes concentrations en phénol  

- La concentration optimale de phénol obtenue par l’intersection des deux courbes est, cette 

valeur démontre l’hypothèse dit que l’enzyme immobilisé se trouve protégée contre les 

concentrations inhibitrices de son substrat. 

Pour les solvants utilisé dans cette études (acétone et l’heptane), on a trouvé presque les mêmes 

valeurs de vitesse et de rendement qui donne la concentration optimale de phénol (1.3mM) de ce 

qui explique que les solvants n’a aucune effet sur l’activité d’enzyme agrégée. 

L’intersection des deux courbes (vitesse, rendement) définie la concentration optimale de phénol 

qu’est égale a : -4.5µmole/l pour la quelle on a un rendement de 26.5℅ pour l’acétone. 

                        -5µmole/l pour la quelle on a un rendement de 26.3% pour l’heptane. 
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-La courbe de vitesse correspondante a une hyperbole, elle varie également selon le modèle de  

Michaeils –Menten. Elle présente deux point intéressants pour l’étude comparative avec 

l’enzyme libre : La Vmax et Km. afin de déterminer leurs valeurs, on procède toujours avec la 

linéarisation de Lineweaver- Burk on rend l’inverse de l’équation de Michaeils –Menten 

 (Fig. V.15) et (Fig. V.16). 

Pour l’acétone :  

 

Fig. V.15.Représentation de Lineweaver- Burk  enzyme immobilisé 

 (1/V0=f (1/ [phénol] 0) 

Pour l’heptane:  

 

Fig. V.16.Représentation de Lineweaver- Burk  enzyme immobilisé 

 (1/V0=f (1/ [phénol] 0) 
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R² = 0,986
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La linéarisation du tracé de 1/V0en fonction de 1/[phénol], pour touts les concentrations initiale, 

permet de vérifie le modèle cinétique de Michaelis-Menten. La  pente de la droite obtenue, est 

équivalente a (KM/VM) et son ordonnée a l’origine donne (1/VMax), d’où les valeurs de KM et de  

VM son les suivants :  

Tableau. V.3. Détermination des constantes cinétiques (Vmax et KM) 

 

D’après ces valeurs, on constate que la KM a connue une augmentation remarquable para port a 

son valeur dans l’étude antérieure avec l’extrait libre, et ce revient a la diminution d’affinité 

entre les molécules de phénol et la peroxydase pour les deux solvants. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Pour l’acétone Pour l’héptane 

Equation 
V0 =
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][18.24

][4.9

phénol

phénol


 V0 =

0

0

][83.30

][2.11

phénol

phénol


 

Vmax (µmol/L.min) 9.4 11.2 

KM (mM) 24.18 30.83 

Affinité (1/KM)   (mM
-1

) 0.0413 0.0324 
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V.3.3.Analyse spectrale des produits de dégradation : 

    

Fig. V.17.Spectres d’absorption dans le domaine visible de phénol et se liquide surnageant 

obtenue après le traitement par l’enzyme libre (pH=6, T=30°C, [phénol] 0=0.16 mM). 

 

      L’absorbance initiale de phénol comme le montre la figure (Fig. V.17) est  égale 0.819nm,  

après le traitement enzymatique par la peroxydase libre on remarque la diminution de 

l’absorbance jusqu'à 0.261nm et de 0.401pour l’enzyme agrégé (CLEA) ce qui montre la 

dégradation de phénol par l’enzyme de forme agrégat est efficace. 

 

 

 Phénol avant traitement enzymatique  

Surnageant  après traitement enzymatique 

(enzyme libre) 

Surnageant  après traitement enzymatique 

(CLEA) 
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