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Résumeé

La polyphénol oxydase (PPO; EC 1.14.18.1) du champignon de Paris (Agaricus bisporus
(J.E. Lange) Imbach) est extraite en milieux aqueux al'aide d'une poudre d'acétone. L'extrait
brut obtenu est partiellement purifié par précipitation par I'acétone suivie d'un
fractionnement au sulfate d'ammonium a 60%o. Cette enzyme possede deux activités,
monophénol ase et diphénolase mesurées par spectrophotométrie a 420 et 475 nm pour le
pyrogallol et la L-tyrosine, respectivement. Un taux de purification de 2 fois est obtenu pour
les deux activités, par |la précipitation au sulfate d'ammonium. Les activités monophénolase
et diphénolase, sont respectivement 3.35 UE/ml et 189.3 UE/m.

La PPO reste stable & -15°C pendant 44 jours. L'enzyme n'est pas trés thermostable. Son
activité diphénolase diminue lorsqu'ell e est incubée a des températures supérieures a 35°C.
Elle se caractérise par deux pH optimaux, (5.3 et 7.0 4 25°C), quand le pyrogallol est utilisé
comme substrat et Lavitesse initiale d'oxydation de ce dernier dépend de |la concentration
del'enzyme. L'activité diphénolase est optimale a pH 7.5 lorsque le pyrocatéchol est utilisé
comme substrat. Une faible activité laccase représentant seulement 0.22% de I'activité totale
de I'enzyme a été mesureée.

Les mono-, di- et triphénol ont été des substrats pour la PPO. Utilisant Vm 2X/Km comme
constante de spécificité, le pyrocatéchol est le meilleur substrat suivie par le pyrogallol. Les
parameétres cinétiques de I'enzyme sont : V. .. = 80 UE/min/ml, Km = 1.4 mM et Ks = 250
mM pour le pyrogallol et V,, = 168 UE/min/ml, Km = 0.40 mM et Ks= 270 mM pour le
pyrocatéchol.

L'inhibition de la PPO du champignon de Paris a été étudiée avec |'acide benzoique,
I'azide de sodium et le fluorure de sodium comme inhibiteurs, |e pyrocatéchol et |e pyrogallol
comme substrats. La PPO du champignon de Paris a été fortement inhibée par les
inhibiteurs testés. L 'analyse cinétique de l'inhibition de |'activité triphénol oxydase montre
que |I'acide benzoique et |I'azide de sodium sont des inhibiteurs compétitifs, avec des valeurs
K1 de 0.0498 et 3.22 mM, respectivement. L'inhibition par le fluorure de sodium est mixte-
type |, avec des constantes K1 de 81.08 mM et Ki5 de 161.14 mM pour le pyrogallol utilisé
comme substrat. L'activité diphénol oxydase montre une inhibition mixte-type | avec |'azide
de sodium. Les valeurs de Ki et K15 sont respectivement, 1.39 et 3.12 mM. Une inhibition de
type compétitif est obtenue avec |'acide benzoique utilisé comme inhibiteur. La constante
d'inhibition K1 étant de 0.046 mM. Une inhibition mixte-type Il est obtenue avec le fluorure
de sodium en utilisant le pyrocatéchol comme substrat, avec K1 ~148.97 mM et Kis=49.19
mM. Les valeurs d'1050 sont estimées a 0.147 mM, pour I'acide benzoique, 3.20 mM pour
I'azide de sodium et 123.94 mM pour |le fluorure de sodium.

L'acide benzoique, au vu de lafaible valeur Ki, est apparemment I'inhibiteur le plus
efficace, lorsque le pyrogallol et |e pyrocatéchol sont utilisés comme substrats.

La cinétique de I'inactivation thermique de la PPO peut étre correctement décrite par un
modeél e de premier ordre a des températures comprises entre 45°C et 73°C avec les
différents temps de traitement. La dénaturation de cette enzyme, mesurée par |la perte
d'activité, pourrait étre décrite comme une réaction de premier ordre avec des valeurs de k
comprises entre 0.0046 et 1.79 min™. Les valeurs k et D diminuent et augmentent,
respectivement, avec |'augmentation de la température, indiquant une inactivation rapide de
la PPO a des températures supérieures. Les valeurs de I'énergie d'activation (Ea) et Z'r sont
égal es respectivement & 208.37 k¥mol (R %= 0.9667) et 10.10°C (R? = 0.9559). L e traitement
thermique, pendant 30 mm, &a52.5°C et a 60°C provoqgue une inactivation de I'enzyme de
I'ordre de 50% et 80%, respectivement.

L e brunissement enzymatique du champignon, pourrai étre trésralenti voir inhibé soit
par inactivation thermique ou par action de I'acide benzoique.

Motsclés: Champignon de Paris, Agaricus bisporus, Polyphenol oxydase, Purification,
Inhibition, Inactivation thermique, Brunissement enzymatique.



Abstract

Polyphenol oxidase (PPO; EC 1.14.18.1) from mushrooms (Agaricus bisporus (J.E. Lange)
Imbach) was extracted in aqueous medium from acetone powder. The enzyme crude extract
was than partially purffied by acetone precipitation followed by precipitation with
ammonium suiphate at 60%. The enzyme exhibited both monophenolase and diphenolase
activities that were measured spectrophotometrically at 420 and 475 nm using L-tyrosine
and pyrogallol as substrates, receptively. A two-fold purification in both activities was
achieved by ammonium sulfate fractionation. The monophenolase activity was 3.35 EU/mlI,
and the diphenolase activity was 189.3 EU/m.

PPO was relatively stable at -15°C for 44 days. The enzyme was flot very heat stable, and
its activity decreased when incubated at the temperatures higher than 35° C. PPO activity
showed two pH optima, at 5.3 and 7.0 at 25°C when pyrogallol was used as the substrate.
Diphenolase activity of PPO was optimal at pH 7.5 when pyrocatechol was used as
substrate. Theinitial rate of pyrogallol oxidation depends also on the enzyme concentration.
A negligible laccase activity was observed and represented only 0.22 % of the activity total
PPo.

Mono-, di- and triphenols were substrates for PPO. Using VmX/Km as a specfficity
constant, pyrocatechol was the better substrate followed by pyrogallol. The kinetic
parameters of the enzyme were: V. = 80 EU/min/ml, Km = 1.4 mM and Ks = 250 mM for
pyrogalol and Vm,x = 168 EU/min/ml, Km = 0.40 mM and Ks = 270 mM for the pyrocatechol.

The inhibition kinetics of mushroom PPO with benzoic acid, sodium azide and sodium
fluoride as inhibitors, and pyrocatechol as substrate were reported. Mushroom PPO was
significantly inhibited by al of the tested inhibitors. With regard to triphenol oxidase
activity, kinetic analysis reveal ed that inhibition by benzoic acid and sodium azide were of
the competitive-type, with K1 values of 0.0498 and 3.22 mM, respectively. The inhibition by
sodium fluoride was of the mixed-I type, with aK1 of 81.08 mM and Kis of 161.14 mM for
pyrogallol as a substrate. Diphenolase activity exhibited the mi.xed-1 type inhibition with
sodium azide (Ki and K15 values of 1.39 and 3.12 mM, respectively). Competitive-type
inhibition was obtained when benzoic acid was used as an inhibitor; the inhibition constant
K1 was found to be 0.046 mM. A partial mixed-type inhibition pattern was obtained with
sodium fluoride when using pyrocatechol as a substrate, with a Kj of 148.97 mM and aKis
of 49.19 mM. The 1050 values were estimated to be 0.147, 3.20, and 123.94 mM for benzoic
acid, sodium azide, and sodium fluoride, respectively. Furthermore, benzoic acid was the
most effective inhibitor when pyrogallol and pyrocatechol were used as substrates because
of itslow Ki value. The resuits showed that the type of inhibition was dependent upon both
the origin of the PPO and on the substrate.

Kinetic studies of the thermal inactivation showed that mushroom PPO followed
monophasi c kinetics that can be adequately described by a first-order model at
temperatures range of 45°C to 73°C with différent exposure times. Denaturation of this
enzyme, measured by loss in activity, could be described as afirst-order reaction with k
values between 0.0046 and 1.79 min™. D- and k-values decreased and increased,
respectively, with increasing temperature, indicating faster PPO inactivation at higher
temperatures. Activation energy (E o) and z1' values were calculated as 208.37 kJ/mol (R?
0.9667) and 10.10 °C (R? = 0.9559) respectively. Heat treatment at 52.5°C and 60°C for 30
min resuited in 50% and 80% inactivation of enzymatic activity.

Inhibition of PPO by benzoic acid or its thermal inactivation could be very useful to
control enzymatic browning of mushroom.

Keywords: Mushroom, Agaricus bisporus, Polyphenol oxidase, Purification, Inhibition,
Thermal inactivation, Enzymatic browning.
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I ntroduction générale

L e champignon de Paris (Agaricus bisporus (J.E. Lange) Imbach),
communément appel € champignon de couches constitue la majeure partie
des champignon cultivés et consommeés dans les pays occidentaux (Royse,
1996; Tsai et al., 2007; Jeong et al., 2010). Ce champignon renferme une
forte teneur en polysaccharides acides, en protéines, (Braaksma et Schaap,
1996), en fibres alimentaires, (Giannenas et al., 2010), et en antioxydants,
comprenant les vitamines C, B12 et D ; lefolate; I'ergothionéine et les
polyphénols, (Shi et al., 2002 ; Kent et al., 2003 ; Jeong et al., 2010).

Par rapport ala plus part des fruits et Ilégumes, |es champignons ont une
durée de conservation trés courte. 1ls perdent leurs valeurs commerciale et
nutritionnelle en quelques jours en raison de la sénescence, la perte d'eau,
|'attaque microbienne et |e brunissement (Whitaker et Lee, 1995 ; Jolivet et
al., 1998).

L e brunissement est le plus souvent une réaction indésirable, responsable
du changement de la couleur, de I'odeur et du golt désagréables du
champignon (Varoguaux, 1978 ; Martinez et Whitaker, 1995). La prévention
de cette réaction constitue I'un des principaux défis pour les scientifiques
traitant de la conservation des produits alimentaires (Matheis, 1987).

L e brunissement résulte de I'oxydation des phénols - tyrosine, dopamine,
y-glutaminyl-4-hydroxybenzene et y-glutaminyl-3 ,4-dihydroxybenzene -
catalysée principalement par la polyphénol oxydase (polyphénol oxydase
(PPO), monophénol, o-diphénol: oxygene oxydoréductase; EC 1. 14. 18. 1),
par une métalloenzyme a cuivre largement distribuée dans la nature et
détectée dans la plupart des fruits et Iégumes (Bertrand, 1896 ; Martinez et
Whitaker, 1995; Mayer et Harel, 1979) et (Vamos-Vigyaz0o, 1981 ; Casafiola-
Martjn et al., 2006).

En présence de I'oxygéne moléculaire, la PPO présente deux activités
différentes. Capable d'hydroxyler les monophénols en o-diphénols, connue
sous le nom d'activité crésolasique ou monophénolasique. Ces o-diphénols,
sont a leur tour oxydés pour donner des o-quinones, connue sous
I'appellation d'activité catécholasi que ou o-diphénoloxydasique. Ces derniers
se polymérisent pour former des pigments brun, rouge ou noir appel é

1



mélanine (Varoquaux, 1978; Arsian et Dogan, 2005; Kolcuoglu et al.,
2006).

En raison de sa participation majeure aux effets indésirables du
brunissement enzymatique, la PPO est devenue |'objet de toutes les
attentions des chercheurs traitant de |'agro-alimentaire.

Aussi, la PPO étant un biocatalyseur, a de multiples applications tel que:
I'élimination des phénols a partir des eaux usées (Sun et al., 1992; Burton
et al., 1998; Bevilaguaet al., 2002), la préparation des biocapteurs, pour la
détection de la concentration des phénols dans I'eau (Pena et al., 2001;
Topcu et al., 2004 ; Marin-Zamora et al., 2006), ou encore la production des
o-diphénols comme la L-dopamine a partir de la L-tyrosine (Carvalho et al.,
2000 ; Marin-Zamoraet al., 2008).

La PPO obtenue, purifiée et caractérisée a partir de différentes sources de
fruits et de végétaux, n'a été que tres peu étudiée a partir du champignon
de Paris. Notre étude sera consacrée par conséquent a larecherche d'une
meilleure compréhension de cette enzyme extraite et partiellement purifiée a
partir du champignon de Paris. En particulier, on essayera de mettre sa
cinétique et sa stabilité thermique.

Ainsi, notre travail présenté en quatre chapitres est séquencé comme suit.

Le premier chapitre concerne un rappel bibliographique aussi précis que
possible sur la PPO. Dans le deuxieme chapitre, nous mettrons en évidences
les procédures expérimental es.

L e troisieme chapitre est consacreé a une discussion des résultats
expérimentaux conduits lors de cette these. Nous présenterons les résultats
obtenus de I'extraction, de la purification partielle et de |la caractérisation
biochimique de I'enzyme. Ensuite, nous présenterons les résultats
expérimentaux du mode d'action sur |'activité o-diphénolasique des
principaux procédeés utilisés industriellement pour prévenir le brunissement
du champignon de Paris.

Une récapitul ation succincte des résultats ainsi que les perspectives
ouvrant lavoie a des études ultérieures sur la PPO, sont regroupées dans le

dernier chapitre.
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Chapitre 1. Etude bibliographique

1.1 Historique et per spectives sur la polyphénol oxydase

La polyphénol oxydase a été découverte pour la premiere fois en 1856 par
Schoenbein dans le champignon Boletus lucferus. 11 anoté que I'extrait de ce
champignon catalyse I'oxydation en aérobie de certains composes en formant
un pigment bleu dans les plantes (Whitaker, 1995; Zawistowski et al.,
1991 ; Vainos-Vigyaz6, 1981). La premiere étude sérieuse de cette enzyme a
suivi la production a grande échelle de la polyphénol oxydase de pomme de
terre par Kubowitz (1938). C'était la premiére enzyme purifiée par
chromatographie d'affinité (Lerch, 1981). La polyphénol était également la
premiére enzyme connue pour son aptitude a catalyser l'incorporation de
I'oxygéne moléculaire a une molécule organique (phénolique), et elle fournit
un exemple de ce qui sappelle maintenant « inactivation suicide», mais qui
s'est al'origine nomme inactivation de réaction. Des recherches
considérables ont été publiées sur I'enzyme depuis lors (Zawistowski et al.,
1991 ; Robb, 1984 ; Escribano et al., 1989).

Depuis sa découverte, la polyphénol oxydase afait I'objet de recherches
intensives. Ces recherches ont portés, d'une part sur la nature physique et
chimique de I'enzyme elle-méme et d'autre part sur le role de I'enzyme dans
larespiration des végétaux inférieurs et supérieures (Bonner, 1956).

Beaucoup de chercheurs ce sont intéressés aux PPOs de diverses sources
comme: lestruffes (Mirandaet al., 1992 ; Mirandaet al., 1996; Perez-
Gilabert et al., 2001; Zarivi et al., 2003), les champignons (Frieden et
Ottesen, 1959; Smith et Krueger, 1962; Duckworth et Coleman, 1970; Papa
et al., 1994a,b; Gouzi et Benmansour, 2007), |a banane (Palmer, 1963; Oba
et al., 1992 ; Sojo et al., 1998; Thomas et Janave, 1986), les tubercules de
pomme de terre (Patil et Zucker, 1965; Matheis, 1987a,b; Pathak et Ghole,
1994; Cho et Ahn, 1999a,b; Marri et al., 2003), les épinards (Golbeck et
Cammarata, 1981), I'artichaut (Ziyan et Pekyardimc, 2003), la poire (Ziyan
et Pekyardimci, 2004), le coing (Y agar et Sairolu, 2002), |a péche (Wong et
al.,1971), I'abricot (Chevalier et al., 1999), lesfeuilles de tabac (Shi et al.,
200) et le cerise (Kumar et al., 2008).



Bien que la polyphénol oxydase ait été découverte et purifiéeil y'abien
longtemps (Keilin et Mann, 1938 ; Schoenbein, 1856), c'est tout récemment
gu'une image claire de cette enzyme a commenceé a émerger (Jolivet et al.,
1998).

1.2 Définition, classification et nomenclature de la polyphenol oxydase

1.2.1 Définition

L e terme tyrosinase est habituellement adopté pour les enzymes d'origine
animale et humaine, et se rapporte au substrat 'typique, tyrosine qui était le
premier substrat expérimental. La ployphénol oxydase est peut-&tre la
dénomination générale la plus appropriée, et sera employée sous I'acronyme
PPO dans ce présent travail (Dawson et Magee, 1955; Rescigno et al., 2002).

1.2.2 Nomenclature

Plusieurs noms ont été associés ala PPO dont latyrosinase, |la crésolase,
la catécholase, la diphénolase, |a phénolase, la phénol oxydase, |I'o-diphénol
oxydase et |'acide chlorogénique oxydase. De ces derniers, c'est la polyphénol
oxydase qui reflete généralement la capacité de cette enzyme a utilisé
différents composés phénoliques comme substrats. Ainsi, les phénolsou les
catéchol s peuvent étre des substrats pour I'enzyme, et les produits de
réaction obtenus sont généralement des o-quinones dans les deux cas. Les
NomMs « tyrosinase », « phénol oxydase » et « polyphénolase» sont aussi
généralement employés interchangeablement avec « la polyphénol oxydase>
(Zawistowski et al., 1991 ; Burton, 1994 ; Rivas et Whitaker, 1973).

1.2.3 Classification

L'enzyme PPO est une oxygénase oxydoréductase (Papa et al., 1994). La
classification et |a spécificité de cette enzyme demeure confuse et sont

quelque peu ambigués (Burton, 1994 ; Eicken et al., 1999).

La commission sur les enzymes de I'Union Internationale de la Biochimie
(IUB), amis ajour lanomenclature et a placé la PPO dans deux catégories
principales comme EC 1.14.18. 1-monophénol monooxygénase, également
connue sous le nom de tyrosinase. Cette catégorie était précedemment
réservée a EC 1.10.3.1 o-diphénol oxydase et EC 1.10.3.2 p-diphénol
oxydase ou laccase, et aussi EC, 1.10.3.2 o-diphénol: 02 oxydoréductase.



Cette classification différencie seulement les deux activités crésolase et
catécholase, de la méme enzyme (Mayer, 1987 ; Zawistowski et al., 1991).

De nosjours, on accepte généralement que la PPO (PPO: monophénol,
dihydroxy-L -phénylalanine: oxygene oxydoréductase; EC 1.14.18.1) est
I'enzyme qui catalyse deux réactions différentes en présence d'oxygene
moléculaire: I'hydroxylation des monophénols en o-diphénols (activité
monophénolase, crésolase ou hydroxylase) et |'oxydation des o-diphénols aux
O-quinones (activité diphénolase, catécholase ou oxydase) (Cho et Ahn,
1999a).

1.3 Caractéristiques réactionnelles et structurales des PPOs

1.3.1 Caractéristiquesréactionnelles

L e groupe des PPOs comprend essentiellement deux types d'enzymes.
I'o-diphénol oxydase (catéchol oxydase, tyrosinase, phénolase, polyphénol
oxydase (PPO)) et |a p-diphénoloxydase ou laccase. Les deux types d'enzymes
sont phénol-oxygene oxydoréductases (Mayer et Harel, 1991).

1.3.1.1 La polyphénol oxydase

Activité mono phéno loxydase (EC 1.14.18.1)

L es monophénol oxydases ou monoxygeénases, catalysent I'hydroxylation
des monophénols en o-diphénols. Cette enzyme est appel ée tyrosinase car, la
L-tyrosine est le substrat monophénolique majeur dans le régne animal.
Cette enzyme est également appel ée crésolase, en raison de sa capacité a
utiliser le crésol comme substrat. L'activité monophénol oxydase est
généralement peu étudiée dans les plantes car la réaction d'hydroxylation est
beaucoup plus lente que la réaction d'oxydation formant les quinones et
initiant les réactions de brunissement. Elle est cependant connue depuis
longtemps dans les champignons (Varoquaux, 1978).

Activité o-diphéno loxydase (EC 1.10.3.1)

L 'oxydation des substrats o-diphénoliques en o-gquinones en présence
d'oxygene, est catalysée par I'activité o-diphénol oxydase également appel ée,
catéchol ase ou catéchol oxydase. L es o-guinones, sont des composeés
fortement réactifs. Elles peuvent, soit subir spontanément en solution
aqueuse des polymérisations et gyclisations non enzymatiques donnant

Nnai ssance a un pigment hétérogene, noir, brun ou rouge; généralement
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appelé mélanine, soit réagir avec des acides aminés et des protéines pour
produire des composeés colorés (Dicko et al., 2002 ; Cho et Ahn, 1999a;
Burton, 1994).

L es préparations enzymatiques de la PPO obtenues a partir de plusieurs
especes possedent |'activité crésolase et/ou catécholase (Burton, 1994
Thomas and Janave, 1986).

1.3.1.2 Lalaccase (E.C. 1.10.3.2)

L alaccase se caractérise par son activité p-diphénoloxydase qui Sgjoute a
I'activité o-diphénoloxydase. L'oxydation des substrats phénoliques par la
laccase, génere laformation d'un radical semi-quinone et saccompagne par
la réduction de I'oxygéne en eau par un meécanisme dit ping-pong
(Reinhammar et Malmstrém, 1981). L es laccases sont présentes dans de
nombreux champignons phyto-pathogenes et dans certaines plantes. On ne
les trouve pas dans les fruits et Iégumes, al'exception des péches (Harel et
al., 1970) et les abricots (Dijkstra et Waiker, 1991).

Nous pouvons distinguer les o- des p- diphénoloxydases en fonction de
leur spécificité de substrat et/ou d'inhibiteur. Un taux d'oxydation différent
pour le cuivre du site actif, ainsi que des différences dans |es mécanismes
réactionnel s de catalyse enzymatique, peuvent en partie expliquer les taux
d'inhibition différents de ces deux enzymes pour le méme inhibiteur. Par
exemple, lalaccase n'est pas inhibée par |e monoxyde de carbone, |la
phénylhydrazine ou le 2,3-naphtalenediol qui sont de puissants inhibiteurs
de la catécholoxydase (Keilin et Mann, 1940).

Un résumé de ces différentes activités PPO est présenté dans la Figure 1.
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Figure 1l : Schéma des différentes réactions catalysées par les
polyphénol oxydases.

1.3.2 Caractéristiques structurales
1.3.2.1 Architecture moléculair e globale

La structure cristallographique de la PPO n'est pas encore élucidée.
Cependant, on peut supposer gue la PPO, I'hémocyanine d'arthropode ou de
mollusque et la catéchol oxydase de patate douce, possedent des sites actifs
de structures comparables (Claus et Decker, 2006; Siegbahn, 2003). En
effet, ces protéines montrent des changements de valence et de conformation
comparables lors de lafixation de l'oxygene (DellaLonga et al., 1996). Elles
possedent des propriétés spectroscopiques et chimiques comparables
(Himmelwright et al., 1980), et des similitudes de séguence primaires (Van
Gelder et al., 1997).

Garcia-Borron et Solano (2002) décrivent le site actif de la PPO, comme
une spheére hydrophile, délimitée par 4 hélices a et contenant 6 résidus
Imidazole. Cette sphére hydrophile, est située dans une poche hydrophobe,
formée par des résidus aromatiques. La configuration du site actif des PPOs,
est maintenue par des forces él ectrostatiques ou, par des interactions
ioniques. Une autre caractéristique du site actif des PPOs, est laliaison
covalente thio-éther entre une cystéine et un des résidus histidyl lié au
cuivre du site actif (Lerch, 1982). Une telle liaison covalente, cystéine-
histidine, est également constatée dans la catéchol oxydase de patate douce
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(Ipomea batatas) (Klabunde et al., 1998). Selon ces auteurs, cette structure
optimise le potentiel redox du cuivre pour I'oxydation des o-diphénols et
permet ainsi, un rapide transfert d'él ectrons lors des phénomenes redox.

Elle est également responsable de larégulation de |'activité enzymatique
(Mayer, 1987). Seule la structure cristalline de la PPO de patate douce
(Ipomoea batatas) sous saforme active, a était résolue (Kiabunde et al.,
1998).

La PPO native du champignon de couche Agaricusbisporus, est une
enzyme oligomérique de 569 acides aminés, de forme globulaire, dont la
structure quaternaire est composée de deux sous-unités non identiques, de
deux chaines lourdes H, avec une masse moléculaire d'environ 43-48 kDa
gui contiennent les sites catal ytiques et deux chaines polypeptidiques
légéres L de 13.4-14 kDa. lIs different par leur composition en acides
aminés, formant une structure tétramérique de laforme H2L 2 ayant un
poids moléculaire apparent de 128-133 kDa et possédant 4 atomes de Cu
groupés par paires. Lafonction de la sous-unité L, demeure inconnue. Ces
SOus-unités, pourraient contribuer ala stabilité et/ou al'activité de la
préparation d'enzyme. En solution aqueuse, la forme prédominante (120
kDa), alastructure H2L 2. Alors que laforme active de I'enzyme, montrant
I'activité crésolase et catécholase, ala composition en sous-unités L2H.
Soulignons que le poids moléculaire de la sous-unité de base de |la PPO des
plantes et d'autres sources s'étend entre 30 et 45 kDa (Strothkamp et  al.,
1976; Robb, 1984; Zawistowski et al., 1991; Whitaker, 1995; Solomon et
al., 1996; Van Gelder et al., 1997; Jolivet et al., 1998; Fan et Flurkey,
2004).

Selon Wichers et al. (1996), les sous-unitésisolées H et L ne posséderaient
aucune activité enzymatique. L es PPOs des bactéries, des mycétes, de
plantes supérieures ou des animaux, contiennent seulement un type de
sous-unité, et sont souvent monomeériques. Ces enzymes sont actives al'état
monomeérique. Dans le cas dela PPO d'A. bisponis, la sous-unité H qui est
responsabl e des activités catal ytiques, peut &re comparée ala sous-unité
unique d'autres tyrosinases (Robb, 1984 ; Jolivet et al., 1998).



Dans beaucoup de cas, les PPOs des préparations brutes ou partiellement
purifiées sont présentes sous des formes multiples d'isoenzyme (Mayer et
Harel, 1979 ; Anosike et Ayaebene, 1982). Ces formes d'enzyme, peuvent étre
différenciées par leur spécificité de substrat, leur pH optimum, leur stabilité
thermique et leur réponse aux inhibiteurs.

1.3.2.2 Lesite actif

Il aété montré, que la PPO peut avoir un site actif semblable a celui de
I'oxyhémocyanine (Rodakiewicz-Nowak et Ito, 2003, Baldwin et al., 1992).

La PPO est une métalloenzyme vraie contenant une paire de cuivre, qui est
le site d'interaction avec I'oxygéne et le substrat phénolique. Ce type de site
actif acuivre, est désigné sous le nom de « cuivre type 3 » et on le trouve
également chez I'hémocyanine, lalaccase, |'ascorbate oxydase et |la
céruloplasmine (Mayer et Harel, 1991; Turner, 1974).

La structure secondaire de la PPO est principalement a- hélicoidale et le
coeur de I'enzyme est constitué de quatre hélices a (a2, a3, ab et a7),
(Jolivet et al., 1998 ; Ros et al., 1994, Decker et Terwilliger, 2000; Eicken
et al., 1999; Haghbeen et al., 2004; Claus et Decker, 2006). L e paguet
hélicoidal est adapté au centre catal ytique binucleaire du cuivre. |l est
entouré par les hélices, al et a4, et de plusieurs coudes P. Deux ponts
disulfures (Cys 1 1-Cys 28 et Cys 27-Cys 89) aident a ancrer larégion N-
terminale riche en boucle (résidus 1-50), al'hélice a2 (Figure 2). La paire de
cuivre (CuA et CuB) du site actif, est coordonnée par trois résidus histidine
fournis par les quatre hélices a (Figure 3). Le CuA est coordonné par I'His
88, His 109, et Mis 118. L'His 88 est situés au milieu de I'hélice a2, tandis
gue Mis 109 et His 118, sont au début et au milieu de I'hélice a3. Le
second cuivre, CuB, est coordonné par Mis 240, His 244 et I'His 274. Ces
résidus d'histidines, sont localisés au milieu d'hélices a6 et a7 (Klabunde et
al.,, 1998). Lapaire de cuivre (CuA et CuB), est le site de l'interaction de la
PPO avec I'oxygene moléculaire et ses substrats phénoliques (Figure 4) (Van
Gelder et al., 1997).



ar

Figure 2. Vue de face de la catéchol oxydase de 39 Kda (les atomes
sont colorés par le type d'atome: carbone : gris, I'azote: bleu,
soufre : jaune, oxygene : rouge, cuivre : cyan (Eicken et al., 1999).

Figure 3: L'état Oxy du site actif Figure4: Vue al'intérieure du site actif
d'hémocyaninede Limulus polyphemus. Les d'hémocyanine de Limulus polyphemus. Les
trois résidus histidines liés au CuA son colorés atomes de cuivre (marron clair), oxygéne

(rouge), histidines liées al'atome CuA (bleu
clair), histidines liées al'atome CuB (bleu
foncé) (Decker et Jaenicke, 2004).

en rouge, ceux liés au CuB sont colorés en vert.
Les deux atomes de cuivre sont colorés en bleu
et I'oxygéne en rouge (Decker, 2005).
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1.4 Sour ce, localisation et role des PPOs

1.4.1 Source et localisation

L es PPOs ont été découvertes initialement dans les champignons et sont
largement distribuées dans la nature. Elles ont été trouvées dans une grande
variété d'organismes vivants y compris, les procaryotes, les végétaux
supérieurs, les arthropodes, les insectes, |les amphibiens, les mammiferes et
peut aussi étre trouvée dans les mycetes (Burton, 1994; Whitaker, 1995;
Chen et Flurkey, 2002 ; Claus et Decker, 2006). La localisation subcellulaire
de la PPO n'est pas clairement comprise. On pense généralement qu'il sagit
d'une enzyme soluble. Elle peut étre localisée dans les chloroplastes, les
mitochondries, les microsomes, les peroxysomes, ou dans le plasma
cellulaire (Zawistowski et al., 1991 ; Mayer et Harel, 1979).

Chez les plantes saines, |a PPO est majoritairement présente dans les
plastides, alors gu'elle est libérée dans le cytoplasme des fruits murs ou
endommagées (Anderson, 1968; Vaughn et Duke, 1984; Mayer et Hardl,
1979; Zawistowski et al.,, 1991. Whitaker et Lee, 1995). Chez les
mammiféres, elle est localisée dans les mélanocytes de larétine et de la
peau (Claus et Decker, 2006).

Les meilleures préparations des PPOSs, sont issues a partir de
Sreptomyces glaucescens et des mycetes (Neurospora crassa et Agaricus
bisporus) (Solomon et al., 1996). Le champignon commun de couleur
blanchétre Agaricus bisporus, est reconnu comme étant la source naturelle
majeure de la PPO (Chen et Flurkey, 2002; Burton, 1994). La PPO est
présente dans les différentes parties du champignon avec des proportions
variables (Zhang et Flurkey, 1997). Lalocalisation intracellulaire de la PPO
d'Agaricus bisporus n'a pas encore été établie avec certitude (Jolivet et al.,
1998). Bonner (1955), asuggéré qu'elle est présente dans les fractions
mitochondriales obtenues a partir du champignon. Van Gelder et al. 1997
ont suppose qu'elle est soluble dans le cytosol. La distribution de la PPO
dans les différents parties des fruits et |égumes, peut étre consi dérablement
inégale et le rapport de I'enzyme liée sur I'enzyme soluble dépend de I'espéce,
del'dge, et danslesfruits ou les |égumes, de la maturité (Vamos-Vigyazo,
1981).
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Le niveau de I'activité de la PPO dans les plantes dépend de |'espece, de la
maturité, de I'age et du stockage. Dans certains cas, cette activité peut
chuter jusgu'a des niveaux négligeables. Cette activité est trés basse dans
les jeunes plantes, souvent indétectable (Mayer et Harel, 1991).

1.4.2 Réle

Depuis la découverte en 1895, la PPO reste une énigme physiologique
(Vaughn, et Duke, 1984). Plusieurs hypotheses sont proposé au sujet de sa
fonction (Thygesen et al., 1995 ; Steffenset al., 1998). Selon Walker et
Ferrar (1995), lalocalisation spécifique de ses formes actives, laisse
supposer qu'elle intervient directement dans la photosynthese, et/ou dans la
régulation de la concentration en oxygene actif dans les chloroplastes
(Kuwabara et Katoh, 1999). En support a cette hypothése, Lax et Vaughn
(1991), ont montré que la PPO était structuralement associ ée au
photosysteme |l dans |laféeve Vicia faba.

Dans les plantes, |es PPOs jouent un role de résistance contre les
infections microbiennes, virales et aussi, contre les mauvai ses conditions
climatiques (M artinez et Whitaker, 1995). L es mécanismes de défense des
végétaux impliquant les PPOs sont largement controversés (Vaughn et al.,
1988 ; Mayer et Harel, 1991 ; Waiker et Ferrar, 1998) et plusieurs
hypothéses sont émises au sujet de leur action. L'une des certitudes, est que
les polyphénols, ont des propriétés anti-fongiques (Friedman, 1997).

La PPO catalyse |I'oxydation des composés phénoliques en quinones. Ces
derniéres, sont elles-mémes bactéricides et fongicides (Zinkernagel, 1986), et
se polymeérisent ensuite, pour former des polymeéres bruns insolubles. Ces
derniers forment une barriere, qui limite la prolifération de I'infection et
I'altération des tissus de la plante, grace a leurs propriétés anti-
microbiennes, (Zawistowski et al., 1991). Selon Craft et Audia (1962), ces
barrieres de protection ont été observées dans les patates douces, les
carottes, les betteraves, les courges, les navets et |les pommes de terre.

La PPO est impliguée dans divers processus tels que, la pigmentation des
vertébrés et mammiferes, ainsi que le brunissement des fruits et des
légumes (Whitaker, 1995 ; Fenoll et al., 2004).

12



Chez les insectes, la PPO est impliquée dans la sciérotisation de
I'exosquel ette et aussi, dans |a protection contre d'autres organi smes par
leur encapsulation dans la mélanine. Elle peut induire, des modifications
anti-nutritive des protéines végétales pour en faire des antinutritionnels,
décourageant les herbivores ou les microbes pathogéenes (Steffens et  al.,
1998). Par son activité hydroxylase, cette enzyme participe également dans
|a biosynthese des composeés phénoliques (Vamos-Vigy.z0, 1981; Vaughn et
Duke, 1984 ; Zawistowski et al., 1991).

L'activité PPO joue aussi un réle important dans la qualité des produits
aimentaires (Mayer et Harel, 1991). Elle est essentielle pour la coloration
bénéfique de nos nourritures, telles que les prunes, lesraisins noires et le
thé (Whitaker et Lee, 1995).

1.5 Extraction et purification dela PPO

Le premier compte rendu d'extraction et de caractérisation de la PPO, date
d'il y aquelques décennies (Wicherset al., 1995). Elle a été pour la premiére
fois préparée presque simultanément, par Kubowitz (1938) a partir de la
pomme de terre, et par Keilin et Mann (1938) a partir du champignon de
couche (Agaricusbisporus), ou, elle a est partiellement purifiée par
précipitation (Jolivet et al., 1998). Plusieurs méthodes d'extraction et de
purification de la PPO de champignon de couche ont été dével oppées. Parmi
les méthodes cités dans lalittérature, les plus largement utilisées et qui
donnent de bon rendement d'activité enzymatique sont celles. de Dawson et
Magee (1955), de Frieden et Ottesen (1959), de Bouchilloux et al. (1963), de
Nelson et Mason (1970), d'Atlow et al. (1984), de Papa et al. (1994), et de Fan
et Flurkey (2004).

1.5.1 Extraction

Trois problemes doivent étre considérés avant d'extraire la PPO a partir du
matériel végétal : (1) latence, (2) lasolubilisation de I'activité liée alacellule
et (3) la prévention de I'oxydation enzymatique des phénols endogenes et par
conséquent la précipitation de la protéine enzymatique par les polymeres
(Vamos-Vigyéazo, 1981). Lalatence est un probleme mineur avec la PPO
végétale, comme dans la plupart des espéces I'enzyme est présente sous la
forme active.
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La PPO représente moins de 1% des protéines totales dans les fruits et les
végétaux. Dans les champignons, qui sont considérés comme étant la
meilleure source de la PPO, la concentration de |I'enzyme est de |'ordre de
0.004%. Ce qui suppose |'utilisation de 1 kg de champignon pour avoir un
rendement de 40 mg de PPO purifiée (Zawistowski et al., 1991).

Les PPOs liées peuvent étre solubilisées dans un milieu hypotonique, par
I'utilisation d'agents chimiques tel que les détergents (Tween-80®, Triton X-
100®, SDS: Sodium Dodecyl Sulfate), ou au moyen d'agents physiques
comme les ultrasons (V.mos-Vigyaz6, 1981; Robb, 1984). L'extraction
détersive des tissus, augmente substantiellement le niveau de I'activité PPO
(Whitaker, 1995).

La solubilisation, est habituellement réalisée aprés préparation de poudre
d'acétone ou extraction avec des détergents et autres agents. Il en résulte
incontestablement une modification de la structure de I'enzyme et de ses
propriétés (Mayer et Harel, 1979 ; Vamos-Vigyazo, 1981).

L es plus grandes difficultés & surmonter lors de I'extraction de I'enzyme
pour I'obtention d'une préparation soluble, sont la prévention de I'oxydation
enzymatigue des composés phénoliques endogenes et la formation des
pigments pendant le broyage de la matiere végétale. En effet, L es pigments
peuvent sassocier avec la protéine enzymatique et la rendre insoluble et
inactive (Vamos-Vigyazo, 1981).

Pendant I'extraction de la PPO, des réactions de tannage peuvent! avoir
lieu. Ce qui a pour conséquence la modification des propriétés de I'enzyme
(Mayer et 1-larel, 1991). Pour réduire au minimum ces risgues, toutes les
étapes d'extraction de la PPO, doivent étre effectuées aux tres basses
températures (-20°C voire -30°C). Dans tous les cas, des températures
inférieures a 0°C sont conseillées (Vamos-Vigyazo, 1981; Zawistowski et al.,
1991). Le morcellement et I'homogénéi sation sont souvent faits dans I'azote
liquide ou, dans |'azote exempte d'oxygene, pour réduire le plus possible les
interactions protéine- phénol. Dans certains cas, la congélation rapide et la
lyophilisation du matériel, sont recommandées comme premieres étapes de
I'extraction de I'enzyme. La précipitation par |'acétone suivie de I'extraction
par un tampon, est I'une des méthodes le plus souvent utilisé.
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Parfois, |I'extraction avec un tampon approprié précede |'étape de
précipitation par |'acétone. La précipitation par I'acétone ne produit pas
d'artefacts. Une grande variété de tampons est employée pour I'extraction,
et les valeurs du pH, qui changent avec la source d'enzyme, sont! en
général, gjustées pour assurer un milieu légérement alcalin. Le pH du
tampon peut affecter la forme enzymatique obtenue. Afin de protéger le
produit d'extraction contre |I'oxydation enzymatigue des polyphénols, des
agents réducteurs ou des coupleurs de quinones, ainsi que des inhibiteurs
réversibles d'enzymes, sont incorporés dans le milieu.

L 'acide ascorbique, la cystéine, le métabisulfite de sodium, le DIECA, ou le
saccharose, et parfois des mélanges de certains de ces composeés, ont été
employés Vamos-Vigyazo, 1981).

L 'élimination des composés phénoliques endogenes des extraits de
plantes, peut réduire la formation des quinones, des pigments et des
mélanines indésirables dans I'extrait de PPO. Elle peut étre effectuée par
addition dans I'extrait enzymatique d'adsorbants de composés phénoliques
tels que les résines échangeuses d'ions et |le PV PP (polyvinylpolypyrrolidone).
Nous avons constaté que ce procédé change, dans une certaine mesure, les
caractéristiques cinétiques de la PPO de champignon dans le milieu
organique, maisil n'affecte pas les produits de réaction dans les milieux
agueux ou organiques (Burton, 1994).

Un moyen tres efficace de prévention contre I'oxydation et la
polymérisation des phénols pendant I'extraction de I'enzyme, est leur
élimination par fixation a un polymere insoluble. Les pieges a phénal le plus
souvent utilisés pendant I'extraction sont la polyvinylpyrrolidone (PVP), les
résines échangeuses d'ions ; en raison de leurs capacités fixatrices des
composés phénoliques. Elles sont également utilisées pendant |a séparation
des fractions subcellulaires et dans les étapes initiales de purification de
I'enzyme (Mayer et Harel, 1991 ; Zawistowski et al.,, 1991; Ziyan et
Pekyardimci, 2004). En méme temps, le PV P est un inhibiteur partiellement
compétitif dela PPO (Vamos-Vigyazo, 1981 ; Zawistowski et al., 1991). Le
polyéthyléene glycol (PEG) est parfois préféré, a cause peut-étre de sa
solubilité dans I'acétone, gqui présente certains avantages pour |'obtention
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d'une préparation enzymatique brute. M alheureusement, |e déplacement de
ces phénols par des résines d'échange ionique ou d'autres composés se liant
aux phénols (Bonner, 1955) peut avoir comme conséquence la perte de
quelques isoformes (Smith et Montgomery, 1985). Ainsi, |e séchage par
I'acétone, souvent appliqué comme premiere étape d'extraction d'enzymes,
est en méme temps, un moyen puissant d'élimination des phénols,
particulierement quand ils contiennent environ 20% d'eau. L e déplacement
des substances pectiques des tissus de fruit peut étre réalisé par
précipitation par I'acétone ou |'acétate de calcium (Vamos-Vigyazo, 1981).

L 'extraction de la PPO peut étre entravée par la présence d'enzymes
protéolytiques endogenes, qui pourraient produire des formes multiples
artéfactuelles et interconvertibles de I'enzyme. Cela a été mis en évidence
lorsgue I'utilisation des inhibiteurs de protéases (fluoride, Trasylol, et
phénylméthylsulfonyl), qui a conduit aladiminution du nombre de forme
d'isoenzymes obtenues lors de la purification de la PPO de péche et de datte
(Mayer et Harel, 1991 ; Zawistowski et al., 1991).

1.5.2 Purification

L a purification d'une enzyme est indispensabl e pour connaitre ses
propriétés fonctionnelles et structurales (Pathak et Ghole, 1994). Cette tache
saveére difficile a cause de laformation des o-benzoquinones qui se
produisent pendant |e broyage des tissus, qui réagissent rapidement en
formant la mélanine, provoquant ainsi des modifications des protéines, dont
la PPO (Whitaker et Lee, 1995). De plus, un autre inconvénient pour |'étude
de la PPO, c'est ses proportions relativement trés faibles. Ce qui complique
d'avantage sa purification (Kertesz et Zito, 1962 ; Robb, 1984).

Plusieurs méthodes de purification de la PPO ont été dével oppées (Shi et
al., 2001 ; Burton, 1994). Elles différent selon la source de I'enzyme et selon
le degré de pureté atteint. Cependant, seuls quelques PPOs ont été purifiées
jusqu'a un degré d’homogénéité suffisant pour étre étudié convenablement

(Zawistowski et al., 1991).

Apreés |'extraction avec un tampon approprié&, |'éape de purification de la
PPO, sefait par précipitation par le sulfate d'ammonium ou par solvants
organiqgues comme |'acétone ou I'éthanol. Le plus souvent, la précipitation



par le sulfate dammonium a différents degrés de saturation, est suivie soit
d'une chromatographie sur gel de Sephadex G-100 ou G-200, soit d'une
chromatographie d'échange ionique sur des échangeurs d'anions (DEAE-
cellulose ou |le DEAE-Sephadex), ou enfin d'une combinaison de certaines de
ces méthodes. Le DEAE-cellulose est un échangeur d'ion tres utilisé pour la
purification de certaines variétés de PPO. Entre chaque étape de purification,
on utilise habituellement soit une dialyse, soit une ultracentrifugation, soit
une chromatographie sur gel de Sephadex G-25, pour éiminer lesimpuretés
de poids moléculaires faibles et aussi et surtout, lesions des différents
tampons employés. Dans certains cas, une étape de purification est
appliguée a plusieurs reprises. Par exemple, un procédé de purification de la
PPO de champignon a été rapporté avec deux étapes de précipitations par du
(NH4)2S04, précédée et/ou suivie d'une chromatographie sur DEAE-cellulose
(Mayer et Harel, 1979, Zawistowski et al., 1991 et V.mos-Vigy.z0, 1981, on
appliqué I'adsorption sur le gel de phosphate de calcium, suivie d'une
chromatographie d'adsorption sur I'hydroxylapatite, pour la PPO de
champignon.

Lerman en 1953, pour la premiére fois a purifié La PPO al'aide d'une
colonne de chromatographie d'affinité, a base de cellulose sur laquelle des
inhibiteurs phénoliques étaient greffés (acide benzoique).

Powell et al. (2007) ont purifié la PPO de champignon al'aide d'une
colonne de chromatographie d'affinité sur laguelle desionsde cu? , de Ni? ,
de co? ou de Zn? ont été fixés.

1.6 M écanismes r éactionnels de la PPO

L es mécanismes réactionnel s de |la catal yse enzymatique, sont
principalement décrits pour les PPOs d'origines fongiques. D'aprés Sanchez-
Ferrer et al. (1995), le site actif des PPOs peut exister sous trois formes,
selon lavalence du cuivre et laliaison avec |'oxygéne moléculaire : deoxy
(Cul-Cul), oxy (Cull-02-Cull) et met (Culi-Cuil). Laforme met, est convertie
en forme deoxy par double réduction électronique, et laforme deoxy
résultante est capable de fixer réversiblement I'oxygéne moléculaire pour
donner laforme oxy (Figure 3). In vivo, laforme majoritaire de I'enzyme est la
forme, incapable de fixer I'oxygene moléculaire (Lerch, 1981). Cette forme
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prédominante n'agit pas sur les monophénols bien qu'elle ait une forte
affinité pour les fixer. Il en résulte une phase de latence décrite par Cabanes
et al. (2002).

Bien que le mécanisme exact des réactions catalysées par les PPOs soit
partiellement incertain, il est généralement admis que |I'oxydation des o-
diphénols, catalysée par les PPOs, suit une cinétique de Michaelis-Menten,
tandis gque I'hydroxylation des monophénols est caractérisée par une phase
de latence (Sanchez-Ferrer et al., 1995). Cette phase de latence peut étre
supprimée par un faible gjout d'o-diphénols (Espin et Wichers, 1999).

L e modél e des mécani smes réactionnel s des PPOs incluant |'activité
catécholase (Figure 5, cycle A) et crésolase (Figure 5, cycle B) est basé sur
des informations liés ala structure éectronique et géométrique du complexe
de cuivre bi-nucléaire, ainsi que, sur I'étude des modifications du site actif
par différents anions et ligands (Siegbahn, 2003; Lerch, 1995). Laforme oxy
peut réagir avec les mono- et les diphénols tandis que laforme met ne peut
réagir qu'avec les diphénols (Claus et Decker, 2006). L es deux cycles
(crésolase et catécholase) produisent des o-quinones qui se réarrangent
spontanément en pigments polymeériques (Rodriguez-Lopez et al., 1992).

L'activité catécholase, implique I'oxydation de deux o-diphénols en deux
quinones, avec la réduction concomitante de 4e” de I'oxygéne moléculaire,
qui produisent deux molécules d'eau. Cette activité est initiée par lafixation
d'un o-diphénol, delaforme met de l'enzyme, suivie de laréduction du
faisceau bicuivrique, menant alaformation du deoxyPPO et au dégagement
d'o-quinone. Avec lafixation postérieure de I'oxygene moléculaire, I'oxyPPO
est formée et une deuxieme o-diphénol est liée, réduisant ainsi |e peroxyde
avec production d'eau et formation d'une autre o-quinone.

Dans I'activité crésolase, 1'02 est lié d'abord aux deux groupes du Cu(l) du
deoxyPPO pour donner I'oxyPPO dans laquelle 1'02 a les caractéristiques
d'un peroxyde. Ensuite un monophénol est coordonné en position axiale a
I'un des cuivres de I'oxyPPO, suivie d'un réarrangement complexe menant a
la production d'une molécule d'eau et I'intermédiaire conduisant ala
formation de PO-quinone (Solomon et al., 1996; Solomon et al., 2001
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Fenoil et al., 2004 ; Whitaker, 1995; Mayer et Harel, 1991 ; Siegbahn, 2004;
Sanchez-Ferrer et al., 1995 ; Jolivet et al., 1998).

L es étapes limitantes dans Ithydroxylation des monophénol s pourraient
étre
1) L'attaque nucléophile du groupement OH en C-4 sur I'ion cuivre du site
actif de latyrosinase,

2) L'attaque électrophile du peroxyde du site actif de I'oxyPPO sur le C-3 du
substrat monophénolique,

3) L'oxydation du o-diphénol formé a partir du monophénol (Fenoli et al.,
2000).

Chez les végétaux supérieurs, un mécanisme réactionnel similaire est
proposeé. Cependant, laforme oxy semble beaucoup plus instable que dans
le cas des tyrosinases, ce qui réduit fortement I'affinité des PPO pour les
mono-phénols (Eicken et al., 1999). L'oxygeéene se fixe sur I'enzyme avant le
substrat phénolique selon un mécanisme sequentiel ordonné (Janovitz-Klapp
et al., 1989).
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Figure5: Schéma mécanistique de |'activité catécholase (cycle A) et
crésolase (cycle B) delaPPO (Lerch, 1995 ; Mayer et Harel, 1991).
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1.7 M éhodes de déter mination de I'activité PPO

L'activité de la PPO peut étre déterminée en mesurant la vitesse de
disparition du substrat, ou la vitesse de formation du produit. Il est
nécessaire, de limiter lamesure ala phase initiale de laréaction afin d'éviter
I'inactivation de I'enzyme par le produit de laréaction (o-quinone), la
diminution de la concentration du substrat, et la polymeérisation du produits
(Vamos-Vigyézo, 1981).

Lavitesse de disparition du substrat peut étre mesurer, par |'absorption
de I'oxygene dissout par |a technique de Warburg ou, par polarographie a
I'aide d'une électrode a oxygene mos-Vigyazo, 1981 ; Mayer et Harel,
1991 ; Gauillard et al., 1993; Naish-Byfield et Riley, 1992). Lavitesse de
formation du produit peut étre déterminée, par methode
spectrophotomeétrique, en mesurant la densité optique des composeés colorés
(o-gquinones) formés a partir des substrats. Cette méthode est la plus utilisée
pour mesurer |'activité diphénolase de la PPO Vamos-Vigyazo, 1981,
Zawistowski et al., 1991; Espin et al., 1995). Une grande variété de
substrats de synthese peut étre utilisée dans ce cas, par exemple: le
catéchol, le 4-méthylcatéchol, le pyrogallol, ou des substrats naturels tels
que l'acide chlorogénique Vamos-Vigyéaz6, 1981). La meilleure méthode
pour étudier laréaction crésolase, est |la mesure de la production d'eau dans
le milieu contenant du tritium a partir du [2.6- *H] monophénol tel que la
[3.5- 3H] tyrosine (Mayer et Harel, 1991 ; Jolivet et al., 1998). On peut
également déterminer !la vitesse de perte d'agents réducteurs tel que
I'ascorbate a 265 nm (c = 15300 M "' cm’l) ou le NADH a340 nm (c = 6220 M~
rcm’’) (Mayer et al., 1966 ; El-Bayoumi et Frieden, 1957 ; Zawistowski €t al.,
1991).

1.8 Lessubstratsdela PPO

Les deux activités de la PPO, monophénol oxydase (crésolase) et diphénol
oxydase (catécholase), peuvent catal ysées une grande variété des substrats
(Whitaker, 1995). La PPO présente différentes affinités vis-a-vis du méme
substrat selon la source de son obtention tel que, I'espéce, le genre, le
cultivar, ou également le tissus (Zawistowski et al., 1991).
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L a catéchine (3-hydroxy flavane), la 3,4-dihydroxy phénylalanine (DOPA),
latyrosine, et les esters d'acide cinnamique sont les substrats naturels de la
PPO trouvés dans les fruits et |égumes (Zawistowski et al., 1991, Vamos-
Vigyazo, 1981 ; Trebst et Depka, 1995).

Letype et |a position des substituants présents sur les mono- et les o-
dihydroxy phénols, sont également des causes importantes déterminant la
réactivité du substrat. Pour les mémes substrats, de grandes différences
dans les paramétres cinétiques (Km et Vm) sont constatées selon la source
et la pureté de I'enzyme (Zawistowski et al., 1991).

A titre d'exemple, la substitution en position 3 du 3-méthyl catéchol,
cause une diminution de I'affinité de I'enzyme pour le substrat a cause de la
géne stérique. La présence d'un groupement donneur d'électron en position
4 comme le 4-méthyl catéchol ou I'acide chlorogénique, augmente la
réactivité du substrat, alors que celle d'un groupement attracteur d'électron,
comme le 4-nitrocatéchol ou le 3,4-dihydroxy acide benzoique, réduit la
réactivité du substrat (Vémos-Vigyazo, 1981).

L e catéchol est le substrat phénolique le plus simple de la PPO puisqu'il
possede |la structure de base des o-dihydroxyphénols. Ceci ne signifie plus
qu'il sagissait d'un meilleur substrat pour I'enzyme. Toute substitution sur
le cycle aromatique (position et la nature du substituant) affecte la vitesse de
la réaction enzymatique.

1.9 Effet du pH sur I'activité PPO

Le pH optimal de I'activité enzymatique de la PPO, varie avec la source de
I'enzyme et aussi en grande partie avec le substrat. Pour la plupart des
PPOs étudiées il est compris entre pH 4 et 8 (Mayer et Harel, 1979).
Plusieurs paramétres affectent cette valeur. Nous pouvons citer le type de
tampon, la pureté de |a préparation enzymatique et le stade de maturité du
fruit ou du végétal. L'éude du pH peut nous fournir des informations sur
I'identification des activateurs ou sur les résidus du substrat susceptibles
d'étre ionisés, nécessaires pour safixation et sa transformation (Kuby,
1991).

L e changement de pH du milieu réactionnel modifie la réaction
enzymatique de la PPO par: (1) lI'inactivation de I'enzyme a cause du
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changement de I'état d'ionisation des chaines latéral es des acides aminés
impligquées dans la réaction catalytique, (2) le changement de I'état
d'ionisation du substrat, et/ou (3) la modification de I'équilibre de laréaction
lorsgue les protons H ou les hydroxyles OH sont impliqués.

1.10 Effet de latempérature sur |'activité PPO

L'effet de latempérature sur |'activité des PPOs n'a pas été trés étudié,
comparativement parlant al'effet du pH (Joslyn et Ponting, 1951; Vamos-
Vigyaz0, 1981). Amiot et al. (1997) ont montré que la PPO n'est pas une
enzyme thermostable. En effet, des traitements thermiques de courtes
durées en solution ou dans des produits d'origine végétale a des
températures comprises entre 70 et 90°C, suffisent dans la plupart des cas a
la destruction irréversible, partielle ou totale, de sa fonction catalytique
(Vamos-Vigyz6, 1981; Zawistowski et al., 1991; Yemeniciolu et Cemeroglu,
2003). La diminution d'une partie de |I'activité de la PPO apres chauffage a
une basse température n'est pas étonnante (Y emenicioglu, 2002). Sa
tolérance thermique dépend également de la spécificité du substrat, du pH
optimal, de latempérature, et aussi et surtout de la source d'enzyme et du
cultivar Vamos-Vigya.z6, 1981; Y emenicioglu et Cemeroglu, 2003).
L 'inactivation thermique de la PPO peut étre considérée comme étant une
forme d'inhibition de I'enzyme (Mayer et Harel, 1991).

1.11 L es effecteursde la PPO

1.11.1 Lesactivateurs

La PPO peut étre activée, par choc acide ou basique, par |'urée, les acides
gras, les alcools, les protéases et par les détergents anioniques, tel que le
sodium dodécyl sulfate (SDS), (Seo et al., 2003; Pérez-Gilabert et al., 2004,
Gandja-Herrero et al., 2005). Ce dernier (SDS), peut activer latyrosinase de
diverses sources, y compris la PPO de champignon de couche (Agaricus
bisporus) (Espjn et Wichers, 1999).

Il améme été montré que le SDS active la PPO latente dans les
préparations brutes et/ou partiellement purifiées. De méme, I'addition des
ions du CU? dans le milieu augmente |'activité enzymatique de la PPO
(Vamos-Vigyazo, 1981; Fan et Flurkey, 2004; Van Leeuwen et Wichers,
1999).
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1.11.2 Lesinhibiteurs

Le contréle de I'activité de la PPO, est important pour la prévention de la
synthese de la mélanine, du brunissement des champignons et d'autres
végétaux et fruits (Jolivet et al., 1998; Qiu et al., 2009). Lesinhibiteurs de la
PPO, ont été employés en tant qu'agents de dépigmentions pour e traitement
ou la prévention des désordres de pigmentation. Par conséquent, les
inhibiteurs de la PPO sont censés avoir de larges applications dans les
industries médicales (M osher et Pathak, et Fitzpatrick, 1983) et cosmétiques
(Maeda et Fukuda, 1991). Dans I'industrie alimentaire, les inhibiteurs de la
PPO peuvent étre employés comme des conservateurs des aliments et des
boissons d"origine végétale. En outre, la PPO est I'une des plus importantes
enzymes impliquée dans |l e processus muant d'insecte. La découverte des
inhibiteurs de cette enzyme peut étre ainsi, importante pour le
développement de nouvelles alternatives concernant le contréle des insectes
(Likhitwitayawuid, 2008).

L'inhibition de la PPO responsable du brunissement de la plupart des
produits alimentaires est une préoccupation majeure des industries
alimentaire. Dans I'industrie alimentaire, latoxicité relative au mode
d'inhibition choisie, le colt de la méthode et/ou des composés chimiques, et
I'acceptation de la méthode par |e consommateur, des composés chimiques
et le produit final aident ala sélection de la méthode d'inhibition (Barthet,
1997). En théorie, le brunissement des fruits et des |égumes par |a PPO peut
étre empécher par I'inactivation thermique de I'enzyme, par I'éimination de
I'un des deux substrats nécessaires pour laréaction (02 et/ou les composés
phénoliques), par |'abaissement du pH de 2 unités ou plus au-dessous du
pH optimum, par des réactions d'inactivation de I'enzyme ou par |'addition
des composés qui inhibent la PPO ou qui empéchent laformation de la
mélanine (Vamos-Vigyaz6, 1981 ; Whitaker et Lee, 1995).

Des centaines de composés ont été examinées comme des inhibiteurs du
brunissement enzymatique (Whitaker et Lee, 1995). Ils ne doivent pas étre
toxiques, et ne doivent pas modifier |le gout, la saveur ou la texture du
produit (Vamos-Vigyazo, 1981).
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1.11.2.1 M éthodes physiques

L es traitements thermiques, sont les plus utilisés pour stabiliser les
aliments, en raison de leur efficacité pour la destruction des micro-
organismes et |'inactivation des enzymes. L es traitements thermiques de
courtes durées aux températures comprises entre 70- 90°C, de la PPO en
solution ou dans les produits d'origine végétale sont dans la plupart des cas
suffisantes pour la destruction irréversible, partielle ou totale de sa fonction
catalytique (Vamos-Vigyazo, 1981; Zawistowski et al., 1991; Yemenicioglu et
Cemerolu, 2003).

Plusieurs études ont montré que la PPO obtenue a partir de diverses
source est inactivée thermiquement (Yemeniciolu et al., 1997 ; McCord et
Kilara, 1983; Weemaes et al., 1998a,b; Soysal, 2008). L 'inconvénient
majeur du traitement thermique réside dans la production du mauvais go(t
et I'apparition d'une coloration indésirable causeés par laréaction de
Maillard.

L a combinaison du traitement thermique avec d'autres méthodes
physiques tels que la pression, les micro-ondes ou |es ultrasons pouvons
induire une inactivation réversible ou irréversiblede la ppo ades
températures rel ativement basses, en particulier lorsqu'il sagit d'un produit
sensiblealachaleur (Terefeet al., 2009 ; Weemaes et al., 1998 ; Buckow et
al., 2009 ; Rapeanu et al., 2005 ; Devece et al., 1999).

L e blanchiment est I'une des méthodes |l es plus efficaces et des plus
appliquées pour contrdler le brunissement enzymatique.

1.11.2.2 M éthodes chimiques

Une large gamme de composés est connue pour inhiber la PPO. Leur
efficacité dépend de la nature et de la concentration de I'inhibiteur, de la
source d'enzyme, de la disponibilité du substrat (02 et substrat phénolique)
et du pH et de latempérature (Zawistowski et al., 1991).

Il est commode de diviser les inhibiteurs de la PPO en trois catégories.
1) Les agents de chélation généraux pour le cuivre : petites molécule ou ions
qui se lient au centre de cuivre dans le site actif compétitif en ce qui

concerne |I'oxygene,
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2) les inhibiteurs non-compétitifs en ce qui concerne le substrat phénolique,
3) les analogues des phénols compétitives vers des substrats (phénol et/ou
diphénol) (Robb, 1984; Burton, 1994).

Lesinhibiteurs de synthése

Puisque la PPO est une métalloprotéine, elle peut étre inhibée par des
agents chélateurs de métal tels que le cyanure, le monoxyde de carbone, le
diéthyldithiocarbamate de sodium (DIECA), I'éthyléne diamine tétra-acétique
acide (EDTA), le 2-mercaptobenzothiazole, I'azide, |e méthyle xanthate de
potassium, I'acide kojique, L-mimosine et le tropolone Vamos-Vigy.zo,
1981; Jolivet et al., 1998; Anderson et Morris, 2001 ; Gasowska et al.,
2002 ; Mayer et Harel, 1979).

Lesionsinorganiques, y compris les halogénures, sont également
capables d'inhiber les PPOs de beaucoup de sources. Les inhibiteurs
potentiels des PPOs de champignon, de cerises, de pommes, de poire,
d'abricot et de pommes de terre sont principalement les acides aromatiques,
les aldéhydes aromatiques, | es acides carboxyliques, le dihydrate de
phloridzine et certains acides cinnamiques substitués. Les ions halogénures
se comportent comme étant des inhibiteurs purement compétitifs vis-a-vis
de lafixation du dioxygene (Rescigno et al., 2002; Robb, 1984).

L 'acide ascorbique peut également agir directement sur la PPO du
champignon par chélation avec son groupement prosthétique et réduit ainsi
le Cu? en Cu Vamos-Vigyazo, 1981; Zawistowski et al., 1991).

En outre, les composés qui ne ressembl e pas a la structure de substrat
(exemple : le 4-nitrophenoal, la phénylalanine et |e 4-chlorophénol) et qui sont
lentement oxydés, ont été identifiés comme des inhibiteurs compétitifs de la
PPO. Les analogues de substrat comme les acides aromatiques, tel que
I'acide benzoique et I'acide cinnamique, se comportent habituellement
comme des inhibiteurs compétitifs vis-a-vis du substrat phénolique (Robb,
1984; Jolivet et al., 1998; Gasowskaet al., 2002; Janovitz-Klapp et al.,
1990).
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L'inhibition de la PPO est également provoquée par des agents réducteurs
parmi lesquels, les sulfites ; SO; I'acide ascorbique, |'acide érythorbiques et
les composés afonction thiol (Kahn, 1985; Zawistowski et al., 1991). Les
composés afonction thiol, comme la L-cystéine, le glutathion, le dithiotreitol,
le mercaptoéthanal et le thiourée, sont des inhibiteurs efficaces de la PPO de
plusieurs sources (Zawistowski et al., 1991; Burton, 1994 ; Rescigno et al.,
2002).

L es polymeres solubles tels que le polyvinylpyrrolidone (PVP), agissent en
tant qu'inhibiteurs compétitifs de la PPO, mais on sait pas Sl agissent sur
I'enzyme liée au phénol ou sur I'enzyme (Jolivet et al., 1998 ; Vamos-Vigyazo,
1981).

L es acides aminés, peptides et protéines peuvent inhiber le brunissement
enzymatique soit en inhibant directement la PPO, soit en réagissant avec les
o-quinones (McEvily et al., 1992). Ces composes peuvent former des
complexes stables avec |e cuivre Cu ? du site actif de la PPO (O'Sullivan,
1969).

L es cyclodextrines peuvent inhibées la PPO par fixation sur le substrat
phénolique (Irwin et al., 1994). L'acide citrique inactive la PPO par deux
meécanismes:. élimination du cuivre du site actif et par la diminution du pH
du milieu (MeEvely et al., 1992). La grande majorité de ses inhibiteurs n'est
pas spécifigue seulement pour les PPO (Mayer et Harel, 1991).

Lesinhibiteurs naturels

L es plantes sont considérées actuellement, comme étant une source
potentielle d'inhibiteurs de la PPO (Baurin et al., 2002). Un certain nombre
d'inhibiteur de la PPO, de source naturelle ont été identifiés. lls
appartiennent a deux grand groupes: les polyphénols et les aldéhydes et
d'autres dérivés (Rescigno et al., 2002; Chang, 2009). Parmi |les composés
isolés et considérés comme des inhibiteurs puissants de la PPO, nous
pouvons cité, le cuminaldéhyde, I'oxyrésveratrol, le kaempferol, la
quercetine, lamorine, lalutéoline, I'anisaldéhyde, |a kurarinone et I'acide
galique (Parvez et al., 2007).
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1. 12 Lesapplicationsde la PPO

La PPO est I'une des enzymes ayant de multiples applications. Elle est
utilisée dans la production des o-diphenols comme la L-dopamine et le
catéchol (Min et al., 2010; Seetharam et Saville, 2002 ; Marin-Zamoraet al.,
2009 ; Tuncagil et al., 2009).

Seule ou parfois associées a d'autres enzymes tel que la laccase
(Montereali et ai.,, 2010; Kochanaet al., 2008) , elle est al'origine de
nombreux biocapteurs utilisés principalement pour |le dosage des composés
phénoliques tels que la dopamine (Min et Yoo, 2009; Njagi et ai., 2010), le
catéchol (Ameer et Adeloju, 2009 ; Tan et al., 2010), le phénol et ses dérivés
(Adamski et al., 2010).

Dans le domaines agroaimentaire et environnemental, les biocapteurs a
tyrosi nase peuvent étre utilisé également pour le dosage de certains
polluants chimiques (Duran et Esposito, 2000), comme |le cyanure (Shan et
al., 2004), I'acide benzoique (Li et ai., 2010), I'azide de sodium (Cui et al.,
2006), et le fluorure de sodium (Asav et ai., 2009).

La PPO sous forme soluble ou immobilisée est largement utilisée pour la
dégradation du phénol et ses dérivée au niveau des eaux usées (Y amada et
ai, 2005 ; Seetharam et Saville, 2003 ; Ikehata et Nicell, 2000).
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Chapitre 2. Matériels et méthodes

2.1 Matériels

2.1.1 Matériel biologique

L e champignon de couche Agaricus bisporus (Lange) Imbach est utilise
comme source de la polyphénol oxydase (PPO). Le champignon doit étre

blanc, frais, jeune et petit s possible (Figure 6).

Figure 6: Champignon de couche Agaricus bisporus (L-ange) Imbach.

2.1.2 Produits chimiques

LaL-tyrosine, le pyrogallol et |e pyrocatechol sont fournis par Fluka. Tous
les autres produits chimiques et réactifs utilisés dans cette étude, sont d'un
grade analytique.
2.2 Méthodes

2.2.1 Extraction et purification de la PPO

L'extraction et la purification de la PPO de champignon de couche suit le
protocol e indiqué par Dawson et Magee (1955). || comporte trois étapes
principales : extraction, précipitation par |'acétone & 99.5 % et précipitation

par le sulfate d'ammonium (60 % de saturation).
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Etape 1. Préparation del'extrait brut

745.5 g de champignon frais sont lavés abondamment al'eau distillée afin
d'édiminer lesrésidus du sol, séchés al'air libre, découpés et broyés pendant
2 min al'aide d'un broyeur dans 1230 ml d'acétone, préalablement refroidie
a-15°C afin d'édiminer les phénols endogenes, |es composés chromogenes et
pour enlever I'eau (Nelson and Mason, 1970; Ben-Shalom et al., 1977,
Vamos-Vigyaz0o, 1981). La suspension de pulpe est filtrée a travers quatre
couches de gaze et est pressée manuellement jusgu'a I'obtention d'un résidu
sec dit poudre d'acétone. L a pul pe presseée, pesant 93.5 g est refroidie au
contact avec de la glace pendant au moins 4 heures. Elle peut étre conservée
par congélation pendant plusieurs mois si désiré. La pulpe froide est ensuite
broyée et suspendue dans environ 960 ml d'eau distillée, puis laisser une
nuit & 5°C dans un réfrigérateur. La suspension est filtrée atravers de la
gaze, et la pulpe qui se dépose sur le tissu est pressée a sec manuellement.

L e filtrat obtenu (800 ml) est ensuite filtré deux fois sur le papier
Whatman N°1, sous vide, al'aide d'un filtre Blichner, pour pouvoir éiminer
au maximum les particules solides restantes. |l constitue |'extrait brut.

Etape 2. Fractionnement par |'acétone (99.596)

1200 ml d'acétone (99.5%) sont ajoutés au 800 ml d'extrait brut. Le
précipité qui en résulte est filtré sur la célite. La célite offre quelques
avantages lors de la purification de la PPO, car elle est susceptible de former
des liaisons spécifiques avec les protéines a cuivre (Mayer et Harel, 1979). Le
précipité et la pate de célite sont mis en suspension et agités dans 252 ml
d'eau distillée froide (5°C) pour redissoudre les protéines. La solution est
filtrée encore une fois sur une autre péate de cédlite. Le filtrat (224 ml) est
placé dans un réfrigérateur a 5°C.

Etape 3. Précipitation par le sulfate dammonium a 60% de saturation

103.6 g de sulfate d'ammonium (NH4)2S04 sont dissous dans les 224 ml
de solution froide, préparée dans |'étape 2 pour obtenir une solution a 60 %
de saturation. Apres agitation durant quelques minutes, le mélange est filtré
sur la célite. Les protéines précipitées sur la péate sont lavées avec une
solution froide de (NH4)2S04 a 0.35 M. Les protéines précipitées sont ensuite
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redissoutes par agitation dans environ 100 ml d'eau distillée froide, comme
dans |'étape 2.

L es extraits enzymatiques ainsi obtenus sont divisés en petites parties
dans des tubes Eppendorf et conservés a-15°C dans un réfrigérateur. On a
observé que I'activité crésol ase diminue apres | e stockage prolongé des
extraits enzymatiques.

2.2.2 Dosage des protéines par la méthode de Lowry

Afin de pouvoir éablir le tableau de purification et de déterminer le taux
et le rendement de purification au cours des étapes d'extraction et de
purification des activités enzymatiques, |la quantité de protéines contenue
dans chaque extrait enzymatique est dosée selon la méthode de Lowry et al.
(1951). Les concentrations protéiques ont été calculées par interpolation
linéaire, a partir dune gamme étalon contenant de |'albumine sérique
bovine.

2.2.2.1 Principe de la méthode

L e groupe phénoligue des résidus tyrosine d'une protéine, produit une
couleur bleu- pourpre, avec un maximum d'absorption dans larégion de
longueur d'onde 660 nm avec le réactif de Folin-Ciocalteau (a base de
tungstate de sodium, molybdate et phosphate). La méthode est sensible a
moins de 10 jig/ml et elle est certainement |a méthode de dosage des
protéines la plus répandue, bien qu'elle soit seulement relative. Le principe
de cette méthode, est |a production d'ions cuivreux qui réduisent le réactif de
Folin-Ciocalteau. La réaction dépend aussi du pH et il est essentiel de
travailler dans une gamme de pH compris entre 10.0 & 10.5 (Wilson et
Walker, 1996).

L'addition au réactif d'une certaine quantité de cuivre (méthode de Lowry),
augmente considérablement la sensibilité de la méthode (100 fois plus
sensible que laréaction de Biuret). Cette méthode, ne présente d'intérét que
pour un travail semi-quantitatif appliqué a des protéines en solution diluée
(Métais, 1979).

2.2.2.2 M ode opér atoire

Au temps (tpo), dans des tubes a essais on gjoute 20 il d'échantillon a

doser, dilué 6 fois dans de |'eau distillée a 0.5 ml de réactif (A) (Annexe 1).
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On mélange les tubes au vortex et on laisse incuber 10 minutes a
température ambiante. Au temps (tpo+ 10 mm), on gjoute 2 ml de réactif (B)
(Annexe 1) dans chague tube. L es tubes sont placés au bain-marieréglé a
50°C pendant 5 minutes puis refroidis rapidement sous |I'eau froide. La
lecture de la densité optique est effectuée a 650 nm contre un blanc réactif.
Une courbe d'étalonnage, établie a partir de diverses dilutions d'une solution
mere d'albumine sérique bovine a1 g/l, permet de déterminer la

concentration en protéines (Figure 7).
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Figure7: Droite d'étalonnage pour le dosage des protéines par la
méthode de Lowry et al. (1951).

2.2.3 Mesuredel'activité PPO

L es activités crésolase et catécholase de la PPO, sont déterminées par la
mesure directe de la formation des o-quinones, al'aide d'un
spectrophotomeétre (Jenway 6405 UV/Vis) en présence oxygene/aire (Espin
et al., 1995).

L'activité crésolase est mesurée a 475 nm en utilisant la L-tyrosine comme
substrat monophénolique (Pérez-Gilabert et al., 2001).
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Ln

Lavitesse al'état stationnaire (V0), est calculée apres |la phase de latence
(), apartir delapartie linéaire de la courbe d'absorbance, en fonction du
temps (Figure 8). Le milieu réactionnel contient, 0.1 ml de solution d'enzyme
et 2 ml delaL-tyrosine a2.5 mM, préparée dans du tampon phosphate de
sodium a0.1 M et apH 7.0.
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Figure 8: Variation de |'absorbance a 475nm en fonction du temps durant la
réaction d'oxydation de la L-tyrosine par |'extrait brut de la PPO du
champignon de Paris. Conditions expérimentales : tampon phosphate de
sodium 0.1 M, pH 7; température 30°C; L-tyrosine 2.5 mM; volume
réactionnel 2 ml; volume de I'enzyme 0.1 ml.

L'activité catécholase a été suivie par la mesure de I'augmentation de
I'absorbance a 410 nm ou a420 nm pour |le pyrocatéchol (Figure 9) ou le
pyrogallol (Figure 10) comme substrats, respectivement (Fan et Flurkey,
2004 ; Dnez et al., 2008).

Lavitesseinitiale (V0), est calculée a partir de la pente de la courbe de
|'absorbance en fonction du temps (Figures 9-10) (Unal, 2007).
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L a solution mere de pyrogallol ou de pyrocatéchol a 0.1 M, est préparée
dans de I'acide ortho-phosphorique a 0.5 mM (Fan et Flurkey, 2004). Pour
I'activité catécholase, |le milieu réactionnel contient 2 ml de substrat a 20
mM . Laréaction d'oxydation est déclenchée par gjout de 5 pl de solution
d'enzyme. L es solutions d'enzyme et de substrat, doivent étre pré incubées

pendant 5 min dans un bain marie a 30°C avant d'ére mélangées.
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Figure 9: Exemple de détermination de la vitesse initiale d'oxydation du
pyrocatéchol par la PPO (Pyrocatéchol a 20 mM, volume de |"extrait
enzymatique 5 pl (extrait brut), tampon phosphate de sodium 0.1 M-pH
7.0, température 30°C, volume du milieu réactionnel 2 ml).
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Figure 10: Exemple de détermination de la vitesse initiale d'oxydation
du pyrogallol par la PPO (Pyrogallol a 20 mM, volume de I'extrait
enzymatique 5 .il (extrait brut), tampon phosphate 0.1 M-pH 7.0,
température 30°C, volume réactionnel 2 ml).

2.2.4 Mesuredel'activité laccase
Lamesure de |'activité laccase a été effectuée a 30°C dans 2 ml de tampon

citrate (pH 3.5), contenant 50 jt de guaiacol (0.1 ml de la solution mere de
guaiacol (98 %) dans 10 ml de méthanol). L'oxydation est suivie a470 nm
apres I'addition de 75 pl d'extrait enzymatique (Zhang et Flurkey, 1997;

Johannes et M gjcherczyk, 2000).

Dans notre étude, une unité d'activité enzymatique est définie par le
changement d'une unité d'absorbance par minute (UE) et par millilitre
d'enzyme (UE/ ml) (Fan et Flurkey, 2004). L'activité spécifique est exprimée
en UE/mg de protéine.

Toutes les expériences ont été réalisées trois fois et, c'est leurs valeurs

moyennes qui sont représentées.
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2.2.5 Etude dela stabilité dela PPO durant le stockage a -15°C

L es extraits enzymatiques brut et partiellement purifiés sont stockés dans
un réfrigérateur a-15°C. Leurs activités PPO est mesurée chaque 2 jour
pendant 45 jours de stockage. L es conditions de mesure de |'activité
enzymatique sont: pyrogallol a20 mM, 5 jal de solution d'enzyme, pH 7.0
(tampon phosphate de sodium a 0.1 M) et a 30°C).

2.2.6 Effet du pH sur I'activité dela PPO

La détermination du pH optimum de I'extrait brut et partiellement
purifiés, a été effectuée dans du tampon citrate-phosphate 24 0.1 M, dans
une gamme de pH comprise entre 3.15 et 5.3 et dans du tampon phosphate
a 0.1 M, dans une gamme de pH comprise entre 6.0 et 8.0. L'activité
catécholase a été mesurée a 30°C en présence du pyrogallol 4 20 mM comme
substrat.

L'activité PPO a été aussi mesurée a 30°C dans une gamme de pH
comprise entre 3.75 et 8.15, en utilisant |e tampon citrate-phosphate a 0.1
M en présence du pyrocatéchol 4 20 mM comme substrat.

L'enzyme, a été gjoutée directement dans la cuve en verre, contenant la
solution tampon et le substrat approprié pour chaque valeur spécifique de
pH avant la mesure de I'absorbance en fonction du temps.

Une autoxydation négligeable du pyrogallol et du pyrocatéchol a été
produite dans les essai s standards au pH inférieur ou égaiea 7.0. Les
activités enzymatiques mesurées a des pH supérieurs a 7.0, on été corrigées
a cause de I'autoxydation du pyrogallol en purpurogalline et le pyrocatéchol
en o-benzoquinone (Abrash, 1989; Palmer, 1963).

Chagque d'activité a été répété trois fois en utilisant la méme solution
mere de |'extrait enzymatique brut ou partiellement purifié.

2.2.7 Etude de la spécificité de substr at

L a spécificité de substrat a été déterminée par |'utilisation de cing
différents substrats potentiels de la PPO d'un grade commercial (L-tyrosine
(475 nm), phénol (390 nm), pyrocatéchol (410 nm), pyrogallol (420 nm),
phloroglucinol (390 nm)). Les activités mono-, di- et triphénol oxydase de
I'extrait brut de la PPO ont é&é mesurée a pH 7.0 (tampon phosphate de
sodium 0.1 M) et a 30°C.
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Lavitesse initiale de laréaction a été mesurée a partir de la partie
rectiligne de la courbe de I'augmentation de |'absorbance en fonction du
temps due a laformation des o-quinones a partir de chaque substrat.

Toutes les mesures d'activité enzymatique ont été répétées trois fois et les
valeurs moyennes ont été présentées.

2.2.8 Détermination des par ametr es cinétiques de la PPO

Pour la détermination de la constante de Michaelis-Menten (Km), de la
constante d'inhibition par excés de substrat (K g) et la vitesse maximale (Vmax)
de I'enzyme, les activités de la PPO ont été mesurées a pH 7.0 (tampon
phosphate de sodium a0.1) et a 30°C, pour le pyrogalol (420 nm) et le
pyrocatéchol (410 nm), a différentes concentrations de substrat comprises
entre 0.1 a50 mM. Lesvaeursde Km, K. et Vm de |la PPO, pour chaque
substrat, ont été estimeées a l'aide des représentati ons graphiques de
Michaelis-Menten (vo vs[g]) et de Lineweaver-Burk (1934) ([s]/vo vs[s]). Pour
déterminer |'efficacité catalytique ou le pouvoir catalytique de I'enzyme, le
rapport V.,,,./K, a &é calcul é a partir des données obtenues a partir du
graphique de Lineweaver-Burk.

Tous les essais expérimentaux ont été répétés trois fois et les valeurs
moyennes ont été représentées.

2.2.9 Effet de la concentration del'enzyme

L'effet de la concentration de |I'enzyme sur la vitesse d'oxydation du
pyrogallol (20 mM) a été étudié par lamesure de la vitesse initiale pour des
volumes croissants de I'extrait brut de la PPO comprisentre 0.5 et 6.5 il.
L'activité enzymatique a été mesurée a pH 7.0 (tampon phosphate de sodium
0.1 M) et 230°C.

2.2.10 Effet desinhibiteurs

Pour déterminer |'effet des inhibiteurs (acide benzoique (0.05 et 0.1 mM),
azide de sodium (1 et 2.5 mM), fluorure de sodium (40 et 100 mM)), I'activité
de la PPO a été mesurée dans le milieu réactionnel standard en absence et
en présence de deux concentrations constantes de chaque inhibiteur et a
différentes concentrations de pyrocatéchol comprises entre 0.125 a1 mM.
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Les types d'inhibition ont été déterminés a partir de la représentation en
double inverse de Lineweaver-Burk de lavitesse initiale en fonction de la
concentration du substrat pour chaque inhibiteur (Arsian et Doan, 2005).

L es constantes d'inhibition (Ki et Kis) ont été calculées a partir des graphes
secondaires des parametres cinétiques en fonction de la concentration
d'inhibiteur, comme c'est décrit précédemment (Chen et al., 1998). Ki et Kis
représentent les constantes de dissociation du complexe Enzyme-Inhibiteur
(El) et du complexe Enzyme-Substrat-Inhibiteur (ESI), respectivement.

La constante d'inhibition K1, est une mesure quantitative du pouvoir
inhibiteur des inhibiteurs réversibles. Par conséquent, dans notre étude,
I'efficacité d'un inhibiteur est exprimée par le Ki, qui est I'inverse de I'affinité
de I'enzyme vis-avis de l'inhibiteur.

Pour déterminer la concentration d'inhibiteur qui provoque une
diminution de |'activité enzymatique par 50 % (1050), I'activité de la PPO a été
mesurée a 25°C et pH 7.0 (tampon phosphate 0.1 M), en absence et présence
de différentes concentrations d'inhibiteurs pour une concentration constante
de pyrocatéchol (0.4 mM). Lesvaleurs d'1Cso ont été déterminées a partir de
la représentation de I'activité enzymatique résiduelle en fonction de la
concentration de l'inhibiteur (Chen et al., 1998).

2.2.11 Etude de la stabilité thermique de la PPO

L'activité résiduelle de la PPO (At) a été évaluée apres incubation des tubes
ahémolyse de 1 mm d'épai sseur, contenant 1 ml d'extrait enzymatique brut
pendant 30 minutes dans un bain marie réglé a différentes températures
comprises entre 30 et 70°C.

Apres chauffage, les échantillons sont refroidis rapidement dans I'eau
glacée et I'activité enzymatique résiduelle est mesurée a pH 7.0 (tampon
phosphate de sodium 0.05 M) et a 30°C, en présence de 20 mM de
pyrocatéchol comme substrat.
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L e pourcentage de I'activité résiduel le de la PPO est calcul é par
comparaison avec |I'enzyme non traité thermiquement (A o, c.Dogan et al.,
2005) selon I'équation suivante:

Activité enzymatique relative (%) = ()X 100 Equation (1)
Ou

Ao . est I'activité enzymatique initiale;

A estl'activité enzymatique résiduelle al'instant t.

Toutes les expériences ont été réalisées troisfois.

2.2.12 Etude cinétique de I'inactivation ther mique de la PPO

L a cinétique d'inactivation thermique de la PPO a été étudiée par
incubation des tubes a hémolyse de 1 mm d'épai sseur, contenant 1 mi
d'extrait enzymatique brut dans un bain marie réglé a différentes
températures: 45°C, 50°C, 55°C, 60°C, 65°C, 67.5°C, 70°C et 73°C.

Des prélévements de 100 il ont été effectués a différents intervalles fixes
de temps, refroidis et leurs activités enzymatiques résiduelles mesurées.

L e pourcentage de |'activité résiduelle de |a PPO est calculé par rapport a
I'activité initiale de I'enzyme non traité thermiquement (Doan et al., 2005).

2.2.13 Analyse desr ésultats expérimentaux

L 'analyse des données cinétiques observées a été effectué par g ustement
al'aide de régression linéaire, et de régression non linéaire par I'utilisation
des programmes suivants. Table Curve 2DTM (Jandel Scientific Windows
v2.03 Copyright© 1989-1994), et Excel® (Microsoft Excel 97-2003). Enzyme
Kinetics "™ Version 2.36, SigmaPlot 2004 (Windows Version 9.01) et
Origin 6.0 (Microcal (TM) Origin Version 6.0, Copyright (0 1991-1999
Microcal Software, Inc.).

39



Chapitre 3.

Résultats et discussion



Chapitre 3. Résultats et discussion

3.1 Extraction et purification partielle de la PPO du champignon de
Paris (Agaricus bisporus (J.E. Lange) Imbach)

L 'extraction de la poiphénol oxydase (PPO) a partir du champignon de
Paris, nécessite |la préparation d'une poudre acétonique (Anderson, 1968).
Cette technique classique présente I'avantage d'édiminer I'eau, les pigments
et les phénols endogenes solubles dans I'acétone, tout en conservant
I'activité PPO (Nelson et Mason, 1970; Vamos-Vigyazo, 1981 ; Mari, 1998).
La poudre d'acétone est obtenue apres plusieurs lavages dans de |'acétone a
99.5%. C'est une matiere premiere concentrée en protéine facile a stocker et
d'une utilisation aisée pour I'extraction (Ben-Shalom et al., 1977; Mairi,
1998).

Dans I'extrait brut et partiellement purifié, nous avons constate la
présence de deux activités enzymatiques, crésolase et catécholase, lorsque la
L-tyrosine et le pyrogallol ont été utilisés comme substrats. Ces deux
activités enzymatiques sont portées par la méme protéine. Elles peuvent étre
appel ée selon les auteurs, polyphénol oxydase (PPO) ou encore tyrosinase
(Mari, 1998; Palmer, 1963). Vanni et al. (1990) ont signalé&, la présence de
deux sites actifs sur la PPO du champignon pour les activités catéchol ase et
crésolase. L'activité crésolase étant tres faible par rapport al'activité
catécholase. L e probléme majeur reste sa stabilité (Mari, 1998). Cette activité
présente, un temps de latence de quel ques minutes avant d'atteindre la
vitesse de I'état stationnaire (Nufiez-Delicado et al., 1996). Ce qui pourrait
expliguer le peu de travaux concernant cette activité enzymatique (Espin et
al., 1997). L'enzyme obtenue a partir du champignon de Paris sera donc, une
tyrosinase vraie, car elle possede les deux activités, diphénolase et
monophénolase, activités démontré en 1962 par Smith et Krueger.

Il est intéressant de remarquer, que d'autres préparations de la PPO
obtenues a partir d'autres sources d'origine végétal e sont dépourvues
d'activité crésolasique (Rivas et Whitaker, 1973; Vamos-Vigyazo, 1981,
Mayer et Harel, 1991; Yue-Ming et al., 1997; Eidhin et al., 2006; Gawlik-
Dziki et al., 2007), car, est souvent perdue au cours des étapes de



purification. Des traitements doux sont requis pour pouvoir |I'extraire et la
garder (Espin et al., 1995).

Le Tableau 1 présente les rendements et taux de purification au cours du
procédé de purification partielle de |'activité PPO de 745.5 g du champignon
de Paris. Ce procédé comprend principalement suite al'extraction : une
précipitation par I'acétone suivie d'un fractionnement au sulfate
d'ammonium (60% de saturation). De bons résultats ont été obtenus en
termes de rendement d'activité enzymatique et du taux de purification.

L'extrait obtenu apreés fractionnement au sulfate dammonium (60% de
saturation), possede les activités catécholase et crésolase les plus élevées.

L'extrait brut du champignon de Paris, contient une enzyme capable
d'oxyder la L-tyrosine et le pyrogallol comme substrats.

D'aprés Adnan et al. (1986), la précipitation par |'acétone a été souvent
employée dans les étapes d'extraction et de purification de la PPO. L'extrait
brut de la PPO du champignon de Paris a été soumis a une précipitation par
I'acétone afin d'éiminer |es substances pectiques provenant des tissus du
champignon (Vamos-Vigyazo, 1981). L'extrait enzymatique ainsi obtenu, a
subit une seconde précipitation au sulfate d'ammonium a 60% de
saturation, afin de concentrer I'enzyme et d'éiminer I'acétone, les protéines
inactives et les sucres de poids moléculaire élevé (Mayer et Harel, 1979
Loncle, 1992; Xu et al., 2004). Durant ces deux étapes de purification,
I'emploi de la célite comme support de filtration, c'est avéré trés utile pour
récupérer I'enzyme par adsorption sélective (Mathew et Parpia, 1971 ; Soysal
et SOylemez, 2004; Khan et al., 2006).

Apres le fractionnement par le sulfate d'ammonium a 60% de saturation,
30% de I'activité enzymatique est retenue accompagnée d'une éimination de
86.3% de protéine. Remarquons qu'une grande partie de I'enzyme (70%) est
perdu durant les étapes de son purification. Ceci peut étre expliqué par
I'éimination de différents isoformes d'enzyme (Marri et al., 2003).

Par comparai son avec I'extrait brut, un taux de purification d'environ 2

fois est obtenu pour les deux activités (Tableau 1).
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Dans le cas de la PPO de champignon de Paris, 99 % de I'enzyme semble
étre présent al'état de latence (Van Gelder et al., 1997). Pour cela,
I'augmentation de |'activité spécifique apreés |l e fractionnement au sulfate
d'ammonium a60 %, peut étre attribuée al'élimination des inhibiteurs
endogenes ou, ala dégradation de la protéine enzymatique sous saforme
active ou également al'activation de I'enzyme latent par ce traitement
(Golbeck et Cammarata, 1981; Sanchez-Ferrer et al., 1989; VAmos-Vigyz6,
1981 ; Steffens et al., 1998).

Plusieurs auteurs ont trouveé des taux de purification compris entre 1.44
et 8-fois pour la PPO des différentes sources purifiée par fractionnement au
sulfate d'ammonium (Erat et al., 2006; Neyes et Da Silva, 2007; Gawlik-
Dziki et al., 2008; Gao et al., 2009 ; Jiang, 1999; Onez et al., 2008 ; Y aar,
2004; Sojo et al., 1998; Ziyan et Pekyardimci, 2004, Y aar et Sagirolu,
2002; Y emenicioglu, 2002; Frieden et Ottesen, 1959; Yang et al., 2000; Cho
et Ahn, 1999a; Park et al., 1980; Socerhall et Soderhall, 1989; Zawistowski
et al., 1988; Wisemann et Montgomery, 1985; Dawson et Magee, 1955).

Nous avons également constaté que, |'activité spécifique catécholase, des
extraits enzymatiques brut et partiellement purifiés, est de loin plus élevée
que l'activité spécifique crésolase. Constatation confirmée par, Jolivet et  al.
en 1998 et Zynek et al. en 2010. Le rapport de I'activité catécholase sur
I'activité crésolase, diminue au cours de la précipitation de la PPO par le
sulfate d'ammonium. Ceci peut étre di ala conversion des formes Met- et
Dexoy-PPO en forme Oxy-PPO (lkehata et Niceil, 2000).

D'apres Vaughn et Duke (1984), la PPO a normalement un taux d'activité
diphénolasique tres élevé par rapport al'activité monophénolasique. Selon
Smith et Krueger (1962) le rapport de |'activité catécholase sur I'activité
crésolase se situe entre 10:1 a 80:1. La valeur du rapport entre ces deux
activités dépend d'une part de la source d'obtention de I'enzyme et de sa
méthode de purification (Bonner, 1956; Smith et Krueger, 1962;
Bouchilloux et al., 1963).
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Nos activités enzymatiques catécholase et crésol ase sont respectivement,
189.3 et 3.35 UE/mI. Nous avons observés la présence d'une activité laccase
négligeable. Elle représente a peine 0.22% de |'activité totale de |la PPO.

L 'activité enzymatique totale de notre extrait brut, est plus élevée que
celles mentionnées dans la littérature (Gawlik-Dziki et al., 2007; Yue-Ming
et al., 1997; Eidhin et al., 2006; Hasegawa et Maier, 1980; Dnez et al.,
2008; Ylostalo et al., 2001; Fan and Flurkey, 2004). Aussi, l'activité
catécholase demeure stabl e pendant plusieurs semaines lorsgue I'extrait
enzymatique été conservé a-15°C (Figure 11), al'inversede l'activité
crésolase. Sharmaet al. (2003) ont constaté que la PPO du champignon
reste stable pendant 28 jours lorsqu'elle est placée entre -10 et 10°C.

140
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Figure1l: Stabilité de |'activité catécholase de |'extrait brut de la PPO du
champignon de Paris durant |le stockage a -15°C.

L e champignon de Paris peut étre considéré comme étant une source
naturelle, tres intéressante et bon marché de la PPO (Seo et al., 2003).
Dans la suite de nos travaux, nous désignerons sous l'appellation de

PPO, uniquement |'activité o-diphénol oxydase.
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3.2 Effet du pH sur I'activité PPO

Les valeurs de I'activité PPO mesurée aux pH supérieurs a 7, ont été
corrigées a cause de |'autoxydation du pyrogallol en purpurogalline et du
pycatéchol en o-benzoquinone, qui alieu en milieu basique et en présence
d'oxygene moléculaire (Palmer, 1963, Abrash et al., 1989).

Les Figures 12 et 13, montrent I'effet du pH sur I'activité PPO du
champignon de Paris, en utilisant deux substrats phénoliques (pyrocatéchol
-20 mM et pyrogallol -20 mM). On remarque que l'activité PPO, est
considérablement affectée par le changement de pH du milieu réactionnel.

L'activité o-diphénol oxydase du champignon de Paris, est maximale a pH
7 et 7.5 respectivement, pour le pyrogallol et le pyrocatéchol. De part et
d'autre de ces deux valeurs de pH, |'activité enzymatigue diminue a cause du
changement du degré d'ionisation des groupements localisés a l'intérieur ou
au voisinage du site actif de I'enzyme, qui seront impliqués dans lafixation
et/ ou latransformation des substrats (Khatun et al., 2001).
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Figure 12: Activité PPO du champignon de Paris vis-a-vis du pyrocatéchol
comme substrat. Le milieu réactionnel contient 20 mM de pyrocatéchol et
5 pl del'extrait brut de la PPO.
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Figure 13: Activité PPO du champignon de Paris vis-&Vis du pyrogallol
comme substrat. Le milieu réactionnel contient 20 mM de pyrogallol et 5iii
de |'extrait brut de la PPO.

L'activité PPO était également optimale apH 5.3, lorsque le pyrogallol a
été utilisé comme substrat. Ceci est un indicateur probablement de
I'existence des isoformes de la PPO dans |'extrait brut (Van Gelder et al.,
1997).

Selon Vamos-Vigy.z6 (1981), la plupart des préparations enzymatiques
ont un seul pH optimum. Un deuxieme optimum observé dans certains cas,
est dO a une purification insuffisante de I'enzyme. Patil et Zucker (1965)
suggeérent que l'activité optimale observée a pH 5.3, est liée al'ionisation des
résidus histidines de la PPO plutét qu'a l'ionisation du substrat.

D'autres chercheurs ont trouvé |'existence de deux pH optimaux pour la
PPO, un au alentour de pH 7.0, I'autre autour du pH 5.0 (Harel €l al., 1964;
Stelzig et al., 1972).

Le pH optimal de la PPO varie largement avec |la source végétale mais
généralement il est situé dans la gamme de pH 4.0-8.0 (Mayer et Harel,
1979; Yoruk et Marshall, 2003). Il dépend de |la source de la PPO, dela
nature du substrat phénolique utilisé, de la méthode d'extraction, de la
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température et de la méthode utilisée pour mesurer |'activité enzymatique
(Whitaker, 1994; Luh et Phithalopol, 1972; Vamos-Vigyazo, 1981,
Kolcuolu et ai, 2006).

L e type de tampon et la pureté de |'enzyme affectent aussi la valeur du pH
optimal (Vamos-Vigy.z0, 1981).
3.3 Spécificité de substrat

Les résultats de I'étude de |a spécificité de substrat de I'extrait brut de la
PPO, est représentée dans le Tableau 2. Sur les substrats potentiel s testés,
seuls le pyrocatéchol et le pyrogallol ont été oxydés activement par la PPO.

Une faible activité PPO a était observée avec la L-tyrosine et e phénol. Ces
résultats suggéerent que la PPO, possede les activités mono-, di- et triphénol
oxydases. L 'activité enzymatique mesurée en présence du phioroglucinol,
provient de I'existence d'une laccase dans I'extrait brut de la PPO (Flurkey,
2002). Nous avons remarqué gue I'oxydation des composés monophénoliques
est caractérisée par une phase de latence, suivie d'une vitesse initiale de la

réaction jusgu'a l'état stationnaire.

Tableau 2: Spécificité de substrat de la PPO du champignon de Paris
(Agaricus bisporus).

Substr at

L ongueur d'onde (nm)

Activité enzymatiquere€lative
au pyrocatéchol (%)

Monophénols
L-tyrosine (2 mM)
Phénol (10 mM)
Diphénol

Pyrocatéchol (IOmM)
Tnphénols

Pyrogallol (10 mM)
Phioroglucinol (10 mM)

475
395

410

420
395

0.7
0.54

10(154UE/ml)

43.5
0.29
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3.4 Les parametres cinétiques de la PPO

L'effet de la nature du substrat et de sa concentration sur I'o-diphénol
oxydase du champignon de Paris a été étudié en utilisant le pyrocatéchol et
pyrogallol a des concentrations comprises entre 0.2 et 50 mM. Les autres
parametres physi co-chimiques sont maintenus constants (tampon
phosphate 0.05 M; pH 7.0; 30°C).

Nos résultats expérimentaux ont été gjustés a l'aide des deux équations
non-linéaires suivantes:

Vo = max(9) +K, "% /K) Equation (1) (Haldane, 1930)
L'équation (1) peut étre écrite sous laforme:

(9 /Vo=Km "V A+ (1/VHS + (9°/ K) Equation(2) (Lineweaver-
Burk, 1934)

Ou

V. est lavitesseinitiale de laréaction (Abs/min)

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

Km est la constante de dissociation du complexe enzyme-substrat (mM) ou
constante du Michaelis-Menten, mesure |'affinité du substrat pour I'enzyme,
c'est-a-dire la stabilité du complexe ES (mM);

Ks est la constante de dissociation du complexe inactif ESS (mM).

D'aprés |les valeurs du coefficient de corrélation linéaire (R ?), I'oxydation
du pyrocatéchol et du pyrogallol par la PPO du champignon de Paris, suit
parfaitement le modeél e cinétique de Michaelis-Menten tenant compte du
phénomeéne d'inhibition par excés de substrat.

Sur laFigure (14), est indiquée la vitesse initiale en fonction de la
concentration des deux substrats utilisés. On constate que |'activité
o-diphénol oxydase augmente jusqgu'a 10 et 20 mM de pyrogallol et
pyrocatéchol, respectivement. Au-dela de ces deux concentrations
saturantes, on assiste a une diminution d'activité PPO.
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\Y = 0.84 Abs410/min
Km=0.40 mM
K.=272mM
R?= 0.9870
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E e

Pyrocatéchol (mM)

vmax = 0.40 Abs420/min
K=1.26 mM
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Figure 14: Représentation graphique de Haldane (1930) de I'influence de
la concentration du substrat dans le milieu réactionnel sur I'activité o-
diphénol oxydase du champignon de Paris (30°C-tampon phosphate pH
7.0 et 0.1 M-extrait enzymatique brut 5 pl-volume du milieu réactionnel
2.05 ml): (A) Pyrocatéchol, (B) Pyrogallol.
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L araison de cette diminution, est liée au phénomene d'inhibition par
exces de substrat (Mayberry et Mallette, 1962; Palmer, 1963; Duckworth et
Coleman, 1970; Varoquaux, 1978). Cet effet inhibiteur est souvent attribué
aune forte inhibition de I'enzyme par |e produit de laréaction et parfois, ala
compétition entre le produit et le substrat (Palmer, 1985; Macrae et
Duggleby, 1968).

L'inhibition de I'enzyme par le substrat & concentrations élevées a été
observée pour la PPO de différentes sources végétales.

Deux hypotheses sont émises:

1- On suppose gu'a des concentrations élevées de substrat, |e complexe actif
enzyme-substrat (ES) et le complexe ternaire inactif (ESS) sont formeés
simultanément.

2- On suggeéere qu'une deuxieme molécule de substrat peut se liée
inefficacement prés du site actif de I'enzyme, retardant ainsi son action
catalytique (Zawistowski et al., 1991; Palmer, 1985).

Haldane (1930) a proposé une théorie trés simple pour expliquer ce
phénomeéne. Il suppose que I'enzyme possede au moins deux sites actifs
successifs et voisins, ce qui implique le passage du substrat par au moins
un état transitoire. Cette théorie a été soutenue par Ludwig et Nelson
(1939), pour expliquer I'inactivation de I'enzyme. En présence d'un exces de
substrat, deux molécules de pyrocatéchol ou de pyrogallol vont se fixer
simultanément sur les deux sites actifs de I'enzyme, empéchant ainsi
I'orientation nécessaire alaréaction catalytique (Varoquaux, 1978).

L 'oxygene semble jouer un réle actif dans cette inhibition. Duckworth et
Coleman (1970) ont démontré que I'inhibition par excés de pyrocatéchol, de
la catécholase du champignon, était d'autant plus marquée que la teneur en
oxygene dissous dans le milieu réactionndl était faible.

Le Tableau (3) regroupe les valeurs des parameétres cinétiques (Vmax, Km €t
k) delaPPO calculés apartir de larégression non linéaire de Lineweaver-
Burk (1934) (Figure 15). Le vm et km dela PPO sont respectivement, 168
UE/min/ml et 0.4 mM, pour le pyrocatéchol et 80 UE/min/ml et 1.40 mM,
pour le pyrogallol.



Lesvaleursde Km et Vmax de la PPO varies avec le type de substrat, le
tampon, la concentration ionique, latempérature, la source d'enzyme, le
degré de pureté de I'enzyme et la méthode utilisée pour son extraction
(Arsian et al., 1997 ; Dogan et Dogan, 2003; Ziyan et Pekyardimci, 2004).

Dogan et al. (2005) supposent que le pH affecte aussi les valeurs
apparentes du Km.

Tableau 3: Valeurs des constantes cinétiques (vm, Km et K) apparentes et
efficacité catalytique de substrat vis-a-vis de |'activité o-diphénol oxydase de
la PPO du champignon de Paris (tampon phosphate 0.1 M-pH 7.0 ; 30°C).

Efficacité
L ongueur catalytique
Substrat d'onde : A\ér;ar);in) (r};I\r:) Y R?
(nm) (MM) | (v K
I Abs/min.mM)
Pyrocatéchol 410 0.84 0.40 | 270 2.10 0.9999
Pyrogallol 420 0.40 1.40 | 250 0.28 0.9992

Lavaleur de Km obtenue pour le pyrocatéchol apH 7.0, est du méme ordre
de grandeur que celles trouvées par GarciaaMolinaet al. (2005) (0.3 mM)
Selinheimo et al. (2009) (0.25 mM) et Rodakiewicz-Nowak et al. (2002) (0.39
mM) avec la catécholase du champignon Agaricus bisporus.

Garcia-Molinaet al. (2005) ont trouvé un kKm de 2.16 mM pour |'o-diphénol
oxydase du champignon Agaricus bisporus utilisant le pyrogallol comme
susbtrat.

Palma-Orozco et al. (2011) ont trouvé un résultat analogue pour la PPO de
la sapote (Pouteria sapota) (1.3 mM).
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Figure 15: Représentation graphique de Lineweaver-Burk (1934) de
I'influence de la concentration du substrat dans le milieu réactionnel sur
I'activité o-diphénol oxydase du champignon de Paris (30°C-tampon
phosphate pH 7.0 et 0.1 M-extrait enzymatique brut 5 pl-volume du milieu
réactionnel 2.05 ml): (A) Pyrocatéchol, (B) Pyrogallol.
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Les valeurs de la constante d'affinité Km, de la PPO pour le pyrocatéchol
rapportées par lalittérature sont: 14.3 mM pour la PPO du romarin
(Rosmarinus officinalis L.) (Aydemir, 2010), 10.7 mM pour la PPO de
I'artichaut (Cynara scolymus L.) (Dogan et al., 2005); 5.55 mM pour la PPO
delapoire (Pyruscommunis) (Ziyan et pekyardimci, 2004), 4.5 mM pour la
PPO du coing (Y agar et Sairolu, 2002), 5.2 mM pour la PPO de cerise
(Malpighia glabraL.) (Kumar et al., 2008), 6.3 mM pour la PPO de la mangue
(Mandferaindica L.) (Wang et al., 2007), 3.65 mM pour la PPO du raisin
(Vitisvinfera L.) (Onez et al., 2008) et 8.3 mM pour la PPO de céleri (Apium
graveolensL.).

Les valeurs de Km trouvées pour la PPO avec le pyrogallol comme substrat
sont: le céleri 4.5 mM (Y agar, 2004); le tournesol (Helianthus annuus) 1.01 a
1.96 mM (Singh et al., 1999); lapoire (Pyruscommunis) 29 mM (Ziyan et
Pekyardimci, 2004), I'artichaut (Cynara scolymus L.) 5.2 mM (Doan et al.,
2005), et leromarin (Rosmarinus officinalis L.) 20 mM (Aydemir, 2010).

L'affinité del'enzyme vis-a-vis du substrat est d'autant plus importante
gue le Km est petit (Varoquaux, 1978). Par conséquence, la PPO du
champignon de Paris (Agaricus bisporus) aune affinité plus grande pour le
pyrocatéchol et le pyrogallol par rapport aux autres PPOs.

En termes d'efficacité catalytique ou efficacité physiologique (Vm/Km), le
pyrocatéchol semble étre le meilleur substrat pour la PPO du champignon de
Paris Agaricus bisporus, confere Tableau (3) (Rochaet al., 1998; Y aar,
2004; Dagan et al., 2002 ; Dincer et al., 2002; Wang et al., 2007).

3.5 Effet de la concentration del'enzyme

Afin de déterminer les parameétres cinétiques de la PPO dans les
conditions Michaeliennes, il était nécessaire de déterminer la concentration
en enzyme qui permet d'obtenir une réponse linéaire de lavitesse initiale en
fonction de la concentration de I'enzyme. Dans ces conditions, la vitesse de
réaction dépend uniquement de la concentration en substrat. L'oxydation a
été réalisée avec une concentration saturante en substrat, soit 20 mM de
volume réactionnel et différents volumes d'extrait enzymatique allant de O a

6.5 il par 2 ml de volume réactionnel.
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LaFigure 16 représente I'évolution de la vitesse initiale de la réaction
d'oxydation du pyrogallol par la PPO du champignon de Paris en fonction de
la concentration de I'enzyme.

Dans cette expérience, le volume de 5 pl d'extrait enzymatique est
convenable pour gue la cinétique soit du premier ordre et donc pour la
détermination des parametres cinétiques de la PPO.
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Figure 16: Vitesseinitiale de I'oxydation du pyrogallol en fonction de la
concentration de la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus).

3.6 Stabilité thermique

L es résultats de I'étude de la stabilité thermique de la PPO du champignon
de Paris, sont représentés dans la Figure (17). Lareprésentation graphique
de I'activité o-diphénol oxydase résiduelle, exprimée en pourcentage de
I'activité enzymatique relative a 30°C pour les différentes températures
testées, montre que I'enzyme n'est pas stabl e thermiquement a des
températures supérieures a 35°C. De 35 a45°C, l'activité enzymatique
résiduelle diminue |égérement (17%).
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Une inactivation rapide se produit a entre 45 et 55°C. Cette baisse
d'activité enzymatique, selon Khatun et al. (2001) ; Yemenicioglu (2002) ;
Dogan et al. (2005b) ; est due aux changements de la structure secondaire,
tertiaire et quaternaire de I'enzyme, ala destruction de son site actif et
aussi ala présence des formes multiples d'enzyme de la PPO dont certaines
sont extrémement thermolabiles.

Il est également probable que |e chauffage doux, cause la dissociation de
guelques formes oligomeres de |la PPO vers des monomeres moins actifs
(Yemenicioglu, 2002).
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Figure 17: Stabilité thermique de la PPO du champignon de Paris (Agaricus
bisporus) aprés 30 min de traitement thermique. Le milieu réactionnel
contient 20 MM de pyrocatéchol dans 0.1 M de tampon phosphate de
sodium apH 7.0.

Notons aussi que la PPO est completement inactivée a 70°C. Ces
propriétés enzymatiques sont similaires avec ceux trouvées pour la PPO des
espéces: Penaeus japonicus (Benjakul et al., 2005), Macrolepiota mastoidea
(Kolcuoglu et al., 2006), Musa cavendishii (Unal, 2007), Ocimum basilicum
(Dogan et al., 2005a) et Castanea henryi (Xu t al., 2004).
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De fagon générale, la PPO est considérée comme étant une enzyme non
thermostable (Amiot et al., 1987).

3.7 Etude cinétique de I'inactivation ther mique de I'activité o-diphénol
oxydase

En se basant sur les résultats de I'étude de la stabilité thermique, une
étude cinétique de I'inactivation thermique de I'activité monophénol ase
détaill ée a été entreprise, a pression atmosphérique dans l'intervalle des
températures compris entre 45 et 73°C.

Apreés traitement thermique des extraits bruts de la PPO, I'activité
enzymatique résiduelle a été mesurée dans les conditions optimales
suivantes: pyrocatéchol 10 mM et pH 7.0 dans tampon phosphate de
sodium 0.05 M.

La Figure (18) montre les résultats de I'inactivation thermique de la PPO
du champignon de Paris. On constate que |'ampleur de la dénaturation de
I'activité diphénolase, augmente simultanément avec latempérature et le
temps du traitement; et que |'activité enzymatique diminue de maniéere
exponentielle avec le temps.

Selon Patnaik (2002), I'inactivation thermique de la PPO dépend non
seulement de latempérature mais, dépend aussi, du temps d'incubation de
I'enzyme. On remarque que l'incubation de I'enzyme a 45°C pendant 30 mm,
Nn'a pas causeé une perte significative de son activité initiale. Par contre, elle
augmente rapidement au dessus de 55°C. L'activité enzymatique a cette
température, est réduite approximativement de 40%. Au dessus de 60°C,
I'inactivation thermique de |a PPO devient trop rapide. L es temps nécessaires
pour une inactivation de 50% de I'activité enzymatique a 60 et 65°C sont
respectivement 11 et 1.1 min. Elle a été presque compl étement inactivée
apres 6 min d'incubation a 70°C (0.075%).
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Figure 18: Effet de latempérature et du temps de traitement thermique sur
I'extrait brut de la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus).
L 'activité enzymatique résiduelle est mesurée en présence de pyrocatéchol
10 mM, a pH 7.0 (tampon phosphate de sodium 0.05 M) a 30°C.

LaFigure (19), représente les courbes semi-logarithmiques de I'activité
résiduelle de la PPO du champignon de Paris (At/A) en fonction du temps de
traitement thermique. Toutes les courbes sont linéaires en fonction des
températures étudi ées conformément au processus d'inactivation du premier
ordre (Forteaet al., 2009). L eurs pentes représentent les constantes de
vitesse d'inactivation (k). Elles ont été calculées a partir de I'équation de
régression linéaire suivante, (Anthon et Barrett, 2002; Rapeanu et al., 2006;
Samborska, 2007):

Iog( ) = (-2.03) x e Equation (3)
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Figure 19: Constante de vitesse d'inactivation thermique (k) de la PPO du
champignon de Paris a différentes températures.

Pour mieux décrire les cinétiques d'inactivation thermique des réactions
du premier ordre, le modele TDT (Thermal Death Time concept), a été utilisé
pour déterminer lesvaleursD et Z (Van Loey et al., 1997). Lavaleur D est
définie comme étant e temps nécessaire a une certaine température, pour
réduire I'activité enzymatique initiale (Ao) a 90% ou d'une unité
logarithmique. Pour les réactions du premier ordre, lavaleur D est
inversement proportionnelle ala constante de vitesse d'inactivation (k).

L e temps de réduction décimale D, est calculé a partir de I'équation
suivante (Stumbo, 1973):

In 10

Equation (4
o Eoution(®
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Par conséquence, le temps de réduction décimale D a été estimé a partir
de la pente de larégression linéaire du log (At/A.) en fonction du temps selon
I'équation suivante (Samborska, 2007):

t Equation (5)

iog( ) — X

Z (°C) est 'augmentation de la température nécessaire pour une réduction
de 90% de lavaleur D (parametre de sensibilité alatempérature). Il suit
I'équation (Gnangui et al., 2009):

kg (5) =(2-D  Equation (6)

Avec:
Ti et T2 représentant respectivement latempérature la plus faible et la plus

élevée, °C ou °K.
Di et D2 sont lesvaleursde D aux températures faible et élevée en minute.

Lavaleur Zr est déterminée a partir de larégression linéaire du log D en
fonction de latempérature (T).
Lademi-vie, til2, aétait déterminée a partir de I'équation suivante:

InO.5

Equation (7)

L es valeurs des parameétres cinétiques (k, D et ti,2) d'inactivation
thermique de la PPO du champignon de Paris, ainsi calculés sont regroupées
dansle Tableau (4).
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Tableau 4: Les parameétres cinétiques estimeés de I'inactivation thermique de
la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus).

Ta“?i;‘t“re D (mm) K (min-") t112 (mm) R?
25 291.06 0.004690 147.7925 | 0.9135
50 195.41 0.011785 58.816 0.8461
55 117.58 0.019586 35.3899 0.9359
60 36.82 0.062547 11.082 0.9896
65 405 | 0.568642 1.2189 0.9954
70 1.89 1.218518 0.5688 0.9875
73 1.28 1.799218 0.3852 0.9348

Letll2 et D sont deux parametres importants. 11s sont souvent utilisés
pour caractériser la stabilité d'une enzyme (Onal et 5ener, 2006; Marangoni,
2003). Le Tableau (4) montre que les valeurs D et t112 diminues rapidement
avec |'augmentation de latempérature. Ce qui est conforme al'inactivation
thermique de I'enzyme PPO, reconnue comme une enzyme non
thermostabl e.

Lacomparaison avec les valeurs de D et tl! 2 des PPOs obtenues a partir de
quel ques source, la PPO du champignon de Paris (Agaricus bisporus) (ti,2 =
35.39 mm; 55°C, ti,i2 = 11.08 mm; 60°C, tI'2 = 0.56 mm; 70°C) est moins
stable thermiquement que la PPO du Y ali poire (Pyrus bretschneiderz) (t112=
6 mm; 70°C) (Zhou et al., 1991), de lapomme (ti,'’2 = 6 mm; 70°C)
(Yemenicioglu et al., 1997), del'avocatier (Persea americana) (ti,'2 =8 mm;
70°C) (Kahn, 1997), du Taro (t112 = 26.9 mm; 60°C, t1,'2 = 14.3 mm; 70°C)
(Yemenicioglu et al., 1999) et.de |I'ananas (ti,'2 = 93.66 mm; 55°C, t1,'2 = 79.67
mm; 60°C, t112 = 63.01 mm; 70°C) (Chutintrasria et Noomhorm, 2006). Par
contre la PPO du champignon de Paris est plus stable thermiquement par
rapport alaPPO du raisin blanc (var. Victoria, I'Afrique du sud) (ti,2 = 4.43
mm; 55°C, t112 = 1.15 mm; 60°C) (Rapeanu et al., 2006).



Le Tableau (4) montre que les valeurs de |a constante de vitesse
d'inactivation (k) et D, augmentent et diminuent respectivement avec
'augmentation de latempérature. Ce qui indique clairement que la PPO
sinactive rapidement aux températures élevées (Gheibi et al., 2006
Gnangui et al., 2009).

L'influence de latempérature sur la constante de vitesse d'inactivation (k)
est décrite al'aide de larelation d'Arrhenius

Ln(k) = - in(A) Equation (8)

Avec:

k Constante de vitesse d'inactivation (min ™).

A Constante d'Arrhenius.

Ea Energie d'activation (J.mol") (énergie requise pour que l'inactivation se
produise).

R Constante des gaz parfaits (8.314 J.mol'.°K").

T Température absolue en Kelvin (0k).

LaFigure (20) représente le logarithme népérien de la constante de vitesse
d'inactivation en fonction de l'inverse de la température absol ue.

L e graphique Arrhenius pour |'inactivation thermique de la PPO, possede
un aspect linéaire (R? = 0.9667) dans toute la gamme des températures
explorée expérimentalement. La pente de la courbe vaut (-Ea/R). Elle
permet de déterminer |'énergie d'activation de I'oxydation du catéchol par la
PPO. Cette énergie est estimée a 208.37 kJmol. Elle est plus élevée que
celledelaPPO du Taro (Colocasia antiquorum) 87.78 kJmol (Y emenicioglu
et al., 1999), delaPPO del'ananas (Chutintrasri e¢ Noomhorm, 2006) 23.70
kJ/mol; de la PPO de Yam (Dioscorea cayenerisis-roturidata cv Longbd)
(Gnangui et al., 2009) 67.67 kJmol et de la PPO de banane 155 kJmol
(Musa cavendishiz) (Onal et al., 2007), maisinférieure que celles de la PPO
du raisin blanc (var. Victoria, I'Afrique du sud) ; 221.5 kJmol (R&peanu et
al., 2006), de la PPO du raisin de table (Crimson Seedless); 295.5 kJ/mol
(Forteaet al., 2009) et delaPPO de péche; 502 kJmol (Chan et Y ang,
1971).
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Les grandes valeurs d'énergie d'activation (Ea) reflétent une grande
sensibilité de la PPO au changement de latempérature (Weemaes et ai.,
1998; Chutintrasri et Noomhorm, 2006). Cependant, la PPO du champignon
de Paris semblerait plus thermostable que les PPOs du raisin, de péche et de
la banane, mais moins thermostable que les PPOs de Taro, d'ananas et de

Yam.

Y = -25063.37 X +73.06
0 R?= 0.9667

-6

7
- 1 | I I |

0,002850,00290 0,00295 0,00300 0,00305 0,00310 0,00315 0,00320
UT (°K)
Figure 20: Graphique d'Arrheniusrelatif alavitesse d'inactivation
thermique de la PPO de champignon de Paris (Agaricus bisporus).

Larelation entre le temps de réduction et |latempérature est présentée
danslaFigure (21). La pente de la courbe est représenté par -1/Zr.

Lavaleur de zt pour la PPO du champignon de paris, 10.1°C, a45-73°C,
est dans la gamme des valeurs trouvées pour d'autres PPOs obtenues a
partir de fruits qui sont comprises entre 8.5 a10.95°C (Onal et al., 2007;
Rapeanu et Bulancea, 2005; Unal et Sener, 2006; Répeanu et ai, 2006;
Strubi et al., 1975; Vamos-Vigyazo, 1981).
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En générale, une faible valeur de Z'r indique une grande sensibilité vis-a-
visde latempérature (Barrett et al., 1999). Cependant, |la PPO du
champignon de Paris est moins thermostable, comparativement parlant,
aux PPOs obtenues a partir de I'ananas (ZT = 104.2 °C) (Chutintrasri et
Noomhorm, 2006), detaro (ZT =25.5°C) (Yemeniclolu et al., 1999), d'haricot
devanille (ZT =21°C) (Vanillaplanjfolia) (Waliszewski et al., 2009), de
banane (Musa cavendishiz) (ZT =14.2°C) (Onal, 2007) et de Yam (ZT =29.41
°C) (Dioscorea cayenensis-rotundata cv Longb0) (Gnangui et al., 2009).

Température (°C)

Figure 21: Effet delatempérature sur lavaleur-D de l'inactivation de la PPO
de champignon (Agaricus bisporus).
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3.8 Etude cinétique del'inhibition dela PPO d'Agaricusbisporus (J.E.
L ange) | mbach

L'effet inhibiteur de |'acide benzoique, de |I'azide de sodium et du fluorure
de sodium sur les activités diphénol et triphénol oxydases de la PPO de
champignon de couche (Agaricus bisporus (J.E. Lange) Imbach) est étudié en
utilisant le pyrocatéchol et le pyrogallol comme substrats.

L es résultats trouvés, montrent que tous les inhibiteurs testés, ont
provoqués une diminution significative des activités di- et triphénol oxydases
de la PPO et que leur pouvoir inhibiteur, dépend non seulement de leurs
concentrations dans le milieu réactionnel, mais aussi de la concentration du
substrat utilisé.

L es coefficients de régression linéaire (R ?) sont indiqués dans les Tableaux
(5) et (6). Leurs valeurs sont comprises entre 0.99-1.00, ce qui indique bien
que les données expérimentaux, sont parfaitement gjustées par les
éguations d'inhibitions choisies.

3.8.1 Inhibition compétitive del'activité triphénol oxydase de la PPO
du champignon de couche par |'acide benzoique et I'azide de sodium

Dans les conditions expérimental es utilisées, I'oxydation du pyrogallol par
la PPO de champignon de couche, suit une cinétique de Michaelis-Menten.
L es cinétiques d'inhibitions de I'acide benzoique et I'azide de sodium
agissant sur I'enzyme ont été déterminées par I'analyse des représentations
graphiques en double inverse de Lineweaver-Burk.

Les Figures (22) et (23) montrent respectivement, les graphiques de
Lineweaver-Burk de I'enzyme en présence d'acide benzoique et d'azide de
sodium. Lareprésentation graphique de 1 /Vo en fonction de 1/[S] est un
ensembl e de courbes droites, de pentes différentes, qui se croisent I'une sur
I'autre sur I'axe des ordonnées. Lavaleur de V m demeure constante tandis
que, lavaeur de Km augmente avec |'augmentation de |la concentration de
I'inhibiteur. Ceci indique que, I'acide benzoique et |'azide de sodium sont
considérés comme des inhibiteurs compétitifs de I'activité triphénolase de la
PPO du champignon de couche. Ces deux inhibiteurs se fixent uniquement
sur I'enzyme libre et non pas sur le complexe enzyme-substrat.



L a constante d'équilibre de fixation de l'inhibiteur sur I'enzyme libre, Ki,
est obtenue a partir de la représentation graphique de la constante de
Michaelis-M enten apparente (Km) en fonction de la concentration de
I'inhibiteur. Comme c'est indiqué dans le Tableau (5), les constantes
d'inhibition (Ki) pour |'acide benzoique et I'azide de sodium, utilisant le
pyrogallol comme substrat sont respectivement, 0.0498 et 3.22 mM.

L'inhibition compétitive de la PPO par I'acide benzoique et par |'azide de
sodium observée dans notre étude, est en accord avec les résultats trouvées
pour d'autres PPOs obtenue s a partir de différentes sources (Anosike et
Ayaebene, 1982; Ziyan et Pekyardimci, 2004; Dogan et al., 2005; Robert et
al., 1997). Le caractére inhibiteur de I'acide benzoique est due a la présence
du cycle benzéne au niveau de sa structure (Pifferi et al., 1974).

Dogan et al. (2005) ont trouvé que lI'azide de sodium est un inhibiteur
compétitif de la PPO d'artichaut (Cynara scolymus L.) lorsque le pyrogallol
est utilisé comme substrat. Ce méme auteur (Dogan et al. 2007), observe
une inhibition de type non compétitif pour la PPO de basilic (Ocimum
basilicum L.) par I'azide de sodium, méme en présence du pyrogallol comme
substrat.

A cejour, I'azide est toujours considéré comme étant un inhibiteur de la
PPO. Ce comportement est lié a son aptitude a former des complexes avec
plusieurs enzymes a cuivre. Latoxicité des métalloenzymes par |'azide de
sodium, en particulier les enzymes a cuivre, est due principalement a sa
susceptibilité de sassocie fortement au métal du site actif, ce qui provoque
un changement du nombre de coordination et |la conformation du site actif
(Shi et al., 2002 ; Gundogmaz et al., 2003).

L'interaction entre |'azide et I'ion cuivre du site actif, peut entrainer une
perte de l'ion cuivre de la protéine et par conséquent I'inactivation de

I'enzyme (Burton, 1994).
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Figure 22: Lesgraphiques de Lineweaver-Burk de I'inhibition de I'activité de la PPO de
champignon de couche sur le pyrogallol par I'acide benzoique. Concentrations de |'acide

benzoique sont: O, 0.13 (A), et 0.25 () mM.
Chague valeur représéente la moyenne de trois essais +ES.

1,0 -0,5 0,0 0,5 10 15 2,0 25
U[S], (mMY)

Figure 23: Les graphiques de Lineweaver-Burk de I'inhibition de I'activité
de la PPO de champignon de couche sur le pyrogallol par I'azide de sodium.
Concentrations de I'acide benzoique sont: O (.), 3.75 (A), et 7.5 () mM.
Chaque valeur représente la moyenne de trois essais +ES.
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3.8.2 Inhibition mixte-type | del'activitétriphénolase de la PPO du
champignon de couche par lefluorure de sodium

L e mécanisme par lequel le fluorure de sodium inhibe I'activité
triphénolase de la PPO de champignon de couche a été déterminé. Comme
c'est indiqué dans la Figure (24), le fluorure de sodium agit comme un
inhibiteur mixte-type | de laPPO lorsque le pyrogallol est utilisé comme
substrat.

LaFigure (24), montre les graphiques de Lineweaver-Burk de I'enzyme en
présence de fluorure de sodium. Lareprésentation graphique de ,,,,, en
fonction de 1/[S], et une série de courbes droites de pentes différentes, qui
se croisent |'une sur I'autre coté abscisses négatives et ordonnées positives,
au voisinage de -0.15 et +0.5, avec une diminution de lavaleur de vmax €t
inversement, une augmentation du Km. Ces résultats indiquent que le
fluorure de sodium est un inhibiteur mixte-type | de I'activité triphénol
oxydase de la PPO du champignon de couche.

L es constantes d'équilibre de lafixation de I'inhibiteur avec I'enzyme libre
(Ki), et le complexe enzyme-substrat (Kis), sont obtenues respectivement a
partir des représentati ons graphiques des pentes et des points d'intersection
verticaux, en fonction de la concentration du fluorure de sodium. Les valeurs
de Ki et de Kis déterminés sont respectivement, 81.08 et 161.14 mM.

Le Tableau (5) montre que pour le fluorure de sodium, le rapport Kis/Ki
est plus que 1. Ce qui indique que cet inhibiteur se fixe préférentiellement
sur la PPO libre (Bar, 2001). Ce comportement suggere gue le fluorure de
sodium peut se fixé sur I'enzyme libre et sur le complexe enzyme-substrat, et
gue les constantes d'équilibre pour ses deux interactions sont différentes.
Dans ce cas, I'inhibition mixte signifie que, I'inhibiteur affecte I'affinité de
I'enzyme vis-a-Vis de son substrat, sans pour autant se fixer sur le site actif
du substrat (Macrae et Duggleby, 1968).
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Figure 24: Les graphiques de Lineweaver-Burk de I'inhibition de I'activité de la
PPO de champignon de couche sur le pyrogallol par le fluorure de sodium.
Concentrations de fluorure de sodium sont: O (.), 71.3 (A), et 143 () mM.

Chaque valeur représente la moyenne de trois essais £ES.

3.8.3 Inhibition mixte-typell del'activité diphénolase de la PPO du
champignon de couche par le fluorure de sodium

L es constantes d'équilibre de fixation de I'inhibiteur sur I'enzyme libre (E),
Ki, et surlecomplexe enzyme-substrat (ES), krs, sont obtenues
respectivement a partir des graphes secondairesde kKm/vm €t 1/Vmax
apparentes en fonction de la concentration de l'inhibiteur (1). Lacinétique
d'inhibition de I'activité diphénolase de la PPO du champignon de couche par
le fluorure de sodium est illustrée dans la Figure (25).

Dans les conditions expérimental es utilisées dans cette étude, la réaction
d'oxydation du pyrocatéchol par la PPO, suit une cinétique de Michaelis-
Menten. Les graphiques en double inverse, et une série de courbes droites
de pentes différentes, qui se croisent |'une sur |'autre coté abscisses
négatives et ordonnées négatives, au voisinage de -6 et -1. Lesvaleursde Km
et vm diminuent simultanément avec |'augmentation de la concentration
du fluorure de sodium. Ce qui indique que l'inhibition est mixte-type Il.
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Figure 25: Lesgraphiques de Lineweaver-Burk de I'inhibition de I'activité de la PPO
de champignon de couche sur |le pyrocatéchol par le fluorure de sodium.
Concentrations de fluorure de sodium sont: O W, 40 (A), et 100 (.) mM.

Chaque valeur représente la moyenne de trois essais +ES.

L'effet non compétitif étant plus puissant que I'effet compétitif, indique
que le fluorure de sodium, inhibe plus facilement I'enzyme libre qu'il inhibe
le complexe enzyme-substrat.

L es constantes d'inhibition Ki et K15 sont respectivement, 148.97 et 49.19
mM. Lavaleur Ki grande devant celle de Kis, indique que I'affinité de
I'inhibiteur est plus élevée pour le complexe enzyme-substrat par rapport a
I'enzymelibre (Han et al., 2008). Ces résultats sont regroupés dans le
Tableau (6).

En terme du mécanisme d'inhibition, les résultats suggérent que le
fluorure de sodium se fixe sur I'enzyme libre et aussi sur le complexe
enzyme-substrat (Song et al., 2005).

A partir de ces résultats, on peut supposer gue le site de fixation du
substrat de I'enzyme peut étre occupeé soit par le substrat soit par
I'inhibiteur; mai, on ne peut pas exclure la possibilité d'existence d'un site
spécifique sur la PPO pour lafixation de I'inhibiteur (Waiker et Wilson,
1975).
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3.8.4 Inhibition compétitive de I'activité diphénol oxydase de la PPO
de champignon de couche par I'acide benzoique

L e comportement cinétique de I'oxydation du pyrocatéchol par la PPO du
champignon de couche est étudié. Dans les conditions de I'étude, I'oxydation
du pyrocatéchol par la PPO suit une cinétique de Michaelis-Menten. Les
études cinétiques de I'enzyme en présence de |'acide benzoique sont
représentées par e graphique de Lineweaver-Burk (Figure 26).

4 -2 0 2 4 6 8 10
IHE§ (MM~ )

Figure 26: Lesgraphiquesde Lineweaver-Burk de l'inhibition de I'activité de la PPO de
champignon de couche sur le pyrocatéchol par |'acide benzoique. Concentrations de
I'acide benzoique sont: O (), 0.05 (A), et 0.1 () mM.

Chaque valeur représente la moyenne de trois essais +ES.

L es résultats indiquent que I'acide benzoique agit en tant qu'inhibiteur
compétitif de la PPO. L'augmentation de la concentration de I'acide
benzoique se traduit par une série de courbes droites de pentes différentes,
ayant le méme point d'intersection sur I'axe !1yg § environ 0.05.

La constante d'équilibre de lafixation de I'inhibiteur sur I'enzyme libre, Ki,
a été obtenue a partir de la représentation graphique de la constante de
Michaelis-Menten apparente (Km), en fonction de la concentration de I'acide
benzoique. Lavaleur de la constante ainsi obtenue est de 0.046 mM.
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L es constantes cinétique et de I'inhibition sont indiquées dans le Tableau (6).

Nos résultats sont en accord avec ceux trouves par Duckworth et
Coleman (1970).

3.8.5 Inhibition mixte-typel del'activité diphénol oxydase de la PPO
du champignon de couche par |'azide de sodium

Dans les conditions expérimental es utilisées dans I'étude, |'oxydation du
pyrocatéchol par |la PPO du champignon de couche suit une cinétique de
Michaelis-Menten. D'apres la représentation de Lineweaver-Burk, les droites
pour |'enzyme non inhibée et pour les deux différentes concentrations d'azide
de sodium se croisent du coté gauche de I'axe 1/VO et au dessus de |I'axe
1/[Sl, avec une diminution de V 5. €t inversement une augmentation du Km,
indiguant que I'azide de sodium provoque une inhibition mixte-type | pour
I'oxydation du pyrocatéchol par |la PPO du champignon de couche (Figure
27).

L 'inhibition mixte-type I, indique que I'azide de sodium affecte I'affinité de
I'enzyme pour |le pyrocatéchol, sans se fixer sur le site actif de I'enzyme.

Dans le Tableau 6, on remarque gue le rapport Kis/Ki est supérieur a1l
pour |'azide de sodium. Ce qui indigue que |'affinité de ce composé pour
I'enzyme libre est élevée par rapport a celle pour le complexe enzyme-
substrat.

Doan et al. (2007) ont observé une inhibition de type non-compétitive par
I'azide de sodium pour la PPO du basilic (Ocimum basilicum L.) utilisant le
pyrocatéchol comme substrat. Arslan et Dogan (2005) ont trouvé que l'azide
de sodium est un inhibiteur non-compétitif pour les PPOs obtenues a partir
d'artichaut (Cynara scolymus L.) et de basilic (Ocimum basilicum L.) lorsque
le pyrocatéchol était utilisé comme substrat. De plus, Aydemir et al. (2003)
ont trouvé que |'azide de sodium agit en tant qu'inhibiteur compétitif pour la
PPO extraite a partir d'artichaut de Jérusalem (Helianthus tuberosus) lorsque
le pyrocatéchol était utilisé comme substrat.
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Figure 27: Les graphiques de Lineweaver-Burk de I'inhibition de I'activité de la PPO
de champignon de couche sur le pyrocatéchol par |'azide de sodium.
Concentrations de I'azide de sodium sont: O (.), 1 (A), and 2.5 (.) mM.

Chaque valeur représente la moyenne de trois essais £ES.

Comme c'est décrit ci-dessus, le type d'inhibition et la valeur de Ki
dépendent de la structure du substrat et de I'inhibiteur (Vamos-Vigyazo,
1981). Letype d'inhibition dépend aussi de I'origine de la PPO étudiée
(Robert et al.,, 1997). Par conséquent, aucune regle générale ne peut étre
établie pour le type d'inhibition observé.

Lesvaleurs de Ki et Kisindiquées dans les Tableaux (5) et (6) suggerent
gue l'inhibiteur le plus efficace pour les deux activités, di- et triphénol
oxydases de la PPO de champignon de couche est I'acide benzoique, a cause
de savaleur k1 qui est laplusfaible. Lefait qu'il est un analogue structural
des substrats de la PPO peut expliqguer son pouvoir inhibiteur élevé.

L 'acide benzoique et |'azide de sodium sont couramment utilisés en
technologie aimentaire, et peuvent étre utiles dans la prévention du
bruni ssement enzymatique des champignons comestibles (Y agar et
Sagirolu, 2002).
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3.8.6 Effetsdel'acide benzoique, del'azide de sodium et de fluorure
de sodium sur I'activité diphénol oxydase dela PPO de champignon de
couche

L'effet de différentes concentrations de I'acide benzoique, de I'azide de
sodium et du fluorure de sodium sur I'oxydation du pyrocatéchol par la PPO
de champignon de couche est étudié. Chacun de ces inhibiteurs montre un
effet inhibiteur concentration-dépendant sur |'activité enzymatique de la
PPO. Les Figures (28), (29) et (30) représentent respectivement le
pourcentage d'inhibition de la PPO par I'acide benzoique, le fluorure de
sodium et I'azide de sodium, utilisant le pyrocatéchol comme substrat.

L 'activité diphénol oxydase diminue significativement avec |'augmentation
de la concentration d'inhibiteur.

Afin de comparer le pouvoir inhibiteur de ces différents inhibiteurs, leurs
valeurs d'1 C50, définie comme étant la concentration d'inhibiteur qui
provoque une diminution de I'activité enzymatique initiale a 50%, ont été
déterminées dans les mémes conditions. Les valeurs d'1050 ainsi obtenues
sont regroupées dans le Tableau (6).

Sur les trois inhibiteurs testés, I'acide benzoique est e plus puissant avec
une 1050 de 0.147 mM. Le second est |'azide de sodium avec une 1050 de 3.20
mM, suivie du fluorure de sodium avec une 1050 de 123.94 mM.
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Figure 28: Effet dela concentration de |I'acide benzoique sur lal'oxydation de
pyrocatéchol par la PPO de champignon de couche. Les conditions d'essai: 25°C,
2.0 ml de milieu réactionnel contient 0.1 M de tampon K2HPO4-KH2PO4 (pH 7.0), 0.4

mM de pyrocatéchol, et 10 il de la PPO de champignon de couche.
Chaque valeur représente la moyenne de trois essais +ES.
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Figure 29: Effet delaconcentration du fluorure de sodium sur lal'oxydation de
pyrocatéchol par la PPO de champignon de couche. L es conditions d'essai: 25°C,
2.0 ml de milieu réactionnel contient 0.1 M de tampon K2HPO4-KH2PO4 (pH 7.0), 0.4
mM de pyrocatéchal, et 10 pl de la PPO de champignon de couche.

Chaque valeur représente la moyenne de trois essais +ES.
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Figure 30: Effet dela concentration de |'azide de sodium sur lal'oxydation de
pyrocatéchol par la PPO de champignon de couche. Les conditions d'essai: 25°C,
2.0 ml de milieu réactionnel contient 0.1 M de tampon K2HPO4-KH2PO4 (pH 7.0), 0.4
mM de pyrocatéchol, et 10 jil de la PPO de champignon de couche.

Chaque valeur représente la moyenne de trois essais +ES.
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Chapitre 4. Conclusion générale et per spectives

Parmi les effecteurs qui interviennent dans |l e brunissement du

champignon de Paris (Agaricus bisporus (J.E.Lange) Imbach) et de nombreux

autres produits végétaux, la poiy phénol oxydase joue un réle essentiel.

La PPO met en jeu deux activités enzymatiques: les activités crésolasique

et catécholasique. Le travail que nous avons entrepris dans le cadre de cette

thése s'est focalisé en particulier sur |'activité catécholasique d'un extrait

partiellement purifié par précipitation au sulfate dammonium. Ce qui nous

apermis d'aboutir aux conclusions suivantes:

1-

La méthode d'extraction et de la purification partielle de la PPO du
champignon de Paris, simple a mettre en oeuvre, nous a permis
d'obtenir un extrait enzymatique riche en PPO et également trées

stable. L'avantage principal de cette méthode, est de préserver les
deux activités, crésolase et catécholase de I'enzyme.

L 'activité catécholase de I'extrait brut de la PPO du champignon de
Paris est plus élevée par rapport a celles trouvées pour d'autres PPO
obtenues a partir de diverses sources végétales.

La PPO est relativement stable pendant plusieurs jours de stockage a -

15°C. Une activité laccase négligeable a été également observée,

La PPO du champignon de Paris peut oxyder les mono-, di- et les
triphénols. La L-tyrosine et |e pyrocatéchol ce sont les meilleurs

substrats phénoliques de I'enzyme.

L'influence de la concentration en pyrocatéchol et en pyrogallol sur

I'activité enzymatique fait apparaitre, outre la réponse michaelienne
classique, I'effet inhibiteur d'un exces de substrat.

L 'activité catécholase de la PPO est plus élevée aux pH voisins de la
neutralité. Elle est maximale aux pH 7 et 7.5, en présence des deux
substrats : le pyrocatéchol et le pyrogallol.

L'étude de la stabilité thermique de |'activité catécholase de la PPO
montre que sa température optimale apparente est comprise entre
30°C et 40°C.

La PPO du champignon de Paris a était efficacement inhibée par

quelques inhibiteurs classiques.
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En particulier et par ordre d'inhibition décroissante: I'acide
benzoique, I'azide de sodium, et le fluorure de sodium. Il est
intéressant de remarquer que |'acide benzoique peut étre utilisé pour
empécher |e brunissement enzymatique du champignon durant le
stockage. En effet c'est un inhibiteur méme aux trés faibles
concentrations.

O- I'inactivation thermique, est le procédé le plus utilisé pour stabiliser
les champignons. En effet, |'inactivation thermique de la PPO du
champignon de Paris peut étre convenablement décrite par un model
cinétique de premier ordre, dans la gamme des températures comprise
entre 45 a73°, avec une zT = 10.1°C et une Ea de 208.37 kJ/mol. Le
traitement thermique de courte durée a 70°C est efficace pour
inactiver totalement I'enzyme et pourrait étre considéré donc comme
un moyen efficace pour le contrdle de brunissement enzymatique du
champignon de Paris.

Auss un aspect directement pratique de ce travail, est I'étude de I'action
des inhibiteurs sur les activités diphénolase et triphénolase de la PPO.

En perspectives, il serait envisageable d'gjouter des étapes de purification
supplémentaires pour pouvoir purifier et concentrer la PPO. L'enzyme ainsi
obtenue peut étre utilisée aussi bien pour |e dével oppement de biocapteurs
pour le dosage des composés phénoliques, ainsi que pour la dégradation des
phénols présents dans les eaux usées industrielles.
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Annexe 1.
1. Composition du réactif de Folin-Ciocalteau

Le réactif de Folin-Ciocalteau comprend deux solutions (A) et (B) qui sont
préparés comme suit:

Solution (A): mettre dans |'ordre

¢ CuS0O4 anhydre 0.05¢g

o TartratedeK O01lg

* Carbonate de Na (Na2CO3) log

* NaOH 29

» FEaudistillée g.s.p. 100 mi

Chague produit chimique est mis successivement en diluant a chague fois
avec de |'eau distillée, jusqu'a un volume de 100 mi.

Solution (B): (A préparer au dernier moment.)
0.5 ml deréactif de Folin dans 8.5 ml d'eau distillée.
Remarque : Il faut adapter le volume total au nombre de tubes a doser.
2. Calcul del'activité enzymatique volumique (AV):
L 'activité enzymatique volumique (UE/ml) est calculée par laformule

suivante

VO
AV(UEJmL
( ) yE x|

Avec:

Vo : Vitesseinitiale de la réaction enzymatique (Abs/min);

VE: Volume de I'enzyme dans le milieu réactionnel (ml);

1: Une unité enzymatique (1 UE) est définie par la quantité d'enzyme qui
cause |I'augmentation d'une unité d'absorbance par minute.

3. Calcul del'activité enzymatique spécifique (AS):

L 'activité enzymatique spécifique est définie comme étant le rapport entre
I'activité enzymatique volumique AV (UE/ml) et la concentration totale en
protéine de |'extrait enzymatique (mg/ml)

L'activité enzymatique spécifique (AS) est déterminée par le calcul

suivant: AV(UE/m)
ASUEMS) = rppoteines]
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Partial Purification and Characterization of
Polyphenol Oxidase Extracted from Agaricus
bisporus (J.E.Lange) | mbach®

Hicham Gouzi and Abdelhafid Benmansour

Abstract

Polyphenol oxidase (PPO) from mushrooms (Agaricus bisporus (J.E.Lange)
Imbach) was partially purified and characterized. The enzyme exhibited both
monophenol ase and diphenolase activities that were measured spectrophotometri-
cally using L-tyrosine and pyrogallol as substrates. A two-fold purification in both
activities was achieved by ammonium sulfate fractionation. The monophenolase
activity was 3.35 EU/mI, and the diphenolase activity was 189.3 EU/mI. PPO was
relatively stable at -15°C for 44 days. The enzyme was not very heat stable, and
its activity decreased when incubated at the temperatures bigher than 35°C. PPO
activity showed two pH optima, at 5.3 and 7.0 at 25°C when pyrogallol was used
as the substrate.

Mono-, di- and triphenols were substrates for PPO. Using VmaxIKm as a speci-
ficity constant, pyrocatechol was the better substrate followed by pyrogallol. The
kinetic parameters of the enzyme were: Vmax = 78 EU/min/ml, Km = 1.4 mM
and KS = 250 mM for pyrogallol and Vmax = 168 EU/min/ml, Km = 0.40 mM
and KS = 270 mM for the pyrocatechol. Of the inhibitors tested, competitive-
type inhibition was observed with benzoic acid and sodium azide. A mixed-type
inhibition was observed with L-cysteine and sodium fluoride.

KEYWORDS: mushroom, Agaricus bisporus, polyphenol oxidase, purification,
characterization
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1. INTRODUCTION

Enzymatic browning in fruits and vegetablesis often an undesirable reaction and responsible for unpleasant sensory
qualities and lowers the nutritional and market value (1)nal, 2007). The prevention ofthis reaction has aiways been a
challenge to food scientists (Mathei's, 1987).

The main enzyme involved in thisreaction is tyrosinase, (polyphenol oxidase (PPO), monophenol, o-diphenol:
oxygen oxidoreductase; EC 1. 14. 18. 1) acopper protein widely distributed in nature (Casafiola-Martin et al., 2006).

The PPO also has potential as a biocatalyst for applications involving the removal of phenols from water, to
prepare biosensor, for detecting the concentration of phenolsin water, and to produce L-dopafrom L-tyrosine (Sun
et al., 1992; Burton et al., 1998; Carvalho et al., 2000; Pena et al., 2001). In the presence ofmolecular oxygen, PPO
catalyzes both the o-hydroxylation of monophenols (monophenolase or cresolase activity) and the oxidation of the
o-diphenols into o-quinones (diphenolase or catecholase activity) which polymerize to form brown or black
pigments (Kolcuoglu et al., 2006).

PPO found in mushroom (Agaricus bisporus (J.E.Lange) Imbach) has been used in this study sinceit is readily
obtainable in relatively large quantities. We used a method for the extraction of plant enzymes using acetone
powders (Anderson, 1968).

The aim of thiswork wasto isolate, partial purity and characterize the PPO from mushroom and determine some
of its enzymatic properties. The characteristics of the enzyme were investigated at différent pH levels and
temperatures. Substrate, and inhibitor effects were also studied. This resulting information will be useful for
devising effective methods for enhancing the quality of mushroom.

hoi i1l - oJid

2.1 Materials

The source of the enzyme was the common commercially cultivated mushroom (Agaricus bisporus) bought on the
free market. The mushrooms must be white, fresh and as small and young as possible. The stalks were cleaned and
stored at 4°C until use.

Pyrogallol, pyrocatechol and guaracol were obtained from Fluka. All other chemicals and reagents employed
were of analytical grade.

2.2 Methods

221 Enzymeextraction and purification: Polyphenol oxidase was extracted according to the method of
purification described by Dawson and Magee (1955).

Step 1. Preparation of crude extract: 745.5 g of fresh mushroom were washed abundantly with distilled water in
order to eliminate the soil residues and air dried then were crushed in amixer containing 1230 ml of prechilled
acetone (-15°C) to remove endogenous phenols, chromogenic substrates and to disphace water (Nelson and Mason,
1970; Ben-Shalom et al., 1977; Vmos-VigyazO, 1981).

The pulp was filtered through cheese-cloth and was manually pressed until obtaining a dry residue or acetone
powder. The pressed pulp, which weighed 93.5 g, was frozen by being placed in contact with dry ice for at least 4
hours. It may be stored in this frozen condition for several months, if desired. The frozen pulp was then broken up,
suspended in about 960 ml of distilled water and allowed to stand overnight in the refrigerator at about 5°C. The
suspension was filtered through cheese-cloth, and the pulp wrapped in cheese-cloth and squeezed dry. The filtrate
obtained (800 ml) was then filtered twice using vacuum filtration in order to eliminate the remaining particles.
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Step 2. Precipitation with acetone: 1200 ml of acetone was added to 800 ml of the filtrate from step 1, and the
resulting precipitate was filtered on Celite. The precipitate and the Celite pad were suspended and stined in 252 ml
ofcold distilled water (5°C) to redissolve the protein.

The solution is then refiltered through another Celite pad. Filtrate (224 ml) is placed in arefrigerator at  5°C.
Step 3. Fractionation with ammonium sulfate: 103.6 g of ammonium sulfate (NH 4,.SO4 was dissolved in 224 ml
of the cold solution from the step 2 to make 60 % saturation solution. Alter stirring for afew minutes, the mixture
was filtered on Celite, and the precipitated proteins on the pad were washed with cold 0.35 M of (NH 4,.504. The
precipitated protein was then redissolved by stirring in 200 ml ofcold distilled water asin step 2.

Protein concentration of the enzyme preparation at différent stages of purification was determined according to
the method of Lowry et al. (195 1) with bovine serum albumin as standard.

2.2.2 Enzymeassays. The mono- and diphenolase activities of the PPO were determined by measuring the
formation of o-quinones directly by means of a spectrophotometer (Jenway 6405 UV/Vis) in the presence of
air/oxygen (Espin et al., 1995). The monophenolase activity was monitored at 475 nm using L-tyrosine as the
substrate. The steady-state rate of monophenolase activity was calculated from the linear zone of the product
accumulation curve ater the lag period. The standard reaction mixture contained 0.1 ml of enzyme solution and 2
ml of 2.5 mM L-tyrosinein 0.1 M sodium phosphate buffer (pH 7.0).

The diphenolase activity was followed by monitoring the increase in absorbance at 420 nm using pyrogallol as
the substrate. The initial rate was calculated from the slope of the absorbance-time curve (Unal, 2007). Stock
solution of pyrogallol was prepared in 5 mM of ortho-phosphoric acid.

The standard reaction mixture for diphenolase activity contained 2 ml of pyrogallol at 20 mM. The reaction was
started by addition of 5 il enzyme solution. The substrate and the enzyme fraction were mixed alter a pre-incubation
period of 5 min at 30°C.

Assays for laccase activity were carried out at 30°C in 2 ml of 0.1 M citrate buffer (pH 3.5) containing 50 ffl of
guaiacol (0.1 ml of the stock solution of guaiacol (98%) in 10 ml of methanol). Oxidation was monitored at 470 nm
following addition of 75 gl of enzyme extract (Zhang and Flurkey, 1997; Johannes and M ajcherczyk, 2000).

In our study, one unit of enzyme activity was defined as a change in one absorbance unit/min/ml (Fan and
Flurkey, 2004). Specific activity was expressed as units/mg protein.

All experiments were performed in triplicate and the corresponding mean values plotted.

2.2.3 Data analysis: Kinetic dataanalysiswas carried out using linear and nonlinear regression fittings, applying the
Table Curve 2D "™ v2.03 and Enzyme Kinetics Pro ™ Version 2.36 programs.

2.2.4 Stability of the PPO activity during storage at -15°C: The crude extract and partialy purified enzyme were
frozen at ~15'C inrefrigerator. Their catecholase activity was determined every two days during 44 days of storage.
The specific enzyme assay conditionswere: 25°C, pH 7 (0.1 M sodium phosphate buffer), 20 mM pyrogallol and
5jtl of enzyme extract.

2.2.5 Effect of the pH on PPO activity: Determination of the pH optimum was carried out in 0.1 M citrate buffer
ranging in pH from 3.15to 5.3 and in 0.1 M phosphate buffer ranging as above from pH 6 to 8. Catecholase activity
was monitored using 20 mM pyrogallol as substrate. PPO activity was also determined using 0.1 M citrate buffer
from pH 3.75 to 8.15 with 20 mM pyrocatechol as the substrate.

Enzyme was added directly into quartz cuvettes containing buffer and substrate at each specific pH before
monitoring absorbance versus time curves. Each assay mixture was repeated in triplicate using the saine stock of
crude or partially purifled enzyme extract.

Negligible autoxidation of the pyrogallol and pyrocatechol occurred in the standard assay at pH 7 or below.
Enzymatic activitiesin pH higher than 7 were corrected for the autoxidation of pyrogallol in purpurogalline and the
pyrocatechol in o-benzoquinone (Abrash, 1989; Palmer, 1963).
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After ammonium sulfate fractionation 30% of activity remained, while 86.3% of protein waslost. A 2 fold increase
in purity was obtained for the PPO from the mushroom with 0-60% ammonium sulfate fractionation. The enzymatic
catecholase activity was 189.3 EU/ml and 3.35 EU/m for the cresolase activity. The enzyme obtained from
mushroom is areal tyrosinase because it showed both diphenol ase and monophenolase activities (Figure. 1 (a)-(b)),
when L-tyrosine or pyrogallol were used as substrates.

0,25
04
E E 0,20
N 0,15
u
C
' 0.1 0 005
0,0 0,00
0 10 20 30 40
Time(s) Time(s)

Figure 1. Enzymatic activities ofmushroom polyphenol oxidase measured as described in methods
(Curve @) Monophenolase activity L-tyrosine
(Curve b) Diphenolase activity pyrogallol

The monophenolase activity was characterized by alag period prior to the attainment to the steady state rate
(Nuflez-Delicado et al., 1996). Smith and Krueger (I 962) have demonstrated that both types of activities occurred in
the mushroom. However, many polyphenol oxidases lack cresolase activity (Jesus Rivas and Whitaker, 1973). The
total enzymatic activity of the crude extract was higher than these reported in the literature (Ylostalo et al., 2001;
Fan and Flurkey, 2004). In addition, the catecholase activity remained stable, even for several weeks at -15°c but
the cresolase activity was |less stable. Sharma et al. (2003), found that mushroom tyrosinase extracts retain their
residual activities when stored for a 28 day period at -10 to 10°C. A negligible laccase activity was observed and
represented only 0.22 % of the activity total polyphenol oxidase in ammonium sulfate fraction.

3.2 Effect of pH

The pH activity profile for the oxidation of pyrogallol of mushroom PPO is shown in Figure 2. Two apparent pH
optima were observed for PPO activity at 25°C: one at pH 5.3 and the other at pH 7.0.

The first peak could be due to an artefact caused by changing buffers (Unal, 2007). The presence of twa pH
optima, suggests that the enzyme extract contain more than one enzyme (Harel et al., 1964).
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Figure 2. Effect of pH on mushroom PPO activity in 0.1 M sodium citrate buffer (pH 3.15-5.3)
and 0,1 M sodium phosphate buffer (pH 6-8). The reaction medium contained 20 mm pyrogallol
and 51fl PPO

The pH optimum for PPO was also found to be dependent on the degree of purity of enzyme and the substrate
used (data flot shown). However, Dawson and Magee (1955) also found two pH optima (pH 5.5 and 7.0) for
mushroom PPO.

3.3 Enzymeskinetics and substrate specificity

When the pyrogallol and pyrocatechol concentration were increased from O to 50 mM (Figure. 3 (a)-(b)), an increase
in diphenolase activities were observed up to 10 mM and 20 mM for pyrogallol and pyrocatechol respectively.
Higher concentrations led to substrate inhibition. The apparent V ,, , K and K, for pyrogallol as substrate were V ,

78 EU/min/ml, K, = 1.4 mM and K5 = 250 mM, and those for pyrocatechol were , . 168 EU/min/ml, K, =
0.40 mM and K5 =270 mM.

In terms of substrate efficiency (V,jK), pyrocatechol appeared to be the best substrate. These K | values were
similar to others reported for PPO using spectrophotometric assays. GarciaMolina et al. (2005) found aK , for
pyrogallol of 2.16 and aK , for pyrocatechol of 0.3 mM using Agaricus bisporus PPO. Rodakiewicz-Nowak et al.
(2002) reported aK |, of 0.39 mM for pyrocatechol using Agaricus bisporus PPO.
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Figure 3. (a). Lineweaver-Burk plot of pyrogallol oxidation by the mushroom PPO
(b). Lineweaver-Burk plot of pyrocatechol oxidation by the mushroom PPO
The reaction medium contained 5jfl PPO and substrate concentrations ranging from O to 50 mm

The PPO in crude extracts was able to use mono-, di-, and trihydroxy phenolic compounds as substrates. The
enzyme showed low activity using mono- and triphenols as substrates but much greater activity with the diphenolic
substrate Table 2.

Table 2. Monophenolase, di- and triphenol oxidase activity of crude PPO

Activit' Relative to
Substrate Wavelength ; Pyrocatechol, %
Monophenols
L-tyrosine (2 mM) 475 0.7
Phenol (10 mM) 395 054
Diphenol
Pyrocatechol (10 mM) 410 100 (154 EU/ml)
Triphenols
Pyrogallol (10 mM) 420 435
Phloroglucinol (10 mM) | 395 0.29

Tyrosine has been shown substrate for the PPO from the champignon mushroom Agaricus bisporus (Sanjust et
al., 2003). The enzymatic oxidation of L-tyrosine and other monophenols is accompanied by atypical lag or
induction phase before a constant reaction velocity is reached. Because of ils dual substrate and catalytic activities,
the enzyme could be classified as atyrosinase.

3.4 Thermal stability

The enzyme was stable between 25 and 35°C. From 35 to 45°C, theresidual activity decreased slightly (17%), but
rapid inactivation occurred from 45 to 55°C. At 70°C the residual activity was 0% (Figure. 4). At high temperature,
the enzyme most likely underwent denaturation and lost its activity.

These enzymatic properties were similar to those reported for PPO in  Penaeu.gjaponicus (Benjakul et al., 2005),
Macr ol epiota mastoidea (Kolcuoglu et al., 2006) and Musa cavendishii species (Onal, 2007). PPO is generally
considered to be an enzyme of low thermostability (Amiot et al., 1987).
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Figure 4. Thermal stability of the enzyme afler heating for 30 min. The reaction medium
contained 20 mM pyrocatechol in 100 mM sodium phosphate buffer at pH 7.0

3.5 Inhibition studies

Four compounds were examined as inhibitors of PPO activity. Ail inhibitors used in this study inhibited PPO
activity, the extent of the inhibition was dependent on the concentration of the compound used.

Figures 5 and 6 demonstrate the effect of benzoic acid and sodium azide as an inhibitor of PPO using pyrogallol
as substrate. The Lineweaver-Burk double reciprocal plot showed that these inhibitors changed the K , value but flot

theV value.
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Figure 5. Competitive inhibition of polyphenol
oxidase from Agaricus bisporus by benzoic
acid (at 0.13-0.25 mM using pyrogallol as
substrate)
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Figure 6. Competitive inhibition of polyphenol
oxidase from Agaricus bzsporu.s by sodium azide
(at 3.75-7.5 mM using pyrogallol as substrate)
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Thisindicated that benzoic acid and sodium azide were compelitive inhibiiors of the enzyme. The inhibitor
constants Ki values for these cases were calculated to be 0.043 and 3.2 mM for benzoic acid and sodium azide
respectively.

Azide can form complexes with many copper enzymes, inhibiting their activity (Shi et al., 2002). The

competitive inhibition by benzoic acid is also in accord with that reported for other PPO (Jesus Rivas and Whitaker,
1973).

Dogan et al. (2005) showed that the inhibition of polyphenol oxidase extracted from the artichoke (Cynara
scolymus L.) by sodium azide was competitive inhibition.

The effect of L-cysteine and sodium fluoride as inhibitor using pyrogallol as substrateisillustred in Figures 7
and 8. Both inhibitors changed the K , and V. Thisimplies the inhibition type of L-cysteine and sodium fluoride
was of amixed type. 'Meir inhibitor constants K were calculated to be 1.47 and 73.68 mM respectively.
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Figure 7. Mixed inhibition of polyphenol Figure 8. Mixed inhibition of polyphenol
oxidase from Agaricus bisporus by L-cystein oxidase from Agaricus bisporus by sodium
(at 0.94-1.25 mM using pyrogallol as fluonde (at 71.3-143 mM using pyrogallol as
substrate) substrate)

Inhibition of PPO by sodium fluonde was shown to be pH dependent. It seems likely that the F anions react with
the copper at the active site, and the pH dependence bas been explained on the basis of the involvement of histidine
residues complexing the metal at the active site (Martinez et al., 1986).

4. CONCLUSION

This paper describes a simple purification method of PPO, which not only increases the recoveiy of the enzyme, but
aso rendersit less brown and stable. The PPO was relatively stable during storage at -15°C for several days. The
main advantage of this method lies in the preservation of both mushroom PPO monophenolase and diphenolase
activities. Other more drastic methods | ead to the loss of the monophenolase activity of PPO from other biological
sources, such as fruits and vegetables.

Mushroom PPO can oxidize mono-, di-, and triphenols. The enzyme maximum activity had a pH optimum at 7
and the temperature optimum was 35°C. Moreover, Agaricus bisporus (J.E.Lange) Imbach PPO was vely sensitive
to some general PPO inhibitors, especially benzoic acid, sodium azide, L-cysteine and sodium fluoride.
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Abstract

In this study the polyphenol oxidase (PPO) of mushroom (Agaricus bisporus), was partialy purified
and characterL zed. The enzyme exhibits both activities catecholase and cresolase. The catecholase activity
was 189,3 EU/ml and 3,35 EU/m for the cresolase activity (30°C, pH 7 phosphate buffer 0,1 M.

The PPO isrelatively stable at -15°C. The enzyme showed maximal activity at pH 7 and 35°C and
can catalyse the mono-, di- and triphenols with a preference of the substrate. The kinetic parameters of the
PPO wherefound at pH 7and 25°Care: V. = 78,6 EU/min.ml, K, = 1,40 mM and K5 = 249,82 MM
for pyrogallol and V = 168,72 EU/min.ml, K, = 0,40 mM and K 5 = 269,83 mM for the pyrocatechal.
The activation energy (Ea) was calculated to be 22 | 5, for the enzymatic oxidation of the pyrogallol.

Of the inhibitors tested, benzoic acid and L-cysteine were the most effective.

Key-words: Mushroom - Agaricus bisporus - polyphenol oxidase - purification - characterization.

1. Introduction

Enzymatic browning in fruits and vegetables is often an undesirable reaction which is responsible for
unpleasant sensory qualities and also lowers the nutritional and market value (Unal, 2007). The main
enzyme involved in thisreaction istyrosinase, better termed polyphenol oxidase (PPO) (EC 1. 14. 18. 1)
is a copper protein widely distributed in nature, which shows similar structural and functional
characteristics when purified from différent biological sources (Casaiiola-Martin et a., 2006).

In the presence of molecular oxygen, PPO catalyzes both the o-hydroxylation of monophenols
(cresolase activity) and the oxidation of the o-diphenols (catecholase activity) into o-quinones which
polymerize to form brown or black pigment (Kolcuoglu et al., 2006). PPO found in mushroom (Agaricus
bisporus) bas been used in this study sinceit 15 readily obtainable in relatively large quantities. We used
the most current method for the extraction of plant enzymes; the acetone powders (Anderson, 1968).

This study was aimed at isolating and characterizing the PPO mushroom and determining some of its
enzymatic properties. The characterization of the PPO could help in the development of more effective
methods of controlling browning in mushroom.

2. Materials and methods

2.1 Materials

The source of the enzyme was the common comrnercially cultivated mushroom (Agaricus bisporus),
bought on the free market. The mushrooms must be white, fresh and as small and young as possible. The
carpophores were cleaned, to remove only earthy residues, and stored at 4°C until use.

Pyrogallol, pyrocatechol were obtained from Fluka. Ail other chemicals and reagents employed were
of anaiytical grade.

2.2 Methods
2.2.1 Enzyme extraction and purification

PPO was extracted according to the method of purification described by Dawson and Magee (1955).
For determining specific activity, PPO activity and quantitative proteins measurements were carried out.

Protein concentration of the enzyme preparation at différent stages of purification was determined
according to the method of Lowry et a. (195 1) with bovine serum albumin as the internai standard.
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2.2.2 Enzyme assays

The mono- and diphenolase activities of the PPO were determined by measuring the formation of
o-quinones directly by means of a spectrophotometer . 6405 UV/Vis) in the presence of
air/oxygen at 30°C (Espf n et al., 1995). The monophenolase and diphenolase activities were monitored at
475 and 420 nm using L-tyrosine and pyrogallol as the substrate respectively. The standard reaction
mixture for monophenolase activity contained 0,1 ml of enzyme solution and 2 ml of 2,5 mM L-tyrosine
in 0,1 M sodium phosphate buffer (pH 7,0). The standard reaction medium for diphenolase activity
contained ., ,, of enzyme solution and 2 ml of pyrogallol at 20 mM. Stock solution of pyrogallol was
prepared in 5 mM of ortho-phosphoric acid. The substrate and the enzyme fraction were mixed after a
pre-incubation period of 5 min at 30°C. Theinitial rate was calculated from the linear zone of the
absorbance-time curve (Unal, 2007). The spectrophotometer was zeroed using the same mixture without
enzyme. In our study, one unit of enzyme activity was defined as a change in one absorbance unit/min/ml
(Fan and Flurkey, 2004). Speciflc activity was expressed as units/mg protein.

Ail experiments were performed in triplicate and the corresponding mean values plotted.

2.2.3 Data analysis

Kinetic data analysis was carried out using linear and nonlinear regression fittings, applying the
Table Curve 2D ™™ v2.03 and Enzyme Kinetics Pro "™ Version 2.36 prograins.

2.2.4 Stabillty of the PPO activity during It storage at —15°C

The crude extract and partially purified enzyme are frozen at -15°C in refrigerator. Their catecholase
activity is determined every two days during 45 days of storage. The conditions of measurement are:
25°C, pH 7 (0,1 M sodium phosphate buffer), 20 mM pyrogallol and 5pl of enzyme extract.

2.2.5 Effect of the pH on PPO activity

Determination of the pH optimum was carried out in 0,1 M citrate buffer ranging in a pH range from
3,15t0 5,3 and in 0,1 M phosphate buffer ranging in a pH range from 6 to 8. PPO activity was monitored
using 20 mM pyrogallol as substrate. Enzyme was added directly into glass cuvette containing buffer and
substrate at each specific pH before monitoring absorbance versus time curves. As mentioned, each assay
mixture was repeated in triplicate using the same stock of crude or partially purified enzyme extract.

Negligible autoxidatlon of the pyrogallol was occurred in the standard assay at pH 7 or below. The
values of enzymatic activities with pH higher than 7 were corrected for the autoxidation of pyrogallol in
purpurogalline which takes place in basic medium in the presence of molecular oxygen (Abrash et ai,
1989).

2.2.6 Enzymeskinetics and substrate speciflclty

For determining of Michaelis constant (KJ and maximum velocity (V) values of the enzyme,
PPO activities were measured with pyrogallol (420 nm) and pyrocatechol (410 nm) at varying
concentrations of substrate ranging from 0,1 and 50 mM. K , K. and V vaues of PPO, for each
substrate, were calculated from a plot of y against (S).

Six différent commercial grade substrates (L-tyrosine (475 nm), phenol (390 nm), pyrocatechol (410
nm), pyrogallol (420 nm), phloroglucinol (390 nm)) were used for investigation of the mono-, di- and
triphenol oxidase activities of enzyme as described earlier (Ylostalo et al., 2001). The rate of the reaction
was measured in terms of the increase in absorbance of the corresponding quinone products for each
substrate. Substrate specificity or catalytic power (V./K ) was calculated from the Michaelis-Menten
graphical representation.

2.2.7 Effect ofprotein concentration on PPO activity
The effect of enzyme concentration on PPO activity was assayed under standard condition using

various volumes of the enzyme extract ranged from 0,5 to 6,5 111 / 2 ml reaction mixture for 20 MM
pyrogallol as substrate. The activities were plotted against enzyme concentration.
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2.2.8 Effect of temperature on PPO activity and thermal stability

PPO activity was assayed at varlous temperatures over the range 25-50 °C in awater bath. The
reaction mixtures containing ail the reagents (0,1 M sodium phosphate buffer, 20 mM pyrogallol) except
crude enzyme was incubated for 5 min at various temperatures as indicated above. The enzyme extract
was added to the mixtures and the activity PPO was determined spectrophotometricaliy at 420 nm as
rapidly as possible. The temperature stability of mushroom PPO was determined by placing 3.0 ml of the
enzyme solution in a test tube, in awater bath, at the appropriate temperatures ranging from 25to 70 °C
with 5°C increments for 30 min and the residual activity was determined at pH 7,0; 25°C and 20 mM
pyrocatechol. An aliquot was taken out and assayed for its remaining activity at 25°C. Ail assays were
performed in triplicate.

2.2.9 Effect ofinhibitors

Benzoic acid, sodium azide, L-cysteine and sodium fluoride were used as PPO inhibitors and their
effects on PPO activity were determined by using pyrogallol as substrate. Each inhibitor was prepared in
0,1 M phosphate buffer pH 7,0. Inhibition of PPO activity was tested in areaction mixture (2 ml)
consisting of pyrogallol at différent concentrationsand 5 |;; enzyme solution in the saine buffer. Later
using différent concentrations of the substrates, PPO activities were measured at two constant inhibitor
concentrations with the inhibitors indicate above. The reaction was initiated by addition of enzyme to the
solution of substrate and inhibitor. The reaction ceil and ail solutions were thermostatted at either 25 “C or
30°C. Inhibition patterns were determlined from double reciprocal plots of velocity vsinitia substrate

concentration.

3. Resuits and Discussions

3.1Isolation and fractionation of PPO from the mushroom Agaricus bisporus

The mushroom PPO was partially purified by precipitation by acetone followed by fractionation with
ammonium sulfate (0-60%) as summarized in Table 1. A good resait has been obtained in terms of
enzymeyield and purification. However, a2 fold increase in purity was obtained for the PPO from the
mushroom with 0-60% ammonium sulfate fractionation. The ammonium sulfate precipitation was used to
remove high molecular weight proteins and sugars and to concentrate the sample (Xu et al., 2004). After
ammonium sulfate fractionation 30% of activity remained, while 86,3% of protein was removed for
catecholase and cresolase activity. The enzymatic catecholase activity was 189,3 EU/ml and 3,35 EU/ml
for the cresolase activity (30°C, pH 7 phosphate buffer 0,1 M. The enzyme obtained from mushroomisa
true tyrosinase because it showed both diphenolase and monophenolase activities (Figure. 1 (a)-(b)),
when a phenolic pair L-tyrosinelpyrogallol was used. Smith and Krueger (1962) have demonstrated that
both types of activities occur in the mushroom.

The total enzyrnatic activity of the crude extract is higher than these reported in the literature
(Ylostalo et al., 2001; Fan and Flurkey, 2004). In addition, the catecholase activity remained stable, even
at several weeks at -15°C but the cresolase activity is less stable.

Table 1. Partial purification of A. bisporuspolyphenol oxidase (the startingmaterlai was 745.5 g o! mushroom).

Specific
i e ! activity Yleld (%) Purification
i Tlotal Activity (EU/mi) Protein (EUImg Factor (n-old) Cat/Cre

Purification steps v? r;]Jlr)ne protein) Enzvme ratio

Cre ca T"“"'(r%‘;td e [ca | TN | om | ca | cre | ca
1. HzO extract 800 140 93,39 3560 0,31 20,98 100 100 100 1 i 66
2. Alter acetone fractlonation 224 2,04 129,74 703,36 0,65 41,31 19,75 40,8 38,90 2,10 1,97 63
3. 60% (NH4)2S0, fraction 103 3,35 189,30 487,19 0,70 40,02 13,68 30,80 | 26,10 2,25 1,90 56

*One unit of enzyme was defined as a change of one absorbance unit per min and per ml of enzyme extract.

tproteln content was determined using the Lowry method.
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Figure 1. Enzymatic activities ofmushroompolyphenol oxidase.
(Curie @) Diphenolase activity.
(Curie b) Mon ophenolase activity (30°C atpH 7,0 -0,1 Msodium phosphate buffer.

3.2 Effect of pH

pH is a determinant factor for the expression of enzymatic activity. The pH activity profile for the
oxidation of pyrogallol by mushroom PPO is shown in Figure 2. Two pH optima were observed for PPO
activity at 25°C: one at pH 5,3 and the other at pH 7. The presence of two pH optima, suggests that the
enzyme extract contain more than one enzyme (Harel et al., 1964). A second optimum was found in some
cases to be due to insufficient purification V. mos-Vigyz0, 1981). The pH optimum for PPO is found to
be dependent on the degree of purity of enzyme and the substrate used (data not shown). The pH optima
which have been reported for PPO are usually around pH 4,5; pH 7 or both (Ben-Shalom et ., 1977).
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Figure 2. Effect of pH on mushroom PPO activity in 0,1 M sodium citrate buller (pH 3,15-5,3) and 0,1 M sodium
phosphate buffer (pH 6-8). The reaction medium at 25°C contained 20 mM pyrogallol and 5pl PPO.

3.3 Enzymeskinetics and substr ate specificity

When the pyrogallol and pyrocatechol concentration were increased fromOto50m M (Figure. 3 @
(b)), an increase in diphenolase activities were observed up to 10 mM and 20 mM for pyrogallol and
pyrocatechol respectively, while higher concentrations led to substrate inhibition (Zawistowski et al.,
1991) .The apparent V,, , K,, and K for pyrogallol as substrate were vmax = 78,6 EU/niin.nil, K ,, = 1,40
mM and Ks = 249,82 mM, and those for pyrocatechol were vm 168,72 EU/min.ml , K., = 0,40 MM
and Ks = 269,83 mM. In terms of physiological efficiency (V.,,./K ». pyrocatechol appeared to be the
best substrate.
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These K ,, values were similar to others reported for PPO using spectrophotometric assays.

GarciaMolinaet al. (2005), were found that the K |, of die Agaricus bisporus PPO for pyrogallol and
pyrocatechol were 2,16 and 0,30 mM respectively. Rodakiewicz-Nowak et a (2002) for their part that die
Km of die Agaricus bisporusfor pyrocatechol was 0,39 mM.
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Figure 3. (a). Effet o!pyrogallol concentration on mushroom PPO activity.
S). Effet ofpyrocatechol concentration on mushroom PPQ activity.
The reaction medium at 25* C contained 5p1 PPO and substrate concentration rangl.ng from O to 50 mM

The PPO in crude extracts was able to use mono-, di-, and trihydroxy phenolic compounds as substrates.

The enzyme showed low activity using mono- and triphenols as substrates but showed much greater
activity with the diphenolic substrate Table 2. The number of hydroxyl groups and their positionin die
benzene ring of the substrate affected oxidase activity (Ziyan and Pekyardimci, 2003). Tyrosine is a good
monophenol for die enzyme from die champignon mushroom Agaricus bisporus (Sanjust et al., 2003).
The enzymatic oxidation of L-tyrosine and other monophenols is accompanied by atypical lag or
induction phase before a constant reaction velocity is reached (data flot shown). Because of its dual
substrate and catalytic activities, die enzyme could be classified as atyrosinase. These resuits are in
accordance with those reported by Fan and Flurkey (2004) and Y lostalo et a (2001).

Table 2. Monophenolase, di- and triphenol xidase activfty of crude polyphenol oxidase.

Substrate Wavelength (nm) % Ag;,\r/(l)tg athSr?ct)llve to
Monophenols
L-tyrosine (2 mM) 475 0,7027
Phenol (10 mM) 395 0,5376
Diphenol
Pyrocatechol (10 mM) 410 100 (154,281 EU/mJ)
Triphenols
Pyrogdlol (10 mM) 420 43,492
Phloroglucinol (10 mM) | 395 0,2903

3.4 Effect of protein concentration on PPO activity

The enzyme activities were found to be protein concentration-dependent (Kolcuoglu et al., 2006)
(Figure. 4). The plot of final protein concentration in die assay mixture vs. activity exhibited hyperbolic
curves. If ahigher concentration of die enzyme was used, die activation of the enzyme might be
decreased because of die inhibiting effect of ortho-quinones (Ziyan and Pekyardimci, 2003).
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Figure 4. Initial rate agal.nst enzyme concentration. Substrate, pyrogallol;
buffer, 100 mM sodium phosphate, pH?; temperature 25°C.

3.5 Effect oftemperature on PPO activlty and thermal stability

WIth regard to enzyme stability and temperature, the resuit obtained was depicted in Figure 5.
Temperature optimum of mushroom PPO is 35°C. The enzyme was stable between 25 and 35°C. From 35
to 45°C, the residual activity decreased slightly (17 %6), but rapid inactivation occurred from 45 to 55°C,
when only 15% of activity remained. At 70°C, the residual activity was 0%. Similar resuits in the study of
the thermal stability of the PPO of various sources were reported in the literature (Kolcuoglu et al., 2006;

nal, 2007). PPO is generally considered to be an enzyme of low thermostability (Onal, 2007). The
activation energy (Ea) of pyrogallol oxidation by mushroom PPO, was calculated from the Arrehenius

plot to be 22 kJ/mol (Figure. 6).

100

80

60
4
20
0
20 60 70
Temperature (°C)
Figure 5. Thermal stability of the enzyme after heating for 30 Figure 6. Arrhenius plot for thermal activation

min. at temperatures between 25 and 70 °C, as determined by
activity assay at 25°C. The reaction medium contained 20 mM
pyrocatechol in 100 mMsodium phosphate buffer atpH 7

3.6 Inhibition studies

of crude extract polyphenol oxidase (pH 7,100
mM sodium phosphate buffer, pyrogallol 20

mM and enzyme Spl).

Ail inhibitors used in this study inhibited PPO activity, the extent of the inhibition being dependent

on the concentration of the compound used. Figures 7 and 8 demonstrate the effect of benzoic acid and
sodium azide as an inhibitor using pyrogallol as substrate. The Lineweaver-Burk double reciprocal plot
showed that these inhibitors changed the K ,, value but flot the V ,, value.
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These indicate that benzoic acid and sodium azide showed competitive inhibition to the enzyme. The
competitive inhibition by benzoic acid and sodium azide is also in accord with that reported for other PPO
(Ben-Shalom et al., 1977: Dogan et a., 2005).

LMewevtr-B" L k.eeaver-Bik
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Figure. 7 Competitive inhibition o! polyphenol Figure. 8 Competitive inhibition ol'polyphenol oxidase
oxldase from Agaricus bisporus by benzoic acid [rom Agaricus bisporus bysodium azide
(at 0,13-0,25 niAi usingpymgaiioi as substrate) (at 3,75-7,5mAi usingpyrogallol as substrate)

The effect of L-cysteine and sodium fluoride as inhibitor using pyrogallol as substrate isillustred in
Figure 9 and 10, which shows the change of both K ,, and V. This implies the inhibition type of
L-cysteine and sodium fluoride was mixed. Inhibition by tliiol compounds is attributed to either the stable
colourless products formed by addition reaction with o-quinones or binding to the active site of PPO
(Arsian et al., 2004). It seems very likely that the anions F react with the copper at the active site
(Martinez et al., 1986).
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Figure. 9 Mixed inhibition o!polyphenol oxidase Figure. 10 Mixed Competitive inhibition of polyphenol
from Agaricus bisporus by L-cysteine oxidase from Agaricus bisporus bysodium fluoride
(at 0,94-1,25 niAi usingpyrogaiol as substrate) (at 71,25-142,5 mM usingpyrogallol as substrate)
4. Conclusion

In conclusion, the resuits reported in this study indicated that the PPO extracted and partially purified
from Agaricus bisporus have both activities catecholase and cresolase. The enzyme was relatively stable
during it storage at -15°C. The PPO has maximal activity at pH 7 with pyrogallol as substrate. The
temperature optimum was 35°C when pyrocatechol was used as the substrate. The K , value for
pyrogallol and pyrocatechol were 0,40 and 1,40 mM, respectively. Mushroom PPO has greatest substrate
specificity. Enzymatic browning in mushroom could be controlled by inhibiting PPO activity.
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expression. Knock-down of EJC components therefore should be
expected tu have a systemic impact on gene expression, resulting in
major disturbance of plant growth and development. Indeed, RNAI unes
of several EJC genes have clemonstrated strong pleiotropic phenotypes.

Proteomic DIGE analysisindicated large groups of proteins with atered
levels of expression in RNAT unes. A systematic analytical and modelling
approach is being developed to unify localisation, protein-pmtein
interaction and function of EJC proteins,

doi:10. 10 1 6/j.cbpa.2008.04.026

CSSI9
M odelling aspects of solid cancer growth

R Maini (Mathematical Institute, Oxford University)

The modelling of cancer provides an enormous mathematical
challenge because of itsinherent multiscale nature. For example, in
vascular tumours, nutrient is transported by the vascular system, which
operates on atissue level. However, it affects pmcesses occurring on a
molecular level. Molecular and intra-cellular aventsin turn affect the
vascular network and therefore the nutrient dynamics. Our modelling
approach istu model, using partial differential equations, processes on the
tissue level and couple these to the inteirellular events (modelled by
ordinary differential equations) via cells modelled as automaton units.
Iliusfar, within this framework we have modelled structural adaptation at
the vessel level and the effects ofgrowth factor production in response to
hypoxia. We have also investigateri the effects of acid production,
mutation and phenotypic evolution driven by tissue environment These
results will be presented.

doi:10. 10 1 6/j.cbpa.2008.04.027

E&S20
Spatial and temporal information encoding by the NF-KB system

M. White (Liverpool University); C. Horton (Liverpool University); D.
Nelson (Liverpool University); P. Paszek (Liverpool University); L
Ashall (Liverpool University), K. Sillitoe (Liverpool University); V. See
(Liverpool University); D. Spiller (Liverpool University); D. Keil
(Manchester University); D. Broomhead (Manchester University); D.
Rand (Warwick University); M.R.H. White (Liverpool University)

Signalling through NF-t¢B involvesits release from an hB in the
cytosol, followed by translocation into the nucleus. NF-i¢B regulation of
IkBa transcription represents a delayed negative feedback loop that drives
oscillations in NF-tB translocation. Single ceil time-lapse imaging and
computational modeling of NF-tB (RelA) localization showed asynchro-
nous oscillations following cell stimulation that decreased in frequency
with increased IkBa transcription. Transcription of target genes depended
on oscillation persistence, involving cycles of RelA phosphoryiation and
dephosphorylation. We used timed stimulation of cells with pulses of
Tumour Necrosis Factor apha (TNFa) at differing doses to investigate the
response of the NF-iB system. These studies suggested that the system
has areset time after which afull amplitude pulse of NF-iB nuclear
occupation is observed when a5 min pulse ofiNFais applied. Repetitive
pulses at regular intervals leads to synchronous oscillationsin the cell
population assisting biochemical analysis for example by Western
blotting ChlP and analysis of differential target gene expression. These
studies conflrmed that cydical phosphorylation occurs at Rel A Ser536.

Refitting of computational models to these data has made predictions
about the mie of the A20 feedback ioop in regulating NF-s¢B signalling.

Previously, we have studied the key canonica pathway proteins RelA and

ipcBa. However, NF-«B signaling involves aftirther set of negative and
positive feedback loops, including through hBe and RelR. We have used a
stodiastic 3 feedback computational model to suggest that noise in h¢cBe
expression may have amiein increasingcell to ceil oscillation asynchmny.

doi: tO. 1016/j.cbpa.2008.04.028

To be conflrmed

M. Levine (UC Berkeley MCB)
To Be Confirmed

doi: 10.1016/j.cbpa2008.04.029

E& 22
Partial purification and characterization of tyrosinase extracted
from mushroom (iigaricus blsporus)

H. Gouzi, O. Gaouar, A. Benmansour (Department of Biology,
University Of Abou Bekr Belkaid-Tlemcen, Algena)

Tyrosinase from mushrooms (Agaricus bisporus (J.E.Lange) Imbach)
was partially purified and characterized. The enzyme exhibiteri both
monophenol ase and diphenolase activities that were measured
spectrophotometncally using L-tyrosine and pyrogallol as substrates.
A two-fold purification in both activities was achieved by ammonium
sulfate fractionation. The monophenolase activity was 3.35 EU/mI, and
the diphenolase activity was 189.3 EU/ml. Tyrosinase was retatively
stable at -15 'C for 44 days. The enzyme was flot very heat stable, and
its activity decreased when incubateri at the temperatures higher than
35'C. Tyrosinase activity showed two pH optima, at 5.3 and 7.0 at 25'
C when pyrogallol was used as the substrate. Mono-, di- and
triphenols were substrates for tyrosinase. Using Vmax/Km as a
specificity constant, pyrocatechol was the becter substrate followed
by pyrogallol. The kinetic parameters of the enzyme were:
Vmax78 EU/min/ml, Km=1.4 Mm and KS-250 mM for pyrogallol
and Vmax168 EU! min/ml, Km=0.40 mM and KS=270 mM for the
pyrocatechol. Of the inhibitors tested, competitivetype inhibition was
observed with benzoic acid and sodium azide. A mixed-type
inhibition was observed with L-cysteine and sodium fluoride.

doi:10. 1016/j.chpa.2008.04.030

Anoxiaresstance In witebrates M etabolomics of brainsand
heart that neyer stop

I. Lardon, G. De Boeck, R. Dommisse (University of Antwerp)
The capacity to tolerate extended anoxiais restricted to only afew

vertebrates. These include some North American freshwater turties
and two cyprinid fishes, the crucian carp (Carassius camssius L) and
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Abstract: This paper reports the inhibition kinetics of mushroom (Agaricus bisporus; i.E. Lange) polyphenol oxidase
(PPO) with benzoic acid, sodium azide and sodium fluoride as inhibitors, and pyrocatechol as substrate. Mushroom PPO

was significantly inhibited by ail of the tested inhibitors.

Diphenolase activity of mushroom PPO exhibited die competitive-type inhibition with benzoic acid as an inhibitor; die
inhibition constant K1 was found to be 0.046 mM. The inhibition by sodium azide was of die mixed-1 type, with a K1 of 1,39
mM and K5 of 3.12 mM. A partial mixed-type inhibition pattern was obtained with sodium fluoride, with a K1 of 148.97 mM
and aK ;5 of 49.19 mM. The IC,, values were estimated ta be 0.147, 3.20, and 123.94 m M for benzoic acid, sodium azide,
and sodium fluoride, respectively. Furthermore, benzoic acid was die most effective inhibitor because ofits lowK ; value. The
resuits showed that die type of inhibition was dependent upon both die origin of die PPO and on die substrate.

K eywords: Agaricus bisporus, polyphenol oxidase, diphenolase, pyrocatechol, inhibition, kinetics.

INTRODUCTION

Mushroom Agaricus bisporus (J.E. Lange) Imbachisdie
most widely cultivated and consumed edible fungus world-
wide. Mushrooms have a short shelf life compared with most
fruits and vegetables. Intact mushrooms lose their commer
cial value within afew days due to senescence, water loss,
microbial attack and browning [1].

Browning usually degrades die sensory properties of
products because of die associated changesin colour, flavour
and hardness. These changes shorten die products sheif
lives and decrease their nutritional and market values[2].
Enzymatic browning is caused mainly by die activity of
polyphenol oxidase (EC 1.14.18.1; PPO) in die presence of
oxygen [2]. Because of itsinvolvement in this adverse
browning effect, PPO bas received considerable attention
from researchersin die fields of plant physiology and food
science [3].

PPO iswidely distributed in nature and bas been detected
in most fruits and vegetables[4]. PPO is a copper-containing
enzyme that is responsible for melanization in animals and
browning in plants. The enzyme catalyzes two distinct reac-
tions: die o-hydroxylation of monophenols to o-diphenols
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(cresolase activity) (E.0 1.14.18.1) and die oxidation of o-
diphenols to o-quinones (catecholase activity) (EC 1.10.3.2),
which polymerize to form abrown, red or black pigment [5].

Mushroom PPO can also oxidize some triphenols when
used as a substrate [6]. For example, oxidation of pyrogallol
by PPO yields purpurogallin (o-hydroxyquinone) as well
as additional undefmed dark product(s); thereisalso a
subsequent nonenzymatic conversion of purpurogallin to
pigmented dimers, tetramers or polymers[7].

The control of PPO activity is of importance in prevent-
ing die synthesis of melanin in die browning of mushrooms
and odier vegetables and fruits [1-8]. In addition, PPO in-
hibitors have been used as depigmenting agents for die
treatment or prevention of pigmentation disorders. Hence,
PPO inhibitors are supposed to have broad applicationsin
die medical and cosmetic industries o, Indiefood industry,
PPO inhibitors could be used as preservatives for foods and
beverages of plant origin. Furthermore, PPO is one of die
most important key enzymesin die insect molting process,
and dius die discovery of inhibitors of this enzyme may be
important in die development of new alternatives for insect
control [10].

The inhibition of PPO and prevention of enzymatic
browning are oflen treated as one and die saine subject.
However, browning may be prevented not only by inactivat-
ing die enzyme but also by eliminating one of die two re-
quired substrates (02 and die phenolic substrate), or by react-
ing with die enzymatic products to prevent formation of die

2010 Bentham Open
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colored compounds, which are produced in secondary, non-
enzymatic reaction steps[4].

PPO inhibitorsfail into three groups: (j) small molecules
or ionsthat bind to the copper centrein the active site, (ii)
aromatic inhibitors that compete with phenolic substrates for
binding te, the active site, and (iii) compounds that reduce or
oxidize copper ions[ 11].

PPO can be inhibited by chelating agents such as cya-
nide, carbon monoxide, sodium diethyl-dithiocarbamate
(DIECA), tropolone, L-mimosine, 2-mercaptothi obenzo-
thiazole, azide, potassium methyl xanthate, L-Ascorbic acid,
4-hexylresorcinol and EDTA [1, 4, 12]. Inorganic ions such
asCu, Ca ,zn? ,C02% ,Ni? ,Mn’ B& , Mg? , Hg? and
Sn? ,incl uding halides, are also known to inhibit PPOs from
many sources [13-15].

Potential PPO inhibitors from mushrooms, cherries,
apples, pears, apricots and potatoes are primarily found in
the form of aromatic acids, aromatic aldehydes, carboxylic
acids, phloridzin dihydrate and some substituted cinnamic
acids [8]. In addition, compounds that do not resemble
the substrate structure but are slowly oxidised, such as 4-
nitrocatechol, p-nitrophenol and 4-chlorophenol, have been
identified as competitive inhibitors of PPO [16]. Inhibition
of PPO is also caused by reducing agents, among which
suiphites, SO,, ascorbic acid, erythorbic acid and
thiol-containing compounds are the most frequently studied
[5]. Thiol compounds, including L-cysteine, glutathione,
dithiothreitol, mercaptoethanol and thiourea, are effective
inhibitors of many PPO systems including those found in
apple, pear, Jerusalem artichoke tubers, cherimoya, banana,
avocado and mushroom [11, 17, 18]. More recently,
other plants have been found as a potential source of PPO
inhibitors [19]. Ainong these isolated compounds, cuminal-
dehyde, oxyresveratrol, kaempferol, quercetin, morin,
luteolin, anisaldehyde, kurarinone and gallic acid derivatives
are the most potent PPO inhibitors[12]. Several published
reports have characterized and evaluated the control of
enzymatic browning in Agaricus bisporus. However, no
published studies have evaluated inhibition of the dipheno-
lase activity of mushroom PPO using pyrocatechol as a
substrate.

The present study aimed to carry out akinetic study of
inhibition of the diphenolase activity of partially purified
Agaricus bisporus PPO by benzoic acid, sodium azide, and
sodium fluoride. The main goal of this work was to evaluate
the kinetic parameters and inhibition constants for these re-
actionsin order to characterize the system and investigate the
mechanism of inhibition. The resuits ofthese studies are also
compared to data obtained from other sources.

Finaily, in an attempt to control browning of the mush-
room, the inhibitoiy potency and 105, values for various
inhibitors of PPO activity were determined.

MATERIALSAND METHODS
Materials

PPO enzyme was obtained from the common commer-
cially cultivated mushroom (Agaricus bisporus) bought fresh
on the free market. Mushrooms were chosen to be white,
fresh and as young as possible. The carpophores were

Gouz esal

cleaned and stored at 4°C until they were used as the source
for enzyme extraction.

Pyrocatechol was obtained from Fluka. Ail other chemi-
cals and reagents were of analytical grade.

Extraction and Purification of Mushroom PPO

The extraction and partial purification of Agaricus
bisporus (LE. Lange) Imbach polyphenol oxidase have been
given in our previous study [6].

M easurement of PPO Activity

PPO activity was determined by measuring theinitiai rate
of quinone formation, as indicated by an increase in absor-
bance at 410 nm using pyrocatechol as substrate [20]. A
Jenway spectrophotometer was employed throughout the
investigation. Stock solution of pyrocatechol was prepared in
0.5 mM ortho-phosphoric acid [20]. One unit of enzyme was
defined as a change of one absorbance unit per min [20].
PPO activity was assayed in triplicate measurements and the
corresponding mean values were plotted.

The sample cuvette contained 1.99 mL of substrate solu-
tionin 0.1 M sodium phosphate buffer (pH 7.0) and 0.01 mL
of the enzyme solution. The blank sample contained only 2
mL of substrate solution.

The reaction was initiated by the addition of enzymatic
extract to the assay medium. The substrates, inhibitors and
enzyme fraction were mixed after a pre-incubation period of
5 minat 25 °C. Theinitia rate was calcuiated from the siope
of the absorbance-time curve [6]. Unless otherwise indicated,
PPO was the last component added to the reaction mixture.

Effects of I nhibitors

To determine the effect of inhibitors (benzoic acid, so-
dium azide and sodium fluoride), PPO activity was measured
in die standard reaction medium in the presence or absence
of the stated concentration of inhibitor at varying concentra-
tions of substrate ranging from 0.125-1 mM. PPO activities
were measured at two constant inhibitor concentrations. In-
hibition patterns were determined from double reciprocai
plots of velocity versusinitial substrate concentration for
each inhibitor [5]. Theinhibition constants were obtained
from the second plots of the kinetic parameters against the
inhibitor concentration, as previously described [21]. The
inhibition constant K| is a quantitative measure of inhibitor
potency for reversible inhibitors. The effectiveness of inhibi-
torsin our study istherefore expressed by K;, which isthe
reciprocal of the enzyme-inhibitor affinity. To determine die
inhibitor concentration that reduced the enzyme activity by
50% (10x), regression analysis graphs were drawn by using
percent inhibition values by a statistical package programme
on acomputer. 1050 values were determined from a plot of
residual activity against inhibitor concentration [22].

Data Analysis

Kinetic data analysis was carried out using linear regres-
sion fitting by application of die programs Table Curve 2D ™
v2.03, Enzyme Kinetics Pro™ Version 2.36 and SigmaPlot
2004 for Windows Version 9.01. A linear regression method
was used to determine whether the experimental datafit die



Inhibition Kinetics of Agaricus bisporus (I.E. Lange) Imbach Polyphenol

inhibition equations. The linear regression coefficients are
given in Table 1. The regression coefficient values, which
were in the range 0.998-1.00, indicate that the experimental

datafit the related inhibition equations.

RESULTSAND DISCUSSION

In this study, inhibition of mushroom PPO by benzoic
acid, sodium aride, and sodium fluoride was investigated,
while pyrocatechol was used as substrate. The prevention of
enzymatic browning by asingle inhibitor may involve asin-
gle mechanism of action or it may resuit from the interplay
oftwo or more mechanisms ofinhibitory action [5].

Competitive I nhibition of M ushroom PPO Diphenol
Oxidase Activity by Benzoic AcM

Under the conditions used in the present investigation,
oxidation of pyrocatechol by mushroom PPO followed
Michaelis-Menten kinetics. Kinetic studies of the enzymein

The Open Enzyme Inhibition Journal, 2010, Volume3 3

the presence of benzoic acid are presented by the
Lineweaver-Burk plot shown in Fig. (1). Theinhibition be-
haviour of benzoic acid was shown to act competitively. The
inhibitory character of benzoic acid is due to the presence of
abenzenering in its structure [23].

Theplot of 1lv versus II[§ consisted of afamily of
straight unes with varying siopes that intersected one another
along the Y-axis. Thevaluesof V.  remained the same and
the values of K, increased with the concentration of thein-
hibitor, which indicates that benzoic acid acted as a competi-
tive inhibitor of the mushroom PPO. Competitive inhibitors
bind free enzyme and not the enzyme-substrate compl ex.
The equilibrium constant for inhibitor binding with free en-
zyme, K;, was obtained from a plot of the apparent Micha-
elisMenten constant (K,,) versusthe concentration of the
inhibitor. As seen from Table 1, the inhibitor constants (K)
for benzoic acid using pyrocatechol as a substrate, was 0.046
mM. Our resuits agree with those reported previously by
Duckworth and Coleman [24]. Gouzi and Benmansour [6]

Tablel. Inhibition type, K, K15, and 105, of Agaricus bisporus PPO with Pyrocatechol as Substrate
Inhibitor Inhibition Type R? ICo (MM)
() () (mM) (-M (ETmL) P
0 0.44 £ 0.03 24.83 +0.80 0.999
Benzoic acid 0.05 0.046:k 0.002 0.87:k 0.06 23.46 £ 0.89 Competitive 1.000 0.147:k 0.001
0.1 1.12+0.08 22.09+0.95 1.000
0 0.44 £ 0.03 24.83+0.81 0.999
Sodium azide 1 1.39¥0.23 3.12*0.36 0.58*0.06 19.89+ 1.08 Mixed typel 0.999 3.20+0.13
25 0.65 £ 0.07 12.49* 0.78 0.998
0 0.51*0.02 25.07+0.57 1.000
Sodium fluoride 40 148.97455,71 | 49.19%1.21 0.34*0.02 14.17+0.37 Mixed type fl 0.999 123.94* 1.85
100 0.28+0.01 7.79+0.16 1.000
Each value represents the mean of three replicates +SD.
4 -2 0 2 4 6 8 10
1/[S] (MM_)

Fig. (1). Lineweaver-Burk plots for inhibition of PPO-mediated oxidation of pyrocatechol by benzoic acid. The concentrations of benzoic
acid were 0 (@), 0.05 (A), and 0.1 mM (.). Each value is expressed as the mean+SE of threetrials.
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observed a competitive-type inhibition by benzoic acid for
the triphenol oxidase activity of mushroom PPO using pyro-
gdllol as substrate, with K; value of 0.043 mM.

Mixed-Type | Inhibition of M ushroom PPO Diphenol
Oxidase Activity by Sodium Azide

Under the experimental conditions used in this study, the
oxidation of pyrocatechol by mushroom PPO followed
Michaelis-Menten kinetics. In the obtained Lineweaver-Burk
plot, the lines for the uninhibited enzyme and for the two
différent concentrations of sodium azide intersected to the
|eft of the 11y, axis and above thell[S] axis, with a decrease
in V. and, conversaly, anincreasein K, indicating that
sodium azide exhibited mixed-type | inhibition for the oxida-
tion of pyrocatechol by mushroom PPO.

The inhibitory kinetics of mushroom PPO by sodium
azide areillustrated in Fig. (2). Mixed-type | inhibition im-
plies that sodium azide affected the affmity of the enzyme
for pyrocatechol but did flot bind at the active site of the en-
zyme. Asseenin Table 1, aK /K1 ratio higher than 1 was
obtained for sodium azide, indicating that the affmity of the
inhibitor for free enzyme is stronger than that for the en-
zyme-substrate complex [25]. This behaviour suggests that
this compound can bind both to free enzyme and to the en-
zyme-substrate complex, and that the equilibrium constants
for these two interactions are différent. In this case, mixed
inhibition signifies that the inhibitor affects the affmity of
the enzyme for its substrate, yet it does flot bind at the active
site for that substrate [26].

Gouzi and Benmansour [6] observed a competitive-type
inhibition by sodium azide for triphenol oxidase activity of
mushroom PPO, using pyrogallol as a substrate, with |(
value of 3.2 mM. Dogan, Turan, Dogan, Alkan and Arsian
[27] observed non-competitive-type inhibition of Ocimum
basilicum L. PPO by sodium azide when using pyrocatechol
asasubstrate.

Arslan and Dogan [5] found that sodium azide was a
non-competitive inhibitor of artichoke and Ocimum basili”

4 -2 0 2

U[SI, (Mm_

Gouz, et aL

cum L. PPO when using pyrocatechol as a substrate. Fur-

thermore, Aydemir, Kavrayan and Cinar [13] found that so-
dium azide acted as a competitive inhibitor of PPO extracted

from Jerusalem artichoke (Helianthus tuberosus) when using
pyrocatechol as substrate.

To date, azide bas consistently been reported to act as an
inhibitor of PPO. This behavior of azideisrelated to its abil-
ity to form complexes with many copper enzymes. Sodium
azide's toxicity towards metal-containing enzymes, espe-
cially copper enzymes, is mainly due to its propensity to
slrongly coordinate the metal in the active site, which pro-
vokes changes in the coordination number and conformation
of the active site [28, 29]. The interaction between azide and
copper ionsin the active site may result in loss of the copper
ions from the protein [15]. By preventing the ligation of the
precursor tyrosine to the copper, azide inhibits the activity of
the enzyme or competes for its active site with another reac-
tive molecule, especially molecular oxygen [28].

As described above, die type of inhibition and the K;
value depend on the structures of both die substrate and the
inhibitor [4]. The type of inhibition also depends on die on-
gin of die studied PPO [30]. Hence, no general rule can eas-
ily be established with regard ta die type of observed inhibi-
tion. The K; and K1s values depicted in Table 1 suggest that
die most effective inhibitor of diphenol oxidase activity of
mushroom PPO was benzoic acid, dueto its K; value. The
fact that it is structurally analogous to substrates of PPO may
explain its high inhibitory potency.

Benzoic acid and sodium azide are currently used in food
technology, and may be useful in die prevention of enzy-
matic browning of mushroom products. In addition, die haz-
ardous nature of sodium azide was also reported. Conse-
quently, its use must be strictly controlled [31].

Mixed-Type Il Inhibition of Mushroom PPO Diphenol
Oxidase Activity by Sodium Fluoride

The mechanism whereby sodium fluoride inhibits die diphe-
nol oxidase activity of mushroom PPO was investigated.

)

Fig. (2). Lineweaver-Burk plots for inhibition of PPO-mediated oxidation of pyrocatechol by sodium azide. The concentrations of sodium
azidewere0 (), 1(A), and 25 mM (.). Each valueis expressed asthe meandSE of three trials.
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The equilibrium constants for the inhibitor binding to
free enzyme (E), K;, and to the enzyme-substrate (ES) com-
plex, K5, are obtained from the second plots of the apparent
K/ Vimax and |/Vnax, respectively, versus concentration of (1).
The inhibitory kinetics of mushroom PPO by sodium fluo-
ride areillustrated in Fig. (3). Under the experimental condi-
tions employed in this study, the oxidation reaction of pyro-
catechol by mushroom PPO followed Michaelis-Menten
kinetics.

Double-reciprocal plotsyielded afamily of straight unes
intersecting in the 3' quadrant. Both K, and V,  decreased
with increasing sodium fluoride concentration, which mdi-
cates that the inhibition was of the mixed-11 type. The non-
competitive effect was stronger than the competitive effect,
indicating that sodium fluoride inhibits the free enzyme more
weakly than it inhibits the enzyme-substrate complex.

The K; and K5 inhibitory constants of sodium fluoride
were 148.97 and 49.19 mivi, respectively. These results are
summarized in Table 1. The value of K; was greater than that
of s, indicating that the affmity of the inhibitor for the en-
zyme-substrate complex was stronger than that for the free
enzyme | Interms of the inhibitory mechanism, the data
suggest {hat sodium fluoride possibly binds not only to the
free enzyme but also to the enzyme- substrate complex [32].

From these resuits, it can be hypothesized that the
substrate binding site of the enzyme may be occupied by
either the substrate or the inhibitor; however, we cannot
exclude the possibility that there is a specific inhibitor
binding site on PPO [33].

Gouzi and Benmansour [6] observed mixed-type | inhibi-
tion of mushroom PPO by sodium fluoride when using pyro-
gallol as asubstrate.

Effect of Benzoic Acid, Sodium Azide and Sodium
Fluoride on Mushroom PPO Diphenolase Activity

The effect of différent concentrations of benzoic acid,
sodium aride, and sodium fluoride on the oxidation of pyro-
catechol by mushroom PPO was studied. Each of these in-
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hibitors showed a concentration-dependent inhibitory effect
on PPO enzymatic activity.

Figs. (4-6) shows the percent inhibition of PPO by ben-
zoic acid, sodium aride, and sodium fluoride, using pyro-
catechol as a substrate. The enzymatic activity markedly
decreased as the concentration of inhibitor increased.

In order to compare the inhibitory potencies of these
various inhibitors, their 1050 values (defmed as the concen-
tration leading to 50% loss of activity) were determined un-
der similar conditions. The obtained 105, values are summa:
rized in Table 1 for the purpose of comparison.

Of the three inhibitors tested, benzoic acid was the most
potent with an 105 of 0.147 mM. The second was sodium
aride with an 105y of 3.20 mM, and sodium fluoride was the
weakest with an 105, of 123.94 mM.

CONCLUSION

Inhibition of the diphenolase activity of Agaricusbis-
porus (J.E.Lange) PPO by variousinhibitorsis reported here
for the first time. The resuits presented in this study indicate
that the partially purified PPO obtained from Agaricus bis-
porus was effectively inhibited by various classical PPO
inhibitors using pyrocatechol as substrate. The type of inhi-
bition achieved by each inhibitor was dependent upon both
the origin of the PPO and on the substrate.

Based on our results, the most potent inhibitor of mush-
room PPO was benzoic acid, followed by sodium aride and
then sodium fluoride. Benzoic acid was shown to compete
with the substrate for binding to the active site of the en-
zyme. The Kys1K; ratio obtained in this study was greater
than that for sodium fluoride, indicating that the affinity of
the inhibitor for the free enzyme was stronger than that for
the enzyme-substrate complex.

Use of benzoic acid and sodium aride may effectively
prevent die enzymatic browning of Agaricus bisporus during
storage, since both compounds inhibit mushroom PPO
activity at vely low concentrations.

05

- [11=0 MM

A [11=40 mM .
04 - [ 100mM
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Fig. (3). Lineweaver-Burk plots for the inhibition of PPO-mediated oxidation of pyrocatechol by sodium fluoride. The concentrations of
sodium fluonde were 0 (a), 40 (A), and 100 mM ©. Each valueis expressed as the meantSE ofthree trials.
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Fig. (4). Benzoic acid-mediated inhibition of mushroom PPO diphenolase activity as reflected by the oxidation of pyrocatechol at 25°C. As-
say conditions: 2.0 ml reactions systems contained 0.1 M K21IPO 4-KH,PO, buffer (pH 7.0), 0.4 mM pyrocatechol, and 10 d of mushroom
PPO. Each value is expressed as the meant+SE ofthree trials.
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Fig. (5). Sodium azide-mediated inhibition of mushroom PPO diphenolase activity as reflected by the oxidation of pyrocatechol at 25°C.
Assay conditions: 2.0 ml reactions systems contained 0.1 M K ,HPO4-KH,PO, buffer (pH 7.0), 0.4 mM pyrocatechol, and 10 lil of mushroom
PPO. Each value is expressed as the meantSE of threeftrials.
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Fig. (6). Sodium fluoride-mediated inhibition of mushroom PPO diphenolase activity as reflected by the oxidation of pyrocatechol ai 25°C.

Assay conditions: 2.0 ml reactions systems contained 0.1 M K2HPO4-KH2PO4 buffer (pH 7.0), 0.4 mM pyrocatechol, and 10 pi of mushroom
PPO. Each value is expressed as the meanrESE ofthree trials.
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