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La survie des organismes vivants dépend d'une série de réactions chimiques 

impliquées dans des processus essentiels, cependant, bon nombre de ces réactions se 

déroulent très lentement (Copeland, 2000). Les enzymes sont des biocatalyseurs très efficaces 

qui accélèrent les réactions biochimiques afin de permettre la conversion des substrats en 

produits nécessaires au fonctionnement et à la survie des cellules des différents organismes 

vivants sans être elles-mêmes consommées ou modifiées (Gurung et al., 2013 ; Robinson, 

2015 ; Vingiani et al., 2019). Ces enzymes peuvent également être extraits à partir des 

cellules et ensuite utilisées pour catalyser un large éventail de processus commercialement 

importants (Robinson, 2015). Aussi, ces enzymes jouent un rôle important dans divers 

secteurs industriels comme par exemple, les secteurs de l’agroalimentaire, des produits 

pharmaceutiques, des détergents, du textile, du cuir, des pâtes, du papier, des biocarburants et 

des produits cosmétiques (Cabrera et Blamey, 2018 ; Vingiani et al., 2019).   

Chez les végétaux, un bon nombre de ces biocatalyseurs ont des activités biologiques 

puissantes dans de nombreux aspects de la physiologie et du développement des plantes (Noat 

et al., 1991 ; Fickers et al., 2008). Plus de 75 % des biocatalyseurs utilisés commercialement 

appartiennent à la famille des hydrolases (Li et al., 2012 ; Rigoldi et al., 2018). Parmi les 

hydrolases se trouvent les phytases et les amylases qui sont omniprésentes chez un certain 

nombre d’espèces et d’organismes vivants (Anbu et al., 2017 ; Reddy et al., 2017). Vu 

l’importance des deux enzymes, les phytases et les amylases, nous nous sommes intéressés à 

la recherche et la caractérisation de l'activité et la stabilité de ces deux enzymes au niveau des 

graines de la plante Moringa oleifera.  

Moringa oleifera est une plante appartenant à la famille des Moringceae et originaire 

des régions sub-himalayennes de l'Inde, du Pakistan, du Bangladesh et de l’Afghanistan 

(Arora et al., 2013 ; Paikra, 2017). Moringa oleifera est considérée comme l'une des plantes 

médicinales les plus connues, pour ses nombreuses potentialités nutritives, médicinales et 

industrielles (Saxena et al., 2013 ; Vergara-Jimenez et al., 2017 ; Meireles et al., 2020). 

Toutes les parties de cette plante, la racine, l'écorce, la gomme, la feuille, la gousse et les 

graines possèdent diverses activités biologiques (Agunbiade et al., 2021). 

Les résultats de notre étude ont montré que les activités phytasiques et amylasiques 

ont été détectées dans l’extrait brut enzymatique des graines de Moringa oleifera. Les 

amylases ont présenté une activité et une stabilité plus élevée par rapport aux phytases des 

graines de Moringa oleifera. 
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1. Les enzymes  

Les enzymes sont des macromolécules biologiques également appelés biocatalyseurs 

(Robinson, 2015) produites par les cellules des différents organismes vivants (Cooper, 2000 ; 

Vingiani et al., 2019 ; Gurung et al., 2013). 

Ces enzymes sont des catalyseurs qui permettent l’accélération de nombreuses 

réactions biologiques et biochimiques, à l'intérieur comme à l'extérieur de la cellule. Ces 

enzymes interviennent dans plusieurs processus nécessaires au maintien de la vie des 

différents organismes vivants (Gurunget al., 2013 ; Robinson, 2015 ; Vingiani et al., 2019), 

comme par exemple la synthèse de l’ADN qui fait intervenir l’ADN polymérases (Robinson, 

2015), la protéolyse qui fait intervenir les protéases (López-Otín et Bond, 2008 ; Mótyán et 

al., 2013) et la glycolyse qui fait intervenir la phosphofructokinase, l'hexokinase et la 

pyruvate kinase (Li et al., 2015 ; Sanzey et al., 2015). 

1.1. Structure des enzymes  

Comme c’est le cas de toutes les protéines, les enzymes sont formées par 

l’arrangement successif des acides aminés (Lewis et Stone, 2020 ; Gurung et al., 2013). Ces 

acides aminés liés ensemble dans une ou plusieurs chaînes polypeptidiques, sont pliées et 

courbées afin de former une structure tridimensionnelle spécifique, qui peut être perturbée et 

dénaturée, par exemple suite à un chauffage ou un contact avec des dénaturants chimiques, ce 

qui conduit à son inactivation (Gurung et al., 2013 ; Robinson, 2015). Cette dénaturation peut 

être réversible ou irréversible (Gurung et al., 2013). La structure des enzymes, incorpore une 

zone connue sous le nom de site actif (site catalytique), où le substrat se lie pour que la 

réaction de sa conversion en produit puisse s’effectuer (voir figure1) (Gurung et al., 2013 ; 

Robinson, 2015 ; Lewis et Stone, 2020), selon la réaction suivante : 

E + S ↔ ES → E + P 



Synthèse Bibliographique  
 

3 
 

 

 

Figure 1: Représentation de la liaison du substrat au site actif d'une molécule d'enzyme 

(Robinson, 2015). 

Les enzymes agissent en très faible concentration et augmentent la vitesse des réactions 

sans être elles-mêmes consommées ou modifiées pendant la réaction (Cooper, 2000 ; Berg et 

al., 2002 ; Robinson, 2015 ; Lewis et Stone, 2020). Ces molécules sont hautement spécifiques 

et ne se lient qu’à certains substrats dû au fait que la conformation du site actif, stabilise la 

liaison spécifique au substrat (Berg et al., 2002 ; Lewis et Stone, 2020). Il existe deux 

modèles différents de liaison du substrat au site actif d'une enzyme : le modèle de Fisher, 

appelé modèle "clé-serrure" qui se base sur une complémentarité de forme entre le substrat et 

le site actif (Cooper, 2000 ; Berg et al., 2002 ; Robinson, 2015 ; Agarwal, 2018 ; Lewis et 

Stone, 2020), et le modèle de Koshland, appelé modèle d’ajustement induit qui se base sur 

l'hypothèse que la structure de l'enzyme se déforme pour s'adapter à son substrat (voir figure 

2) (Cooper, 2000 ; Berg et al., 2002 ; Robinson, 2015 ; Agarwal, 2018 ; Lewis et Stone, 

2020). 
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Figure 2 : Modèles d'interaction enzyme-substrat. (A) : le modèle de clé-serrure, (B) : Le 

modèle d’ajustement induit (Berg et al., 2002). 

Les enzymes peuvent également contenir des sites qui se lient aux cofacteurs, 

nécessaires à la catalyse (Berg et al., 2002 ; Gurung et al., 2013). De telles enzymes, appelées 

apoenzymes, sont inactives jusqu'à ce qu'elles soient liées à un cofacteur (Berg et al., 2002 ; 

Akhtar et Jones, 2014 ; Robinson, 2015 ; Lewis et Stone, 2020). Le complexe cofacteur et 

apoenzyme est appelé holoenzyme (Figure3) (Berg et al., 2002 ; Akhtar et Jones, 2014 ; 

Robinson, 2015 ; Lewis et Stone, 2020). 

Les cofacteurs peuvent être subdivisés en deux groupes soit des ions métalliques 

comme l’atome de Zinc (Zn2+) nécessaire à l’activité de l’anhydrase carbonique, soit des 

composés organiques qui se fixent à l'enzyme comme le phosphate de pyridoxal nécessaire à 

l’activité de la glycogène phosphorylase (Fischer et al., 2010 ; Lewis et Stone, 2020). 
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Figure 3 : Activation d’une apoenzyme en holoenzyme (enzyme + cofacteur) (Akhtar et 

Jones, 2014). 

 

1.2. Classification des enzymes 

Selon la réaction qu’elles catalysent, le IUBMB (The International Union of Biochemistry 

and Molecular Biology), a classé les enzymes en 7 classes différentes (McDonald et al., 2007) 

(Sorokina et al., 2014 ; Tipton et McDonald, 2018 ; Tao et al., 2020) (Voir Tableau 1). 

Cette classification repose sur un système numérique de la Commission des Enzymes 

(Enzyme Commission, EC) qui permet de classer les enzymes en groupes selon les types de 

réactions qu’elles catalysent et en attribuant une dénomination systématique qui permet de 

décrire la réaction chimique impliquée (Boyce et al., 2004 ; Tao et al., 2020), comme par 

exemple les oxydoréductases, les hydrolases… (Voir Tableau ci-dessous). 
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Tableau 1 : Tableau représentatif des différentes classes des enzymes et leurs réactions 

catalysées (Combes et Monsan, 2009 ; Tipton et McDonald, 2018 ; Ann Benore, 2019 ; 

Sanganna Gari et al., 2019). 

Numéro 

de la 

classe 

Nom de la classe Réaction catalysée par chaque 

classe 

 

 

Exemple d’enzymes 

 

EC 1 Oxydoréductases  AH2 + B → A + BH2 

Catalysent le transfert des électrons ou 

de protons entre des substrats 

Alcool déshydrogénase 

EC 2 Transférases AX + B→BX + A 

Catalysent le transfert d’un groupe 

spécifique d’une molécule à une 

autre 

Hexokinase 

 

EC 3 Hydrolases A-B + H2O → AH + BOH 

Catalysent la coupure hydrolytique 

des liaisons C—O, C—N et C—C 

L’α-amylase 

EC 4 Lyases A      B + X-Y       A-B 

                                |  | 

                              X Y 

Catalysent l'addition de groupements 

chimiques aux doubles liaisons ou la 

formation de doubles liaisons par 

élimination groupements chimiques. 

 

Pyruvate décarboxylase 

EC 5 Isomérases A = B 

Catalysent des changements 

géométriques ou structuraux dans 

une molécule, en changeant la 

position d’un groupement. 

La glucose-isomérase 

EC 6 Ligases A + B + NTP → A-B + NDP + P  

Catalysent la formation de liaisons 

covalentes entre deux molécules. 

Pyruvate carboxylase 

EC 7 Translocases AX +   B||                  A+     X   +     ||B  

(Coté 1)                               (coté 2) 

Catalysent le mouvement des ions 

ou des molécules à traverse la 

membrane ou leur séparation à 

l’intérieure des membranes 

Ubiquinone réductase 

 

1.3. Localisation cellulaire des enzymes 

Selon leur localisation cellulaire, les enzymes peuvent agir à l'intérieur de la cellule 

(les enzymes intracellulaire) ou à l'extérieur de la cellule (les enzymes extracellulaires) 

(Robinson, 2015). 
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1.3.1. Les enzymes intracellulaires 

Les enzymes intracellulaires sont des enzymes qui fonctionnent dans l'environnement 

interne de la cellule et dans lequel elles sont produites et synthétisées (Poznanski et al., 1965 ; 

Cottret, 2009 ; Omajali et al., 2015). 

Chez les microorganismes les enzymes intracellulaires jouent des rôles essentiels et donnent 

aux cellules microbiennes la capacité de vivre et de fonctionner, par la catalyse des réactions 

importantes comme celles impliquées dans la fermentation ou dans la respiration aérobique et 

anaérobique (Jurtshuk, 1996 ; Shimizu, 2013 ; Wolfe, 2015). 

Chez les animaux, les enzymes possèdent une variété de fonctions qui sont essentielles 

à la survie des organismes (Brooker, 2000), par exemple, elles sont impliquées dans les 

mécanismes de transduction et de régulation des processus cellulaires (Kapiloff et 

Chandrasekhar, 2011). Elles sont également impliquées dans la synthèse de l'ATP ou le 

transport de molécules à travers la cellule (Volker, 1991 ; Bohec, 2012) ou dans la synthèse 

de l'ADN (Garg et Burgers, 2005 ; Miyabe et al., 2011). 

Comme c’est le cas des microorganismes et des animaux, les végétaux ont, aussi, 

besoin pour leur survie des enzymes qui sont impliquées dans des fonctions intracellulaires 

majeures, telles que la dégradation des protéines pour empêcher l'accumulation de peptides 

toxiques par le système protéolytique (Carillo et al., 1995 ; Ferrara et al., 2001 ; Hasan et al., 

2017) ou la photosynthèse grâce à l’enzyme la ribulose bisphosphate carboxylase (Morot-

Gaudry, 2014 ; Long et al., 2015). 

1.3.2. Les enzymes extracellulaires 

Ces enzymes sont synthétisées à l’intérieur de la cellule, puis sécrétées dans l’espace 

extracellulaire (Gueguen, 1975 ; Robinson, 2015). 

Chez les microorganismes, les enzymes extracellulaires ont un rôle central dans 

plusieurs procédés, par exemple, elles jouent un rôle important dans le cycle des nutriments et 

la minéralisation de la matière organique par hydrolyse des substrats pour leur donner des 

tailles suffisamment petites pour être transportées à l’intérieur des cellules via les membranes 

cellulaires, ce qui lui permet de produire de la biomasse et obtenir de l'énergie pour sa 

croissance (Jackson et al., 2013 ; Zimmerman et al., 2013 ; Bullock et al., 2017 ; Gómez et 

al., 2020). Par exemple, les phosphatases permettent la libération des groupements phosphates 

inorganiques solubles à partir des organophosphorées, les rendant disponibles pour 
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l'absorption et l'utilisation par la plupart des organismes (Jackson et al., 2013 in Dalaï, 1977 ; 

Zimmerman et al., 2013). 

Comme c’est le cas des microorganismes, les enzymes extracellulaires jouent aussi un 

rôle important comme par exemple les enzymes extracellulaires digestives qui permettent de 

digérer les grosses particules alimentaires en petites molécules absorbables (Stumpp et al., 

2015 ; He et al., 2018 ; Steinmetz, 2019 ; Hartenstein et Martinez, 2019). 

Chez les plantes, les enzymes extracellulaires sont aussi importantes et jouent des rôles 

importants, (Benhamou et Rey, 2012), Comme par exemple les phosphatases qui sont 

sécrétées par les racines dans la rhizosphère sont impliquées dans l'hydrolyse des liaisons 

phosphodiester et la libération du phosphate (P), qui peut être absorbé par les plantes ou les 

micro-organismes rhizosphériques (Nannipieri et al., 2011 ; Gianfreda, 2015 ; Cabugao et 

al.,2017). Les racines peuvent également libérer des protéases extracellulaires dans le sol, qui 

permet l’amélioration et la libération d’éléments nutritifs pour les plantes (Adamczyk et al., 

2010 ; Kohli et al., 2012 ; Greenfield et al., 2020). 

1.4. Importance des enzymes dans le secteur industriel 

Depuis toujours, les nombreux procédés industriels utilisent des composés nocifs pour 

la nature, une alternative permet de surmonter ce problème fait appel aux enzymes (Ahuja et 

al., 2004 ; Jegannathan et Nielsen, 2013 ; Cabrera et Blamey, 2018). Ces enzymes sont 

devenues une molécule importante qui a été largement utilisée à différents secteurs 

industriels, entre autres, les secteurs de l’agroalimentaire, de l’alimentation animale, des 

produits pharmaceutiques, des détergents, du textile, du cuir, des pâtes, du papier, des 

biocarburants et des produits cosmétiques, (Li et al., 2012 ; Gurung et al., 2013 ; Adrio et 

Demain, 2014 ; Robinson, 2015 ; Cabrera et Blamey, 2018 ; Vingiani et al., 2019). Plus de 

500 produits industriels sont fabriqués à l'aide d'enzymes (Adrio et Demain, 2014 in Johannes 

et Zhao, 2006). La demande globale d'enzymes industrielles sur le marché mondial a été 

estimée à 3,3 milliards de dollars en 2010 (Gurung et al., 2013 ; Vingiani et al., 2019). Plus 

de 75 % des enzymes utilisées commercialement appartiennent à la famille des hydrolases. 

Ces enzymes qui possèdent une diversité d'applications dans divers secteurs industriels 

peuvent provenir des différentes sources d’organismes vivants, les microorganismes, les 

animaux et les végétaux (Gurung et al., 2013 ; Robinson, 2015 ; Rigoldi et al., 2018). 
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Les enzymes des microorganismes jouent un rôle majeur dans différentes industries en 

raison de leur stabilité par rapport aux enzymes végétales et animales (Anbu et al., 2015 ; 

Singh et al., 2016 ; Raveendran et al., 2018). Elles ont la capacité plus tolérante aux 

conditions extrêmes utilisées dans les processus industriels tels que la température, la salinité, 

le pH..., etc. (Underkofler et al., 1958 ; Umayaparvathi et al., 2013). Elles sont généralement 

moins chères à produire (Bhargav et al., 2008 ; Gurung et al., 2013), plus faciles à extraire et 

à purifier (Gurung et al., 2013 ; Robinson, 2015 ; Singh et al., 2016). Les enzymes des 

microorganismes jouent un rôle important dans divers secteurs industriels (Gurung et al., 

2013), par exemple, les enzymes amylolytiques des microorganismes trouvent des 

applications dans différentes industries telles que les industries alimentaires, l’industrie des 

détergents, du papier et du textile (Naidu et Saranraj, 2013 ; Putri et Nakagawa, 2020). 

Les enzymes d’origine animale sont aussi largement utilisées dans plusieurs 

applications industrielles (Li et al., 2012 ; Robinson, 2015), telle que l’industrie des 

détergents et diverses applications pharmacologiques et alimentaires (Espósito et al., 2009 ; 

Ferrari et al., 2012 ; Costa et al., 2013 ; Ktari et al., 2014 ; Gong et al., 2015 ; Jesús-de la 

Cruz et al., 2018). La lipoxygénase est l’enzyme la plus étudiée chez les animaux, elle a des 

applications en industrie alimentaire telle que, la fabrication du pain et la production d'arômes 

(Baysal et Demirdöven, 2007). 

Les enzymes d'origine végétale ont aussi reçu une attention considérable dans les 

applications industrielles telle que les détergences et le textile, les produit pharmaceutiques 

(Zarevúcka et Wimmer, 2008 ; Hood et al., 2012 ; Tusé et al., 2014 ; Kumari et al., 2019). Le 

système utilisant des plantes pour la production d'enzymes industrielles présente de nombreux 

avantages tels qu'une production à faible coût et à grande échelle (Ma et al., 2003 ; Hood et 

al., 2012 ; Kumari et al., 2019). De plus, l'utilisation des plantes comme bio-usines pour la 

production des enzymes industrielles est une technologie en développement (Hood et al., 

2012). 

Plus de 75 % des enzymes utilisées commercialement appartiennent à la famille des 

hydrolases (Li et al., 2012 ; Rigoldi et al., 2018). Les hydrolases (EC 3) sont des enzymes de 

la classe d'enzymes qui catalysent le clivage du substrat et l'addition d'eau aux molécules 

résultant afin de diviser une grosse molécule en deux molécules plus petites (Voir Tableau 1) 

(Boyce et Tipton, 2001 ; Cuesta et al., 2015), comme par exemple, les estérases qui sont des 

hydrolases qui catalysent le clivage de liaisons ester pour générer un acide et un alcool (Lopes 
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et al., 2011 ; Montella et al., 2012), les glycosidases qui catalysent l’hydrolyse des liaisons N-

glycosidique O-glycosidique et S-glycosidique (Aspeborg et al., 2012 ; Van Wyk et al., 

2017 ; Guillotin et al., 2019) et les peptidases qui clivent les liaisons peptidiques (Boyce et 

Tipton, 2001 ; Hamin Neto et al., 2018). 

  

Les phytases et les amylases sont des exemples typiques des enzymes, de cette classe, 

et qui possèdent de large application et contribuent à une productivité et une rentabilité accrue 

(Kashyap et al., 2001 ; Lynd et al., 2002 ; Jegannathan et Nielsen, 2013 ; Cangussu et al., 

2018). 

Les phytases sont très fréquentes dans le règne végétal, elle appartienne à la famille 

des phosphatases (myo-inositol hexakis phosphate phosphohydrolases) qui déphosphoryle 

l'inositol hexakis phosphate (IP6) en myo-inositiol inférieur et en phosphore inorganique de 

manière séquentielle (Figure 4) (Selle et al., 2000 ; Yao et al., 2012 ; Jegannathan et Nielsen, 

2013 ; Borgi et al., 2015 ; Reddy et al., 2017 ; Cangussu et al., 2018). Selon la réaction 

suivante : 

 

Figure 4 : Réaction catalytique des phytases (Cangussu et al., 2018). 

 

Les phytases se trouvent couramment dans la nature et peuvent être obtenues à partir 

des animaux, des microorganismes et des plantes (Yao et al., 2012 ; Gupta et al., 2015 ; 

Reddy et al., 2017). 

Le premier rapport sur les phytases animales a été en 1908 par McCollum et Hart. Les 

phytases ont été signalées chez les vertébrés inférieurs, les d'oiseaux, les reptiles, les poissons, 

les batraciens et les tortues marines (McCollum et Hart, 1908 ; Rapoport et al., 1941 ; Bohn et 

al., 2008 ; Gupta et al., 2015). Ces phytases se trouve également chez les microorganismes 
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(les bactéries, les levures et les champignons) (Mayer et al., 1999 ; Bohn et al., 2008 ; 

Schneider et al., 2012 ; Cangussu et al., 2018). 

Les phytases ont été aussi détectée chez de nombreuses espèces végétales telles que le 

blé, le seigle, l'orge, le pois, le haricot, le soja, le maïs, le riz, la laitue, les épinards, l'herbe, le 

pollen de lys, etc. (Gupta et al., 2015 ; Madsen et Brinch-Pedersen, 2019). Cette enzyme a de 

nombreuses applications dans les industries alimentaires et environ 60% des enzymes du 

marché mondial alimentaire sont des phytases (Adeola et Cowieson, 2011 ; Yao et al., 2012 ; 

Reddy et al., 2017 ; Cangussu et al., 2018). Cette enzyme permet la libération du phosphore et 

d'autres micronutriments importants pour le développement des animaux monogastriques, y 

compris les humais, via l’amélioration de la dégradation de l'acide phytique dans le tractus 

gastro-intestinal (Hughes et al., 2009 ; Gao et al., 2013 ; Gao et al., 2014 ; Gupta et al., 2015 ; 

Cangussu et al., 2018). Cette enzyme peut être, par exemple, utilisée comme additif dans de 

nombreux produits alimentaires, pour réduire la teneur en acide phytique des aliments et 

améliorer la valeur nutritionnelle (Greiner et Konietzny, 2006 ; Yao et al., 2012 ; Dahiya, 

2016 ; Madsen et Brinch-Pedersen, 2019). 

Les amylases sont largement distribuées et sont l'une des enzymes les plus étudiées 

(Rana et al., 2013). Ces enzymes hydrolysent les molécules d'amidon en polymères composés 

d'unités glucose (Souza et Magalhães, 2010 ; Rana et al., 2013). 

Les amylases peuvent être obtenues à partir des animaux, des microorganismes et des 

plantes (Reddy et Nimmagadda, 2003 ; Anbu et al., 2017). Les amylases sont des enzymes 

importantes et indispensables qui jouent un rôle central dans le domaine de la biotechnologie 

(Anbu et al., 2017). Ils ont une application potentielle dans un grand nombre de procédés 

industriels tels que les industries alimentaires, les industries de fermentation et 

pharmaceutiques (Souza et Magalhães, 2010). Parmi les caractéristiques structurelles et 

dynamiques de l'amylase, la thermostabilité et la stabilité aux différents pHs (Rana et al., 

2013 ; Souza et Magalhães, 2010). 

Vu l’importance des deux enzymes, les phytases et les amylases, nous nous sommes 

intéressés à la recherche et la caractérisation de l'activité de ces deux enzymes chez l'une des 

plantes médicinales la plus connue, pour ses nombreuses potentialités nutritives, médicinales 

et industrielles, à savoir Moringa oleifera. 
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2. Moringa oleifera 

Moringa oleifera (M. oleifera), également connue sous le nom d'arbre de raifort et 

d'arbre de bâton de tambour (Paikra, 2017 ; Kou et al., 2018), est une plante appartenant à la 

famille des Moringceae et originaire des régions sub-himalayennes de l'Inde, du Pakistan, du 

Bangladesh et de l’Afghanistan (Galuppo et al, 2013 ; Arora et al, 2013 ; Paikra, 2017). La 

classification taxonomique de M. oleifera est représentée dans le Tableau 2. 

Tableau 2 : Classification taxonomique de M. oleifera (Paikra, 2017). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La famille Moringceae comprend 14 espèces, comme par exemple le M. peregrine, M. 

stenopetala, M. ovalifolia. (Dehshahri et al., 2012 ; Paikra, 2017 ; Meireles et al., 2020). 

M. oleifera est l'espèce la plus connue, la plus étudiée et la plus utilisée (Anwar et al., 

2005 ; Olson et Fahey, 2011 ; Meireles et al., 2020). M. oleifera est une plante cultivée 

partout dans le monde du fait de ses nombreuses potentialités nutritives, médicinales et 

industrielles (Jed et Fahey, 2005 ; Saxena et al., 2013 ; Vergara-Jimenez et al., 2017). Ses 

feuilles, ses graines et ses fleurs ont de bonnes valeurs nutritionnelles et thérapeutiques (Arora 

et al., 2013 ; Vergara-Jimenez et al., 2017 ; Paikra, 2017). 

 

 

Royaume Plantae 

Sous-royaume Tracheobionta 

Super Division Spermatophyte 

Division Magnoliophyta 

Classe Magnoliopsida 

Sous-classe Dilleniidae 

Famille Moringceae 

Genre Moringa 

Espèce oleifera 
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2.1. Caractéristiques de Moringa oleifera 

M. oleifera est l'une des plantes médicinales les plus connues et largement répandues 

dans les régions tropicales (Satish et al., 2012 ; Stohs et Hartman, 2015 ; Anwar et al., 2007 ; 

Banik et al., 2018). Cette plante possède une large gamme d'utilisations médicinales (Anwar 

et al., 2007 ; Kou et al., 2018), par exemple elle est utilisée pour ces propriétés 

anticancéreuses, hépatoprotectrices, anti-inflammatoires, antidiabétiques, 

immunomodulatrices et antimicrobien (Bose, 2007 ; Abdull Razis et al., 2014 ; Minaiyan et 

al., 2014 ; Toppo et al., 2015 ; Bhattacharya et al., 2018). 

Les feuilles de M. oleifera ont été caractérisées pour contenir un équilibre nutritionnel 

souhaitable, contenant des vitamines, des minéraux, des acides aminés et des acides gras 

(Moyo et al., 2011 ; Anwar et al., 2007 ; AbdullRazis et al., 2014), aussi elles sont riches en 

antioxydants (Vergara-Jimenez et al., 2017). Les fleurs de M. oleifera, sont riches en calcium, 

potassium et antioxydants, et sont utilisées dans l'alimentation humaine (Pontual et al., 2012), 

elles sont aussi riches en composés phytochimiques bioactifs et les extraits de fleurs ont 

montré des propriétés antibactériennes, anticancéreuse et anti-inflammatoires (Moura et al., 

2011 ; Dubey et al., 2013 ; Gopalakrishnan et al., 2016 ; Kalappurayil et Joseph, 2017). 

Les graines de M. oleifera, sont utilisées dans l'alimentation humaine, la médecine, le 

cosmétique et offre de bonnes perspectives de recherche (Price, 2007 ; Oyeyinka, 2018 ; 

Meireles et al., 2020). Aussi, ces graines possèdent une activité antimicrobienne et sont 

utilisées pour le traitement des eaux résiduaires et pour l’élimination des métaux lourds et les 

composés organiques (Kalogo et al., 2000 ; Foidl et al., 2001 ; Andrade Luz et al., 2013 ; 

Bichi, 2013 ; Meireles et al., 2020). Les graines de M. oleifera sont rondes avec une coque 

semi-perméable brunâtre et qui possède trois ailes blanches (Makkar et Becker, 1997). 

Chaque arbre de M. oleifera peut produire entre 15 000 et 25 000 graines/an (Makkar et 

Becker, 1997 ; Sahoo et al., 2020). Le poids moyen par graine est de 0,3 g et le rapport 

grain/coque est de 75 : 25 (Foidl et al., 2001 ; Olson et al., 2019). Elles sont riches en 

protéines, en lipides bruts, en huiles et minéraux (Foidl et al., 2001 ; Liang et al., 2019 ; 

Meireles et al., 2020). 
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Ce travail a été réalisé au niveau du Laboratoire de Biochimie du l’universitaire 

Belhadj Bouchaib- Ain Témouchent (UBBAT), durant le second semestre de master 2 de 

l’année universitaire 2020/2021. 

1. Récolte du matériel végétal 

Pour la recherche et la caractérisation d’activité phytasique et amylasique, des graines 

achetées au commerce à Ain Témouchent ont été utilisées comme matériel biologique.  

2. Caractérisation des graines de M. oleifera 

 Les graines achetées au commerce ont été caractérisées en fonction de leur poids, de 

leur contour, de leur couleur, leur pH et de leur forme. 

Ces graines sont, ensuite, triées et séchées à l’aire libre pendant quelques jours, puis 

broyées et tamisées. La poudre obtenue est utilisée pour la récupération de l’extrait brut 

enzymatique. 

3. Préparation de l’extrait brut enzymatique des graines de M. oleifera 

La préparation de l’extrait brut enzymatique été réalisée selon la méthode de Sánchez-

Muñoz et al, (2017) avec une modification mineure.  

2 g de poudre des graines sont immergées dans 10 ml de tampon phosphate 50 mM 

(pH7), puis le mélange obtenu est vortexé, et laisser pour macération pendant 4h à 

température ambiante (Sánchez-Muñoz et al., 2017). 

Après 4h de macération, le mélange est centrifugé à 6000 rpm/min pendant 5min. Le 

surnageant est récupéré et conservé à 4°C pour être utilisé comme extrait brut enzymatique. 

Le pH de l’extrait brut a été mesuré en utilisant des bandelettes de pH.  

4. Recherche et caractérisation des activités phytasiques et amylasiques des 

graines de M. oleifera 

La caractérisation des activités phytasiques et amylasiques de la poudre de graines de 

M. oleifera a été effectuée par l’étude de l’influence de la température et des pHs sur l’activité 

et la stabilité de ces 2 enzymes. 
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Pour doser l’activité des phytases, la méthode de Sajidan et al (2015) a été utilisée, 

25μL de solution d'extrait brut de graine a été ajoutée à 125μL d’ammonium d’acétate 0,1M 

contenant le phytate de sodium à 5 mM. Le mélange réactionnel est incubé à 30°C pendant 

30min. 

Le Pi libéré est mesuré selon la technique modifiée de Heinonen et Lahti (1981) in Sajidan et 

al (2015). 750 µL de solution fraîchement préparée d'acétone, d'acide sulfurique (2,5 M) et de 

molybdate ammonium (10 mM) (2: 1: 1 v / v) sont ajoutés pour arrêter la réaction 

enzymatique. A ce mélange, 100µL d'acide ascorbique à 1M ont été ajoutés.  

Après 10 minutes d’incubation à température ambiante, l'absorbance est mesurée à 820 nm 

contre un blanc préparé et incubé dans les mêmes conditions. 

Pour doser l'activité des amylases, la méthode de Caraway Somogyi iode/potassium 

iodure (IKI) a été utilisée. La préparation de la solution du substrat consiste à ajouter 40mL 

d'une solution d'amidon à 1%, à 50mL d'eau distillée en ébullition. Après agitation et 

refroidissement de cette solution d'amidon à température ambiante, une quantité suffisante 

pour 100 mL d'eau distillée a été ajouté (Fatema, 2017). Un volume de cette solution est 

récupéré et dilué 10 fois dans de l'eau distillé (Fatema, 2017). 

Le milieu réactionnel est constitué de 0,1 mL de cette solution d'amidon préparée, 0,750 mL 

de tampon phosphate à 0,1 M et pH 7 et de 0,4 mL de l'extrait brut enzymatique. Le mélange 

réactionnel est incubé à 30°C pendant 30 minutes. Puis 0,750 ml de Lugol sont ajoutés au 

mélange réactionnel.  

Afin de stopper la réaction enzymatique 1,5 mL d'HCl à 10 % ont été ajouté à 1 mL du 

mélange réactionnel (Fatema, 2017). L’absorbance est mesurée à 620 nm (Syn et Chen, 

1997), contre un blanc préparé et incubé dans les mêmes conditions. 

4.1. L’influence de la température sur l’activité phytasique et amylasique des 

graines de M. oleifera 

Afin d'étudier l'influence de la température sur l’activité des phytases et des amylases 

les milieux réactionnels sont incubés pendant 30min à différentes températures 4, 20, 30, 45 et 

50°C. 
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4.2. L’influence du pH sur l’activité phytasique et amylasique des graines de M. 

oleifera 

Afin d'étudier l'influence du pH sur l'activité des phytases et des amylases, le tampon 

phosphate de la réaction à 0,1 M et pH 7 est remplacé par du tampon phosphate à 0.1M et pH 

5, et le tampon glycine NaOH à 0.1M et pH 9. 

4.3. Effet du traitement thermique sur la stabilité des phytases et amylases des 

graines de M. oleifera 

La stabilité thermique des phytases et des amylases est déterminée par le chauffage de 

l’extrait brut enzymatique de la poudre de M. oleifera dans un bain marie à une température 

de 90°C pendant 60 et 120 min.  

L'activité enzymatique résiduelle des deux enzymes en utilisant les mêmes protocoles 

décrit précédemment.  

4.4. Effet du traitement du pH sur la stabilité des phytases et amylases des graines 

de M. oleifera 

La stabilité des phytases et des amylases aux pHs acide et basique a été déterminé, par 

incubation de l'extrait brut enzymatique de la poudre de M. oleifera en présence de HCl ou du 

NaOH à 1M, pendant 60 et 120 min  

L'activité enzymatique résiduelle des deux enzymes en utilisant les mêmes protocoles 

décrit précédemment.  

5. Préparation des courbes étalons pour dosage des activités phytasiques et 

amylasiques des graines de M. oleifera 

5.1. Préparation de la courbe étalon du phosphate 

La concentration de Pi libéré par les phytases de la poudre des graines de M. oleifera a 

été calculée à partir de l'équation de régression de la courbe étalon DO=f ([phosphate]) (Wyss 

et al., 1999). Pour cela, une série des concentrations allant de 0,2 à 1mM est préparée à partir 

d'une solution mère KH2PO4 à 1mM (Tableau 3). 
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Tableau 3 : La gamme étalon des solutions du KH2PO4 

[KH2PO4] (mM) 0 0.2 0.4 0.6 0.8 1 

Solution KH2PO4 (mL) de 1mM 0 0.2 0.4 0.6 0.8 1 

Eau distillée (mL) 1 0.8 0.6 0.4 0.2 0 

 

La courbe étalon a été préparé à partir de l’absorbance, correspondant aux différentes 

concentrations de phosphate, mesurée à 820 nm. 

5.2. Préparation de la courbe étalon de l’amidon 

La concentration d’amidon dégradée par les amylases de la poudre des graines de M. 

oleifera a été calculée à partir de l'équation de régression de la courbe étalon DO=f 

([amidon]). Pour cela, une série des concentrations allant de 20 à 400µg/mL a été préparée à 

partir d'une solution mère d’amidon à 400 µg/mL (Tableau 4). 

Tableau 4 : La gamme étalon des solutions de l’amidon 

 

La courbe étalon a été préparé à partir de l’absorbance, correspondant aux différentes 

concentrations de l’amidon, mesurée à 620 nm. 

Solutions étalons d’amidon 

(μg/mL) 

0 20 40 60 80 100 

Solution mère d’amidon 

(400μg/mL) 

0 0,1 0,2  0,3  0,4  0,5  

Eau distillée (mL) 
2  1,9  1,8  1,7  1,6  1,5  



 

 

Résultats et discussions 
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1. Caractérisation des graines de Moringa 

Les graines de Moringa oleifera utilisées dans cette étude ont été caractérisées. Ces 

graines présentent une forme ronde et une coque triangulaire de couleur marron avec trois 

ailes blanches (Figure 5 A). Ces graines ont un poids moyen d'environ 0,24 g et un diamètre 

d'environ 1 cm. 

Pour la recherche d’activités phytasiques et amylasiques, ces graines ont été broyées et 

leur poudre a été utilisée (Figure 5B). 

 

Figure 5 : Les graines (A) et la poudre (B) des graines de Moringa oleifera. 

2. Mesure du pH de l’extrait brut enzymatique de la poudre des graines de M. 

oleifera 

Le pH de l’extrait brut a été mesuré en utilisant des bandelettes de pH, le résultat a 

montré que l’extrait brut enzymatique de la poudre des graines de M. oleifera a un pH de 5 

(Figure 6). 

A B 
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Figure 6 : Mesure du pH de la solution de poudre des graines de M. oleifera. 

3. Recherche et caractérisation des activités phytasiques et amylasiques des 

graines de M. oleifera 

La recherche et la caractérisation des activités phytasiques et amylasiques de la poudre 

de graines de M. oleifera a été effectuée par l’étude de l’influence de la température et des 

pHs sur l’activité et la stabilité de ces 2 enzymes. 

3.1. Les courbes d’étalonnages du phosphate et de l’amidon 

Les courbes étalons du KH2PO4 (Figure 7A) et de l’amidon (Figure 7B) ont été 

préparées afin de déterminer la quantité de Pi libéré et de l’amidon dégradée, respectivement, 

par les phytases et les amylases. 
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Figure 7 : Les courbes d’étalons du phosphate (A) et de l’amidon (B). 

3.2. Influence de la température sur l’activité phytasique et amylasique des 

graines de M. oleifera 

L’étude de l’effet de la température sur les activités phytasique et amylasique de 

l’extrait brut enzymatique des graines de M. oleifera a été effectuée aux températures 4, 20, 

37, 45 et 50°C (Figure 8). 

 

Figure 8 : Etude de l’influence de la température sur l’activité phytasique (A) et amylasique 

(B) des graines de M. oleifera. 

 

Les résultats obtenus montrent que l'activité enzymatique de l’extrait brut des graines 

de M. oleifera, des 2 enzymes, augmente avec l’augmentation de la température d'incubation 

A) B) 

A) B) 
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jusqu’à atteindre son maximum à la température optimale (Figure 8). Ensuite, cette activité 

enzymatique diminue au-delà de cette température. 

On remarque que les activités enzymatiques des deux enzymes sont détectées aux 

différentes températures testées, sauf qu’à 4°C, aucune activité n’est détectée pour les 2 

enzymes recherchées (Figure 8 A et B). Des études ont montré que les enzymes perdaient 

leurs activités enzymatiques à de basses températures (proche de 0°C) (Privalov, 1990 ; 

DeLong et al., 2017). 

À 50 °C, aucune activité phytasique n’est détectée (Figure 8A), par contre, l’extrait 

brut maintient une activité amylasique à cette température (Figure 8B). Nos résultats, de 

l’activité amylasique sont en concordance avec ceux de Dahot et al., (2001), qui ont rapporté 

que l’amylase purifiée à partir des graines de M. oleifera possède une activité enzymatique à 

50 °C. 

La température optimale de l’activité phytasique de l'extrait brut enzymatique des 

graines de Moringa est de 37 °C, différente de celle des amylases (Figure 8A). 

A 45°C, l’activité phytasique de notre extrait brut enzymatique est plus faiblement 

détectée alors que des études ont montré que 45°C est la température optimale de l’activité 

phytasique chez des plantes comme le blé et les racines de tomate (Nakano et al., 1999 ; Li et 

al., 1997). 

La température optimale de l’activité amylasique de l'extrait brut enzymatique des 

graines de Moringa est de 45 °C (Figure 8B), ce qui est très proche de celle des travaux de 

Dahot et al., (2001) qui ont rapporté une activité enzymatique maximale à 40 °C pour 

l’amylase purifiée à partir des graines de Moringa.  

Par contre, cette température optimale amylasique de l’extrait brut enzymatique des 

graines de Moringa est plus élevée que celle des amylases de la plante de Malus pumila (35 

°C) (Saini et al., 2016) est inférieure à celle de l’amylase de la plante de jammun (60 °C) 

(Fatema et al., 2017). 

Des résultats similaires, de températures optimales différentes pour des enzymes 

différentes d’un même organisme a été déjà démontré. En effet, deux enzymes de M. oleifera 

une peroxydase et une protéase possèdent des températures optimales d’activités différentes, 

respectivement, de 30 °C et 37 °C (Banik et al., 2018 ; Agunbiade et al., 2021). 
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Pour la température de 20 °C, les phytases et les amylases présentent, respectivement, 

une activité relativement faible et une activité presque nulle. Par contre, des études sur des 

enzymes purifiées à partir de M. oleifera, une peroxydase et une protéase, ont montré la 

présence d’activité enzymatique à 20 °C (Banik et al., 2018 ; Agunbiade et al., 2021). 

D’autres études ont montré, aussi, que des phytases et des amylases, respectivement, des 

racines des tomates et de la plante jammun, possèdent une activité enzymatique à 20 °C (Li et 

al., 1997 ; Fatema et al., 2017). 

L’activité enzymatique augmentent généralement de façon exponentielle à mesure que 

la température augmente puis diminuent au-delà des températures optimales (DeLong et al., 

2017 ;Ritchie, 2018).Les déclins sont généralement attribués à des changements d'état des 

enzymes résultant de différents mécanismes, y compris la dénaturation des enzymes, des 

changements dans la distribution des charges au niveau du site actif, des changements dans la 

capacité thermique des intermédiaires liés aux enzymes, sensibilité à la température 

différentielle des transitions substrat-enzyme et enzyme-produit (Husain et al., 2011 ; Yadav 

et Prakash, 2009 ; DeLong et al., 2017 ; Ritchie, 2018 ; Almeida et Marana, 2019). 

3.3. Influence du pH sur l’activité phytasique et amylasique des graines de M. 

oleifera 

L’étude de l’effet du pH sur les activités phytasique et amylasique de l’extrait brut des 

graines de M. oleifera a été effectuée à pH 5, pH 7 (Tampon phosphate à 0.1M) et à pH 9 

(tampon glycine-NaOH à 0.1M). 

 

Figure 9 : Etude de l’influence du pH sur l’activité phytasique (A) et amylasique (B) des 

graines de M. oleifera. 

 

A) B) 
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On remarque que les activités enzymatiques des 2 enzymes sont détectées aux 

différents pHs testés. A pH5, l’activité phytasique est sévèrement affectée (Figure 9 A). 

Le pH optimal de l’activité phytasique de l'extrait brut enzymatique des graines de M. 

oleifera est de pH7 (Figure 9 A). Des activités enzymatiques optimales à pH 7 ont été déjà 

trouvées chez M. oleifera. Derso et Dagnew, (2019) ont montré que l'enzyme de coagulation 

du lait (des protéases) de M. oleifera possède un pH optimal de 7. Abd-ElKhalek et al., 

(2020) ont montré que la protéase de feuille M. oleifera possède un pH optimal de 7. Aussi, 

d’autres travaux ont montré que l’activité enzymatique maximale des phytases des haricots 

mungo est de 7,5 (Mandal et al., 1972 in Bohn et al., 2008). 

Par contre, le pH optimal de notre échantillon est supérieur au pH optimal des 

phytases des Noisette (pH 5) (Andriotis et Ross, 2003) et inférieure à celui des phytases de la 

plante Typha latifolia (pH 8) (Hara et al., 1985). 

Des recherches montrées que la plupart des phytases végétales ont tendance à avoir un 

pH optimal à 5 (Wodzinski et Ullah, 1996 ; Kumar et al., 2012). De plus, Sandberg et 

Svanberg, (1991) ont montré que les phytases des céréales ont un pH optimal de5. Par contre, 

à pH5 l’activité phytasique de l'extrait brut enzymatique des graines de M. oleifera est 

sévèrement affectée (Figure 9 A). 

A pH 9, l’extrait brut enzymatique des graines de M. oleifera présente une assez bonne 

activité phytasique (Figure 9 A). Par contre, Li et al., (1997) ont montré que les phytases des 

racines de tomate perdaient leur activité à pH9. Des études ont montré, aussi, qu’une enzyme 

de M. oleifera, une protéase, possédait une activité optimale à un pH alcalin de 8 (Banik et al., 

2018). 

Les phytases peuvent être classées en phytases acides et en phytases alcalines sur la 

base du pH optimal (Greiner et Konietzny, 2006 ; Jorquera et al., 2008). Les phytases peuvent 

être classées en phytases acides avec un pH optimal de 3,5-6,0 et les phytases alcalines avec 

un pH optimal de pH 7,0-8,0 (Gupta et al., 2015). D'après les résultats qu’on a obtenus, les 

phytases de l’extrait brut enzymatique des graines de M. oleifera sont des phytases alcalines 

avec un pH optimal de 7 et une activité à pH 9. 

Pour les amylases de l’extrait brut enzymatique des graines de M. oleifera, on 

remarque que leur activité est détectée aux différents pHs testés (Figure 9 B). Des études ont 
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montré que l'activité amylasique peut s'adapter à des milieux acides (pH 2,8 à 3,0) ou alcalins 

(pH 8 à 8,5) (Bourgeois et al., 1988). 

Le pH optimal des amylases de notre extrait est de 5 (Figure 9 B), nos résultats 

concordes avec les travaux de Dahot et al., (2001) où le pH optimum de l’amylase des graines 

de M. oleifera à une activité enzymatique maximale à pH 5. D’autres travaux ont montré aussi 

que des amylases avec des pHs optimaux acides, respectivement, de 4,8 pour les amylases des 

graines de blé (Kashem et al., 2013) et de 6 pour les amylases de la pomme (Saini et al., 

2016). 

A pH 7, l’activité amylasique de notre extrait diminue un petit peu comparé à l’activité 

au pH 5 (Figure 9 B). Pour d’autres enzymes de M. oleifera, telles que les protéases, il a été 

montré que pH 7 est le pH optimal d’activité (Derso et Dagnew, 2019 ; Abd-ElKhalek et al., 

2020). 

A pH 9 l’extrait brut enzymatique des graines de M. oleifera présente une activité 

amylasique proche de celle de l'activité maximale. Banik et al., (2018) ont montré que 

l’enzyme protéase des feuilles de M. oleifera possède aussi une bonne activité à pH 9. 

Nos résultats montrent 2 profils différents d’activités enzymatiques en fonction des 

pHs pour les 2 enzymes recherchées. Les pHs optimaux de ces 2 enzymes étudiées, phytases 

et amylases, sont différents et sont, respectivement, de 7 et de 5 (Figure 9). Des résultats 

similaires, de pHs optimaux différents pour 2 enzymes différentes d’un même organisme a été 

déjà démontré. En effet, 2 enzymes de M. oleifera, une peroxydase et une protéase, possèdent 

des pHs optimaux, respectivement, de pH5 et de pH8 (Banik et al., 2018 ; Agunbiade et al., 

2021). Cette différence d’activité en fonction du pH est une propriété de base de tous les 

enzymes probablement en raison d’une altération de la conformation de la protéine 

enzymatique causée par les changements de pH de son environnement (Farkhanda, 2016). 

3.4. Effet du traitement thermique sur la stabilité des phytases et amylases des 

graines de M. oleifera 

Afin d’étudier l’effet de haute température sur la stabilité des phytases et des 

amylases, l’extrait brut enzymatique de la poudre de M. oleifera des deux enzymes sont 

étaient pré-incubées à 90°C. Ensuite, la stabilité des phytases et des amylases est déterminée 

en mesurant leur activité résiduelle après 1h et 2h de traitements à 90°C. Les résultats obtenus 

sont présentés dans la figure suivante : 
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Figure 10 : Effet du traitement thermique sur la stabilité des phytases et amylases des graines 

de M. oleifera 

 

Après traitement de 1h et 2h à 90°C, les phytases ont perdue, respectivement, 95,36% 

et 100% de leur activité (Figure 10), ce qui montre que les phytases de la solution de poudre 

de M. oleifera est sévèrement affectée par le traitement à 90°C. Des travaux sur la stabilité des 

phytases aux traitements thermiques ont montrée, qu’après 1h de traitement à des 

températures supérieures à 60°C, l'activité des phytases des racines de tomate diminue (Li et 

al., 1997). 

Concernant la stabilité des enzymes de M. oleifera, les travaux de Derso et Dagnew, 

(2019) ont montré que l'enzyme de coagulation du lait de M. oleifera pouvait retenir plus de 

80% de de son activité après 1h de traitement à 55°C et 50 % de son activité après 2h de 

traitement à 60°C.  

Les résultats obtenus montrent que les phytases de notre échantillon sont moins stables 

que les phytases hautement thermostable d'Aspergillus fumigatus. En effet, ces derniers 

restent stables même à des températures allant jusqu'à 100°C avec une perte de seulement 

10% de leur activité enzymatique initiale (Pasamonts et al., 1997).  

0

20

40

60

80

100

phytase amylase

ac
ti

vi
té

 r
és

id
u

el
le

 r
el

at
iv

e 
à 

l'a
ct

iv
it

é 
sa

n
s 

tr
ai

te
m

en
t 

%

traitement thermique

1h

2h



Résultats et discussion 
 

26 
 

Par contre l’activité amylasique de la solution de poudre de M. oleifera reste active 

après le traitement de 1h et 2h à 90°C. Ces enzymes retiennent, respectivement, 68,85% et 

46,88% de leur activité initiale (Figure 10). Nos résultats concordes avec les travaux de Dahot 

et al., (2001) qui ont montré que l'amylase des graines de M. oleifera conserve plus de 35% 

d'activité à 90°C. 

Les amylases de la solution de poudre de M. oleifera qu’on a testée, sont moins stables 

que les amylases de maïs qui ont démontré une stabilité maximale à 90°C (Biazus et al., 

2009). Par contre, les amylases de notre échantillon sont plus stables que les amylases de 

Bacillus amyloliquefaciens qui perdent leur stabilité à 90°C (Fitter et Haber, 2004). 

Simair et al., (2017) ont rapportés que l'amylase de Bacillus sp reste stable à 100 % jusqu'à 

une température de 65°C et après 1h de traitement. 

La stabilité thermique des enzymes, ou stabilité à la température, est souvent liée à la 

stabilité élevée aux autres agents dénaturants (forte force ionique, pH élevé, solvants 

organiques, etc.) (Owusu et Cowan, 1989 in Cornec et al., 1997).  

Le mécanisme de thermoinactivation irréversible des enzymes à des températures 

élevées est connu comme défavorable pour la stabilité des enzymes car elles favorisent les 

processus de dépliement et/ou d'agrégation par désamidation, hydrolyse des liaisons 

peptidiques, élimination des ponts disulfures...etc.) (Vieille et Zeikus, 2001). D’autre part, les 

enzymes résistantes à une inactivation irréversible à haute température sont plus 

thermostables, que leur homologue mésophile, ce qui les rend extrêmement intéressantes pour 

les procédés industriels (Vieille et Zeikus, 2001). 

Les amylases des graines de M. oleifera caractérisées dans cette étude, sont 

potentiellement, des enzymes thermostables contrairement aux phytases caractérisées dans 

cette étude. 

3.5. Effet du pH sur la stabilité des phytases et amylases des graines de M. oleifera 

Afin d’étudier l’effet du pH (acide et alcalin) sur la stabilité des phytases et des 

amylases, l’extrait brut enzymatique de la poudre de M. oleifera ont étaient pré-incubées dans 

du HCl et dans du NaOH à une concentration de 1 M. Ensuite, la stabilité des phytases et des 

amylases est déterminée en mesurant leur activité résiduelle après 1h et 2h de traitement acide 

et basique. Les résultats obtenus sont présentés dans la figure suivante : 
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Figure 11 : Effet du pH sur la stabilité des phytases (A) et des amylases (B) des graines de M. 

oleifera 

 

Les résultats obtenus montrent que l'activité phytasique de l’extrait brut des graines de 

M. oleifera, est sévèrement affectée par le traitement pH (Figure 11 A). En effet, après 1h de 

traitement à pH acide (1M d’HCl), les phytases perdent 100% de leur activité, et après 1h de 

traitement à pH alcalin (1M de NaOH) elles ne gardent que 29.66% de leur activité. L’activité 

phytasique est 100% perdue après 2h de traitement à pH alcalin (NaOH) (Figure 11A).Nos 

résultats ne concordent pas avec les résultats des études sur la stabilité des enzymes purifiées 

à partir des feuilles de M. oleifera, une protéase et une peroxydase, ont montré que la stabilité 

des 2 enzymes est relativement faible dans les pHs alcalin que dans les pHs acide (Khatun et 

al., 2012 ; Derso et Dagnew, 2019) alors que nos résultats montrent que les phytases testées 

non pas de stabilité à ces traitements pHs et qu’elles sont plus affectées par le traitement 

acide. 

De plus, nos résultats montrent que les phytases de notre échantillon sont moins 

stables que les phytases des racines de tomate qui ont conservé 90% de leur activité d'origine 

après 1h de traitement à des pH acides, par contre, ces phytases sont devenues très instables à 

pH alcalin (Li et al., 1997). D’autres résultats de Nakano et al en 1999 ont montrés que les 

phytases extraites et purifiées des fibres de Triticum aestivum présentaient une stabilité 

enzymatique maximale à des pHs acides. 
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D’autre part la stabilité des amylases de l’extrait brut de la solution des graines M. 

oleifera est plus sensible au traitement acide que le traitement alcalin qui retiennent, 

respectivement, 43.27% et 80.98% après 1h de traitement et 34.09% et 68.52% après 2h de 

traitement (Figure 11B). Ce qui est très proche de ce qui été rapporté par les travaux de Simair 

et al en 2017 et qui ont montré que la stabilité des amylases relativement faibles dans les pHs 

acides que dans les pHs alcalins. 

Nos résultats montrent que les traitements acide et alcalin affectent la stabilité des 

phytases et amylases des graines de M. oleifera, mais les phytases sont plus sévèrement que 

les amylases. De plus, ces dernières sont plus affectées par le traitement acide que le 

traitement alcalin. 

Le pH a un effet marqué sur la stabilité, la structure et la fonction des enzymes en 

raison de sa capacité à influencer les interactions électrostatiques des groupements ionisables 

(acides ou basiques) portés par les 2 acides aminés situés aux extrémités N- et C-terminales et 

par les chaînes latérales des acides aminés qui constituent la chaîne polypeptidique (Kumar et 

al., 2004 ; Venkataramani et al., 2013 ; Littlechild, 2017). 

La plupart des enzymes fonctionnent de manière optimale à un pH particulier (le pH 

de stabilité maximale). En conséquence, des valeurs de pH acides ou basiques induisent un 

dépliement et/ou d'agrégation conduise à une perte totale, irréversible, de la stabilité 

enzymatique (Kumar et al., 2004 ; Venkataramani et al., 2013). D’autre part, les enzymes 

extrêmophiles ont une bonne stabilité dans des conditions de pH extrême et sont appelés 

acidophiles ou alcalophiles, ce qui les rend extrêmement intéressantes pour les procédés 

industriels (Littlechild, 2017 ; Rigoldi et al., 2018). 

Les amylases des graines de M. oleifera caractérisées dans cette étude, sont 

potentiellement, des enzymes stables contrairement aux phytases caractérisées dans cette 

étude. 

Le tableau suivant récapitule les résultats obtenus de la caractérisation des phytases et 

des amylases des graines de M. oleifera. 

 

 



Résultats et discussion 
 

29 
 

Tableau 5 : Tableau récapitulatif des résultats de la caractérisation de l’activité et de la 

stabilité des phytases et des amylases des graines de M. oleifera. 

 Activité enzymatique Stabilité enzymatique (activité résiduelle) 

pH optimale 
Température 

optimale 

Stabilité à 

90°C 

Stabilité à pH 

acide (HCl) 

Stabilité à 

pH alcalin 

(NaOH) 

Phytase 7.0 37°C Faible Faible Faible 

Amylase 5.0 45°C Forte Moyenne Forte 

 

4. Discussion générale 

Comme il a été cité dans la partie synthèse bibliographique, les phytases et les 

amylases sont des enzymes qui existent de manière omniprésente dans la nature et peuvent 

être obtenues à partir d’animaux, de microorganismes et de plantes (Gupta et al., 2015 ; Anbu 

et al., 2017). Ces 2 enzymes ont de larges applications dans un grand nombre de procédés 

industriels. Les phytases jouent un rôle de premier plan dans l’industrie alimentaire et la 

nutrition animale monogastrique (Borgi, 2015). Les amylases ont une grande importance dans 

les applications industrielles comme celles de l'alimentation, de la fermentation, des 

détergents, des produits pharmaceutiques, la saccharification (Simair et al., 2017 ; Cangussu 

et al., 2018). 

Les phytases et les amylases purifiées des grains de M. oleifera ont des profils 

différents, elles ont un pH optimal d’activité, respectivement, à pH 7 et pH 5 et une 

température optimale d’activité, respectivement, à 37°C et à 45°C. 

Pour l’étude de la stabilité thermique, le traitement à 90°C a affecté les 2 enzymes. Les 

phytases des graines de M. oleifera ont perdue, 95,36% de leur activité. Ces phytases ne 

peuvent pas être utilisées en industrie nécessitant des conditions des températures extrêmes, 

telles que les industries alimentaires pour la préparation de l'alimentation animale et les 

compléments alimentaires (Kalsi et al., 2016 ; Pires et al., 2019). 

Les amylases des graines de M. oleifera retiennent 68.85% de leur activité initiale, ce 

qui peut permettre leur utilisation potentielle dans des industries nécessitant des températures 

élevées et des enzymes thermostables telles que l’industrie de l'amidon, la saccharification et 

la liquéfaction de l'amidon (Saxena et Singh, 2011 ; Gurung et al., 2013 ; Simair et al., 2017). 
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Pour l’étude de la stabilité des 2 enzymes aux différents pHs, les résultats ont montré 

que les traitements acide et alcalin ont affecté les 2 enzymes mais plus sévèrement l’activité 

phytasique. En effet, après traitement à pH acide (1 M d’HCl) les phytases perdent 100% de 

leur activité, et après traitement à pH alcalin (1 M de NaOH) elles ne gardent que 29.66% de 

leur activité. Comme l'estomac est le principal site fonctionnel des phytases additionnelles, et 

les phytases qu’on a caractérisées sont instables à un pH acide, elles ne pourront, donc, pas 

être utilisées dans l’industrie alimentaire (kalsi et al., 2016). 

Les amylases des graines de M. oleifera retiennent, après traitement à pH acide (1M 

d’HCl) et à pH alcalin (1M de NaOH), respectivement, 43.27% et 80.98% de leur activité 

initiale. Ces résultats indiquent la nature alcalophile de l’enzymes, qui est caractéristique 

industriellement importante pour en faire un additif approprié dans l'industrie des détergents 

(Simair et al., 2017). De plus, ces amylases gardaient une certaine activité après traitement à 

pH acide, ce qui facilite son utilisation dans l'industrie alimentaire (préparation des pâtes), la 

transformation des jus et des fruits, la boulangerie et la brasserie (Souza et Magalhães, 2010). 

Les résultats obtenus des différents traitements, thermique et acido-basique, ont 

montré que les amylases sont plus stables que les phytases. 
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L’objectif de cette étude est de rechercher et de caractériser des activités enzymatiques 

des graines de M. oleifera, en vue de valoriser ces graines, pour leur intérêt industriel. Pour 

cela, l'activité et la stabilité de deux enzymes, les phytases et les amylases, ont été recherchées 

et caractérisées chez les graines de M. oleifera. 

Les résultats de l’étude de l'influence des températures et du pHs sur l’activité de ces 

deux enzymes ont montré que la température optimale de l’activité phytasique est de 37°C et 

celle de l'activité amylasique est de 45°C. Le pH optimal de l’activité phytasique est de pH7 

et celle de l’activité amylasique est de pH5. 

Pour mieux caractériser ces deux enzymes (les phytases et les amylases), et connaître 

la possibilité de leur utilisation dans l’industrie, des tests supplémentaires étaient effectués par 

détermination de la stabilité de ces deux enzymes à une température élevée (90°C) et à des 

pHs extrêmes (1 M HCl et 1M NaOH). 

Les résultats du traitement thermique ont montré qu’après 2h de traitement à 90°C, les 

phytases perdaient 100% de leurs activités initiales, par contre, les amylases restaient activent 

après ce traitement et retenaient 46,88% de leurs activités initiales. 

Les résultats des traitements acido-basiques (1 M d’HCl et 1 M de NaOH) ont montré 

qu’après 2h de traitement, les phytases perdaient 100% de leur activité. Par contre, les 

amylases retenaient 34.09% et 68.52% de leur activité après 2h de traitement, respectivement, 

avec 1M d’HCl et 1M de NaOH. 

Les résultats de traitement obtenus montrent que les amylases possèdent une certaine 

stabilité face aux conditions extrêmes de température et de pH, ce qui leur permet d’être 

utilisées dans des processus industriels qui nécessitent généralement des conditions extrêmes 

de températures et de pHs. Ce qui n’est pas le cas des phytases qui ont montré une sensibilité 

aux 2 traitements. 

Afin de mieux caractériser les activités enzymatiques présentent au niveau des graines 

de M. oleifera d’autres enzymes à intérêt industriel peuvent être recherchées et caractérisées, 

telles que des protéases, des lipases, des glucosidases, des cellulases…etc. De plus des tests 

supplémentaires peuvent être effectués, tels que la détermination de leur constante de 

Michaelis, leur séquences en acides aminés, leur poids moléculaire, leur structure et leur 

formation tridimensionnelle. 
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De plus, des enzymes d’autres parties de cette plante c’est-à-dire les racines, les 

écorces, les fruits et les feuilles peuvent être aussi recherchées et caractérisées. 
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Résumé 

La survie des organismes vivants dépend d'une série de réactions biochimiques qui fait intervenir des 

enzymes. Les enzymes ont le rôle de catalyseurs biologiques, ce qui signifie qu'elles accélèrent les réactions 

biochimiques à l'intérieur comme à l'extérieur de la cellule. L'une des classes les plus importantes de ces 

enzymes sont les hydrolases. Ces enzymes peuvent également être extraites à partir des cellules et ensuite 

utilisées pour catalyser un large éventail de processus commercialement importants. Le présent travail porte 

sur la recherche et la caractérisation de l’activité enzymatique de 2 enzymes, les phytases et les amylases, à 

partir des graines de Moringa oleifera. 

Moringa oleifera est une plante très connue pour ses propriétés médicinales et industrielles. Les 

phytases et les amylases sont des enzymes de la classe des hydrolases et qui possèdent de larges applications 

industrielles. L'effet de la température et du pH a été étudié sur l'activité et la stabilité de ces deux enzymes. 

Les résultats de notre étude ont montré que l’extrait brut enzymatique des graines de Moringa oleifera 

possèdent les activités phytasiques et amylasique avec respectivement, des pHs optimaux de 7 et 5, et des 

températures optimales de 37°C et 45°C. Les amylases sont plus stables, aux traitements thermique et acido-

basique que les phytases des graines de Moringa oleifera. 

Mots-clés : Moringa oleifera, enzymes, phytases, amylases, l’extrait brut enzymatique, activité 

enzymatique. 

Abstract 

The survival of living organisms depends on a series of biochemical reactions that involve enzymes. 

Enzymes act as biological catalysts, which means that they accelerate biochemical reactions inside and 

outside the cell. One of the most important classes of these enzymes are the hydrolases. These enzymes can 

also be extracted from cells and then used to catalyze a wide range of commercially important processes. 

The present work focuses on the investigation and characterization of the enzymatic activity of 2 enzymes, 

phytases and amylases, from Moringa oleifera seeds. 

Moringa oleifera is a plant well known for its medicinal and industrial properties. Phytases and 

amylases are enzymes of the hydrolase class and have wide industrial applications. The effect of temperature 

and pH was studied on the activity and stability of these two enzymes. The results of our study showed that 

the enzymatic crude extract of Moringa oleifera seeds possess phytase and amylase activities with optimal 

pHs of 7 and 5, and optimal temperatures of 37°C and 45°C, respectively. Amylases are more stable to 

thermal and acid-base treatments than phytases of Moringa oleifera seeds. 

Keywords : Moringa oleifera, enzymes, phytases, amylases, enzymatic crude extract, enzymatic activity. 

 ملخص 

 بيولوجية،يعتمد بقاء الكائنات الحية على سلسلة من التفاعلات الكيميائية الحيوية التي تتضمن الإنزيمات. تعمل الإنزيمات كمحفزات             

ستخراج هذه مما يعني أنها تسرع التفاعلات الكيميائية الحيوية داخل وخارج الخلية. يعد الهيدرولاز أحد أهم فئات هذه الإنزيمات. يمكن أيضًا ا

النشاط   وتوصيف  دراسة  على  العمل  هذا  يركز  المهمة.  التجارية  العمليات  من  واسعة  مجموعة  لتحفيز  استخدامها  ثم  الخلايا  من  الإنزيمات 

   Moringa oleifera الفايتاز والأميليز، من بذور الإنزيمات،الأنزيمي لاثنين من 

Moringa oleifera           ولها الهيدرولاز  فئة  من  إنزيمات  هي  والأميليز  الفايتاز  والصناعية.  الطبية  بخصائصه  جيداً  معروف  نبات 

تطبيقات صناعية واسعة. تمت دراسة تأثير درجة الحرارة ودرجة الحموضة على نشاط واستقرار هذين الإنزيمين. أظهرت نتائج دراستنا أن 

ودرجات حرارة مثالية   5و    7يمتلك أنشطة فيتيز وأميلاز مع درجة حموضة مثلى    Moringa oleiferaالمستخلص الأنزيمي الخام لبذور  

الفايتاز من بذور    45درجة مئوية و    37 الحمضية من  الحرارية والقاعدة  العلاجات  ثباتاً في  أكثر  التوالي. يعتبر الأميليز  درجة مئوية على 

Moringa oleifera 

 . ، فيتاز، أميليز، خلاصة إنزيمية خام، نشاط إنزيميت، إنزيماMoringa oleifera الكلمات المفتاحية:


