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Résumé : 

Ce travail s’inscrit dans le cadre de la détermination des paramètres cinétiques de la 

peroxydase (EC 1.11.1.7) extraite à partir des radis roses « Raphanus sativus », il met en 

évidence l’effet du pH sur l’activité enzymatique. Pour atteindre notre objectif, une étude 

cinétique est réalisée sur l’extrait brut enzymatique obtenu des radis roses pour déterminer 

l’activité enzymatique sous différents pH. 

Les représentations de Linweaver-Burk réalisées à partir des vitesses initiales obtenues des 

graphes : [gaïacoquinone] en fonction du temps, nous ont permis de déterminer les paramètres 

cinétiques Vmax et Km pour chaque valeur de pH. 

Nos résultats sur l’effet du pH, montrent que l’extrait enzymatique brut a une activité 

maximale (121332,12U.I/mg) dans le tampon phosphate (0,1M) à pH 6,2 ; qui est hautement 

supérieure à celles déterminées dans l’intervalle de pH (6,5 - 8). 

D’après les résultats des activités obtenues dans cette étude, nous pouvons conclure que la 

peroxydase à un pH optimal  autours de 6,2. 

Mots clés :Raphanus sativus, peroxydase, activité, pH. 
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Les enzymes sont des catalyseurs biologiques de nature protéique permettant le bon 

fonctionnement du vivant puisqu’elles sont responsables de l’ensemble des réactions 

chimiques qui se déroulent à chaque instant  au sein des  cellules. Leur activité est souvent 

remarquable, puisqu’ une seule molécule d’enzyme est capable de transformer  plusieurs 

millions de molécules de substrats par minute (Rusida et al., 2014). 

Parmi ces enzymes, les peroxydases qui ont comme fonction principale, la dissociation des 

peroxydes. Elles peuvent avoir multiples origines animale, végétale ou encore microbienne 

(Medjeldi marzougi,  2012). 

La distribution large de ces peroxydases suggèrent qu’elles ont une grande importance 

biologique, bien que beaucoup d’études expérimentales s’attachent à leurs propriétés physico-

chimiques et de leurs mécanismes réactionnel (Dunford et al., 1976). 

Les peroxydases sont parmi les premières enzymes étudiées et pour cause leurs capacité 

d’oxyder certains composées phénoliques considérés toxique pour les cellules et 

l’environnement (Delannoy et al., 2004),  (Passardi et al., 2005), (Rampel, 2007), (Kalin, 

2014). 

Plusieurs sources végétales peuvent contenir  les peroxydases, citons Raphanus  sativus, 

Allium sativum  (Diao ,2012),  Brassica oleracea  var  ramosa (Zahidi et al., 2018).    

Le radis rose, légume disponible dans nos marchés locaux, est couramment consommé par 

notre population. D’où l’intérêt, de cette étude qui vise à étudier l’effet des facteurs physico-

chimiques sur l’activité enzymatique de la peroxydase extraite du radis rose « Raphanus 

sativus ». 

Pour  réaliser cet objectif, le protocole expérimental suivi se déroule selon les étapes suivantes 

: 

 

Extraction de la peroxydase à partir  des radis roses. 

 

Détermination de l’activité enzymatique de l’extrait brut par étude cinétique à différents pH.  

 

Evaluation de l’effet du pH sur l’activité enzymatique de la peroxydase. 
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1.   la peroxydase : 

 

1.1.  Historique : 

Avant bien que la notion d’enzyme ne soit établie, Planche (1810) a remarqué que des extraits 

de racines de plantes variées possédaient  la particularité  d’oxyder et ainsi de colorer le gaïac 

(bois très dur, incolore à l’état réduit) en présence de peroxyde d’hydrogène (H2O2). Ce type 

d’enzyme a principalement la fonction de dissocier les peroxydes, dérivés toxiques de 

l’oxygène, comme le peroxyde d’hydrogène. Parmi les milliers d’enzymes assimilées et 

souvent reconnues dans les moindres détails, l’une des plus disséminées est la peroxydase 

(Passardi et al., 2005). La source traditionnelle la peroxydase est la racine de raifort ou du 

radis noir.  

1.2.       Définition : 

Les peroxydases (EC : 1.11.1.7) sont une famille d’enzymes aptes à  catalyser la réaction 

d’oxydation de multiples substrats à l’aide de substances spécifiques comme le H2O2 selon la 

réaction générale : 

Peroxydase  

H2O2+ RH2 (substrat réduit incolore)   2H2O+R (produit oxydé coloré) 

1.2. Nomenclature : 

 

La nomenclature EC (Enzyme commission) est une classification numérique des enzymes, 

basée sur la réaction chimique qu’elles catalysent. La première version de ce classement fut 

partagées en 1961 et elle est régulièrement délivrée à ce jour par l’Union Internationale de 

Biochimie et de Biologie Moléculaire (IUBMB). Le code enzymatique comporte en lettres 

majuscules EC, suivi de quatre nombres séparés par des points. Chacun de ces nombres 

présente une étape dans la précision de la classification de l’enzyme. Le premier nombre 

variant de 1 à 6, désigne le type de réaction catalysée: 1. Oxydoréductases (EC.1) ; 2. 

Transférases (EC. 2) ; 3. Hydrolases (EC. 3) ; 4. Lyases (EC. 4) ; 5. Isomérases (EC. 5) ; 6. 

Ligases ou synthétases (EC. 6). Le second nombre donne le substrat général engagé dans la 

réaction. Le troisième, précise le substrat spécifique impliqué. Le quatrième, le numéro de 

série de l’enzyme. 

La peroxydase a un code d’E.C: 1.11.1.7, ce qui signifie: 

1 : signifie une oxydoréductase ; 
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1.11: ressemble les oxydoréductases qui occupe  sur les peroxydes comme accepteurs 

d’électrons ;  

1.11.1: implique celles qui employer  H2O2comme peroxyde ; 

1.11.1.7 : indique précisément une peroxydase.  

 

1.4.       Famille des peroxydases (classification) : 

Selon Dunford (2000), il existe diverses classifications des peroxydases établies en fonction 

du caractère étudié. 

1.4.1.   Classification de l'Union Internationale de biochimie et de biologie moléculaire 

(IUBMB): 

Elles sont classées parmi le groupe des oxydoréductases (EC.1), utilisant les peroxydes (EC 

1.11), qui sont les seuls qui se  regroupent dans cette classe (EC 1.11.1). Elles sont divisées en 

treize  groupes, d’EC 1.11.1.1 à EC 1.11.1.13 (Tableau 1). Ces derniers sont des protéines à 

hème, à part les NADH et NADPH-peroxydases (EC 1.11.1.1et 2), qui sont des flavoprotéines 

et aussi les glutathion-peroxydases (EC 1.11.1. 9) qui sont des séléno-protéines (Linossie, 

1898). 

Tableau n°01 : Classification des peroxydases  selon  I'UIBBM : 

Noms Code Réaction catalysé 

NADH peoxydase  

NADPH peroxydase  

Acide gras peroxydase  

Cytochrome–c 

peroxydase  

Catalase  

Peroxydase  

Iodure peroxydase  

Glutathione peroxydase  

Chlorure peroxydase  

L-ascorabte peroxydase  

EC 1 .11.1 .1 

EC 1 .11.1 .2  

EC 1 .11.1 .3 

EC 1 .11.1 .4 

 

EC 1 .11.1. 5 

EC 1 .11.1 .6 

EC 1 .11.1. 7 

EC 1 .11.1. 8 

EC 1 .11.1 .9 

EC 1 .11.1 .10 

NADH2+H2O2→NAD +2 H2O. 

NADPH2+ H2O2→NADP+2 H2O. 

Palmitate +2 H2O2→pentadecanale +CO2+3 H2O. 

2 ferrocytochromec+ H2O2→ 2 ferricytochrome c+2  

H2O. 

2H2O2→ O2+2 H2O. 

Substrat + H2O2→substrat oxydé +2 H2O. 

2 I
-1

 +2H
++H2O2→I2 +2 H2O. 

2 glutathion + H2O2→ glutathion disulfure +2 H2O. 

2RH
+
+2 Cl

-
+ H2O2→ 2RCl+2 H2O. 

L-ascorbate + H2O2→deshydroascorbate disulfure 
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Phospholipide- 

hydroperoxyde  

Glutation peroxydase  

 

Manganèse peroxydase  

Diarylpropane 

peroxydase  

 

EC 1 .11 .1 .11 

 

 

 

EC 1.11 .1 .12 

EC1 .11 .1 .13 

+2H2O. 

2glutathion + hydroperoxyde lipidique → glutathion 

disulfure +lipide+2 H2O. 

 

 

2 Mn(II) + 2H
+
+ H2O2→2 Mn(III) +2 H2O. 

1,2-bis-(3,4_dimethoxyphenyl)propane-1,3-diol+ 

H2O2→veratraldehyde+1-(3,4-dimethylphenyl)ethane- 

-1,2-diol +4 H2O. 

 

 

1.4.2.     La classification de Welinder: 

La classification est basée sur la structure primaire des enzymes peroxydases à hème ferrique. 

Elle retire les NADH et NADPH peroxydases, les glutathion peroxydases, les peroxydases à 

deux hèmes, comme le cytochrome c peroxydase (CcP) et les haloperoxydases. On regroupe en 

trois superfamilles : les peroxydases animales; les catalases; les peroxydases végétales 

(O'Brien, 2000). 

1.4.3.     Les peroxydases végétales : 

Malgré une variabilité dans leur séquence protéique, les peroxydases végétales présentent entre  

elles certaines caractéristiques communes dont une structure tertiaire globale similaire, dix 

hélices α communes (Schuller et al., 1996). En 1992, WeIinder a divisé  les peroxydases en 

trois classes : 

La classe I : 

Elle regroupe les peroxydases à l’origine procaryotique et inclue : les cytochromes c 

peroxydases (CcP), les ascorbates peroxydases (AsP) et les catalase-peroxydases (CaP) 

bactériennes. 

Toutes ces peroxydases ont les caractéristiques d’être intracellulaires, non glycosylées, sans 

calcium ni pont disulfure. Le cytochrome c peroxydase (CcP) est une protéine soluble de la 

chaine de transport d'électrons de la mitochondrie qui a le rôle d’élimination des peroxydes 

(Yonetani et Ohnishi., 1966). 
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Les ascorbate peroxydases sont les enzymes les plus importantes pour l’élimination d’H2O2 

chez les végétaux supérieurs .On les trouve dans le cytosol, le chloroplaste et les mitochondries 

(Asada, 1999). 

Ces enzymes ont une grande spécificité et une grande affinité pour l’ascorbate qui aide dans la 

destruction de l’H2O2  (Smirnoff, 2000). 

En dernier, les catalases peroxydases (CaP) bactériennes  sont des enzymes bifonctionnelles, à 

la fois une activité peroxydase moindre que l’activité catalase qui le plus important  (Zamocky 

et al., 2000). 

La classe II: 

Cette classe renferme les peroxydases sécrétées par les champignons et présente une structure 

semblable à celle des peroxydases de classe III avec l’existence de site de glycosylation, de 

ponts disulfures, de deux molécules de calcium et d'un peptide signal (Kunishima et al., 1994), 

(Kjalke et al., 1992).Ces derniers sont engagés dans la dégradation de la lignine qui se trouve 

chez un grand nombre de champignons (Varela et al., 2000). Les peroxydases de la classe II 

sont ordonnées en 2 types (Consesa et al., 2002) : 

Les lignines peroxydases(LiP), qui oxydent un grand nombre des composés aromatiques non 

phénoliques dérivés de la lignine, car elle a comme substrat type : vératrol fongique (valli et 

al., 1990). 

Les peroxydases à manganèse, qui oxydent la lignine et les composés phénoliques, en utilisant 

les ions comme Mn
2+ 

et Mn
3+

qui interviennent comme intermédiaires d’oxydoréduction (Glenn 

et al., 1986). 

La classe III: 

Les peroxydases de classe III sont secrétées à partir  des cellules de plantes, dans la quelle elles 

peuvent oxyder un nombre indéfinie de substrats et aussi de nombreuses fonctions (Rani et al., 

2006). 

1.5.   Sources: 

Les peroxydases existent chez presque tous les êtres vivants, animaux, végétaux et 

microorganismes (champignon et bactéries).Elles sont largement purifiées  à partir  des  plantes 

supérieurs (Sakharov et al., 2000 ), (Fuhrs et al.,2009) et aussi à partir de plusieurs espèce 
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végétales comme, Allium Sativum (Medjeldi Merzougui ,2012), Brassica Rapa (sakhri et 

Tatemante, 2018) et Brassica oleraceae var. ramosa (zahidi et al., 2018). 

Ainsi, parmi les peroxydases d'origine animale, il y a la peroxydase thyroïdienne, la 

lactoperoxydase, la myéloperoxydase et la glutathion peroxydase (Dunford et Stillmam  ., 

1975). 

1.6.   Structure: 

La peroxydase végétale est une enzyme protéique d’un poids moléculaire d’environ 32 à 45 

Kda (Gaspar et al., 1982) ou, selon  d’autres auteurs, ce poids est situé entre 29 et 54 Kda 

(Sakharov et al., 2000).  

L’enzyme montre une glycosylation (2 à 6 sites) essentiellement composé de mannose 

(McManus et Ashford, 1997). En effet cette structure glycannique  est parfois assez complexe 

dans certaines peroxydases à titre exemple la peroxydase c du petits pois, qui est constituée de 

cinq sucres (Lerouge et Faye., 1996) 

Structure I: 

L’enzyme est formée d’une seule chaine peptidique qui contient  environ 300 à 330 résidus 

d’aminoacides (Veitch, 2004). En revanche, on rencontre des acides aminés inchangés avec des 

domaines conservés dans ces enzymes. 

En plus, les peroxydases classe III contiennent trois domaines conservés qui correspondent à 

trois hélices α B, D, F. Le domaine B, est le domaine distal responsable d’interaction avec 

l’hème. Car, ce dernier  contient une histidine et une arginine nécessaire  dans la catalyse. Le 

domaine D  n’a pas encore un rôle connu et le domaine F est le domaine proximal qui fixe 

l’hème à partir d’une histidine conservée. Les domaines B et F sont des domaines constitutifs le 

site actif de la protéine avec l’hème. Tandis que, les peroxydases  ont toutes un peptide signal 

dans l’extrémité N_terminal. 
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Figure n°01 : Schéma de la structure générale  des peroxydases des plantes. (Schuller et al., 

1996 ; Gahjed et al., 1997 ; Penel et al., 2004). 

Structure II : 

Le monomère typique  compose de dix segments d’hélices α. (Medjeldi ,2012). 

Structure III : 

La séquence peptidique comporte deux domaines dont chacun porte un atome de ca
2+ 

avec 

deux hélices antiparallèles qui forment une cavité pour l’insertion de l’hème. (Etienne et al., 

2004). 

 

 

Figure n°02: Structure cristalline de HRP-C (Veitch, 2004) 

Remarque : le groupement  hème  présente en rouge, intercalé entre deux domaines contenant 

Chacun un atome de calcium (boucle  bleues) et les hélices α et du feuillet β sont représentés 

en mauve et du jaune. 

Structure IV : 

Le nombre de sous unité varie selon le type de peroxydase. Cependant, l’organisation de ces 

enzymes apparait en six chaines analogues dont chacune contenant un groupement hème. 
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1.7.      Site actif : 

Le site actif des peroxydases est centré  autour de l’hème qui est une protoporphyrine IX lié à 

un atome de fer ferrique (fe
3+

). Au repos, l’atome de fer est formé de quatre liaisons avec les 

atomes azotes de la protoporphyrine représenté dans la figure n°03, plus une liaison avec le 

groupement imidazole de l’histidine 170, qui est très conservé chez les peroxydases 

.Cependant, arginine38, phénylalanine 41 et histidine 42, sont des acides aminés  conservés 

sur le côté distal de l’hème, et servent de site de fixation au H2O2 et aussi de catalyse. En effet, 

les quartes acides aminées sont situées sur deux hélices α conservées, car l’hélice β composée 

d’Arg 38, Phe 41, et His 42 et l’hélice F (His 170).Un aspartate conservé (Asp127) formé une 

liaison hydrogène avec l’histidine 170 sur le côté proximal où elle a un rôle important dans le 

mécanisme de réaction (Philippe et al., 2004). 

 

 

Figure n°03 : Structure hèmes des peroxydases. 

1.8.   Spécificité de substrats :  

La plupart des réactions catalysées par les peroxydases impliquent une interaction avec un 

grand nombre de substrats oxydants donneurs de protons et d’électrons tel que les acides 

peroxybenzoïques, les composés phénoliques, l'extensine (protéine de la membrane 

cellulaire), le 3-indole acide acétique et les porphyrines (Fleming et al., 2014). Cependant, 

elle a comme substrat spécifique le peroxyde d’hydrogène.  

1.9.   Mécanisme d'action :  

Majoritairement, les peroxydases sont des oxydoréductases contenant de l'hème, après liaison 

avec leur substrat, subissent une série de réaction redox. Ces enzymes passent par un cycle de 

peroxydase selon la présence du substrat et du type de l'enzyme (Fleming et al., 2014). 
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Cependant, beaucoup de formes intermédiaires de peroxydases (compose I et II) se forment 

au cours du cycle réactionnel (paumann page et al., 2013). 

Le cycle de la peroxydase débute grâce à la réaction de la peroxydase native Fe3+ avec le 

peroxyde d'hydrogène pour la formation du composé I (Wirstam et al., 2011).Dans cette 

succession de réaction, le composé l est réduit en deux étapes consécutives via le composé II. 

Multiples substrats sont oxydés en leurs radicaux correspondants dans cette réaction 

d'oxydation  (Philippe et al., 2004). 

 

Suite à leur vaste variété de substrats, il est difficile de délivrer une réaction typique des 

peroxydases végétales. En effet, elles forment toutes un schéma réactionnel semblable en trois 

étapes qui transforment substrat en sa forme radicalaire immensément réactive (figure 4): 

Prx + H2O2 → CI + H2O 

CI + AH2→ CII + AH˙ 

CII + AH2→Prx + AH˙+ H2O 

 

 

 

Figure n°04 : Mécanisme d’action de la peroxydase (Pelmont ,1998). 

 

Au repos, l’enzyme native avec son hème ferrique a un état d’oxydation +3,  composé I est le 

premier médiateur de la réaction qui a un état d’oxydation +5, et le composé II est le 

deuxième intermédiaire de réaction qui a un état d'oxydation +4 ;  AH2 et AH sont les formes 

réduites du substrat. 
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1.10.       Rôles : 

Pendant longtemps, les peroxydases sont suspectées d’être impliquées dans la formation et la 

modification de la paroi des cellules végétales à cause de leur localisation pariétale (Etienne 

et al., 2004). Plusieurs études ont associé les peroxydases à la synthèse de la lignine à 

l’origine de la rigidité de la paroi des cellules végétales. 

Les peroxydases sont aussi, directement ou indirectement liées à quelques pathologies 

humaines comme dans le cas des glutathionne peroxydases (GPx) (Tang et al., 2008), 

(Brigelius-Flohe et Kipp, 2009). En effet, ce sont des enzymes à hème, qui composent une 

famille de huit  iso enzymes (GPx1-8) avec diverses fonctions distinctes et la capacité de 

catalyser la réduction de H2O2 ou hydroperoxydes organiques en molécules d’eau (Ursini et 

al., 1995). Les Glutathionne peroxydases (GPx) ont une répartition diverse dans le corps 

humain entre les organes, tissus ou compartiments cellulaires distincts (Khan  et Gowder, 

2014). 

Par exemple, la glutathionne peroxydases (GPx1), la plus abondante des protéines de la 

famille GPx, présente dans les érythrocytes et d’autres tissus, protège ces cellules contre les 

effets nocifs du peroxyde d’hydrogène (H2O2) fournis par oxydation couplée de divers 

donneurs d’hydrogène (Brigellius-Flohe et Kipp, 2009). Plusieurs types de maladies ont été 

estimés à cause de surexpression ou sous expression de GPx1 comme l’obésité (McClung et 

al., 2004). 

La Glutathionne peroxydases (GPx4), diminue le taux d’hydro peroxydes dans les cellules, 

responsables de la réduction de nombreux types d’inflammations (Papp et .,al  2007). 

 

1.11.     Localisation : 

 

Au niveau des cellules, les peroxydases sont fortement présentes dans les parois (Blee et al., 

2000) ; (Takabe et al., 2001). On distingue trois groupes de peroxydases: les peroxydases 

libres dans l’apoplasme, les peroxydases associées à la paroi par interactions ioniques et les 

peroxydases liant par liaison covalente à la paroi  .En effet, certaines peroxydases semblent 

pouvoir associer à la chitine (Maksimov et al., 2003), ainsi que les peroxydases localisées 

dans la vacuole (Andrews et al., 2002), (Theilade et al., 1993) et des mitochondries 

(Darimont et Baxter, 1973), (Sukalovic et Vuletic, 2003). 

 

1.12.   Utilisations : 

En raison de leur activité enzymatique, leur stabilité élevée et leurs applications industrielles, 
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analytiques et environnementales très courantes; les peroxydases class III ont été étudiées 

profondément (Hamid et Khalil, 2009). 

Par ailleurs, elles sont utilisées commercialement autant que catalyseurs pour, la synthèse de 

résines phénoliques (Dordick et al., 1987), pour le  traitement des eaux usées, dans la 

protection de l’environnement (Gomez et al., 2006). De même l’enzyme est utilisé comme 

marquage en immunochimie (Alexander maltra., 1982) et comme un composant de kits pour 

le diagnostic médical (Pérez Galende et al., 2012),exemple  des kits de dosage  du glucose 

sanguin (Regaldo , 2004), (kawamura et al., 1989), (Agostino et al .,  2002), (Ragland et 

al ., 2002), (Akyilmaz et al., 2003) . 

 

2.     Les paramètres physico-chimiques des enzymes : 

 

2.1.     pH : 

 

La relation entre le pH et l’activité d’une enzyme dépend des groupements ionisables 

formatrices du site actif qui participent soit à la fixation du substrat, soit à l’activité 

catalytique, ou au maintien de la conformation native de l’enzyme.  

Par conséquent, ces enzymes ne sont pas actives que dans un intervalle restreint de pH, la 

plupart d’entre eux présentent un pH optimal bien défini lorsque l’activité est maximale 

(Segel, 1975), (Dixon et Webb, 1979). 

 

Des travaux réalisés par Mizobutsi et ses collaborateurs en 2010 montré que l’activité de la 

peroxydase étaient maximum entre  pH 6,5 et 7 et aucune activité n’a été détectée à pH 2,5 ou 

9,5. 

 

2.2.    Température : 

 

La majorité des protéines ne conservent leur activité biologique ou leur capacité fonctionnelle  

que dans un domaine précis de température, car elles se dénaturent à haute température. 

L’activité enzymatique maximale de la peroxydase atteint à 60C° (Misobutzi et al., 2010) 

L'augmentation de l'activité lorsque la température est élevée dans une réaction enzymatique 

est modélisée par l'équation d'Arrhenius: 

A = A0 exp (-Ea / RT). 

 Où : 

A = activité enzymatique mesurée par le taux initial de réaction. 
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A0 = facteur pré-exponentiel. 

Ea= énergie d’activation. 

 R = constante des gaz universelle (1,987 K cal / mol). 

 T = température absolue en Kelvin. 

 

3.     Raphanus sativus L. (Brassicaceae) : 

Nom courant : Français : Radis; Anglais : Radish. 

 

3.1. Description botanique : 

Raphanus sativus appelé en français le radis rose est une plante potagère bisannuelle à racine 

comestible appartenant à la famille des Brassicacées. Ces tubercules sont ronds ou allongés, 

charnus et qui se prolonge pour se terminer avec une racine pivotante. Ils peuvent être 

totalement  bicolores (rouge et blanc) ou avec une toute petite portion en blanc. La chaire 

blanche, ou parfois crème, est  juteuse et croquante (figure 5).Il y a d’autres dissemblances  de 

familles des radis comme: le radis blanc et le radis noir.  

Les radis noirs (Raphanus sativus var. Niger), en anglais « horseradish » sont des radis longs, 

constamment  appelés de raifort bien  qu'ils ne soient  pas du même genre. En revanche, ils 

sont beaucoup plus grands et plus épicés car ils portent une peau noire dure. 

 Les radis blancs ou orientaux ou radis japonais (Raphanus sativus var. lonpipinnatus), en 

anglais daikonradish, porte de longues racines blanches et coniques. Ils sont à l’origine d'Asie 

et sont vendus sous le nom de Navet. Défois appelés « daikon », ils ont une saveur douce. 

 

Figure n°05: les radis rose.https://www.francetvinfo.fr/replay-radio/jardin/puces-de-terre-

dans-les-radis-roses-tremieres-tachees_1787769.html 

3.2. Classification botanique : 

 

La plante Raphanus sativus est classée dans la : 

https://www.francetvinfo.fr/replay-radio/jardin/puces-de-terre-dans-les-radis-roses-tremieres-tachees_1787769.html
https://www.francetvinfo.fr/replay-radio/jardin/puces-de-terre-dans-les-radis-roses-tremieres-tachees_1787769.html
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Règne : Plantae. 

 

Division :Magnoliophyta. 

 

Classe : Magnoliopsida. 

 

Ordre : Capparales. 

 

Famille : Brassicaceae (Brassicacées). 

 

Genre :Raphanus . 

 

Espèce :Raphanus sativus . 

 

Noms communs : Radis rose. 

 

3.3.   Composition chimique: 

 

Les radis sont riches en fibres, en minéraux (potassium, calcium, fer …) et en vitamines : B et 

C (de l’ordre de 30 % du besoin quotidien), ce qui les classe comme des « alicaments » 

antiscorbutiques de premières classes. Ils représentent les principales sources de peroxydases 

commerciales, leur consommation tolèrent  la diminution  de  risque de développer certaines 

maladies (cancers, maladies cardio-vasculaires, perte de mémoire …) par sa composition en 

antioxydants, potassium, sodium et fibres alimentaires (Agostini et al., 2002). Ils renferment 

également d’autres enzymes commerciales telles que les protéases et les amylases. 

 

3.4.    Utilisation courante: 

Les  radis sont utilisés dans l’alimentation humaine et animale et  peuvent être considérés 

comme une importante source naturelle d’antioxydants. De plus, en médecine traditionnelle, 

le radis noir est utilisé en phytothérapie (Diao ,2012) 
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Ce travail a été réalisé au laboratoire de biochimie n°4, département de biologie, à la faculté 

des sciences de la nature et de la vie, sciences de la terre et de l’univers, université Abou Bekr 

Belkaid–Tlemcen. 

1. Matériel :  

1.1. Matériel végétal : 

Les radis roses (Raphanus Sativus) employés dans cette étude ont été obtenus dans un marché 

local de la ville de Tlemcen. Ils ont subi un lavage à l’eau du robinet pour éliminer tout agent 

contaminent et les traces de poussière. 

1.2. Réactifs : 

Le gaïacol (2-méthoxyphénol), peroxyde d’hydrogène(H2O2), citrate de sodium-NaOH  

(0,1M, pH 2,5- 6,0) ; phosphate de sodium (0,1M pH 6,5-8,0) ; tampon Tris-HCl (0,1 M pH 

8,5-9,5) ; chlorure d’hydrogène(HCl), sérum albumine bovine (BSA). 

2 .Méthodes : 

2.1. Préparation de l’extrait brut enzymatique: 

Dans un mortier, après avoir lavé soigneusement et épluchée le matériel végétal, nous avons 

découpé finement 20 g de radis roses et disposé dans 25mL de tampon phosphate à pH 6,2. 

Toute la procédure est effectuée à basse température dans un bac à glace.  

Après un broyage manuel, l’homogénat obtenu est filtré et centrifugé durant 20 minutes à 

3000 tours. Le surnageant est récupéré et conservé au frais (-4°c) pour une utilisation 

ultérieure. 

Les étapes d’extraction ont été effectuées selon le protocole ci-dessous : 

 

 

 

 

 

Racines des radis 

rose (20g) 

Lavage par l’eau 

distillé 

Broyage manuel Par une râpe  
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Figure n°06 : Schéma du protocole d’extraction de la peroxydase de Raphanus Sativus. 

2.2. Dosage des protéines: 

2.2.1.  Principe : 

Cette méthode repose sur la quantification des liaisons peptidiques selon la méthode de biuret 

(Gornall et al., 1949). 

Le biuret (H2N–CO–NH–CO–NH2), soit deux molécules d’urée donne avec les ions cuivre 

(Cu
2+

) et en milieu alcalin un complexe de coloration bleu violet fortement absorbant à 540 

nm. La concentration en protéines est proportionnelle à l’intensité de la coloration obtenue.  

 

2.2.2.  Préparation de la gamme d’étalonnage : 

La solution de sérum albumine bovine (BSA) à différentes concentrations a été utilisée avec 

le réactif de biuret pour tracer la courbe d’étalonnage. 

A partir d’une solution mère de l’albumine de sérum bovin 1g/100mL (Annexe 2), une série 

de dilution a été réalisée dans 6 tubes  (tableau n°02). 

Tableau n° 02 : Gamme d’étalonnage de la BSA. 

Numéro de Tube 1 2 3 4 5 6 

Concentration (mg /ml) 0 2 4 6 8 10 

Volume de BSA (ml) 0 0,4 0,8 1,2 1,6 2 

Volume du tampon phosphate (ml) 2 1,6 1,2 0,8 0,4    0 

Volume final (ml) 2 2 2 2 2 2 

Filtration 

Centrifugation  

20 minutes à 3000 tours 

Extrait brut de l’enzyme 

peroxydase 

Dosage de protéines  

Dosage d’activités 



Matériel et Méthodes 

  

18 
 

 

Après l’ajout de 3mL de réactif de biuret, les tubes sont bien agités à l’aide d’un vortex et 

incubés pendant 30 minutes à température ambiante et à l’abri de la lumière. 

La lecture de la densité optique est mesurée à une longueur d’onde de 540 nm dans un 

spectrophotomètre contre le blanc réactif. 

 

2.2.3. Détermination de la concentration protéique dans l’extrait enzymatique : 

La détermination de la concentration protéique de l’extrait enzymatique est effectuée comme 

suit :  

Dans un tube à essai on mélange 3ml de réactif de biuret à 2ml  l’extrait enzymatique dilué 

1/5 et après incubation à l’obscurité pendant 30 minutes et à température ambiante, 

l’absorbance est lue au spectrophotomètre à 540 nm. 

La concentration en protéine de l’extrait est calculée à partir de la courbe d’étalonnage pré-

établie. 

2.3. Détermination de l’activité enzymatique: 

2.3.1. Etude cinétique de la peroxydase : 

Une série de 4 tubes, constituant le milieu réactionnel, a été préparée à différentes 

concentrations en H2O2 (tableau n°3).Cette dernière va nous permettre la détermination de la 

vitesse initiale et des paramètres cinétiques Vmax et Km. 

Tableau n°03: Milieu réactionnel à différents concentrations d’H2O2 : 

Dilution 1/40 1/60 1/80 1/320 

H2O2 10V (ml) 1 1 1 1 

Tampon phosphate pH=6,2 (ml) 1 1 1 1 

Gaïacol dilué 8mM (ml) 1 1 1 1 

Extrait enzymatique 1/5 (ml) 0,25 0,25 0,25 0,25 

Volume final (ml) 3,25 3,25 3,25 3,25 

 

Après agitation des tubes et incubation, dès l’ajout de l’enzyme, les absorbances sont lues  

De façon continue à 420 mm pendant différentes temps de réaction (0, 20, 40, 60, 80, 100, 

120, 140, 160, 180) secondes. 
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a-Détermination de la vitesse initiale :   

L’activité enzymatique est déterminée à partir de la mesure de la vitesse initiale de la réaction. 

Cette dernière, doit être exprimée par la quantité du substrat transformé par unité de temps, 

mesurée sur la partie linéaire à partir de la courbe exponentielle : absorbance de 

gaïacoquinone en fonction du temps. 

 

 

 

 

 

 

 

Figure n°07 : Absorbance de gaïacoquinone en fonction du temps. 

Cependant, elle est déterminée par la formule suivante : 

Vi = 
𝐷𝑜

𝐷𝑡
. 60.

1

𝑒 .𝐿
 . 106 

 

Dt : Intervalle de temps. 

Do : Intervalle absorbance 

L : trajet optique. 

Ɛ: coefficient d’absorption moléculaire. 

b- Détermination des paramètres cinétiques : vitesse maximale (Vmax) et la  constante de 

Michaelis (Km): 

 La vitesse maximale est la vitesse obtenue lorsque l’enzyme atteint la saturation. Elle est 

déterminée à partir de la courbe en doubles inverses de lineweaver–Burk selon la réaction 

suivant : 

1

𝑉𝑖𝑛
=

1

𝑉𝑚𝑎𝑥
+  

𝐾𝑚

𝑉𝑚𝑎𝑥
 ×  

1

 𝑆 
 

On obtient une droite qui ne passe pas par l’origine dont la pente est :  
𝐾𝑚

𝑉𝑚𝑎𝑥
  

Do 

 

 

 

Temps 

 

 

 

Temps 
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L’ordonnée à l’origine est :  
1

𝑉𝑚𝑎𝑥
 

 La constante de Michaelis est la concentration en substrat pour laquelle l’enzyme 

atteint la demi-saturation. Elle détermine l’affinité de l’enzyme pour son substrat. 

Elle est obtenue à partir du point d’intersection de la droite avec l’axe des abscisses qui est :        

-1 / Km. 

2.3.2. Détermination des activités volumiques totales et spécifiques: 

L’activité enzymatique c’est la quantité de substrat transformé en produit  par unité de temps 

et par quantité  d’enzyme, dans les conditions optimales de pH, température. Elle peut être 

exprimée en: 

Unité internationale (U.I): 1U.I correspond à la transformation de 1umol de substrat par 

minute au pH optimum de l’enzyme. 

Unité katal exprime la transformation de 1 mole de substrat par seconde au pH optimum de 

l’enzyme. 

L’activité volumique c’est la quantité d’enzyme présente dans le tube, elle peut être  exprimée 

par l’équation suivant : 

Activité volumiques =Vmax ×volume  totale /volume d’enzyme ×facteur de dilution. 

a- Activité volumique totale : 

La quantité d’enzyme présente dans la solution est calculée par l’équation : 

Activité totale =activité volumique ×volume total ×4 

b-Activité enzymatique spécifique : 

Elle correspond au nombre d’unités enzymatiques rapporté au poids total en protéines (en mg) 

dans l’extrait enzymatique. 

Activité spécifique = activité totale /Nombre de  milligramme de protéine. 

2.4 .  Etude de l’influence du pH  sur l’activité de la peroxydase : 

Le pH du milieu réactionnel influence de manière importante l’activité catalytique des 

enzymes. En pratique, il est important de déterminer le pH optimal (zone de fonctionnement 

du système enzymatique) dans la gamme de pH. 
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L’activité enzymatique est testée à température ambiante en présence de différentes solutions 

tampons à 0,1M : acétate de sodium (pH 2,5-5,5) ; phosphate de sodium (pH 6 à 7); Tris-Hcl 

(pH 8 à 9). 

Pour chaque valeur de pH testée, l’activité des peroxydases a été étudiée en mesurant les 

absorbances à 470 nm au spectrophotomètre après incubation de l’enzyme dilué au 1/20 avec 

ses substrats gaïacol et  H2O2 dans différents tampon. 
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En raison de la crise sanitaire du au covid 19 qui a bousculé le monde, notre expérimentation 

au laboratoire a été interrompu et pour conséquence les résultats qui sont présentés dans cette 

partie ne sont que préliminaires. 

1. Dosage des protéines dans l’extrait brut enzymatique: 

Le dosage spectrométrique des protéines présentes dans l’extrait brut enzymatique des radis 

roses, est réalisé selon la méthode de biuret. La concentration protéique est déterminée grâce à 

la courbe d’étalonnage obtenue à partir des différentes dilutions de la protéine sérum 

albumine bovine (figure n° 08). 

 

Figure n°08 : Droite d’étalonnage du sérum albumine bovine  pour le dosage des protéines 

par la méthode de biuret (R
2
=0,968). 

La concentration en protéines peut être déterminée à partir de l’équation mathématique de la 

droite: y= 0,048x +0,015. 

L’absorbance de l’extrait enzymatique brut est égale 0,250 ce qui correspond à une 

concentration en protéines de 25 mg /ml. 
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2. Détermination des activités volumiques totales et spécifiques de la peroxydase dans 

l’extrait brut au différents pH (6,2-7,5):  

2.1. Détermination des vitesses initiales :  

Afin de déterminer l’activité de la peroxydase extraite du radis rose, une étude cinétique a été 

réalisée à différentes concentrations en substrat, pour chaque valeur de pH allant de 6,2 à 7,5. 

La figure n°09, n°10, 11, 12 et 13, représentent en fonction de chaque pH, les absorbances du 

produit coloré libéré à différentes concentrations en H2O2  en fonction du temps, ce qui permet 

la détermination des vitesses initiales de la réaction à partir de la partie linéaire de chaque 

courbe(P)=f (temps).   

 

 

Figure n°09 : Absorbance de gaїacoquinone en fonction du temps de l’extrait brut 

enzymatique au pH=6,2. 
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Figure n°10: Absorbance de gaїacoquinone en fonction du temps de l’extrait brut 

enzymatique au  pH 6,5. 

 

Figure n°11 : Absorbances de gaїacoquinone en fonction du temps de l’extrait brut 

enzymatique au pH  7. 
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Figure n°12 : Absorbance du gaїacoquinone en fonction du temps de l’extrait brut 

enzymatique au pH=7,5. 

 

Figure n°13: Absorbances de gaїacoquinone en fonction du temps de l’extrait brut 

enzymatique au pH =8. 
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Les différentes vitesses initiales obtenues à partir des graphes sont représentées dans le 

tableau ci-dessous : 

Tableau n°04: Vitesses initiales de l’extrait brut à partir des  différentes concentrations en 

H2O2 selon les  pH : 

             Dilution        

              H2O2 

Vin (U.I) 

1/320 1/160 1/80 1/40 

pH= 6,2 53,20 54,72 121,61 592,85 

pH= 6,5 15,20 15,20 30,40 60,80 

pH= 7 30 ,40 30,40 45,60 60,80 

pH= 7,5 15,20 15,20 45,60 60,80 

pH= 8 30,40 30,40 30,40 1048,89 

 

Au pH=6,2 nous avons observé que les vitesses initiales augmentent proportionnellement  

avec l’augmentation de la concentration en substrat. 

Au pH de 6,5 nous constatons qu’aux dilutions de 1/320 et 1/160, les vitesses initiales restent 

inchangées, ensuite elles s’augmentent  proportionnellement  avec l’augmentation des 

concentrations en H2O2. 

Au pH=7,  nous avons observé  une stabilisation  des vitesses initiales pour les dilutions en 

H2O2de 1/320 et 1/160 ensuite une augmentation proportionnelle de ces dernies avec 

l’augmentation de la concentration en substrat. 

Entre les pH 7,5 et 8, les vitesses ne varient qu’à partir de la dilution en H2O2 de 1/40.  

2.2. Détermination des paramètres cinétiques Vmax et  Km : 

Les constantes cinétiques de la peroxydase sont calculées à partir  la courbe de Lineweaver-

Burk 1/Vin en fonction de1/ [H2O2]. Les valeurs données en doubles inverses sont représentées 

dans le tableau n°05 et les graphes correspondants sont représentés dans les figures 

n°14, n°15 ,16 ,17 et 18. 
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Tableau n°05:Valeurs des Vin obtenues en doubles inverses de l’extrait brut. 

       1/[H2O2](mM)
 -1

 

 

1/Vin (U.I)
-1

 

0,36 0,18 0,091 0,045 

pH= 6,2 0,01879 0,01827 0,0082 0 ,0016 

pH= 6,5 0,065 0,065 0,032 0,01644 

pH= 7 0,032 0,032 0,0219 0,016 

pH= 7,5 0,065 0,0657 0,0219 0,01644 

pH= 8 0,03289 0,03289 0,03289 0,00095 

 

 

 

Figure n°14:Représentation en doubles inverses de lineweaver-burk de l’extrait brut 

enzymatique au pH=6,2. 
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Figure n°15 : Représentation  en doubles inverses de lineweaver-burk de l’extrait brut 

enzymatique au pH=6,5. 

 

Figure n°16 : Représentation  en doubles inverses de lineweaver-burk de l’extrait brut 

enzymatique au pH=7. 
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Figure n°17 : Représentation  en doubles inverses de lineweaver–burk de l’extrait brut 

enzymatique au pH=7 ,5 . 

 

Figure n°18 : Représentation en doubles inverses de lineweaver-Burk de l’extrait brut 

enzymatique au pH=8. 
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Les valeurs de Km et Vmax obtenues à partir des équations mathématiques de chaque courbe 

doubles inverse sont représentées dans le tableau n°06 : 

Tableau n°06 : Valeurs des km et Vmax  obtenues à partir les courbes  doubles inverses. 

 

2.3. Mesure des activités volumiques totales et spécifiques de l’extrait brut de la 

peroxydase selon les pH: 

Après calcul, les activités volumiques, totales et spécifiques, de l’extrait brut enzymatique 

sont résumées dans le tableau °07 : 

Tableau n°07:Activités enzymatiques de l’extrait brut selon les pH. 

 
Concentrations en 

protéines mg /ml 

Activités 

volumique 

(UI /ml) 

Activité totale 

(UI/ml) 

Activités 

Spécifique 

(UI /mg) 

pH=6,2 25 216666,45 30333303 121332,12 

pH=6,5 25 3420,95 478933 19157,32 

pH=7 25 3823,3 489382,4 19557,296 

pH=7,5 25 4837,3 715920,4 28636,816 

pH=8 25 4999,8 599976 23999,04 

 

3 .Etude de l’influence du pH sur l’activité enzymatique: 

L’activité de la peroxydase extraite du Radis rose (Raphanus sativus) a été mesurée à 

différentes valeurs de pH (6,2 à 8) en utilisant H2O2 comme substrat spécifique. L’effet du pH 

sur l’activité enzymatique est représenté dans la figure 19. 

 

pH 6,2 6,5 7 7,5 8 

Vmax(U.I) 333,33 52,63 58,82 74 ,42 76 ,92 

Km (mM) 16 ,66 7,78 2 ,76 11 ,98 5,23 
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Figure n°19 : Effet du pH sur l’activité enzymatique de la peroxydase. 

D’après la courbe obtenue, nous observons une activité maximale de 121332,12 U.I 

correspondant à la valeur de pH de 6,2. 

Notre résultat est élevé comparé à celui observé sur la même espèce (Raphanus sativus) 

cultivée au Burkina Faso où l’on observait le maximum d’activité à un pH=5 (Diao, 2012). 

Généralement, la plupart des plantes montrent une activité enzymatique à un pH plus ou 

moins neutre. Cependant, à des valeurs de pH supérieurs à 8, les peroxydases perdent leur 

activité. Cette perte d’activité au pH extrême est probablement due à la dénaturation des 

enzymes (perte la structure tridimensionnelle du site actif). 

Par ailleurs, l’activité maximale de la peroxydase du litchi a été observée au pH légèrement 

acide, près de pH 6 (Mizobutsi1et al., 2010). 

Pour la peroxydase de palmier dattier purifiée, une activité plus élevée a été observée sur une 

large gamme de pH (5-8) avec une maximal autour de pH de 5,5 (Al-Senaidy et al., 2011)  

Pour la foliole du palmier dattier, l’activité peroxydasique partiellement purifiée est lue à 

470nm  en présence de H2O2 et de gaïacol à un  pH optimale prés de 6,2 (Qacif et al., 2006) 
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 Le travail présenté dans ce mémoire a  porté  sur l’étude de l’activité des  peroxydases 

extraites à partir des radis roses " Raphanus Sativus ". Dans une première étape  nous avons  

déterminé les vitesses initiales,  paramètres cinétiques, et  activités volumiques totales et 

spécifiques de l’extrait brut enzymatique  à différentes valeurs de pH (6,2_8), ensuite nous 

avons évalué l’influence du pH sur l’activité enzymatique.  

Nos résultats ont  montré une  activité maximale spécifique de l’extrait brut obtenu à pH 6,2 

(121332,12 UI/mg) à une concentration en protéine de 25mg/ml.  

Ensuite, au pH 6,5  nous a permis d’obtenir une activité spécifique de 19157,32 UI/mg.  

Au pH égal à 7,  l’activité spécifique obtenue égale a 19557,26 UI/mg. En effet, le reste des 

activités spécifiques obtenus était égale a 28636,816 UI/ mg et de 23999,04 UI/mg.  

On peut conclure que le pH optimal des peroxydases des radis rose « Raphanus sativus » est 

de 6,2. 

Comme future étape, nous proposons d’achever le travail en testant les autres valeurs de pH 

sur l’activité enzymatique de la peroxydase, ainsi que de déterminer la température optimale.    

Et en perspectives, nous projetons d’extraire d’autres isomères de la peroxydase à partir 

d’autres sources comme les microorganismes, ou les champignons.  
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Annexe 1 : 

Préparation de la solution gaïacol 8 Mm : 

1ml de gaïacol dans 1000 ml de solution tampon. 

Préparation de solution tampon : 

Solution tampon phosphate à 0,1M,  de pH=6, 2 à pH =8, pKa =7,2. 

KH2PO4
_ 

K2PO4
2- 

+ H
+ 

Solution A: KH2PO4 

 Mettre  6,6282  g de KH2PO4 dans 500  ml d’eau distillée. 

Solution B : Na2HPO4 

 Mettre  3 ,74 g de Na2HPO4 dans  500 ml d’eau distillée. 

 

Mélanger la solution A et la solution B pour obtenir un mélange homogène. le pH des 

solutions obtenues a été contrôlé avec un pH-mètre.  

Annexe 2 : 

Préparation de biuret (NH2-CO-NH-CO-NH2) : 

3g de sulfate de cuivre CuSO4. 

9g de tartare double de potassium et de sodium. 

0 ,2 M de solution de soude .A la fin on complète à 1L. 

5g d’iodure de potassium. 

Dissoudre le sulfate de cuivre et le tartrate double de sodium et de potassium dans 500 ml 

d’eau distillée .ajouter la solution soude 0,2M ; compléter à 1 litre puis ajouter l’iodure de 

potassium. 
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Préparation de sérum bovine albumine (BSA) : 

Dilué 1g de solution de BSA dans 100 ml de solution tampon phosphate à pH 6,2 déjà 

préparé. 

    

 

 

 

 

 

 



 

 

Résumé : 

Ce travail s’inscrit dans le cadre de la détermination des paramètres cinétiques de la peroxydase 

(EC 1.11 .1.7) extraite à partir des radis roses « Raphanus sativus », il met en évidence l’effet du 

pH  sur l’activité  enzymatique. Pour atteindre notre objectif, une étude cinétique est réalisée sur 

l’extrait brut enzymatique obtenu des radis roses pour déterminer l’activité enzymatique sous 

différents pH.                                                                                    .                                                                                                                                                                                                                                                                                                    

Les représentations de Linweaver-Burk réalisées à partir des vitesses initiales obtenues des 

graphes : [gaїacoquinone] en fonction du temps, nous ont permis  de déterminer les paramètres 

cinétiques  Vmax et Km pour chaque valeur de pH.                                                         .                                                                                                                                                                                                                                       

Nos résultats sur l’effet du pH, montrent que l’extrait enzymatique brut a une activité maximale 

(121,332.12U.I/mg) dans le tampon phosphate (0,1M) à pH 6,2 ; qui est hautement supérieure  à 

celles déterminées dans l’intervalle de  pH (6,5- 8).                                               .                                                                                                             

D’après les résultats des activités obtenues dans cette étude, nous pouvons concluré  que la 

peroxydase à un pH optimal  autours de 6,2.                                                .                                                                                                                                 

Mots clés : Raphanus sativus, peroxydase, activité, pH. 

 :ملخص 

  اٌٛسدي        اٌّسخخٍص ِٓ اٌفجً(EC 1.11.1.7) ٘زا اٌعًّ ٘ٛ جضء ِٓ ححذٌذ اٌّعٍّاث اٌحشوٍت  ٌٍبٍشٚوسٍذاص  

«  Raphanus sativus » , ًٌٌّخُ اجشاء دساست , ٌخحمٍك ٘ذفٕا.حٍث ٌٛضح حأثٍش الأط اٌٍٙذسٚجًٍٕ عٍى إٌشاط الأٔض

.  حشوٍت عٍى اٌّسخخٍص الأٔضًٌّ اٌخاَ اٌّأخٛر ِٓ اٌفجً اٌٛسدي ٌخحذٌذ ٔشاط الأٔضٌُ ححج دسجت حّٛضت ِخخٍفت

  [gaїacoquinone]بٛسن اٌّأخٛرة ِٓ اٌسشعاث  الأٌٍٚت اٌخً حُ اٌحصٛي عٍٍٙا ِٓ اٌشسِٛاث اٌبٍأٍت _اْ حّثٍلاث ٌٌٍٕٛفش 

 .    Vmax  ٚpH ٌىً   لٍّت kmِىٕخٕا ِٓ ححذٌذ اٌّعٍّاث اٌحشوٍت  ,بذلاٌت اٌضِٓ

فً  ٚحذة دٌٍٚت /ِجُ 121,332.12حظٙش ٔخائجٕا حٛي حأثٍش الأط اٌٍٙذسٚجًٍٕ أْ ِسخخٍص الأٔضٌُ اٌخاَ ٌٗ ألصى ٔشاط 

ٔطاق الأط ٌٍٙذسٚجًٍٕ  فً ًٚ٘ أعٍى بىثٍش ِٓ حٍه اٌّحذدة  6.2اٌحّٛضت   دسجت  عٕذ0.1Mِحٍٛي اٌفٛسفاث 

                   . (8 -  6.5   )  

ِثاٌٍت   حّٛضت دسجت . . ٌذٌٗ أْ بٍشٚوسٍذاص ٔسخٕخج ٌّىٕٕا أْ اٌذساست ٘زٖ  اٌحصٛي عٍٍٙا فً حُ ٔخائج ا لأٔشطت ٌخً ِٓ  

  6.2حٛاًٌ

 .دسجت حّٛضت, إٌشاط  , بٍشٚوسٍذاص, سافأٛط ساحٍفٛط   :الكلمات المفتاحية 

Summary: 

This work is part of the determination of the kinetic parameters of peroxidase (EC 1.1.11.7) extracted 

from pink radishes "Raphanus sativus", it demonstrates the effect of pH on enzymatic activity  to achieve 

our goal ,a kinetic study is performed  on the raw  enzymatic extract  obtained  from  pink radishes  to 

determine  the enzymatic  activity under  different pH . 

The Lineweaver-Burk representation made from the initial velocities obtained from the graphs: 

[gaїacoquinone] sa a function of time, enabled us to determine the kinetic parameters Vmax and km for 

each pH value. 

Our results on the effect of pH show that the crude enzyme extract has maximum activity(121,332.12 UI/ 

mg) in phosphate buffer (0,1M) at pH 6,2 ; which  is significantly higher  than  those  determined in the 

pH range (6,5-8). 

From the results of the activities obtnained in this study, we can   conclude that the peroxidase has an 

optimum pH around 6, 2. 

Key words: Raphanus sativus, peroxidase, activity, pH. 


