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Deux formes de phosphatases acides (EC 3.1.3.2) ont été purifiées a partir d’extrait enzymatique brut du tubercule de taro
Xanthosoma sp. variété « atoumbou orond » ; une variété de taro tres cultivée et consommée dans les régions Sud et Sud-
est de la Cote d’Ivoire. Ces deux phosphatases (PI et PII) de pH optimums respectifs de 5,4 et 5,8 montrent chacune en
électrophorese sur gel de polyacrylamide en conditions natives, une seule bande protéique apres purification. En électrophorese
sur gel de polyacrylamide en présence de SDS (SDS-PAGE), PI et PII montrent chacune une bande respectivement de poids
moléculaires de 25000 et 22000 Da. En filtration sur gel, les deux phosphatases acides PI et PII ont des poids moléculaires
estimés respectivement a 30000 et 25000 Da. Ces deux phosphatases acides sont inhibées par les ions Hg?** et Mo’ et les
produits chimiques comme le DTNB (Dithionitrobenzoate), le pCMB (acide para-Chloromercuribenzoique) et ’EDTA
(Ethylenediaminetétraacétate). Elles sont par contre activées par les ions Mg?* et Ca*. Les constantes de Michaelis (KM) sont
de 0,72 et 0,30 mM respectivement pour PI et PII avec le substrat pNPP (para-Nitrophényl phosphate). Ces deux phosphatases
hydrolysent également a des degrés divers d’autres substrats naturels phosphorylés tels que le glucose-1-phosphate, le
galactose-1-phosphate, le glucose-6-phosphate et le NADP. PI hydrolyse I’ATP alors que PII ne I’hydrolyse pas. Les deux
phosphatases acides hydrolysent le pyrophosphate, mais PI 1’hydrolyse mieux [KM= 0,61 mM et efficacité catalytique
(Vmax/KM = 213)], ce qui suggere que le pyrophosphate serait I’'un des substrats physiologiques de cette phosphatase acide
au cours des phénomenes métaboliques intervenant lors de la conservation post-récolte du tubercule de taro.
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Purification and caracterization of two acid phosphatases from cocoyam tuber (Xanthosoma sp.) and its role on post-
harvesting preservation. Two forms of acid phosphatases (EC 3.1.3.2) were purified from enzymatic crude extract of cocoyam
tuber Xanthosoma sp., «atoumbou orond» variety. This variety of cocoyam is cultivated and eaten in south and south-East
areas of Cote d’Ivoire. These two phosphatases (PI and PII) exhibiting maximum activities at pH respectively 5.4 and 5.8 were
purified to homogeneous by polyacrylamide gel electrophoresis in native conditions. In SDS-PAGE, PI and PII showed each
other one band with molecular weights of 25,000 and 22,000 respectively. In gel filtration, the molecular weights of the two
acid phosphatases PI and PII were estimated to 30,000 and 25,000 respectively. These two acid phosphatases were inhibited
by Hg?* and Mo’* ions and chemicals as DTNB (Dithionitrobenzoic acid), pCMB (4-Chloromercuribenzoic acid) and EDTA
(Ethylenediaminetetraacetic acid). However they were activated by Mg?* and Ca?*. The KM values were 0.72 and 0.30 mM
respectively for PI and PII with pNPP (4-Nitrophenyl phosphate). These two acid phosphatases are also able to hydrolyze
at different proportions other natural phosphorylated substrates like glucose-1-phosphate, galactose-1-phosphate, glucose-6-
phosphate and NADP. PI hydrolyzed ATP but not PII. The two acid phosphatases hydrolyzed pyrophosphate. However, PI
[KM =0.61 mM and catalytic efficiency (Vmax/KM = 213)] made it better than PII, it suggests that pyrophosphate should
be one of the physiological substrates of this acid phosphatase involved in the metabolic process during the post-harvesting
preservation of cocoyam tuber.

Keywords. Acid phosphatase, cocoyam (Xanthosoma sp.), post-harvesting preservation, physiological substrate.
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1. INTRODUCTION

Les phosphatases acides (EC 3.1.3.2) forment un
groupe d’enzymes qui catalysent I’hydrolyse de
liaisons d’esters phosphoriques dans un environnement
acide autour de pH 6,0 (Vincent et al., 1992). Elles sont
rencontrées aussi bien dans le regne animal que dans
le regne végétal et microbien (Hollander, 1970). Chez
les végétaux, les phosphatases acides ont été purifiées
et caractérisées au niveau des tubercules (Kamenan,
1984 ; Gellatly et al., 1994 ; Kusudo et al., 2003), des
graines (Ullah, Gibson, 1988 ; Olczak et al., 1997 ;
Granjeiro et al., 1999), des racines (Panara et al.,
1990), des feuilles (Staswick et al., 1994) et des bulbes
(Guo, Pesacreta, 1997). Elles semblent jouer des
roles tres importants dans 1’hydrolyse des monoesters
phosphoriques et le transfert des groupements phosphate
(Bieleski, 1973 ; Kamenan, 1984). Chez les tubercules,
il existe deux voies enzymatiques de dégradation de
I’amidon au cours de la conservation post-récolte : la
voie amylasique et la voie phosphorylasique (Arreguin-
Lozano, Bonner, 1949 ; Schwimmer, 1953). Depuis de
nombreuses années, Nakamura et al. (1951) ont montré
que la phosphatase acide intervient au cours de la
dégradation de I’amidon des tubercules d’igname par la
voie phosphorylasique. Diopoh et Kamenan (1981) ont
indiqué que les phosphatases acides assurent I’apport
de groupements phosphate au cours de la dégradation
de I’amidon du tubercule de Dioscorea cayenesis
rotundata par voie phosphorylasique. Tres récemment,
Kouadio (2004) a montré qu’au cours de la conservation
post-récolte du tubercule de taro Xanthosoma sp.
variété « atoumbou oron0 », 1’évolution de 1’activité
phosphatasique acide laisse présager que cette enzyme
jouerait un role important au cours de la dégradation
de I’amidon. Par ailleurs, le probleme de conservation
des tubercules de ce taro constitue un facteur limitant
a sa culture intensive. Chaque année, les pertes post-
récoltes subies par les producteurs de taro sont estimées
a 30 % de la production totale (Amani, 1994), ce qui
représente une énorme perte sur le plan économique.
Dans la présente étude, nous avons purifié deux
phosphatases acides du tubercule de taro Xanthosoma sp.
variété « atoumbou orond », puis étudié leurs propriétés
physico-chimiques, cinétiques et moléculaires en vue de
mieux cerner le role que chacune d’elles pourraient jouer
au cours du métabolisme post-récolte de ce tubercule.

2. MATERIEL ET METHODES
2.1. Matériel

Les tubercules de taro Xanthosoma sp. variété
« atoumbou orond » sontissusdelarégionde «Agneby»
(a 65 km au nord d’Abidjan). Ces tubercules ont une
masse comprise entre 0,2 et 1,0 kg.
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Le pNPP (para-Nitrophényl phosphate), le
pyrophosphate et les gels de chromatographie
(sephacryl s-200 HR et DEAE-sepharose CL-6B)
proviennent de sigma-Aldrich et le gel phényl-
sepharose 6B de pharmacia lkb biotech. Tous les autres
produits chimiques sont de qualité analytique.

2.2. Préparation de I’extrait brut enzymatique

Plusieurs tubercules de taro sontépluchés, puis découpés
en petites tranches a 1’aide d’un couteau inoxydable.
Ensuite, 100 g de ces tranches lavées a I’eau distillée
sont broyées a ’aide d’un broyeur WARING dans
200 ml de tampon acétate 20 mM pH 5,6 contenant 1 g
de bisulfite de sodium. Le broyat obtenu est centrifugé
a 5000 tours par min a 4 °C pendant 30 min a ’aide
d’une centrifugeuse réfrigérée ALRESA. Le surnageant
obtenu est a nouveau centrifugé dans les memes
conditions. Le dernier surnageant obtenu, constitue
I’extrait enzymatique brut.

2.3. Techniques de dosage

Au cours des différentes étapes de purification,
I’activité phosphatasique acide a été dosée en utilisant
un milieu réactionnel composé de 125 pl de tampon
acétate 20 mM pH 5,6 ; 75 ul de pNPP 5 mM préparé
dans le méme tampon et 50 ul de solution enzymatique.
Ce milieu est incubé au bain-marie pendant 10 min
a 37 °C et agité. La réaction est arrétée par addition
de 4 ml de solution de carbonate de sodium 2 % (p/
v). La quantité de para-nitrophénol (pNP) libéré est
mesurée au spectrophotometre UV-visible (GENESIS
5) 2 410 nm contre un blanc contenant tous les réactifs
a I’exception de la solution enzymatique. Les densités
optiques sont converties en gmole de pNP grace a une
courbe d’étalonnage obtenue avec une solution de pNP
0,2 mM. L’activité spécifique obtenue est exprimée en
pmole de pNP libéré par min et par mg de protéine.

Lors de I’étude de la spécificité de substrat,
I’activité phosphatasique a été dosée en utilisant un
milieu identique avec différents substrats préparés a la
concentration de 5 mM. Apres 10 min d’incubation, la
quantité de phosphate inorganique libéré est mesurée
par la méthode de Taussky et Shorr (1953).

Les quantités de protéines dans les différentes
fractions lors de la purification, ainsi que lors de la
détermination de I’activité spécifique, ont été estimées
par la méthode de Lowry et al. (1951).

2.4. Purification des phosphatases

Pour palier le probleme de la périodicité
d’approvisionnement du taro Xanthosoma sp. variété
« atoumbou orond », un litre d’extrait enzymatique
brut a été lyophilisé pendant deux jours a I’aide d’un
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Iyophilisateur TELESTAR. L’extraitlyophilisé (environ
4 g) obtenu est hermétiquement conservé a 4 °C.

La purification proprement dite a ét€ menée en
trois étapes : 1 g d’extrait enzymatique lyophilisé est
dissous dans 15 ml de tampon acétate 20 mM pH 5,6,
puis déposé sur le gel DEAE-sepharose CL-6B
(2,4 x 6 cm) préalablement équilibré avec le méme
le tampon. Le débit de la chromatographie est fixé et
maintenu constant a 0,28 ml-min"' grice a une pompe
péristaltique et des fractions de 1 ml sont collectées. Le
gel est lavé par deux équivalents volume de colonne
avec le méme tampon pour éliminer les particules
non fixées. Les particules fixées sont éluées par
I’application d’un gradient linéaire croissant de NaCl
(0 a1M) apH S5,6. Les fractions contenant 1’activité
phosphatasique sont rassemblées et les protéines sont
précipitées par saturation au sulfate d’ammonium a
80 % (p/v).

Le culot protéique obtenu apres centrifugation a
5000 tours/min pendant 30 min est dissous dans 1 ml
de tampon acétate 20 mM pH 5,6 et soumis a une
chromatographie d’exclusion-diffusion sur une colonne
de gel sephacryl S-200 HR (1,6 x 62 cm) équilibrée
avec du tampon acétate 20 mM pH 5,6. Le débit est
fixé et maintenu a 0,22 ml-min' et des fractions de 1 ml
sont collectées. Les fractions les plus actives de cette
chromatographie sont rassemblées, saturées avec du
sulfate d’ammonium 1,7 M et déposées sur une colonne
d’interaction hydrophobe de phényl-sepharose CL-6B
(1,6 x 6 cm) préalablement équilibrée avec du tampon
acétate 20 mM contenant du sulfate d’ammonium
1,7 M. Les protéines non retenues par le gel sont éluées
avec le tampon acétate 20 mM pH 5,6 contenant du
sulfate d’ammonium 1,7 M. Les protéines fixées sont
décrochées par I’application d’un gradient linéaire
décroissant (1,7 a 0 M). Le débit de I’élution est de
0,22 ml-min’'. Des fractions de 1 ml sont collectées et
les plus actives sont rassemblées, puis dialysées contre
le tampon acétate 20 mM pH 5,6.

2.5. Détermination des propriétés
chimiques, cinétiques et moléculaires

physico-

La détermination du pH optimum d’hydrolyse a été
réalisée dans une gamme de pH comprise entre 3,6 et
6,2 en utilisant les tampons acétate (pH 3,6 a 5,4) et
citrate de sodium (pH 5,4 a 6,2) 20 mM. Quant a la
stabilité¢ au pH, elle a été vérifiée entre les pH 2,2 et
8,00 dans les tampons HCl-glycine 20 mM (pH 2,2 a
3,0), acétate 20 mM (pH 3,6 a 5,4) et Tris-HCI 20 mM
(pH7,2 a 8,0). Les solutions enzymatiques sont
préincubées a 37 °C pendant 1 h dans les tampons aux
différents pH indiqués. Ensuite, une aliquote de 50 pl
de chaque solution enzymatique est prélevée et mise
dans un milieu réactionnel contenant préalablement
125 ul de tampon acétate pH 5,6 et 75 ul de substrat
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pNPP 5 mM. Les activités résiduelles sont dosées au
spectrophotometre UV-visible (GENESIS 5) a 410 nm
contre un blanc contenant tous les réactifs a 1’exception
de la solution enzymatique et exprimées en pourcentage
par rapport a I’activité maximale.

La température optimale d’hydrolyse est
déterminée en mesurant ’activité dans le tampon
acétate 20 mM pH 5,6 en présence de pNPP 5 mM,
pendant 10 min a des températures comprises entre
30 et 80 °C. L’inactivation thermique est étudiée en
préincubant chaque solution enzymatique a 37 °C et
a sa température optimale d’hydrolyse pendant 2 h.
Une aliquote de 50 ul de chaque solution enzymatique
est prélevée toutes les 10 min et 1’activité est dosée au
spectrophotometre UV-visible (GENESIS 5) a 410 nm
contre un blanc contenant tous les réactifs a I’exception
de la solution enzymatique. Cette activité est ensuite
exprimée en pourcentage par rapport a |’activité
initiale. La dénaturation thermique a été réalisée en
préincubant la solution enzymatique pendant 10 min
aux températures comprises entre 30 et 75 °C. Au
terme de cette préincubation, la solution enzymatique
est refroidie a la température ambiante. Ensuite, pour
chaque température de préincubation, une aliquote de
50 pl de chaque solution enzymatique est prélevée et
Pactivité est dosée au spectrophotometre UV-visible
(GENESIS 5) a 410 nm contre un blanc contenant tous
les réactifs a ’exception de la solution enzymatique.
Cette activité est exprimée en pourcentage par rapport
a |’activité maximale.

L’étude de la spécificité de substrat a été réalisée en
testant I’activité phosphatasique sur différents substrats
phosphorylés, tous a la concentration de 5 mM. Les
essais sont réalisés a 37 °C dans un milieu réactionnel
contenant 125 ul de tampon acétate 20 mM pH 5,6 ;
50 pul de solution enzymatique et 75 ul de substrat. Le
pourcentage d’hydrolyse de chaque substrat est ensuite
déterminé en prenant I’activité obtenue avec le pNPP
pour 100 %.

L’influence des composés chimiques a été réalisée
aux concentrations de 0,5 et 5 M. Le milieu réactionnel
estconstitué de 125 pl de solution de composé chimique
préparé dans le tampon acétate 20 mM pH 5,6 et 50 pul
de solution enzymatique. Apres une préincubation de
10 min a 37 °C, 75 ul de solution de pNPP 5 mM y
sont ajoutés et apres 10 min d’incubation a la méme
température, ’activité enzymatique est dosée au
spectrophotometre UV-visible (GENESIS 5) a 410 nm
contre un blanc contenant tous les réactifs a I’exception
de la solution enzymatique. Cette activité est ensuite
exprimée en pourcentage de 1’activité en absence de
composé chimique.

Les parametres cinétiques (KM et Vmax) ont
été déterminés selon Lineweaver et Burk (1934) en
utilisant des concentrations de substrat comprises entre
0,1 et 5 mM.
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Les poids moléculaires des phosphatases ont été
déterminés par électrophorese sur gel de polyacrylamide
en présence de SDS et de B-mercaptoéthanol. Les
enzymes, dans un tampon tris-HCI 125 mM pH 6,8
contenant du SDS 4 % (p/v), du B-mercaptoéthanol
1% (v/v), du glycérol 20 % (v/v) et du bleu de
bromophénol 0,025 % (p/v) sont chauffés au bain-
marie bouillant pendant 5 min. L’électrophorese sur
gel de polyacryamide en présence de SDS est réalisée
selon Laemmli (1970) sur des plaques de silices
(7 x 8cm) et de 1,5 mm d’épaisseur de gel. Le gel
d’acrylamide (12 %, p/v) est préparé dans le tampon
tris-Hel 375 mM pH 8,8 contenant du SDS 0,1 %
(p/v). Des marqueurs de faible poids moléculaire de
bio-rad sont utilisés comme protéines de références. Les
protéines sont colorées au bleu de coomassie brillant
R-250 0,25 % (p/v). L’électrophorese en conditions
natives a été réalisée en utilisant la méme méthode,
mais sans utilisation de SDS et de B-mercaptoéthanol
dans les différents tampons et milieux de préparation.

Les poids moléculaires des phosphatases natives
ont été€ estimés par filtration sur gel en chromato-
graphie liquide haute performance (HPLC) utilisant
une colonne TSK (QC-PAK GFC 200) (0,78 x 15 cm).
Les protéines de référence utilisées pour 1’étalonnage
sont la B-amylase (200000 Da), le sérum albumine
bovine (66000 Da), 1’ovalbumine (45000 Da) et le
cytochrome C (12400 Da).

3. RESULTATS
3.1. Purification des phosphatases

Les phosphatases acides du tubercule de taro
Xanthosoma sp. variété « atoumbou orond » ont été
purifiées par un protocole comprenant trois grandes
étapes. La chromatographie échangeuse d’anions sur
DEAE-sepharose a permis d’obtenir deux principaux
pics de protéines ; I’un obtenu avec I’application du
gradient linéaire croissant de NaCl et I’autre contenant
I’activité phosphatasique, élué directement apres
I’application de I’échantillon sur la colonne (Figure 1).
Cette étape a permis d’éliminer la majorit€ des
proté€ines contenues dans I’extrait brut enzymatique. La
chromatographie d’exclusion-diffusion sur sephacryl
S-200 a permis d’obtenir deux pics phosphatasiques
(PI et PII) élués respectivement aux alentours des
fractions 128 et 140, traduisant ainsi la présence de
deux formes de phosphatases (Figure 2). La derniere
étape, impliquant une chromatographie d’interaction
hydrophobe sur phényl-sepharose a donné pour
chacune des phosphatases issues de 1’étape précédente
trois pics protéiques majeurs bien distincts, dont un
seul contient D’activit¢é phosphatasique (Figures 3
et 4). Au terme de ces étapes chromatographiques, on
note que les phosphatases PI et PII du tubercule de
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Figure 1. Profil chromatographique de [I’extrait brut
enzymatique du tubercule de taro Xanthosoma sp. sur gel
DEAE-sepharose CL-6B — Chromatographic profil of
enzymatic crude extract from cocoyam tuber Xanthosoma
sp. on DEAE-sepharose CL-6B
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Figure 2. Profil chromatographique des phosphatases
du tubercule de taro Xanthosoma sp. sur gel séphacryl S-
200 — Chromatographic profil of phosphatases from
cocoyam tuber Xanthosoma sp. on sephacryl S-200.

taro Xanthosoma sp. ont été purifiées respectivement
45 et 50 fois a partir de 1 g d’extrait brut enzymatique
lyophilisé et des quantités d’environ 40 et 120 g ont
respectivement été obtenues (Tableau 1). Chacune des
deux phosphatases a montré en électrophorese sur gel
de polyacrylamide, en conditions natives (non montré
ici), comme en conditions dénaturantes (Figure 5), une
seule bande protéique.

3.2. Propriétés moléculaires, physico-chimiques et
cinétiques des phosphatases

Les poids moléculaires relatifs des phosphatases natives
déterminés par filtration sur gel sont de 30000 Da pour
PI et 25000 Da pour PII. En électrophorese sur gel de



Phosphatases acides du tubercule de taro Xanthosoma sp.

(NH4)2SO4 (M)
0,3 20,025

0,25+ o
002 3

= >
E 021! 5
=] 0,015®
2 0,15 o
2 0,01 &
3 o1 3
0,051 0,0053

0 0

Fractions

—a— Activité (U/ml) —oO— Protéine (D.0660 nm)

Figure 3. Profil chromatographique de la phosphatase PI
du tubercule de Xanthosoma sp. sur gel phényl-sepharose
6B — Chromatographic profil of phosphatase PI from
cocoyam tuber Xanthosoma sp. on phenyl-sepharose 6B.
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Figure 4. Profil chromatographique de la phosphatase PII
du tubercule de Xanthosoma sp. sur gel phényl-sepharose
6B — Chromatographic profil of phosphatase PII from
cocoyam tuber Xanthosoma sp. on phenyl-sepharose 6B.

polyacrylamide en présence de SDS, les bandes uniques
présentées par les deux phosphatases correspondent
respectivement a des poids moléculaires de 25000 Da
pour PI et 22000 Da pour PII (Figure 5).

L’étude de l’influence du pH a montré que les
phosphatases PI et PII ont respectivement des pH
optimums d’hydrolyse de 5,4 et 5,8 et des zones de
stabilit¢ au pH identiques, comprises entre 4,0 et 6,2.
Quant a I’étude de I'influence de la température, elle
a montré que la température optimale d’hydrolyse est
de 55 °C pour la phosphatase PI et de 50 °C pour la
phosphatase PII. Préincubées a 37 °C pendant 120 min
dans le tampon acétate 20 mM pH 5,6, la phosphatase
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PI perd 40 % de son activité et la phosphatase PII, 60 %
(Figures 6¢t7). Préincubées dans les mémes conditions
que précédemment, mais a leurs températures optimales
d’activité, la phosphatase PI perd 68 % de son activité
et la phosphatase PII en perd 75 % (Figures 6 et 7).
A 75 °C, les deux enzymes sont totalement dénaturées
apres 10 min de préincubation.

L’influence de divers composés chimiques a donné
les résultats indiqués dans le tableau 2. Il ressort de
I’observation de ce tableau que les ions Hg* et Mo’
exercent un effet inhibiteur sur les activités des deux
enzymes alors que les ions Mg?* et Ca** ont un important
effet activateur sur leurs activités. Cependant, il est a
noter que I’importance de ces effets varie d’une enzyme
a une autre. Quant aux autres effecteurs (DTNB,
pCMB et EDTA), ils exercent tous un effet inhibiteur
sur ’activité des deux phosphatases.

L’étude de la spécificité de substrat a donné les
résultats consignés dans le tableau 3. On note que
le pyrophosphate et I’uridine-5’-phosphate glucose
sont les substrats les mieux hydrolysés par les deux
phosphatases.

49 kDa

35 kDa
28,4 kDa

20,8 kDa

Figure 5. Electrophorese des phosphatases PI et PII purifiées
du tubercule de taro Xanthosoma sp. sur gel de polyacrylamide
en présence de SDS — SDS-PAGE of purified phosphatases
PI and PII from cocoyam tuber Xanthosoma sp.

1 : Phosphatase I — Phosphatase 1

2 : Phosphatase II — Phosphatase 11

3: Marqueurs de poids moléculaires connus : phosphorylase B
(91 kDa) — sérum albumine bovine : S.AB. (66 kDa) — ovalbumine
(49 kDa) — anhydrase carbonique (35 kDa) — inhibiteur trypsique
de soja (28,4 kDa) — lysosyme (20,8 kDa) — Molecular weights
markers: phosphorylase B (91 kDa) — bovine serum albumin: BSA
(66 kDa) — ovalbumin (49 kDa) — carbonic anhydrase (35 kDa)
— soybean trypsin inhibitor (28.4 kDa) — lysosyme (20.8 kDa,).
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Tableau 1. Bilan global de la purification des phosphatases PI et PII des tubercules de taro Xanthosoma sp. — Purification

results of phosphatases PI and PII from cocoyam tuber Xanthosoma sp.

Kouadio EJP. et al.

Etape Volume (ml) Activité relative Protéine (mg)  Activité spéci- Facteur de = Rendement (%)
totale (UI) fique (Ul/mg)  purification
Extrait brut
enzymatique 15 11,76 20,31 0,57 1,00 100,00
DEAE-sepharose 13 10,42 4,13 2,46 4,30 86,70
Précipitation au
sulfate d’ammo-
nium a 80 % 1 9,20 3,12 2,94 5,15 78,20
Sephacry  PI 9 3,80 0,34 11,17 19,60 32,00
S-200 PII 15 7,50 0,57 13,15 23,07 63,70
Phényl- PI 4 1,15 0,04 25,50 44,82 9,70
sepharose  PII 10 3,54 0,12 28,32 49,68 30,00

Lesparametres cinétiques (KM, Vmax et Vmax/KM)
déterminés pour ces deux enzymes sont consignés dans
le tableau 4. Ce tableau indique que la phosphatase PI
présente la plus grande affinité et le meilleur pouvoir
catalytique a 1’égard du pyrophosphate alors que pour
la phosphatase PII cela concerne le pNPP et 1’uridine-
5’- phosphate glucose.

4. DISCUSSION

L utilisation de trois étapes chromatographiques nous
a permis de purifier deux phosphatases acides du
tubercule de taro Xanthosoma sp. variété « atoumbou
orond ». Les rendements obtenus a la fin de cette
purification (PI: 9,70 % ; PII : 30,0 %) sont nettement
meilleurs que ceux obtenus par certains auteurs pour des
phosphatases acides d’origines végétales (Kamenan,
1984 ; Panara et al. 1990). Ces auteurs ont obtenus
respectivement des rendements de 6,0 %, 6,8 %et5,9 %
apres la purification de trois phosphatases acides de
Dioscorea cayenesis rotundata et un rendement de 3 %
apres la purification d’une phosphatase acide de racine
d’orge. Le rendement obtenu avec la phosphatase Pl est
tres proche de celui obtenu apres la purification d’une
phosphatase acide dans les cotylédons en germination
de soja (28,2 %) (Ullah, Gibson, 1988). De méme, la
phosphatase PI a un rendement de purification identique
a celui de la phosphatase acide de la graine de Lipinus
luteus (Olczak et al., 1997). Les phosphatases PI
(25000 = 5000 Da) et PII (22000 + 3000 Da) du
tubercule de taro Xanthosoma sp. « atoumbou orono »
semblent &tre des proté€ines de faible poids moléculaire
par rapport aux autres phosphatases acides répertoriées
dans le regne végétal: 53000 Da (Ullah, Gibson,
1988) ; 48000 Da (Panara et al., 1990); 94000 Da

(Olczak et al., 1997) ; 100000 Da (Roknabadi et al.,
1999) ; 39000 Da (Shekar et al., 2002) ; 55000 Da
(Shih et al., 1997 ) ; 58000 Da (Yenigum, Guvenillir,
2003). Par ailleurs, on note que les deux phosphatases
acides PI et PII sont monomériques comme la plupart
des phosphatases acides du monde végétal. Les valeurs
optimales de pH des phosphatases PI et PII se situent
dans la marge générale des valeurs de pH optimum
des phosphatases acides comprises entre 4,5 et 6,0
(Kamenan, 1984 ; Panara et al., 1990 ; Olczak et al.,
1997 ; Roknabadi et al., 1999 ; Shih etal., 1997 ;
Yenigum, Guvenillir, 2003). Les zones de stabilité de
pH identiques pour les deux phosphatases et comprises
entre 4,0 et 6,2, sont cependant moins larges que celle
de la phosphatase acide de jeune plant d’ail comprise
entre pH4,0 et 10,0 (Yenigum, Guvenillir, 2003).
Les résultats concernant I’influence de la température
indiquentque les phosphatases Plet PIl sontdesenzymes
mésophiles comme la plupart des phosphatases acides
citées dans la littérature. Il est important de souligner
que les quelques légeres différences de comportement
vis-a-vis du pH et de la température observées entre les
phosphatases I et II permettent de les différencier I’'une
de I’autre. L’étude de I’influence des ions métalliques a
révélé un important effet activateur de 1’ion Mg**. Cet
ion pourrait €tre un cofacteur essentiel pour les deux
phosphatases. En effet, Shih ez al. (1997) ont purifié
une phosphatase acide de comportement identique
dans les feuilles d’épinard pour laquelle 1’ion Mg**
est un cofacteur. Quant a I’influence du DTNB et du
pCMB, [D’effet inhibiteur de chacun de ces composés
chimiques indique que les deux phosphatases acides
contiendraient des groupements thiols essentiels
a la catalyse. EDTA, qui est un chélateur d’ions
métalliques, exerce un effet inhibiteur, ceci pourrait
indiquer que certains ions seraient indispensables
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Figure 6. Inactivation thermique de la phosphatase PI du Figure 7. Inactivation thermique de la phosphatase PII du
tubercule de taro Xanthosoma sp — Thermal inactivation of tubercule de taro Xanthosoma sp. — Thermal inactivation
phosphatase PI from cocoyam tuber Xanthosoma sp. of phosphatase PI from cocoyam tuber Xanthosoma sp.

Tableau 2. Effet de quelques composés chimiques sur les activités des phosphatases PI et PII du tubercule de taro Xanthosoma
sp. — Effect of some chemicals on phosphatases PI and PII activities from cocoyam tuber Xanthosoma sp.

Composé (mM) Nature du composé chimique

Hg* Mg Ca* Mo™ DTNB pCMB EDTA

PI PII PI PO PI PII PI PII PI P PI PII PI PII
0 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100 100
0,5 27 0,06 102 114 113 168 74 92 82 64 85 95 93 87
5 00 00 112 120 175 224 0,04 22 20 38 63 85 53 73

Tableau 3. Spécificité de substrat des phosphatases PI et PII du tubercule de taro Xanthosoma sp. — Substrat specificity of
phosphatases PI and PII activities from cocoyam tuber Xanthosoma sp.

Substrats Activité phosphatasique I (%) Activité phosphatasique II (%)
Paranitrophénylphosphate (pNPP) 100 100
Adénosine -5’-monophosphate (AMP) 0 0
Adénosine -5’-triphosphate (ATP) 0 36
Glucose -1-phophate 27 47
Galactose- 1-phosphate 23 41
Glucose-1,6-diphosphate 0 0
Glucose-6-phosphate 6 18
Nicotinamide adénine dinucléotide phosphate (NADP) 85 85
Pyrophosphate 410 126
Uridine-5’-phosphate glucose 104 193
Uridine-5’-phosphate galactose 14 34

Phytate de sodium 0 0
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Tableau 4. Parametres cinétiques des phosphatases PI et PII du tubercule de taro Xanthosoma sp. — Kinetic parameters of

phosphatases PI and PII from cocoyam tuber Xanthosoma sp.

Substrat Phosphatase I Phosphatase II
KM Vmax Vmax/KM KM Vmax Vmax/KM
pNPP 0,72 25 34,72 0,31 28 93
Pyrophosphate (PP) 0,61 130 213,11 0,77 67 87
Uridine-5’-phosphate
glucose (U-5’-PG) 0,69 71 102,89 0,53 143 269

Les constantes de Michaelis (KM) et les vitesses maximales (Vmax) sont exprimées respectivement en mM et en gmol-min'-mg"' de
protéine — The Michaelis constants (KM) and the maximum velocities (Vmax) are expressed as mM and ymol-min'-mg' of protein

respectively.

a Dactivité des deux phosphatases. Par ailleurs, on
note que les deux phosphatases hydrolysent plus
ou moins d’autres substrats phosphorylés. Mais,
la remarque fondamentale est que la phosphatase
PII hydrolyse I’ATP alors que la phosphatase PI ne
I’hydrolyse pas. Ce comportement enzymatique peut
servir de critere de différenciation entre les deux
phosphatases du tubercule de taro Xanthosoma sp.
variété « atoumbou orond ». En outre, la phosphatase
PII hydrolyse mieux les sucres phosphorylés que la
phosphatase PI. Tous ces comportements que nous
venons de mentionner ont slirement une signification
physiologique. La phosphatase PII pourrait intervenir
dans I’apport d’énergie et dans la phosphorylation et
déphosphorylation des sucres au cours du métabolisme
post-récolte du tubercule. Diopoh, Kamenan (1981)
et Hamdan (1987) ont noté la mé&me situation chez le
tubercule d’igname Dioscorea cayenesis rotundata.
Quand a la phosphatase PI, elle hydrolyse nettement
mieux le pyrophosphate que la phosphatase PII. Ainsi,
la phosphatase PI pourrait €tre une pyrophosphatase
comme la phosphatase acide purifiée a partir de
feuilles d’épinard (Spinacia oleracea) (Shih et al.,
1997). Le pyrophosphate pourrait &étre un substrat
physiologique potentiel de la phosphatase PI au cours
de la conservation du tubercule de taro Xanthosoma
sp. « atoumbou orond ». Une phosphatase acide ayant
le méme comportement a ét€ mise en évidence dans
la graine de soja au cours de sa germination (Dos
Prazeres et al., 2004). Cette hydrolyse significative
du pyrophosphate par la phosphatase I, fournirait des
groupements phosphates qui interviendraient dans la
dégradation par la voie phosphorylasique de I’amidon
du tubercule de taro Xanthosoma sp. « atoumbou
orond » au cours de sa conservation post-récolte
comme I’a suggéré Kouadio (2004).

S. CONCLUSION

Le tubercule du taro Xanthosoma sp. variété « atoumbou
orond » contient deux phosphatases acides. Ces

deux phosphatases qui sont vraissemblablement des
phosphatases cytoplasmiques a cause de leur méthode
d’extraction ont certaines propriétés physico-chimiques
tres proches, notamment les pH et températures
optimales d’hydrolyse. Cependant leurs propriétés
moléculaires, cinétiques et physico-chimiques comme
le poids moléculaire, la spécificité de substrat et
I’influence de quelques composés chimiques ont permis
de les différencier I’une de 1’autre. Par ailleurs, I’étude
de la spécificité de substrat de ces deux phosphatases a
montré que celles-ci pourraient jouer un role important
dans le métabolisme post-récolte du tubercule en tant
que fournisseurs d’énergie et surtout fournisseurs et
transporteurs de groupements phosphate au cours de la
dégradation de I’amidon par la voie phosphorylasique.
Ce résultat est tres important car il pourrait &tre tres
utile dans la recherche de solution a I’épineux probleme
de conservation des tubercules du taro Xanthosoma
sp. variété « atoumbou orond ». En effet, s’il devait
eétre possible de parvenir a baisser les activités de ces
phosphatases dans le tubercule en isolant et modifiant
les geénes codant pour ces deux protéines enzymatiques,
cela pourrait diminuer la vitesse de dégradation de
I’amidon par la voie phosphorylasique et prolonger
ainsi la durée de conservation du tubercule.
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