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Résumé 

 

 

Ce travail vise à optimiser les conditions de culture de Dunaliella salina, une microalgue 

halotolérante d’intérêt biotechnologique reconnue pour sa capacité à produire des biomolécules 

à haute valeur ajoutée, telles que le β-carotène, les acides gras polyinsaturés et les protéines. 

 

Ainsi, une première série d’expériences a été menée pour déterminer la salinité optimale de 

culture de Dunaliella salina en testant différentes concentrations de NaCl (1 M, 1,5 M, 2 M et 

3 M) dans le milieu de Johnson. La souche a ensuite été cultivée à 1M pendant 15 jours selon 

deux phases distinctes : une phase de croissance visant à maximiser la biomasse, suivie d’une 

phase de stress (salin, lumineux et azoté) afin de stimuler la production de caroténoïdes. Durant 

toutes les phases le nombre de cellules, le taux de pigments (chlorophylle a et b, et caroténoïdes) 

ont été évalué. Les taux de protéines, de carbohydrates, de malondialdéhyde et l’activité 

catalase ont été mesurés en phase de croissance. 

 

Nos résultats montrent qu’une salinité de 1M est adéquate pour une meilleure croissance 

cellulaire. Dans ces conditions, D.salina suit une croissance typique et atteint un nombre de 

cellule maximale à J15 (8.1×104 cellules/mL). La production de pigment chlorophylle a et b 

étaient maximal à J7 et J10 respectivement. Les taux de protéines, de malondialdéhyde et 

l’activité catalase les plus élevés ont été observés à J15 alors que le taux de carbohydrate était 

maximal à J10. 

Cependant, lors de la phase de stress, une réduction de la croissance et des pigments 

chlorophylliens a été notée, tandis que le taux de caroténoïdes a augmenté, suggérant une 

réponse adaptative des cellules face aux conditions stressantes. 

 

 

 

Mots clés : Dunaliella salina, Microalgue, croissance, stress, chlorophylle, caroténoïdes. 



Abstract 

 

 

This study aims to optimize the culture conditions for Dunaliella salina, a halotolerant 

microalga of biotechnological interest, recognized for its capacity to produce high-value 

biomolecules, such as β-carotene, polyunsaturated fatty acids, and proteins. 

 

Initially, a series of experiments was conducted to determine the optimal salinity for the 

cultivation of Dunaliella salina by testing various NaCl concentrations (1 M, 1.5 M, 2 M, and 

3 M) in Johnson's medium. The strain was subsequently cultured at 1 M for 15 days, following 

two distinct phases: a growth phase intended to maximize biomass, followed by a stress phase 

(involving saline, light, and nitrogen stress) to stimulate carotenoid production. Throughout all 

phases, cell count and pigment content (chlorophyll a and b, and carotenoids) were assessed. 

Protein, carbohydrate, and malondialdehyde (MDA) levels, along with catalase activity, were 

measured during the growth phase. 

 

Our results demonstrate that a salinity of 1 M is adequate for optimal cell growth. Under these 

conditions, D. salina follows a typical growth pattern, reaching a maximum cell density on day 

15 (8.1×104 cells/mL). The production of chlorophyll a and b peaked on day 7 and day 10, 

respectively. The highest levels of proteins, malondialdehyde, and catalase activity were 

recorded on day 15, whereas the carbohydrate content was maximal on day 10. 

 

However, during the stress phase, a reduction in growth and chlorophyll pigments was 

observed, while the carotenoid content increased, suggesting an adaptive cellular response to 

the stressful conditions. 

 

Key Word : Dunaliella salina, Microalgae, growth, stress, chlorophyll, carotenoids. 



 ملخص

 

 فدددد   أهم دددد ذ  للمل حدددد  متحمدددد  دق دددد  طحلدددد   هدددد  ،  لا سااا     دوناااا    طحلدددد  زر عدددد  ظدددد    تحسدددد   إلدددد   لعمدددد  هدددد   يهددد  

  لمتعدددد د   ل هن دددد  ض  لأحمدددد .كدددد ر ت  ،   لب تدددد  مثدددد  ع ل دددد ، مضدددد ف  ق مدددد  ذ   ح  يدددد  جزيئدددد   إنتدددد   علدددد  بق رتدددد   معدددد    ،  لح  يدددد   لتكن ل ج دددد  مجدددد  

   لب  ت ن    لمشبع ، غ  

  

 (1 لصدددد دي    كل ريدددد  مدددد  مختلفدددد عبدددد   رتبدددد ر ت  ك ددددز  ساااا     لا دوناااا     لنمدددد   لمثلدددد   لمل حدددد  لتح يدددد   لتجدددد ر  مدددد  أ لدددد  سلسددددل  أجُ يدددد 

 مددد  ر 1 زت ك ددد فددد   لسددد ل زر عددد   تمددد  ذلددد ، بعددد  .لتحق ددد  ذلددد   ج نسددد    سددد  فددد  )مددد  ر 3   مددد  ر، 2 مددد  ر، 1.5 مددد  ر،

 ضددددد   ، ملحدددد ،( إجهدددد د م حلددددد  تل هدددد  حدددد ، أقصددددد  إلدددد   لح  يدددد   لكتلدددد  زيددددد د  إلدددد  تهدددد   نمددددد  م حلدددد  :متم ددددزت   لمددددد حلت    فقدًددد  ي مًدددد  15 لمدددد  

  ،   أ  لكل ر ف ددددددد (  لأصددددددب    محتدددددد    لخ يدددددد  عدددددد دتق دددددد    تدددددد   لم  حدددددد ، جم دددددد  ردددددد   . لك ر ت ندددددد   إنتدددددد   تحف ددددددز بهدددددد   ) لن تدددددد  ج    نقدددددد 

 ي ل يه ي   لم ل ن  (MDA) لنم  م حل  ر    لك ت  ز إنزي   نش ط   لك ب ه  ر    لب  ت ن  ، مست ي   ق  س ت  كم  ).  لك ر ت ن  

    

 نم ذج دًدد  نمددد        دونااا    لا سااا  طحلددد  يتبددد   لظددد   ، هددد   فددد  .للخ يددد  أفضددد  نمددد  لتحق ددد   لأنسددد  هددد  مددد  ر 1 مل حددد  أ  نت  جنددد  تظُهددد .

   لسددد ب     ل ددد  فددد  ذر تددد      أ  لكل ر ف ددد  صدددب ت  إنتددد   بلددد  ).مددد /رل ددد  410×18.( عشددد   لخددد م   ل ددد   فددد  للخ يددد  عددد د أقصددد  إلددد   يصددد 

 مسددددددت   كدددددد   ب نمدددددد  عشدددددد ،  لخدددددد م   ل دددددد  .فدددددد    لك تدددددد  ز  نشدددددد ط   لم ل ن ي ل يه يدددددد ، للب  ت ندددددد  ، مسددددددت ي   أعلدددددد  ل حظدددددد  . لتدددددد  ل  علدددددد   لع شدددددد  

 ع ش   ل  ل    ف  أقص   ف   لك ب ه  ر  

 

 إلدددد  يشدددد  .ممدددد    لك ر ت ندددد  ، محتددد    زد د ب نمدددد   لكل ر ف دددد ، أصددددب    فدددد   لنمدددد  فدددد   نخفددد ض لدددد ح   لإجهدددد د، م حلدددد  ردددد   ذلدددد ،  مددد 

  لمجه    لظ    م  جه  ف   لخ ي  م  تك ف    ستج ب 

 

  لك ر ت ن    لكل ر ف  ،  لإجه د،  لنم ،  ل ق ق ،  لطح ل  ،س ل ن    د ن ل  : ا مفت ح ة ا كلم ت.
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Les microalgues sont des microorganismes unicellulaires, majoritairement 

photosynthétiques, capables de coloniser une grande diversité d’écosystèmes, des milieux 

hypersalés aux environnements dulçaquicoles et terrestres (Oren, 2023). Elles constituent un 

réservoir de métabolites bioactifs encore largement inexploité, ouvrant la voie à de 

nombreuses applications biotechnologiques (Santos et al., 2023 ; Gouveia et al., 2024). 

Ces dernières décennies, l’intérêt scientifique et industriel pour les microalgues s’est 

intensifié en raison de leur potentiel en production durable de composés d’intérêt : lipides, 

pigments, antioxydants, biocarburants, compléments alimentaires, molécules pharmaceutiques 

et cosmétiques (Shah et al., 2018 ; Jacob-Lopes et al., 2019). Toutefois, sur les quelque 30 

000 espèces connues, seules quelques centaines ont été étudiées en détail, et moins d'une 

vingtaine sont exploitées à l’échelle industrielle (Laurens et Lane, 2021). 

Parmi elles, Dunaliella salina se distingue par sa tolérance extrême au sel, sa richesse en β- 

carotène et sa plasticité physiologique. Cette algue verte biflagellée de la classe des 

Chlorophycées se développe dans des milieux hypersalés et est souvent responsable de la 

coloration rose-rouge caractéristique des mares salines (Oren, 2005 ; Harvey et Ben-Amotz, 

2020). 

La production de β-carotène, pouvant atteindre jusqu’à 14 % de sa biomasse sèche, est 

fortement induite par des conditions environnementales stressantes (salinité élevée, forte 

lumière, carences nutritives). Ce pigment naturel est recherché pour ses propriétés 

antioxydantes, son rôle en tant que provitamine A, et son usage comme colorant naturel dans 

les industries alimentaire et cosmétique (Gómez et González, 2005 ; Gouveia et al., 2024). 

En Algérie, bien que les recherches sur D. salina restent encore limitées, les nombreux 

sites hypersalins (chotts, sebkhas) offrent un potentiel écologique et biotechnologique 

important. Ces environnements constituent un terrain propice à l’isolement de souches locales 

adaptées aux conditions extrêmes, avec des perspectives prometteuses pour des projets de 

valorisation industrielle durable à l’échelle nationale. 

Dans ce contexte, cette étude s’inscrit dans une démarche visant à optimiser les conditions 

de culture de Dunaliella salina afin de favoriser sa croissance cellulaire et maximiser la 

production de biomolécules d’intérêt (notamment le β-carotène, les protéines et les acides 

gras). L’objectif est de déterminer les paramètres physico-chimiques les plus favorables à son 

développement en conditions contrôlées. Une telle optimisation permettrait non seulement 

d’accroître la productivité de la biomasse en laboratoire, mais également de fournir des 

données techniques utiles pour une potentielle valorisation industrielle de cette souche, 
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notamment dans un contexte local tel que celui de l’Algérie, riche en milieux hypersalins 

naturels. 
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I.1. Dunaliella Salina 

I.1. Historique sur Dunaliella Salina 

La découverte de Dunaliella salina date du XIXe siècle lorsqu’en 1838, Michel Félix Dunal 

un botaniste français a remarqué l’existence d’une microalgue responsable d’un pigment rouge 

des mares salines en France (montrepellier) et qu’il a nommé Haematococcus salinus. En 1905, 

cette microalgue était identifier en tant que nouveau genre « Dunaliella » et classé sous le nom 

« Dunaliella salina » comme espèce-type par le botaniste roumain Emanoil C. Teodoresco 

(Oren, 2005). 

I.2. Définition de Dunaliella Salina 

Dunaliella salina est une microalgue verte unicellulaire, mobile grâce à deux flagelles, 

appartenant au genre Dunaliella (30 espèrces identifiées). Elle se caractérise par sa forte 

tolérance au stress osmotique et sa capacité à produire de grandes quantités de bêta-carotène, 

un pigment antioxydant, en réponse à des conditions environnementales extrêmes telles qu’une 

forte salinité, une intense lumière ou des carences en nutriments (Figure 1) (González et al., 

2024). 

Dunaliella salina est la plus étudiée de toutes les espèces du genre Dunaliella. Il s’agit d’une 

une espèce de microalgue marine unicellulaire appartenant à la classe des 

Chlorophycées (lignée verte) (Oren, 2005 ; González et al., 2024), qui se développe 

spontanément dans les milieux lagunaires très salés (les marais salants, les lagunes salées et les 

bassins d'eau salée près de la mer). 

Elle est bi-flagellé, sa taille peut varier de 16 à 24 μm en longueur et entre 10 à 15 μm de 

largeur (Cadoret et Bernard, 2008), elle produit une couleur distincte rose et rouge souvent 

caractéristique des mares salines (Figure 1) (Oren et Rodriguez, 2001 ; González et al., 

2024). 

D.salina est l’un des organismes eucaryote photosynthétiques les plus tolérants aux 

conditions environnementales extrêmes (Mishra et al., 2008). En tant qu’espèce halophile elle 

peut tolérer des salinités allant jusqu’à 292 g.L-1 (Fisher et al., 1996), ce qui lui confère un 

avantage sur ses compétiteurs et prédateurs, la rendant ainsi dominante (Apel et Weuster-Botz, 

2015). 
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Figure 1. Photographies de cellules isolées de D.salina . A : Forme verte, B : Forme orange 

(Besson, 2013). 

I.3. Taxonomie de Dunaliella salina 

En se basant sur des critères morphologique, physiologiques et génétiques, la taxonomie de 

Dunaliella salina fut proposée pour la première par Teodoresco qui la classer comme une 

espèce du domaine Eukaryota, qui appartient au règne des Plantae, du phylum Chlorophyta, 

de la classe Chlorophyceae, de l’ordre Chlamydomonadales (=Volvocales), de la famille 

Dunaliellaceae et du genre Dunaliella (Gonzalez et al., 2009 ; Assunção, et al.,2018). 

I.4. Morphologie et structure de Dunaliella salina 

Dunaliella salina est une microalgue unicellulaire halophile de forme ovoïde à sphérique, 

dotée de deux flagelles isocontes (de longueur égale) qui assurent sa mobilité active. Les 

dimensions moyennes de la cellule varient entre 9 et 14 µm de longueur et 6 à 10 µm de largeur, 

selon les conditions de culture (Assunção et al., 2018 ; Rani et al., 2023). Contrairement à de 

nombreuses algues vertes, D. salina ne possède pas de paroi cellulaire rigide, mais est entourée 

d’une membrane plasmique fine, élastique et mucilagineuse de nature glycoprotéique, appelée 

glycocalyx, qui joue un rôle important dans l’adaptation osmotique (Figure 2) (Zhu et al., 2022 

; Zuo et al., 2024). 

Le chloroplaste est de forme cupuliforme et renferme un pyrénoïde central bien développé, 

autour duquel s’accumulent des granules d’amidon visibles en microscopie électronique 

(González et al., 2024). Sous stress (lumière intense, forte salinité), la cellule accumule du β- 

carotène, ce qui lui donne une coloration rouge-orangée au lieu de verte (Fagundes et al., 

2023). Ce pigment est stocké dans des plastoglobules situés à la périphérie du chloroplaste, 

associés aux thylakoïdes (Van Wijk et Kessler, 2017). Ces structures participent à la régulation 

des caroténoïdes en réponse au stress (Figure 2). 
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Figure 2. Structure et morphologie de D.salina. A : Forme verte, B : Forme orange (Besson, 

2013). 

I.5. Reproduction et cycle de vie de Dunaliella salina 

 

Dunaliella salina est une microalgue halophile unicellulaire qui présente un cycle de vie 

complexe, alternant entre reproduction asexuée et sexuée, influencé par les conditions 

environnementales. 

I.5.1. Reproduction asexuée (végétative) 

En conditions environnementales stables (surtout à salinité optimale), D. salina se reproduit 

essentiellement de manière asexuée par mitose longitudinale. Une cellule mère se divise 

symétriquement pour donner deux cellules filles génétiquement identiques, chacune héritant du 

matériel génétique et de deux flagelles. Ce mode de reproduction rapide permet une croissance 

exponentielle de la population, notamment lors de phases de forte disponibilité en lumière et en 

nutriments (Borowitzka et Moheimani., 2023). Les cellules ne forment ni spores ni kystes à 

ce stade. 

 

I.5.2. Reproduction sexuée 

La reproduction sexuée est beaucoup plus rare et se déclenche en réponse à des stress 

environnementaux sévères, comme un changement brusque de salinité, une carence nutritive 

ou une variation extrême de température (Polle et Ben-Amotz., 2021). 

Le cycle sexué suit plusieurs étapes (Zhang et al., 2022): 
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- Formation des gamètes : certaines cellules végétatives se transforment en gamètes 

isogames (morphologiquement identiques), généralement flagellés, et libèrent des 

substances chimiques (phéromones) favorisant la reconnaissance mutuelle. 

- Fusion des gamètes (syngamie) : deux gamètes s'attirent chimiquement, fusionnent par 

les flagelles, puis par les corps cellulaires, formant un zygote diploïde. 

- Formation d’un kyste (zygospore) : le zygote entre en dormance sous forme de kyste, 

souvent à paroi épaisse et riche en caroténoïdes (rougeâtre), ce qui le protège des 

conditions défavorables. 

- Germination : à l’amélioration des conditions, la méiose se produit et donne naissance 

à de nouvelles cellules haploïdes capables de reprendre le cycle végétatif. 

Cette reproduction sexuée permet le brassage génétique, essentiel à l’adaptation évolutive 

de l’espèce à des environnements fluctuants (Zhang et al., 2022). 

 

 

Figure 3. Représentation schématique des différents stades du cycle de vie de l’espèce 

Dunaliella salina (Le Chevantan, 2013). 

 

I.6. Modes et systèmes de culture de Dunaliella salina 

La production de Dunaliella salina est en forte augmentation. C’est la troisième microalgue 

la plus produite au monde derrière Arthrospira platensis (Spiruline) (Dibenedetto, 2011). 

Dunaliella salina est l'une des microalgues les plus étudiées et cultivée pour sa croissance 

rapide et ses capacités exceptionnelles d'accumulation de β-carotène, un antioxydant naturel à 
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haute valeur ajoutée utilisé en cosmétique, en nutrition et en pharmacie. En conditions de stress 

(forte salinité, lumière intense, carence azotée), elle peut accumuler jusqu'à 10 à 14% de son 

poids sec en caroténoïdes (Mobin et Alam, 2017 ; Borowitzka, 2023). 

Elle est également une source potentielle de glycérol, utilisé comme cryoprotéctant, et de 

protéines, pigments, acides gras essentiels, ce qui la rend intéressante pour l’aquaculture et les 

industries agroalimentaires (Xu et al., 2024). 

D’après les estimations de 2023 la production annuelle de Dunaliella salina était estimée 

aux alentours de 1200 tonnes (Sakhawat et al., 2023). 

Divers systèmes et modes de culture sont aujourd’hui utilisés pour produire Dunaliella 

salina principalement les modes : en batch (discontinu), semi continu et en continu. Ces modes 

de culture se différencient exclusivement par la régulation des apports en nutriments réalisée 

(Jauzein, 2009). 

Dunaliella salina peut être cultivée dans des systèmes ouverts (bassins raceways, lagunes) 

ou fermés (photobioréacteurs). Les systèmes ouverts sont économiques et simples à mettre en 

œuvre, mais exposés à un risque élevé de contamination, à des pertes de CO₂ et à une 

évaporation importante (Borowitzka, 1999 ; Louw et al., 2016). À l’inverse, les systèmes 

fermés permettent un meilleur contrôle des conditions de culture (température, pH, lumière) et 

favorisent des rendements élevés, atteignant jusqu’à 27 kg·m⁻³ (Masojídek et al., 2015 ; 

Huang et al., 2017). Toutefois, leur coût élevé et leur complexité technique limitent leur 

utilisation à des productions à valeur ajoutée ou à la recherche (Deprá et al., 2019). 

I.6.1. Modes de fonctionnement de la culture 

1. Mode discontinu (en batch) 

La culture en mode batch est l’une des méthodes les plus utilisées pour les microalgues, en 

raison de sa simplicité et de son faible coût en matériel et maintenance (Le Chevanton, 2013). 

Dans ce système fermé, l’inoculum et les nutriments sont ajoutés en une seule fois au début, 

sans renouvellement du milieu ni échange avec l’extérieur pendant toute la durée de la culture. 

La croissance cellulaire se poursuit jusqu’à épuisement d’un nutriment essentiel, entraînant un 

ralentissement puis un arrêt de la prolifération (Cantin, 2010). 

Ce mode est adapté aux cultures axéniques ou expérimentales, mais présente certaines 

limites pour les applications à long terme : au fil du temps, la concentration cellulaire augmente, 

ce qui modifie l’accès à la lumière, la composition du milieu et la biochimie des cellules. La 

croissance se déroule selon une courbe sigmoïde, comprenant cinq phases caractéristiques, avec 
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une phase exponentielle où la croissance est maximale (Salomez, 2009). Cinque phases 

principales (Figure 4) (Le Chevanton, 2013) : 

 

 

Figure 4. Exemple de croissance cellulaire de D. salina au cours du temps en 

batch avec les phases caractéristiques de latence (I), de croissance exponentielle 

(II) puis linéaire (III), stationnaire (IV) et de déclin (V) (Le Chevanton, 2013). 

- Phase de latence (I) : au cours de cette phase qui dure de quelques heures à plusieurs 

dizaines d’heures, le taux de croissance est très faible (. 

- Phase d’accélération (II) : les cellules commencent à se multiplient jusqu’à 

atteindre leur taux de croissance maximal. 

- Phase de croissance exponentielle (III) : la croissance est exponentielle et est 

maintenue constante jusqu’à ce que la composition du milieu ne soit plus 

optimale. 

- Phase stationnaire (IV) : un des éléments du milieu (lumière, azote, phosphore, 

carbone,...) devient limitant, et en conséquence la vitesse de croissance 

diminue, les quantités de cellules qui se divisent et qui meurent sont égales, ce 

qui produit un plateau de croissance. Les lipides et les glucides peuvent 

continuer à s’accumuler dans cette phase. 

- Phase de décroissance (V) : la plupart des cellules ont épuisé leurs réserves 

intracellulaires de composants et elles n’ont plus suffisamment d’énergie à 

leur disposition pour poursuivre la maintenance cellulaire et meurent. 
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2. Mode de culture en semi-continu ou « fed-batch » 

Le mode de culture fed-batch est une stratégie de culture semi-continue, se distingue du 

précédent par l'introduction progressive du milieu de culture dans un photobioréacteur qui est 

partiellement rempli au départ, cet ajout intervient à un instant donné pendant sa phase 

transitoire ou la phase exponentielle de la culture, jusqu'à atteindre un volume final souhaité. 

Ce mode de fonctionnement se caractérise par un volume de culture variable. Le mode fed- 

batch permet d'optimiser la productivité de biomasse et d'éviter les effets de limitation des 

substrats (Tebbani et al., 2014 ; Monaco et Prouzet.,2014 ). 

3. Mode de culture continu 

 

Ce mode repose sur l’introduction d’un flux continu de nutriments dans un système de 

culture à volume constant contenant des microalgues. Ainsi l’apport en milieu nutritif génère 

un flux de sortie équivalent, correspondant à la biomasse algale produite (Melanie, 2009), La 

culture est débutée en mode batch jusqu’à ce que la concentration cellulaire souhaitée soit 

obtenue puis le milieu de culture est injecté en continu (Cantin, 2010). Ce mode est l’idéal à 

atteindre, car il permet d’avoir des paramètres stables, d’optimiser la production dans le temps 

en minimisant les arrêts de production. De plus moins de mains d’œuvre est nécessaire ce qui 

réduit considérablement les couts de production (Salomez, 2009). 

I.7. Physiologie et besoins fondamentaux du D.salina 

I.7.1. Facteurs écophysiologiques influençant la croissance 

 

La croissance de Dunaliella salina dépend de plusieurs facteurs physiques et chimiques tels 

que la salinité, la température, la lumière et le pH, chacun ayant des valeurs optimales 

spécifiques. Bien que ces paramètres varient selon les souches, D. salina présente une valence 

écologique très large, ce qui lui permet de tolérer des conditions environnementales extrêmes 

(Barros et al., 2022 ; Oren, 2023). 

 

- Salinité : D. salina est une microalgue euryhaline, capable de croître dans des milieux 

salés allant jusqu’à la saturation (~35 %) grâce à des mécanismes osmoprotecteurs. 

Toutefois, la salinité optimale pour la croissance est généralement située entre 5 % et 15 

%, selon les souches (Li et al., 2023). 

- Température : La température optimale varie de 20 à 35°C, avec une croissance 

maximale souvent observée autour de 30°C. Des températures >40°C deviennent 
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inhibitrices, surtout à faible salinité. Il existe donc une interaction forte entre température 

et salinité (Gouveia et al., 2024). 

- Lumière : En tant qu'organisme photosynthétique, D. salina tolère une large gamme 

d’éclairements (50 à 1500 μmol photons·m⁻²·s⁻¹), avec une croissance optimale autour 

de 800 μmol photons·m⁻²·s⁻¹. Un excès de lumière peut toutefois induire une 

photoinhibition réduisant l'efficacité photosynthétique (Santos et al., 2023). 

- pH : L’algue peut se développer dans une gamme de pH allant de 5,5 à 10, avec un 

optimum autour de 7,5 à 8. Des écarts extrêmes peuvent perturber l’absorption des 

nutriments et la fixation du carbone (Besson, 2013 ; Barros et al., 2022). 

 

I.7.2. Besoin nutritionnels de D.salina 

D. salina est une microalgue photo-autotrophe stricte, qui puise son énergie dans la lumière 

et utilise le carbone inorganique (CO₂) comme source principale. En raison de la faible 

solubilité du CO₂ dans l’eau salée, un apport externe sous forme de bullage de CO₂ est souvent 

nécessaire, accompagné d’une régulation du pH pour maintenir la disponibilité du carbone 

assimilable (Besson, 2013 ; Gouveia et al., 2024). 

Elle nécessite également des macronutriments essentiels comme l’azote (N), le phosphore 

(P) et, parfois, la silice (Si), ainsi que des oligo-éléments (Fe, Mg, Zn, Mn) indispensables à la 

biosynthèse de protéines, d’enzymes et au bon fonctionnement de la photosynthèse (Wang et 

al., 2008). 

Fait remarquable, D. salina est une espèce vitamines-indépendante : elle n’a pas besoin 

d’apports externes en cobalamine (B12), thiamine (B1) ou biotine (B7), contrairement à d'autres 

microalgues. Elle possède à cet effet des voies métaboliques alternatives permettant la synthèse 

autonome de ces cofacteurs (Croft et al., 2005). 

 

I.8. Biomolécules d’intérêts produites par Dunaliella salina 

Dunaliella salina est une microalgue halophile reconnue pour sa capacité à produire une 

variété de métabolites bioactifs à haute valeur ajoutée, en particulier en réponse à des stress 

environnementaux (lumière, salinité, carence nutritive). Elle constitue ainsi une source 

précieuse de caroténoïdes, protéines, acides gras polyinsaturés, acides aminés et antioxydants 

(Gouveia et al., 2024 ; Santos et al., 2023). 
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I.8.1. Caroténoïdes 

D. salina est principalement exploitée pour sa production élevée de β-carotène, un pigment 

liposoluble pouvant représenter jusqu’à 13–14 % de son poids sec en conditions de stress 

(Gouveia et al., 2024). Ce caroténoïde, précurseur de la vitamine A, s’accumule dans des 

gouttelettes lipidiques au niveau des chloroplastes en réponse à un excès de lumière, à une forte 

salinité ou à une carence en azote (Barros et al., 2022). 

Le β-carotène agit comme photo-protecteur, protégeant la chlorophylle et l'ADN contre les 

dommages oxydatifs. Il est également valorisé en cosmétologie, nutrition et santé humaine pour 

ses propriétés antioxydantes et anti-inflammatoires (Cardozo et al., 2007 ; Safi et al., 2014). 

 

II.8.2. Protéines, acides aminés et antioxydants 

En conditions optimales, D. salina peut contenir jusqu’à 50 à 60 % de protéines sur matière 

sèche. Cette production est modulée par la salinité et les conditions nutritionnelles, notamment 

l’azote. Une forte salinité peut initialement réduire la synthèse protéique, mais certaines souches 

s’adaptent en exprimant des protéines de stress spécifiques (BenMoussa-Dahmen et al., 2020). 

L’algue synthétise également plusieurs acides aminés essentiels (alanine, arginine, etc.), 

dont la production peut être stimulée par des carences azotées, et qui servent de précurseurs 

pour la biosynthèse de molécules antioxydantes telles que le glutathion et certains flavonoïdes 

(Nehmé et al., 2017). 
 

 

II.8.3. Lipides et acides gras polyinsaturés 

Bien que non considérée comme une espèce oléagineuse majeure, D. salina peut accumuler 

des lipides à hauteur de 6 à 10 % du poids sec en conditions de stress, principalement sous 

forme de triglycérides et d’acides gras polyinsaturés (AGPI), notamment les oméga-3 et oméga- 

6 (Santos et al., 2023). 

Ces lipides sont valorisés dans l’agroalimentaire, la nutrition animale et la formulation de 

compléments alimentaires. En outre, la forte accumulation de triglycérides sous stress lumineux 

ouvre des perspectives pour la production de biodiesel à partir de cette microalgue (Besson, 

2013 ; Rabbani et al., 1998). 
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Notre étude a été réalisée au niveau du laboratoire de mycologie du département de 

biotechnologie et agro-écologie de l’université de Blida 1, durant une période de 2 mois 

allant du 27 avril au 25 juin. Elle s’inscrit dans le cadre d’un travail de recherche visant à 

optimiser les conditions de culture de Dunaliella salina, une microalgue halophile connue 

pour sa capacité à produire des caroténoïdes en conditions extrêmes. Les principaux objectifs 

de l’étude sont les suivants: 

- Optimiser la concentration en NaCl dans le milieu de culture, afin d’identifier la 

salinité optimale pour la croissance de D. salina. 

- Déterminer les conditions de culture favorables à une production maximale de 

biomasse, en évaluant les différentes phases de croissance. 

- Étudier la production de caroténoïdes sous l’effet de stress tels que : une salinité 

élevée, une intensité lumineuse accrue, et une carence en nitrate. 

II.1. Matériel 

 

II.1.1. Matériel biologique 

 

Dans cette étude nous avons utilisé la microalgue Dunaliella salina, souche d’origine 

espagnole, fournis par le professeur Doumandji, conservée dans des conditions stériles. 

II.1.2. Matériels non biologique 

 

Les appareillages, le milieu de culture, et les réactifs utilisés dans cette étude sont résumés 

dans l’annexe 1. 

II.2. Méthodes 

 

II.2.1. Optimisation des conditions de culture de D.salina 

 

Nous avons utilisé le milieu Johnson comme milieu nutritif, qui est spécifique au genre 

Dunaliella. Le milieu a été préparé selon la formulation standard et stérilisé à l’autoclave à 

120 °C pendant 20 minutes avant inoculation. La composition chimique de ce milieu est 

indiquée dans le tableau 1 (Borowitzka, 1988) (Annexe 2). 

Afin de garantir des conditions de culture contrôlées et stériles, une chambre de culture a 

été construite à l’aide de plaques de polystyrène, formant un espace fermé et obscur. Cette 

structure permettait à la fois l’isolation des cultures pour limiter les risques de contamination 

et une gestion optimale de la lumière. 
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L’intérieur de la chambre a été équipé de trois lampes LED fluorescentes blanches froides, 

délivrant une intensité lumineuse de 120 µmol photons m⁻² s⁻¹, selon un cycle 

photopériodique de 12 heures de lumière suivies de 12 heures d’obscurité. La température 

d’incubation à l’intérieur de la chambre était maintenue à 22 ± 3 °C (environ 25 °C). 

L’agitation et l’oxygénation des cultures ont été assurées par une pompe à air, délivrant un 

barbotage constant à travers des tubes en silicone stérile, avec un air préalablement filtré avec 

un filtre de 0.2µm. Le système de barbotage a été activé quotidiennement afin de maintenir 

des conditions homogènes au sein des milieux de culture. 

II.2.1.1. Choix des conditions de culture D.salina en milieu johnson liquide 

 

Dans le but de déterminer la salinité optimale permettant d’obtenir la biomasse maximale, 

Dunaliella salina a été cultivée pendant 15 jours sur milieu Johnson, préparé avec différentes 

concentrations de NaCl : 1 M, 1.5M, 2 M et 3 M. Chaque culture a été réalisée dans un 

volume final de 150 mL de milieu, ensemencé avec 10 % (v/v) d’inoculum. 

Les cultures ont été incubées dans des conditions contrôlées de température (22 ± 3 °C), de 

pH (compris entre 7,5 et 8), et d’intensité lumineuse (120 µmol photons m⁻² s⁻¹) avec un cycle 

de photopériode de12h/12h lumière/obscurité. Un système de barbotage d’air a été utilisé pour 

assurer l’agitation et l’oxygénation des milieux de culture. 

L’évaluation de la biomasse produite a révélé que la concentration de 1 M en NaCl 

permettait d’obtenir la meilleure croissance. Par conséquent, cette concentration a été retenue 

pour les étapes expérimentales ultérieures. 

II.2.1.2. Culture de D.salina 

 

La culture de Dunaliella salina a été réalisée sur une période d’un mois, subdivisée en 

deux phases : une phase de croissance (verte) de 15 jours, suivie d’une phase de stress 

(caroténogenèse) de 15 jours. 

1. Phase de croissance 

 

Un inoculum de Dunaliella salina a été cultivé dans des flacons en verre de 500 mL, 

contenant chacun 150 mL de milieu Johnson stérile (4 flacons). L’inoculation a été réalisée à 

10 % (v/v) à partir d’une culture mère active. Ces cultures d’inoculum ont été incubées dans 

les mêmes conditions que celles décrites précédemment : température de 22 ± 3 °C, pH entre 
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7,5 et 8, intensité lumineuse de 120 µmol photons m⁻² s⁻¹ selon un cycle photopériodique de 

12 h lumière/12 h obscurité, et barbotage d’air filtré pour assurer l’aération et l’agitation. 

La croissance de Dunaliella salina a été suivie quotidiennement en mesurant la densité 

optique (DO) à 660 nm à l’aide d’un spectrophotomètre. Cette longueur d’onde a été choisie 

car elle permet d’estimer la biomasse en suspension tout en minimisant l’interférence des 

pigments photosynthétiques. Des observations microscopiques ont été effectuées pour 

examiner la morphologie cellulaire, ainsi que pour surveiller d’éventuelles contaminations. 

Parallèlement, des dosages des pigments photosynthétiques (chlorophylle a, chlorophylle b et 

caroténoïdes totaux) ont été entrepris. 

Des prélèvements de 10 mL ont été effectués tous les trois jours aux jours J3, J7, J9, J11 et 

J15. Ces échantillons ont servi à la préparation de biomasse pour le dosage des glucides 

totaux, ainsi qu’à la quantification des protéines et à l’évaluation de certains marqueurs de 

stress oxydatif, notamment le malondialdéhyde (MDA), indicateur de la peroxydation 

lipidique, et l’activité de la catalase, enzyme antioxydante. 

À la fin de la culture (J15), la biomasse résiduelle a été utilisée pour une phase de stress 

visant à induire la caroténogenèse, afin d’étudier la capacité de D. salina à produire des 

caroténoïdes en conditions défavorables. 

2. Phase de stress « Test de caroténogenèse » 

 

Le test de caroténogenèse repose sur la capacité de Dunaliella salina à synthétiser et 

accumuler des caroténoïdes, en particulier le β-carotène, en réponse à des conditions de stress. 

En phase de stress, la cellule active des mécanismes de protection, notamment contre le stress 

oxydatif, en augmentant la production de pigments antioxydants (Liu et al., 2016). 

Pour induire ce processus, la biomasse cultivée en conditions optimales est transférée dans 

un nouveau milieu ou soumise à des conditions défavorables, telles qu’une forte salinité, une 

intensité lumineuse élevée, une carence en azote ou un pH extrême. Ces conditions 

déclenchent une réponse adaptative qui se traduit par une accumulation intracellulaire de 

caroténoïdes, visibles par le changement de coloration des cellules (teinte orangée à 

rougeâtre) (Liu et al., 2016). 

La teneur en caroténoïdes est ensuite quantifiée par extraction dans un solvant organique 

(souvent acétone ou méthanol) suivie d’une lecture spectrophotométrique à une longueur 
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d’onde spécifique (souvent 470-480 nm), permettant d’évaluer l’induction de la 

caroténogenèse (Liu et al., 2016). 

Après 15 jours de culture, le volume de la phase verte est centrifugé à 5000 rpm pendant 

15 minutes. Le surnageant est éliminé et le culot cellulaire est transféré dans 150 ml de 

milieu Johnson sans nitrate, préparé avec différentes concentrations de NaCl : 1 M, 2 M, 3 M 

et 4 M. 

Les cultures sont incubées à une température de 22±3 °C et un pH du milieu ajusté entre 

7,5 et 8. Une forte intensité lumineuse de 240 µmoles m⁻² s⁻¹ avec un cycle de 12h/12h 

(lumière/obscurité). Ces cultures sont aérées et agitées par barbotage et suivies 

quotidiennement. 

La croissance de Dunaliella salina a été suivie en mesurant la densité optique (DO) à 660 

nm à l’aide d’un spectrophotomètre. Des observations microscopiques ont été effectuées pour 

examiner la morphologie cellulaire, ainsi que pour surveiller d’éventuelles contaminations. 

Parallèlement, des dosages des pigments photosynthétiques (chlorophylle a, chlorophylle b et 

caroténoïdes totaux) ont été entrepris. 

II.2.2. Etude morphologique de Dunaliella salina 

 

L’observation microscopique de D.salina a été réalisée à L’aide d’un microscope optique à 

caméra intégrée modèle B-150 OPTIKA, Italie. 

Dans des eppendorfs stériles, 1mL de chaque culture est transféré aseptiquement. Les 

cultures sont observées entre lame et lamelle à l’état frais ou après fixation des cellules en 

ajoutant une goutte de formol à 4 % pour immobiliser les cellules. Les lames sont observées à 

différents grossissements afin de déterminer la forme, le nombre des cellules, la présence ou 

l’absence de paroi et de stigma et la production ou non de pigments caroténoïdes. 

L’identification morphologique de la souche a été faite en se référent aux travaux de Oren, 

(2005) et Borowitzka et Siva (2007). 

II.2.3. Préparation de la biomasse et évaluation de nombre de cellule de Dunaliella 

salina 

La concentration cellulaire de Dunaliella salina a été estimée en mesurant 

quotidiennement la densité optique (DO) à 660 nm à l’aide d’un spectrophotomètre. Une 
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courbe d’étalonnage a été préalablement établie en corrélant les valeurs de DO à 660 nm avec 

des comptages cellulaires directs sur cellule malassez, permettant ainsi de convertir les 

mesures d’absorbance en nombre de cellules par millilitre (Zhu et al., 2018). 

La biomasse a été préparée en prélevant un volume de 10 mL de chaque culture dans des 

tubes et les centrifugé à 5000 rpm pendant 15 min. Le culot cellulaire est lavé deux fois à 

l’aide de l’eau distillé afin d’éliminer les impuretés et les résidus du milieu, suivi d’une autre 

centrifugation à 5000 rpm pendant 15 min. La biomasse est ensuite séchée à l’étuve à 105 °C 

pendant une heure pour le dosage des glucides totaux et conservée à -20 °C pour les autres 

dosages (Protéines, MDA, et catalase) (Al Mahanna et al., 2023). 

II.2.4. Evolution des pigments durant la croissance 

 

Les pigments photosynthétiques (chlorophylles a et b) ont été dosés afin d’estimer la 

croissance cellulaire. Les pigments caroténoïdes totaux ont également été estimés. La 

méthode utilisé est celle de Wellburn (1994) qui consiste en une extraction par du méthanol à 

100% comme solvant. Un volume de 1 mL de la culture est introduit dans un tube Eppendorf 

qui est centrifugé à une vitesse de 3000 rpm pendant 15 min, permettant ainsi la séparation 

parfaite de la biomasse du milieu de culture. Le surnageant est éliminé, puis 1 mL de 

méthanol est ajouté. Après homogénéisation à l’aide d’un vortex, le mélange est maintenu à 

l’obscurité à 4°C afin d’éviter la dégradation des pigments. A la fin de l’extraction, une 

deuxième centrifugation est réalisée. L’absorbance est lue à trois longueurs d’ondes, 470, 653 

et 666 nm, à l’aide d’un spectrophotomètre UV-visible (Wellburn, 1994). Les formules 

appliquées pour le calcul des concentrations des pigments sont celle de Wellburn (1994) : 

 

- Chl a= 15,65 x (A666) – 7,34 x (A653) 

- Chl b= 27,05 x (A653) – 11,21 x (A666) 

- PCT= (1000 x A470 -2,86 x Chl a – 129,2 x Chl b)/221 

 

PCT: Pigments caroténoïdes totaux. Les résultats sont exprimés en µg/mL. 

 

II.2.5. Dosage des carbohydrates 

 

Une quantité de 10 mg de biomasse sèche est transférée dans un tube Eppendorf contenant 

1 ml (2,5 N) d’acide chlorhydrique (HCI). Le mélange est ensuite centrifugé à 10 000 g 

pendant 10 minutes. 500 µL du surnageant sont prélevés, puis mélangé avec 500 µL de 
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phénol à 5% et 2 ,5 mL d'acide sulfurique concentré (H₂SO4). Le mélange est ensuite incubé 

pendant 20 minutes à température ambiante (Dubois et al., 1956 ; Nielsen, 2010). 

L'absorbance est mesurée à 490 nm à l'aide d'un spectrophotomètre. Le glucose pur est 

utilisé pour l'établissement de la courbe étalon, permettant de déterminer la teneur en glucides 

des échantillons. 

La concentration de carbohydrates est déterminée à partir d’une courbe étalon de glucose 

réalisé avec une gamme de concentrations allant de 0 à 1 mg/mL. Cette dernière est préparée à 

partir de solution mère de glucose de 1 mg/mL. Les résultats sont exprimés en mg/mL 

II.2.6. Dosage des protéines par la méthode de Bradford 

 

Préparation de l’homogénat cellulaire 

 

La Biomasse de D.salina a été homogénéisée dans un tampon phosphate à 50 mM, pH 7.2, 

à l’aide d’un homogénisateur en teflon à 4°C (3x10sec). Après 3 cycles de congélation- 

décongélation les homogénats sont centrifugés 20 min à 10000g, 4°C. Les surnageants ainsi 

récupérés sont concervés à -20°C jusqu’aux dosages (protéines, MDA et catalase) (Blandizzi 

et al., 2005). 

La concentration des protéines est mesurée par la méthode colorimétrique de Bradford. 

Cette méthode est basée sur l’interaction du bleu de coomassie G250 avec les protéines, 

formant un complexe de couleur bleue qui absorbe fortement à 595 nm. 

100 µL de surnageant ont été mélangé avec 2 mL de réactif de Bradford. Le mélange est 

incubé pendant 20 minutes à l’abri de la lumière. 

La concentration protéique est proportionnelle à l’intensité de l’absorption, elle est 

déterminée à partir d’un courbe étalon établie au préalable avec la protéine BSA (Bovine 

Serum Albumin) à 0.1% (Bradford, 1976). 

Les résultats sont exprimés en mg/mL. 

 

II.2.7. Dosage du taux Malondialdéhyde (MDA) 

 

Le malondialdehyde (MDA) est un index direct de la peroxydation lipidique. La 

méthode est basée sur la détermination, par spectrophotométrie à 532nm, de l’intensité de 

la couleur rose produite après réaction de deux molécules d’acide thiobarbiturique (TBA) 
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avec les peroxydes lipidiques ou les espèces réactives de TBA (TBARS) entre autre le 

MDA (Lefèvre et al., 1998). 

100 μL d’homogénat cellulaire sont ajoutés à un mélange réactionnel contenant: 375μL 

d’acide acétique 20% pH 3.5, 375μL d’acide thiobarbiturique (TBA) à 0.8%, 50μL de 

sodium dodecylsulfate (SDS) à 8,1%. Le volume réactionnel est complété à 1.0 ml avec de 

l’eau distillée est incubé à 95°C pendant 1heure (Ohkawa et al., 1979). 

La réaction est arrêtée par un refroidissement rapide (bain glacial) et une centrifugation à 

3000g pendants 10 min et à 4°C. La densité optique est mesurée à 550 nm et les résultats 

sont exprimés en nmoles/mg de protéine (Ohkawa et al., 1979). 

II.2.8. Dosage de l’activité catalase 

 

La catalase est une enzyme ubiquitaire localisée dans les peroxysomes et dans le cytosol 

(Aebi, 1984). Elle catalyse la réaction de décomposition du peroxyde d’hydrogène en eau 

et oxygène (Jevva et al., 2015). 

2 H2O2 → 2 H2O + O2 

Le dosage de l'activité catalase a été effectué, par suivi de la cinétique de transformation 

du peroxyde d'hydrogène (H2O2) en eau et oxygène. 50μl d’homogénat tissulaire sont 

mélangés à 950 μL de tampon phosphate 50mM, pH 7.4. La réaction est déclenchée par 

l’addition de 500 μL d’H2O2 à 30 mM. La cinétique de la réaction est suivie pendant 2 min 

à 25°C. L’activité de la catalase est mesurée par une diminution de l’absorbance à 240nm, 

elle est exprimée en U/min/mg de protéines (Aebi, 1984). 

Une unité de catalase correspond à K/6,93x103-. K = (2,3/t) (log A1/A2) où t : temps en 

seconde ; A1 : Absorbance à temps zéro et A2 : Absorbance à 2 minutes. 

II.3. Etude statistique 

 

Les résultats sont exprimés en moyenne ± SEM. Le logiciel GraphPadPrism v. 6.0 a été 

utilisé pour analyser les données. 

Le test ANOVA unidirectionnel avec un test post hoc de Tukey est utilisé pour comparer 

les différences entre les groupes expérimentaux, avec P<0,05 étant considéré comme 

statistiquement significatifs. 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

CHAPITRE III : RESULTATS ET 

DISCUSSION 
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III. Résultats et Discussion 

III.1. Caractéristique morphologique de Dunaliella salina 

 

Dans cette étude, diverses cultures de Dunaliella salina ont été cultivées à partir 

d'une culture mère, dans un milieu liquide Johnson ajusté à une salinité de 1 M, 

l’expérimentation s’est déroulée en deux phases : une phase de croissance active 

(phase verte) suivie d’une phase de stress (phase orange), visant à observer les 

adaptations morphologiques de la souche en réponse aux conditions 

environnementales. 

III.1.1. Aspect macroscopique de la culture de Dunaliella salina 

 

Au niveau macroscopique aucun changement notable de couleur n’a été observé 

dans les flacons de culture. Contrairement aux attentes, le milieu est resté trouble 

tout au long de l’expérience, sans virage vers le vert (croissance active) ni vers 

l’orange (synthèse accrue de caroténoïdes sous stress) (Figure 5). 

Ce manque de virage colorimétrique pourrait être attribué au faible rendement 

initial de la souche ainsi qu’une densité cellulaire modérée insuffisante pour générer 

un changement visible à l’œil nu. 

Néanmoins, l’observation microscopique a permis de mettre en évidence 

plusieurs structures morphologiques  caractéristiques du cycles de vie et de 

l’adaptation de D.salina , confirmant ainsi une réponse biologique bien présente et 

révélatrice de sa capacité adaptative aux conditions de culture expérimentales. 

 

 

Figure 5. Photographie des flacons de culture contenant Dunaliella salina dans un 

milieu Johnson à 1M de NaCl. 
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III.1.2. Micromorphologies 

Pendant toute la période d'incubation, des observations microscopiques ont été 

réalisées pour suivre l'évolution morphologique des cellules. Ces résultats ont mis en 

lumière une grande variabilité dans la morphologie, propre au genre Dunaliella, en 

réponse aux conditions du milieu, cette étude a été menée en se référant au guide de 

Borowitzka et Siva (2007). 

Les cellules de Dunaliella présentent une variabilité morphologique, elles sont 

d’une forme ovoïde ou sphérique selon les conditions de la culture. 

Les micrographies montrent des cellules typiques en phase verte, en plusieurs forme : 

sphérique, ovoïde et ellipsoïde, dotées de deux flagelles pour leur mobilité et présentant 

une paroi fine. Les cellules en micrographie sont en cours de division, témoignant d’une 

activité mitotique normale. 

Cependant, en condition de stress telles qu’une forte salinité ou stress oxydatif 

adoptes différentes formes de résistante représenter dans les figures. 

Les formes sont non mobiles où les cellules s’agrègent c’est un stade de défense 

temporaire, déclenchée par la phase de stress appeler le stade de palmella. Selon 

Borowitzka et Siva (2007), ce stade peut être causé par une déficience en 

nutriments ou une basse température (Borowitzka et Siva., 2007). 

La forme aplanospore, forme non mobile de couleur orangée, due à la synthèse 

accrue de caroténoïdes permettant à la microalgue de survivre aux conditions de stress. 

L’observation microscopique montre une fusion cytoplasmique entre deux cellules, qui 

donne naissance à une zygospore, structure sphérique paroi épaisse et foncée formé en 

réponse d’un stress sévère pour une survie à long terme. 
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III.2. Résultats du choix de salinité optimale pour la croissance 

 

Le nombre de cellule de D. salina a été calculé en mesurant quotidiennement la densité 

optique à 660 nm des cultures de microalgue dans différentes concentrations de NaCl (1 M, 

1.5 M, 2 M et 3 M) pendant 15 jours, afin de déterminer la salinité optimale pour la 

croissance. 

 

Nos résultats montrent que dès les premiers jours, la culture en présence de 1 M de NaCl a 

montré une croissance régulière et soutenue, atteignant un nombre maximale de cellule de 4 

x104 cellules/mL au jour 10. Cette valeur représente le pic de croissance le plus élevé observé 

parmi toutes les conditions testées. 

En comparaison, les cultures à 1.5M, 2 M et 3 M ont présenté une croissance plus lente et 

une biomasse inférieure. À 1.5 M de NaCl, la croissance est restée modérée tout au long de 

l’expérience, avec un maximum de 3 x104 cellules/mL à J10. La salinité de 2 M a montré une 

légère amélioration avec un pic de 3,2 x104 cellules/mL à J15, sans toutefois dépasser la 

croissance observée à 1 M. Enfin, à 3 M, bien que la croissance ait été plus soutenue entre 

J5et J8 (3,1 x104 cellules/mL), elle est restée inférieure à celle enregistrée à 1 M. 

Ces résultats indiquent que la salinité de 1 M est la plus favorable à la croissance de D. 

salina dans les conditions expérimentales utilisées, tandis que des concentrations salines plus 

élevées semblent exercer un stress osmotique limitant l’accumulation de biomasse. 

Ces résultats sont en accord avec plusieurs études. Les travaux de Yaiche achour et al. 

(2019) sur une souche algérienne de D.salina DunaDZ1 ont montré que 1M de salinité était le 

bon choix pour une croissance optimale. Al-Mhanna et al. (2023) ont rapporté que la 

croissance optimale de D. salina est observée à une salinité de 50 g/L NaCl (environ 0,85 M), 

avec une biomasse maximale de 1,11 g/L. En utilisant la méthode du simplexe, ils ont 

déterminé que la salinité optimale pour la production était de 64 g/L (environ 1,1 M), avec 

une biomasse atteignant 1,23 mg/mL. 

De même, AL-Sultan et Abdulla (2023) ont étudié une souche de D. salina isolée de 

bassins de saumure en Irak et ont constaté une croissance optimale à une salinité de 0,5 M 

NaCl, bien que la souche puisse survivre dans une gamme de salinité allant de 0,25 à 2 M 

NaCl. Les travaux de Ahmed et al. (2017) ont également évalué l’effet de différentes 

concentrations en NaCl, allant de 0,5 à 2,5 M sur la souche D. salina SA 134 et ont observé 

une densité et un nombre cellulaire maximale à une concentration de 2M. 
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Ces résultats suggèrent que la salinité est dépendante de la souche utilisée. Ainsi, bien que 

D. salina soit capable de tolérer (halotolérante) une large gamme de salinités, la croissance 

optimale est généralement observée à des concentrations modérées de NaCl, autour de 0,5 à 

1,1 M. En conséquent, ce niveau de salinité permet une meilleure division et un 

développement rapide tandis que des salinités plus élevées peuvent induire un stress 

osmotique, réduisant la croissance cellulaire. 
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III.3. Evolution des pigments dans différentes salinités 

 

Le dosage des pigments chez Dunaliella salina permet de suivre l'état physiologique de la 

microalgue, d'évaluer son activité photosynthétique, de détecter des réponses au stress, et 

d'optimiser la production de composés d’intérêt comme le β-carotène. 

 

À 1M de NaCl, la concentration en chlorophylle a, augmente régulièrement et atteint un 

pic de 2 µg/mL à J7, suivi d’une légère baisse. Ceci indique une activité photosynthétique 

optimale et une croissance à J7. 

À 1,5 M, on observe une augmentation progressive jusqu’à J6-J7 avec un taux de 

chlorophylle a de 1 µg/mL, puis une baisse progressive. Ceci suggère une saturation du 

système photosynthétique ou l’apparition d’un stress osmotique modéré 

À 2 M, le taux de chlorophylle a augmenté progressivement et atteint le maximum à J8 (1 

µg/mL), puis un déclin est observé. À 3 M, les taux de chlorophylle a étaient faibles en début 

de culture mais on observe une forte accumulation à J14 (2 µg/mL). Ces résultats traduisent 

une adaptation tardive aux conditions hypersalines. 

La chlorophylle b, pigment accessoire, varie selon les besoins d’absorption lumineuse 

complémentaire. Elle suit une évolution parallèle à celle de la chlorophylle a. 

La chlorophylle b augmente progressivement pour atteindre son maximum à J7 pour les 

concentrations en NaCl de 1M et 1.5M où les valeurs étaient de 2 µg/mL et 1 µg/mL, 

respectivement, au-delà de J7 la concentration diminue progressivement. 

Pour les salinités de 2M et 3M le même schéma est observé avec une augmentation 

progressive et un maximum de concentration de chlorophylle b atteint à J9, de 2.2 et 1.6 

respectivement. 

La chlorophylle b, pigment accessoire impliqué dans la capture complémentaire de 

lumière, suit globalement la même dynamique que la chlorophylle a, avec des pics décalés 

selon la concentration en NaCl, reflétant une adaptation des antennes photosynthétiques pour 

optimiser la captation lumineuse en conditions de croissance active. 

Les caroténoïdes totaux montrent une accumulation importante à 1 M de NaCl, avec un 

maximum à J7 (1 µg/mL), synchronisé avec les chlorophylles suggérant une réponse 

photoprotectrice liée à une forte activité photosynthétique. 

À 1.5 M, la forme de la courbe est comparable, mais les valeurs sont plus basses J7 (0.35  
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µg/mL). À 2 M, la forme de la courbe est comparable, avec un pic à J8 (1.20 µg/mL). Ceci 

pourrait indiquer une production moindre de stress oxydatif à ces concentrations 

intermédiaires. 

À 3 M, la détection des caroténoïdes est faible avec maximum obtenu à J7 (0.31 µg/mL) 

traduisant soit une réduction de l'activité photosynthétique, soit une modification du 

métabolisme secondaire. 

Nos résultats suggèrent que l’évolution des pigments chez Dunaliella salina cultivée à 

différentes concentrations de NaCl révèle une forte sensibilité aux conditions salines, reflétant 

les mécanismes d’adaptation à l’environnement. De plus, la synthèse pigmentaire n'est pas 

complètement bloquée, même sous des conditions de stress intense 

Des études récentes confirment que des conditions salines modérées favorisent la 

croissance et la photosynthèse chez D. salina (Yaiche achour et al., 2019). 

 

Ainsi, la culture dans différentes salinité révèle que la croissance de D. salina et la 

production de pigments varient considérablement en fonction de la concentration en NaCl. La 

croissance ainsi que la production des pigments atteint son pic à une salinité optimale, 

déterminée expérimentalement à 1M NaCl, qui se révèle être la concentration la plus adéquate 

pour la culture dans nos conditions. 

À des niveaux de salinité plus élevés, la croissance diminue en raison du stress osmotique, 

tout comme les niveaux de chlorophylle a et b, qui augmentent jusqu'à atteindre un optimum 

avant de redescendre à des salinités élevées, indiquant une adaptation visant à limiter 

l'absorption de lumière et à réduire le stress oxydatif. En revanche, les caroténoïdes 

continuent d'augmenter avec la salinité, atteignant leur maximum dans des milieux 

hypersalins. 

III.4. Résultats de la phase de croissance de D.salina 

 

III.4.1. Croissance de la souche D.salina phase de croissance 

 

La croissance de la souche D.salina a été suivie sur une durée de 15 jours dans un milieu 

Johnson contenant la salinité optimale identifiée précédemment (1M). 

Les résultats de la croissance en milieu Johnson à 1M montrent une augmentation 

progressive du nombre de cellules jusqu’au 15 ème jour, atteignant un maximum de 

croissance de 8,1×104 cellules/mL. Cette évolution reflète une dynamique de croissance 
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caractéristique, comprenant une phase de latence initiale relativement courte observée entre J1 

et J3, durant laquelle les cellules s’adaptent progressivement aux condition du milieu, suivie 

d’une phase exponentielle marquée entre le 4ème et le 14ème jour .En fin de culture, une légère 

stabilisation de la croissance est notée, indiquant une entrée en phase stationnaire. 

 

La dynamique de croissance observée chez Dunaliella salina à une concentration de 1M de 

NaCl témoigne d’une adaptation physiologique efficace à un stress osmotique modéré. 

 

La phase de latence relativement courte indique une acclimatation rapide des cellules à leur 

environnement hypersalin et aux nouvelles conditions de culture. Cette période est cruciale, 

car elle permet aux cellules de réactiver leur métabolisme et de se préparer à la division 

cellulaire active .Par la suite, la phase exponentielle observée entre J4 et J14, durant laquelle 

la vitesse de croissance est maximale traduit un environnement favorable avec une 

disponibilité suffisante en nutriments et une activité métabolique efficace permettant aux 

cellules de se diviser activement, cette phase qui conduit à un pic de croissance au 15ejour qui 

représente l’optimum dans les conditions expérimentales. Cependant, vers la fin de 

l’expérience, un ralentissement du taux de croissance et une transition en phase stationnaire 

lié à l’épuisement partiel des nutriment, l’accumulation des déchets ou une très forte densité 

de cellules empêchant la lumière de bien circuler (Mishra et al., 2008). 

 

Donc la concentration de 1M de NaCl offrent un équilibre entre le stress osmotique 

stimulant et tolérable, permettant à la microalgue de maintenir son activité métabolique avec 

le maintien d’une viabilité cellulaire durable. L’ensemble de ces résultats concordent avec les 

travaux précédents rapportés à la littérature, qui souligne que D .salina présente une 

croissance maximale entre 1 et 2M de NaCl, ce qui confirme la validité du choix expérimental 

(Yaiche achour et al., 2019 ; Al-Mhanna et al.,2023). 

 

III.4.2. Production de pigments en phase de croissance 

 

Les résultats de la production des pigments photosynthététiques (chlorophylles a et b) de 

Dunaliella salina pendant les 15 jours de la phase de croissance dans le milieu Johnson. 
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Le dosage des pigments photosynthétiques chlorophylles a et b durant la phase de 

croissance de D.salina montre une augmentation progressive des concentrations de ces 

derniers durant les premiers jours de la culture .Cette augmentation s’est poursuivie jusqu’à 

atteindre un maximum de 2,05 µg/mL à J7 pour la chlorophylle a, et un pic à J10 de 2,5 

µg/mL en chlorophylle b, suivi par une diminution des teneurs des deux pigments malgré la 

poursuite de la croissance cellulaire. 

L’évolution progressive des pigments photosynthétiques indiquée aux premiers jours de 

culture reflète une réponse adaptative positive de D.salina à la salinité de 1M, cette salinité 

semble constituer une condition favorable à l’activation de la photosynthèse. Ces observations 

suggèrent que dans un environnement salin modéré, D.salina optimise son métabolisme 

photosynthétique pour assurer une croissance efficace (Katz et al., 2007). 

Cependant le déclin des teneurs observé en chlorophylles dans notre résultat peut 

s’expliquer par plusieurs facteurs physiologiques. D’une part, une photoinhibition pourrait 

survenir à la suite d’une exposition à une forte intensité lumineuse, affectant ainsi une 

dégradation partielle des pigments chlorophylliens (Sing et al., 2015). D’autre part, un 

ombrage intraculturel pourrait survenir à cause de l’accumulation de biomasse en limitant la 

pénétration de la lumière et réduisent la synthèse de chlorophylle pour adapter leur 

métabolisme à une lumière moins disponible (Caia , 2018). 

Par ailleurs, cette diminution pourrait également refléter une transition métabolique des 

cellules, passant d’un métabolisme de croissance active vers un métabolisme de maintien ou 

de stress, ou l’énergie est moins dirigée vers la photosynthèse et davantage vers la synthèse de 

caroténoïdes en particulier le β -carotène, jouent un rôle essentiel dans la protection contre le 

stress oxydatifs (Ramachandran et al., 2023). 

III.4.3. Résultats du dosage des protéines en phase de croissance 

 

Les résultats du dosage des protéines de D.salina révèlent une augmentation progressive 

des concentrations protéiques qui atteint son maximun à J15 (1.7 mg/mL). Ces résultats 

reflètent une synthèse protéique active en lien avec la multiplication cellulaire et la formation 

des structures cellulaires essentielles ou métabolisme de la souche D.salina. 

Cette production de protéines indique une activité métabolique intense, en particulier la 

synthèse d'enzymes et de protéines antioxydantes, qui participent à la protection cellulaire 

contre les stress environnementaux. La disponibilité des nutriments en particulier de l’azote  
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influence également cette dynamique (Yaiche achour et al., 2021). 

La relation entre la croissance cellulaire et l'augmentation des protéines indique que 

D.salina utilise ses ressources pour produire de la biomasse, un signe essentiel de sa santé 

physiologique et de son adaptation aux conditions de culture (Kadkhodaei et al., 2015). 

 

Par ailleurs, la régulation des protéines, notamment des enzymes antioxydantes, indique la 

capacité de la microalgue à s'adapter aux stress oxydatifs, ce qui renforce ses mécanismes de 

défense (Mishra et Jha., 2011). 

III.4.4. Résultats du dosage d Malondialdéhyde en phase de croissance 

 

Le MDA, produit final de la peroxydation des lipides membranaires sous l’action des 

espèces réactives de l'oxygène, est un indicateur traditionnel du stress oxydatif. 

La concentration de MDA de D.salina durant la phase de croissance a montré une 

variation modérée mais significative selon les jours de culture. Au début de la culture, les 

résultats montrent une légère hausse du taux de MDA, indiquant une réponse métabolique 

normale lors de la reprise de croissance dans un environnement salin, où l'activité cellulaire 

s'accroît et la production de ROS augmente. 

La concentration en MDA reste relativement stable ou diminue légèrement entre J5 et J10, 

correspondant à une phase de croissance exponentielle et à une santé cellulaire optimale. 

Durant cette période, les systèmes de défense antioxydants semblent être efficacement 

mobilisés pour neutraliser les ROS produits, maintenant ainsi un faible niveau de 

peroxydation lipidique (Figure 12) (Fakhry et El-Sheekh., 2011). 

Néanmoins, une légère augmentation du MDA à la fin de la culture peut indiquer une 

fatigue métabolique ou un début de stress intracellulaire causé par l'accumulation de 
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biomasse, l'épuisement des nutriments ou une densité cellulaire élevée. Ce phénomène est 

fréquent à la fin de la phase de croissance, lorsque les capacités de régulation oxydative des 

cellules diminuent (Fakhry et El-Sheekh., 2011). 

Nos résultats suggèrent que les niveaux modérés de MDA durant toute la culture indiquent 

que D. salina a bien toléré le stress osmotique initial lié à la salinité et a maintenu un état 

physiologique relativement stable, ce qui confirme sa robustesse en conditions extrêmes. 

III.4.5. Résultats du dosage de la catalase en phase de croissance 

 

Afin d’évaluer la réponse antioxydante de D.salina dans les conditions de culture à 1M de 

NaCl, l’évolution de l’activité de la catalase a été suivie au cours de la phase de croissance. 

 

L’activité de la catalase de D.salina en phase de croissance suit le même schéma que le 

taux de MDA. Elle montre une faible activité enzymatique aux premiers jours de la culture à 

J3 et J6, suivie d’une augmentation modérée en J8 atteignant environ 0,52U /min/mg 

de protéines .Cette activité diminue légèrement à J10, avant d’atteindre un pic marqué à J15 

avec une valeur de 1,68 U/min/mg de protéines, ce qui indiquent une activité significative de 

la catalase en fin de culture. 

 

L’activité enzymatique faible observée aux jours J3 et J6 indique que les cellules de 

D.salina étaient encore en phase d’adaptation sans stress oxydatif majeur. L’augmentation 

notée à J8 coïncide avec l’intensification de la division cellulaire, période durant laquelle le 

métabolisme cellulaire produit davantage d’espèces réactives de l’oxygène (ROS), nécessitant 

une réponse enzymatique accrue (Schieber et Chandel., 2014). Cependant la chute au 11ème 

jour pourrait s’expliquer par une redistribution métabolique temporaire ou par une saturation 

partielle des mécanismes de défense, surtout si la production de ROS dépasse la capacité des 

enzymes à les neutraliser (Caia, 2018). Toutefois, le pic observé à J15 témoigne d’une 

activation intense du système antioxydant, probablement en réponse à un stress cellulaire 

causé par l’épuisement des nutriments, l’accumulation de déchets métaboliques ou la 

limitation en lumière dans une culture dense. 

Ce comportement est caractéristique des microalgues en conditions de stress, où la catalase 

joue un rôle essentiel dans la détoxification du peroxyde d’hydrogène (H2O2), qui soulignent 

la plasticité physiologique de D.salina et sa capacité à maintenir l’intégrité cellulaire dans un 

environnement devenu oxydatif (Apel et Hirt., 2004). 
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III.4.6. Résultats de dosages de carbohydrates phase de croissance 

 

Les résultats indiquent une augmentation progressive de la concentration en glucides en 

phase de croissance pour atteindre un maximum de 1.22mg/mL à J10. Cette concentration 

diminue de moitié à J15 et atteint 0.69 mg/mL. L’augmentation illustre l'accumulation de 

réserves énergétiques sous forme de sucres, qui sont essentielles pour la croissance cellulaire 

et la synthèse de biomasse. 

L'augmentation des glucides peut servir de réserve énergétique alternative lorsque la 

photosynthèse est moins performante ou que la cellule prépare une phase de stress (Sheehan, 

J., et al. (2017).. De plus, la comparaison avec d'autres biomarqueurs indique que la 

production de glucides est un indicateur clé de la santé cellulaire et de la réponse au stress 

oxydatif. Les travaux ont mis en évidence que la salinité a un impact considérable sur la 

production de biomasse et la synthèse de métabolites secondaires chez D salina. Une salinité 

optimale favorise la croissance et la production de glucides, alors qu'un stress salin excessif 

entraîne une augmentation de la concentration en caroténoïdes et altère la composition 

biochimique globale (Sheehan et al., 2017). 

Ainsi, l'augmentation progressive des glucides durant la phase de croissance de D.salina 

reflète une croissance saine et une adaptation métabolique aux conditions de culture, avec les 

glucides jouant un rôle clé dans la gestion de l'énergie et la protection cellulaire contre les 

fluctuations environnementales. 

III.5. Résultats de la phase de stress salin, de lumière et de carence en azote de D.salina 

 

Les résultats de la culture de D.salina en phase de stress montrent une augmentation 

progressive du nombre de cellules dans les différentes salinités à 1M, 2M, 3M et 4M. Les 

cultures à 1M et à 2M montrent une légère augmentation progressive du nombre de cellules 

pendant les quatre premiers jours, atteignant un pic modeste à J6 (1M : 3 ×104 cellules/mL et 

2M : 4×104 cellules/mL) suivi d'une stabilisation jusqu’à J15. Ce schéma reflète une stratégie 

de survie avec une activité cellulaire minimale. 

En revanche, les cultures à 3M et à 4M présentent une stagnation qui est presque 

immédiate depuis le début de l'expérience, sans phase de croissance notable. Aucun pic de 

croissance n'est observé dans ces deux conditions, indiquant une transition rapide vers une 

phase stationnaire ou un arrêt métabolique complet. 
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La phase de stress combiné (forte lumière et absence de nitrate) influence la croissance de 

D.salina de façon différente selon les cultures. 

 

Dans les cultures à 1M et à 2M, une légère croissance est observée. Cela montre que les 

cellules tentent de s’adapter malgré les conditions difficiles. Cette faible activité pourrait venir 

de l’utilisation des réserves accumulées pendant la phase de croissance. Même sans nitrate et 

sous forte lumière, les cellules gardent une activité minimale pour survivre (Lamers et al., 

2010). 

 

En revanche, dans les cultures à 3M et à 4M, la croissance est presque nulle dès le début. 

Cela montre que le stress est trop fort pour ces cultures. L’intensité lumineuse élevée peut 

provoquer un stress photo-oxydatif, tandis que le manque de nitrate empêche la synthèse des 

protéines nécessaires à la division cellulaire. Combinés, ces facteurs entraînent un arrêt rapide 

de la croissance et une perte progressive de la viabilité cellulaire (Lamers et al., 2010). 

 

III.6. Evolution de pigments photosynthétiques et caroténoïdes en phase de stress 

 

La chlorophylle a atteint son pic dans la culture du flacon à 1M à J6, indiquant une activité 

photosynthétique encore assez stable malgré les conditions de stress subies. La courbe montre 

une augmentation constante du J1 au J6, suivie d'une phase de stabilisation avant une légère 

baisse à partir du J8. 

Dans la culture à 2M une accumulation plus lente est observée avec un pic retardé autour 

du 6ème jour. Les niveaux globaux plus faibles indiquent un début de déséquilibre dans le 

métabolisme. La culture 3M présente une évolution comparable mais plus faible: une 

accumulation modérée jusqu'au J9, puis une diminution. Ce profil témoigne de l'impact le 

plus prononcé du stress combiné sur la biosynthèse de la chlorophylle. Enfin, dans la culture à 

4M la chlorophylle a est à peine détectée: une trace légère apparaît entre J2 et J8 puis 

disparaît rapidement. Cela montre qu'à ce niveau de stress, l'activité photosynthétique est 

fortement inhibée, bien que la cellule maintienne une activité minimale. 

La chlorophylle b suit une évolution parallèle à celle de la chlorophylle a. La teneur dans la 

culture à 1M augmente jusqu'au sixième jour, où elle atteint son maximum, avant de diminuer 

graduellement. A 2M la courbe indique une accumulation plus progressive avec des valeurs 

généralement plus faibles, un pic est observé vers J6, ce qui suggère une régulation plus lente 

du système photosynthétique. Dans la culture à 3M, la concentration demeure très faible tout 
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au long de la période de culture, avec une légère hausse notable entre J6 et J7 indiquant une 

activité pigmentaire réduite. Dans la culture à 4M, la chlorophylle b est faible mais clairement 

détectée. Cela confirme que la synthèse de la chlorophylle b est l'une des premières fonctions 

impactées par le stress combiné, sans être complètement bloquée. 

Le dosage des caroténoïdes en phase de stress révèle qu’à 1M une accumulation 

importante est observée, avec un pic marqué entre le J6 et J7, en parrallèle avec les 

chlorophylles. Ceci indique une activation accrue des défenses antioxydantes en réponse à la 

production de ROS provoquée par des conditions stressantes. Dans la culture de 2M la courbe 

présente une similarité, mais les valeurs sont inférieures. Dans la culture de 3M, l'évolution 

est progressive et modérée, avec un pic peu prononcé vers le J9, indiquant une réponse 

antioxydante diminuée mais toujours détectable. Cependant, dans la culture à 4M, 

l'accumulation des caroténoïdes est très limitée. Ainsi, malgré les conditions extrêmes, la 

cellule tente d'activer ses mécanismes de défense, mais ses capacités sont fortement 

compromises. 

L'étude de la dynamique des pigments photosynthétiques chez D.salina en situation de 

stress montre une réponse adaptative qui varie en fonction de l'intensité des conditions 

environnementales. 

En cas de stress modéré, la cellule conserve momentanément des niveaux de chlorophylle 

a, b et de caroténoïdes, ce qui reflète une tentative de préserver la photosynthèse et d'activer 

les défenses antioxydantes (Ben-Amotz et Avron, 1983). 

Cependant, en présence d'un stress intense, ces pigments chutent considérablement, 

indiquant une désorganisation des structures photosynthétiques et un affaiblissement des 

mécanismes de protection. Ces résultats confirment la plasticité physiologique de D. salina, 

mais mettent en évidence ses limites adaptatives en conditions extrêmes. Ainsi, cela indique 

que la synthèse pigmentaire n'est pas complètement bloquée, même sous des conditions de 

stress intense (Tammam et al., 2011). 
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Les résultats obtenus démontrent que, parmi les conditions testées, une salinité de 1 M 

constitue le milieu le plus favorable à la croissance de Dunaliella salina, avec une accumulation 

optimale de biomasse. À l’inverse, des concentrations plus élevées (1,5 M, 2 M et 3 M) 

induisent un stress osmotique limitant la prolifération cellulaire. Toutefois, même sous stress 

salin intense, la synthèse pigmentaire reste active, indiquant une certaine plasticité 

physiologique. 

Les observations morphologiques ont révélé que les cellules adoptaient des formes variables 

en fonction des conditions : sphérique, ovoïde ou ellipsoïde en phase de croissance, tandis qu’en 

phase de stress, elles présentaient des formes de résistance typiques telles que les zygospores et  

palmella. 

En conditions optimales (milieu Johnson à 1 M), D. salina a montré une dynamique de 

croissance caractéristique, avec un pic de biomasse à J15. La synthèse de chlorophylle a et b a 

atteint un maximum respectivement à J7 et J10. Les niveaux les plus élevés de protéines, de 

malondialdéhyde (MDA) et d’activité catalase ont également été enregistrés à J15, tandis que 

les glucides ont culminé à J10. 

En phase de stress (haute salinité, forte intensité lumineuse et carence azotée), une réduction 

marquée de la croissance et de la chlorophylle a/b a été observée, accompagnée d’une 

augmentation des caroténoïdes, traduisant une réponse adaptative de l’algue face aux 

contraintes environnementales. 

 

En perspectives il serait intéressant de : 

 

- Optimiser d’autres paramètres de culture (composition du milieu, température, sources 

d’azote et de carbone) pour maximiser la biomasse et la production de métabolites. 

- Étendre l’analyse à d’autres biomolécules d’intérêt : lipides, acides gras polyinsaturés, 

β-carotène. 

- Rechercher de nouvelles souches Algériennes avec un meilleur rendement de biomasse 

et de production de biomolécules. 

- Valoriser les biomolécules extraites dans des applications cosmétiques, notamment la 

formulation de crèmes antioxydantes et anti-âge. 

- Évaluer le potentiel antioxydant et antimicrobien des extraits de D. salina in vitro et in 

vivo, pour confirmer leur utilité dans les secteurs nutraceutique, pharmaceutique ou 

cosmétique. 
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- Étudier les réponses transcriptomiques et protéomiques de D. salina face à différents 

stress (salins, lumineux, nutritifs) pour identifier les gènes et protéines clés impliqués 

dans la tolérance et la biosynthèse de métabolites secondaires. 
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PH-mètre Microscope optique a caméra 

Spectrophotomètre UV-Visible Etuve 

ANNEXE 1 : Matériel non biologique : 
 

 

 

 

 

 



Annexes 
 

Centrifigueuse Bain-marie 

Autoclave Balance 
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Agitateur magnétique Centrifugeuse pour eppendorfs 

Vortex 
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ANNEXE 2 

Tableau 1 .  Composition chimique de Milieu Johnson Modifié (J/l) (Borowitzka,., 1988). 
 

 

To 980 ml of distilled water add : 

Nacl Selon la salinité voulue (58.44 g) 

MgCl2·6H2O 1.5 g 

MgSO4·7H2O 0.5 g 

KCl 0.2 g 

CaCl2·2H2O 0.2 g 

KNO3 1.0 g 

NaHCO3 0.043 g 

KH2PO4 0.035 g 

Fe-solution 10 ml 

Trace-élément solution 10 ml 

Na2EDTA 189 mg 

FeCl3·6H2O 244 mg 

H3BO3 61.0 mg 

(NH4)6Mo7O24·4H2O 38.0 mg 

CuSO4·5H2O 6.0 mg 

CoCl2·6H2O 5.1 mg 

ZnCl2 4.1 mg 

MnCl2·4H2O 4.1 mg 

Ajuster le PH a 7.5 avec du HCL 
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