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  ملخص

منطقة حاسي مسعود، )استخدمت سلالات بكتيرية هوائية، عزلت من التربة الرملية الملوثة بالهيدروكربونات النفطية  

، [الركيزة: ]تم دراسة تأثير عوامل عديدة على عملية التفكيك. في تفكيك النفط الخام والنفتالين( جنوب الجزائر

اج ووصف مفاعل سطحي بواسطة سلالة بكتيرية عزلت أثناء هذه تم إنت. الملوحة، الحرارة، العناصر المغذية، الخ

  . الدراسة وذلك قصد إيجاد بعض التطبيقات البيئية

المحبة للحرارة المتوسطة على النفط الخام  يمكن أن تنمو السلالات( أ: )أظهرت نتائج تفكيك النفط الخام ما يلي( 1

نطاق  واسع من الملوحة ( °م 03درجة تحضين ) 1Eالسلالة  تتحمل (ب)  ، (ح/ح % 11)العالية  إلى حد التركيز

درجة ) KS1و( °م 01درجة تحضين ) 7Jللسلالة [ ل/غ 03ـ  3من ]، ينخفض هذا الأخير [ل/غ 03ـ  3من ]

باستعمال سلالات ( %133إلى  51)هيدروكربونات تمت دراستها  11تفكيك شبه كامل لــ  (ج)، (°م 11تحضين 

1A 1وJ (المتحملة للحرارة العالية) ،(د ) تبين من دراسة طريقة التأثير على المحروقات أثناء تفكيكها أن السلالات

1E 1وJ   تنتج مفاعلات سطحية لتحسين ذوبان المواد الهيدروكربونية وذلك بتغيير السطح الخلوي ومن ثم زيادة

 .معدل الالتصاق بقطرات النفط

التركيز :  هي( °م 01درجة تحضين ) K1Cالنفتالين بدون رج بواسطة السلالة ك الشروط المثالية لتفكيإن ( 2

، وأخيرا لا يتحسن تفكيك النفتالين بإضافة مفاعل سطحي ٪ 2والملوحة    pH = 7,0ل ، /مغ 133 الأمثل للنفتالين

 .كيميائي

 

المحبة للحرارة  1E ن السلالةم تبين بعد إنتاج، دراسة الخصائص والتطبيق البيئي للمفاعل السطحي المستخرج( 0

يعتبر زيت الزيتون  أفضل مصدر للكربون إنتاجا   ( ب)ل ، /غ 2,1كانت الكمية  المنتجة تساوي   (أ: )المتوسطة أن

(25,8 mN/m) ،(ج )[ °م 11ــ  3]يرات درجة الحرارة جيد لتغ استقرار،pH   [2  12ــ  ]033ــ  3]لوحة والم 

تم تحسين إذابة الفينانترين بوجود المفاعل السطحي  (د) نشاط مضاد للبكتيريا الممرضة،له  واتضح أيضا أن[ ل/غ

وثة اصطناعيا فكان وأن لديه إمكانيات كبيرة في إزالة الهيدروكربونات من تربة مل 1Eالمنتج من طرف السلالة 

 .( (Tween 80حية الكيميائيةام المفاعلات السط، أعلى من تلك التي تم الحصول عليها باستخد1.0 معدل الإزالة

التفكيك الحيوي ــ المفاعلات  –بكتيريا ـ المعالجة البيولوجية  -الهيدروكربونات  -النفط الخام : الكلمات المفتاحية

 .’HAP‘الهيدروكربونات العطرية المتعددة الحلقات  –النفتالين  -السطحية البيولوجية

 



                                                                                                                               6 
 

 

 

RESUME 

Des souches bactériennes aérobies, isolées à partir d’un sol sableux contaminé 

par les hydrocarbures pétroliers (région de Hassi-Messaoud, sud d’Algérie), ont 

été utilisées pour la dégradation du pétrole brut et du naphtalène. Egalement, la 

production, la caractérisation et l'application de biosurfactant ont été envisagées.  

 

1) Les résultats obtenus pour la dégradation du pétrole brut révèlent que : (a) Les 

souches mésophiles dans une site chargé pétrole brut (15%, v/v), (b) La souche 

1E (mésophile) tolère une large gamme de salinité [0 à 80 g.l-1 de NaCl], (c) Le 

taux de dégradation des n-alcanes (C13 à C29) est presque complète (95 à 100%) 

pour les souches 7J et 7A (thermotolérantes). (d) Les souches peuvent 

synthétiser des tensioactifs ou modifier leur surface cellulaire pour améliorer la 

biodisponibilité de contaminant. 

 

2) Les conditions optimales de la dégradation du naphtalène en mode statique par 

une souche thermotolérante, K1C (incubation à 45 °C), sont: la concentration 

optimale du naphtalène est de 500 mg.l-1, le pH = 7,0 et la salinité est de 2%. 

Ainsi, l’ajout du surfactant semble inhiber la dégradation du naphtalène. 

 

3) Les résultats obtenus pour la production, la caractérisation et l’application du 

biosurfactant montrent que: (a) le rendement de production est de 2,1 g.l-1. (b) 

L’huile d’olive présente une meilleure source de carbone (25,8 mN.m-1), (c) une 

très bonne stabilité  thermique et chimique, et un antibactérien efficace, (d) Il est 

un bon solubilisant des HAP. Finalement, le taux de remobilisation de pétrole brut 

est 1,3 fois plus élevé que celui obtenu avec le surfactant chimique «Tween 80». 

Mots clés : Pétrole brut – Hydrocarbures – Bactéries – Bioremédiation –                  

.                     Biodégradation – Biosurfactants – Naphtalène – HAP.   
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ABSTRACT 

Aerobic bacterial strains, isolated from a soil contaminated with petroleum 

hydrocarbons (region of Hassi-Messaoud, south of Algeria), were used for the 

degradation of crude oil and naphthalene. Also, the production, characterization 

and application of biosurfactants were also studied.   

1) The results of the degradation of crude oil showed that: (a) Mesophilic strains 

could grow on crude oil at concentrations up to 15% (v/v), (b) The strain 1E 

(incubated at 30 °C) tolerated a wide range of salinity from 0 to 80 g.l-1 NaCl. (c) 

We noticed a complete degradation of the 17 studied hydrocarbons (95 to 100%) 

with strains 7A and 7J (thermotolerant). (d) The strains 1E and 7J synthesized 

surfactants, and they changed their cell surface to increase the adhesion rate of 

the oil droplets.  

2) Optimal conditions for naphtalene degradation under static conditions (without 

agitation) with thermotolerant strain, K1C (incubation at 45 °C) are: optimal 

concentration is 500 g.l-1, pH=7 and salinity of 2%. The degradation rate exceeded 

95% after 6 days of incubation. We noticed that surfactant addition did not improve 

the degradation of naphthalene.  

3) The results obtained for the production, the characterization and the 

environmental application of biosurfactant produced by strain 1E showed that : (a) 

The produced quantity of 1E biosurfactant was 2.1 g.l-1, (b) The olive oil presented 

the optimal carbon source for (25.8 mN.m-1), (c) Good thermal ant chamical 

stabilities. Also, 1E biosurfactant had an antibacterial activity against pathogenic 

strains, (d) It is a good solubilisant of PAH, finally, it had great potential for 

remobilization of hydrocarbons. Indeed, the rate of remobilization is 1.3 times 

higher than that obtained with the chemical surfactant Tween 80.  

 

Keywords: Crude oil – Hydrocarbons – Bacteria – Bioremediation –                 
.                    Biodegradation – Biosurfactant – Naphtalene – PAH. 
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INTRODUCTION GENERALE 

 

Le pétrole et ses dérivés sont, aujourd’hui encore, cités comme les plus grands 

responsables de la contamination de l’environnement pouvant influencer l’équilibre 

écologique et parfois engendrer une destruction totale ou partielle des 

écosystèmes aussi bien marins que continentaux. Le caractère lipophile des 

hydrocarbures est la principale source des effets toxiques en provoquant des 

altérations de la structure membranaire des cellules vivantes [1]. Les aliphatiques 

à courte chaîne et les aromatiques légers sont plus diffusibles et plus toxiques 

pour la faune et la flore que le pétrole lui-même [2]. 

On estime à 1,3 millions de tonnes la quantité de pétrole déversée annuellement 

dans le milieu marin par les diverses voies (marée noire, déballastage, dégazage, 

apports telluriques, etc.), sachant qu’une tonne de pétrole peut couvrir environ une 

surface de 12 km2 [3]. Cependant les hydrocarbures déversés dans un 

environnement donné, marin ou continental, subissent une série de 

transformations physiques, chimiques et microbiologiques aboutissant à leur 

disparition totale ou partielle. Les transformations microbiologiques ou 

biodégradation des hydrocarbures par les microorganismes sont à elles seules à 

l’origine de la disparition de la majeure partie d’un hydrocarbure donné déversé 

dans un environnement donné.  

En effet, l’élimination des hydrocarbures pose de sérieux problèmes, les voies 

physiques et chimiques restent très limitées du fait de leur coût ou de leur impact 

secondaire sur l’environnement [4]. La bioremédiation des sites contaminés est 

aujourd’hui reconnue comme une action complémentaire indispensable aux voies 

physico-chimiques pour la dégradation ultime des hydrocarbures. Elle reste la 

solution la plus efficace, la plus demandée car la mieux maîtrisée et la moins 

coûteuse. Il s’agit d’une technique simple dont le principe repose sur la 

minéralisation complète des produits pétroliers, en présence des 

microorganismes, qui ne génère aucun sous produit toxique, par suite une 

meilleure protection de l’environnement [5]. 
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La biodégradation est un processus dépendant essentiellement de la nature et de 

la quantité des hydrocarbures, les propriétés physico-chimiques de site contaminé 

et la capacité biodégradative des microorganismes.  

 

Vu la grande variété dans la composition des hydrocarbures (alcanes linéaires, 

cycloalcanes, polycycliques, polyaromatiques, …), leur élimination de 

l’environnement  n’est pas facile et nécessite l’intervention de différents facteurs 

biotiques et abiotiques afin d’améliorer la biodépollution. 

L’un des facteurs essentiels limitant l’action des microorganismes sur les 

hydrocarbures est leur faible solubilité dans l’eau, dans ce cas intervient un 

problème d’accessibilité. Les substrats hydrophobes ont tendance à former une 

phase distincte, et la faible vitesse de leur diffusion en milieu aqueux retarde leur 

biodégradation. Cet inconvénient est amoindri, par la dispersion en émulsion, en 

produisant des agents mouillants par certains microorganismes appelés 

biosurfactants [6]. En fait, les biosurfactants jouent un rôle important dans 

l’élimination des hydrocarbures en accélérant la vitesse du transfert en 

émulsionnant les hydrocarbures.  

Ce travail de thèse s’est intégré dans le cadre des activités du Pôle d’Excellence 

Régional (PRE) financé par l’Agence Universitaire de la Francophonie (AUF) de 

Coopération Scientifique Interuniversitaire «Bioprocédés Environnementaux et 

Industriels». Il s’est intéressé plus spécifiquement d’une part à la biodégradation 

des hydrocarbures et leurs dérivés, et d’autre part à la production du biosurfactant  

par des souches spécifiques isolées à partir de sols contaminés par le pétrole brut 

de la région de Hassi-Messaoud, sud d’Algérie.  

Les souches isolées seront d’intérêt majeur, tant sur le plan industriel que sur celui 

de la recherche fondamentale puisqu’elles présentent, d’une part, la microflore 

d’un milieu extrême et, d’autre part, qu’elles sont à l’origine de la production de 

très nombreuses molécules bioactives, notamment les biosurfactants.  

La démarche scientifique entreprise au cours de cette étude est d’actualiser les 

données sur l’introduction, le transfert, le devenir et la biodégradation des 

hydrocarbures par les microorganismes telluriques présents dans nos niches 
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écologiques en particulier les sols anciennement contaminés par le pétrole brut. A 

cet effet, nous avons entrepris une étude complète sur la dégradation de pétrole 

brut et des composés pétroliers dont le naphtalène a été pris comme un modèle 

des HAP les plus toxiques. Parallèlement, une partie colossale de l’étude a été 

consacrée à la production, la caractérisation et l’application environnementale de 

biosurfactant.   

 

Les principaux objectifs sont : 

 L’isolement des souches bactériennes aérobies, à différentes températures, 

capables de dégrader le pétrole brut, les hydrocarbures et leurs dérivés ;  

 
 Etude de la biodégradation de pétrole brut ; 

 
 Etude de la dégradation du naphtalène par une souche thermotolérante ;  

 
 Production, purification et caractérisation du biosurfactant produit par une 

souche mésophile.  

 
Le présent manuscrit s’organise en trois grandes parties : 

 

La première partie est une synthèse bibliographique qui présente de manière 

générale les HA et les HAP et dresse un état des connaissances sur :  

 

 la formation, la composition et la production du pétrole brut, 

 
 la pollution en hydrocarbures et leurs dérivés introduite dans le milieu : source 

de rejets, devenir dans le milieu et leur impact sur l’environnement et les êtres 

vivants, 

 
 les propriétés physico-chimiques et toxicologiques des hydrocarbures, 

 
 les différentes méthodes d’élimination des hydrocarbures,  

 
 la bioremédiation synthétisant l’ensemble des connaissances acquises pour 

l’élimination des hydrocarbures par voie biologique, 
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 la production des biosurfactants : propriétés physico-chimiques, classification,      

leur rôle dans le domaine de la protection de l’environnement et les facteurs   .       

affectant leur production.   

 

La deuxième partie est s’intéressée au contexte expérimental : Elle incorpore 

toutes les informations nécessaires à la compréhension du biotope utilisé pour les 

prélèvements, les techniques d’isolement, analytiques et expérimentales. Cette 

partie comprend : 

 
- la présentation du biotope utilisé pour l’isolement des microorganismes, 

 
- la méthodologie du travail : Les techniques de prélèvement des échantillons 

de sols et d’isolement des souches bactériennes aérobies. Ainsi les 

méthodes d’analyses utilisées pour la caractérisation du biotope, la 

dégradation du pétrole brut et du naphtalène, et la production et la 

caractérisation de biosurfactant.  

 

La troisième partie est consacrée aux résultats et discussion : on trouve ici les 

différents résultats obtenus sur : 

 
- La caractérisation physico-chimique et microbiologique du biotope utilisé et 

l’isolement des souches bactériennes aérobies dégradant le pétrole brut ;  

 

- La biodégradation du pétrole brut par trois souches performantes ;  

 

- La dégradation du naphtalène par la souche K1C thermotolérante   

 

- La production, la caractérisation physico-chimique et structurale et les 

applications environnementales du biosurfactant issus d’une souche 

mésophile ; 

 

- L’identification génotypique des souches performantes, dégradant le pétrole 

brut, le naphtalène et productrice du biosurfactant.  

Enfin, en guise de conclusion générale, nous synthétisons les principaux résultats 

obtenus, leur implication en termes de protection de l’environnement et nous 

ouvrerons les perspectives pour les recherches futures. 
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CHAPITRE 1 

SYNTHESE BIBLIOGRAFIQUE 

 

1.1.  Le pétrole 

Le pétrole brut (littéralement huile de pierre) est un liquide d’origine fossile qui est 

composé d’un mélange d’hydrocarbures présents dans certaines strates 

rocheuses. Il peut être extrait et raffiné pour produire des combustibles comme 

l’essence, le kérosène, le diesel, … etc. 

1.1.1. Formation de pétrole  

Le pétrole est issu de la décomposition de matières organiques végétales et 

animales déposées dans les bassins sédimentaires (lac, lagunes, deltas ou 

lagons) sous forme de boue.  

Deux fractions de la matière organique sédimentaire se distinguent du point de 

vue de sa composition :   

 Le kérogène est la fraction insoluble dans les solvants alcalins ou organiques 

usuels comme l’alcool. Le kérogène est constitué de grosses molécules 

organiques très complexes de structure tridimensionnelle formée par des 

chaînes aliphatiques (n-alcanes, méthylalcanes et isoprénoïdes), des alcanes 

polycycliques (stéranes et hopanes) et des noyaux monoaromatiques ou 

polyaromatiques. Il est stable et inerte chimiquement. Selon leur origine 

terrestre, marine et/ou lacustre, le kérogène présente des compositions 

chimiques très différentes. Il est à noter que le kérogène représente la plus 

grande partie de la matière organique sédimentaire, 95% en moyenne.  

 
 Le bitume (fraction extractible ou lipidique) est la fraction soluble dans les 

solvants organiques. Elle est composée d’une très grande diversité de petites 

molécules libres.  
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Après son incorporation dans le sédiment, l’évolution physico-chimique de la 

matière organique sédimentaire est essentiellement contrôlée par la dégradation 

bactérienne puis par la température. Trois stades principaux sont distingués : la 

diagenèse, la catagenèse et la métagenèse [7,  8,  9]. 

-  La diagenèse correspond au stade au cours duquel les transformations de la 

matière organique se produisent à basse température (inférieure à 60 °C) et à 

faible profondeur. Cette étape est caractérisée chimiquement par la disparition 

quasi-totale des acides fulviques et humiques, et par l’élimination des 

groupements fonctionnels oxygénés et azotés.  

- La catagenèse correspond au stade au cours duquel les transformations 

physico-chimiques se produisent. Sous l’effet de la pression et de la température, 

le kérogène  devient thermiquement instable. Au cours de ce craquage thermique, 

50 à 90% de la masse du kérogène se transforme en bitume, eau, gaz carbonique 

et hydrocarbures liquides et gazeux. Ces processus se produisent à des 

profondeurs variant de 2000 à 4000 m et sous des températures de 60 à 120 °C. 

- La métagenèse, phase ultime d’évolution du kérogène : cette dernière étape 

n’intervient que dans certains bassins caractérisés par des températures 

supérieures à 150 °C (ie: au-delà de 4000 m de profondeur). Le craquage du 

kérogène résiduel et surtout du pétrole et du gaz naturel aboutit à la formation de 

gaz secs (composés d’alcanes possédant 1 à 4 atomes de carbone). Dans ce 

processus, le kérogène résiduel continue de s’appauvrir en hydrogène et sa 

composition tend progressivement vers celle du graphite. Par ailleurs, la 

composition des produits issus du craquage tend vers celle du méthane. La figure 

1.1 représente les différentes phases de transformation de la matière organique.   

  

Le pétrole étant plus léger que l’eau, qui occupe avec lui les pores des roches, 

s’en sépare par densité et tend à se mettre en mouvement (migration secondaire) 

pour occuper les régions hautes des réservoirs. Pour que le pétrole s’accumule il 

suffit donc que le réservoir soit scellé vers le haut par une roche imperméable. En 

tout état de cause, ces transformations sont très lentes et nécessitent plusieurs 

millions d’années. 
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Les preuves de l’origine organique du pétrole résident dans l’existence dans le 

brut, de molécules optiquement actives, qui ne peuvent avoir été synthétisées que 

par des êtres vivants. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1.1.2.  Evolution des pétroles dans le système pétrolier  

Le pétrole est un mélange thermodynamiquement instable dans les conditions de 

pression et de température de la surface du sol. Dans ces conditions, la vitesse de 

transformation est quasi nulle. Alors que sa composition dans les réservoirs varie  

en fonction du temps et de la température. Plusieurs facteurs influencent sur ses 

constituants : Il s'agit du craquage thermique, de la biodégradation, du lessivage à 

l’eau, de l’adsorption, du désasphaltage et de l’évaporation [8]. 

 

Figure 1.1 : Dégradation de la matière organique et de la formation                                       

de produits pétroliers [ 9 ] 

 



                                                                                                            25 
 

 

 

1.1.3.  Pétrole, principale source d’énergie  

Le pétrole, source principale d’énergie non renouvelable et base stratégique pour 

l’économie mondiale, a connu une évolution de son extraction et de son utilisation 

pendant plus d’un siècle. Suite au développement du transport et de l’industrie,    

la production mondiale de pétrole ne cesse de croitre et se trouve en 2010 à            

86,1 Mb/j. La situation en 2008 peut se résumer par le tableau 1.1, extrait des 

statistiques de l’IEA pour l’année 2010. 

La mise au point des premiers moteurs à explosion a conduit au développement 

de l’automobile et de l’aviation, inventions qui ont révolutionné les modes de vie. 

La demande en pétrole est en effet devenue exponentielle, passant de 0,014 Mt/j 

en 1880 à 0,14 Mt/j en  1910,  puis 1,4 Mt/j en 1950.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

En 1973, la demande mondiale de pétrole atteignait environ 8 Mb/j, puis en 1985, 

la consommation mondiale arrivait à 9,3 Mt/j. En 2000, on a enregistré 11,7 Mt/j, 

ce chiffre a sauté en 2010 à 12,3 Mt/j (soit 86,1 Mb/j). Le pétrole offshore poursuit 

                                                 

 

 

 
1
La tonne-équivalent-pétrole (tep) représente la quantité d’énergie contenue dans une tonne de 

pétrole brut, soit 41,868 Gj. Cette unité est utilisée pour exprimer dans une unité commune la 
valeur énergétique des diverses sources d’énergie.  

  Source primaire Gtep1 % 

   Pétrole 

   Charbon 

   Gaz naturel 

   Nucléaire 

   Hydraulique 

   Renouvelables 

            4,07 

3,31 

2,6 

0,71 

0,27 

1,2 

          33,5 

27,2 

21,4 

5,8 

2,2 

9,9 

   Total   12,16   100 

Tableau 1.1  Production mondiale d’énergie primaire en 2008 en milliards de tep (Gtep) 

(Source : Key World Energy Statistics, IEA – 2010) 
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sa progression et sa production a crû de 672 Mt en 1980 à 892 Mt en 1992 [3, 10]. 

L’évolution de la production mondiale de pétrole est donnée sur la figure 1.2.   

 

 

 

 

 

 

Depuis 1973, la consommation en énergie de tous les secteurs n’a cessé 

d’augmenter. Parmi ceux-ci, le secteur des transports apparaît clairement comme 

l’utilisation principale de la ressource pétrolière, représentant 50% de la 

consommation de la demande mondiale de pétrole suivi par le secteur de 

l’industrie avec un pourcentage de 17%  (figure 1.3).  
 
 

 

4 

5 

6 

7 

8 

9 

10 

11 

12 

13 

1970 1975 1980 1985 1990 1995 2000 2005 2010 

M
t/

j 

       année 

Figure 1.2 : Evolution de la production mondiale du pétrole [11] 

Figure 1.3 : Consommation de produits pétroliers dans le monde en 2002 [12] 
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En 2005, 58% de la demande de produits pétroliers avaient pour utilisation finale 

les transports, contre seulement 36% en 1973. Sachant que les transports 

dépendent à 96% des énergies fossiles, ce qui explique pourquoi ils sont 

responsables de plus d’un quart des émissions de gaz à effet de serre [13].   

 

1.1.4.  Pétrole, principale source de pollution  

Cette source d’énergie a joué un rôle positif dans le développement industriel et le 

mode de vie moderne, mais le coût du progrès se montre actuellement plus élevé 

que prévu. Les conséquences désastreuses au niveau mondial de l’extraction, du 

transport et de la consommation de pétrole et leurs dérivés pour divers 

compartiments de l’environnement, les conditions sociales et la santé publique 

des populations, commence à faire l’objet d’une plus grande attention.  

 

1.1.4.1. Pollution de l’air    

L’utilisation de pétrole et leurs dérivés comme carburant, notamment l’essence et 

le diesel, a un impact négatif sur la qualité de l’air et par suite sur la santé 

humaine et l’environnement ; Les polluants issus du pétrole comprennent 

notamment des composés organiques volatils tels que le benzène, toluène, 

naphtalène, benzo(a)pyrène.    

Les hydrocarbures sont à l’origine de réactions photochimiques dans 

l’atmosphère,  amplificateur ou promoteurs du smog oxydant. Egalement, la 

présence d’autres polluants comme les oxydes de soufre ou les oxydes d’azote 

accélèrent la dégradation des hydrocarbures donnant lieu à la formation 

d’aldéhydes, de cétones, de nitrate de peroxyacetyle et d’ozone. 

1.1.4.2. Pollution du sol   

La pollution des sols résulte des conséquences des diverses activités humaines 

cumulées au cours du temps (industrielles, agricole, ...). Ces pollutions deviennent 

aujourd’hui une préoccupation majeure en raison de leurs conséquences 

sanitaires, environnementales et socio-économiques.    

Le sol est principalement contaminé via les dépôts atmosphériques [14 ; 15], des 

retombées au sol d’émissions atmosphériques proches ou lointaines, notamment 
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des HAP (Hydrocarbures aromatiques polycycliques), HAM (Hydrocarbures 

aromatiques monocycliques), PCB (polychlorobiphényles), dioxines, furannes, 

métaux lourds…, pouvant atteindre les nappes phréatiques. Ce risque dépend du 

type de pollution, de la localisation du site et de l’utilisation du sol et des eaux 

souterraines. 

 

1.1.4.3.  Pollution des eaux marines  

Au niveau mondial, il est généralement admis que la pollution marine est 

principalement causée par des activités humaines basées sur terre et beaucoup 

moins par des activités humaines en mer. Les sources de pollutions chroniques et 

accidentelles par des hydrocarbures d’origine pétrolière sont  multiples [16] : 

 

 rejets industriels réglementés (raffineries, plates-formes marines, usines à 

gaz, industries chimiques et mécaniques, ...), 

 

 ruissellement d’eaux urbaines et égouts non traités,   

 

 fuites et déversements accidentels d’oléoducs et d’installations côtières et 

fluviales, 

 

 exploitation des gisements de pétrole offshore, 

 

 déversements accidentels de navires-citernes (cargaisons de pétrole brut ou 

de produits pétroliers, fiouls de soute) et d’autres navires (fiouls de soute), 

 

 fuites de fioul de soute des épaves de navires coulés, 

 

 suintements naturels de gisements de pétrole, 

 

 retombées atmosphériques, 

 

 rejets d’eau de nettoyage des cuves d’hydrocarbures. 

 

Plusieurs évaluations des sources d’hydrocarbures entrant dans le milieu marin 

ont été effectuées depuis une trentaine d’années. Le chiffre de 1,3 Mt annuelles 

est considéré comme la meilleure estimation (1990 - 1999), à comparer à 

l’estimation du même NRC de 3,2 Mt en 1985 et à celle du GESAMP (Joint Group 
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of Experts on the Scientific Aspects of Marine Protection) sous l’égide de l’OMI 

(Organisation Maritime Internationale) de 2,3 Mt pour 1990 [17].  

 

Selon le Programme des Nations Unies pour l’Environnement [18], le transport 

maritime est estimé en mer méditerranée à 30% du commerce maritime mondial 

et 20 à 25% du transport international d’hydrocarbures. En outre, des milliers de 

tonnes de déchets toxiques rejetés directement en mer par l’industrie avec plus de 

60% des eaux usées urbaines rejetées sans traitement préalable en 2002.  

 
Les conséquences de déversement des hydrocarbures dans le milieu marin sont 

désastreuses pour la santé et l’environnement. Cette gravité dépend, dans une 

large mesure mais pas exclusivement, de la quantité et le type d’hydrocarbures 

déversés. Le lieu du déversement est primordial pour son impact (déversement au 

large, à la côte, … etc.).  

Le déversement de pétrole dans le milieu marin se manifeste tout d’abord par la 

formation d’une nappe à la surface. La formation de ce film d’hydrocarbures 

empêche l’oxygénation du milieu conduisant à : asphyxie d’organismes aérobie, 

prolifération de flore anaérobie,  production de mauvaises odeurs. En outre, la 

contamination des produits de la pêche qui deviennent impropres à la 

consommation.     

 

1.1.5. Composition du pétrole brut 

Le pétrole brut est un mélange très complexe de composés organiques dont la 

composition chimique varie énormément selon son origine géographique et 

géologique [9]. Les hydrocarbures qui constituent la fraction la plus importante 

représentent entre 65 et 95% de la plupart des pétroles bruts. Les métaux sont 

également présents mais à l’état de traces, comme le vanadium (75% de la teneur 

en métaux) suivi du nickel. La composition élémentaire des pétroles bruts est 

représentée dans le tableau 1.2.  
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Si la composition élémentaire globale des pétroles est relativement fixe, la 

structure chimique de leurs constituants varie plus largement, ce qui entraîne une 

grande diversité des propriétés physiques (densité, viscosité) ainsi que des 

teneurs très variables dans les différents types de produits obtenus par raffinage. 

On peut admettre qu’un pétrole brut contient quelques centaines de milliers de 

molécules différentes ; c’est la raison pour laquelle l’isolement et l’identification de 

celles-ci n’ont pu être faits que pour quelques centaines d’entre elles, les fractions 

plus légères étant les mieux connues [20 ; 21]. La figure 1.4 représente les 

différentes structures existant dans le pétrole brut. 

Il faut par ailleurs retenir qu’on trouve, dans les tissus des cellules de certaines 

plantes et certains animaux, des hydrocarbures naturels, dits d’origine biogénique 

récente, par opposition avec les hydrocarbures d’origine fossile. 

 

 

 

 

 

 

 

     Composants               % poids 

   
       Carbone 

       Hydrogène 

       Soufre  

       Azote  

       Oxygène 

       Métaux  

83  à  87 

10  à  14 

0,5  à  6 

0,1  à  2 

  0,1  à  1,5 

<  0,1 

Tableau 1.2 : Composition élémentaire des pétroles bruts   [19] 
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Figure 1.4 : Ensemble des hydrocarbures présents dans les pétroles bruts [9] 
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1.1.6.  Classification des composés pétroliers  

La composition des hydrocarbures n’est exprimée qu’à travers la définition de 

fractions regroupant un certain nombre de molécules qui présentent des 

similitudes. Il existe deux procédés principaux pour caractériser le pétrole : la 

distillation fractionnée et l’analyse SARA.  

 

1.1.6.1.  Distillation fractionnée  

Grâce à la distillation, on sépare le pétrole en différentes fractions suivant leurs 

températures d’ébullition croissantes. Par distillation à pression atmosphérique on 

obtient d’abord trois coupes principales :  

 

 Les gaz et les essences en tête de la colonne de distillation dans laquelle la 

température d’ébullition est inférieure à 180 °C. 

 Les distillats moyens comme le fuel-oil, le gasoil et le kérosène obtenus à une 

température comprise entre 180 °C et 350 - 370 °C.  

 Le résidu de distillation en fond de colonne.   

 

1.1.6.2.  Analyse SARA   

Le fractionnement SARA (Saturés, Aromatiques, Résines et Asphaltènes) 

consiste à séparer les constituants des composés pétroliers en quatre grandes 

familles de composés selon la différence de leur solubilité dans les solvants 

organiques [22 ; 23]. Cette méthode est schématisée dans la figure 1.5 :  

 

 les hydrocarbures saturés. 

 les hydrocarbures aromatiques.  

 les résines.   

 les asphaltènes.   

 

 Les hydrocarbures saturés sont constitués de paraffines normales (linéaires), 

d’iso-paraffines (ramifiés) et de cycloparaffines (naphtènes) qui peuvent être 

monocycliques ou polycycliques.   
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 Les alcanes linéaires (n-alcanes) dont la formule générale chimique est 

CnH2n+2, le n variant de 7 à 70, formés de chaînes carbonées linéaires, 

constituent une des classes les plus abondantes (10 à 40 % des 

hydrocarbures totaux d’un brut pétrolier). La quantité des n-alcanes dépend en 

grande partie de la nature de la matière organique originelle.  

 

 Les alcanes ramifiés dérivent des systèmes linéaires en remplaçant un ou 

plusieurs atomes d’hydrogène par des groupes alkyles. Ces composés se 

trouvent dans le pétrole brut dans des proportions sensiblement égales à 

celles des n-alcanes. 

Il faut noter que les chaînes insaturées telles que les alcènes, les alcynes et 

leurs dérivés cycliques sont par contre rarement présents dans les pétroles en 

raison de leur faible stabilité [24]. 

 Les hydrocarbures alicycliques peuvent être monocycliques ou polycycliques 

(cycles à 5 ou 6 atomes de carbone) avec un ou plusieurs groupements 

paraffiniques linéaires ou ramifiés (groupes alkyles). Les monocycles et les 

bicycles représentent habituellement 50 à 55% de la totalité des cycloalcanes. 

Figure 1.5 : Fractionnement SARA 
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 La famille aromatique ne comprend que des hydrocarbures insaturés. Elle 

rassemble tous les composés renfermant un ou plusieurs noyaux 

aromatiques. Les composés monocycliques contenant un seul cycle 

benzénique comme le benzène, le toluène et le xylène. Les hydrocarbures 

aromatiques contenant plusieurs noyaux aromatiques accolés sont appelés 

hydrocarbures aromatiques polycycliques (HAP). En général, les 

hydrocarbures aromatiques sont moins abondants que les alcanes, et ne 

représentent que 10 à 30% des hydrocarbures totaux d’un brut pétrolier. 

Certains cycles aromatiques peuvent être associés à des noyaux (cycle à 5  

ou à 6 atomes de carbone) saturés (naphtéo-aromatiques) ou substitués 

(composés alkylés) [25].   

 
 Les résines constituent la fraction polaire se retrouvant dans la fraction soluble 

dans les solvants de type n-alcanes. Ils regroupent essentiellement les 

composés contenant un ou plusieurs hétéroatomes (O, N et S) comme : 

Alcools, phénols, acides, pyridines, quinolines, carbazoles, 

sulfoxydes, mercaptans, ... 

          
 Les asphaltènes représentent la fraction du pétrole insoluble dans les solvants 

de types n-alcanes (n-heptane), ils sont constitués principalement de noyaux 

aromatiques condensés avec des chaînes aliphatiques courtes contenant des 

atomes de  N, S et O (phénols, acides gras, cétones, esters et porphyrines) 

[26] dont les masses moléculaires sont comprises entre 200 et 1500 Da [27]. 

D’une façon générale, les bruts lourds renferment beaucoup de composés 

asphaltiques (Boscan, 16 % en poids), certains bruts légers n’en renfermant 

pas ou très peu (Hassi-Messaoud, 1%).   

 

1.2.  Les hydrocarbures 

La principale source actuelle d’hydrocarbures est le pétrole brut suivi par le 

charbon, les êtres vivants, animaux et plantes, constituent une dernière source 

pour certains hydrocarbures. Les sables et les schistes bitumineux actuellement 

peu exploités constituent des réserves d’hydrocarbures.  
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1.2.1. Propriétés physico-chimiques des hydrocarbures  

La connaissance des propriétés physico-chimiques du polluant est indispensable 

pour évaluer l’impact potentiel des composés dans l’environnement. Elles nous 

permettent de mieux prévoir leur répartition, ainsi que leur comportement dans les 

différents compartiments de l’environnement. En effet, les hydrocarbures sont 

caractérisés par [28, 29] : 

 La solubilité traduisant la mobilité et la biodisponibilité du polluant ; 

 

 La pression de vapeur saturante (   
  ), qui reflète la volatilité et donc la 

capacité d’un composé à rester en phase gazeuse ou à se volatiliser ; 

 

 La constante de Henry ( KH ), qui est caractéristique de l’équilibre entre les 

phases gazeuse et aqueuse ; 

 

 Le coefficient de partage octanol-air ( KOW ), qui reflète l’affinité d’un composé 

pour la matière organique. Cet indice permet notamment de prévoir leur 

bioaccumulation. 

 

Généralement, les hydrocarbures sont des composés non polaires et très 

hydrophobes dont la solubilité diminue à mesure que la masse moléculaire des 

composés augmente. Les hydrocarbures ont des comportements différents dans 

l’environnement. De façon générale, plus le nombre d’atomes de carbone de la 

molécule hydrocarbonée est important, plus la solubilité, la volatilité et la 

biodégradabilité sont faibles ; au contraire, l’adsorption sera importante pour une 

molécule présentant un grand nombre d’atomes de carbone (les propriétés 

physico-chimiques des seize HAP prioritaires sont données à l’annexe 1).   

 

1.2.1.1. Les hydrocarbures saturés   

Les alcanes sont des hydrocarbures saturés, constitués seulement d’atomes de 

carbone et d’hydrogène. Ils peuvent être linéaires (n-alcanes), cyclique 

(cycloalcanes) ou ramifiée (isoalcanes). Selon l’origine du pétrole brut, ils peuvent 

constituer jusqu’à 50% du pétrole. Ils sont également synthétisés par de nombreux 

organismes vivants (plantes, algues vertes, bactéries et animaux) [30].  
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Les alcanes sont sous l’état gazeux jusqu’à n = 4, liquide (n < 16) et solide au 

delà. Ils sont caractérisés par une faible polarité (LogKOW = 3,5 - 5), donc une 

certaine hydrophobicité, une bonne volatilité pour les alcanes de C5 à C12 

(température d’ébullition comprise entre 40  et 200 °C) et une volatilité un peu plus 

modérée pour les alcanes de C12 à C26  (température d’ébullition comprise entre 

200 et 300 °C). Il faut noter que les molécules ramifiées sont plus volatiles que   

les linéaires [21]. 

Par ailleurs, les alcanes présentent une très grande stabilité chimique et sont très 

peu réactifs. Ils ne sont réactifs que sous des conditions radicalaires, de haute 

température ou par photochimie. Les alcanes sont tous absolument insolubles 

dans l’eau.  

La température d’ébullition des cycloalcanes (CnH2n) varie de 49,3 °C pour le 

cyclopentane à 84,7 °C pour le cyclohexane, et leur point de fusion n’excède pas 

les 100 °C. Toutefois, les cycles à sept atomes de carbone et plus, ne devraient 

pas exister ou être très instables en raison des tensions plus ou moins 

importantes imposés à la molécule [20].   

 

1.2.1.2. Les hydrocarbures aromatiques  

Les hydrocarbures aromatiques comprennent les monoaromatiques (benzène et 

dérivés monoalkylés, polyalkylés et cycloparaffiniques) et les polyaromatiques de 

2 à 7 cycles benzéniques fusionnés [31, 32], dont les molécules constituent 

essentiellement les HAP. Cet agencement des cycles pouvant être linéaire 

(anthracène), angulaire (phénanthrène) ou bien groupé (pyrène). Les HAP 

peuvent contenir en outre des cycles paraffiniques et des groupements alkyles 

branchés sur les noyaux. Dans l’environnement, les HAP composés de 2 à 7 

noyaux aromatiques sont les plus présents et les plus mobiles [33]. 

Les BTEX (benzène, toluène, éthylbenzène et xylènes) sont tous liquides, très 

volatils et sont très inflammables [34]. Ils sont faiblement solubles dans l’eau [35] 

et donc plus mobiles dans les eaux et dans les sols d’où, leur impact sur 

l’environnement. Par ailleurs, Ils sont facilement accessibles aux microorganismes 

sous forme solubilisée [36]. les valeurs du coefficient de  partage  octanol/eau  
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(logKOW) sont  comprises  entre  2  et  4  traduisant  une  adsorption modérée par 

la phase organique [35].  

A l’état pur, les HAP se trouvant sous forme solide, sont souvent colorés et 

cristallins à température ambiante. Leurs masses moléculaires variant de 128 à 

300 g.mole-1. Leurs persistances augmentent avec le nombre de cycles de la 

molécule. Par exemple, le naphtalène et les composés de faibles poids 

moléculaires, étant plus solubles dans l’eau et plus volatiles, donc les plus mobiles 

dans l’environnement. Ils sont peu persistants et donc peu bioaccumulables [37, 

38, 39]. En revanche, les composés de poids moléculaires élevés sont très 

persistants et par conséquent bioaccumulables.  

Les HAP ont un caractère fortement hydrophobe avec un logKOW entre 3,37 et 

7,64 [40], témoignant d’un important potentiel d’adsorption sur les matières 

organiques particulaires en suspension dans l’air ou dans l’eau, ainsi que d’un fort 

potentiel de bioconcentration dans les organismes. Le logKOW augmente avec le 

poids moléculaire et également avec la présence de groupements alkyles [41, 42, 

43, 44]. 

 
On conclu que leurs propriétés physico-chimiques les rendent récalcitrants à la 

dégradation naturelle, et donc persistants sur les sites contaminés. A titre 

d’exemple, la demi-vie du phénanthrène est de 16 à 124 jours, mais celle du 

benzo[a]pyrène peut atteindre jusqu’à 4 années [45]. 

 

1.2.2.  Toxicologie des  hydrocarbures   

La toxicité des hydrocarbures pétroliers dépend de leurs solubilité et 

biodisponibilité, on suppose que la fraction soluble dans l’eau est la plus nocive 

pour l’environnement car elle est directement disponible pour l’absorption par les 

organismes. La toxicité des hydrocarbures varie d’une famille à une autre, ainsi 

qu’au sein de la même famille la toxicité varie d’un composé à un autre. Les voies 

d’absorption des hydrocarbures par l’homme sont [46] :  

 

 
 les voies respiratoires via l’inhalation de particules atmosphériques 

contaminées ou de fumées de cigarettes. Le taux d’absorption par les 
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poumons dépend du type d’hydrocarbure, de la taille et de la composition 

des particules sur lesquelles ils sont adsorbés, 

 
 le système digestif via l’ingestion de produits alimentaires contaminés, les 

hydrocarbures sont absorbés au niveau intestinal et métabolisés au niveau 

du foie,   

 
 les hydrocarbures absorbés par voie cutanée sont, en quelques minutes, 

distribués à l’ensemble de l’organisme. 

 

1.2.2.1.  Les hydrocarbures saturés  

La toxicité des hydrocarbures aliphatiques est moindre que celle des HAP. 

Cependant, l’inhalation de n-alcanes de C5 à C8 est susceptible de provoquer une 

dépression du système nerveux central et une exposition au n-hexane et 

cyclohexane peut provoquer une perte de myéline ou une dégénérescence des 

axones. Les alcanes liquides (C5 - C16) sont des solvants de graisses. Le contact 

cutané répété ou prolongé entraîne une irritation [47].  

Les cycloparaffines peuvent produire des effets toxiques par inhalation et 

ingestion, et ils ont une action irritante et dégraissante sur la peau. Généralement, 

les cycloparaffines sont des anesthésiques et des dépresseurs du système 

nerveux central, mais leur toxicité aiguë est faible et, du fait qu’ils sont presque 

complètement éliminés de l’organisme, le risque d’intoxication chronique est 

relativement peu important. 

 

1.2.2.2.  Les hydrocarbures aromatiques  

Les hydrocarbures monoaromatiques (BTEX) sont toxiques pour l’organisme 

humain notamment le benzène qui est cancérogène. Généralement, ils 

provoquent des mutations, malformations congénitales, perturbations 

endocriniennes, des troubles nerveux et des maladies du foie et des effets sur le 

système nerveux central. 

Les HAP présentent différentes propriétés toxiques suivant le composé considéré. 

Les principaux effets toxiques sont la cancérogénicité [48], la génotoxicité et la 
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tératogénécité [49, 50]. Les propriétés cancérogènes des HAP n’ont été prouvées 

que pour le benzo(a)pyrène [51], le chrysène (Horton et Christian, 1974), le 

dibenzo(a,h)anthracène [52], le naphtalène [53], le benzo(b)fluoranthène [54], le 

benzo(k)fluoranthène [55] et l’indéno(1,2,3-cd)pyrène [56].   

 

Plusieurs facteurs favorisent le caractère cancérogène : le nombre de cycles (ce 

sont les HAP à 4 noyaux aromatiques ou plus qui sont généralement 

cancérogènes), l’arrangement stérique de la molécule (les molécules planes sont 

moins toxiques). De plus, pour être cancérogène, le HAP doit posséder une région 

baie et une région fjord [57] comme le montre la figure 1.6. 

 

 

 

 

 

 

En raison de leur caractère lipophile, les HAP s’accumulent dans les organismes 

vivants, préférentiellement dans les tissus lipidiques. La plupart des organismes 

ont la capacité de métaboliser les HAP, par action de l’enzyme cytochrome P450, 

en époxydes-diols. Ces derniers sont considérés comme étant les principaux 

agents cancérogènes pour la plupart des HAP, bien que d’autres intermédiaires 

réactifs puissent également être importants [58]. En effet, les HAP deviennent 

toxiques notamment lorsque les métabolites hydrophiles se fixent sur les 

structures cellulaires (protéines, ADN) et génèrent donc la formation d’adduit. La 

Figure 1.6 : Caractéristique structurale des HAP ayant un potentiel cancérogène 
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modification de l’ADN induit alors des effets cancérogènes et mutagènes. Tous 

ces modèles provenant d’études animales in vitro et in vivo indiquent que ces 

mécanismes sont vraisemblablement pertinents pour les humains [59]. 

Finalement, seize HAP ont été retenus par l’Agence pour la Protection de 

l’Environnement des Etats-Unis (EPA, US) [41] comme polluants organiques 

prioritaires et suscitent donc un intérêt particulier dans la surveillance de 

l’environnement.  

 

1.2.3. Devenir des hydrocarbures dans l’environnement   

1.2.3.1. Milieu marin 

Le comportement des hydrocarbures en milieu marin dépend du type et de la 

quantité de pétrole déversé, du lieu du déversement (zone côtière, estuaire, au 

large) des conditions météorologiques (marée, courants, direction du vent, 

ensoleillement) et de la dynamique de l’écosystème touché. Du fait de la très 

faible solubilité des hydrocarbures dans l’eau et de leur densité qui est légèrement 

inférieure à l’unité, les hydrocarbures rejetés dans les océans s’étalent à la 

surface  avant de subir une série de modifications suite à l’action de facteurs 

abiotiques et biologiques [60, 61].  

 

 Etalement : Après le diversement du pétrole, il commence à s’étaler sur toute 

la surface de la mer formant une seule nappe (1m3 de pétrole peut couvrir 

1km2) dont l’épaisseur varie entre 0,01 et 3,0 mm [62]. La vitesse de 

propagation dépend notamment de la viscosité du pétrole.  

 Evaporation : Généralement, l’évaporation est limitée aux composés ayant 

moins de 15 atomes de carbone (température d’ébullition inférieure à 270 °C) 

[63, 64, 65]. Le taux et la vitesse d’évaporation sont fortement liés à la 

volatilité du pétrole, la vitesse des vents et la température de l’eau.  

L’évaporation influe positivement sur la toxicité du pétrole déversé, la plupart 

des composés légers (inférieur à C10) sont généralement considérés comme 

toxiques à cause de leur forte biodisponibilité. Ces composés subissent une 
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évaporation dans les premières heures de déversement entraînant une 

réduction de la toxicité du pétrole déversé.  

  
 Dissolution : Les hydrocarbures solubles présentent un effet négatif pour 

l’environnement, ils sont absorbés par les organismes aquatiques. La 

solubilité est fonction de la structure et du poids moléculaire du composé. 

Aussi, Il a été démontré que la solubilité des hydrocarbures dans les eaux 

marines est plus faible qu’à celle de l’eau distillée [66]. 

 
 Emulsification (sous l’effet de l’agitation) : l’émulsification du pétrole est le 

processus par lequel les gouttelettes de l’eau de mer se retrouvent dans 

l’huile, l’émulsion ainsi formée est généralement très visqueuse et est 

persistante plus que le pétrole lui-même. Les huiles, dont la teneur en 

asphaltènes est élevée (supérieure à 0,5%), ont une tendance à former des 

émulsions stables pouvant persister pendant plusieurs mois après le 

déversement de pétrole.   

 
 Sédimentation : elle concerne les résidus goudronneux constitués de la 

fraction pétrolière la plus lourde et dont la densité est supérieure à celle de 

l’eau de mer. La sédimentation conduit à la formation d’agrégats de haute 

densité difficilement dégradables par voie naturelle. 

 
 Photo-oxydation (sous l’effet de l’énergie solaire) : ce phénomène conduit à 

la formation de composés solubles dans l’eau (acides, alcools, cétones, 

peroxydes et sulfoxydes) qui sont toxiques pour les communautés 

microbiennes [67, 68]. L’efficacité de la photo-oxydation dépend de la nature 

des hydrocarbures [60]. 

 
 Dispersion : Par l’action des vagues et de la turbulence, la nappe se 

décompose en fragments et en gouttelettes. Les fines restent en suspension 

alors que les plus grandes ont tendance à monter à la surface de l’eau 

reforment une nappe d’épaisseur très mince. A ce stade, la nappe a une 

surface plus grande qu’avant la dispersion, ce qui favorise d’autres processus 

naturels tels que la dissolution et la biodégradation. La vitesse de dispersion 
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dépend, dans une large mesure, de la nature de pétrole déversé et de l’état de 

la mer.  

  
 Biodégradation : la biodégradation est le processus naturel le plus important 

dans la dépollution de l’environnement marin. L’eau de mer contient une large 

gamme de microorganismes pouvant dégrader partiellement ou complètement 

le pétrole en des composés solubles dans l’eau et finalement en dioxyde de 

carbone et en eau.  

 

 
1.2.3.2.  Sol 

Le devenir des hydrocarbures dans les sols dépend d’un ensemble de processus 

responsables de la volatilisation, de l’immobilisation, de la mise en solution, du 

transport et des transformations chimiques et biochimiques des molécules. Ainsi, 

la mobilité des hydrocarbures dans les sols fait intervenir les phénomènes 

suivants : la solubilisation, la percolation, l’adsorption et la volatilisation. La figure 

1.7 résume les différents mécanismes intervenant dans le devenir des 

hydrocarbures dans le sol.  

Le degré de pénétration des hydrocarbures est fonction de la nature et de la 

structure du sol, comme de la quantité et de la nature du produit déversé. Un 

produit de faible viscosité pénètre rapidement dans un sol sec et poreux et s’étale 

donc peu à la surface. Inversement, sur un sol saturé d’eau de type argileux, le 

produit s’étale largement d’autant plus que sa viscosité est relativement élevée.  

Les déversements de pétrole dans l’environnement terrestre se caractérisent 

essentiellement par un mouvement vertical du pétrole dan le sol, L’infiltration 

empêche les pertes par évaporation des hydrocarbures volatils pouvant être 

toxiques pour les microorganismes. Les matières particulaires peuvent réduire, 

par l’adsorption, la toxicité des produits pétroliers. Cependant, l’absorption et 

l’adsorption des hydrocarbures par des substances humiques conduisent 

probablement à la formation des résidus persistants [69].   
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A la différence des écosystèmes aquatiques, les écosystèmes terrestres 

contiennent des concentrations élevées de matières organiques et inorganiques et 

un grand nombre de microorganismes. Habituellement, une fraction importante de 

la communauté microbienne utilise les hydrocarbures, ce qui augmente 

rapidement son nombre quand il y a une contamination aux hydrocarbures. 

Cependant, la présence de population microbienne autochtone, qui est très bien 

adaptée à un environnement de sol particulier, serait susceptible d’influer 

négativement sur la capacité des microorganismes ensemencés. 

 

1.3. Remédiation des sites Contaminés aux hydrocarbures 

Les activités humaines ont contribué à dégrader les écosystèmes en rejetant des 

quantités croissantes d’hydrocarbures ayant un effet désastreux sur les êtres 

vivants. La prise de conscience de ces risques conduit à la nécessité d’éliminer ou 

de réduire cette pollution par des techniques adéquates. Plusieurs méthodes 

physico-chimiques et biologiques ont été appliquées.     

 

Figure 1.7: Différents processus intervenant dans le devenir des hydrocarbures  
dans le sol [70] 
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1.3.1.  Milieu marin    

La remédiation physico-chimique du milieu marin contaminé par les hydrocarbures 

dépend de plusieurs facteurs ; la nature et quantité du produit déversé, le lieu     

de l’accident, les conditions météorologiques et les caractéristiques 

environnementales [71, 72] : 

 

 Traitement physique : La récupération des hydrocarbures en mer consiste à 

confiner les hydrocarbures flottants à l’aide de barrages remorqués par des 

navires et à les récupérer sur la surface de la mer ou à les brûler. Lorsque la 

récupération par écrémage et pompage est devenue inefficace du fait de la 

viscosité importante du polluant, on utilise des chaluts de surface ; les chaluts 

permettent la récupération dynamique en mer de produits solides, 

extrêmement visqueux, fortement amalgamés ainsi que de macro déchets. 

Afin d’éliminer des traces d’hydrocarbures dans les dernières étapes du 

nettoyage, des matériaux absorbants ou adsorbants sont utilisés. 

 
 Traitement chimiques (dispersants) : L’application de dispersants sur la nappe 

de pétrole est une méthode d’intervention couramment employée (pour 18% 

des catastrophes pétrolières mondiales, [73]). Cette méthode est 

complémentaire de la récupération mécanique. 

 
Les dispersants sont des produits chimiques réduisant la tension superficielle 

eau pétrole. Ils facilitent ainsi la fragmentation du pétrole en microgouttelettes 

en augmentant leur stabilité en suspension dans la colonne d’eau limitant ainsi 

les processus de recoalescence du pétrole en surface. En fait, cette 

dispersion, renforcée par l’agitation de la mer, accélère le processus de 

biodégradation des hydrocarbures [74, 75, 76]. Il est à signaler que la 

viscosité du pétrole est un des premiers facteurs à prendre en compte 

puisqu’elle régit le phénomène de dispersion. En effet, l’efficacité d’un 

dispersant va être inversement corrélée à la viscosité du pétrole. 
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1.3.2.  Sol  

Les méthodes utilisées dans la réhabilitation du sol sont diverses. Cependant, 

avant de faire le choix d’une technique particulière de dépollution, plusieurs 

paramètres sont à prendre en compte : type et comportement du polluant 

(volatilité, adsorbabilité, polarité, …), diversité des conditions locales (nature du 

sol, de la nappe, accessibilité, disponibilité de surfaces utilisables à proximité, 

zone urbaine ou non), pollution récente ou ancienne, étendue ou non. On 

distingue quatre types de dépollution: physique, chimique, thermique et 

biologique.  

  

 Traitement physique   

 

 Solidification et stabilisation : Cette méthode s’applique principalement sur des 

sols excavés. L’ajout des réactifs (pouzzolanes, cimentants, etc.) au sol 

contenant le contaminant, forme ainsi un composite non réactif. La 

stabilisation peut être réalisée par l’utilisation de la chaux ou de l’argile. 

 

 Excavation : Elle consiste à transporter les sols excavés vers des centres de 

traitement spécialisés. Le procédé consiste à ajouter de l’eau au sol, le 

mélange homogène est tamisé en plusieurs fractions. Les polluants se 

concentrent dans les fractions les plus fines que l’on sépare par un traitement 

approprié. 

 

 Traitement thermique  
 

Le procédé thermique est réalisé par l’incinération qui consiste à détruire les 

matières organiques. Ce procédé passe par deux étapes : une première à 400 °C, 

dite de volatilisation et une seconde dite de destruction à une température 

supérieure à 1000 °C.  

 Traitement chimique  

 

 L’ozonation : L’ozone est un oxydant puissant, instable en milieu aqueux et à 

forte réactivité. De ce fait, l’ozone a donc une grande capacité d’attaquer les 
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composés organiques et les métaux. Il agit selon deux voies, la première, 

qualifiée de directe, met en jeu la molécule d’ozone, l’autre, dite indirecte, met 

en jeu des radicaux hydroxyles issus de l’autodécompostion de l’ozone. Dans 

le but d’améliorer l’efficacité de l’oxydation par l’ozone, il est possible de lui 

associer le peroxyde d’hydrogène (H2O2/O3). 

 

 Traitement biologique  

 

Les procédés de décontamination des sols par voie biologique sont de plus en 

plus utilisés, puisqu’ils n’engendrent que de faibles coûts, sont faciles à implanter 

et laissent la structure du sol intacte. Ainsi, les sols traités peuvent êtres réutilisés 

à des fins agricoles ou industrielles en fonction de l’importance de la 

contamination. 

 

 Bioslurry : le principe consiste à réaliser et faciliter la biodégradation dans un 

contenant installé sur le site, en ajoutant au sol les nutriments et l’oxygène 

nécessaires aux microorganismes. Le sol est excavé et subit diverses 

opérations de broyage, tamisage et d’homogénéisation ; il est ensuite 

mélangé à de l’eau.  

 

 Landfarming : le sol est étalé après excavation sur une grande surface 

imperméable, sur une épaisseur de quelques dizaines de centimètres et la 

terre est ensuite retournée avec d’éventuels ajouts favorisant la 

biodégradation. 

 

 Bioventing : l’aération du sol (injection d’air) fournit aux microorganismes 

l’oxygène nécessaire à la biodégradation des polluants organiques. Il est 

également possible d’injecter de l’eau oxygénée (H2O2) qui est une source 

d’oxygène pour les bactéries. L’eau oxygénée et des nutriments sont injectés 

dans le sol. 

 

L’amélioration de la biodégradation des hydrocarbures peut être réalisée par 

l’ajout d’agents tensio-actifs. A cause de leur faible toxicité, les biosurfactants 

synthétisés par les microorganismes semblent mieux adapter à cette méthode.  
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D’autres méthodes chimiques et plus récemment électrochimiques, ont été 

appliquées pour, soit transformer les polluants organiques en composés moins 

toxiques qui pourront par la suite subir un traitement biologique, soit minéraliser 

totalement ces polluants. Il s’agit, la plupart du temps, de procédés d’oxydation 

avancée. L’objectif est de générer, dans le milieu aqueux, des radicaux hydroxyles 

OH. En effet, le radical OH est un oxydant plus puissant que le peroxyde 

d’hydrogène H2O2 ou l’ozone O3. On peut distinguer quatre types de procédé 

d’oxydation avancée : (a) les procédés d’oxydation chimique en phase homogène 

(H2O2/Fe2+ et H2O2/O3), (b) les procédés photocatalytiques en phase homogène 

et/ou hétérogène (H2O2/UV, O3/UV et Fe2+/H2O2/UV; TiO2/UV), (c) les procédés 

d’oxydation sonochimique (d) les procédés d’oxydation électrochimique (électro-

Fenton). L’efficacité de ces procédés dépend de nombreux paramètres tels que la 

concentration en oxydant, l’intensité de la lumière UV, le pH, la température, etc.   

[77, 78, 79, 80, 81].     

 

1.4.  Biodégradation des hydrocarbures  

1.4.1. Généralités  

L’élimination des hydrocarbures par voie biologique est le processus prépondérant 

dans les sites pollués. De ce fait, une très grande variété de microorganismes 

(bactéries, champignons, levures et algues unicellulaires) peut utiliser les 

hydrocarbures comme source de carbone et d’énergie pour leur croissance. Une 

large gamme d’études a porté sur la biotransformation, la biodégradation et la 

biorestauration des hydrocarbures pétroliers [82, 83, 84, 85, 86].  

Les hydrocarbures de faible poids moléculaire sont très solubles dans l’eau et par 

conséquent très toxiques pour les microorganismes. Ils peuvent interagir avec leur  

membrane cellulaire. Ces interactions conduisent à des changements structuraux 

et fonctionnels de cette dernière, ce qui par conséquent, peut diminuer la 

croissance et l’activité cellulaire [87, 88, 89]. 

Les sites contaminés par les hydrocarbures sont considérés comme des biotopes 

prometteurs pour isoler des microorganismes présentant des potentialités élevées 

de dégradation des hydrocarbures et leurs dérivés [90, 91, 92]. Les travaux de 
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recherche récents s’intéressent à l’isolement de microorganismes capables de 

dégrader les hydrocarbures dans des conditions extrêmes (température, sel, 

concentration en hydrocarbures, nutriments et pH). Parmi ceux-ci :  

Les bactéries : Pseudomonas sp., Bacillus sp., Gordonia, Brevibacterium, 

Aeromicrobium, Dietzia, Sphingomonas sp., Burkholderia, Mycobacterium, 

Rhodococcus sp., Arthrobacter sp., Acinetobactersp., Alcaligenes et 

Flavobacterium sp. 

Les champignons : Amorphoteca, Neosartorya, Talaromyces, Graphium, 

Aspergillus Pénicillium et Cephalosporium. 

Les levures : Candida, Yarrowia, Pichia, Candida  lipolytica, Rhodotorula 

mucilaginosa,  Geotrichum sp., Mucoides et Trichosporon. 

Les microalgues : Prototheca zopfi. 

On distingue deux grandes voies métaboliques : aérobie et anaérobie. Dans le 

premier cas, l’accepteur final d’électrons est l’oxygène alors que, dans le 

deuxième cas, ceux sont des composés autres que l’oxygène (nitrate (NO3
-), 

manganèse (MnO2), fer ferrique (Fe3+), sulfate (SO4
2-), dioxyde de carbone (CO2) 

ou la molécule elle-même (fermentation)). Le rendement énergétique du 

catabolisme dépend de l’accepteur et du donneur d’électron utilisés. Cependant, 

la dégradation aérobie a été généralement considérée comme une approche 

prédominante et efficace pour la dépollution des sites contaminés [21, 93].  

 

1.4.2.  Mode d’action des microorganismes  

A l’exception de certains genres de bactéries et champignons produisant des exo-

enzymes, les enzymes doivent accéder directement au contaminant pour le 

métaboliser, cet accès suppose le transport du substrat à travers la membrane 

cellulaire vers l’intérieur de la cellule microbienne. D’une façon générale, ce mode 

d’action peut être réparti en quatre étapes  [94, 95, 96] :   

- Les processus métaboliques optimisant le contact entre les cellules 

microbiennes et les hydrocarbures. Ces derniers doivent être accessibles aux 

microorganismes ayant des activités de biodégradation. Par exemple, les 
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hydrocarbures sont insolubles dans l’eau et leur dégradation nécessite la 

production de biosurfactants. Cependant, les microorganismes peuvent 

développer d’autres mécanismes en modifiant les propriétés de surface 

cellulaire (comme hydrophobicité) améliorant ainsi la biodisponibilité du 

contaminant [97, 98, 99] ;  

 

- L’attaque intracellulaire initiale des hydrocarbures est un processus oxydatif 

nécessitant l’activation et l’incorporation d’oxygène : cette réaction clé 

enzymatique est catalysée par les oxygénases et les peroxydases ; 

 
- Les voies de dégradation périphérique qui convertissent les hydrocarbures 

étape par étape en intermédiaires, par exemple, le cycle d’acide 

tricarboxylique (TAC) ; 

 
- La biosynthèse de la biomasse à partir des métabolites précurseurs centraux, 

par exemple, l’acétyl-CoA, succinate et pyruvate.  

 

1.4.3.  Mécanismes de biodégradation aérobie des hydrocarbures 

De nombreuses études ont permis de mettre en évidence différents processus 

utilisés par les microorganismes pour métaboliser les hydrocarbures [100, 101, 

102,  103,  104,  105]. Dans les premières étapes du métabolisme, l’oxygène 

dissous est utilisé  en tant que co-substrat, et en tant qu’accepteur d’électrons 

dans les dernières étapes qui servent à la production d’énergie.  

 

1.4.3.1.  Les hydrocarbures saturés  

1.4.3.1.1.  n-alcanes  

Plusieurs études ont porté sur les différents aspects physiologiques et 

biochimiques, ainsi que sur les enzymes impliquées et les voies responsables de 

la dégradation des alcanes. Le mécanisme peut varier selon l’espèce bactérienne 

considérée, la nature du substrat et les caractéristiques physico-chimiques de 

l’environnement [102, 106, 107, 108, 109, 110].  
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En comparaison aux autres composés hydrocarbures, les n-alcanes sont les plus 

facilement biodégradables. Néanmoins, les alcanes à courte chaîne (C5 à C10) 

sont reconnus toxiques pour de nombreux microorganismes ; ces molécules 

agissent comme solvants perturbant la structure membranaire, et par conséquent, 

sont difficilement biodégradables.  

 
En revanche, les n-alcanes dont le nombre d’atomes de carbone est compris entre 

10 et 20 sont les plus facilement dégradables par une très grande variété de 

microorganismes [111, 112].  

 
L’oxydation des alcanes est classée comme étant monoterminale, diterminale ou 

subterminale, toutefois, l’oxydation monoterminale est la principale voie. Plusieurs 

modes d’attaque des n-alcanes ont été décrits, la dégradation initiale débute par 

l’addition directe d’oxygène à l’atome du carbone terminal nécessitant la présence 

d’oxygène moléculaire. L’addition d’oxygène au groupement méthyle terminal 

(carbone terminal) catalysée par une oxygénase produit un alcool primaire ou 

secondaire. On distingue deux voies : oxydation monoterminale et oxydation 

subterminale. Les voies métaboliques de dégradation des n-alcanes par les 

bactéries sont indiquées sur la figure 1.8. 

Oxydation monoterminale: C’est la principale voie pour la majorité des 

microorganismes. L’alcool primaire, ainsi formé, est transformé en aldéhyde puis 

en acide gras correspondant. Ce métabolisme de dégradation s’effectue par une 

série d’étapes enzymatiques. L’acide carboxylique formé est ensuite assimilé par 

-oxydation [102, 108, 110, 113]. Dans certains cas, après la formation de l’acide 

gras, une deuxième oxydation peut se produire au niveau du groupe méthyle, en 

donnant un diacide gras (oxydation diterminale) qui est ensuite converti en acide 

dicarboxylique et traité par -oxydation [102, 106]. 

Oxydation subterminale: L’oxydation subterminale des n-alcanes a également 

été rapportée [114, 115, 116]. Le produit généré, un alcool secondaire, est 

converti en cétone correspondante, puis la cétone est oxydée par une 

monooxygénase pour former un ester qui est hydrolysé par une estérase, 

générant un alcool et un acide gras. Les deux oxydations (terminale et 

subterminale) peuvent coexister chez certains microorganismes.    
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L’oxydation des alcanes par une dioxygénase peut conduire à la formation d’un 

peroxyde, ce dernier est oxydé en aldéhyde puis en acide sans un alcool 

intermédiaire [117, 118]. Cependant, chez certaines souches, le passage par la 

forme alcool est nécessaire. La dioxygénase nécessite l’oxygène moléculaire 

pour catalyser l’oxydation des n-alcanes (C10 à C30) et des alcènes (C12 à C20), 

sans production d’oxygène [108]. La figure 1.9 montre ces deux voies 

métaboliques.  

Figure  1.8 : Voies métaboliques de dégradation des n-alcanes par les bactéries 
[102, 110, 115] 
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1.4.3.1.2.  Alcanes ramifiés (isoalcanes) 

Jusqu’à présent, peu d’espèces de bactéries ont été décrites pour leur capacité à 

dégrader les alcanes ramifiés. Certains composés ramifiés sont récalcitrants à la 

dégradation bactérienne, ce qui peut provoquer leur accumulation dans 

l’environnement. A titre d’exemple, les alcanes n-C17 et n-C18 sont facilement 

dégradés par les microorganismes, alors que leurs homologues à chaîne ramifiée, 

pristane et phytane, sont moins biodégradables [119].  

En raison de la présence du groupement méthyle qui va bloquer la -oxydation 

[120], l’intervention d’un autre mécanisme, comme α-oxydation, -oxydation ou 

une oxydation à l’autre extrémité, est nécessaire [102]. L’augmentation du nombre 

de ramifications a pour effet de diminuer leur biodégradabilité [121, 122, 123]. La 

figure 1.10 représente la dégradation aérobie du pristane.  

 

 

 
Figure  1.10 : Voies métaboliques de dégradation pristane par les microorganismes 

[124, 125, 126]  

Figure 1.9 : Voies métaboliques de dégradation des n-alcanes par introduction 

de la molécule d’oxygène 

 -oxydation 

 -oxydation 
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1.4.3.1.3.  Cycloalcanes  

Les cycloalcanes sont particulièrement résistants à la dégradation microbienne. 

Certains des composés monocycliques tels que le cyclopentane, le cyclohexane 

et le cycloheptane sont connus pour leur effet de solvatation sur les membranes 

lipidiques de la cellule microbienne. Ils sont donc toxiques pour la plupart de 

bactéries dégradantes les hydrocarbures [127]. Les cycloalcanes complexes 

comme les hopanes (tricyclopentanes) sont les composés les plus résistants par 

rapport aux autres produits pétroliers déversés dans l’environnement [128].  

Le mécanisme de dégradation du cyclohexane est présenté sur la figure 1.11. Il 

en résulte une multitude de dérivés cétoniques pour aboutir à la formation 

d’Acétyl-CoA [129]. Ce mécanisme a été reconstitué par la mise en évidence de 

trois enzymes : la cyclohexanol déhydrogénase, la cyclohexanone 

monooxygénase et -caprolactone hydrolase. La cyclohexanol déhydrogénase a 

été purifiée et correspond à un alcool secondaire déhydrogénase NAD 

dépendante [130]. 

 

 

 

 

  

Les dérivés substitués des cycloalcanes sont plus facilement dégradés que les 

molécules parentales homologues. La dégradation des cyclohexanes n-alkyl 

substitués a été largement étudiée du fait de leur présence dans le pétrole brut et 

leur accumulation dans l’environnement. L’attaque microbienne débute sur la 

partie n-alkyl menant à un produit intermédiaire d’acide cyclohexane-carboxylique.  

 
Figure 1.11 : Voie métabolique générale du cyclohexane  [111] 
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1.4.3.2.  Les hydrocarbures aromatiques   

La dégradation des hydrocarbures aromatiques par les microorganismes est très 

importante pour l’élimination de ces composés des écosystèmes aquatiques et 

terrestres. Une variété de microorganismes ont la capacité de métaboliser les 

composés aromatiques [131, 132]. Les bactéries oxydent initialement les 

hydrocarbures aromatiques par l’incorporation de deux atomes d’oxygènes 

moléculaires dans le substrat pour former un dihydrodiol, ce dernier est converti 

en catéchol par une enzyme déshydrogénase. Dans le cas d’une implication d’une 

monooxygénase, le clivage est effectué par l’incorporation d’un atome d’oxygène 

en donnant une oxyde arène qui est oxydée en trans-dihydrodiol puis convertie en 

catéchol. Le clivage de ce dernier produit l’acide succinique, fumarique, acide 

pyruvique, acide acétique et aldéhydes, qui sont tous utilisés par les 

microorganismes pour la synthèse des constituants cellulaires et de l’énergie 

[133]. Les différentes voies métaboliques utilisées par les bactéries sont illustrées 

dans la figure 1.12.    

 

 

 

 

               

Figure 1.12 : Biodégradation des HAP ; dioxygénases intègrent les deux atomes d’O2 

dans le substrat. Monooxygénases incorporent un atome d’O2, le second atome est 

réduit à H2O  [131, 134] 
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Une substitution trop importante par des groupements méthyles peut inhiber 

l’oxydation initiale. Cependant, les groupements dont le nombre d’atomes de 

carbone supérieur à trois  seront préférentiellement dégradés avant la rupture du 

cycle.  Par ailleurs, la persistance sera augmentée si le composé ou ses sous-

produits de dégradation s’avèrent toxiques pour les microorganismes, par 

exemple, le phénol et l’hydroquinone sont les principaux intermédiaires de 

l’oxydation du benzène, toutefois, l’accumulation de l’hydroquinone, produit final 

de l’oxydation, exerce un effet toxique inhibant la dégradation d’autres polluants 

[135]. 

La dégradation des HAP de 2 à 3 cycles est l’une des plus étudiée. De 

nombreuses souches bactériennes ont été identifiées pour leur capacité à croître 

sur naphtalène et le phénanthrène comme seule source de carbone. C’est ainsi 

que des souches de Pseudomonas, Bacillus fusiformis, Sphingomonas, 

Alcaligenes, Burkholderia, Comamonas, Rhodococcus et Mycobacterium sp. ont 

été isolées [136, 137, 138, 139, 140, 141, 142].   

En revanche, peu de bactéries sont capables d’utiliser les HAP de haut poids 

moléculaire comme unique source de carbone et d’énergie. Ainsi, la 

biodégradation des HAP de haut poids moléculaire se fait généralement par co-

métabolisme. Les métabolites ainsi formés peuvent être des produits finaux de 

dégradation, en particulier dans le cas de culture pure (une seule souche 

bactérienne présente) mais dans le cas de culture mixte ou dans l’environnement, 

ces produits peuvent être dégradés par d’autres souches présentes (dégradation 

en chaîne).   

 

1.4..4. Biodégradation aérobie du naphtalène, molécule modèle des HAP 

Une grande variété d’espèces bactériennes ont la capacité d’utiliser le naphtalène 

comme  seule source de carbone et d’énergie, par exemple Burkholderia cepacia 

[143], Marinobacter [144], Polaromonas naphthalenivorans [145], Pseudomonas 

sp. [146], Pseudomonas putida [147], Ralstonia sp. [148] et Sphingomonas 

paucimobilis [149]. La voie métabolique de dégradation du naphtalène a été 

beaucoup étudiée, notamment chez les espèces du genre Pseudomonas [150, 

151, 152]. D’une façon générale, l’étape initiale d’oxydation du naphtalène est 
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similaire à celle des hydrocarbures aromatiques monocycliques (xylénol et crésol) 

[153]. Dans les cellules procaryotes, en présence d’oxygène et du coenzyme 

NADH, le naphtalène est oxydé par incorporation de deux atomes d’oxygène 

moléculaire, en dihydrodiol 1,2-dihydroxynaphtalène. L’oxydation des dihydrodiols 

entraîne la formation d’acide salicylique puis de catéchol ou en acide gentisique 

selon le type de bactéries (figure 1.13). Les catabolites du naphtalène 

interviennent dans le cycle de Krebs [151]. Le chemin encadré en bleu est 

proposé par Lin et al. [154] en utilisant la souche Bacillus fusiformis (FBN). 

 

 
 

 

 
 

Figure 1.13 : Voies métaboliques de dégradation aérobie du naphtalène               

[151, 152, 154]  
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1.4.5. Biodégradation des hydrocarbures en conditions anaérobies 

En absence d’oxygène moléculaire (par exemple dans les sédiments profonds, 

sols inondés, lagunes eutrophes, eaux douces stagnantes, océans et dans les 

gisements de pétrole), d’autres accepteurs d’électrons tels que les nitrates, le fer 

ferreux et les sulfates, sont nécessaires aux microorganismes pour oxyder les 

hydrocarbures.   

Il a été démontré que les n-alcanes supérieurs à C6, alcanes ramifiés, 

cycloalcanes, les  alkyl-benzènes, naphtalène, phénanthrène et certains alcènes 

peuvent être dégradés en conditions anaérobies. Par exemple, les non-substitués 

et méthyle, éthyle-substitués de cyclopentènes, cyclopentanes et de cyclohexanes 

sont dégradés sans un décalage important en présence de sulfate, mais plutôt 

moins efficace dans des conditions méthanogènes. La dégradation anaérobie est 

généralement plus lente que la dégradation aérobie pour le même composé.  

D’autres accepteurs d’électrons terminaux peuvent être utilisés au cours du 

métabolisme anaérobie des hydrocarbures comprenant des oxydes de 

manganèse, des acides humiques de sol et le fumarate dans le processus 

d’oxydation fermentatif [155, 156, 157]. La figure 1.14 décrit les réactions initiales 

impliquées dans la biodégradation anaérobie des hydrocarbures.  
 

 

 

 

 

Figure 1.14 : Différentes voies métaboliques de dégradation des hydrocarbures en 

fonction de l’accepteur d'électrons 
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Le naphtalène et le phénanthrène peuvent être utilisés comme seule source de 

carbone sous conditions sulfato-réductrices ou nitrate-réductrices. Le cas des 

autres HAP est moins clair, soit ils sont utilisés comme seule source de carbone, 

soit ils sont co-métabolisés [158]. 

 

1.4.6. Dégradation des hydrocarbures par les champignons et les microalgues   

 

La capacité de se développer sur les hydrocarbures ne se limite pas uniquement 

aux bactéries, certains sites contaminés contiennent également de nombreux 

champignons et levures capables de dégrader les hydrocarbures [159, 160, 161, 

162, 163, 164].  

Les champignons utilisent un mécanisme différent par rapport aux bactéries pour 

la dégradation des hydrocarbures. En effet, les champignons ne semblent pas 

dégrader ou minéraliser les hydrocarbures (HAP) aussi rapidement que les 

bactéries et une association avec les bactéries serait nécessaire pour une 

minéralisation totale [165]. Les champignons sont capables de dégrader les 

composés hydrocarbonés non utilisés par les bactéries, cela peut être utile dans le 

cas des HAP à cinq cycles, qui sont faiblement dégradés par les bactéries.     

Il est à noter que certaines microalgues sont capables d’attaquer les 

hydrocarbures comme par exemple de Protatheca zopfii qui dégrade 40% du 

pétrole brut [166]. Les algues photo-autotrophiques oxydent les HAP pour former 

des intermédiaires hydroxylés [167]. L’oxydation de HAP notamment du 

naphtalène et du phénanthrène [168, 169] par les cyanobactéries est catalysée 

par une monooxygénase. Les données concernant les enzymes impliquées dans 

la dégradation des HAP par les algues, en particulier les cyanobactéries, restent 

cependant plutôt rares. 

 

1.4.7.  Facteurs affectant la biodégradation des hydrocarbures  

La biodégradation des hydrocarbures est influencée par :  

a)  les caractéristiques de milieu: température, pH, oxygène, nutriments, …                        

b)  les propriétés du polluant: concentration, structure, biodisponibilité,                       

.    hydrophobicité, …  
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c)  l’écologie microbienne: production des surfactants, diversité, voies,                             

.    métaboliques, …  

 

1.4.7.1. Facteurs abiotiques 

Afin de réussir le processus de la bioremédiation, il est donc indispensable 

de mieux connaître les caractéristiques physico-chimiques du site contaminé et 

les paramètres affectant la dégradation microbienne du pétrole brut. Les 

principaux facteurs abiotiques sont : la température, l’oxygène disponible, le pH, la 

salinité, la disponibilité des éléments nutritifs, l’ajout des surfactants et la nature du 

polluant qui détermine son niveau de solubilité et sa résistance à la dégradation.  

 

1.4.7.1.1. Composition chimique des hydrocarbures    

Dans un mélange complexe d’hydrocarbures, pétrole brut ou produits pétroliers, 

ce sont d’abord les paraffines linéaires et les aromatiques de faible poids 

moléculaire qui sont dégradés, puis les isoalcanes et les cyclaniques, la 

résistance à la biotransformation est d’autant plus importante que les molécules 

sont plus grosses, y compris pour les paraffines normales, plus branchés, plus 

polyaromatiques et que les molécules sont oxygénées, azotées ou soufrées [16].  

Il est généralement admis que la biodégradabilité des hydrocarbures se classe 

dans l’ordre décroissant selon la nature du composé [127, 170] : 

 

n-alcanes  >  alcanes ramifiés  >  alcènes ramifiés  >  n-alkyl aromatiques à faible 

poids moléculaire  >  monoaromatiques  > cycloalcanes > HAP  >> asphaltènes. 

Mais ce classement n’est pas universel. Cependant, d’après les travaux réalisés 

par Cooney et al. [171] et Jones et al. [172], les résultats ont montré que, dans les 

sédiments d’eau, le naphtalène et les alkyl-aromatiques sont extensivement 

dégradés avant l’hexadécane et le n-alcane respectivement.  

 

1.4.7.1.2.  Quantité du polluant   

La faible solubilité des hydrocarbures pose un problème réel car la surface de 

contact a un effet sur le processus de biodégradation. Des concentrations plus 
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élevées peuvent inhiber la croissance (faible rapport surface/volume) [173]. En 

utilisant un consortium bactérien mixte, Rahman et al. [174] ont montré qu’une 

augmentation de la concentration de pétrole brut de 1 à 10% (v/v) conduit à une 

diminution du taux de dégradation du pétrole de 78 à 52%.  

 

1.4.7.1.3.  Solubilité  

Le pétrole brut est un mélange de plusieurs composés de solubilité très variable 

dépendant de leurs coefficients de partage (KOW). La solubilité est une propriété 

importante pour évaluer leur biodégradation. En général, plus la solubilité d’un 

composé augmente, plus il est probable à se dégrader. Un hydrocarbure 

aromatique liquide ou dissous sera dégradé plus qu’un composé aromatique en 

phase solide [119]. Le contact entre le substrat et la cellule microbienne peut être 

favorisé par l’ajout d’un surfactant (augmente la solubilité des hydrocarbures) ou la 

production de celui-ci par les microorganismes eux-mêmes. En outre, la solubilité 

des hydrocarbures est fonction de la température, l’augmentation de celle-ci rend 

les hydrocarbures plus biodisponibles, ce qui favorise leur biodégradation.  

  

1.4.7.1.4.  Influence de la température  
 

La température a un effet considérable sur la biodégradation des hydrocarbures 

en modifiant son état physique (solubilité, viscosité,…), sa composition chimique, 

l’activité physiologique des microorganismes et par conséquent la vitesse de 

dégradation, ainsi que la nature et la concentration des espèces microbiennes 

présentes [120, 175]. La biodégradation des hydrocarbures peut se produire dans 

une large gamme de températures [0 - 70 °C], en fonction de la température de 

croissance, on distingue trois sortes de microorganismes : psychrotrophes, 

mésophiles et thermophiles.   

Généralement, le taux de la biodégradation des hydrocarbures diminue avec la 

diminution de la température à cause de la réduction de l’activité enzymatique 

[176, 177]. Le taux de dégradation maximal des hydrocarbures a été observé pour 

des températures variant de 30  à  40 °C pour le sol, de 20  à  30 °C pour les eaux 

douces et de 15  à  20 °C pour les eaux marines [178, 179].  
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1.4.7.1.5. Influence de l’oxygène  

 

La concentration en oxygène a été identifiée comme une variable limitante de la 

vitesse de la biodégradation des hydrocarbures dans les sols et les eaux 

souterraines par les bactéries aérobies. L’étape initiale du catabolisme des 

hydrocarbures (aliphatiques, cycliques et aromatiques) par les bactéries inclut 

l’oxydation de ces substrats par l’intermédiaire d’hydroxylases et d’oxygénases, 

pour lesquelles l’oxygène moléculaire est indispensable [127, 153, 180]. Dans les 

niveaux supérieurs de la colonne d’eau en milieu marin et d’eau douce, le 

problème de l’oxygène ne pose pas. Néanmoins, dans les sédiments aquatiques 

qui sont généralement anoxique, à l’exception d’une couche fine de la partie 

supérieure [179, 181, 182]. 

La disponibilité de l’oxygène dans les sols dépend de plusieurs paramètres : le 

taux de consommation d’oxygène par les microorganismes, le type de sol et la 

présence de substrats [178]. 

 

1.4.7.1.6.  Influence des éléments nutritifs  

Les nutriments sont des ingrédients très importants pour la réussite de la 

biodégradation des hydrocarbures notamment l’azote, le phosphore et dans 

certain cas le fer [179]. Selon la nature du site touché, certains de ces nutriments 

peuvent devenir limitant affectant ainsi les  processus de biodégradation. 

Le rejet des hydrocarbures dans les milieux aquatiques, qui contiennent des 

éléments nutritifs inorganiques en faibles concentrations, conduit généralement à 

des rapports carbone/azote et carbone/phosphore très élevés, défavorables pour 

la croissance microbienne [120, 179]. L’azote sert à la synthèse des protéines et 

des acides aminés et le phosphore fait partie des acides nucléiques de nombreux 

coenzymes et de l’ATP.    

 

Il a été établi que la dégradation des hydrocarbures, dans les milieux marins, 

estuaires, lacs, terrestres, sédiments et eaux souterraines, dépend de la 

disponibilité de l’azote et du phosphore. L’ajustement du rapport 

carbone/azote/phosphore par l’ajout de l’azote et du phosphore sous forme 

d’engrais, dans les milieux pauvres en nutriments, améliore la dégradation des 

hydrocarbures [183, 184].  
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Cependant, selon plusieurs auteurs, l’ajout excessif de NPK peut avoir un effet 

négatif sur la dégradation des hydrocarbures [185, 186] et plus particulièrement 

sur les aromatiques. Carmichael et Pfaender [187] et McMillen et al. [188] ont 

rapporté que le ratio C/N est optimal pour des valeurs comprises entre 2 et 200. 

Signalons enfin que d’autres nutriments sont nécessaires au métabolisme des 

bactéries : le potassium, magnésium, calcium, soufre, sodium, manganèse, fer et 

métaux de traces.   

 
1.4.7.1.7.  pH        

A  cause de la faible variation du pH du milieu marin (pH ≈ 8), le pH ne semble 

jouer qu’un rôle relativement mineur par rapport au sol. Ce dernier peut avoir des 

valeurs de pH très variables, allant de 2,5 à 11,0 [178]. Des valeurs extrêmes de 

pH pourraient avoir une influence négative sur la capacité biodégradative des 

microorganismes. L’acidité du milieu peut favoriser la solubilisation des métaux 

lourds qui sont toxiques pour les microorganismes. Lors de la biodégradation des 

hydrocarbures, des métabolites correspondant notamment à différents acides sont 

produits, ce qui entraîne une diminution du pH. 

La croissance des microorganismes étant favorisée par un pH proche de la 

neutralité, Leahy et Colwell [69] ont trouvé que la dégradation des hydrocarbures 

est plus élevée dans des conditions légèrement basiques. Aussi, en utilisant un 

consortium de souches de Pseudomonas, Sathishkumar et al. [189] ont obtenu un 

taux de dégradation maximal de pétrole brut pour un pH = 7 (incubation à 35 °C).  

 

1.4.7.1.8. Salinité  

La salinité peut provoquer des changements dans la physiologie d’un organisme 

pouvant également altérer la disponibilité d’un contaminant en affectant les 

changements sur le site de l’absorption ou dans ses capacités métaboliques [190]. 

La salinité moyenne des milieux océaniques est de l’ordre de 3,5% et l’intervalle 

de variation se situe en général entre les limites de 3,3% et 3,7%. Ces 

concentrations en sels sont compatibles avec la croissance des microorganismes 

hydrocarbonoclastes.  
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Diaz et al. [191] ont constaté que les faibles valeurs de salinité ont conduit à une 

meilleure dégradation du pétrole. En revanche, des concentrations en sel plus de 

deux fois de la salinité des eaux de mer diminuent le taux de dégradation.  

Mille et al. [192] ont noté que la quantité du pétrole dégradé augmente avec la 

salinité jusqu’à une valeur de 0,4 mol.l-1 de NaCl (23,3 g.l-1). Au delà de cette 

valeur, c’est l’inverse qui se produit. En général, des concentrations trop élevées 

en sel réduisent l’efficacité de l’élimination des hydrocarbures.  

DeCarvalho et daFonseca [193] ont également examiné la dégradation des 

hydrocarbures, dont le nombre d’atomes de carbone varie de C5 à C16, en 

présence de 1,0 ; 2,0 et 2,5% (p/v) de NaCl en utilisant la souche Rhodococcus 

erythropolis DCL14. Les résultats ont montré que l’augmentation de la 

concentration de NaCl a un effet négatif sur la phase de latence (augmentation)  

et sur les taux de croissance bactérienne (diminution).  

 

1.4.7.2. Facteurs biologiques 

1.4.7.2.1. Les microorganismes  

Les microorganismes responsables de la dégradation des hydrocarbures dans 

l’environnement sont principalement les bactéries et les champignons. Il est 

estimé que dans 1g de sol non pollué, il y a seulement entre 100 et 1000 cellules 

de microorganismes oxydant les hydrocarbures, tandis que ce nombre augmente 

de 105 à 5107 cellules dans 1g de sol pollué par le pétrole, surtout si la pollution 

s’est produite à plusieurs reprises et à longue durée [194]. 

Des microorganismes individuels peuvent métaboliser une gamme limitée des 

hydrocarbures, des cultures bactériennes mixtes (ou champignons) utilisant des 

capacités enzymatiques variables et complètes, sont nécessaires pour dégrader 

des mélanges complexes d’hydrocarbures [101, 120, 178]. En milieu marin, les 

bactéries sont généralement considérées prédominantes dans une microflore 

microbienne dégradant les hydrocarbures. La dégradation du pétrole est souvent 

améliorée en présence de consortium bactérien par rapport à l’activité d’une seule 

espèce.  
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Dans un environnement extrême, des microorganismes sélectifs sont nécessaires 

pour une bioremédiation efficace. En fait, les extrêmophiles sont des 

microorganismes qui se développent dans des conditions extrêmes : températures 

de milieu élevées (thermophiles) ou faibles (psychrophiles), pressions élevées 

(barophiles), milieu très acide (acidophiles) ou alcalin (alcalophiles), milieu trop 

salin (halophiles).  

Signalons enfin que l’association (co-culture) des microorganismes (bactéries et 

microalgues ou bactéries et champignons) peut être bénéfique pour la 

bioremédiation, les microalgues fournissent l’oxygène (photosynthèse) qui est 

utilisé par les bactéries pour l’oxydation des hydrocarbures. Ainsi les molécules  

de grosse taille deviennent incapables de traverser la membrane cellulaire, 

cependant l’excrétion des enzymes (extracellulaires) par les champignons peut 

aider les bactéries à utiliser les métabolites intermédiaires (les champignons ne 

minéralisent pas complètement le contaminant) solubles dans l’eau et devenant 

plus biodisponibles [162, 195].     

 

1.4.7.2.2. Biosurfactant 

La faible solubilité dans l’eau de la majorité des hydrocarbures pétroliers limite le 

potentiel biodégradatif des microorganismes. Afin de faciliter le contact entre le 

substrat et la cellule et par suite améliorer l’efficacité de la dégradation, de 

nombreux microorganismes, notamment les bactéries, dégradant des 

hydrocarbures produisent une variété de biosurfactants (cf. section 1.5).  

 

1.4.8. Conclusion 

Le comportement du pétrole déversé dans l’environnement est affecté par 

plusieurs paramètres, certains liés au pétrole lui-même comme, la composition, la 

viscosité et la quantité, d’autres liés à l’environnement ; milieu aqueux ou terrestre, 

la température, le vent, l’ensoleillement, …etc. Afin d’obtenir une meilleure 

remédiation du site contaminé, l’association de plusieurs méthodes (physico-

chimiques et biologiques) est souvent nécessaire.  

La biodégradation des hydrocarbures pétroliers est un processus complexe, 

différents types de microorganismes (bactéries, champignons et microalgues) 
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peuvent être utilisés dans la bioremédiation, cependant les bactéries jouent un 

rôle dominant dans l’élimination du contaminant. La biodégradation dépend de 

facteurs abiotiques, y compris ceux liés au contaminant (la solubilité, la viscosité, 

la toxicité, la volatilité et la biodisponibilité) et les conditions environnementales 

(pH, température, salinité, pression, présence de métaux lourds, présence 

d’oxygène et de la disponibilité des nutriments), ainsi que les facteurs biotiques 

liés aux microorganismes (population microbienne : la concentration et 

l’interaction). Les influences de ces différents paramètres peuvent interagir et avoir 

des effets contraires ou combinés sur la biodisponibilité et qui ne sont pas 

représentés lors de la biodégradation d’un seul hydrocarbure par une seule 

souche bactérienne ou une espèce fongique. 

Tous les éléments constitutifs des hydrocarbures ne sont pas biodégradables 

dans les mêmes proportions, la biodégradation peut être réalisée aussi bien par 

voie aérobie que par voie anaérobie. Néanmoins, la dégradation aérobie reste la 

plus efficace. En général, les   n-paraffines sont plus rapidement métabolisés que 

les représentants des autres classes d’hydrocarbures. Par contre la présence de 

fraction légère dans un produit pétrolier semble inhiber sa biodégradabilité. En 

outre, certains composés peuvent être plus toxiques, voire cancérigènes, quand 

ils sont partiellement métabolisés.   

La transformation initiale des hydrocarbures de poids moléculaire élevé (comme 

les HAP de plus de quatre cycles) par des champignons suivie par une 

dégradation bactérienne pourrait conduire une bioremédiation très efficace. Aussi, 

l’utilisation des cultures mixtes semble plus efficace pour la biodégradation d’un 

mélange complexe d’hydrocarbures (pétrole). 

 

1.5. Biosurfactants, un interet environnemental   

1.5.1. Introduction  

Les tensioactifs sont des molécules amphiphiles capables de s’accumuler à 

l’interface entre deux phases non miscibles comme l’huile et l’eau, tout en 

réduisant la tension de surface, et par conséquent, ils permettent à celles-ci de se 

mélanger et de s’interagir plus facilement [196, 197, 198]. Ils sont principalement 
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utilisés en tant qu’agents émulsifiants ou dispersants. Cependant, les surfactants 

d’origine chimique présentent un risque pour l’environnement car ils sont 

généralement toxiques et non biodégradables [199, 200, 201]. C’est pourquoi, 

depuis plusieurs années, les scientifiques se sont intéressés aux surfactants 

produits par des organismes vivants, spécialement les microorganismes, appelés 

biosurfactants.  

Les biosurfactants possèdent les mêmes propriétés tensioactives que leurs 

homologues chimiques, mais ils ont l’avantage d’être biodégradables, non 

toxiques, efficaces et  peuvent être produits à partir de déchets industriels et des 

sous-produits. Cette dernière caractéristique a un double aspect : aspect 

économique par réduction leur coût de production et aspect environnemental 

permettant l’utilisation des déchets (effluents des huileries, graisse animale, 

lactosérum, déchets riches en amidon, mélasse, effluent de la farine de manioc, 

etc.) comme substrats en diminuant leur effet polluant [198, 202]. 

Les biosurfactants sont constitués d’une partie hydrophile polaire et d’une partie 

hydrophobe apolaire (figure 1.15). Leur structure dépend du type de 

microorganisme, de la nature de substrat et des conditions de production. 

Généralement, le groupement hydrophile (soluble dans l’eau) est constitué par 

une variété de groupements fonctionnels d’acides aminés, protéines, peptides 

cycliques, acides carboxyliques, polysaccharides et  (mono ou di) alcool gras ; et 

le groupement hydrophobe non polaire (soluble dans l’huile) est une chaine 

hydrocarbonée aliphatique saturée ou insaturée (C8 à C22 : linéaire ou ramifié), un 

acide gras à longue chaîne, hydroxy-acide gras ou -alkyl--hydroxy-acide gras 

[199, 200, 203, 204]. La portion hydrophile de la molécule permet de distinguer 

quatre types de tensioactifs chimiques [198, 200] : les cationiques qui possèdent 

une charge positive ; les anioniques, agents de surface possédant un ou plusieurs 

groupes fonctionnels s’ionisant en solution aqueuse pour donner des ions chargés 

négativement ; les non ioniques, sans charge et les amphotères (zwitterioniques) 

qui possèdent deux groupements hydrophiles. La partie hydrophobe, quant à elle, 

influe sur la chimie du surfactant par l’aromaticité, le nombre d’atomes de carbone 

et le degré de ramification [198]. 
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1.5.2. Classification des biosurfactants  

Contrairement aux tensioactifs chimiques, qui sont classés selon leur structure de 

dissociation dans l’eau (cationique, anionique, nonionique et amphotères), les 

biosurfactants sont classés selon leur composition chimique, poids moléculaire, 

propriétés physico-chimiques, mode d’action et l’origine microbienne.  

Selon leur poids moléculaire, les biosurfactants sont divisés en [205] :  

 Faible masse moléculaire y compris les glycolipides, les phospholipides et les 

lipopeptides.  

 Haute masse moléculaire contenant des polysaccharides amphiphiles, des 

protéines, des lipopolysaccharides, des lipoprotéines ou des mélanges 

complexes de ces biopolymères.  

 

Les biosurfactants de faible poids moléculaire (glycolipides et lipopeptides) sont 

plus efficaces pour diminuer les tensions interfaciale et de surface, alors que les 

biosurfactants de haut poids moléculaire (polysaccharides amphiphiles, protéines, 

lipopolysaccharides et lipoprotéines) sont des stabilisants efficaces (émulsion 

huile dans l’eau).  

On distingue cinq grandes classes de biosurfactants : glycolipides, lipopeptides, 

phospholipides, lipopolysaccharides et lipides neutres [199, 206, 207, 208].  

 

1.5.3. Microorganismes producteurs de biosurfactants   

Afin de faciliter l’assimilation des hydrocarbures à travers la membrane externe 

hydrophile, une grande variété de microorganismes procaryotes et eucaryotes 

 Figure 1.15 : Structure d’un tensioactif  
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produisent des biosurfactants : les biosurfactants de type rhamnolipides sont 

synthétisés par différentes souches de Pseudomonas sp. [209, 210, 211], les 

sophorolipides sont produits par plusieurs Torulopsis sp. [212], des 

lipopolysaccharides tels que l’emulsan synthétisés par Acinetobacter sp. [213], et 

les lipoprotéines ou lipopeptides comme la surfactine et la subtilisine, produites 

par Bacillus subtilis [214, 215]. Le tableau 1.3 rassemble quelques biosurfactants 

et leurs microorganismes producteurs. 

 

 

Biosurfactants   Source 

 
Trehalose dimycolates 
 
Trehalose dicorynemycolates 
 
   
Rhamnolipides       
 
 

Sophorolipides 
 
 

 
Glycolipides 
 
 
 

Surfactine  

  
Viscosine 
 
Lipopeptides 
 

 
Ornithine-lipides 
 
 

 
Phospholipides      

 
 

Acides gras et  
lipides naturels     
 

 
Streptofactine                                                           

 
Mycobacterium sp., Rhodocuccus erythropolis  
 
Nocardia sp., Rhodococcus sp.,                  
Arthrobacterium sp., Corynebacterium sp. 
 
Pseudomonas sp., P aeruginose,                    
Serratia rubidea 
 
Torulopis sp., Candida bombicola,                
Candida apicola, Candida lipolytica,                   
Candida batistae, Pichia anomala 
 
Alcanovorax borkumensis, Arthrobacter sp, 
Corynebacterium sp, R. erythropolis, Serratia 
marcescens   
  
Bacillus subtilis  
  
Pseudomonas fluorescens 
 
Bacillus sp., Streptomyces sp.,  Pseudomonas 
sp.,  Corynebacterium sp., Mycobacterium  sp.   
 
Pseudomonas sp., Thiobacillus sp.,      
Agrobacterium sp., Gluconobacter sp., 
Acinetobacter sp.    
 
Candida sp., Corynebacterium sp.,                       
Micrococcus sp., Thiobacillus sp. 

Acinetobacter sp.,   Pseudomonas sp.,  
Microccocus sp., Mycoccocus sp.,  Candida 
sp., Penicillium sp., Aspergillus sp.  
 
Streptomyces tendae 

Tableau 1.3 : Différents biosurfactants avec leur source microbienne [203, 216, 217]  
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1.5.4.  Applications de biosurfactants 

Les applications potentielles des biosurfactants sont : l’émulsion, la séparation de 

phases,  la mouillabilité, la formation de mousses, la solubilisation, l’inhibition de la 

corrosion, la diminution de la viscosité. En outre, ils possèdent des propriétés 

antimicrobiennes, antitumeur et antimycoplasique (figure 1.16). Ils peuvent être 

utilisés dans de nombreux domaines  [203, 218, 219, 220, 221] :  

 Biotechnologie industrielle : cosmétiques, peintures, pharmaceutique, 

médecine, pétrochimie, transformation alimentaire, industrie textile, 

solubilisation des  produits agrochimiques, agroalimentaires, nettoyants 

ménagers, produits de l’agriculture et récupération assistée de pétrole.  

 Biotechnologie environnementale : la bioremédiation des sites contaminés 

par les hydrocarbures et la dispersion des nappes de pétrole.  

 

 

 

 

 

Figure 1.16 : Domaines d’application des biosurfactants 
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1.5.5. Biosynthèse des biosurfactants 

La structure et les caractéristiques d’un biosurfactant dépendent des conditions de 

croissance, de la source de carbone utilisée et du type de microorganisme. Les 

voies de biosynthèse détaillées pour les majeures fractions hydrophobes et 

hydrophiles ont été largement étudiées [222, 223]. 

Dans leur structure amphiphile, la partie hydrophobe est constituée d’acide gras à 

longue chaîne, d’hydroxy-acide gras ou d’alkyl--hydroxy-acides gras, et la partie 

hydrophile peut être un glucide, acide carboxylique, phosphate, acide aminé, 

cyclopeptide ou un alcool. Deux voies métaboliques primaires, à savoir 

hydrocarbures et glucides, sont impliquées dans la synthèse des deux parties 

hydrophobes et hydrophiles respectivement. Les voies de la synthèse de ces deux 

groupes sont diverses par l’utilisation d’un ensemble d’enzymes spécifiques. Dans 

de nombreux cas, les premières enzymes responsables de la synthèse de ces 

deux parties sont des enzymes de régulation. Les différentes structures des 

biosurfactants sont portées dans la figure 1.17.  

 

1.5.6. Propriétés de biosurfactants 

Les biosurfactants ont de meilleures propriétés moussantes et une plus grande 

sélectivité. Ils sont moins sensibles aux environnements extrêmes comme la 

température, le pH et la salinité. Ils sont biodégradables et non ou peu toxiques ce 

qui rend leurs applications environnementales intéressantes.   

 

1.5.6.1. Activité à l’interface (et à la surface) 

L’efficacité d’un biosurfactant est déterminée par sa capacité à réduire la tension 

de surface ; un bon biosurfactant peut diminuer la tension de surface (TS) de l’eau 

de 72 à 35 mN.m-1 et la tension interfaciale (TI) eau/hexadécane de 40 à               

1 mN.m-1 [217]. Le biosurfactant produit par B. subtilis, la TS de l’eau à 25 mN.m-1 

et la TI (eau/hexadécane) inférieur à 1 mN.m-1 [215], aussi le biosurfactant 

rhamnolipide de P. aeruginosa réduit la TS et TI à 26 mN.m-1 et inférieur à             

1 mN.m-1, respectivement [224] 



                                                                                                    71 
 

 

 

 

Figure 1.17 : différents types de biosurfactants produits par les microorganismes en utilisant                                                                            

des substrats solubles et/ou insolubles dans l’eau [196] 
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1.5.6.2. Concentration micellaire critique   

La solubilisation d’un contaminant organique par un agent tensioactif dépend d’un 

processus appelé formation de micelles. En raison de sa nature amphiphile, une 

molécule de surfactant peut se dissoudre dans l’eau sous forme de monomère. Il 

s’adsorbe à l’interface ou est incorporé avec d’autres molécules de surfactant 

dans le cadre de la formation d’une micelle. Lorsque la concentration en 

biosurfactant est inférieure à une concentration spécifique, les molécules de 

surfactant existent principalement sous forme de monomères. La concentration à 

partir de laquelle les monomères commencent à former ces agrégats est définie 

comme la concentration micellaire critique (CMC). 

Les agrégats de molécules de surfactant micellaire créent un noyau hydrophobe 

moins polaire dans lequel sont logés des contaminants. Par conséquent, 

la solubilisation de contaminants est nettement augmentée [225].  

La tension de surface est inversement proportionnelle à la quantité de 

biosurfactant, des concentrations élevées de ce dernier abaissent la tension de 

surface jusqu’à une valeur minimale et stable, appelée concentration micellaire 

critique (CMC). Au-delà de la CMC, les molécules de biosurfactant s’associent en 

solutions aqueuses pour former des micelles à l’intérieur desquelles vont pouvoir 

se solubiliser une grande variété de composés insolubles dans l’eau (figure 1.18).   

 

 

 
Figure 1.18 : Variation de la tension interfaciale, de la tension de surface et la solubilité               

en fonction de la concentration du biosurfactant 
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En général, les biosurfactant sont plus efficaces et leur CMC est environ 10 - 40 

fois inférieur à celle des tensioactifs chimiques, donc moins de surface nécessaire 

pour obtenir une très faible valeur de TS [203].  

 

1.5.6.3.  Biodégradabilité  

Contrairement aux tensioactifs synthétiques, les biosurfactants sont des 

composés facilement biodégradables et particulièrement adaptés pour des 

applications environnementales telles que la bioremédiation des sites contaminés 

[217, 226]. 

  

1.5.6.4.  Faible toxicité  

Bien que peu de données sont disponibles dans la littérature concernant la toxicité 

des surfactants microbiens, ils sont généralement considérés comme des produits 

peu ou non-toxiques et par conséquent, ils sont appropriés pour des usages 

pharmaceutiques, cosmétiques, alimentaires et environnementaux. Une étude 

comparative sur la toxicité des surfactants chimiques et biologiques. Poremba et 

al. [227, 228] ont constaté que la plupart des biosurfactants ont été dégradés       

plus vite sauf pour le saccharose-stéarate synthétique qui, similaire aux structures 

glycolipides, a été dégradé plus rapidement que les glycolipides biogéniques 

(rhamnolipides, lipides tréhalose et lipides sophorose).  

Il est à noter que la toxicité dépend de la structure des surfactants et non pas de 

leur origine. En générale, la toxicité est corrélée avec la chaîne grasse 

hydrophobe de surfactant ; plus la chaîne grasse est longue, plus l’hydrophobicité 

est élevée et par suite le tensioactif est plus toxique. 

 

1.5.6.5. Pouvoir émulsifiant  

L’émulsion est un système hétérogène composé d’au moins un liquide non 

miscible intimement dispersé dans un autre sous forme de gouttelettes dont le 

diamètre dépasse en général 0,1 mm. La phase dispersée est aussi appelée 

phase interne ou discontinue, et la phase dispersante peut être appelée phase 

externe ou continue. Donc, il y a généralement deux types d’émulsions: huile-

dans-eau ou eau-dans-huile, ces systèmes possèdent une stabilité minimale 
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pouvant être accrue par des additifs tels que les agents actifs. Ainsi, des 

émulsions stables peuvent être produites durant des mois et même des années 

[229]. Les biosurfactants peuvent stabiliser (émulsifiants) ou déstabiliser de 

l’émulsion (démulsifiants). Les biosurfactants à haut poids moléculaire sont en 

général mieux que ceux à faible poids moléculaire. A titre d’exemple, les 

Sophorolipides de Torulopsis bombicola ont montré leur capacité à réduire les 

tensions de surface et interfaciale, mais ils ne sont pas de bons émulsifiants [212]. 

Par contre, le liposane a montré une mauvaise réduction de la tension de surface, 

mais il est utilisé avec succès pour émulsionner les huiles comestibles [230]. 

 

1.5.6.6.  Activité biologique 

 
Plusieurs biosurfactants ont montré une activité contre les bactéries, 

champignons, algues et virus. Le lipopeptide iturin de B. substilis a monté une 

activité puissante antichampignon [231]. Les rhamnolipides inhibent la croissance 

des espèces nuisibles de bloom algale (Heterosigma akashivo et Protocentrum 

dentatum) pour des concentrations variant de 0,4  à 10 mg.l-1 [232].  Selon les 

travaux réalisés par Abalos  et al. [233], le ramnolipide synthétisé par P. 

aeruginosa a montré une activité inhibitrice contre les bactéries : Escherichia coli, 

Micrococus luteus et Alcaligenes faecali (32 mg.ml-1), Serratia marcescens, 

Mycobacterium phlei (16 mg.ml-1) et Staphylococcus epidermidis (8 mg.ml-1) et 

aussi une excellente propriété antifongique : Aspergillus niger (16 mg.ml-1), 

Chaetonium globosum, Penicillium crysogenum et Rhizoctonia solani (18 mg.ml-1). 

 

1.5.7.  Méthode de criblage des souches produisant des biosurfactants  

Les diverses applications de biosurfactants nécessitent une méthode facile, rapide 

et fiable pour découvrir les bactéries productrices des biosurfactants. Les 

techniques utilisées pour mesurer la production du biosurfactant sont : test 

d’hydrophobicité de la surface cellulaire, test de déplacement d’huile, l’activité 

hémolytique et la tension de surface.   
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1.5.7.1. Test d’hydrophobicité de la surface cellulaire 

L’hydrophobicité cellulaire est un facteur important pour prédire l’adhésion des 

microorganismes aux surfaces. Le caractère hydrophobe de la surface externe 

des cellules microbiennes pourrait être utilisé pour mesurer le potentiel de l’affinité 

des cellules pour les substrats hydrophobes. Si l’hydrophobicité cellulaire est 

élevée, les microorganismes ont plus de chance d’adhérer aux gouttelettes 

d’huile. Les cellules montrant une hydrophobicité élevée peuvent avoir un meilleur 

potentiel biodégradatif des hydrocarbures. 

 

En plus de son rôle dans l’assimilation des hydrocarbures, l’hydrophobicité de 

surface des cellules joue un rôle important dans l’invasion bactérienne et 

l’infection, l’adhésion cellulaire, la formation de biofilm, etc. [234, 235].   

Pruthi et Cameotra [236] ont trouvé une corrélation directe entre l’hydrophobicité 

de la surface cellulaire et la production de biosurfactant. Neu et Poralla [237] ont 

utilisé cette propriété pour la production de biosurfactant basée sur le fait que les 

surfaces hydrophobes sont généralement associées à des molécules à faible 

énergie de surface.  

 

1.5.7.2. Test de déplacement de pétrole (oil displacement test) 

Cette technique est définie comme un test qualitatif de criblage des souches 

productrices de biosurfactants. Les solutions contenant plus de biosurfactant   

sont incapables de former des gouttes stables et par suite un étalement total      

est observé sur la surface huileuse, tandis que, les solutions dépourvues de 

biosurfactant vont conserver la forme déposée sur la surface huileuse. Cette 

méthode est facile à réaliser, simple, sensible et reproductible. Cependant, cette 

technique n’est pas corrélée à la réduction de la tension de surface pour confirmer 

sa fiabilité [238].    

 

1.5.7.3. Activité hémolytique 

L’hémolyse sur gélose au sang a été largement utilisée pour le criblage de 

bactéries productrices de biosurfactants. Cette technique a été découverte par 

Bernheimer et Avigad [239], elle a été déjà utilisée pour quantifier la surfactine 
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[240] et les rhamnolipides [241]. Actuellement, de nombreux chercheurs utilisent 

cette technique pour la sélection de nouveaux isolats producteurs de 

biosurfactants [242, 243].   

 

1.5.7.4. Tension de surface  

Le phénomène de tension de surface peut être expliqué en termes d’énergie, c’est 

une mesure de l’énergie libre de surface par unité de surface nécessaire pour 

apporter une molécule au sein d’une phase à la surface. Augmenter la surface 

d’un liquide coûte de l’énergie, pour minimiser cette dernière, la plupart des 

liquides prennent la forme de la plus petite de surface. Car c’est la forme 

sphérique qui présente la surface la plus petite par rapport aux autres formes de 

volumes, en effet, la tension de surface est donnée par la relation     
 

  
  ;  W: 

travail ou l’énergie qu’il faut fournir (à température et pression constantes) pour 

accroître la surface du liquide d’une quantité A. La tension de surface s’exprime 

en J.m-2
  ou  N.m-1. 

Le criblage des microorganismes producteurs de biosurfactants repose sur la 

mesure de tension superficielle du milieu de croissance, un bon biosurfactant 

entraîne une réduction minimale de la tension superficielle.  

 

1.5.8.  Paramètres influençant la production du biosurfactant 

Le type, la qualité et la quantité de biosurfactant sont influencés par la nature de la 

source de carbone (substrat), la source de l’azote et les éléments minéraux du 

milieu comme le phosphore, le magnésium, le fer et le manganèse et les 

conditions de culture telles que le pH, la température, l’agitation, la salinité et 

l’oxygène [174, 210, 244, 245].  

 

1.5.8.1.  Source de carbone   

De nombreux travaux ont montré que le type, la qualité et la nature du 

biosurfactant dépendent fortement de la source de carbone. Généralement, cette 

source de carbone à trois origines : hydrocarbures, glucides et huiles végétales. 

Certains microorganismes utilisent seulement les substrats hydrophobes 
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(hydrocarbures et huiles végétales), d’autres n’utilisent que les glucides, et d’autre 

encore, utilisent plusieurs sources (combinées ou individuelles). Le gasoil et le 

pétrole ont été trouvés comme une bonne source de carbone [244]. Il a été signalé 

que les composés solubles dans l’eau comme le glucose et le glycérol                  

conviennent aussi pour la production de biosurfactants [192, 203].  

On note que les substrats hydrophobiques maximisent la production du 

biosurfactant (100 - 165 mg.g-1 de substrat) [246]. Les alcanes de C11 et C12, 

succinate, pyruvate, citrate, fructose, glycérol, huile d’olive, glucose et mannitol 

peuvent être aussi une source de carbone pour la production du biosurfactant 

[247]. 

Pour des substrats d’hydrocarbures, le nombre de carbone peut affecter la 

production de biosurfactant. Ainsi, Desai et al. [248]  montrent qu’une production 

optimale est obtenue en utilisant des n-alcanes de longueur de chaines variant de 

C12 à C14.  

 

1.5.8.2.  Source d’azote  

La source d’azote est un paramètre important dans la régulation de la synthèse de 

biosurfactant, certaines souches préfèrent les sels d’ammonium et l’urée comme 

source inorganique d’azote, alors d’autres produisent un maximum de 

biosurfactant en présence de nitrate [210, 249, 250]. La carence en azote affecte 

non seulement sur la production, mais aussi change la composition du 

biosurfactant produit [224]. Ainsi, Guerra-Santos et al. [210] ont montré qu’une 

meilleure production (rhamnolipide) a été obtenue pour un rapport C/N variant de 

16/1 à 18/1.  

 

1.5.8.3. Cations   

L’ajout de cations multivalents dans le milieu de culture joue un rôle positif pour   

la production de biosurfactants [215]. 

 

1.5.8.4.  pH   

Le pH du milieu joue un rôle important dans la production de sophorolipide [251], 

une production maximale de rhamnolipide est obtenue dans une gamme de pH  



                                                                                                      78 
 

 

de 6 à 6,5, un pH supérieur à 7 diminue la production [210]. En revanche, la 

production de penta et disaccharide lipidique par la souche Nocardia 

corynbacteroides n’est pas affectée par un pH allant de 6,5 à 8 [252]. . 

 

1.5.8.5. Température   

Les biosurfactants produits par des souches thermophiles résistent à des 

températures élevées ; les propriétés physico-chimiques des biosurfactants, 

produits par Bacillus sp. à des températures supérieures à 40 °C, si bien que la 

tension de surface, la tension interfaciale et l’efficacité de l’émulsification reste 

stables après autoclavage à 120 °C pendant 15 min [253].  

 

1.5.8.6. Salinité  

La concentration en sels influence la production de biosurfactants, cependant, des 

concentrations supérieures à 10% n’affectent pas certains biosurfactants, bien 

qu’il soit observé une légère diminution sur les concentrations micellaires critiques 

[253].   

 

1.5.9. Conclusion   

L’utilisation des biosurfactants, dans tous les domaines et notamment leurs 

applications environnementales, s’avère indispensable à cause des avantages 

cités précédemment. En effet, plusieurs facteurs influencent la nature et la 

quantité de la production des biosurfactants entre autres, le type de 

microorganisme et la source du carbone, cette dernière peut diminuer 

considérablement le coût de production qui est le seul inconvénient. Il est estimé 

que les matières premières représentent 10 à 30% du coût total de production 

dans la plupart des procédés biotechnologiques. Ainsi pour réduire ce coût, il est 

préférable d’utiliser les résidus (sous-produits) notamment de l’agroalimentaire en 

tant que substrat pour la production de biosurfactants. Finalement, une application 

efficace de biosurfactants, dans la bioremédiation des sites contaminés par les 

composés pétroliers, nécessitera un ciblage précis de la nature physico-chimique 

des polluants et des zones touchées.  
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CHAPITRE 2 

MATERIEL ET METHODES 

2.1. Présentation du site 

2.1.1. Champ pétrolier de Hassi-Messaoud 

Le gisement de Hassi Messaoud, dont les caractéristiques sont indiquées ci-

dessous, est l’un des plus grands champs pétroliers au monde. Sa superficie     

est de 2500 km2 avec une surface imprégnée d’huile d’environ 1600 km2. La 

découverte du champ remonte à 1956 et sa mise en production a démarré en 

1958. Depuis cette date, les forages se développent et se multiplient sans cesse, 

jusqu’à l'atteinte à plus de 1200 puits en 2007. Il couvre presque la moitié de la 

production algérienne en pétrole. 

 

2.1.1.1. Caractéristiques géoclimatiques du champ (figure 2.1) 

 

 Position : 870 km au Sud - Est d’Alger, et 80 km à l’Est de Ouargla. 

 Climat : Désertique. 

 Température :   0   -   47 °C. 

 Vents dominants : Nord - Nord – Est. 
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Figure 2.1 : Situation du champ de Hassi-Messaoud [254] 

 

 

2.1.1.2. Types de rejets liquides à Hassi Messaoud   

Ils sont constitués par les eaux résiduaires des centres de traitement ou de forage, 

Ce type de rejets engendre de manière directe la pollution du sol. Les rejets 

liquides proviennent des centres de production ou de réalisation de forage (eau de 

purge, eau de nettoyage et eau de refroidissement). Ces eaux sont caractérisées 

par des teneurs élevées d’hydrocarbures et de métaux lourds. 

D’après le bilan établit par la SONATRACH en 1998 [254], le site d’un puits 

vertical à Hassi- Messaoud reçoit en surface plusieurs formes de rejets liquides 

sous formes de :  

 Quantités de boues associées par enrobage aux déblais de forage (le volume 

des déblais est estimé à 600 m3/puits, soit un volume de 250 m3 de déblais 

forés à base d’huile et 350 m3 de solides forés à base d’eau). 

 Quantités de boues éjectées intentionnellement parce que jugées sans intérêt. 

 
 Déversements accidentels d’huiles de vidange.  

 
 Quantités de boues éjectées lorsque ces dernières deviennent contaminées 

par l’eau de formation. 

Hassi Messaoud 

Hassi R'mel 

Gisement d'huile 

Gisement de Gaz 

Légende 
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Les hydrocarbures insolubles flottent à la surface de l’étendue d’eau, alors que les 

hydrocarbures solubles dans l’eau peuvent s’infiltrer dans le sol.  

 

2.1.2.  Choix du site   

Le biotope utilisé pour isoler des souches bactériennes aérobies, est un sol 

sableux contaminé par des rejets de forage au niveau des puits du champ de 

Hassi-Messaoud, sud d’Algérie. Le choix de ce biotope (figure 2.2) est justifié    

par sa contamination en pétrole brut afin d’isoler des microorganismes adaptés à 

ladégradation des hydrocarbures. Les prélèvements d’échantillons ont été réalisés 

à partir de sol de surface (5 - 20 cm de profondeur).    

 
 

 

 

 

 

 

2.2. Méthodologie  

 

Cette partie explique la méthodologie du travail expérimental. Elle comprend trois 

chapitres (Figure 2.3): Après l'échantillannage et l'isolement des souches 

bactériennes aérobies, le premier chapitre traite la dégradation du pétrole brut et 

d'hydrocarbures. Le second s'interrèsse à la biodégradation du naphtalène par 

une souche thermotélante (45 °C), et le dernier s'occupe de la production, la 

caractérisation et l'application environnementale de biosurfactant issu d'une 

souche mésophile. Egalement les souches performantes ont été identifiées par la 

biologie moléculaire.    

Figure 2.2 : Photos de sols contaminés par les fluides de forage (Hassi-Messaoud)    
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du Pétrole brut 

Sélection des souches 

performantes 

Biodégradation       

du Naphtalène 

- 1E souche mésophile                    

- 7J souche thermotolérante  

- KS1 souche thermophile 

Propriétés physico 

chimique     

Effet de la source de 

carbone  

Sélection de la souche 

productrice (1E) 

Production de 

Biosurfactant  

Sélection de la 

performante 

Paramètres influençant               

la biodégradation du 

pétrole  

Concentration du naphtalène 

Salinité, pH, ajout de 

surfactant, source d’azote 

Etude de changement structurale 

de la biodégradation 

Concentration du pétrole 

brut, température et 

salinité 

Caractérisation 

structurale  

Biodégradation des                      

n-alcanes et aromatiques  

Etude phénotypique et génotypique des souches performantes : 1E, 7J, KS1 et K1C  

Application  

environnementale 

n-C13 à n-C29, Naphtalène, 

Phénanthrène, Pyrène, 

Fluoranthène, A. benzoique, 

Phénol, Décane     

Remobilisation de                

pétrole brut 

Solubilisation des HAP  

(phénanthrène ) 

Mode d’action sur                 

les hydrocarbures 

Isolement des souches bactériennes  

Mésophiles, Thermotolérantes          

et Thermophiles 

Paramètres affectant                   

la biodégradation 

 Figure 2.3 : Plan expérimental   
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Le tableau 2.1 regroupe l’ensemble de l’appareillage utilisé ainsi que les 

manipulations adéquates.  

 

 

 

             Type         Objectif 

Chromatographie en Phase Gazeuse 
(CPG), Agilent Technologies 6980N  
 

Chromatographie en Phase Gazeuse 

associée à la Spectrométrie de Masse 

(GC/MS), Agilent Technologie 

6890N/5975. 

 

Chromatographie liquide liée à la 
spectrométrie de masse (LC-MS),                      
Agilent Technologies, USA. 
 

Microscope optique à contraste de 

phase,  (Primo-star, Zeis 415500-1800-

000). 

 
Spectroscopie Infrarouge à 

Transformée  de Fourier (FTIR), 

Thermo scientific Nicolet 380 apparatus. 

 

 

 

 

 
Spectrophotomètre UV-vis, Shimadzu 

UV prob 2.0 -1650 PC. 

 

 

PCR, GeneAmp PCR System 9700. 

Automated. Séquenceur, 3100 Genetic 

Analyser  
 

Tensiomètre, TSD132389 (Gibertini, 

Milano, Italy) 

-  Dosage du naphtalène résiduel  

 

-  Quantification le pétrole brut résiduel (n-alcanes :     

   C13  à C29) 

-  Caractérisation le biosurfactant biosynthétisé 

 

-  Caractérisation structurale du biosurfactant  

 

-  Suivi la croissance (densité) et la formes des             

.   bactéries 

 
-  Caractérisation : a) les métabolites de la     

   dégradation du naphtalène. b) le biosurfactant   

   biosynthétisé par une souche mésophile isolée dans    

   ce travail de recherche  

-  Quantification des hydrocarbures pétroliers totaux   

 (HPT) des échantillons de sols destinés à l’isolement. 

 

-  Mesure de la biomasse (DO à 600 nm)                                                      

-  Quantification du naphtalène à 266 nm et du                   

.   phénanthrène à 254 nm 
 

 
-  Identification phylogénétique des souches                                  

.  performantes                                                               

 
 

-  Criblage et production de biosurfactant 

 

 

NB. La description de chaque appareil (principe et conditions opératoires) est détaillée au 

niveau  de l’annexe 3. 

 

Tableau 2.1 : Différents appareils utilisés et leurs objectifs 
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2.2.2.Echantillonnage et caractérisation physico-chimique des échantillons de sol  

2.2.2.1.Echantillonnage  

L’échantillonnage a été effectué en mars 2007 par le groupe du CRD (Centre de 

Recherche et Développement de SONATRACH, Algérie). Un (01) kg de chaque 

échantillon a été prélevé, introduit dans un sachet en plastique et conservé au 

réfrigérateur (+4 °C). Les bourbiers sélectionnés sont relatifs aux puits forés à 

différentes dates et les échantillons ont été prélevés à des profondeurs et en des 

points différents en prenant le soin d’éliminer la pellicule de sable superficielle. Les 

prélèvements ont été réalisés au niveau de trois sites contaminés dont les 

caractéristiques sont présentées dans le tableau 2.2.  

 
 

 

        Echantillon   N° 01 02 03 

        Localisation 
Puits OMOZ 

#472  
Puits OMKZ #32 

Puits OMKZ 
#502 

        Profondeur 20 cm 
Surface 

(1 – 5cm) 
Surface 

(1 – 5cm) 

        Type de sol  sableux sableux sableux 

 

 

2.2.2.2.Analyses physico-chimiques des échantillons de sol contaminé par le 

pétrole brut  

Plusieurs paramètres physico-chimiques caractérisant le sol contaminé par des 

hydrocarbures ont été déterminés : Hydrocarbures pétroliers totaux (HPT), 

Carbone organique total (COT), Azote total (NT), Conductivité, Salinité et le pH. 

L’échantillon du sol sableux est séché à l’air (ou à l’étuve à 37 °C) avant l’analyse.    

 

 Dosage des hydrocarbures pétroliers totaux (Laboratoire CRD, 

SONATRACH) 

L’échantillon est pesé et débité en fractions de 2 g chacune. Les étapes à suivre 

sont les suivantes :  

Tableau 2.2 : Nature et origine des échantillons utilisés pour l’isolement des bactéries 
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- L’extraction au tétrachlorure de carbone (CCl4) ;   

- L’extrait est purifié (élimination des composés polaires) sur colonne de Florisil ;     

- L’extrait organique, concentré et purifié, est ensuite analysé par 

spectrophotométrie IR.  

L’appareil est préalablement étalonné par une solution étalon. Le logiciel traitant 

les analyses donne directement la concentration de l’hydrocarbure recherchée en 

mg/kg de sol. 

 

  Mesure du carbone organique total (COT)  

Le CT (carbone total) est obtenu par oxydation et combustion d’une quantité 

connue d’échantillon de sol finement broyée sous flux d’oxygène à 900 °C. La 

quantité de CO2 ainsi dégagé est mesurée par absorption infrarouge (IR). La 

teneur en CI (carbone inorganique) est approchée par une attaque acide (H3PO4, 

10%) suivie d’une combustion  (à 200 °C sous flux d’oxygène) d’une quantité 

connue d’échantillon. La quantité de CO2 ainsi dégagé par décomposition des 

carbonates est également mesurée par absorption IR.    

La teneur en carbone organique totale (COT) est obtenue par différence entre les 

mesures du carbone total (CT) et du carbone inorganique (CI). Le COT exprimé 

en g/100 g de sol sec (%).                                       

 

 Mesure de l’Azote total Kjeldhal (NT)  

L’azote total Kjeldahl est déterminé par minéralisation d’une masse connue de 

l’échantillon par l’acide sulfurique concentré en présence d’un catalyseur 

(sélénium) à   400 °C pendant 2 h. Une alcalinisation des produits de la réaction 

s’effectue ensuite par une solution de NaOH. Une distillation et un titrage de 

l’ammoniac libéré se fait en dernière étape à l’aide d’une solution d’acide 

sulfurique de concentration égale à 0,05 M.  

  

 Détermination de la salinité   

La détermination de la salinité d’un sol est basée sur le principe de l’extraction 

d’un électrolyte dont on mesure la concentration en éléments dissous par la 
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mesure de la conductivité. La relation approximative entre les teneurs en sels et  

la conductivité est :   1 mS/cm = 640 mg de sel/l.  

La conductivité électrique a été mesurée sur un extrait aqueux de sol (1/5 p/v) 

moyennant un conductimètre à électrode de type Consort C831. Elle est effectuée 

après une demi-heure d’agitation et 5 min de repos.  

 

 Mesure du pH  

Le pH a été mesuré sur une suspension de sol dans de l’eau distillée (1 : 2,5 (p/v)) 

[255]. La mesure a été effectuée après 2 h de stabilisation à température 

ambiante à l’aide d’un pH-mètre.  

 

2.2.3. Isolement des souches bactériennes aérobies   

2.2.3.1. Milieu de culture 

Le milieu de culture liquide utilisé est à base de sels minéraux, milieu minimum 

(MM), sa composition (g.l-1) est : NH4Cl (0,4), K2HPO4 (0,3), KH2PO4 (0,3), NaCl 

(10), MgCl2 (0,33), CaCl2 (0,05), extrait de levure (0,1) et 1 ml da la solution 

d’oligoéléments dont la composition [256] est donnée en annexe 2. Le pH est 

ajusté entre 7,0 et 7,5.  

Après la stérilisation du milieu à 120 °C pendant 20 min, 2 % (p/v) de sol 

contaminé par le pétrole brut a été ajouté au milieu de culture. Différentes 

températures d’incubation ont été utilisées pour l’isolement des souches : 30, 45 

et 55 °C.  

Source de carbone: Le pétrole brut (1%, v/v) a été ajouté après stérilisation par 

autoclavage. Il représente l’unique source de carbone et d’énergie pour isoler les 

souches bactériennes aérobies.  

2.2.3.2. Isolement des bactéries  

L’isolement est basé sur la capacité des souches à croître sur le pétrole brut. En 

effet, la dégradation a été réalisée dans des erlenmeyers de 250 ml contenant : 

100 ml du milieu MM, 1% (p/v) de sol contaminé du pétrole brut et 1% (v/v) de 
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pétrole (source de carbone). Le milieu est incubé pendant une semaine, sous une 

agitation de 180 tr/min. Afin d’obtenir une culture microbienne active, des 

repiquages successifs ont été effectués toutes les 48 h dans un milieu neuf. La 

croissance bactérienne a été suivie par :  

- L’observation microscopique à l’aide d’un microscope optique à contraste de 

phase (Olympus BX50).  

 
- La mesure de la densité optique (DO) à 600 nm a été effectuée à l’aide d’un 

spectrophotomètre.   

- Le suivi de la disparition de la couche huileuse du pétrole durant la période 

d’incubation qui est réalisée par l’observation visuelle permet d’évaluer la 

dégradation du pétrole. 

 

Trois types de souches ont été ciblés :  

 Souches mésophiles (incubation à 30 °C).  

 Souches thermotolérantes ou thermophiles moyennes (incubation à 45 °C). 

  Souches thermophiles (isolées à 55 °C).  

 

2.2.3.3. Criblage et purification des souches aptes à dégrader le pétrole 

Le milieu solide MM est écoulé dans des boites de Pétri disposées sous une hotte 

à flux laminaire (Flufrance, France). Des dilutions jusqu’à 10-9 ont été faites à partir 

de milieu culture MM. 0,2 ml de chaque dilution et 0,2 ml de pétrole brut sont bien 

étalés successivement sur le milieu solide. Les boites de Pétri sont ensuite 

incubées à la température adéquate pendant 1 à 2 jours jusqu’à l’apparition des 

colonies bactériennes. 

La sélection est basée sur l’halo clair formé autour d’une colonie bactérienne qui 

implique une consommation de pétrole.  

La colonie prélevée est purifiée par repiquage successif selon la méthode de 

stries afin d’obtenir des souches pures. 
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2.2.3.4. Conservation des souches pures obtenues 

 
 Conservation à courte durée : Les souches pures ont été repiquées sur milieu 

Luria Bertani (LB) solide et conservées à +4 °C. La composition de milieu LB 

(g.l-1) est : 10 g de peptone, 5 g d’extrait de levure et 10 g de NaCl.  

 
 Conservation à longue durée : A partir d’une culture en fin de phase 

exponentielle  de croissance, les souches sont conservées dans du bouillon 

LB en présence de 25% de glycérol à - 80 °C.  

 

2.2.4.  Biodégradation du pétrole brut 

2.2.4.1. Préparation de l’inoculum bactérien 

Les souches conservées à - 80 °C ont été mises en culture dans un milieu nutritif 

LB pendant 24 h. Après croissance, la culture bactérienne a été inoculée dans le 

milieu minimum (MM) contenant le pétrole brut (3%, v/v). . 

 

 Suivi de la croissance bactérienne  

La croissance des souches sélectionnées a été suivie par deux méthodes: 

  
- Mesure de la densité optique (DO) à 600 nm 

Un volume de 1 ml de milieu de culture a été centrifugé à 13000 tr/min pendant 

15min, le culot cellulaire a été ensuite repris dans un volume de 1 ml d’eau 

distillée, puis soumis à une agitation. La mesure de la densité optique a été prise à 

une longueur d’onde de 600 nm à l’aide d’un spectrophotomètre. 

- Dénombrement sur milieu solide (LB) 

A partir d’une culture en milieu liquide contenant le pétrole comme source de 

carbone, nous pratiquons le dénombrement à différents temps de la croissance. 

On prélève 1 ml de la culture qu’on dilue au 1/10, puis une série de dilution de 10-2 

à 10-9 est réalisée dans des tubes à essais. Un volume de 200 μl de chaque 

dilution est  ainsi étalé sur des boîtes de Pétri. Le dénombrement est effectué par 

comptage des colonies après 24 h d’incubation à la température adéquate (selon 
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la nature des souches isolées), on décompte les boîtes contenant 15 à 300 

colonies. L’UFC/ml est obtenu par la moyenne du nombre de colonies multipliée 

par le facteur de dilution et les résultats sont exprimés en Log (UFC/ml).  

 

2.2.4.2. Sélection des souches performantes 

Nous nous sommes intéressés à la sélection des souches à fort potentiel de 

dégradation de pétrole brut. Les conditions opératoires sont :  

- Milieu de culture : 100 ml de milieu MM.  

- Substrat : pétrole brut, 3% (v/v). 

- Température : selon la nature de souches, l’incubation des mésophiles 

thermophiles modérées et thermophiles, est réalisée à 30, 45 et 55 °C 

respectivement. 

- Agitation de 180 tr/min pendant deux semaines de dégradation.   

 

2.2.4.3.  Paramètres affectant la dégradation de pétrole  

Afin d’étudier la capacité biodégradative des souches performantes, les principaux 

paramètres (quantité du pétrole, température et concentration en sel) ont été 

déterminés. La dégradation est réalisée dans des erlenmeyers de 250 ml 

contenant 100 ml de milieu de culture, le pH est fixé à 7,0 sous une agitation de 

180 tr/min. Les séries d’expériences ont été réalisées pour les trois types de 

souches sélectionnées. Le potentiel biodégradatif est suivi par la mesure de la 

biomasse (DO600nm et Log(UFC)/ml).     

 

2.2.4.4. Croissance sur les aromatiques    

L’étude de la capacité de croissance de trois types de souches sélectionnées a 

été réalisée sur les composés suivants : Acide benzoïque (5mM.l-1), phénol 

(5mM.l-1), naphtalène (100 mg.l-1), phénanthrène (100 mg.l-1), fluoranthène (100 

mg.l-1), pyrène (100 mg.l-1) et décane (1%, v/v). La dégradation durant trois 

semaines a été suivie par la mesure de la densité optique à 600 nm. Les 

conditions opératoires sont : 100 ml de milieu MM, pH = 7,0 , la température 

dépend de la nature de la souche (30 , 45 et 55 °C) et l’agitation est de 180 tr/min. 
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2.2.4.5. Etude du mode d’action des souches performantes sur les hydrocarbures  

En raison de leur faible solubilité dans l’eau, les hydrocarbures ne sont pas 

facilement accessibles aux microorganismes. Ces derniers, utilisent une nouvelle 

stratégie en modifiant les propriétés de la surface cellulaire et/ou en produisant 

des agents mouillants afin d’améliorer la biodégradation des hydrocarbures. Dans 

ce contexte, la tension de surface et l’hydrophobicité de la surface cellulaire ont 

été étudiées. Les conditions opératoires sont : 100 ml de milieu de culture 

contenant 3% (v/v) de pétrole brut, le pH est fixé à 7,0 sous une agitation de 180 

tr/min.  

 

2.2.4.6.  Dosage des hydrocarbures (n-alcanes : C13  à C29) 

Le milieu de culture contenant le pétrole résiduel et son témoin chimique sont 

soumis à l’extraction liquide-liquide du pétrole par un solvant (dichlorométhane), la 

phase organique (le pétrole résiduel + dichloroforme) est séchée par le 

rotavapeur, le pétrole résiduel est dissout dans le dichlorométhane. L’extrait est 

ensuite purifié par passage sur une colonne de Florisil, puis analysé par 

Chromatographie en Phase Gazeuse couplée à un Spectromètre de Masse 

(GC/MS) de type Agilent Technologie 6890N/5975. Dix sept (17) hydrocarbures 

(de n-C13 à n-C29) ont été analysés pour vérifier leur dégradation par les trois 

types de souches. 

 

2.2.5. Biodégradation du naphtalène en mode statique   

 

 Préparation de la solution mère  

La solution mère (20 g.l-1) a été préparée en dissolvant du naphtalène dans 

l’hexane. Lors de son utilisation, un volume de la solution mère est mélangé avec 

le milieu de culture pour obtenir la concentration désirée en naphtalène. Avant 

d’ajouter l’inoculum, le milieu de culture est laissé sous la hotte pendant 3 à 4 h 

afin d’évaporer le solvant.  
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2.2.5.1. Sélection de la souche performante 

Huit souches thermotolérantes (isolées à 45 °C) ont été choisies pour sélectionner 

la souche la plus performante. La biodégradation du naphtalène a été réalisée 

sans agitation dans des erlenmeyers contenant 100 ml de milieu de culture (MM). 

Le naphtalène est la seule source du carbone et d’énergie. Sa concentration est 

fixée à 500 mg.l-1, l’incubation  est réalisée à 45 °C et le pH est fixé à 7,0.  

 

2.2.5.2. Paramètres affectant la dégradation du naphtalène 

Les principaux paramètres affectant la dégradation du naphtalène par la souche 

performante  ont été examinés : la concentration du naphtalène, la salinité du 

milieu, le pH, la source d’azote, l’ajout du co-substrat et l’ajout du surfactant. La 

dégradation est réalisée, en conditions statiques, dans des erlenmeyers de 250 ml 

contenant 100 ml de milieu MM, la température est fixée à 45 °C. L’analyse 

quantitative du naphtalène résiduel est réalisée par chromatographie en phase 

gazeuse (CPG) et par spectrophotométrie UV-vis.   

 

2.2.5.3. Dosage du naphtalène résiduel  

Le suivi du taux de dégradation du naphtalène est réalisé par les méthodes 

suivantes :   

 La quantification du naphtalène est effectuée par un spectrophotomètre UV-

vis (Shimadzu UV-1800A) à une longueur d’onde de 266 nm. La longueur 

d’onde est fixée après un balayage de la solution de naphtalène  (dans le            

n-hexane).   

 
 L’analyse par CPG : le milieu de culture est mélangé avec le n-hexane (v : v). 

Le mélange obtenu est soumis à une agitation pendant 5 min, puis centrifugé  

à 6000 tr/min pendant 10 min. La phase organique contenant le naphtalène 

est récupérée et analysée par CPG.  
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2.2.5.4. Analyse des intermédiaires métabolites de la dégradation du naphtalène 

par FTIR 

Cette méthode spectrale permet de suivre les modifications qui se produisent 

dans le milieu durant le processus de dégradation du naphtalène en détectant 

l’apparition ou l’absence des groupements fonctionnels.  

Préparation des pastilles : 

- Pastille KBr : réduction en poudre fine du bromure de potassium KBr que l’on 

dépose en couche mince entre deux mâchoires polies. Puis, sous l’action d’une 

pression de 20 bars pendant deux minutes, on obtient une pastille qui servira à la 

mesure du bruit de fond de l’appareillage. 

- Pastille à analyser : les échantillons sont préparés par micropastillage KBr de 1 

ou 2 mm et à une concentration d’environ 0,004% (1mg d’échantillon/250 mg de 

KBr) en masse et soumis à une pression de 20 bar/cm2. La pastille ainsi formée 

est analysée à l’aide d’un appareil de type SHIMADZU de type FTIR 9800. Les 

spectres d’absorption infrarouge ont été mesurés entre 400 et 4000 cm-1 et 

enregistrés par un logiciel Huper tous les 8 cm-1. Le spectre obtenu représente      

A = f () avec  A : Absorbance,   : nombre d’onde = 1/λ exprimé en cm-1.  

 

2.2.6. Production de biosurfactant : caractérisation et application  

2.2.6.1. Techniques de mesure de production de biosurfactant 

Les diverses applications de biosurfactants nécessitent une méthode facile, rapide 

et fiable pour la sélection de bactéries produisant des biosurfactants. La 

production de biosurfactants est toujours détectée par la mesure de : 

l’hydrophobicité de la surface cellulaire [236], test de déplacement d’huile, l’indice 

d’émulsification (E24) et la tension  de surface [257].  

 
 Tension de surface   

Dans le but de suivre l’évolution de la production de biosurfactant synthétisé par la 

souche performante et de déterminer de façon indirecte la concentration de 
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biosurfactant produit dans le milieu, des mesures de tension de surface ont été 

effectuées à l’aide d’un tensiomètre.  

Pratiquement, un volume de 15 ml de culture a été prélevé et centrifugé (8000 

tr/min pendant 20 min). Le surnageant est récupéré pour la mesure de la tension 

de surface, entre chaque mesure, la plaque de platine a été rincé avec de 

l’acétone. Trois lectures ont été effectuées pour chaque échantillon. L’unité de la 

tension de surface est le mN.m-1. 

 

 Test de déplacement de pétrole 

 

Dans une boîte de Pétri contenant 10 ml d’eau distillée, un volume de 100 µl de 

pétrole brut est étalé sur toute la surface de l’eau distillée. Ensuit, 10 µl du 

surnageant de culture ont été légèrement placés au centre du film de pétrole. Le 

diamètre (cm) de la surface halo claire est mesuré après 30 secondes [258]. Plus 

le diamètre est large, plus la production en biosurfactant est importante.  

 

 Activité émulsifiante ( E24 )  

L’activité émulsifiante a été mesurée selon la méthode décrite par Cooper et 

Goldenberg [259]. Un volume de 4 ml de la culture a été additionné à un volume 

égal d’un hydrocarbure (pétrole brut). Le mélange est agité au vortex pendant 2 

min et laissé au repos pendant 24 h avant la mesure. L’activité émulsifiante est 

définie comme étant le rapport de la hauteur de l’émulsion (He) formé sur la 

hauteur totale (HT) du mélange. Elle est exprimée en pourcentage : 

 
 

 

 
 

 Hydrophobicité de la surface cellulaire  

L’adhésion microbienne aux solvants, communément appelée MATS, pour 

« Microbial Adhesion To Solvents », est une technique inspirée de la méthode 

d’adhésion aux hydrocarbures (MATH pour Microbial Adhesion To Hydrocarbon) 

[260], et couramment employée pour déterminer l’hydrophobicité relative des 

cellules microbiennes. 

E24   =  
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Le principe de la mesure repose sur le partage des cellules bactériennes entre 

une phase aqueuse correspondant à la suspension bactérienne et un solvant 

organique dont les caractéristiques physico-chimiques sont connues (polarité et 

tension de surface). 

Pratiquement, les cellules bactériennes (cultivées dans un milieu nutritif) sont 

récupérées par centrifugation à 12000 tr/min pendant 10 min, et lavées deux fois 

avec la solution tampon PBS (Phosphate-Buffered Saline). Le culot bactérien est 

ensuite remis en suspension dans le même tampon. 1,2 ml d’une suspension 

bactérienne de densité optique mesurée à 550 nm (A0 = 0,5 - 0,6) sont mélangés 

à 0,2 ml de solvant organique (toluène) et vortexés pendant 1,5 min. Le mélange 

est laissé au repos pendant 15 min pour avoir une séparation complète entre les 

phases organique et aqueuse. La densité optique (A) de la phase aqueuse est 

mesurée à 550 nm.   

L’hydrophobicité est exprimée par le pourcentage de cellules ayant adhéré au 

solvant (% d’adhérence), sa valeur est donnée par la formule suivante : 

 

 

 

 

 

2.2.6.2. Conditions de culture  

Inoculum : Des tubes à essai contenant 10 ml de milieu LB ont été inoculés par 

0,5 ml d’une suspension bactérienne conservée à - 80 °C. Une incubation à 37 °C 

a été ensuite réalisée pendant une nuit sous une agitation de 180 tr/min. 

Milieu de culture : le milieu LB est le milieu utilisé pour la production de 

biosurfactant. Sa composition est: 10 g.l-1 de peptone soja, 5 g.l-1 d’extrait de 

levure et 5 g.l-1 de NaCl.  Après l’ajustement du pH à 7,0, le milieu est stérilisé par 

autoclavage à 121 °C pendant  20 min [261]. L’huile d’olive (1%, v/v) était la 

source de carbone et d’énergie.   

 

Hydrophobicité =       
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2.2.6.3 Criblage de la souche productrice du biosurfactant  

L’origine des souches : Les souches bactériennes testées pour la production de 

biosurfactant sont celles isolées dans notre cas à partir d’un sol contaminé par le 

pétrole brut. La sélection de la souche productrice de biosurfactant est basée sur 

le test de déplacement de pétrole [262].  

Les expériences ont été réalisées dans des erlenmeyers de 200 ml contenant     

50 ml de milieu LB. L’incubation a été effectuée à 37 °C sous une agitation de   

200 tr/min.  

 

2.2.6.4. Conditions de production de biosurfactant 

La meilleure souche productrice est cultivée dans des erlenmeyers de 250 ml 

contenant 100 ml de milieu LB, après 6 h d’incubation à 37 °C sous une agitation 

de 200 tr/min. Un volume de 1ml (1%, v/v) d’huile d’olive (substrat hydrophobe 

induisant la production de biosurfactant) a été ajouté au milieu de culture. Ce 

dernier a été incubé à 37 °C pendant 48 h sous une agitation 200 tr/min. Le 

surnageant exempte de cellules a été utilisé pour l’extraction de biosurfactant. 

 

 Sélection de la source de carbone optimale  

Quatre sources de carbone de concentration 1% (v/v) ont été utilisées : pétrole 

brut, hexadécane, huile d’olive et huile végétale. Les substrats ont été stérilisés 

sur un filtre 0,22 µm. La sélection de la source optimale est basée sur la mesure 

de la tension de surface au moyen d’un tensiomètre et la mesure du diamètre de 

la surface halo claire (test de déplacement de pétrole). 

 

2.2.6.5. Extraction et purification de biosurfactant 

Deux étapes successives sont appliquées avant la purification : la précipitation et 

l’extraction.  

 La précipitation est réalisée par l’acidification du surnageant (dépourvu de 

cellules) à pH final compris entre 2 et 3. Le surnageant est laissé au repos 

pendant plusieurs heures à 4 °C. Enfin, le précipité est récupéré par 

centrifugation et remis en solution dans un tampon approprié.   
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 L’extraction du biosurfactant est généralement utilisée pour enlever les 

composés hydrophiles. Les solvants individuels ou mixtes employés sont : 

Acétate d’éthyle, chloroforme/méthanol (2/1), butanol, hexane et acide 

acétique [263].  

 

La procédure de récupération est la suivante : lorsque l’activité de biosurfactant 

est maximale dans le surnageant (mesure de la tension de surface et du test de 

déplacement de pétrole), le bouillon de culture a été centrifugé à 7000 tr/min 

pendant 20 min afin d’éliminer la biomasse. Le surnageant correspond au 

biosurfactant brut. En fait, la récupération de biosurfactant est passée par 

plusieurs étapes : (a) le surnageant est acidifié par HCl (2N) à pH = 2, (b) le 

liquide acidifié est conservé à +4 °C pendant une nuit, (c) le précipité est récupéré 

par centrifugation à 7000 tr/min pendant 20 min à +4 °C, (d) il est ensuite remis en 

solution dans un tampon de Tris-HCl à pH = 8. L’extraction a été effectuée deux 

fois (v : v) à l’aide d’acétate d’éthyle. Le solvant a été ensuite enlevé à l’aide d’un 

rotavapeur.  

Pour la purification, le biosurfactant brut a été soumis à la séparation 

chromatographique sur colonne C18 (DI : 2,5 cm, longueur : 30 cm), en utilisant 

comme éluant un mélange méthanol/eau avec un gradient de 65% / 35% 

(méthanol/eau) à 100 % de méthanol. Les fractions ont été soumises à des 

mesures de test de déplacement de pétrole et de la densité optique (DO) à 280 

nm. Un collecteur de fraction automatique a été utilisé (Pharmacia LKB-FRAC100) 

de telle façon que chaque tube (fraction) contient 4 ml de volume. 

 

2.2.6.6. Caractérisation biochimique et structurale du biosurfactant 

2.2.6.6.1. Composition biochimique 

Les compositions du biosurfactant purifié et brut ont été déterminées en utilisant 

des méthodes standards : 

 

 Protéine : la détermination est basée sur la méthode de Bradfor [264], 

l’albumine sérique bovine (ASB) a été utilisée comme protéine standard. 
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 Les glucides ont été déterminées en utilisant la méthode de Duboi et al. 

[265]. 

 

 Les lipides selon la méthode standard APHA [266].  

 

2.2.6.6.2. Caractérisation structurale 

 Analyse par FTIR 

Suivant la nature de l’échantillon, solide ou liquide, les techniques diffèrent. Un 

solide est broyé en présence de bromure de potassium (qui est transparent 

jusqu’à 400 cm-1) puis comprimé sous pression réduite pour former une fine 

pastille.  

Une autre technique, valable aussi bien pour les liquides que pour les solides, 

consiste à préparer une solution diluée du produit dans un solvant. Les solvants 

utilisés pour les solutions sont choisis dépourvues de bandes d’absorption dans 

les zones particulièrement intéressantes du spectre. Les plus couramment 

employés sont le tétrachlorure de carbone, le chloroforme et le sulfure de carbone. 

Dans notre étude, les spectres infrarouges ont été obtenus en utilisant un 

spectrophotomètre infrarouge à transformée de Fourier (FTIR, série 8400, 

Shimadzu, Japon). Le biosurfactant  a été dissous dans le méthanol (CH3OH) de  

1 mg.ml-1 (1%, p/v), puis 20 µl de la solution est disposée sur la plaque en inox de 

l’appareil FTIR. Cette dernière a été laissée au repos pendant 10 min à l’air 

ambiant afin d’évaporer le solvant. Les mesures d’absorption optique ont été 

effectuées dans les domaines moyen-IR dont les longueurs d’onde sont comprises 

entre 210-3  et  2510-4 cm  (500 et 4000 cm-1). 

 

 Analyse par chromatographie liquide couplée à la spectrométrie de masse 

(LC-MS) 

 

La chromatographie liquide à haute performance (LC) couplée à la spectrométrie 

de masse (MS) combine les avantages de ces deux techniques, à savoir : 

 HPLC: hautes sélectivité et efficacité de séparation. 

 MS: informations structurales et sélectivité encore augmentée. 
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Cette méthode a été utilisée pour analyser la composition chimique du 

biosurfactant. A cet effet, l’échantillon a été préparé comme suit : le biosurfactant 

pur est solubilisé dans une solution à 50% d’acétonitrile (ACN) (acétonitrile/eau), 

puis la solution est centrifugée et filtrée. La séparation chromatographique est 

réalisée sur colonne C18 (150 mm  2,1 mm, taille de particules 5µm) reliée au 

système HPLC (Agilent Technologies, USA). Le débit est de 250 ml/min et le 

volume d’échantillon injecté dans la colonne est de 5µl. Une étape isocratique à 

25% (v/v) d’ACN, puis une élution par gradient linéaire à 50% d’ACN est appliqué 

pendant 30 min et à 90% d’ACN pendant 15 min. La colonne a été lavée pendant 

0,1 min, finalement, elle est rééquilibrée à 25% d’ACN pendant 30 min. Les 

fractions collectées sont directement lyophilisées. Les lyophilisats sont conservés 

à  - 20° C. 

Les conditions d’ionisation de la source ESI, fonctionnant en mode positif, sont les 

suivantes : 

- La tension de collision 70 eV. 

- La tension d’ionisation 4,5 kV. 

- Gaz d’atomisation et de solvatation (nébuliseur) N2 pur. 

- Température de désolvatation 400 °C. 

L’intervalle de balayage du spectre de masse est de 200 - 1000 m/z. 

 

2.2.6.7. Propriétés du biosurfactant  

2.2.6.7.1. Activité émulsifiante (E24) 

Une quantité du biosurfactant a été dissoute dans de l’eau distillée dans un tube à 

essai. La solution est agitée manuellement pendant 30 secondes, et laissée au 

repos pendant 5 min. Afin d’évaluer le pouvoir d’émulsifiant de biosurfactant de la 

souche performante, ce dernier a été testé contre 5 types de liquides hydrophobes 

(4 ml de la solution de biosurfactant + 4 ml de liquide hydrophobe), à savoir le 

pétrole brut, le gasoil, l’huile moteur, l’huile d’olive et l’huile végétale. Le mélange 

est bien agité au vortex pendant 2 min (obtention d’un mélange homogène), puis 

laisser au repos pendant 24 h avant de prendre les mesures.  
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2.2.6.7.2. Détermination de la concentration micellaire critique  

La concentration micellaire critique (CMC) est un paramètre important lors de 

l’évaluation de l’activité des biosurfactants. La CMC est déterminée par la variation 

de la concentration de biosurfactant (mg.l-1) en fonction de la tension de surface 

(mN.m-1). La plus faible valeur de la tension de surface correspond à la CMC, au-

delà, aucun effet n’est observé sur l’activité de surface. 

 

2.2.6.7.3. Détermination de la stabilité du biosurfactant  

L’étude de la stabilité du biosurfactant est réalisée sur un surnageant exempte de 

cellules bactériennes et ceci après centrifugation à 7000 tr/min pendant 20 min. 

Les paramètres affectant la stabilité de biosurfactant ont été étudiés : la 

température, le pH et la salinité. L’évaluation de la stabilité de biosurfactant de la 

souche performante a été déterminée par la mesure de la tension de surface (TS).   

 

 Stabilité thermique  

Le biosurfactant est incubé à différentes températures : 4, 25, 37, 45, 55, 75 et 

100 °C pendant 24 h. Après cette durée, les mesures de TS ont été prises.    

 

 Stabilité chimique  

Afin d’évaluer l’effet de la salinité sur la stabilité du biosurfactant, le surnageant de 

culture a été soumis à différentes concentrations en chlorure de sodium de 0 à 

300 g.l-1 (pureté supérieure à 99,5%). Les solutions sont laissées à la température 

ambiante pendant 24 h avant de mesurer la tension de surface. L’influence du pH 

a été également étudiée. Le pH de surnageant a été modifié de 2 à 12 en utilisant 

des solutions de HCl ou NaOH pour l’ajustement, les mesures de TS ont été 

effectuées après 24 h de repos. 

 

2.2.6.7.4. Activité antimicrobienne  

C’est une méthode microbiologique qui permet de détecter le pouvoir d’une 

substance chimique à inhiber la croissance de certains microorganismes. Ainsi, 

les biosurfactants peuvent affecter la membrane lipidique de certaines souches 
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cibles telles que utilisées dans notre cas [267]. Les bactéries testées ont été 

cultivées dans le bouillon de trypticase (TSB) ou agar (TSA), les champignons et 

les levures ont été cultivées dans le bouillon d’extrait de malt (MEB) ou agar 

(MEA) à 28 °C. La turbidité de la suspension était ajustée à l’échelle 0,5 de l’étalon 

standard de McFarland correspondant à un nombre de cellules environ 1-5 108 

UFC/ml. La concentration des spores en suspension a été déterminée à l’aide 

d’un hématocytomètre (cellule de Thomas) et ajustée à 1-5108 spores/ml. Les 

souches microbiennes testées dans cette étude sont des souches de référence 

fournies par des laboratoires de Collection allemande de microorganismes et de 

cultures cellulaires (DSMZ). 

La concentration minimale inhibitrice (CMI) et la concentration minimale 

bactéricide ou fongicide (CMB ou CMF) de biosurfactant ont été déterminées, 

selon la méthode du Comité National pour Clinical Laboratory Standard (NCCLS) 

[268], contre un groupe-témoin de microorganismes représentant les différentes 

espèces des écosystèmes (bactéries, champignons et levures). L’expérience a été 

réalisée en microplaque à 96 puits, appelée micro-méthode.  

 

 Détermination des CMI 

100 µl de la solution de biosurfactant (préparés dans le méthanol) sont ajoutés 

dans le premier puits de la microplaque stérile. Des dilutions successives (au 1/2) 

sont effectuées de la colonne 1 à la colonne 10. Ensuite, 100 µl de milieu de 

culture contenant environ 108 UFC/ml de microorganismes testés et 30 µl de 

résazurine à 0,02% (indicateur coloré) sont déposés dans tous les puits. La 

plaque est ensuite soumise à une légère agitation afin d’homogénéiser les milieux.  

Deux témoins sont réalisés, les colonnes 11 et 12 : un témoin négatif, le méthanol 

et un témoin positif contenant un antibiotique (chloramphénicol) et le 

microorganisme. 

Après 16 à 20 h d’incubation aérobiose à 30 °C, la lecture de la CMI est faite par 

simple regard au travers de la microplaque. La lecture repose sur le changement 

de la coloration initiale (du bleu au rose) dans la microplaque. La CMI est la plus 
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petite concentration avec absence de croissance visible ; elle correspond au 

premier puits dont la couleur ne vire pas au rose (il reste bleu). 

 

 Détermination  de  CMB ou CMF 

La plaque ayant servi à la mesure de la CMI est repiquée (10 µl) vers une boîte de 

TSB ou MEB. Cela permet, après incubation aérobiose (environ 20 h), de repérer 

l’absence de germes dans certains puits de la microplaque précédente et de 

déduire les concentrations minimales en principe actif pouvant totalement détruire 

le germe. La CMB et la CMF sont les plus petites concentrations avec absence de 

croissance visible ; elles correspondent aux premiers dépôts sur TSB ou MEB qui 

ne se sont pas développés. 

 

2.2.6.8. Applications environnementales 

2.2.6.8.1. Solubilisation des HAP (phénanthrène) 

L’assimilation des hydrocarbures par les microorganismes est rendue difficile en 

raison de leur faible solubilité. Ce problème peut être résolu en présence d’un 

agent solubilisant. Pour cela, une étude a été réalisée sur la solubilité du 

phénanthrène, représentatif des HAP, (trois cycles aromatiques, sa solubilité dans 

l’eau est de 1,29 mg.l-1) en présence de biosurfactant de la souche performante : 

des solutions de volume 10 ml à différentes concentrations en biosurfactant ont 

été préparées (62,5 ; 125 ; 250 ; 500 et 1000 mg.l-1), des quantités égales de 

phénanthrène (pureté 98%, Aldrich-Germany) ont été ensuite ajoutées à chaque 

solution (0,6 g.l-1). Ces tubes ont été incubés à 30 °C sous une agitation de 200 

tr/min et à l’abri de la lumière pendant 24 h, puis centrifugés à 12500 tr/min à 4 °C 

pendant 30 min. Un volume de 5 ml de surnageant a été recueilli et ajusté à un  

pH = 2 à l’aide de HCl (6M). L’extraction du phénanthrène, dissous dans la 

solution de biosurfactant, a été réalisée par l’ajout d’un volume égal de 

dichlorométhane (DCM), l’opération est répétée deux fois, les fractions organiques 

ont été combinées, séchées sur sulfate de sodium anhydre, puis concentré à 1 ml. 

Ce dernier est filtré à travers un filtre micropore (0,2 mm) avant d’être analysé par 

le spectrophotomètre UV-Vis. à 254 nm (Shimadzu-1100, Japon) [269].  
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2.2.6.8.2. Remobilisation du pétrole brut 

L’objectif de cette expérience est de mettre en évidence le rôle de biosurfactant 

issu de la souche performante dans la remédiation des sols contaminés par les 

hydrocarbures. En effet, 10 g de sol, contaminé par le pétrole brut préalablement 

stérilisés par autoclavage, ont été ajoutés à une solution de biosurfactant de 

volume de 100 ml et de concentration égale à celle de CMC. Par suite, le mélange 

a été mis sous agitation de 200 tr/min à température ambiante pendant 2 h, le 

surnageant (contenant les hydrocarbures) a été récupéré par centrifugation. Les 

hydrocarbures ont été ensuite extraits deux fois par le dichlorométhane, puis 

l’extrait a été concentré au rotavapeur. La quantification des hydrocarbures est 

réalisée par GC/SM. Le Tween 80 (surfactant chimique) et l’eau distillée sont 

utilisés comme témoins.  

 

2.2.7. Identification génotypiques des souches performantes  

L’identification génotypique des souches performantes a été réalisée par les 

techniques de la biologie moléculaire, trois souches isolées à des températures 

différentes ont été identifiées.  

Le séquençage du gène d’ARN ribosomal 16S et l’analyse phylogénétique ont été 

déterminés selon la méthode décrite par Mnif et al. [262]  (plus de détail voir 

l’annexe 5).  

Nous avons utilisé le séquenceur automatique « Automated 3100 Genetic 

Analyser » (Applied Biosystems). Les résultats de la séquence ont été importés 

dans le Bio Edit v5.0.9 [270] et la séquence complète ou partielle du fragment a 

été reconstituée. Une recherche sur BLAST (blast, non redondant) [271] avec la 

séquence complète, par l’intermédiaire de Gen Bank [272],  a permis d’identifier la 

souche vis-à-vis des pourcentages de similitude entre souches apparentées.
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CHAPITRE 3 

RESULTATS ET DISCUSSION 

 

3.1. Isolement et identification des souches à fort potentiel dégradatif du pétrole 
brut et d'hydrocarbures  

 
 

3.1.1. Caractérisation physico-chimique et microbiologique du biotope étudié 

Plusieurs paramètres physico-chimiques des échantillons de sol ont été 

déterminés comme le montre le tableau 3.1. 

 

 
 
 

                            Echantillon   
N° 
Paramètres 

01  
Puits OMOZ #472 

02  
Puits OMKZ #32 

03  
Puits OMKZ#502 

        COT  ( % ) 2,30 7,1 3,5 

        NT ( ‰ ) 0,42 1,18 0,51 

        COT/NT 54,7 60,1 68,6 

       HPT ( g/kg du sol ) 27,83 59,07 36,05 

       Conductivité  ( mS/cm ) 17,32 13,06 13,95 

       pH (1 : 2,5) H2O 7,50 7,57 7,25 

COT : Carbone Organique Total ;  NT : Azote total Kjeldahl                                                   

HTP : Hydrocarbures Pétroliers Totaux   

 

D’après les résultats présentés dans le tableau 3.1, on remarque que l’échantillon 

du bourbier OMKZ #32  est le plus chargé en hydrocarbures totaux (59,07 g.kg-1 

de sol) et en carbone organique total (COT). La valeur du rapport C/N pour les 

échantillons montre la carence en azote ce qui ralentit la croissance des 

microorganismes.  

Tableau 3.1 : Caractéristiques physico-chimiques du biotope 
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La différence observée dans les valeurs de HPT des échantillons semble due aux 

différents points de prélèvements, date de forage, composition des fluides de 

forage, profondeur, infiltration, … etc.   

Pour évaluer la salinité du sol, nous utiliserons l’échelle de la conductivité 

électrique (CE : mS/cm) suivante [273] : 

- Sol non salin                                  CE <  2                                                                                      

- Sol légèrement salin              2  < CE <  3                                                                                  

- Sol salin                                 3  < CE <  5                                                                                      

- Sol très salin                          9  < CE <  16                                                                                           

- Sol extrêmement salé                   CE  > 16 

Le biotope utilisé pour la sélection des hydrocarbonoclastes peut être classé 

comme sol très salin. Cela est justifié par la composition chimique des fluides de 

forage contenant une quantité importante de sels notamment le KCl.   

 

3.1.2. Isolement des souches bactériennes aérobies dégradantes le pétrole brut  

La bioremédiation des sols et des eaux contaminés par les hydrocarbures est une 

méthode moins coûteuse et souvent nécessaire. Cependant, dans un 

environnement extrême (contaminant toxique/hydrophobe/insoluble, température, 

pH, concentration en sel, …etc), peu de bactéries sont capables de dégrader les 

hydrocarbures. En effet, les travaux de recherches récents reposent sur 

l’isolement et la sélection des souches bactériennes capables de dégrader les 

hydrocarbures dans des conditions extrêmes. Les sols contaminés par le pétrole 

brut sont considérés comme sources potentielles pouvant contenir ce type de 

bactéries.  

L’isolement a été réalisé à différentes températures d’incubation :  

 A  30 °C : isolement des souches mésophiles. 

 A  45 °C : isolement des souches thermotolérantes.  

 A  55 °C : isolement des souches thermophiles.  
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Plus de 100 souches bactériennes aérobies ont été isolées à partir d’un sol 

contaminé par le pétrole brut provenant de la région de Hassi-Messaoud (Algérie). 

En utilisant un milieu non sélectif, cet isolement nous permettra d’observer les 

différentes colonies et de déterminer les caractéristiques telles que : la forme, 

l’opacité, la taille, la couleur et l’aspect de surface. 

La figure 3.1 montre une richesse en colonies obtenues après plusieurs étapes 

d’adaptation. Notons aussi l’apparition d’un halo clair autour de la colonie signifiant 

la dégradation du pétrole. 

 

     

        

 Figure 3.1 : Photos montrant la croissance des bactéries 

sur le pétrole brut  
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L’observation microscopique a donné plusieurs formes de bactéries (figure 3.2) : 

bacilles et coques qui se présentent sous différentes formes (simple, double, 

chaînettes, agrégats mobiles et immobiles. 

 

  
 

  
 

Figure 3.2 : Observation microscopique (40) montrant les différentes formes de souches 

bactériennes aérobies capables de croître sur le pétrole 
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3.1.3.  Biodégradation du pétrole brut 

 

La biodégradation est un processus dépendant essentiellement de la nature et de 

la quantité des hydrocarbures, des propriétés physico-chimiques du site 

contaminé et de la capacité biodégradative des microorganismes.  

 

3.1.3.1.  Sélection des souches performantes à différentes températures 

La dégradation des hydrocarbures par les souches bactériennes mésophiles a été 

largement étudiée [142, 158, 163, 180]. En revanche, il y a peu d’études réalisées 

sur la dégradation des hydrocarbures par des souches thermophiles, notamment 

celles concernant l’identification des voies métaboliques impliquées dans la 

biodégradation. Un autre avantage de l’utilisation des thermophiles est le taux de 

croissance plus rapide. On note que les enzymes des thermophiles sont plus 

résistants à la dénaturation physique et chimique.  

 

3.1.3.1.1. Sélection des souches mésophiles (température d’incubation 30 °C)   

Six (06) souches ont été choisies pour cette étude, la figure 3.3 montre les 

cinétiques de croissance des souches sur le pétrole brut. Après la consommation 

de l’extrait de levure, substrat facilement assimilable (après le deuxième jour), on 

observe une phase de ralentissement de croissance bactérienne, cette phase qui 

dure trois jours est due à l’adaptation des souches au nouveau substrat (pétrole 

brut), puis il y a une accélération de la croissance des souches performantes.     

Les résultats obtenus montrent que les souches produisant les agents de 

solubilisation des hydrocarbures ne traduisent pas certainement une bonne 

dégradation ; la souche 1H prouve une solubilisation du pétrole brut, en revanche, 

sa croissance est plus faible par rapport aux autres souches. Les résultats 

obtenus indiquent que les deux souches performantes sont : 1E et 1F. 
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Figure 3.3 : Croissance des souches mésophiles sur le pétrole brut (30 °C et                  

                 3%, v/v). (A): Cinétique de croissance, (B): DO (600 nm) maximale 
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3.1.3.1.2. Sélection des souches thermophiles  

Les microorganismes qui se développent de façon optimale au-dessus de 40 °C 

sont appelés thermophiles. La plupart des thermophiles connues sont modérées 

et leur température optimale de croissance est comprise entre 50 et 70 °C. La 

croissance optimale des thermophiles extrêmes et hyperthermophiles se produit 

respectivement entre 70 - 80 °C et supérieure à 80 °C  [274]. Il a été noté que les 

thermophiles, principalement  les Bacilles, possèdent un potentiel considérable 

pour la conversion des polluants environnementaux, y compris pour toutes les 

principales catégories [275]. 

 

 Température d’incubation de 45 °C  

Pour cette série d’expériences, nous avons choisi sept souches afin de 

sélectionner les deux meilleures. La figure 3.4 montre qu’il y a une phase 

d’adaptation pour toutes les souches, c’est la phase de transition entre deux 

sources de carbone différentes ; de l’extrait de levure (substrat biodégradable) aux 

hydrocarbures (substrat difficilement biodégradable). Les deux souches les plus 

performantes sont 7A  et  7J.   

 

 Température d’incubation de 55 °C   

Sept souches bactériennes ont été choisies pour sélectionner les deux meilleures. 

Les résultats obtenus (figure 3.5) montrent que la densité optique des 7 souches 

est plus faible par rapport aux autres types de bactéries (souches isolées à 30 °C 

et 45 °C). Cependant, on note que la concentration initiale en bactéries était faible 

(inoculum, 1%), d’après ces résultats, les souches les plus performantes sont  

KS1  et  KS11.      
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Figure 3.4 : Croissance des souches thermotolérantes sur le pétrole brut  (45 °C et 3%, v/v).                 

(A): Cinétique de croissance,  (B): DO (600 nm) maximale 



                                                                                                         111 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

 

 

 

0 

0,03 

0,06 

0,09 

0,12 

0,15 

0,18 

0,21 

0 2 4 6 8 10 12 

Souche KS1 

Souche KS5 

Souche KS11 

Souche KS13 

Souche KS18 

Souche KS26 

Souche KS29 

   Temps (j)  

D
O

6
0

0 
n

m
 

 A 

0 

0,02 

0,04 

0,06 

0,08 

0,1 

0,12 

0,14 

0,16 

0,18 

0,2 

Souche KS1 Souche KS5 Souche KS11 Souche KS13 Souche KS18 Souche KS26 Souche KS29 

D
O

60
0n

m
 m

ax
 

 B 

Figure 3.5 : Croissance des souches thermophiles sur le pétrole brut (55 °C et 3%, v/v).        

(A): Cinétique de croissance,  (B): DO (600 nm) maximale 
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Malgré la faible biomasse dans le milieu de dégradation (densité optique faible), 

on observe qu’il y a une bonne dégradation du pétrole brut (figure 3.6).  

 

 

                                     

 

 

 

 

Les six souches sélectionnées et retenues pour la poursuite du travail sont :  

 Souches mésophiles: 1E et 1F (isolées à 30 °C).   

 Souches thermotolérantes ou thermophiles moyennes: 7A  et 7J (isolées à 

45 °C).   

 Souches thermophiles: KS1  et  KS11 (isolées à 55 °C). 

 

3.1.3.2. Paramètres affectant la dégradation de pétrole brut   

L’adaptation des microorganismes à leur environnement repose, à la fois, sur la 

diversité génétique et sur la sélection naturelle. Les bactéries ont également 

élaboré des réseaux de régulation complexes qui leur permettent de s’adapter à 

différents environnements [276]. 

Afin d’étudier la capacité biodégradative des souches performantes, les principaux 

paramètres ont  été déterminés ; la quantité du pétrole, la température et la 

concentration en sel. La dégradation est réalisée dans des flacons de 250 ml 

Figure  3.6 : Biodégradation de pétrole brut par les souches  KS1  et      

                          KS11  à   55 °C,  après le 3ème jour  d’incubation 

 

 

 
     Zone de croissance 
 
 
 
                         Pétrole 

KS11                                      TC                                    KS1 
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contenant 100 ml de milieu de culture, le pH est fixé à 7,0 sous agitation de 180 

tr/min. Les séries d’expériences ont été réalisées pour les trois types de souches 

précédemment sélectionnées. Le potentiel biodégradatif est suivi par la mesure de 

la biomasse (DO600nm et log(UFC)/ml).     

 

3.1.3.2.1. Effet de la concentration   

Dans le but de déterminer la concentration optimale du substrat, différentes 

concentrations du pétrole brut (v/v) ont été utilisées : 0,5  ;  1  ;  3  ;  5  ;  8  ;  15  et  

30%. Les résultats obtenus (figue 3.7) montrent qu’il y a une concentration 

optimale pour chaque type de bactérie : les souches mésophiles pouvaient croître 

sur le pétrole brut jusqu’à une concentration de 15% (v/v), cependant, une 

concentration de 8% s’avère convenable pour les souches thermotolérantes 

(incubées à 45 °C), par contre, une bonne croissance est observée à 3% (v/v) 

pour les souches thermophiles (incubées à 55 °C).  

On constate aussi que la concentration optimale de pétrole est corrélée avec la 

nature de microorganisme ; seules les mésophiles peuvent tolérer des quantités 

élevée de pétrole (déversement accidentel).        

Sathishkumar et al. [189] ont étudié l’effet de la concentration du pétrole brut (1, 3, 

6, 9, 12%, v/v) sur la capacité biodégradative de la souche Pseudomonas sp. 

BPS1-8 (incubée à 35 °C pendant 25 jours), les résultats obtenus montrent que le 

taux de dégradation est inversement proportionnel à la concentration du pétrole. 

Par exemple, en augmentant la concentration de pétrole brut de 1 à 12%, le taux 

de dégradation a diminué de 67 à 34%. En revanche, la biomasse (qui s’exprime 

en UFC/g) est proportionnelle à la concentration du pétrole.    

Contrairement à d’autres auteurs, les résultats obtenus dans notre travail montrent 

que les faibles concentrations en pétrole brut ont un effet négatif sur la croissance 

bactérienne. Ceci est observé pour les trois souches (mésophiles, 

thermotolérantes et thermophiles). Ce phénomène peut être expliqué par le 

mauvais contact entre la souche et le substrat. Donc selon les résultats illustrés 

dans la figure 3.7, les souches 1E, 7J et KS1 sont sélectionnées comme souches 

performantes. 
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Figure 3.7 : Effet de la concentration du pétrole brut (% v/v) sur la croissance des souches   

                    sélectionnées : (A) Souches 1E et 1F incubées à 30 °C, (B) Souches 7A et 7J     

                    incubées  à 45 °C,  (C) Souches KS1 et KS11 incubées à 55 °C. 
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Ainsi, les résultats présentés dans la figure 3.8 révèlent que la biomasse 

bactérienne est fonction de la nature de la souche, la faible biomasse est 

observée pour les thermophiles et ceci quelque soit la concentration du pétrole.     

 
 

 

 

 

 

 

3.1.3.2.2. Effet de la température   

La température est un paramètre important pouvant influencer la biodégradation 

du pétrole. En effet, les souches performantes ont été soumises à différentes 

valeurs de températures allant de 25 à 55 °C. Les résultats obtenus (figure 3.9) 

révèlent que le taux de dégradation est fonction de la température ; chaque nature 

de souche a une gamme optimale de température. 

Hasanuzzaman et al. [277] ont trouvé, en utilisant une souche de Pseudomonas 

aeruginosa, que le taux de dégradation du pétrole brut a augmenté de 75 à 85% 

quand la température passe de 20 à 30 °C.   

Selon Leahy et Colwell [69], des températures supérieures à 40 °C conduisent à 

une augmentation de la toxicité des hydrocarbures sur la membrane cellulaire. 
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Figure 3.8 : Effet de la concentration du pétrole brut sur la biomasse des trois  

                    souches performantes 
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Nos résultats indiquent que la souche mésophile 1E possède une gamme 

optimale réduite (inférieure à 37 °C). Par contre la souche thermotolérante 7J 

détient une gamme optimale de croissance plus large. La même chose est 

observée pour la souche thermophile KS1 ; des températures élevées ne sont pas 

favorables pour les mésophiles, par contre, les thermophiles ne semblent pas être 

affectées par des températures moyennes (supérieures à 30 °C).    

 

 

 

 

 

 

3.1.3.2.3. Effet de la salinité 

L’effet de la salinité sur la dégradation des hydrocarbures semble complexe. Une 

forte concentration de sel ralentit la biodégradation du pétrole, elle perturbe la 

membrane cellulaire, dénature certaines protéines comme les enzymes ou change 

la force osmotique, l’un de ces facteurs peut être mortel pour les microorganismes 

[278].     

Les microorganismes nécessitant du sel pour leur croissance sont appelés 

halophiles, tandis que ceux qui sont capables de croître aussi bien en présence 

qu’en l’absence de sel sont désignés halotolérants. Les halophiles extrêmes 

nécessitent généralement au moins 1M de NaCl (environ 6%, p/v) pour leur 
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Figure 3.9 : Effet de la température (pétrole brut : 3%, v/v) sur la croissance  

                    des trois souches sélectionnées 
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croissance, des concentrations de NaCl supérieures à 3M (175 g.l-1) entrainent 

une croissance optimale pour les halophiles [279, 280, 281].  

Mille et al. [192] ont étudié l’effet de la concentration de NaCl (0 à 2 mol.l-1) sur la 

biodégradation du pétrole brut par une communauté bactérienne mixte isolée à 

partir d’un sédiment marin, la quantité de pétrole dégradée était proportionnelle 

à la concentration de sel  jusqu’à une valeur de 0,4 mol.l-1 de NaCl (taux de 

dégradation maximal). Au-delà, son effet devient négatif sur le taux de 

dégradation. 

A cet effet, une série d’expériences a été réalisée pour différentes concentrations 

en sel  (NaCl) : 0 ; 10 ; 20 ; 50 ; 80 ; 100 et 150 g.l-1. Les résultats de l’influence de 

la salinité (NaCl) sur la croissance microbienne sont donnés dans la figure 3.10. 

On constate que l’ajout du sel améliore la dégradation du pétrole brut pour les 

trois souches ; la souche mésophile 1E tolère une large gamme de salinité (0 à 

10%, p/v de NaCl), une croissance optimale est observée pour une concentration 

en sel de 2% (p/v), au-delà, l’augmentation de la concentration de NaCl a pour un 

effet négatif sur l’efficacité de la biodégradation. La souche 1E (incubée à 30 °C) 

peut être classée comme une souche mésophile halotolérante. A titre d’exemple, 

l’augmentation de la concentration en sel de 0 à 2% conduit à une augmentation 

en biomasse Log(UFC/ml) de 22%.   

Au contraire, les deux souches thermophiles, 7J incubée à 45 °C et KS1 incubée 

55 °C, tolèrent une gamme étroite de salinité (0 à 2%), la meilleure croissance est 

obtenue à 1% (p/v) de NaCl. Une salinité de 2% de NaCl a un effet positif (par 

rapport à 0% de NaCl) pour la souche KS1 incubée à 55 °C, l’inverse est observée 

pour la souche 7J incubée à 45 °C. Par exemple, une augmentation de la salinité 

de 0 à 1% de NaCl a conduit à une augmentation en biomasse de 9% et 21% pour 

les souches 7J et KS1, respectivement.    
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Dans un milieu salin (plus de 2%, p/v), l’utilisation des souches bactériennes 

mésophiles semblent être efficaces dans la bioremédiation des sites contaminés 

par le pétrole brut. 

La biodégradation du pétrole brut est influencée par la salinité du milieu, 

cependant cette influence dépend du microorganisme utilisé, en fait, dans un 

environnement extrême, l’utilisation des souches sélectives s’avère indispensable 

pour la protection de l’environnement.     

 

3.1.3.3. Capacité de croissance sur les aromatiques et le décane 

Les résultats obtenus montrent que les deux souches 1E et 7J, incubées à 30 et 

45 °C respectivement, peuvent croître sur une variété d’hydrocarbures, cependant 

ces deux souches ne peuvent pas tolérer les aliphatiques à chaines courtes 

(décane), en raison de leur toxicité pour la majorité des microorganismes. En 

revanche, la souche thermophile KS1 incubée à 55 °C peut croître sur le décane 

(DO600nm = 0,24). Le tableau 3.2 montre la capacité de croissance des trois 

souches sur différents d’hydrocarbures et leurs dérivés.      
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Figure 3.10 : Effet de la concentration en sel NaCl  (pétrole brut : 3%, v/v)                                   

     sur la croissance  des trois souches sélectionnées 
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Substrat 1E      7J KS1 

Température 
d’incubation  

30 °C     45 °C 55 °C 

Acide benzoïque  

Phénol                        

Décane   

Naphtalène  

Phénanthrène  

Fluoranthène 

Pyrène                           

0,56             

0,48                

0,07            

0,79                

0,51                

0,48                 

0,54 

0,59             

0,56              

0,03           

0,45             

0,45             

0,43              

0,66 

0,25                                 

0,12                           

0,24                                   

0,16                                      

0,17                                          

0,12                                      

0,16 

 

 

3.1.3.4. Dégradation des n-alcanes    

Dans un mélange d’hydrocarbures (pétrole brut), les n-alcanes sont les premiers à 

se biodégrader. Cependant, leur dégradation dépend de la longueur de chaîne ; 

les composés dont le nombre d’atome de carbone est inférieur à 10 sont les plus 

difficilement biodégradables, au-delà, ils sont considérés comme facilement 

biodégradables. La difficulté de dégradation des n-alcanes dépend du nombre 

d’atome de carbone, à titre d’exemple, la dégradation des composés de n-C30 à  

n-C40 peut durer quelques mois, par contre la dégradation des composés dont le 

nombre d’atomes supérieur à C40 dure plusieurs années [102, 282].  

Une étude a été portée sur la dégradation des n-alcanes (C15 à C44) par Plohl et 

al. [282]. Les résultats obtenus ont montré que les taux de dégradation étaient de 

70, 45 et 20% pour n-C15 à n-C22 ; n-C22 à n-C30 et n-C30 à n-C44, respectivement 

(incubation  à 22 °C).    

Knezevich et al. [283] ont trouvé que le taux de dégradation des n-C10, n-C12 et     

n-C14  était de plus de 95%, tandis que, le taux d’élimination des n-alcanes à 

longue chaîne (n-C16 à n-C36) était de 63 à 87%. Les travaux de Rahman et al. [5] 

ont montré que le taux de dégradation était de 100%, 83 - 98%, 80 - 85% et 57 - 

Tableau  3.2 : Densité optique (DO600nm)  après  3 semaines de    

     dégradation  (180 tr/min,  pH = 7,  Milieu de culture : MM)  
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73% pour les composés n-C8 à n-C11 ; n-C12 à n-C21 ; n-C22 à n-C31 et n-C32 à       

n-C40, respectivement (incubation à 30 °C).   

D’après la littérature, on constate que les n-alcanes à longue chaîne sont moins 

biodégradables. Toutefois, l’ajout des éléments nutritifs (engrais), des 

biosurfactants et des co-substrats peuvent améliorer considérablement leur 

élimination [284].  

Dans notre étude, le taux de dégradation des n-alcanes a été déterminé par 

analyse chromatographie en phase gazeuse associée à la spectrométrie de 

masse (CG/SM). Les résultats obtenus montrent que (figure 3.11) :  
 

 La souche mésophile 1E possède un pouvoir biodégradatif élevé, sept types 

d’hydrocarbures ont été complètement dégradés (n-C13 à n-C19 et n-C21). Un 

taux de dégradation de 74% a été observé pour deux autres hydrocarbures 

(n-C20 et n-C22).  

 

 Excepté l’octacosane (n-C29), où on a enregistré un taux de dégradation aux 

alentours de 80%, les souches thermotolérantes 7J et 7A montrent une 

capacité biodégradative très marquée pour les n-alcanes analysés (C13 à 

C28), avec un taux de dégradation variant de 90 à 100% : 6 hydrocarbures 

(C13, C14, C24 à C27) sont dégradés complètement (100 %).  

 

 En revanche, les souches thermophiles KS1 et KS11 ont une activité de 

dégradation modérée, un meilleur taux de dégradation a été observé pour 

deux types d’hydrocarbures seulement ; n-hexadécane (92%) et n-eicosane 

(95%). Les autres (n-C19 à n-C29) sont assez dégradés (50  à  60%).   

 

Il semble qu’une température assez élevée (45 °C) a un effet positif sur l’activité 

enzymatique conduisant à une dégradation élevée des hydrocarbures, par contre 

l’effet inverse est observé pour des températures élevées (55 °C), cela peut être 

expliqué, soit par l’augmentation de la solubilité des hydrocarbures notamment de 

courte chaîne (inférieure à n-C12) qui sont plus toxiques pour les microorganismes, 

soit par une diminution de l’activité des enzymes responsables de la dégradation 

des hydrocarbures en retardant leur élimination. Le spectre CG/SM du pétrole brut 

est donné dans la figure 3.12.  
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Figures 3.11 : Taux de dégradation (%) des n-alcanes (pétrole, 3%, v/v ; deux 

semaines d’incubation): a- souches mésophile (1E et 1F), b- souches  

thermotolérantes (7A et 7J), c- souches thermophiles (KS1 et  KS11) 
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3.1.3.5. Dénombrement des bactéries cultivées sur milieu MM à base de pétrole 

brut 

L’activité des souches performantes (1E, 7J et KS1) sur le pétrole brut a été 

vérifiée par le dénombrement en milieu solide (figure 3.13). Les trois souches 

sélectionnées montrent une croissance remarquable et donc une capacité élevée 

de dégradation du pétrole brut.  
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Figure 3.13 : Evolution de la biomasse en fonction du temps pour les trois souches  
sur milieu MM (pétrole brut : 3%, v/v) 

          Figure 3.12: Spectre CG/SM du pétrole brut 
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3.1.3.6. Mode d’action des souches performantes sur les hydrocarbures  

L’hydrophobicité est un facteur important dans l’adhésion initiale des 

microorganismes à l’interface entre la phase liquide non-aqueuse (NAPL) formée 

par les hydrocarbures et la phase aqueuse. Un certain nombre d’espèces de 

bactéries sont capables de dégrader les hydrocarbures liquides après avoir 

adhéré à la surface des gouttelettes [285]. Ce contact direct entre une cellule 

bactérienne et un hydrocarbure peut augmenter de manière significative le taux de 

diffusion dans la cellule, ce qui améliore la croissance et l’augmentation du taux 

apparent de la dissolution de l’hydrocarbure.  

D’après les études de Lee et Yii [286], il est permis de dire qu’une bactérie est 

hydrophobe quand le pourcentage d’adhésion est supérieur à 50%, hydrophile 

quand ce pourcentage est inférieur à 20% et moyennement hydrophobe quand le 

pourcentage est entre ces deux valeurs. 

Ainsi, une souche est dite productrice de biosurfactant, si la valeur de la tension 

de surface est inférieure à 40 mN.m-1 [257]. 

Les résultats recueillis dans le tableau 3.3 montrent que les souches 1E et 7J sont 

très hydrophobes et productrices de biosurfactants. Leurs taux d'adhésion sont 

respectivement 74,05 et 68,2%. En revanche, la souche KS est hydrophile mais 

aussi productrice de biosurfactant. Une corrélation entre l’hydrophobicité de la 

surface cellulaire et la croissance microbienne sur les hydrocarbures a été 

observée ; une bonne croissance des cellules correspond à une hydrophobicité 

élevée.   

Cependant, des concentrations en biosurfactants inférieures à la CMC inhibent 

l’adhésion des bactéries sur les gouttelettes d’hydrocarbures [285]. 

Le caractère hydrophile de la souche KS1 permet de penser que les bactéries 

peuvent adhérer de façon plus importante à des surfaces hydrophiles. 

Finalement, les résultats obtenus montrent que les microorganismes peuvent 

modifier ou développer de nouvelles stratégies métaboliques (production de 

biosurfactant, changement des propriétés de la surface cellulaire) afin de 

s’adapter aux milieux contaminés par les composés toxiques.    
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Souches 
Densité optique    

(DO600nm) max 

Hydrophobicité    

maximale (%) 

Tension de 

surface                        

minimale (mN/m) 

1E 

7J 

KS1 

0,474 

0,733 

0,34 

74,05 

68,2 

23,5 

32,5 

33,1 

37,6 

 
 
 

3.1.3.7. Caractéristiques phylogénétiques des trois souches 

Après avoir procédé à l’extraction de l’ADN génomique des souches, le gène 

codant pour l’ARNr16S a été amplifié par PCR. La figure 3.14 représente les 

électrophorèses sur gels d’agarose de l’ADN génomique des trois souches, du 

produit PCR de l’ADNr 16S et du produit de PCR purifié  qui sera utilisé ensuite 

pour le séquençage. 

Le séquençage (1490 nucléotides) du gène codant pour l’ARNr 16S des trois 

souches a été comparée avec les séquences disponibles dans la banque de 

données GenBank. L’arbre phylogénétique, obtenu à l’issu de cette comparaison 

avec des séquences d’ARNr 16S et après analyse des distances par la méthode 

de Neighbor-joining (corrections  de Jukes et Cantor), montre le positionnement 

des trois souches KS1, 7J et 1E: la souche 1E est phylogénétiquement liée au 

genre Staphylococcus affilée à l’espèce Staphylococcus haemolyticus 

(mésophile), qui est l’espèce la plus proche, avec un pourcentage de 99% , bien 

que la souche 7J soit identifiée comme Bacillus licheniformis (thermotolérante) 

avec un pourcentage d’homologie 97%, alors que pour la souche KS1 incubée à 

55 °C, l’espèce Geobacillus pallidus (thermophile) est la plus proche avec un 

pourcentage d’homologie 98% comme le montre la figure 3.15. 

 

Tableau 3.3 : (DO600nm) max, Hydrophobicité maximale (% adhésion) et Tension  

   de surface  minimale (mN/m) pour les trois souches (MM, 2%, v/v de pétrole)  
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1500 pb 

Figure 3.15 : Arbre phylogénétique montrant la phylogénie des souches 1E, 7J                   

et  KS1 basé sur le séquençage de l’ARNr 16S 

Figure 3.14 : Electrophorèses sur gels d’agarose (1 %).  (A) : ADN génomique des trois 

souches (KS1, 7J et 1E),  (B) : Produit de PCR du gène de l’ARNr 16S,  (C) : Produit de 

PCR purifié.     

M : Marqueur de taille Gene Ruler 1Kb DNA Leader (250, 500, 750, 1000, 1500, 2000, 

2500, 3000, 3500, 4000, 5000, 6000, 8000 et 10000 pb) 

 

 

              A                                           B                                          C 
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3.1.3.8. Conclusion  
 

Les sites contaminés par les hydrocarbures sont des biotopes prometteurs pour 

isoler des microorganismes, notamment les bactéries, ayant un pouvoir 

biodégradatif élevé envers des substances organiques. Dans ce travail, nous 

avons pu isoler et sélectionner des souches bactériennes aérobies de nature 

différente (mésophiles, thermotolérantes et thermophiles). Les souches 

sélectionnées ont montré une capacité biodégradative élevée de dégradation des 

hydrocarbures. Les résultats obtenus ont montré que la souche mésophile 1E 

pouvait croitre sur le pétrole brut jusqu’à une concentration de 15% (v/v). Cette 

dernière est réduite à 8% et 3% respectivement pour les souches 7J 

(thermotolérante) et KS1 (thermophile). Par ailleurs, la dégradation est améliorée 

en présence de sel. La souche 1E tolère une large gamme de salinité [0 à 80 g.l-1 

de NaCl] avec l’optimale de 20 g.l-1, cette gamme est réduite pour les souches 7J 

et KS1 et l’optimale située à 10 g.l-1. L’influence de la température de dégradation 

du pétrole dépend de type de bactérie.  
 

Les analyses GC/SM de la dégradation des n-alcanes (C13 à C29) révèlent que les 

souches 7A et 7J (incubées à 45 °C) dégradent presque complètement les           

n-alcanes étudiés (taux de dégradation variant de 90 à 100%), également la 

souche mésophile 1E possède un pouvoir biodégradatif élevé, sept types 

d’hydrocarbures ont été complètement dégradés (n-C13 à n-C19 et n-C21). Il semble 

que l’augmentation de la température a un effet positif sur l’activité enzymatique, 

cependant des températures plus élevées ont un l’effet inverse pour la souche 

KS1 où on a enregistré une dégradation modérée.  

 

L’étude de l’hydrophobicité de la surface cellulaire montre que les souches 1E     

et 7J sont fortement hydrophobes. Par contre la souche KS1 est fortement 

hydrophile, ce caractère permet de penser que la bactérie peut adhérer de façon 

plus importante à des surfaces hydrophiles et par conséquent offre à la souche 

des avantages pour son utilisation dans la bioremédiation des sites contaminés 

par les hydrocarbures.   

 

L’identification génotypique de trois souches bactérienne performantes a révélé 

une diversité des espèces différentes. Dans ce cas, les souches 1E, 7J et KS1 

sont affilées aux espèces Staphylococcus haemolyticus, Bacillus licheniformis et 

Geobacillus pallidus, respectivement.   
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3.2. Biodégradation du naphtalène: molecule modèle des HAP 

 

La dégradation du naphtalène par des souches bactériennes mésophiles, en 

conditions aérobies, a été largement étudiée chez les bactéries Gram négative 

notamment les espèces de genre Pseudomonas. Des informations détaillées ont 

été présentées sur le taux de dégradation, les différentes voies métaboliques et 

les enzymes impliquées [143, 145, 147, 149]. En revanche, peu de travaux ont été 

portés sur la biodégradation du naphtalène ou d’autres HAP par des bactéries 

thermophiles.  

La dégradation des xénobiotiques par les microorganismes thermophiles fournit 

des avantages multiples par rapport aux mésophiles ou psychrophiles, notamment 

leur application dans les procédés biotechnologiques et la bioremédiation ex-situ. 

La biodisponibilité limitée, en raison de la faible solubilité des contaminants 

hydrophobes (hydrocarbures), peut être résolue en augmentant la température. A 

titre d’exemple, la solubilité du naphtalène dans l’eau augmente de 30 à 80 mg.l-1 

pour une augmentation de température de 20 à 45 °C, respectivement [287]. Par 

ailleurs, le taux de diffusion augmente à des températures plus élevées avec un 

impact positif supplémentaire sur la biodisponibilité du polluant. 

  

3.2.1. Sélection de la souche performante  

Dans cette deuxième partie expérimentale, les souches bactériennes aérobies 

testées ont été  isolées à partir de sols contaminés par le pétrole brut de la région 

de Hassi-Messaoud. La température d’isolement était de 45 °C. 

Parmi les huit souches utilisées, une souche thermotolérante, codée K1C, a été 

sélectionnée comme souche performante dégradant le naphtalène. Les conditions 

opératoires étaient : 500 mg.l-1 de naphtalène, milieu MM et pH = 7,0.   

 

3.2.2. Facteurs affectant la biodégradation du naphtalène  

L’efficacité de la biodégradation dépend de facteurs environnementaux, qui sont 

variables d’un site à un autre,  tels que  le pH, la disponibilité de nutriments et la 

biodisponibilité du contaminant. Ces facteurs peuvent inhiber la croissance des 
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microorganismes dégradant le polluant. Dans ce contexte, plusieurs facteurs 

biotiques influençant la biodégradation ont été étudiés : concentration du 

naphtalène, pH, salinité, source d’azote, co-substrat et l’ajout du surfactant 

chimique. Toutes les expériences ont été réalisées dans des erlenmeyers 

contenant 50 ml de milieu de culture, la température a été fixée à 45 °C.  

 

3.2.2.1. Concentration du naphtalène 

La solubilité du naphtalène dans l’eau à 20 °C est de 30 mg.l-1. Cependant à 45 °C 

(température d’incubation), la solubilité est autour de 80 mg.l-1 (dans l’eau distillée) 

ce qui augmente sa biodisponibilité améliorant ainsi l’efficacité de dégradation.  

Afin d’étudier le comportement de la souche K1C en face de la quantité du 

polluant, différentes concentrations du substrat ont été testées : 0,05 ; 0,1 ; 0,2 ; 

0,3 ; 0,5 ; 1 ;  2 et 3 g.l-1. Les résultats sont représentés dans la figure 3.16. 

En utilisant une souche Bacillus fusiformis (BFN), Lin et al. [154] ont trouvé que la 

dégradation du naphtalène est inversement proportionnelle à sa concentration, 

l’augmentation de la concentration de 100 à 450 mg.l-1 a conduit à une réduction 

du taux de dégradation de 98,08 à 62,64%. Cette diminution en efficacité est 

expliquée par l’accumulation des intermédiaires toxiques de dégradation dans le 

milieu de culture.   

Les résultats obtenus montrent que les faibles concentrations (inférieures à 100  

mg.l-1) du contaminant ralentissent sa biodégradation à cause de la faible chance 

de contact entre la souche et le substrat. Durant les deux premiers jours de la 

biodégradation, l’efficacité de l’élimination du naphtalène est proportionnelle à la 

quantité du substrat dans le domaine d’étude (figure 3.16a). On déduit que la 

souche K1C tolère des concentrations élevées en naphtalène (500 mg.l-1). 

Cependant, on remarque que la concentration limite est de 500 mg.l-1. Au-delà, 

l’efficacité diminue. Cela est confirmé par une série d’expérience dont les résultats 

sont portés dans la figure 3.16b. A titre d’exemple, pour une concentration du 

naphtalène de 1g.l-1, efficacité d’élimination était de 90% après 20 jours de 

dégradation, celle-ci a diminué à 50,8% et 40,2 % pour des concentrations en 

naphtalène de 2 g.l-1 et 3 g.l-1 respectivement. Il semble que dans le cas du 
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déversement accidentel, la biodégradation est retardée. Le processus 

d’élimination est accéléré par d’autres processus physico-chimiques.  
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Figure 3.16 : Effet de la variation de la concentration du naphtalène en fonction   

           du temps (T = 45 °C, milieu MM, pH = 7, en mode statique) 

 

a 

a 



                                                                                                         130 
 

 

3.2.2.2. Effet du pH 

Une bonne croissance des microorganismes est observée pour un pH neutre, 

généralement les écosystèmes aquatiques ont un pH aux alentours de 8, en 

revanche, le sol peut avoir des valeurs de pH allant de 2,5 à 11,0 selon le type de 

sol et la nature du contaminant, dans ce cas peu de microorganismes peuvent 

tolérer ces valeurs de pH. A cet effet, des valeurs de pH du milieu de culture allant 

de 5 à 10 ont été testées, la concentration du naphtalène est fixée à 500 mg.l-1. 

Les résultats expérimentaux obtenus sont illustrés dans la figure 3.17. 

La souche K1C dégrade le naphtalène dans une large gamme du pH, la gamme 

optimale de pH varie de 6,5 à 8,5. Dans cette gamme, la dégradation est 

accélérée et durant les deux premiers jours, un taux de dégradation est environ de 

95%. Néanmoins, dans un milieu acide ( pH    5 ) ou alcalin ( pH   10 ), la 

biodégradation est retardée.  

En comparant ces résultats avec ceux trouvés par Lin et al. [154], la gamme 

optimale du pH était de 6 à 7,5. A titre d’exemple, en augmentant le pH de 7 à 8, 

le taux de dégradation a diminué de 99,6 à 70%, respectivement (température 

d’incubation était de 30 °C).   
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Figure 3.17 : Effet de la variation du pH sur la dégradation du naphtalène  

                (T = 45 °C, milieu MM, pH = 7, en mode statique) 
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Il est à signaler que les pH acides du milieu favorisent la formation des 

métabolites acides comme l’acide benzoïque et le phtalate pendant la dégradation 

du naphtalène.  

 

3.2.2.3. Effet de la salinité  

Vu les grandes variétés en sel dans les sites contaminés (mers, lacs, différents 

types de sols) et l’effet de ce paramètre sur la physiologie du microorganisme en 

affectant l’efficacité de la biodégradation, différentes concentration en sel (NaCl) 

ont été étudiés : 0, 1, 2, 3, 4% (p/v). La concentration du naphtalène est fixée à 

500 mg.l-1.  

Las résultats obtenus montrent que la salinité améliore la dégradation du 

naphtalène, la souche bactérienne K1C pouvait croitre dans un milieu salin de 

concentration en sel égale 40 g.l-1. La figure 3.18 montre la variation du taux 

d’élimination en fonction de la concentration de sel (NaCl). 
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Figure 3.18 : Effet de la variation de la salinité sur l’efficacité de dégradation du      

               naphtalène (T = 45 °C, milieu MM, pH = 7, en mode statique) 
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3.2.2.4.  Source d’azote  

L’azote (N) est un élément nutritif indispensable, toutefois, la biodégradation des 

hydrocarbures dépend du rapport C/N. Certains sites qui sont pauvres en N (les 

mers), l’ajout de cette source est nécessaire. Afin d’évaluer l’effet de N sur 

l’efficacité de la biodégradation, différentes valeurs du rapport C/N ont été 

examinées ( 0,5 ; 1,25 ; 5).  La source d’azote utilisée est sous forme de NH4Cl et 

la concentration du naphtalène est fixée à 500  mg.l-1. La figure 3.19 présente les 

résultats obtenus lors de l’étude de l’effet de l’ajout de la source d’azote. 

Ces résultats montrent bien que la présence d’azote dans le milieu joue un rôle 

très important dans le processus de la biodégradation. Seulement 33,12% du 

naphtalène a été dégradé après 08 jours en absence d’azote, le taux d’élimination 

maximal correspond au  rapport C/N= 1,25 (98,20%).  

Ces résultats concordent avec ceux de Lin et al. [154], le rapport C/N optimal 

trouvé était de 1,0 en utilisant (NH4)2SO4 comme source d’azote (T = 30 °C, 50 

mg/l de naphtalène et pH = 6,7).      

 

 

              

 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

Afin d’avoir une meilleure biodégradation, l’addition de l’azote dans les sites 

pauvres comme les eaux de mer et les sédiments est indispensable.       

Figure 3.19 : Taux de dégradation du naphtalène en fonction du temps à    

     différents rapport de C/N (500 mg.l-1 de naphtalène, T= 45 °C, pH = 7) 
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3.2.2.5. Effet de l’ajout d’un co-substrat 

Le but de l’addition d’un co-substrat est d’accélérer la dégradation des polluants 

par les microorganismes, en effet deux co-substrats ont été testés à savoir l’acide 

salicylique (0,2 g.l-1) et l’acide benzoïque (0,2 g.l-1).      

Les résultats obtenus montrent qu’en présence d’une deuxième source de 

carbone, la dégradation n’a pas été améliorée comme le montre la figure 3.20. Les 

deux co-substrats testés ralentissent la dégradation du naphtalène. On outre, 

Pathak et al. [132] ont trouvé que l’ajout d’un co-substrat n’améliore pas la 

biodégradation du naphtalène, les composés utilisés sont : le glucose, l’acide 

salicylique, l’acide succinique et l’acide gentisique.  

En revanche, en utilisant le pyruvate comme co-substrat, Lee et al. [288] ont 

observé que la biodégradation du naphtalène en présence du pyruvate était 

avantageuse.      
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Figure 3.20 : Effet de l’ajout du co-substrat. AS: acide salicylique (0,2 g.l-1),                             

                AB : acide benzoïque (0,2 g.l-1),  N : naphtalène (0,5 g.l-1) 
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3.2.2.6. Effet de l’ajout d’un surfactant  

La biodisponibilité de l’hydrocarbure est un facteur très important lors de sa 

biodégradation, l’ajout des surfactants est l’une des solutions possibles pour 

solubiliser le naphtalène. A fin d’étudier l’effet de l’ajout de surfactant sur la 

biodégradation, trois types de surfactants chimiques ont été testés : CTAB à 

0,02% (p/v), SDS à 0,02% (p/v) et Tween 80 (2%, v/v). La concentration du 

naphtalène est de 500 mg.l-1, les cultures sont incubées à température égale à   

45 °C en mode statique. La figure 3.21 regroupe les résultats concernant l’effet de 

l’ajout de trois surfactants.  

On observe que l’ajout de surfactant n’améliore pas la dégradation du naphtalène, 

cependant, l’ajout de Tween 80 a un effet négatif sur la dégradation du naphtalène 

d’une façon remarquable où le taux de dégradation était de 69,34% après 8    

jours par rapport aux surfactants SDS et CTAB où les taux atteignent à 97,41       

et à 91,59%, respectivement. 

Ces résultats sont confirmés par les travaux de San Miguel et al. [149] portant sur 

l’effet de l’ajout du surfactant chimique (SDS), leurs résultats ont montré que le 

taux de dégradation a légèrement diminué en présence de SDS en utilisant une 

souche bactérienne de Sphingomonas paucimobilis incubée à 37 °C. 

Egalement, en étudiant quatre types de surfactants chimiques sur la dégradation 

du naphtalène par la souche Pseudomonas sp. HOB1, Pathak et al. [132] ont 

trouvé que l’ajout du surfactant a réduit de façon significative le taux de 

dégradation du naphtalène. 

De nombreuses études traitant l’effet de surfactant sur la biodégradation des HAP 

montrent que le taux de dégradation est fonction du type de surfactant ajouté et de 

l’hydrocarbure utilisé comme substrat.  

La diminution du taux de dégradation peut être due à l’utilisation de surfactant 

comme une source de carbone et d’énergie par la souche K1C, cette hypothèse 

est rapportée par des études qui ont montré que les bactéries peuvent utiliser le 

tensioactif comme source de carbone [132, 289]. 
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Généralement, les bactéries dégradant les hydrocarbures produisent des 

biosurfactants et l’addition d’un autre surfactant pourrait avoir des effets négatifs 

sur la croissance microbienne.  
 

3.2.3. Mise en évidence du changement structural du naphtalène  

La technique d’analyse infrarouge a été utilisée pour mettre en évidence les 

groupements fonctionnels présents dans les extraits des intermédiaires de 

dégradation du naphtalène   par la souche K1C. Le spectre apparition/disparition 

des métabolites de biodégradation du naphtalène est représenté sur la figure 3.22. 

 
La bande de forte absorbance située à 3400 cm-1 est attribuée aux vibrations 

d’élongation des liaisons OH liées, cette bande est persistante durant l’incubation 

(30j). La bande située vers 1650 cm-1 est attribuable aux vibrations du noyau 

benzénique (C=C), ce pic reste constant durant l’incubation. La vibration calculée 

à 1743,71 cm-1 est identifiée comme étant les élongations des liaisons C=O 

indiquant un groupement carbonyle. Ce pic disparaît après 10 jours de 

dégradation impliquant la transformation des composés carboxyliques (COOH). 

D’après la littérature de la biodégradation du naphtalène, ce groupement 

carboxyle se trouve dans plusieurs composés intermédiaires. 
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Figure 3.21 : Effet de l’ajout du surfactant  (500 mg.l-1 de naphtalène, pH = 7, T = 45 °C)                                                                                     
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Les bandes situées entre 1300 et 1550 cm-1 correspondent aux vibrations de 

plusieurs groupements : d’élongation des liaisons OH dans l’acide carboxylique, 

d’élongation des liaisons CO dans l’acide carboxylique. Après 10 jours de 

dégradation, ces pics sont remplacés par un seul pic situé à 1400 cm-1, il est 

attribué aux vibrations des liaisons OH signifiant la transformation des composés 

aromatiques acides et la formation des composés ne contenant que des 

groupements OH.   

 

Les deux pics situés à 2854 et 2924 cm-1 sont attribués aux vibrations d’élongation 

des liaisons CH dans les aldéhydes (CHO), d’après la littérature ce groupement 

se trouve seulement dans deux composés intermédiaires de la dégradation du 

naphtalène, c’est le 2-hydroxybenzaldéhyde et l’acide 2-formylbenzoique. Ces 

deux pics ont également disparus après 30 jours de dégradation indiquant de leur 

biotransformation. 

L’identification des intermédiaires nécessite l’utilisation d’autres techniques 

d’analyses comme le GC/MS et le RMN. Il est à noter que les métabolites de 

dégradation par les souches thermophiles sont différents de ceux générés par les 

mésophiles.    
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b 

c 

Figure 3.22 : Spectre infrarouge de la biodégradation du naphtalène par la souche K1C :  

a- 1jour de dégradation ; b- 10 jours de dégradation ;  c- 30 jours de dégradation 

a 
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3.2.4. Caractérisation phénotypique de la souche performante K1C 

Les observations microscopiques (optique et électronique) sont visualisées sur la 

figure 3.23. 

 

  

 

 
 

 

La souche K1C a une forme de bacille, Gram+, aérobie stricte et sporulante. 

 

Les résultats de quelques tests de caractérisation de la souche K1C sont donnés 

dans le tableau 3.4.  
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Le traitement de l’ensemble des caractères a permis de rattacher cette souche au 

genre Bacillus tandis que l’identification au stade de l’espèce nécessitera une 

caractérisation plus approfondie et demandera un séquençage du gène de l’ADN 

correspondant à l’ARNr 16S (travail en cours).  

 

a b 

Figure 3.23 : Observation microscopique: a- microscope optique ( 40) ;                              

b- microscope électronique (5000) MEB 

Tableau 3.4 : Caractérisation de la souche K1C 
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3.2.5. Conclusion  

La dégradation du naphtalène par des souches mésophiles a été largement 

étudiée. De nombreuses souches bactériennes ont été identifiées pour leur 

capacité à croître sur le naphtalène comme seule source de carbone. En 

revanche, peu de travaux ont porté sur la dégradation du naphtalène par des 

souches thermophiles (supérieur à 40 °C), l’augmentation de la température a un 

double intérêt ; l’amélioration de la biodisponibilité du naphtalène en augmentant 

sa solubilité et l’accélération de sa dégradation.  

La souche thermophile (modérée), K1C isolée à 45 °C, possède un pouvoir 

biodégradatif très marqué. Dans les conditions optimales de dégradation, le taux 

de dégradation dépasse 98% (500 mg.l-1 de naphtalène) après 6 jours 

d’incubation. En générale, les résultats obtenus montrent que :  

 Les quantités élevées du naphtalène ne semblent pas favorables pour son 

élimination par voie biologique, la concentration limite est de 500 mg.l-1, au-

delà, l’efficacité diminue ; 

 

 L’influence des paramètres physico-chimiques sur la biodégradation du 

naphtalène a été étudiée, les conditions opératoires optimales sont : un pH 

neutre, une salinité au voisinage de 2% et un rapport de C/N = 1,25 ; 

  
 La présence d’une deuxième source de carbone (acide salicylique et acide 

benzoïque) n’améliore pas le taux de dégradation du naphtalène ce qui traduit 

par un temps de dégradation plus long ; 

 
 L’ajout de surfactant au milieu affecte négativement la dégradation : la souche 

K1C est productrice de biosurfactant, par suite il est possible que le surfactant 

chimique ajouté inhibe la production de biosurfactant. Aussi, des études 

montrent que ces surfactants peuvent être utilisés comme une deuxième 

source de carbone ;  

 
 L’analyse de la dégradation du naphtalène par FTIR a montré que la souche 

K1C est capable de transformer d’autres composés tels que les acides 

carboxyliques aromatiques et aldéhydes aromatiques (un seul cycle de 

benzène).   
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3.3. Production du biosurfactant, caractérisation et application environnementale 

 

La faible solubilité dans l’eau de la majorité des hydrocarbures limite le potentiel 

biodégradatif des microorganismes. Afin de faciliter le contact entre le substrat et 

la cellule microbienne et par conséquent d’améliorer l’efficacité de la 

biodégradation, de nombreux hydrocarbonoclastes, notamment les bactéries, 

produisent une variété de biosurfactants. En comparant l’effet de l’ajout du 

biosurfactant sur le nombre de bactéries existant dans le sol et le taux de 

dégradation du pétrole brut, Diab et Sandouka [290] ont montré qu’en présence de 

biosurfactant, le nombre de bactérie a augmenté environ 8 fois, ainsi le taux  de 

dégradation du pétrole a été amélioré plus de 6 fois par l’ajout de biosurfactant.  

La structure et les caractéristiques d’un biosurfactant dépendent des conditions de 

croissance et de la source de carbone utilisée. On obtient souvent un bon 

rendement avec un substrat insoluble. Il est à noter que les biosurfactants ont 

probablement d’autres rôles, comme par exemple faciliter la mobilité des cellules 

sur des surfaces solides ou leur adhésion/détachement. 

Les hydrocarbonoclastes, très recherchées pour être appliquées en 

bioremédiation, sont aussi considérées comme des candidates potentielles à la 

production de biosurfactants. De ce fait, nous nous sommes intéressés à la 

production et à la caractérisation de biosurfactant synthétisé par une souche 

bactérienne mésophile. Cette dernière a montré non seulement un pouvoir élevé 

de la dégradation du pétrole brut, mais aussi  une bonne croissance sur quelques 

composés aromatiques comme l’acide benzoïque, naphtalène, pyrène et 

phénanthrène. Finalement une application préliminaire a été réalisée dans le 

domaine environnemental par ce biosurfactant.     

 

3.3.1.  Criblage de la souche productrice de biosurfactant 

La sélection des souches bactériennes productrices de biosurfactants est basée 

sur le test  de déplacement d’huile [262]. Le milieu de culture utilisé est composé 

(dans un litre) de 10 ml d’huile d’olive, 5 g d’extrait de levure, 5 g de NaCl et          

10 g de peptone. La production est réalisée dans des erlenmeyers de 250 ml 

contenant 100 ml de milieu LB, l’incubation est effectuée à 37 °C sous une 
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agitation de 200 tr/min. Les souches mésophiles utilisées dans cette étude sont 

celles isolées à partir de sol contaminé, région Hassi-Messaoud. Les résultats 

obtenus (tableau 3.5) montrent que la souche 1E possède un potentiel producteur 

de biosurfactant très intéressant.  

 

 

Souche  1E        1F       1H        1I          1M          1O          2J          2K         2M         

Diamètre de 

la surface 

halo clair(cm) 

 

 7,3       4,5       5,6        2,1         2,0         1,2          4,1        3,5        1,5              

                                     

 

Cette souche bactérienne ( 1E ) a une activité hydrocarbonoclastes très marquée. 

En effet, elle est capable d’utiliser plusieurs hydrocarbures comme seule source 

de carbone et d’énergie :  

 n-C14, n-C15,  n-C17,  n-C18, n-C19, n-C21 : dégradation 100%.   

  

 n-C20  et  n-C22 : un taux de dégradation qui dépasse 75%.  

   
 n-C27 : plus de 55% de la quantité a été dégradée. 

 

 Une bonne croissance de cette souche sur l’acide benzoïque, 

naphtalène, pyrène et phénanthrène.     

       

La souche Staphylococcus sp.1E est capable de croître pour des températures 

comprises entre 20 et 37 °C avec un optimum de croissance à 30 °C, et elle peut 

tolérer des variations de salinité importantes de 0  à  80 g.l-1 de NaCl, et s’adapte 

donc bien à l’eau saumâtre.   

3.3.2.  Identification phylogénétique de la souche 1E  

La souche 1E, déjà isolée et identifiée,  peut croître sur le pétrole brut comme 

seule source de carbone et d’énergie. Elle montre une capacité biodégradative 

élevée de la biodégradation des hydrocarbures. Cette souche appartient à 

Tableau 3.5 : Sélection de la souche productrice de biosurfactant basée sur la mesure de 

diamètre maximal de la surface du halo clair (1%, v/v huile d’olive, 37 °C, 200 tr/min) 
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l’espèce Staphylococcus haemolyticus. L’arbre phylogénétique suivant détaille la 

phylogénie de cette souche (figure 3.24).  

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 
3.3.3.  Etude de la capacité productrice de la souche 1E 

L’étude de la capacité productrice de biosurfactant par la souche 1E est basée 

sur : a) la mesure de la tension de surface, b) la mesure du diamètre de la surface 

halo claire (test de déplacement de pétrole), c) la croissance bactérienne      

(DO600 nm). Les résultats expérimentaux montrent clairement que la plus grande 

réduction de la tension de surface (25,8 mN.m-1) est obtenue après deux jours 

d’incubation, à cette valeur de TS, le diamètre de la surface halo clair et la      

DO600 nm étaient de 8 cm et 6,5 respectivement (figure 3.25).  Il est probable qu’il y 

a une corrélation entre la biomasse et la production de biosurfactant. La figure 

3.26 représente le test de déplacement de pétrole (variation du diamètre de la 

surface halo claire en fonction de temps).  

Figure 41: Arbre phylogénétique basée sur le séquençage de l’ARNr 16S, construite par                            

la méthode de 0020c neighbor-joining montrant la position de la souche                                                          

1E entre les membres du genre Staphylococcus 

Figure 3.24: Arbre phylogénétique basée sur le séquençage de l’ARNr 16S, construite 

par la méthode de 0020c neighbor-joining montrant la position de la souche 1E  

entre les membres du genre Staphylococcus. 
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Notons qu’un biosurfactant plus actif peut réduire la tension de surface de l’eau de 

72 à 30 mN.m-1 et la tension interfaciale eau/hexadécane de 40 à 1 mN.m-1 [203, 

291].  
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Figure 3.26:  Test de déplacement d’huile, diamètre de la surface halo  

clair (cm) en fonction du temps 

Figure 3.25 : Cinétique de croissance de la souche 1E sur l’huile d’olive comme source  

                      de carbone.  () DO à 600 nm,  (■) Tension de surface (mN.m-1),        

                      (▲) Diamètre de test déplacement de pétrole (cm)  
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3.3.4. Production du biosurfactant 

3.3.4.1. Effets de la source de carbone sur la production de biosurfactant  

Toutes les études portant sur la production des biosurfactants montrent, après la 

sélection de microorganisme producteur, l’importance du choix de la source du 

carbone, que ce soit un hydrocarbure, un glucide, une huile, etc. Cette source joue 

un rôle déterminant dans le taux de production ainsi que sur la nature du 

biosurfactant synthétisé. A cet effet, 4 sources de carbone de concentration 1% 

(v/v) ont été utilisées: pétrole brut, hexadécane, huile d’olive et huile végétale. Les 

substrats ont été stérilisés sur un filtre 0,22 µm, la sélection de la source optimale 

est réalisée par la mesure de la tension de surface. La figure 3.27 présente les 

résultats concernant l’effet de la source de carbone sur la production du 

biosurfactant. 

Ils montrent que l’huile d’olive présente une bonne production de biosurfactant qui 

se traduit par la réduction de la tension de surface (25,8 mN.m-1) avec un grand 

diamètre de déplacement de pétrole (8 cm). L’huile végétale peut être également 

utilisée comme une source de carbone à cause de la faible tension de surface 

(26,4 mN.m-1).   
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Figure 3.27 : Optimisation de la source de carbone (1%, v/v)  pour la production   

                      de biosurfactant par la  souche 1E  (T  = 37 °C ; pH = 7,0)   
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3.3.5. Séparation et purification du biosurfactant 

La récupération du biosurfactant dépend principalement de : la charge ionique, la 

solubilité dans l’eau ou dans les solvants organiques et de la localisation 

(extracellulaire, intracellulaire ou lié à la cellule). La majorité des biosurfactants 

sont secrétés dans le milieu. 

En effet, la séparation par l'extraction à l'acétate d'éthyle donne un rendement    

en biosurfactant de 2,1 g.l-1. Le précipité obtenu est une poudre cristalline soluble 

dans l’eau et/ou le méthanol, de couleur transparente. L’activité tensioactive a été 

suivie par la mesure du diamètre de la surface  halo clair. Les fractions présentant 

le maximum d’activité sont regroupées pour former le biosurfactant partiellement 

purifié (figure 3.28).  
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Figure 3.28 : Purification du biosurfactant en chromatographie sur colonne C18 :  

(■) DO à 280 nm, (▲) gradient méthanol/eau, () diamètre de déplacement de pétrole 
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3.3.6. Caractérisation physico-chimique et antimicrobienne du biosurfactant  

3.3.6.1. Activité émulsifiante ( E24 )   

Une émulsion est un système comprenant au moins deux liquides non miscibles, 

dont  l’un est dispersé dans l’autre, sous une forme plus ou moins stable. Elle est 

souvent décrite comme une dispersion de gouttelettes de l’une des phases dans 

l’autre. On distingue donc une phase dispersée et une phase continue, souvent 

aqueuse (ex. eau) et huileuse (ex. huile). Pour assurer la stabilité de l’émulsion, il 

est nécessaire d’utiliser un agent émulsifiant. Les tensioactifs les plus utilisés sont 

les surfactants chimiques et biologiques. 

Il existe plusieurs types d’émulsions, les émulsions simples appelées eau-dans-

huile (E/H) quand des gouttelettes d’eau sont dispersées dans la phase huileuse, 

et huile-dans-eau (H/E) pour l’inverse. 

Le biosurfactant produit par la souche 1E possède un bon pouvoir émulsifiant. Les 

valeurs de l’activité émulsifiante, traduit par l’indice E24 de biosurfactant contre une 

variété d’hydrocarbures et huiles, montrent qu’un maximum d’émulsification est 

obtenu avec le pétrole brut (E24 = 98,9%). Ceci, met clairement en évidence 

l'intérêt d'utiliser ce biosurfactant dans le domaine environnemental comme la 

dispersion des nappes de pétrole déversé dans le milieu marin, et dans le 

domaine industriel, par exemple, la récupération assistée de pétrole (EOR, 

Enhanced Oil Recovery). En outre, l’huile moteur constitue un bon substrat pour 

l’activité émulsifiante (E24 = 78,57%), bien que, le diesel, l’huile d’olive et l’huile 

végétale présentent une activité émulsifiante modérée comme le montre la figure 

3.29.   

Ce qui nous emmène à conclure que le biosurfactant de la souche 

Staphylococcus sp.1E est capable de former des émulsions très stables avec le 

pétrole et l’huile moteur.  
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3.3.6.2. Stabilité thermique 

Les résultats obtenus par Brown et al. [292] indiquent que l’exposition 

de biosurfactant  produit par une souche bactérienne (désignée par isolat 1165),  

à des températures extrêmes [0, 4, 100 et 120 °C] n’affectent pas la stabilité 

thermique de biosurfactant. D’autre part,  Makkar et Cameotra [293] ont observé 

que la tension de surface conserve sa stabilité après l’exposition de biosurfactant 

produit par la souche Bacillus subtilis à une température de 100 °C. 

Les résultats obtenus (figure 3.30) montrent que le biosurfactant n’est pas affecté 

par des températures inférieures à 55 °C. Le produit est stable durant 

l’augmentation de la température. La stabilité thermique du biosurfactant a été 

vérifiée pour le surnageant, la même tension de surface a été noté dans l’intervalle 

de température de 4 à 55 °C (aux alentours de 31 mN.m-1). A 75 °C et 100 °C, la 

tension de surface est augmentée (plus de 35 mN.m-1) indiquant une instabilité du 

produit à des températures plus élevées. 
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Figure 3.29 : Pouvoir émulsifiant de biosurfactant sur les hydrocarbures et les huiles  
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3.3.6.3. Stabilité chimique 

3.3.6.3.1. Effet du pH 

L’activité de biosurfactant produit par la souche 1E a été soumise à différentes 

valeurs de pH [2 - 12]. Les résultats obtenus montrent qu’une perte négligeable de 

l’activité est observée (elle est de l’ordre de 1,5). A titre d’exemple les valeurs de 

la tension de surfaces aux pH : 2, 7 et 12, sont 31,60, 30,05 et 31,45 mN.m-1, 

respectivement. Par conséquent, la variation du pH n’affecte pas la stabilité du 

biosurfactant produit par la souche 1E (Figure 3.31). 

Ces résultats sont en accord avec ceux des travaux antérieurs. En étudiant l’effet 

du pH sur l’activité de biosurfactant produit par la souche Candida glabrata UCP 

1002, Luna et al. [294] ont montré que la variation du pH [ 0 - 12 ] n’affecte pas la 

stabilité de biosurfactant.   

En revanche, en étudiant l’effet du pH sur l’activité du biosurfactant produit par 

Bacillus subtilis HOB2, Haddad et al. [295] ont trouvé qu’un pH acide (pH = 4) 

influe sur l’activité de biosurfactant avec une perte de l’ordre de 8 mN.m-1. A un  

pH = 3, le biosurfactant a complètement perdu son activité (TS = 39,72 mN.m-1) en 

raison de la précipitation du biosurfactant en milieu acide.   
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Figure 3.30 : Effet de la variation de température sur la stabilité thermique de    

                        biosurfactant  de la souche 1E  (temps d’incubation 24 h)  
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Le biosurfactant de notre souche Staphylococcus sp. 1E montre une très bonne 

résistance dans les milieux acides et basiques dans une gamme très large de pH 

variant de 2 à 12. 

 

 

 

 

3.3.6.3.2. Effet de la salinité 

Selon Desai et Banat [203], des concentrations en sel supérieurs à 2% sont 

suffisantes pour inactiver les tensio-actifs synthétiques. Des réductions ont été 

également observées sur l’activité émulsifiante de biosurfactant produit par la 

souche Candida lipolytica en utilisant le n-hexadécane comme source de carbone 

[296]. 

Cependant, le biosurfactant produit par la souche 1E est efficace en présence 

d’ion monovalent comme le Na+ qui se traduit par la stabilité de la tension de 

surface dans une gamme de salinité très large [0 à 300 g.l-1 de NaCl]. A titre 

d’exemple, la différence entre les valeurs de tension de surface ne dépasse pas 

les 3,5 mN.m-1 dans la gamme de salinité étudiée avec une tension de surface 

minimale observée à 250 g.l-1 (26,55 mN.m-1), à 300 g.l-1 on a enregistré 27,3 

mN.m-1 comme le montre la figure 3.32. Nous pouvons dire que la stabilité de 

biosurfactant de la souche 1E est indépendante de la salinité.    
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Figure 3.31 : Effet de la variation de pH sur la stabilité chimique de biosurfactant   

                      de la souche 1E (temps d’incubation 24 h) 
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Ces résultats expérimentaux qualifient l’utilisation potentielle de biosurfactant de la 

souche Staphylococcus sp. 1E dans les domaines enviromental et industriel. 

 

3.3.6.4. Activité biologique  

 
Le rôle et les multiples applications des biosurfactants (principalement les 

lipopeptides et glycolipides) ont fait l’objet d’intenses recherches dans les 

domaines médical et thérapeutique. Certains lipopeptides et glycolipides sont 

d’excellents agents anti-bactériens, anti-fungiques et anti-viraux et font aussi 

l’objet de recherches approfondies dans le domaine de la thérapie génique. 

Le rapport CMB/CMI permet de déterminer les pouvoirs bactéricides et 

bactériostatiques des biosurfactants. Lorsque ce rapport est supérieur à 4, l’extrait 

a un pouvoir bactériostatique et un pouvoir bactéricide quand ce rapport est 

inférieur ou égal à 4 [297, 298]. 

Peu d’études ont porté sur l’évaluation des activités antimicrobiennes des 

lipopetides. Bechard et al. [299] ont isolé un antibiotique de nature lipopeptidique à 
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Figure 3.32 : Effet de la variation de salinité sur stabilité chimique de  biosurfactant    

                      de la souche 1E (temps d’incubation 24 h) 
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partir de l’espèce Bacillus subtilis, ce biosurfactant a montré une activité sur les 

champignons et les bactéries, spécialement les bactéries Gram -. Yakimov et al. 

[300] ont comparé l’activité antimicrobienne d’un lipopeptide surfactin avec celle 

du lipopeptide lichenysin A issu de la souche Bacillus licheniformis BAS50, la 

surfactine a montré une activité plus importante sur les bactéries gram positives et 

négatives.  

Pratiquement, l’activité antimicrobienne de biosurfactant de la souche 1E a été 

testée sur des souches bactériennes Gram+ et Gram- de forme bâtonnets et 

coques, et des souches   de champignons représentant de différentes familles. 

Les résultats obtenus montrent que les valeurs de concentration minimale 

inhibitrice (CMI) et la concentration minimale bactéricide ou fongicide  (CMB ou 

CMF) de biosurfactant sont de 1,68  à 27 mg.ml-1. Les valeurs de CMI variant de 

1,68 à 13,5 mg.ml-1 indiquent que le biosurfactant brut est un antimicrobien très 

efficace, les valeurs de rapport CMB/CMI sont très proches de 1 (excepté la 

souche de Candida albicans) confirmant l’activité bactéricide contre les souches 

testées (Staphylococcus aureus, Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa et 

Bacillus subtilis). Toutefois, le biosurfactant de la souche 1E n’a aucune activité 

fongicide contre la souche Aspergillus niger (tableau 3.6). Finalement, il reste à 

montrer son activité anti-tumorale. 

 
 

 

Microorganismes  CMI               

(mg.ml-1) 

CMB ou CMF    

     (mg.ml-1) 

Staphylococcus aureus (ATCC 9144)  3,375 –  6,75 3,375 – 6,75 

Escherichia coli (ATCC 10536)   6,75 – 13,5   6,75 – 13,5 

Pseudomonas aeruginosa             

(ATCC 15442) 

  6,75 – 13,5   6,75 – 13,5 

Bacillus subtilis (ATCC 6633) 3,375 – 6,75 3,375 – 6,75 

Aspergillus niger (ATCC 16404)           -          - 

Candida albicans (ATCC 10231) 1,6875 – 3,375   13,5 – 27 

 

Tableau 3.6 : Activité antimicrobienne de biosurfactant de la souche 1E   
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3.3.6.5. Détermination de la concentration micellaire critique  

La valeur de la concentration micellaire critique dépend de plusieurs paramètres : 

la longueur de chaîne (partie hydrophobe), la nature de la tête hydrophile, la 

température, la salinité et le pH.  

Les tensions superficielles ont été déterminées pour différentes concentrations de 

biosurfactant (50 mg.l-1 à 2,5 g.l-1). A partir d’une certaine concentration, la tension 

superficielle demeure constante: la solution est saturée en biosurfactant et des 

micelles se forment. Cette concentration seuil est appelée Concentration 

Micellaire Critique (CMC). 

Les résultats expérimentaux montrent que l’activité de surface est inversement 

proportionnelle à la concentration de biosurfactant pour des valeurs inférieures à 

750 mg.l-1, au-delà, la tension de surface garde une valeur presque constante 

(25,9 - 27,3 mN.m-1). Par conséquent, la CMC de biosurfactant de la souche 

Staphylococcus sp. 1E est de 750 mg.l-1. L’évolution de la tension de surface en 

fonction de la concentration de biosurfactant est illustrée par la figure 3.33. 

Cependant, il est important pour plusieurs applications de biosurfactants d’établir 

leur CMC, en effet, au dessus de cette concentration, les biosurfactants n’ont pas 

un effet supplémentaire prévue sur l’activité de surface. 

 

 

0 

10 

20 

30 

40 

50 

60 

70 

80 

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

T
en

si
o

n
 d

e 
su

rf
a

ce
  

(m
N

.m
-1

) 

Concentration de biosurfactant (mg.ml-1) 

CMC 

Figure 3.33: Détermination de la CMC de biosurfactant de la souche 1E 



                                                                                                         153 
 

 

Il est intéressant de noter que les valeurs de CMC dans l’eau pure sont en général 

assez faibles. Lorsque le tensioactif est mis en contact avec des sols, une partie 

s’adsorbe sur cette matrice, et le tensioactif devient moins efficace. C’est pourquoi 

on définit une CMC dite effective, qui est supérieure à celle obtenue dans l’eau 

pure. En fin, la CMC pourrait être améliorée par l’optimisation des conditions 

environnementales comme le pH, la température et la concentration en sel.  

 

3.3.6.6. Spectre UV du biosurfactant de la souche 1E  

Le spectre UV-vis montre que le biosurfactant absorbe aux alentours de 280 nm, 

assimilée à la longeur d'onde maximale  (figure 3.34). En fait le balayage spectral 

s’est effectué avec le biosurfactant dissout dans le méthanol (faible  absorption  

jusqu’à une longueur d’onde très courte, 210 nm) et le blanc était le méthanol.   
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Figure 3.34 : Spectre UV de biosurfactant de la souche 1E 
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3.3.7. Caractérisation biochimique et structurale du biosurfactant  

3.3.7.1. Composition biochimique  

Les résultats obtenus montrent que le biosurfactant brut est constitué d’environ 

5% de glucides, 70,58% de lipides et 7,21% de protéines (figure 3.35).  

Cependant, les glucides n’ont pas été détectées dans la fraction 3, la fraction la 

plus active de biosurfactant est obtenue après purification sur colonne C18. La 

nature lipopeptidique de biosurfactant de la souche Staphylococcus haemolyticus 

1E (fraction 3) a été confirmée par les spectres IR du composé.    

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.3.7.2.  Caractérisation structurale   

La spectroscopie d’absorption d’infrarouge permet de connaître la nature des 

différents groupements chimiques présents dans le biosurfactant de la souche 

Staphylococcus sp 1E et donc de prédire sa structure. L’analyse des spectres 

d’absorption FTIR (enregistrés en transmittance) a permis d’identifier la totalité 

des bandes d’absorption présentes dans un spectre d’infrarouge et de prédire les 

constituants concernés comme le montre la figure 3.36 :  

Figure 3.35 : Composition biochimique de biosurfactant de la souche 1E 
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- Une bande de faible absorbance située à 3300 cm-1 résulte des vibrations 

d’élongation des liaisons  N–H dans les amides.  

 
- Une bande intense et fine située à 2984 cm-1 est attribuée aux vibrations 

d’élongation des  liaisons C–H dans C–CH3. 

 
- La bande de haute absorbance située à 1737 cm-1 correspond aux vibrations 

d’élongation des liaisons C=O dans les esters, les aldéhydes ou l’acide 

carboxylique. L’absorbance dans cette région signifie la présence de 

groupement carbonyle dans la partie peptidique de la molécule.  

 
- La bande significative située à 1446 cm-1 correspond aux vibrations 

d’élongation des liaisons de C–H dans les alcanes et des liaisons de C–N 

dans la proline.  

 
- La bande  située  à 1372 cm-1 est due aux vibrations de déformations du 

groupe  –CH2 dans les esters carboxyliques : ( –(CH2)–COO– ). 

 
- La bande de forte intensité située à 1097 cm-1 est attribuée aux vibrations 

d’élongation des liaisons dans  O–C dans les esters (O=C–O–R). 

 
- Le pic de forte absorbance situé à 1097 cm-1 est probablement du aux 

vibrations d’élongation des liaisons C–O–C dans les esters. 

 
- Le pic de forte absorbance situé à 1232 cm-1 est affecté aux vibrations de 

déformations des liaisons C–N dans les amides secondaires (C–NHR).  

 
- Finalement, les bandes situées entre 607 et 980 cm-1 sont affectées aux 

vibrations des liaisons :  –CH2–  de longue chaîne dans les alcanes, 

RHC=CHR’ dans les alcènes et  N–H dans les amides.  
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La fraction 3, la plus active, a été soumise à l’analyse LC-MS. Les résultats 

obtenus ont montré la présence de deux pics, pic1 et pic 2, avec des spectres de 

masse de M + H à  m/z = 334,6 et 352,7 respectivement. En se basant sur la 

composition en lipides, protéines et glucides et l’analyse FTIR, la fraction 3 s’avère 

de nature lipopeptidique. Donc, les fragmentations de masse et la structure de 

base de la fraction 3 nous ont permis de  conclure que la structure du 

biosurfactant de la souche 1E est composée de trois aminoacides qui sont 

probablement Proline-Glycine-Glycine selon leur masse moléculaire (m/z = 226) et 

une longue chaîne hydrocarbonée de 9 atomes de carbone (figure 3.37c). 

Toutefois, une purification supplémentaire doit être réalisée à l’avenir pour 

permettre à l’analyse structurale par RMN et la détermination exacte de la 

structure de ce nouveau produit  issu d’une souche locale Staphylococcus sp. 1E.  

D’après les résultats obtenus, la molécule de biosurfactant est fragmentée en trois 

ions (figure 3.37b). Le signal de masse (à m/z) le plus intense du spectre (celui de 

la masse la plus élevée) et correspondant à la masse moléculaire du composé est 

obtenu à : m/z = 352,7, on déduit  la masse M + H = 352,7 et donc la masse 

moléculaire du biosurfactant qui est de 351,7 uma. Par conséquent, il peut être 

considéré comme un biosurfactant de faible masse moléculaire.  

Figure 3.36 : Spectre de FTIR du biosurfactant de la souche Staphylococcus sp. 1E  
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Ce classement a été confirmé par une très bonne réduction de la tension de 

surface (25,8 mN.m-1). 

 

 

 

 

 

 

 

        

  Masse moléculaire : M = 351,7 
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proposée, basée sur la fragmentation de masse 
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3.3.8.  Détermination HLB (Balance Hydrophile/Lipophile) 

C’est une méthode numérique pour quantifier l’affinité du tensioactif pour les 

phases aqueuses et huileuses. La valeur de HLB dépend notamment du 

tensioactif et elle ne prend pas en compte les autres variables de formulation 

physico-chimique (température, pression, nature des principaux constituants et 

des additifs) susceptibles d’influer sur le système. La valeur de HLB varie de 0 à 

20, sa valeur est donnée par la formule suivante [301] :  

                       

 

 

 

 

Cette échelle repose sur l’équilibre existant entre les parties lipophile et 

hydrophile. Elle permet de choisir les surfactants en fonction de leurs 

caractéristiques. Le tableau 3.7 donne les propriétés d’un tensioactif en fonction 

de sa valeur HLB.  

 

 

         Propriétés       Valeur de HLB 

 

          Antimoussant 

          Emulsifiant E/H2 

          Mouillant 

          Emulsifiant H/E3 

          Détergent  

          Solubilisant  

 

0 -   3  

4    -   6 

7    -   9 

8    -   18 (8 - 20)   

13  -   15 

15  -   18 (10 - 20)  

 

                                                 

 

 

 
2  E/H : eau dans huile. Solubilisation d’une phase hydrophile dans une phase lipophile  
3  H/E : huile dans eau. Solubilisation d’une phase lipophile dans une phase hydrophile 

Tableau 3.7 : Classification des tensioactifs en fonction de leur HLB  

Valeur de HLB  =    
                                    

                                
  20 
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Le type de l’émulsion dépend de la valeur de HLB : si la valeur est comprise entre 

3 et 6, les biosurfactants sont lipophiles et favorisent l’émulsion eau dans huile. 

Par contre, ils sont très hydrophiles et favorisent l’émulsion huile dans l’eau pour 

des valeurs en HLB variant de 10 à 18  [203].    

 

Selon la formule précédente, le HLB de biosurfactant de la souche 1E est :   

 

                                    HLB = 
   

   
      =  12,8 

 

Selon cette valeur, nous pouvons classer le biosurfactant de 1E comme :  

 

- Emulsifiant très hydrophile favorisant l’émulsion huile-dans-eau : il peut 

être utilisé comme un dispersant lors de déversement de pétrole 

(marées noires). 

- Détergent. 

- Solubilisant. 

 

3.3.9. Application environnementale  

Il est intéressant d’expliquer le mécanisme d’action de biosurfactant 1E (faible 

poids moléculaire) sur les hydrocarbures : au dessous de la concentration 

micellaire critique (CMC), appelé mécanisme de mobilisation, le biosurfactant 

réduit la tension superficielle et interfaciale entre les systèmes air/eau et sol/eau. 

En raison de cette réduction, le contact entre le biosurfactant et le système 

sol/hydrocarbure augmente l’angle de contact et diminue la force capillaire à la 

fois de l’hydrocarbure et du sol. Au dessus de la CMC, c’est le mécanisme de 

solubilisation qui se produit [205, 302].  

 

3.3.9.1. Solubilisation des HAP 

La faible solubilité des substances hydrophobes pose de sérieux problèmes pour 

leur élimination par voie biologique en raison de leur mauvaise accessibilité aux 

microorganismes (biodisponibilité faible). Cet inconvénient est pallié par 

l’utilisation des biosurfactants. Dans ce contexte, le biosurfactant 1E a été testé 
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pour la solubilisation du phénanthrène (HAP). Le taux de solubilité, provoqué par 

le biosurfactant, peut être exprimé en terme de rapport de Sw/Sw* où Sw et Sw* 

qui représentent les solubilités respectives du phénanthrène dans une solution de 

tensioactif et dans l’eau pure. Les résultats obtenus (figure 3.38) montrent 

clairement l’effet de biosurfactant 1E sur la solubilité du phénanthrène. Cette 

dernière a augmenté de 20 fois par rapport au contrôle et ce quand la 

concentration du biosurfactant est maximale (dépasse la concentration CMC). 

Toutefois, ce taux de solubilité n’est pas universel et dépend des conditions 

opératoires (composition du milieu, salinité, pH, température, … etc.).    

    

 

 

 

 
3.3.9.2.  Remobilisation du pétrole brut 

Afin de valider l’efficacité des tensioactifs d’origine biologique dans la 

bioremédiation des sites contaminés aux hydrocarbures, il est nécessaire de 

comparer les rendements obtenus avec ceux de leurs homologues chimiques 

[303]. Les résultats obtenus par l’analyse GC-MS montrent l'intérêt d'utiliser les 

surfactants (chimiques ou biologiques) dans la remobilisation de pétrole brut. Le 

biosurfactant de la souche 1E a montré une efficacité de remobilisation des 

hydrocarbures de 1,3 fois supérieure au surfactant chimique (Tween 80). A cet 
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Figure 3.38 : Solubilisation du phénanthrène par le biosurfactant de la souche    

                      1E  dans l’eau pure (0,6 g/l de phénanthère) 
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égard, l’utilisation de biosurfactant de 1E dans le domaine environnemental est 

certainement  prometteuse. Les résultats sont exprimés par rapport à la solubilité 

du témoin (eau)  (figure  3.39). 

 

 

  

 

3.3.10.  Conclusion  

La production des biosurfactants dépend de plusieurs paramètres entre autres la 

nature de substrat et le type de microorganisme. Un bon rendement est obtenu 

avec un substrat hydrophobe (hydrocarbures), les bactéries utilisées pour produire 

les biosurfactants sont en général issues de sites contaminés par des substances 

hydrophobes. Le principal rôle physiologique du tensioactif est de permettre aux 

microorganismes de se développer sur des substrats insolubles en réduisant la 

tension interfaciale entre l’eau et le substrat, rendant ce dernier plus facilement 

accessible.  

La souche utilisée pour la production de biosurfactant a été isolée à partir d’un sol 

sableux contaminé par le pétrole brut de la région de Hassi-Messaoud, la quantité 

produite en biosurfactant est de 2,1 g.l-1 de culture. L’étude des propriétés 
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physico-chimiques et antimicrobienne montre que le biosurfactant peut être utilisé 

dans des milieux très salins (300 g.l-1), acides ou basiques (pH = 2 à 12), son 

activité antimicrobienne est également intéressante pour des applications 

médicales. Par ailleurs, le pouvoir moussant, la solubilisation des HAP 

(phénanthrène) et la remobilisation des hydrocarbures (sols contaminés par le 

pétrole brut) sont des facteurs qui font du biosurfactant un produit très intéressant 

dans le domaine environnemental.  

Les analyses biochimiques, FTIR et GC/MS montrent que le biosurfactant est de 

nature lipopeptidique à base d’acides aminés. En effet, l’association d’un acide 

aminé ou d’un peptide polaire avec un composé à longue chaîne non polaire, pour 

construire des structures amphiphiles, permet l’obtention de molécules ayant une 

activité de surface élevée [304, 305]. Cette propriété a été démontrée pour le 

biosurfactant produit par la souche 1E (25,8 mN.m-1). Une structure chimique de 

ce biosurfactant a été proposée.  

Il est intéressant de noter que les caractéristiques des biosurfactants à base 

d’acides amines permettent d’envisager leur utilisation dans les produits 

pharmaceutiques, cosmétiques, ménagers et alimentaires. En outre, la valeur de 

HLB permet de considérer le biosurfactant de 1E comme un émulsifiant très 

hydrophile favorise l’émulsion huile dans eau  (application dans la dispersion du 

pétrole déversé ou dans la récupération de pétrole), un détergent et  un 

solubilisant.     

Finalement, à notre connaissance, aucune étude n’avait été faite à ce jour pour la 

caractérisation des biosurfactants produits à partir de souches bactériennes de 

genre Staphylococcus. L’objectif de cette partie d’étude était de produire et 

caractériser pour la première fois un biosurfactant efficace produit par une 

souche Staphylococcus sp. 1E récemment isolée. 
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CONCLUSION  GENERALE 

Les milieux contaminés par des substances xénobiotiques représentent un vrai 

réservoir contenant une variété de microorganismes ayant un potentiel 

biodégradatif très élevé. Ces microorganismes, notamment les bactéries, peuvent 

être exploités dans plusieurs domaines industriels et environnementaux ; 

l’application environnementale semble efficace en raison de son faible coût, de la 

simplicité de son application et n’affecte pas l’environnement comparativement 

aux méthodes physico-chimiques.     

Les résultats obtenus montrent que la dégradation du pétrole brut est possible en 

utilisant des souches sélectives. Plusieurs paramètres affectent la biodégradation 

tels que la quantité du pétrole, la température et la salinité: des quantités élevées 

en pétrole (déversement) ralentissent sa dégradation, les faibles quantités de 

pétrole ne représentent pas la concentration optimale, dans ce cas, il s’agit d’un 

problème d’accessibilité (faible probabilité de contact entre le microorganisme et le 

substrat), les souches mésophiles peuvent tolérer de fortes concentrations en 

pétrole (dans notre étude, la souche 1E est capable de croître jusqu’à une 

concentration de 15%, v/v de pétrole). Les milieux de faible salinité (inférieur à 

2%) n’influent pas sur la dégradation du pétrole brut pour les trois types de 

souches bactériennes utilisées, toutefois, les milieux salins inhibent la dégradation 

et dans ce cas les souches mésophiles sont efficaces par rapport aux 

thermophiles.  

Les analyses chimiques GC/MS des n-alcanes (C13 à C29) montrent que les deux 

souches thermotolérantes (incubées à 45 °C) sélectionnées dans ce présent 

travail (7J et 7A) possèdent un pouvoir biodégradatif très élevé, un taux 

d’élimination de 100% est observé pour 6 hydrocarbures (C13, C14 et C24 à C27), et 

un taux supérieur à 90% pour les autres hydrocarbures.  

Il existe une relation entre les mécanismes d’accessibilité (solubilisation ou 

interfacial), les microorganismes et les hydrocarbures impliqués. En effet, dans 

notre étude, les souches 1E et 7J présentent une hydrophobicité de la surface 

cellulaire élevée, ce qui permet aux bactéries à d’adhérer aux gouttelettes de 
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pétrole en suspension dans le milieu de culture. Ainsi, le caractère hydrophile de 

la souche KS1 lui permet d’adhérer de façon plus importante à des surfaces 

hydrophiles en formant un biofilm. Cet avantage offre un intérêt particulier dans la 

bioremédiation des sites contaminés aux hydrocarbures. La production des 

biosurfactants par les trois souches (1E, 7J et KS1) a été démontrée, il s’agit d’un 

autre processus métabolique utilisé par les souches pour améliorer la 

biodisponibilité des hydrocarbures.   

 

La biodégradation du naphtalène (HAP) a été réalisée en mode statique par une 

souche thermotolérante K1C à 45 °C. Cette souche sélectionnée s’est montré très 

efficace et très compétitive pour sa capacité à dégrader le naphtalène. Plusieurs 

paramètres affectant la dégradation ont été envisagés, les résultats obtenus 

indiquent que le taux de dégradation dépasse 98% pour une concentration en 

naphtalène de 500 mg.l-1. La biotransformation du naphtalène est possible dans 

un milieu salin (4%, p/v), la souche K1C tolère une gamme assez large de pH [5,5 

à 8,5], les milieux acido-basiques retardent la dégradation. L’effet de la source 

d’azote a été également démontré, un rapport de C/N égale de 1,25 est favorable 

pour la croissance et la dégradation du naphtalène. Cependant, l’ajout de 

surfactant chimique a un effet négatif sur l’élimination du naphtalène ; la souche 

K1C est une productrice de biosurfactant (travail en cours), il semble que l’ajout 

d’un tensioactif inhibe la sécrétion du biosurfactant et la souche dégrade le 

surfactant chimique avant la dégradation du naphtalène. Finalement, l’analyse des 

intermédiaires métabolites de dégradation du naphtalène a été réalisée par 

l’analyse FTIR.   

 

Parmi les neuf souches mésophiles utilisées dans le criblage de la production de 

biosurfactant, une seule souche, Staphylococcus sp. 1E, a montré une production 

en biosurfactant très intéressante. En effet, la production, la caractérisation 

physico-chimique, et l’application environnementale de biosurfactant de 1E ont été 

étudiées. Les résultats obtenus ont révélé que l’huile d’olive (1%, v/v) était la 

source de carbone optimale conduisant à une réduction de la tension de surface 

jusqu’à une valeur de 25,8 mN.m-1 avec une production en biosurfactant de       

2,1 g.l-1, sa structure appartient au groupe des lipopeptides. Ainsi, l’étude des 
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propriétés physico-chimiques montre que le biosurfactant peut être utilisé dans 

des milieux trop salins (300 g.l-1), acides ou basiques (pH = 2 à 12), de plus, il 

présente une activité antimicrobienne contre les bactéries pathogènes telles que : 

Staphylococcus aureus, Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa et Bacillus 

subtilis.  

Les analyses biochimiques, FTIR et LC-MS ont révélé que le biosurfactant 1E est 

de nature lipopeptidique, sa masse moléculaire est de 351,7 uma, une structure 

chimique a été proposée. 

Finalement, une application environnementale a été réalisée, la solubilisation du 

phénanthrène dans l’eau est améliorée en présence de biosurfactant. Un fort 

potentiel de remobilisation d’hydrocarbures est noté, en effet, le taux de 

remobilisation est 1,3 fois plus élevé par rapport au surfactant chimique Tween 80.  

Le biosurfactant de la souche 1E a montré des propriétés très intéressantes 

(stabilité, activité antimicrobienne et remobilisation des hydrocarbures), ce qui 

rend son application très avantageuse  pour la bioremédiation des sites 

contaminés aux  hydrocarbures et permet son utilisation dans des environnements 

extrêmes et dans le domaine de la récupération assistée des hydrocarbures 

(EOR, Enhanced Oil Recovery). 

Finalement, à notre connaissance, aucune étude n’avait décrit la caractérisation 

des biosurfactants produits à partir de souches bactériennes de genre 

Staphylococcus. L’objectif de cette étude était de caractériser pour la première fois 

un biosurfactant efficace produit par une souche Staphylococcus sp.1E  

récemment isolée. 

 

Le séquençage du gène codant pour l’ARNr 16S a permis d’identifier les trois 

souches bactériennes les plus performantes : la souche 1E incubée à 30 °C est 

phylogénétiquement liée au genre Staphylococcus affilée à l’espèce 

Staphylococcus haemolyticus (mésophile) avec un pourcentage de 99%, la 

deuxième souche 7J incubée à 45 °C est identifiée comme Bacillus licheniformis 

(thermotolérante) avec un pourcentage d’homologie 97%, alors que pour la 
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troisième souche KS1 incubée à 55°C, l’espèce Geobacillus pallidus (thermophile) 

est la plus proche avec un pourcentage d’homologie 99%. 

Nous nous sommes intéressés ici à l’étude du potentiel biodégradatif des souches 

bactériennes isolées à partir d’un sol sableux contaminé par le pétrole brut de la 

région Hassi-Messaoud, Algérie. La dégradation du pétrole brut et du naphtalène 

a été démontrée. La production, la caractérisation (physico-chimique et 

antimicrobienne) et l’application de biosurfactant ont été également étudiées.  

 
Afin de compléter la présente étude, il serait intéressant d’étudier :  

 

 L’utilisation d’un consortium bactérien dans la dégradation de mélange 

complexe d’hydrocarbures (pétrole brut, gaz oil, essence, kérosène, …).   

 L’élargissement de l’étude sur la biodégradabilité à d’autres hydrocarbures 

aromatiques polycycliques. 

 Les mécanismes réactionnels de la biodégradation et les enzymes 

responsables de la dégradation du naphtalène par la souche K1C. 

 L’application à grande échelle par l’utilisation des enzymes purifiées en 

mode immobilisé. 

 L'identification complète de la souche KIC par les outils de la biologie 

moléculaire. 

 Utilisation d’autres techniques d’analyse (RMN,…) pour confirmer la 

structure de biosurfactant issu de la souche 1E. 

 L’application de biosurfactant dans la bioremédiation à l’échelle industrielle.  

 La production des biosurfactants par des souches thermophiles.  
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Propriétés physico-chimiques des HAP  (Pf = point fusion, Pe = point d’ébullition) [44, 306 ] 
 
1995). Pf=point fusion, Pe=point ebulltion, 
 

Annexe 1 : 



                                                                                                                     195 
 

 

Annexe 2 

 

1.  Composition de la solution d’oligoéléments 

 

2.  Phosphate-Buffered Saline  (PBS) 

 

Concentration et réactifs                                  Quantité   

137 mM NaCl                                                        8,0 g/l 

2,7 mM KCl                                                           0,2 g/l  

10 mM Na2HPO4  .2H2O                                                         1,44 g/l 

1,76 mM KH2PO4                                                                          0,24 g/l 

 

3.  Tryptic Soy Broth (TSB) , bouillon de soja tryptique  
 

Dans un litre d'eau purifiée : 

Bacto Tryptone (digestion pancréatique de caséine                       17,0 g  

Bacto Soytone (digestion peptique de semoule de soja)                  3,0 g 

Glucose (dextrose)                                                                            2,5 g 

Chlorure de sodium                                                                           5,0 g 

Phosphate bipotassique d’hydrogène                                                2,5 g 

pH  = 7,3 ± 0,2  
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4.  Trypticase soy agar (TSA), Agar trypticase soja 

 
Dans un litre d’eau : 

Peptone de caséine                                              15,0 g 

Peptone de soya                                                    5,0 g 

Chlorure de sodium                                              5,0 g  

Gélose                                                                 15,0 g 

pH 7,3 +/– 0,2 à 25º C 
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Annexe 3 

APPAREILLAGE  

 

1. COT-mètre : dosage du carbone  

 

La matière organique dissous et particulaire, est composée notamment  de 

carbone que l'on peut doser par l’emploi d’un COT-mètre. On distingue le carbone 

organique total (COT) et  le carbone inorganique (CI) qui correspond aux 

carbonates. Le carbone total CT est la somme des deux. 

L’analyse du carbone dans un échantillon solide s’effectue pat combustion dans 

un  four à 680°C à 900°C contenant un catalyseur (Pt). Le four est traversé par le 

flux d’oxygène qui permet la combustion de la totalité du carbone (CT) présent 

dans l’échantillon selon la réaction :  

 

                 C(total)  +   O2(g)      CO2 (g) 

 

Le CO2 gazeux obtenu est entrainé par le flux d’oxygène et amené jusqu’à une 

cellule infrarouge qui permet la mesure du taux de CO2 directement proportionnel 

à la quantité de carbone total initial.  

Pour la mesure du COT, l’échantillon est acidifié avec de l’acide chlorhydrique 

pour atteindre un pH inférieur à 2 et purgé avec du O2 afin de transformer le 

carbone minéral (CIT) en CO2 gazeux (décomposition des carbonates). 

L’échantillon exempt de carbone minéral est ensuite analysé, la mesure de COT 

est réalisée. Le  CIT = CT – COT   

  

2. Spectrophotomètre UV/visible 

 
La spectrophotométrie UV-visible permet de détecter des molécules qui absorbent 

dans l’UV et le visible. Les applications analytiques de la spectrophotométrie 

d’absorption moléculaire UV-visible concernent les molécules en solution; elles 

peuvent être qualitatives ou (et) quantitatives. Ainsi, lorsqu’un faisceau d’intensité I 

traverse une solution de molécule absorbante, le faisceau transmis présente une 
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intensité I inférieure à I0, la relation entre les deux intensités est donnée par la loi 

de Beer-Lambert :  

      
      

 

I  :  intensité transmise 

I0  :  intensité incidente 

K :  constante de proportionnalité 

C : constante de la solution en soluté absorbable 

L : épaisseur de la solution traversée par le flux lumineux 

 

L’absorbance (A) ou densité optique se définit par :  A  = Log10 (I/I0) 
 
Le spectre UV-visible d’une molécule en solution se définit comme la variation de 

l’absorbance en fonction de la longueur d’onde (λ) de la lumière incidente. Un 

spectre est enregistré à partir d’une solution de concentration connue dans un 

solvant déterminé, disposé dans une cuve d’épaisseur calibrée. Une molécule 

pourra être caractérisée en spectrophotométrie d’absorption moléculaire UV-

visible par la description de son spectre A=f(λ). 

Courbe d’étalonnage : elle consiste à préparer une série de dilutions d’une 

solution étalon (mère), à mesurer l’absorbance de chacune de ces solutions 

étalons (filles), puis à tracer la courbe d’étalonnage A = f(c). L’absorbance de la 

solution à doser est mesurée dans les mêmes conditions, puis reportée sur la 

courbe d’étalonnage; on fait ainsi une détermination graphique de la concentration 

de la solution à doser. 

 
3.   Chromatographie en Phase Gazeuse (CPG) :  

Principe  

Il s’agit d’identifier des solutés qualitativement et/ou quantitativement,  c’est une 

méthode de séparation, des différents composés présents dans chaque fraction, 

basée sur le fait que le coefficient de partage d’un soluté entre deux phases 

dépend de la nature du soluté, la phase mobile est un gaz (le plus souvent H2 ou 

He). 
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Appareillage 

Un chromatographe est constitué de trois organes essentiels : 

Injecteur : Le mélange à analyser est introduit dans le circuit gazeux par 

vaporisation dans une chambre d'injection. Sa température doit être supérieure à 

la température du produit le moins volatil. 

Détecteur : Il permet de mettre en évidence le passage des différents gaz séparés 

par la colonne. Son principe est de brûler, dans une flamme d’hydrogène, l’effluent 

apporté par de l’azote (gaz vecteur). Sous l’effet d’un champ électrostatique, il se 

forme des ions de carbone de charge positive qui sont précipités sur une électrode 

où ils créent un courant d’ionisation que l’on amplifie grâce à un électromètre 

amplificateur. 

Colonne : la colonne, placée dans un four à température programmable, est 

chauffée progressivement. Le gaz vecteur entraîne progressivement les molécules 

à séparer en fonction de leur taille et de leur polarité. 

 
 
4.   Spectroscopie Infrarouge à Transformée de Fourier (FTIR) 
 

Principe 

La spectrométrie infrarouge (IR) s’utilise principalement pour l’analyse qualitative 

d’une molécule. Ainsi, Sous l’effet d’un rayonnement électromagnétique 

infrarouge, les liaisons moléculaires ( C─H, C─OH, C=O, C=C, etc…) absorbent 

une partie de cette énergie et vibrent selon des mouvements de différents types 

(vibrations d’élongation ou de déformation). Au cours de l’analyse, un faisceau 

infrarouge passe à travers l’échantillon et a pour but d’exciter les molécules. Ces 

dernières vont vibrer en absorbant une partie de l’énergie de rayonnement, ce qui 

va se traduire par une augmentation de l’amplitude des vibrations. Cette amplitude 

va rapidement diminuer lorsque la molécule excitée va entrer en collision avec les 

molécules voisines qui sont elles beaucoup moins actives. 

Pour une molécule donnée, les énergies de liaisons sont toutes quantifiées, c’est-

à-dire que la molécule ne peut présenter que certains états de vibrations, de 
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rotations, ou électroniques. On obtient donc des bandes d’absorption 

caractéristiques des vibrations, et, en faisant défiler les longueurs d'onde, on 

obtient ainsi le spectre complet de toutes les vibrations du produit analysé. 

L’interprétation du spectre obtenu permet ainsi de reconstituer la molécule et donc 

d’identifier le produit. 

Le domaine infrarouge, dans lequel se trouvent les énergies de vibration des 

liaisons moléculaires, est divisé en trois zones : 

 

- proche infrarouge : λ = 0,8 à 2,5 mm (ou ν = 4000 à 12500 cm-1) 

- moyen infrarouge : λ = 2,5 à 25 mm (ou ν = 400 à 4000 cm-1) 

- lointain infrarouge : λ = 25 à 1000 mm (ou ν = 10 à 400 cm-1). 

 

La  radiation pénètre à l’intérieur de l’échantillon, subit des effets de réflexion, 

réfraction, diffusion et absorption puis est réémise dans toutes les directions d’un 

espace hémisphérique. Les spectres d’absorption ont été réalisés dans le 

domaine du moyen infrarouge, Le spectre IR représente graphiquement, en 

fonction de la longueur d'onde, le rapport en chaque point des intensités 

transmises, avec et sans échantillon. Ce rapport, appelé transmittance T (%), peut 

être remplacé par l’absorbance,  A = log (1/T), 

 

5. Chromatographie en Phase Gazeuse associée à la Spectrométrie de 

Masse (GC/MS)  

Principe : Le chromatographe est relié à un spectromètre de masse par une ligne 

de transfert chauffée (320°C). La phase mobile est un gaz (H2, He ou N2) est 

éliminé par pompage. Les molécules, alors partiellement ou entièrement résolues 

par l’analyse chromatographique, sont amenées dans la source d'ionisation du 

spectromètre de masse grâce à la ligne de transfert. 

Le spectromètre de masse est constitué d’une chambre d’ionisation dans laquelle 

des filaments génèrent un faisceau d’électrons de 70 eV. Ce faisceau va 

bombarder les molécules permettant en proportion variable soit uniquement leur 

ionisation ou bien leur fragmentation et ionisation. Les ions sont focalisés, 
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accélérés et passent dans l’analyseur du spectromètre de masse qui est un 

quadripôle. 

Le quadripôle est formé de quatre barreaux sous tension. En y entrant, les ions 

ont un cheminement parallèle aux barreaux et une vitesse constante. Les ions 

sont soumis à des oscillations complexes, perpendiculaires à leurs trajets. Ils sont 

sélectionnés en fonction de leur rapport m/z. Pour chaque fragment ionique, il 

existe une oscillation stable qui permettra au fragment de passer au travers du 

quadripôle et être détecté par le multiplicateur d’électrons. Toutes les fréquences 

d'oscillation vont être balayées, permettant d’obtenir la répartition de tous les 

fragments formant appelée fragmentogramme qui est caractéristique d’une 

molécule donnée. 

Appareillage  

 
 Chromatographe : Agilent Technologie 6890N/5975 

 Colonne HP-5 (5 % phenyl methyl siloxane) (longueur, 30 m ; diamètre 

interne, 0,25 cm ; épaisseur du film, 0,25 µm). 

 Ordinateur Hewlett Packard. 

 
Conditions opératoires 

  
 Le gaz porteur est l’hélium, utilisé à un débit de 1 ml/min.  

 La température de l’injecteur a été fixée à 250°C.  

 Le programme du gradient de température est comme suit : 2 min à 

70°C, puis la température augmente jusqu’atteindre 230°C à raison de 

20°C/min. La température passe par la suite de 230 à 300°C pendant 2 

min pour enfin se stabiliser à 300°C pendant 10 min. 

 

 

6.   Chromatographie liquide couplée à un spectromètre de masse (LC-MS) 

 
Parmi les méthodes plus récemment développées, l’HPLC couplée à un 

spectromètre de masse paraît intéressante pour l’identification et la quantification 

des composés organiques (protéines, enzymes, hydrocarbures, biosurfactants, 

etc.). Cette méthode combine les avantages de la séparation par chromatographie 

liquide (hautes sélectivité et efficacité de séparation) permettant l’analyse des 
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composés non volatiles et thermolabiles et ceux de la détection par spectrométrie 

de masse (informations structurales et sélectivité encore augmentée). LC-MS est 

une technique encore peu répandue, mais représente un outil très prometteur 

pour l’identification de composés organiques de masse molaire élevée dans une  

matrice environnementale très complexe [307]. 

La partie chromatographique est composée d’une pompe quaternaire basse 

pression, d’un four de colonne thermostaté et d’un détecteur UV-visible à barrette 

de diodes. La colonne utilisée est de type C18. La phase mobile était un mélange 

eau-méthanol ou acétonitrile/eau. La détection par spectrométrie de masse est 

constituée d’un analyseur quadripolaire précédé d’une interface electrospray (ESI) 

fonctionnant en mode positif ou négatif. Le rôle d’ESI est donc la formation d’ions 

en phase gazeuse à partir de molécules en solutions en provenance de la LC.  

Les mécanismes conduisant à la formation d’ions en phase gazeuse par 

electrospray peuvent être résumés comme suit: (a) la formation de gouttelettes 

chargées à partir de l’extrémité d’un capillaire métallisé, (b) l’évaporation du 

solvant et les explosions coulombiennes, (c) formation d’agrégats chargés, (d) et 

finalement obtention d’ions désolvatés en phase gazeuse (positifs, négatifs et 

adduits, en fonction du mode d’ionisation). 

Le spectre de masse est représenté sous forme d’un diagramme bidimensionnel : 

le rapport masse/charge (m/z) est porté en abscisse et l’abondance des ions est 

portée en ordonnée. Notons ici que l’abondance indiquée est souvent relative, la 

hauteur des pics étant exprimée en pourcentage de celle du pic le plus intense 

(pic de base) trouvé dans le spectre de masse. Le signal de masse (à m/z) le plus 

intense du spectre (celui de la masse la plus élevée) et correspond à la masse 

moléculaire du composé. Par ailleurs, certains signaux d’ions filles pourraient être 

visibles. 
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Annexe 4 

DOSAGE DES GLUCIDES TOTAUX [265] 

Les glucides en milieu acide sulfurique et à chaud sont déshydratés en dérivés du 

furfural qui se combine facilement avec le phénol et donnent une coloration rose-

saumon (le glucose fournit de l’hydroxyfurfural). L’absorbance est lue à la 

longueur d’onde de 490 nm. La coloration est permanente. L’utilisation de cette 

méthode permet de détecter des quantités de  glucides pouvant atteindre 1 µg. 

 

Réactifs  

- Solution aqueuse de phénol 5% (m/v) 

- H2SO4 concentré   

- Gamme étalon : solutions de monosaccharides : 200, 150, 100, 50 µg/ml.  

- Solution de référence : eau distillée  

- Solutions à doser 200, 250 µg/ml 

 

Mode opératoire  

 Dans chaque tube à essai, introduire : 

  
- 200µl d’eau distillée, ou de solution étalon ou de solution à doser (à l’aide 

d’une micropipette) 

- 200µl de la solution phénolique 5%   

- 1ml de H2SO4 concentré (à additionner brutalement)  

- Homogénéiser le mélange en le portant au bain-marie à 100°C pendant 

5mn  

- Refroidir 30 mn à l’obscurité. 

 

Mesure des DO : lire les densités optiques à la longueur d’onde  = 490 nm 

Calculer la quantité de glucides totaux dans la solution échantillon à l’aide du 

graphique  standard. 
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Absorbance correspond à 0,1 ml de l’essai = X mg de glucose 

100 ml de la solution échantillon contient   :   
 

   
  . 100 mg de glucose  = % de 

glucides totaux   

Annexe 5 

 

IDENTIFICATION PHYLOGENETIQUE   

 

Extraction de l’ADN génomique   

La centrifugation d’une culture de volume de 10 ml est réalisée dans un tube 

flacon pendant 5 min à 12000 rpm.  Le culot est dissous dans 487 μl du tampon 

Tris-EDTA (TE) et 40 μl de lysozyme à une concentration de 20 mg/ml (pour 

détruire les parois cellulaires). Après incubation pendant 1 heure à 37°C, on ajoute 

30 μl de sodium dodecylsulfate (SDS) à une concentration de 10 % et 5 μl de 

protéinase K à 20 mg/ml. Le mélange est incubé 1 h à 50°C. Par la suite, 100 μl 

NaCl (5 M) sont ajoutés avec 800 μl CTAB/NaCl (10 % de Cétyl Triméthyl 

Ammonium Bromide (CTAB) dans une solution NaCl 0,7 M). L’ensemble est 

mélangé en retournant le tube et incubé 10 min à 65°C.  

Afin de séparer l’ADN des protéines, on ajoute 750 μl chloroforme/alcool iso-

amylique dans les proportions (24:1 (v/v)), on mélange vigoureusement et on 

centrifuge 5 min à 14000 rpm. Le surnageant obtenu est transféré dans un tube 

eppendoff propre et stérile en faisant attention de ne pas prendre l’interface 

blanche. L’ajout de 300 μl de phénol et de 300 μl de chloroforme/alcool iso-

amylique (24/1 (v/v)) est suivi d’une centrifugation 5 min à 14000 rpm et le 

surnageant est transféré dans un nouveau tube. Pour précipiter l’ADN, on ajoute 

600 μl d’isopropanol froid et on incube les tubes dans  de la glace pendant 30 min. 

Le culot obtenu après centrifugation 10 min à 14000 rpm, est rincé avec 500 μl 

d’éthanol à 70 %. Après avoir recentrifugé 10 min à 14000 rpm, le culot est séché 

sous vide pour enlever toute trace d’alcool.  

Pour dégrader les ARNs, le culot obtenu est redissous dans 200 μl de tampon TE 

(Tris-EDTA) contenant 1 μl RNase (20 mg/ml) et le tube est incubé pendant 1 h à 

37°C. Ensuite on rajoute 300 μl phénol + 300 μl chloroforme/alcool isoamylique, la 

solution est  centrifugée pendant 5 min à 14000 rpm. Le surnagent obtenu est 
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précipité avec 600 μl d’isopropanol. Après incubation dans la glace pendant 30 

min, une centrifugation pendant 10 min à 14000 rpm est réalisée. Le culot obtenu 

est dissous dans 20 μl d’eau stérile et l’ADN génomique extrait est conservé  à  - 

20°C. 

Electrophorèse et quantification de l’ADN    

 
Afin de visualiser l’ADN génomique extrait, on réalise l’électrophorèse sur un gel 

d’agarose à 1 % (m/v) dans le tampon TAE 1X (4,84 g de Tris base, 1,14 ml 

d’acide acétique glacial et 0,74 g d’EDTA-Na2   par litre d’eau) contenant 4 μl/25 

ml de bromure d’ethidium (BET).  

 

Amplification par PCR (Réaction de Polymérisation en Chaîne) du gène de 

l’ARN     

ribosomal 16 S  

Le principe de cette technique consiste à amplifier une séquence définie d’ADN du 

génome en le multipliant un grand nombre de fois grâce à une polymérase.  

Les amorces nucléotidiques universelles Fd1 (5’-AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-

3’) et Rd1 (5’-AAGGAGGTGATCCAGCC-3’) ont été utilisées afin d’amplifier le 

gène de l’ARNr 16S et obtenir un produit PCR de taille approximative de 1,5 kb 

[308]. 

 

 Appareillage : Robocycler 96 Accessoires (Stratagene) 

 Mélange réactionnel 

ADN génomique: 2 μl, Tampon Taq DNA polymérase (10x): 5 μl, Taq DNA 

polymérase de type Fermentas : 0,5 μl (5 U / μl), MgCl2.6 H2O (25 mM): 3.5 μl, 

Amorce Fd1 (50 μM): 1 μl, Amorce Rd1 (50 μM): 1 μl, dNTPs: 0,5 μl (10 mM), H2O 

distillée stérile, q.s.p 50 μl. 

 Cycles de PCR 

La réaction d’amplification consiste en une première étape de dénaturation de 

l’ADN génomique suivie par une succession d’étapes de dénaturation, 
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appariement et élongation, au cours desquelles le fragment d’intérêt est multiplié 

en un très grand nombre de fois sous l’action de la polymérase. Au cours de 

l’appariement, les amorces oligonucléotidiques Fd1 et Rd1 viennent se fixer 

spécifiquement au niveau des extrémités du gène codant pour l’ARNr 16S. La Taq 

DNA polymérase, en présence des quatre dNTP (dATP, dTTP, dGTP, dCTP) va 

permettre une élongation des amorces fixées. La réaction est terminée par une 

dernière étape dont le but est de terminer toutes les élongations en cours. Le 

programme de la PCR est détaillé dans le tableau ci-dessous : 

 

Tableau : Programme des cycles de PCR 

 

Nombre de 

cycles 
Etape Température (°C) Durée 

1 
Dénaturation 

initiale 
95 2 min 

 

35 

Dénaturation 95 30 s 

Hybridation 55 45 s 

Elongation 72 1 min 45 s 

1 
Etape finale 

d’élongation 
72 5 min 

 

Electrophorèse du produit de PCR  

Les produits PCR sont ensuite analysés par électrophorèse sur gel d’agarose 1% 

afin d’estimer leurs tailles et leurs concentrations en comparant les bandes 

obtenues avec celles du marqueur de taille (Gene Ruler 1 Kb DNA Ladder Bandes 

: 250 pb, 500 pb, 750 pb, 1000 pb, 1500 pb, 2000 pb, 2500 pb, 3000 pb, 3500 pb, 

4000 pb, 5000 pb, 6000 pb, 8000 pb et 10000 pb). A pH neutre, les fragments 

d’ADN sont chargés négativement et migrent vers l’anode. Le produit PCR est 

déposé sur le gel, puis  soumis à l’action d’un champ électrique de 100 mV 

pendant 30 minutes. Grâce à la présence du Bromure d’Ethidium (BET), ce 

dernier  s’intercale entre les bases de l’ADN et émet une fluorescence orange de 
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254 à 365 nm, les bandes de migration sont visualisées sous un rayonnement UV 

à l’aide d’un transluminateur (Bioblock Scientific).  

 

Séquençage  

Pour déterminer la séquence du gène de l’ADN ribosomal 16S, nous avons utilisé 

le séquenceur automatique « Automated 3100 Genetic Analyser » (Applied 

Biosystems) du Centre de Biotechnologie de Sfax (CBS).  

Les séquences obtenus dans cette étude et d’autres disponibles au GenBank 

[309] sont comparées pour une recherche de similarités, à l’aide du programme 

BLASTN [252]. Les séquences ayant une similarité supérieure à 97% à une 

séquence de souche type présent au GenBank sont considérées de même genre. 

Les séquences obtenues sont importées dans un éditeur de séquence (BioEdit 

version 5.0.9). Les  recherches de similitude entre la séquence d’ADNr 16S et une 

banque d’ADN (Gen Bank) se font par l’intermédiaire du programme BLAST 

disponible sur le site NCBI (http:// www.ncbi.nlm.nih.gov/). Une analyse de 

distance est effectuée en utilisant la méthode du Neighbor Joining, avec correction 

de Jukes et Cantor [310] et l’arbre phylogénétique est généré en utilisant le logiciel 

Mega.  
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	Cette échelle repose sur l’équilibre existant entre les parties lipophile et hydrophile. Elle permet de choisir les surfactants en fonction de leurs caractéristiques. Le tableau 3.7 donne les propriétés d’un tensioactif en fonction de sa valeur HLB.
	Le type de l’émulsion dépend de la valeur de HLB : si la valeur est comprise entre 3 et 6, les biosurfactants sont lipophiles et favorisent l’émulsion eau dans huile. Par contre, ils sont très hydrophiles et favorisent l’émulsion huile dans l’eau pour...
	Selon la formule précédente, le HLB de biosurfactant de la souche 1E est :
	HLB = ,𝟐𝟐𝟓-𝟑𝟓𝟐. ×𝟐𝟎  =  12,8
	Selon cette valeur, nous pouvons classer le biosurfactant de 1E comme :
	- Emulsifiant très hydrophile favorisant l’émulsion huile-dans-eau : il peut être utilisé comme un dispersant lors de déversement de pétrole (marées noires).
	- Détergent.
	- Solubilisant.
	3.3.9. Application environnementale
	La faible solubilité des substances hydrophobes pose de sérieux problèmes pour leur élimination par voie biologique en raison de leur mauvaise accessibilité aux microorganismes (biodisponibilité faible). Cet inconvénient est pallié par l’utilisation d...
	/
	3.3.9.2.  Remobilisation du pétrole brut
	/
	3.3.10.  Conclusion
	La production des biosurfactants dépend de plusieurs paramètres entre autres la nature de substrat et le type de microorganisme. Un bon rendement est obtenu avec un substrat hydrophobe (hydrocarbures), les bactéries utilisées pour produire les biosurf...
	La souche utilisée pour la production de biosurfactant a été isolée à partir d’un sol sableux contaminé par le pétrole brut de la région de Hassi-Messaoud, la quantité produite en biosurfactant est de 2,1 g.l-1 de culture. L’étude des propriétés physi...
	Figure 3.39 : Comparaison de la solubilité du pétrole brut en présence de surfactant            biologique (issu de la souche 1E) et chimique (Tween 80)
	Les analyses biochimiques, FTIR et GC/MS montrent que le biosurfactant est de nature lipopeptidique à base d’acides aminés. En effet, l’association d’un acide aminé ou d’un peptide polaire avec un composé à longue chaîne non polaire, pour construire d...
	Il est intéressant de noter que les caractéristiques des biosurfactants à base d’acides amines permettent d’envisager leur utilisation dans les produits pharmaceutiques, cosmétiques, ménagers et alimentaires. En outre, la valeur de HLB permet de consi...
	Finalement, à notre connaissance, aucune étude n’avait été faite à ce jour pour la caractérisation des biosurfactants produits à partir de souches bactériennes de genre Staphylococcus. L’objectif de cette partie d’étude était de produire et caractéris...
	Conclusion  generale
	Parmi les neuf souches mésophiles utilisées dans le criblage de la production de biosurfactant, une seule souche, Staphylococcus sp. 1E, a montré une production en biosurfactant très intéressante. En effet, la production, la caractérisation physico-ch...
	Les analyses biochimiques, FTIR et LC-MS ont révélé que le biosurfactant 1E est de nature lipopeptidique, sa masse moléculaire est de 351,7 uma, une structure chimique a été proposée.
	Finalement, une application environnementale a été réalisée, la solubilisation du phénanthrène dans l’eau est améliorée en présence de biosurfactant. Un fort potentiel de remobilisation d’hydrocarbures est noté, en effet, le taux de remobilisation est...
	Le biosurfactant de la souche 1E a montré des propriétés très intéressantes (stabilité, activité antimicrobienne et remobilisation des hydrocarbures), ce qui rend son application très avantageuse  pour la bioremédiation des sites contaminés aux  hydro...
	Finalement, à notre connaissance, aucune étude n’avait décrit la caractérisation des biosurfactants produits à partir de souches bactériennes de genre Staphylococcus. L’objectif de cette étude était de caractériser pour la première fois un biosurfacta...
	Afin de compléter la présente étude, il serait intéressant d’étudier :
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	1. COT-mètre : dosage du carbone
	La matière organique dissous et particulaire, est composée notamment  de carbone que l'on peut doser par l’emploi d’un COT-mètre. On distingue le carbone organique total (COT) et  le carbone inorganique (CI) qui correspond aux carbonates. Le carbone t...
	L’analyse du carbone dans un échantillon solide s’effectue pat combustion dans un  four à 680 C à 900 C contenant un catalyseur (Pt). Le four est traversé par le flux d’oxygène qui permet la combustion de la totalité du carbone (CT) présent dans l’éch...
	C(total)  +   O2(g)   (   CO2 (g)
	Le CO2 gazeux obtenu est entrainé par le flux d’oxygène et amené jusqu’à une cellule infrarouge qui permet la mesure du taux de CO2 directement proportionnel à la quantité de carbone total initial.
	Pour la mesure du COT, l’échantillon est acidifié avec de l’acide chlorhydrique pour atteindre un pH inférieur à 2 et purgé avec du O2 afin de transformer le carbone minéral (CIT) en CO2 gazeux (décomposition des carbonates).
	L’échantillon exempt de carbone minéral est ensuite analysé, la mesure de COT est réalisée. Le  CIT = CT – COT
	2. Spectrophotomètre UV/visible
	𝑰= ,𝑰-𝟎.,𝒆-− 𝑲𝑪𝑳.
	3.   Chromatographie en Phase Gazeuse (CPG) :
	Principe
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