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 ملخص

  الايكولوجي مسمتتتمثل في دراسة تجارب ال المعروضة في هذه المذكرة غايتها الرئيسيةالأعمال المنجزة و  

حيوية للتلوث من  دلائل( ك Perna perna et Mytilus galloprovincialis)نوعين من بلح البحر  باستخدام

 إنزيماتالذي يحث Protéase و دفاع ضد الأكسدةل التي تمثل  المؤشر الفيزيولوجيCAT ويات خلال قياس مست

 عضويةلعدة ملوثات  هبنوعي البحربلح مخبرية وسطية من خلال تعريض  تجارب. قمنا بعدة ذلكمن اجل .الهضم

ات تركيزمع تطبيق  (vert malachite oxalate et rouge congo)الكيميائية مثل  الصبغةو Phénol  مثل

تم تسجيل زيادة في نسبة حث إنزيم . أيام9  /4 في التلوث الحادبسلسلة من التلوث وإزالة  مختلفة لهاته الملوثات

 إنزيمسجلنا تراجع في نسب حث  إزالة التلوثعند .   Protéaseونقصان في نشاط إنزيم الهضمCATالدفاع 

CAT  .دلالة على الرجوع إلى الحالة الابتدائية   

 CAT ، Protéase ،المؤشر الفيزيولوجي التلوث البحري، التلوث العضوي،  : الكلمات المفتاحية

Perna perna ،. Mytilus galloprovincialis 

ABSTRACT  

In this work we investigated the ecotoxicological  tests using two species of mussels 

(Perna perna and Mytilus galloprovincialis) as bio-indicators of pollution by the 

quantification of the activity catalase which represents the defense biomarker of 

oxidative stress and protease which reflects the achievement of digestive enzymes. 

To do so, the assessment of the effects of organic pollution of marine waters, the 

response of catalase (CAT), protein content and protease activity was determined using 

a series of acute contamination and decontamination for 04/09 days under the effect of 

phenol and two dyes (malachite green oxalate and congo red).  

An increase in CAT and a decrease in protease activity was recorded during the 

infection cycle.The decontamination passage yielded comparable levels between control 

and decontaminated individuals. 

Keywrds : Marine pollution, Organic pollution, biomarkers, Catalase, Protéase, Perna 

perna, Mytilus galloprovincialis, biomonitoring. 

 

 

 

 

 



 
 

 

 

RESUME  

Les travaux présentés dans ce mémoire ont pour objectifs l’étude des essais 

écotoxicologiques en utilisant deux espèces de moules (Perna perna et Mytilus 

galloprovincialis) en tant que bioindicateurs de pollution via la quantification de la 

catalase qui représente le biomarqueur de défense du stress oxydatif et la protéase qui 

traduit l’atteinte des enzymes digestives. Pour se faire, l’évaluation des effets de la 

pollution organique des eaux marines, les réponses catalase (CAT), les teneurs en 

protéines et l’activité protéase ont été déterminées avec une série de contaminations et 

de  décontaminations aiguë pendant 04/09 jours sous l’effet de phénol et deux colorants 

(vert malachite oxalate et rouge congo). Une augmentation de la CAT et une diminution 

de l’activité  protéase a été enregistrée au cours du cycle de contamination. Le passage 

en décontamination a permis d’obtenir des teneurs comparables entre les témoins et les 

individus décontaminés. 

Mots-clés : Pollution marine, Pollution organique, Biomarqueurs, Catalase, Protéase  

Perna perna, Mytilus galloprovincialis, Biosurveillance. 
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INTRODUCTION 

Depuis des siècles, les milieux côtiers sont considérés comme des espaces d’intérêts 

écologiques et socio-économiques majeurs, ces derniers connaissent une forte pression 

d’usage et sont sujet d’une pollution qui est le résultat de processus d’urbanisation, des 

processus démographiques et du développement des activités industrielles et agricoles.  

Les activités humaines s’accompagnent de dispersion volontaire ou involontaire, de 

quantités, parfois considérables de substances d’origine naturelle ou de synthèse, parmi 

les quels un bon nombre possèdent des propriétés toxiques, y compris à des 

concentrations faibles [1]. Pareillement la contamination des écosystèmes aquatiques 

par les polluants organiques a pris une ampleur considérable durant ces dernières 

décennies [2].  

Face aux dangers que représente la pollution marine sur les organismes vivants, sa 

menace pour la santé humaine ainsi que ses effets délétères sur la qualité des eaux, de 

nombreux programmes de surveillances nationaux et internationaux notamment dans la 

région méditerranéenne se sont fixés des objectifs d’estimer d’une façon continue le 

degré de la pollution dans cette zone pour assurer une prévention précoce des risques 

dus aux différents polluants d’où une protection des espèces et une préservation de la 

qualité des eaux marines. 

Traditionnellement le niveau de contamination du milieu marin est présenté en terme de 

concentrations des contaminants chimiques présents dans le milieu, cependant ces 

mesures font appel à des techniques analytiques sophistiquées et coûteuses et qui ne 

donnent pas une estimation ni même une prédiction de l’impact de ces substances sur 

les organismes vivants atteignant ainsi leurs limites en tant qu’outils d’aide à la gestion 

environnementale. De ce fait d’autres voies ont été explorées aux moyens de bioessais 

écotoxicologiques réalisés sur les matières vivantes tel que les coquillages, poissons et 

les végétaux [1,3,4].  

Les organisations internationales de surveillance de la pollution marine revendiquent 

l’utilisation des réponses biologiques ou biomarqueurs comme un complément aux 

analyses chimiques dans les programmes de surveillance. Effectivement leur utilisation 

permet une évaluation d’une part des concentrations des contaminants et leur 
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biodisponibilité dans les sédiments, les colonnes d’eau et les organismes et d’autre part 

les effets de ces polluants sur la composante biologique des écosystèmes. L’utilisation 

des biomarqueurs permet d’évaluer les effets des teneurs analysées par les outils de la 

chimie conventionnelle sur les réponses biologiques des organismes tests [1,5,6].  

Les moules dont Mytilus galloprovincialis, Perna perna et d’autres bivalves marins sont 

couramment utilisées comme espèces sentinelles pour la biosurveillance des milieux 

côtiers à travers le monde en raison de leurs caractéristiques qui font d’eux de bons 

bioindicateurs [7]. 

Dans cette optique de biomonitoring, le Centre  National de la Recherche et du 

Développement de la pêche et de l’Aquaculture CNRDPA, Bou-Ismail développe 

actuellement un programme de gestion des écosystèmes aquatiques et de surveillance 

environnementale et contribuant ainsi aux recherches des indicateurs de pollution.  

Ce travail se veut une étude des biomarqueurs catalase et protéase autant que réponse 

biologique à un stress induit par une exposition aiguë au contaminants chimiques (à 

savoir le phénol et les deux colorants vert malachite et rouge congo) chez les moules 

Mytilus galloprovincialis et Perna perna dans un but global d’essai d’adoption d’une 

technique rapide et susceptible d’apporter une information intégrée sur l’état de santé de 

la baie de Bou-Ismail de la wilaya de Tipasa. 

Ce labeur est structuré en  trois chapitres et présenté comme suit : 

 Le premier chapitre se veut une synthèse bibliographique des notions de 

pollution, le stress oxydant et les biomarqueurs ; 

 Le deuxième chapitre sera consacré au matériel utilisé de même que les 

différentes analyses effectuées lors de la réalisation de nos expérimentations ; 

 Le troisième chapitre regroupe l’ensemble des résultats obtenus, au cours de nos 

expérimentations ainsi que leurs discussions ;  

 Une synthèse sur l’utilité de l’utilisation de la catalase ainsi que des perspectives 

concluront ce travail. 
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CHAPITRE 1 

SYNTHESE BIBLIOGRAPHIQUE 

1. Définition de pollution marine  

La définition de la pollution marine la plus couramment acceptée est celle donnée 

par le groupe mixte d’expert chargé d’étudier les aspects scientifiques de la protection 

de l’environnement marin.  

Elle est définit comme : " l’introduction directe  ou indirecte, par l’homme, de 

substances ou d’énergie, dans le milieu marin (y compris les estuaires), lorsqu’elle a des  

effets nuisibles tels que dommages aux ressources biologiques, risques pour la santé de 

l’homme, entraves aux activités maritimes, y compris  la pèche, altération de la qualité 

de l’eau de mer du point du vue de son utilisation et dégradation des valeurs d’agrément 

" [8]. 

1.1. Pollution des eaux 

La pollution ou la contamination de l'eau peut être définie comme la dégradation 

de celle-ci en modifiant ses propriétés physique, chimique et biologique; par des 

déversements, rejets, dépôts directs ou indirects de corps étrangers ou de matières 

indésirables telles que les microorganismes, les produits toxiques, les déchets 

industriels. Ces substances polluantes peuvent avoir différentes origines:  

 Urbaine (activités domestiques; eaux d’égout, eaux de cuisine…) 

 Agricole (engrais, pesticides)  

 Industrielle (chimie-pharmacie, pétrochimie, raffinage…). 

1.1.1 Définition des eaux résiduaires industrielles 

Tous effluents ou rejets industriels obtenus lors de l'extraction et de la 

transformation des matières premières en produits industriels. Les eaux de rejets des 

services généraux des industries (sanitaire et cuisine) sont considérées également 

comme eaux résiduaires industrielles [9-10]. 
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1.1.2 Origine des polluants et types de pollutions industrielles 

 Les eaux résiduaires industrielles sont spécifiques par leur volume et leur 

composition. On distingue trois types de pollution : 

1.1.2.1 Pollution physique  

C'est une pollution due aux agents physiques (tout élément solide entraîné par 

l'eau), elle est d'origine domestique, essentiellement industrielle. On peut la répartir en 

trois classes: mécanique, thermique et radioactive [9,11].  

1.1.2.1.1 Pollution mécanique 

 Elle résulte des décharges de déchets et de particules solides apportés par les ERI 

(eaux résiduaires industrielles), ainsi que les eaux de ruissellement. Ces polluants sont 

soit les éléments grossiers soit du sable ou bien les matières en suspension MES. 

1.1.2.1.2 Pollution thermique 

 Les eaux rejetées par les usines utilisant un circuit de refroidissement de certaines 

installations (centrales thermiques, nucléaires, raffineries, aciéries..); ont une 

température de l'ordre de (70 à 80°C). Elle diminue jusqu’ à (40 à 45°C) lorsqu’elle 

contacte les eaux des milieux aquatiques entraînant un réchauffement de l'eau, qui influe 

sur la solubilité de l'oxygène. En outre tout changement de température cause des effets 

significatifs sur la survie des organismes aquatiques. Un abaissement important de 

température ralenti la plupart des réactions chimiques vitales voire les arrêter. Au 

contraire, des augmentations de température peuvent tuer certaines espèces, mais 

également favoriser le développement d'autres organismes causant ainsi un déséquilibre 

écologique [9,12]. 

 1.1.2.1.3 Pollution radioactive 

 C'est celle occasionnée par une éventuelle radioactivité artificielle des rejets qui 

trouvent leur source dans l'utilisation de l'énergie nucléaire sous toutes ces formes 

(installations et centrales d'exploitation de mine d'uranium, traitement des déchets 

radioactifs). Les éléments radioactifs s'incorporent dans les molécules des organismes 
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vivants. Plus on s'élève dans la chaîne alimentaire plus les organismes sont sensibles 

aux rayonnements [9,12]. 

1.2.2 Pollution chimique 

 Elle résulte des rejets chimiques, essentiellement d'origine industrielle. La 

pollution chimique des eaux est regroupée dans deux catégories :  

 Organiques (hydrocarbures, pesticides, détergents, phénols, colorants..) ;  

 Minérales (métaux lourds, cyanure, azote, phosphore…) 

1.2.2.1 Pollution organique  

C'est les effluents chargés de matières organiques fermentescibles 

(biodégradables), fournis par les industries. Ils provoquent une consommation 

d'oxygène dissous de ces eaux, en entraînant la mort des poissons par asphyxie et le 

développement (dépôts de matières organiques au fonds des eaux marin) de 

fermentation anaérobie (putréfaction) génératrices de nuisances olfactives [12,13]. 

La pollution organique réfère aux substances polluantes contenant du carbone tels les 

AHP, BPC, organochlorés comme les DDT, etc…  Ces substances se dégradent très 

lentement, très toxiques à long terme.  

1.2.2.1.1 Hydrocarbures 

 La pollution par les hydrocarbures résulte de plusieurs activités liées à l'extraction 

du pétrole, à son transport et en aval à l'utilisation de produits finis (carburants et 

lubrifiants), ainsi qu'aux rejets effectués par les navires (marées noires). Les effets des 

hydrocarbures dans le milieu marin sont considérables. Ils dépendent largement de leur 

composition.   

En fait leurs activités peuvent s'exercer selon plusieurs modalités très différentes 

[11,14].  

 Toxicité aigue: elle s'exerce sur l'ensemble des êtres vivants du milieu 

(végétaux, animaux ou bactéries) provoquant des disparitions immédiate des 
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poissons s'effectuent par colmatage des bronchites. Les oiseaux sont également 

tués en masses par engluage des plumes. On n'estime que 150 000 à 400 000 le 

nombre d’oiseaux tués annuellement par les hydrocarbures [14].  

 Toxicité à long terme: les hydrocarbures ou les produits de dégradation, 

peuvent être accumulés par les différents organismes marins, après leur 

ingestion, leurs effets peuvent s’étaler sur des périodes très longues. Ce danger 

est évidemment plus grave lorsqu'il s'agit des hydrocarbures aromatiques 

polycycliques (HPA) cancérigènes (méthyle chlorolanthrène, benzanthracènes, 

benbzopyrènes). Ils sont repris par les chaînes alimentaires et concentrées 

jusqu'à des taux très élevés. On imagine le danger que peut présenter ce 

phénomène pour le consommateur humain [14]. 

1.1.2.2.1.2 Phénols 

Le phénol est une substance irritante et fortement corrosive. Il a une forte capacité 

à pénétrer dans l’organisme en traversant la peau et les muqueuses. Les systèmes 

cardiovasculaire et nerveux sont également des cibles. 

 Le phénol est classé par l’Union Européenne comme mutagène catégorie III [15]. La 

majorité des phénols et de leurs dérivés sont des substances toxiques. Beaucoup d'entre 

eux sont classés comme des déchets dangereux, et certains d'entre eux sont connus ou 

soupçonnés d'être cancérogènes. 

 Aussi le phénol est répertorié sur la liste prioritaire des substances dangereuses 

identifiées par (ATSDR, 2007) [16]. Le phénol est rapidement absorbé lors de son 

introduction dans l'organisme. L’absorption percutanée d’une solution de concentration 

égale à 25 mg.kg -1 de 14C-phénol est d’environ 19% pour la peau humaine [17]. Après 

absorption, le phénol se distribue rapidement dans tout l’organisme avec des 

concentrations supérieures à celle du sérum dans le foie, la rate, les reins et les 

surrénales [17]. Il existe peu de données expérimentales chez les volontaires sains 

publiées dans les bases de données bibliographiques et/ou toxicologiques.  

Une étude a consisté à déposer du phénol de concentrations égales à 2,5-5-10 g.L -1 sur 

les bras de personnes volontaires. Le phénol est absorbé de façon constante pendant une 

heure avec un flux égal à 0,08 mg.cm -2 .h -1 [17]. L’application du phénol concentrée 
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sur la peau peut provoquer des lésions cutanées sévères [18]. Il existe des cas 

d’intoxications mortelles [19]. L'ingestion de 5-500 mg, accidentelle ou intentionnelle 

est mortelle chez les nourrissons et des décès d'adultes apparaissent après l'ingestion de 

1-32 g [20].  

Le phénol présent dans l'eau ou dans des aliments entre rapidement dans l’organisme 

par le tube digestif. Il est ensuite rapidement distribué dans tous les tissus et exerce une 

action corrosive. Les organes cibles sont le cerveau et les reins [21]. En raison de sa 

forte toxicité dans l’eau, il est nécessaire de traiter les solutions aqueuses du phénol, 

avant de les rejeter dans le milieu naturel. La faune et la flore sont les principales cibles 

des effluents industriels contenant du phénol.  

Le phénol est un produit répandu et très toxique dans l'eau, des polluants du sol et la vie 

aquatique. Les composés phénoliques sont solubles dans l'eau et très mobiles et sont 

donc susceptibles d'atteindre sources d'eau potable en aval des rejets, où, même à faibles 

concentrations, ils peuvent causer de graves odeur et un goût désagréables et posent des 

10 risques pour les populations même à une faible concentration [22]. USEPA 

recommande une limite maximale autorisée de 0,001 mg.L-1 [23]. La limite générale 

norme de rejet des effluents du phénol est de 0,05 mg.L-1 , avant d'être déversés dans les 

cours d'eau [23].  

L'Organisation mondiale de la Santé a donc limité la concentration du phénol dans l'eau 

potable à 0,001 mg.L-1 [24]. L’Union Européenne impose une concentration totale du 

phénol inférieure à 0,0005 mg.L-1 dans l’eau potable [25]. En France la concentration 

en phénols, doit être inférieure ou égale à 0,1 mg.L-1. Les expositions au phénol peuvent 

être nombreuses : soit au contact de milieux naturels, soit en consommant de l’eau ou 

une denrée alimentaire contaminée, soit en utilisant des produits de consommation 

contenant du phénol [26]. 

La bioaccumulation du phénol d’une concentration de 2 mg.L-1 ou plus dans 

l’environnement aquatique peut déjà provoquer des effets secondaires sur le 

développement de certains poissons et des concentrations entre 10 et 100 mg.L-1 

entraînent la disparition de la vie aquatique dans les 96 heures [27]. Lorsque cet effluent 

est rejeté dans l'environnement sans traitement préalable, il provoque de graves 



8 
 

dommages par contamination du sol, de la surface et des eaux. Des législations ont donc 

été mises en place pour réguler la teneur en phénol des eaux résiduaires.  

Ainsi, pour l’Agence de Protection Environnemental des Etats-Unis, la limite maximale 

acceptable de la concentration du phénol dans les eaux usées est estimée à moins de 1 

mg.L-1 [27] afin de protéger la santé humaine contre les effets toxiques potentiels causés 

par l'exposition au phénol. Cependant le phénol est rapidement métabolisé par les 

poissons et ces résultats indiquent une rétention de certains métabolites du phénol [28]. 

1.1.2.2.1.3  Les colorants  

         Un colorant doit posséder, outre sa couleur propre, la propriété de teindre. Cette 

propriété résultant d’une affinité particulière entre le colorant et la fibre, est à l'origine 

des principales difficultés rencontrées lors des traitements. En effet, selon le type 

d’application et d’utilisation, les colorants synthétiques doivent répondre à un certain 

nombre de critères afin de prolonger la durée de vie des produits textiles sur lesquels ils 

sont appliqués: résistance à l’abrasion, stabilité photolytique des couleurs, résistance à 

l’oxydation chimique (notamment par les détergents) et aux attaques microbiennes.  

 L'affinité entre le colorant et la fibre est particulièrement développée pour les colorants 

qui possèdent un caractère acide ou basique accentué. Ces caractéristiques sont propres 

aux colorants organiques accroissent leur persistance dans l’environnement et les 

rendent peux biodégradables [29]. 

 

1.1.2.1.3.1  Utilisation des colorants 

         L’industrie des colorants constitue un marché économique considérable car de 

nombreux produits industriels peuvent être colorés, principalement : 

 

 Pigments (industrie des matières plastiques) ; 

 Encre, papier (imprimerie) ; 

 Colorants alimentaires (industrie agro-alimentaire) ; 

 Pigments des peintures, matériaux de construction, céramiques (industrie du 

bâtiment) ; 

 Colorants capillaires (industrie des cosmétiques) ; 
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 Colorants et conservateurs (industrie pharmaceutique) 

 Carburants et huiles (industrie automobile etc,...) ; 

 Colorants textiles à usage vestimentaire, de décoration, du bâtiment, du transport, 

colorants textiles à usage médical etc.… [30]. 

 

1.1.2.1.3.2 Toxicité des colorants sur les milieux aquatiques  

Un certain nombre de colorants présente un caractère toxique sur le milieu 

aquatique provoquant la destruction directe des communautés aquatiques [31].   

 La fuchsine, en concentration supérieure à 1mg/l, exerce un effet de 

ralentissement sur  l’activité vitale des algues [32].  

 Les rejets des usines de teinturerie et de textile sont à l’origine de diverses 

pollutions telles que : l’augmentation de la DBO5 et la DCO, diminuant la 

capacité de ré-aération des cours d’eau et retardant l’activité de photosynthèse 

[33].  

a) Toxicité sur les poissons 

 Le poisson est un très bon modèle de l’essai de toxicité, non seulement parce qu’il 

est un bon indicateur des conditions générales des eaux, mais aussi parce qu’il est 

une source d’alimentation importante de l’homme. Ainsi, l’analyse des données 

disponibles de la toxicité, par rapport au poisson, sur plus de 3000 produits 

commercialisés par des firmes membres de l’Association des colorants indique 

qu’environ 98% ont des valeurs de concentration létale CL50 supérieures à 1 mg/l, 

concentration à laquelle la pollution colorée d’une rivière peut être observable. Les 

2% restants se décomposent sur 27 structures chimiques différentes y compris 16 

colorants basiques parmi lesquels 10 sont de type triphénylméthane [34]. Le 

colorant ʺnoir de luxanthol Gʺ utilisé pour la teinture de la viscose, est déjà toxique 

pour de jeune Guppies à la concentration de 5 mg/l, mais ne le devient, pour le 

Hotu, qu’à partir de 75mg/l. Par contre, l’éosine, la fluorescine et l’auramine, très 

utilisées en hydrologie pour les essais de coloration, se sont montrées inoffensives 

pour la Truite et le Gardon en concentration jusqu’à 100 mg/l [35]. 
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1.2.1  Ecotoxicologie 

L’écotoxicologie a pour but d’étudier le comportement et les effets de polluants 

dans les écosystèmes. Face aux nombreuses substances issues des activités 

technologiques qui se retrouvent quotidiennement dans l’environnement, la détection 

rapide d’une présence excessive de contaminants, la détermination de leur toxicité et 

une prévention des atteintes nuisibles sont nécessaires pour assurer la protection des 

écosystèmes [36].  

L'écotoxicologie est définie comme « le domaine d’étude qui intègre les effets 

écologiques et toxiques des polluants chimiques sur les populations, les communautés et 

les écosystèmes ainsi que leur devenir (transfert, transformation, dégradation) dans 

l’environnement » [37].  

Cette discipline comporte plusieurs aspects ou domaines d’étude, tous interdépendants 

les uns des autres [37] : 

 L’étude du devenir des polluants dans un écosystème récepteur ; leur transfert 

entre les différents compartiments abiotiques des écosystèmes ainsi qu’entre ces 

compartiments abiotiques et les organismes vivants, les transformations physico-

chimiques et biologiques qu’ils peuvent subir et les conséquences sur leurs 

potentiels toxiques, etc. ; 

 Les modalités et mécanismes d’action des polluants ; 

 La prévision des effets des polluants sur la structure et le fonctionnement des 

écosystèmes.  

 

1.2.2  La biosurveillance  

1.2.2.1  Définition  

La biosurveillance se définit comme « l'utilisation des réponses à tous les niveaux 

d'organisation biologique (moléculaire, biochimique, cellulaire, physiologique, 

tissulaire, morphologique, écologique) d'un organisme ou d'un ensemble d'organismes 

pour prévoir et/ou révéler une altération de l'environnement et pour en suivre 
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l'évolution » [38]. C’est aussi « l’étude de la réponse biologique des organismes aux 

contaminants chimiques » [39]. 

1.2.2.2  Approches active et passive de biosurveillance 

Les études environnementales portant sur les effets des contaminants sur les 

organismes peuvent être divisées en deux catégories distinctes : les études utilisant une 

approche active et celles utilisant une approche passive.  

 Approche passive : appelée méthode in situ (ou biosurveillance passive), utilise 

les organismes déjà présents sur le site (organismes indigènes) [40]. Elle a 

l'avantage d'être rapide. En effet, les organismes ayant déjà été exposés aux 

polluants, il ne reste plus qu'à les collecter et à les analyser.  

 Approche active : appelée méthode des transplants (ou biosurveillance active) 

emploie des organismes dits transplantés [40]. Elle peut être utilisée par exemple 

lorsque la méthode in situ n'est pas envisageable. 

1.2.3 Les  bioessais 

Les tests écotoxicologiques en laboratoire (bioessais ou biotests) ont fait l’objet 

d’un développement et d’une standardisation conséquente afin de fournir des outils 

adaptés à l’évaluation des dangers des substances dans la démarche d’évaluation des 

risques. L’objet de tels essais est la mise en évidence d’effets toxiques sur des 

populations représentatives des écosystèmes et appartenant à des niveaux trophiques 

différents et permettent de déterminer les seuils de toxicité potentielle des substances 

susceptibles d’arriver dans le milieu marin, de manière accidentelle ou chronique, ainsi 

que la « qualité biologique » d’un milieu ou la toxicité potentielle d’une eau de rivière 

ou d’un rejet arrivant [41.42]. 

Ces tests de toxicité,  sont de deux types : 

 Les tests de toxicité aiguë se réalisent sur une durée très courte (par rapport au 

temps de génération de l'organisme). Leurs avantages sont leur rapidité et leur 

faible coût. Ces tests impliquent généralement des concentrations élevées du 
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polluant dans le milieu marin de ce fait, les effets à long terme des faibles 

concentrations ne sont pas mis en évidence.  

 Les tests de toxicité chronique se déroulent sur une relativement longue durée 

par rapport au temps de génération de l'organisme. Ce sont par exemple les tests 

sur la reproduction. Ils sont plus longs et plus coûteux que les tests aigus, mais 

ils permettent de mettre en évidence des effets à long terme d'un polluant [43, 

44, 45]. 

1.2.4   Les biomarqueurs de stress environnemental  

La notion du biomarqueur est donc relativement récente et le développement de 

son utilisation comme outil de surveillance et d’évaluation de l’environnement est 

étroitement liée à la connaissance des mécanismes moléculaires des processus toxique 

chez différentes espèces animales ou végétales appartenant aux différents écosystèmes. 

D’après Lagadic et al [46] ; un biomarqueur est un changement observable et/ou 

mesurable au nivaux moléculaire, biochimique, cellulaire, physiologique ou 

comportemental, qui révèle l’exposition présente ou passée d’un individu à une ou 

plusieurs substance chimique à caractère polluant. Ce changement peut alors être 

associé à l’exposition en elle-même, aux effets toxiques ou à la sensibilité vis-à-vis du 

contaminant environnemental.  

Les expérimentations en conditions contrôlées ont largement démontré que les 

biomarqueurs peuvent être utilisés pour évaluer l’exposition des individus à des 

xénobiotiques dans certains cas, les effets de ceux-ci sur les structures et fonction 

vitales d’organisme. Ce bases expérimentales ont permis d’envisager l’utilisation des 

biomarqueur dans le milieu naturel, notamment dans le cadre des programmes de 

surveillance de la qualité de l’environnement.  

1.2.4.1 Classification des biomarqueurs  

Dans la classification des biomarqueurs, il à été longtemps utilisé une division en 

trois classes (biomarqueurs d’exposition, d’effets et de sensibilité). Et selon de 

Lafontaine et al. [47]  
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 Biomarqueurs d’exposition : ils indiquent que le polluant présent dans le milieu a 

pénétré dans l’organisme. Ils sont généralement le résultat de l’interaction du 

polluant avec des molécules biologiques dans les tissus ou les liquides corporels. 

Parmi ces derniers, l’induction de la synthèse des métallothionéines, protéines 

soufrées de faible poids moléculaire capables de fixer les ions métalliques, est 

typique de la pollution métallique. L’induction de ces métallothionéines correspond 

à un mécanisme adaptatif détoxifiés, induisant la liaison de ces protéines aux 

métaux lourds et les empêchant ainsi d’interférer avec les enzymes dont ils 

perturberaient l’activité. 

 

 Biomarqueurs d’effet : ils permettent de montrer que le xénobiotique est entré 

dans l’organisme et qu’après avoir été distribué entre les différents tissus, il a exercé 

un effet, toxique ou non, sur une cible critique. Ces biomarqueurs d’effets 

diagnostiquent un dépassement, pouvant être transitoire, des capacités de régulation 

de l’organisme entraînant des conséquences sur la viabilité (cellules, tissu, individu).  

 

 Biomarqueurs de sensibilité : c’est une variation, d’origine génétique, de la 

réponse à la contamination par les polluants. Des facultés acquises génétiquement 

comme, par exemple, l’augmentation de la quantité de glutathion S-transférase et 

d’enzymes du système à monooxygénases, ou encore la diminution de la sensibilité 

des Acétylcholinestérases constituent des manifestations communes de ce 

phénomène. 

Selon Amiard et al(2008) [48], Les biomarqueurs sont classés en deux catégories 

suivantes : les biomarqueurs de défense et les  biomarqueurs de dommages. Cette 

dernière permet de lever l’ambiguïté du terme effet qui peut être bénéfique ou néfaste. 

 Les biomarqueurs de défense : Ce sont des réponses de type adaptatif, les 

enzymes de biotransformation des HAP (Hydrocarbures Aromatiques 

polycycliques), les PCB (polychlorobiphényle) et les défenses antioxydantes 

enzymatiques qui sont des systèmes de système détoxification ou de dégradation et 

dont la teneure augmente en présence de contaminants dans le milieu. Cette 
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adaptation peut empêcher les effets au niveau de l’individu et par conséquent au 

niveau des populations, communautés et écosystèmes  

En effet, dans des zones fortement contaminées, de nombreuses espèces de plantes 

et d’animaux sont capables de faire face à la présence de substances chimiques 

potentiellement toxiques. 

 

 Les biomarqueurs de dommages : la réponse dans ce cas peut indiquer un effet 

néfaste. C’est le cas de neurotoxiques qui entrainent des effet au niveau du 

comportement, pouvant être évalués indirectement par la mesure de biomarqueurs 

caractéristiques du fonctionnement du système nerveux, par exemple de 

l’acétylcholinestérase (AchE)  

L’importance des effets néfastes en fonction du degré de contamination du milieu est 

quantifiée par la relation dose/effet. Aux doses les plus faibles, aucun effet néfaste 

n’est observé mais lorsque la dose augmente, une réponse biologique va apparaitre et 

s’amplifier.  

1.2.4.2 Place des biomarqueurs dans l’indentification des sources de contaminants  

Pour identifer les sources de contamination, deux voies sont possibles, deux voies 

sont possibles (PEREZ et al 2000)[43].  

 Les marqueurs spécifiques repréntent à la fois un moyen de mesure des effets au 

niveau infra-individuel et une méthode d’identification de la contamination, peu 

précise, mais relativement peu onéreuse. 

 Les dosage de contaminants dans des organismes aquatiques donnent une image 

précise des niveaux de contamination du compartiment biologique, mais 

nécessitent des moyens financiers et matériels beaucoup plus importants. 

1.2.5   Le stress oxydant  

L’origine du stress oxydant chez les organismes aérobies provient de la 

consommation intracellulaire de la molécule d’oxygène qui est essentielle pour de 

nombreuses fonctions physiologiques mais qui génère dans le même temps la formation 
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d’espèces réactives de l’oxygène ou « reactive oxygen species » (ROS) qui sont 

potentiellement toxiques pour la cellule [48].  

Par ailleurs, les polluants chimiques sont d’importants producteurs de ROS. En effet,  

les xénobiotiques connus pour leurs propriétés redox comme les quinones, les métaux 

de transition, les colorants diazoïques, les herbicides bipyridyles et les composés 

aromatiques nitrés induisent la formation de radicaux superoxydes. 

On définit le stress oxydant lorsque la formation des ROS excède les capacités de 

défense du système antioxydant. Au niveau cellulaire, il se traduit par l’altération et plus 

particulièrement l’oxydation des composants tels que l’ADN, les protéines et les lipides 

et par une perturbation généralisée de la balance redox. Ses effet cytotoxiques se 

traduisent par des perturbation structurales et fonctionnelles comme des inhibition 

enzymatiques, des dégradations des protéines, de la peroxydation lipidique, des 

processus inflammatoires et des phénomènes de morts cellulaires [48]. 

1.2.6  Biomarqueurs étudié : la catalase (CAT)  

La catalase (CAT : EC1.11.1.6) est une hémoprotéine tétramérique qui possède un 

atome de fer par sous unité, chacune des sous unités (quatre chaînes polypeptidiques, 

contenant chacune plus de 500 acides aminés. Sa masse moléculaire est d’environ 240 

KDa chez les mammifères. Ces groupes héminiques ferriques responsables de l’activité 

catalytique. Cette enzyme est présente chez tous les organismes aérobies, eucaryotes et 

procaryotes, et chez beaucoup d’organismes anaérobies. Chez les eucaryotes, elle est 

principalement située à l’intérieur des peroxysomes. Ces derniers contiennent également 

des oxydases, génératrices de peroxyde d’hydrogène. Le substrat de cette enzyme est 

l’eau oxygénée H2O2 [49,50-51]. Il représente un système efficace est donc afin d’éviter 

l’accumulation de peroxyde d’hydrogène résultant de l’activité de SOD et contenir un 

stress pro-oxydant. La catalase intervient lorsque la concentration en peroxyde 

d’hydrogène est assez importante car elle possède une faible affinité pour leur substrat, 

mais une très forte vitesse de réaction, catalysant la réaction [52]. 

La catalase, qui catalyse la réduction du peroxyde d’hydrogène en eau et en oxygène 

moléculaire, durant le métabolisme basal chez les organismes aérobies, mais aussi pour 

être stimulée de façon assez claire et rapide par les contaminants générateurs de stress 
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oxydant. Elle est sensible à certains contaminants inducteurs de stress oxydatifs au 

niveau des membranes cellulaires, comme les HAP, les PCB, certains pesticides et les 

métaux, ce qui fait un biomarqueur largement utilisé. Il joue un rôle clé dans la 

protection des cellules contre les espèces réactives de l'oxygène, dont le rôle est de 

prévenir les peroxydations des molécules biologiques induites par l’eau oxygénée selon 

les réactions suivantes [ 49,50,53,54] : 

CAT − Fe(III) + H2O2 → CAT − Fe(V) = O + 2H2O        

CAT − Fe(V) = O +  H2O2  →   CAT − Fe(III) + O2 + H2O     

Le stress oxydant se traduise par la formation de nombreuses espèces réactives de 

l’oxygène potentiellement toxiques dont l’activité CAT nous renseigne sur le degré 

d’altération de la cellule. Ainsi, cette activité augmente-t-elle aussi bien chez des 

poissons que chez des bivalves exposés à des polluants organiques. Par ailleurs, les 

travaux effectués sur les biomarqueurs de stress oxydant au laboratoire et surtout in situ 

montrent que le caractère aspécifique de leur réponse constitue un avantage comme 

indicateur d’un état de pollution mixte [55]. 

Certaines études ont montré que l’induction des biomarqueurs chez des bivalves 

témoins ou exposés à des contaminants pouvait avoir une spécificité tissulaire 

d'expression. Lors d’une étude réalisée pendant une période de 1 an chez la moule 

Perna viridis, il a été démontré que les activités de la CAT et des GST sont plus élevées 

dans la glande digestive par rapport aux branchies tout au long de l’année. Par contre, 

chez Perna perna les activités de la SOD et des GST sont supérieures dans les blanchies 

et l’activité de la CAT se révèle plus élevées dans les glandes digestives [56]. 

1.3.1Choix du matériel biologique test 

Les mollusques, et plus particulièrement les bivalves, sont parfaitement désignés 

pour être employés comme espèces sentinelles dans la biosurveillance de la pollution. 

On les considère parmi les organismes qui accumulent le plus de polluants dans 

l’environnement (un facteur de bioaccumulation de l’ordre de 105 a été rapporté dans 

certains cas chez (Mytilus edulis). Les mesures des contaminants chimiques dans les 

tissus de bivalves fournissent une évaluation de la biodisponibilité. En effet, celles-ci ne 
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sont pas apparentes dans des compartiments tels que l’eau, les particules en suspension 

ou le sédiment. 

De nombreux travaux ont recommandé l’utilisation particulière des moules comme 

support biologique pour évaluer l’état de santé des écosystèmes aquatiques. Ces 

animaux ont été intégrés dans plusieurs programmes de biosurveillance comme le 

Mussel watch aux USA et le RNO (Réseau National d’Observation) en France [57] 

[58]. 

1.3.2 Avantage du modèle moule 

En effet, ces bivalves présentent des caractéristiques qui en font d’eux de bons 

bioindicateurs en raison de [59] : 

 Leur large répartition géographique allant des régions tempérées aux régions   

subarctiques ; 

 Leur mode de vie sessile et euryhalin ; 

 Leur aptitude d’accumuler présents dans l’environnement avec un facteur de 

concentration de l’ordre de 103 à 105 par rapport à l’eau environnante ; 

 La stabilité de leur population ; 

 Leur tolérance aux divers stress ; 

 La possibilité de les transplanter ; 

 Vecteur de contamination par leur consommation par l’homme. 

 

1.3.3 Présentation des espèces biologique étude  

      La moule est un animale aquatique dont le corps est mou, d’où le nom de mollusque 

enveloppé dans une coquille (bivalve) calcaire. Elle vit en colonies sur les roches 

auxquels elles se fixent par des filaments qu’elles sécrètent : le byssus. Elles se 

déplacent en rompant, les fils du byssus se fixent en sécrétant d’autres.  

La moule comme la plus part des mollusques bivalves, est un suspensivore, elle 

consomme les particules en suspension dans l’eau filtrée par ses branchies [60]. 
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La moule ingère la plupart des particules présentes dans le milieu qui l’entoure : 

diatomées, dinoflagellés détritus organiques, bactéries, flagellés et protozoaires divers, 

spores, fragment d’algues, débris inorganique [60].    

La moule utilise son appareil branchial  pour filtrer les particules en suspension. La 

collecte des particules en suspension dans l’eau est assurée par les branchies.une fois 

captées, ces particules sont dirigées vers les sillons marginaux (jonction des branches 

directes et réfléchies des filaments branchiaux) ou dorsaux (extrémités des branches 

réfléchies) et convoyées vers les palpes labiaux et la bouche. La digestion, presque 

exclusivement intercellulaire, a lieu dans les cellules des tubules digestifs et dans les 

phagocytes du sang. Les éléments non digérés sont rejetés avec les fèces [61]. 

Selon Barnabé (1989) [62] la vitesse de filtration est définie par la quantité de l’eau 

exprimée en litre. Epurée à 100%, par heure, par individu ou par gramme de poids sec. 

La moule peut filtrer l’eau pendant 18.5 à 24 heures par jours sans interruption avec une 

vitesse moyenne de 20 l/h. Cependant, la durée et le temps de filtration varient en 

fonction des différents paramètres à savoir : la température, salinité, l’oxygène dissous, 

la concentration et la nature de l’élément en suspension [61]. 

 

a. vue latérale interne après ablation du manteau et de la valve gauche                      

b. coupe transversale schématique            

Figure 1.1: Anatomie générale d’un mollusque bivalve [63]. 
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1.3.4  Les principaux systèmes de la moule 

La moule compte pour sa survie sur six systèmes : 

1. Le système digestif : Représenté par une bouche située à la partie antérieure du 

corps et l’œsophage très court, débouche sur l’estomac. 

2. Le système circulaire : Le cœur, situé sur la face dorsale du corps, comprend 

deux oreillettes et ventricule : il est entouré d’une mince membrane transparente 

le péricarde (membrane séreuse, formé de deux feuillets, qui enveloppe le 

cœur). 

3. Le système excréteur : Comprend deux reins, disposés de chaque coté du 

corps entre le péricarde et muscle adducteur postérieur et des glandes 

péricardiques auriculaires qui sont particulièrement développées chez la moule 

et entourent les oreillettes. 

4. Le système nerveux : C’est un système rudimentaire représenté par trois paires 

de ganglions.   

5. Le système reproducteur : Chez la moule, la glande génitale ou gonade 

s’étend de ganglions. 

6. Le système respiratoire : les branchies ont une double fonction, la respiration 

et l’alimentation. Tout fois, le manteau participe aussi à la respiration grace à un 

échange direct de gaz avec l’eau de l’environnement [61]. la moule respire en 

extrayant une partie de l’oxygène qui est dissous dans l’eau circulant entre ces 

lamelles. De nombreux vaisseaux sanguins minuscules y extraient l’oxygéné 

tout en rejetant les déchets gazeux de CO2 [64]. 

 

1.3.5  Systématiques   

La moule Mytilus galloprovincialis est classée Selon Lindner [65] et Kornprobest 

[66], et la moule La moule Perna perna comme suit: 
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Tableau (1.1) : Les principales classifications deux espèces. 

 La moule Mytilus galloprovincialis La moule Perna perna 

Règne Animal Animal 

Sous règne  Métazoaire Métazoaire 

Embranchement Mollusques Mollusques 

Classe Bivalvia Bivalvia 

Sous-classe  Lamellibranchia Lamellibranchia 

Ordre Mytiloidale Mytiloidale 

Superfamille Mytilacae Mytilacae 

Famille Mytilidae Mytilidae 

Sous-famille Mytilinae Mytilinae 

Genre Mytilus Perna  

Espèce  Mytilus galloprovincialis Perna(Picta) 

 

 

A : La moule  Mytilus galloprovincialis, 

B : La moule Perna perna . 

Figure 1.2 : les deux espèces des moules. 

 

 

 

A B 
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1.3.6 Répartition géographique  

L’espèce Mytilus galloprovincialis se rencontre sur les côtes Atlantiques du sud 

de l’Irlande et la Cornouaille, sur les côtes Atlantiques de l’Europe et de l’Afrique du 

Nord, sur le littoral de la Méditerranée à l'exception du sud de la Méditerranée orientale 

et sur les côtes de l’Adriatique et de mer noire [67].  

Mytilus galloprovincialis (Lamarck, 1819) moule de Méditerranée ou moule d’Espagne 

vit surtout en Méditerranée, et sur les cotes Atlantiques.  

Perna perna (1780) moule rencontre beaucoup plus sur les cotes congolaises de 

l’Afrique, sur le littoral de la Méditerranée et sur  les cotes d’Afrique du Nord (Tunisie, 

Maroc…) [68]. 
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CHAPITRE 2 

MATERIEL ET METHODES  

Dans cette partie, nous allons présenter la méthodologie utilisée pour l’étude de la 

biométrie, les analyses chimiques et biochimiques. En un mot la stratégie 

expérimentale, les dispositifs et méthodes analytiques sont exposés. 

Dans le cadre du programme  de gestion des écosystèmes aquatiques et de la 

surveillance environnementale adopté par le CNRDPA de Bou-Ismail, dont l’objectif 

principal est la contribution à la recherche de biomarqueurs comme réponse précoce et  

susceptible d’apporter une information intégrée sur l’état de santé des milieux marins,  

nous nous sommes intéressés à étudier la catalase (CAT) et la protéase autant que 

réponse biologique chez  les deux espèces de moule Perna perna et Mytilus 

galloprovincialis suite à une exposition aiguë en laboratoire à différentes concentrations 

de polluants chimiques, à savoir le phénol et les deux colorant vert de malachite et 

rouge congo. 

Les différentes expérimentations ont été conduites et réalisées au centre pilote de 

conchyliculture de CNRDPA-Bou-Ismail (Voir appendice B). Les dosages 

biochimiques de la protéase, catalase et protéines ont été réalisé au sein du Laboratoire 

siège d’analyse physico chimique du CNRDPA (Voir appendice B). 

 

2.1 Stratégie, démarche et dispositif expérimental  

Dans une Stratégie  basée sur l’emploi des moules comme bioindicateurs du niveau de 

pollution par les contaminants chimiques, une approche utilisant des  tests d’écotoxicité 

à courtes durées a été adoptée au niveau du laboratoire du centre conchylicole du 

CNRDPA dans des bacs d’élevage (54 x 45 x 30 cm) (Voir appendice B).La stratégie 

des tests d’écotoxicité aiguë adoptée, fait appel aux moules Perna perna et Mytilus 

galloprovincialis comme organismes bioindicateurs et le phénol et les colorants 

chimiques vert de malachite et rouge Congo comme agents polluants. 

 

Une période de deux semaines d’adaptation des moules (acclimatation) dans les 

conditions expérimentales précède le test de contamination par les différentes 
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concentrations des différents polluants. L’ensemble des moules est maintenu dans des 

conditions environnementales identiques, et l’emploi des pompes à air assure l’aération 

de l’eau des bacs. 

  

Étant dans l’impossibilité de se procurer une alimentation artificielle (micro-algues), un 

renouvellement quotidien de l’eau d’élevage est effectué pour assurer l’apport en 

nutriment. 

L’acclimatation est une étape cruciale dans la mise en place d’une expérimentation 

puisqu’elle doit couvrir une période suffisante pour que les organismes s’adaptent aux 

conditions de laboratoire. Il est généralement admis qu’un maintien au laboratoire 

durant une période minimale de deux semaines après réception des organismes est 

nécessaire à l’adaptation de ces derniers au nouvel environnement que constitue le 

dispositif expérimental [69].  

 

Avant la mise en place de notre dispositif   expérimental et afin de s’assurer que les 

agents chimiques utilisé comme polluants sont seuls le facteur stressant, nous avons 

essayé de minimiser au maximum les autres facteurs pouvant constituer une source de 

perturbation ou d’interférence des résultats, nous sommes donc partis de cette valeur et 

avons : 

 

 Après la collecte des moules, ces dernières sont triées, nettoyées, débarrassées 

de leur épibiontes, et mesurées à l’aide d’un pied à coulisse avant leur mise en 

adaptation ; 

 choisi des moules appartenant à une même classe de taille de [40-60mm]  dans 

le but de limiter la variabilité des réponses liées aux différences individuelles. 

 mesuré les paramètres physico-chimiques de l’eau d’élevage : température, 

salinité et le pH avant et après le changement d’eau à l’aide d’un 

multiparamètre. 

 

Dans la première série d’expérience, les individus de moules des deux espèces sont par 

la suite de l’étape d’acclimatation répartis en quatre groupes de tests. L’ensemble des 

moules est maintenu dans des conditions environnementales identiques pour une 
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période de 04 jours comme cycle de contamination et 12 jours comme cycle de 

décontamination (0μg/l polluants) (Figure 2.1). Ainsi, les moules sont exposés pendant 

96h à quatre concentrations croissantes (C1= 0.16mg/l, C2= 0.32mg/l, C3= 0.48mg/l et 

C4= 0.64mg/l)  en polluant organique le phénol. La manipulation est automatiquement 

comparée à un aquarium témoin (0mg/l polluant). 

 

Les concentrations (C1= 0.16mg/l, C2= 0.32mg/l, C3= 0.48mg/l et C4= 0.64mg/l) ont 

été testées en vue d’établir des relations doses-réponses entre les concentrations 

représentée par le xénobiotique et les réponses biologiques observées chez les moules. 

 

Figure 2.1 : Dispositif expérimental. 

 

Durant le cycle de contamination, les prélèvements de moules sont fait au 4ème jour 

d’exposition alors qu’en décontamination la récupération est faite tous les quatre jours. 

4 à 5 individus de chaque espèce de moules sont prélevées pour faire objet des dosages 

biochimiques des protéines,  de l’enzyme antioxydante la catalase et de l’enzyme 

digestive la protéase. 

Dans la deuxième série d’expérience, seuls les moules de l’espèce Perna perna, qui ont 

étés exposées à deux concentrations (0.1 et 0.2 mg/l) des deux colorants chimique, 
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pendant 72h pour le vert de malachite et 96h pour le rouge congo. La même démarche 

adoptée dans la première série est reproduite dans cette deuxième partie d’expérience.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2.2 : Planning expérimental des tests d’écotoxicité. 

 

2.2  Méthodes et protocoles analytiques 

2.2.1  Mesure des paramètres biométriques 

Les bivalves sont triés, nettoyés et débarrassés de leurs épibiontes, avant de prendre les 

différentes mesures de la coquille réalisée à l’aide d’un pied à coulisse de précision 

1/10mm. Cette opération est réalisée rapidement afin d’éviter tout stress, phénomène 

biologique pouvant être à l’origine d’une baisse de poids de la masse molle totale et par 

la suite de l’indice de condition. Ainsi, les paramètres linéaires (en mm) retenus sont : 

 La longueur totale (L : prise suivant l’axe antéro -postérieur) 

 La hauteur (h : distance maximale suivant l’axe dorsa-ventral). 

 L’épaisseur (l: est la largeur maximale de la convexité des 2 valves réunies) 

Phase d’adaptation des moules pendant 02 semaine. 

Chaque jour : mesure des paramètres hydrologiques 

(Température, salinité, pH, oxygène dissous) 

Test de contamination par les xénobiotiques pendant 04 jours 

Chaque jour : mesure des paramètres hydrologiques (T°C, Sal, pH, oxygène dissous) 

Après 96h : Dosage de la catalase, de la protéase et des protéines dans la chaire  

 

Test de décontamination des moules pendant 10 ou 14 jours 

Chaque jour : mesure des paramètres hydrologiques (T°C, Sal, pH, oxygène dissous) 

Chaque 4jours : Dosage de la catalase, de la protéase et des protéines dans la chaire 

totale. 
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Chaque individu a été pesé à l’aide d’une balance électronique de précision (0,001g 

prés) pour déterminer les paramètres pondéraux suivants: 

 Poids total de l’animal (coquille, masse molle et liquide intervalvaire). 

 Poids total de la coquille  

 Poids frais total de la chaire : poids de la masse molle humide totale en gramme 

de l’animal vivant. 

 

Dans une étude de suivi environnemental, les indices de condition (IC) ne sont pas des 

biomarqueurs au sens strict de la définition mais ils donnent une idée de l’état de santé 

des individus d’une population et sont simples à réaliser et de faible coût. Ils se 

calculent par le rapport du poids des tissus mous sur le poids total et sont exprimés en 

pourcentage (norme AFNOR NF V 45056, septembre 1985). 

 

IC (٪) = (Poids des tissus mous 
Poids total ⁄ ) ∗ 100 

 

2.2.2 Suivi de la mortalité 

Avant chaque renouvellement du milieu d’essai, la mortalité est contrôlée dans chaque unité 

expérimentale pendant la période d’exposition. Une moule est considérée comme morte 

quand les valves sont ouvertes et ne se ferment pas en réponse à un stimulus tactile 

[70,71]. 

Les individus morts sont retirés du l’unité expérimentale et comptabilisés. A la fin de 

l’essai, il sera calculé la mortalité cumulée pour chaque concentration. Pour la validité 

de l’essai, il a été fixé la condition qu’il n'y ait pas de mortalité parmi les témoins.  

 

2.2.3  Mesure des paramètres physicochimiques 

Les différents paramètres physicochimiques de l’eau (oxygène dissous, température, pH 

et salinité) ont été suivis quotidiennement, avant et après chaque renouvellement de 

l’eau des bacs, au moyen d’un Multi-paramètre.  

 

 



27 
 

2.2.4  Suivi de l’excrétion azotée et phosphorée 

Pour la deuxième série d’expérience uniquement, environ 500ml sont prélevées chaque 

jours de chaque bac pour être par la suite filtrées en utilisant une rampe de filtration 

avec des filtres ordinaires. Le filtrat ainsi récupéré est destiné au dosage du phosphore et 

des différentes formes d’azote dissous. 

 

 Dosage de l’azote ammoniacal par la méthode au bleu d’indophénol 

[72]. 

 

 Principe 

La méthode décrite mesure la totalité de l’azote ammoniacal, soit N-NH3 + N-NH4
+, 

symbolisé par N-NH3,4. Il s’agit de la méthode de Koroleff (1969) qui est simple et qui 

offre une bonne précision ainsi qu’une bonne sensibilité. 

 

2C6H5O
- + NH3 + 3ClO-→ O=C6H4–N=N–C6H5O

- + 2H2O + HO- + 3Cl- 

 

Dans un premier temps, l'ammoniac forme une monochloramine avec l'hypochlorite en 

milieu légèrement basique. Cette dernière réagit avec le phénol en présence d'un excès 

d'hypochlorite pour former le bleu d'indophénol absorbant à 630 nm.  

 

 Mode opératoire  

03ml du réactif (A), solution de phénol-nitroprussiate (Voir appendice C), sont 

additionnés à 100ml du filtrat récupéré. Directement après homogénéisation, 03ml du 

réactif (B) solution alcaline d'hypochlorite (Voir appendice C) sont ajoutés au 

mélange.L’échantillon final homogénéisé est placé à l’obscurité pendant une nuit à 

température ambiante. Ainsi l’absorbance est mesuré à 630nm. Dans le blanc l’eau 

distillée remplace les 100ml du filtrat. 
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 Dosage de l’azote nitreux [72]. 

 

 Principe 

Les ions nitrites forment un diazoïque avec la sulfanilamide en milieu acide (pH < 2) 

selon la réaction : 

 

NH2SO2C6H4–NH2 + NO2
- + 2H+→ (NH2SO2C6H4–N≡N)+ + 2H2O 

Puis le diazoïque réagit avec le N-naphtyl-éthylènediamine pour former le colorant : 

 

(NH2SO2C6H4–N≡N)+ + C10H7–NH–(CH2)2–NH2→ NH2SO2C6H4–N≡N–C10H6–NH– 

(CH2)2–NH2 + H+ 

 

Le colorant rose absorbe à la longueur d'onde de 543 nm. 

 

 Mode opératoire  

01ml de réactif (C), solution de sulfanilamide (Voir appendice C), est ajouté à 50ml de 

filtrat. Après homogénéisation, on laisse reposer 02 à 08 minutes et on ajoute 01ml de 

réactif (D) solution de n-naphtyl-éthylènediamine (Voir appendice C) au mélange. 

Après au moins 10 minutes (sans dépasser les 02h) de repos la lecture de l’absorbance 

des échantillons est faite à 543nm. 

Dans le blanc l’eau distillée remplace les 50ml du filtrat. 

 

 Dosage de l’azote nitrique [72]. 

 

 Principe 

La méthode retenue quasi universellement est celle fondée sur le dosage des ions NO2
- 

obtenus par réduction quantitative (> 95%) des ions NO3
-. On mesure donc en réalité la 

somme des concentrations des ions NO2
- et NO3

-. Par déduction de la concentration en 

nitrites, déterminée sans réduction, on obtient la concentration en nitrates. 

La réduction est effectuée par passage de l'échantillon sur une colonne de cadmium 

traité au cuivre.  
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 Mode opératoire  

02ml de la solution concentrée de chlorure d’ammonium (Voir appendice C), est 

additionné à 100ml de filtrat, le tout est versé dans une colonne réductrice en cadmium 

traité par le cuivre. Les premiers 50ml sont rejetés et le reste est récupéré afin de le 

traité de la même façon que le cas des nitrites.   

 

 Dosage du phosphore [72]. 

 

 Principe 

Les ions phosphates réagissent avec le molybdate d'ammonium, en présence 

d'antimoine(III), pour former un complexe que l'on réduit par l'acide ascorbique ; cette 

forme réduite, de coloration bleue, a un maximum d'absorption à 885 nm. Ce composé 

bleu contient le phosphore. Les polyphosphates et le phosphore organique ne sont pas 

dosés par cette méthode. 

 

 Mode opératoire  

10ml du mélange-réactif phosphore (Voir appendice C), préparé à chaque série 

d’analyses, sont ajoutés à 100ml de filtrat et on homogénéise aussitôt. Après 05minutes 

de repos la lecture de l’absorbance des échantillons est faite à 885nm. 

Dans le blanc l’eau distillée remplace les 100ml du filtrat. 

 

2.2.5  Préparation des échantillons tissulaires en vue des analyses biochimiques  

Les dosages biochimiques relatifs aux suivis des biomarqueurs Catalase (enzyme de 

défense antioxydante) et Protéase (enzyme digestive), ainsi que le dosage des protéines 

nécessitent que les tissus biologiques (chaire des moules) fassent l’objet préalable d’une 

homogénéisation et d’un fractionnement subcellulaire (Figure 2.3). L’ensemble de ces 

procédures se déroulent dans des tampons adaptés. Le tampon dans lequel on 

homogénéisera devra avoir les propriétés physicochimiques permettant de maintenir la 

stabilité des molécules ou organites qu’on désire étudier. On devra apporter une 

attention particulière à sa composition et à son pH surtout. 
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Figure 2.3 : Procédures expérimentales des dosages biochimiques. 

 Homogénéisation des tissus  

Les tissus sont homogénéisés à raison de (1/10 P/V) dans le tampon Tris 

(tris(hydroxylméthyl)aminométhane) (20mM ; pH7,8) en utilisant un mixeur 

déchiqueteur. 

La centrifugation de l’homogénat est faite à 10 000g pendant 20min à 10°C. Le 

surnageant ainsi obtenu (Fraction S9) est utilisé pour doser, les protéines, la catalase et 

la protéase. 

2.2.6 Dosages des protéines par la méthode de Lowry [73] 

 Principe  

De nombreuses méthodes ont été mises au point pour doser les protéines. Ce sont 

généralement des techniques spectrophotométriques basées sur diverses caractéristiques 

spectrales ou réactionnelles des acides aminés constituants les protéines. 

 

 

Moules 

Dissection et séparation de la chaire 

des moules 

Homogénéisation avec  la solution 

tampon Tris- HCl 

Centrifugation 

 

lipidique 

Culot 

Couche Fraction S9 

Dosage des protéines et des 

biomarqueurs catalase et 

protéase 
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La méthode développée par Lowry et al [73] combine une réaction au biuret et une 

réaction au réactif de Folin-Ciocalteu. Ce dernier, à base de phosphomolybdate et de 

phosphotungstate, réagit avec les tyrosines et les tryptophanes, pour donner une 

coloration bleue qui s’ajoute à celle du biuret. Cette méthode a été tellement utilisée que 

l’article original de Lowry est un des articles scientifiques les plus cités au monde. 

 Mode opératoire  

Dans des tubes à essais, les prises d’échantillons de la fraction S9 (surnageant) sont 

diluées au 1/5 et 1/10 et complétées à 1 ml avec de l’eau distillée. Le tube de blanc 

contient 01ml d’eau distillée. 

05ml de réactif Lowry (Voir appendice C) sont ajoutés à chaque tube. On homogénéise 

et on attend 10min.  

Par la suite, 0.5ml de réactif Folin-Ciocalteue dilué extemporanément au ½ est 

additionné au mélange (il est important d’agiter juste après l’addition de ce dernier). 

L’ensemble est mis au repos à l’obscurité au moins 30min. Ainsi la lecture de 

l’absorbance est faite à 660nm. 

La gamme d’étalonnage est réalisée à partir de la solution de sérum albumine bovine 

(SAB) étalon mère à 7,6%. Les étalons filles sont ainsi obtenus par dilution de la 

solution mère. 

2.2.7 Dosages de la Catalase par mode Cinétique 

 Principe  

L’activité enzymatique est une mesure de la quantité d’enzyme active dans une 

préparation. L’unité d’activité enzymatique (U) est définie en terme de quantité de 

substrat disparaissant par unité de temps ou de quantité de produit apparaissant par unité 

de temps. 

L’approche cinétique consiste à suivre en continu la quantité du composé voulu. La 

méthode typique consiste donc à mélanger les réactifs et la préparation enzymatique 

dans une cuvette de spectrophotomètre puis à suivre la variation temporelle du 

paramètre mesuré (Voir absorbance C).  
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Dans notre pratique l’activité catalase est déterminée selon la méthode de Lartilot 

décrite par Gülüzar et al [74]. 

 Mode opératoire  

Dans notre pratique, 2.5ml du substrat (100µl solution de H2O2 à 30% ; 2.4ml tampon 

phosphate 75mM à pH7) sont placés dans une cuvette du spectrophotomètre déjà réglée 

sur le mode cinétique. (Voir appendice C) 

50µl de la fraction S9 (source d’enzyme) sont ajoutés au mélange, ainsi on déclenche le 

mode cinétique du spectrophotomètre et on suit la décomposition de peroxyde 

d’hydrogène dans un intervalle de temps de 60s. (Voir appendice C)  

 

2.2.8 Dosage de la protéase  

 

 Principe 

L’approche du dosage de la protéase souvent utilisée est celle à temps fixe. Elle consiste 

essentiellement à mélanger les composants de la réaction et à incuber durant un certain 

temps. A la fin de l’incubation (généralement de 30min à 02h), on prélève des 

échantillons. On y mesurera alors la quantité des sous-produits issus de la dégradation 

du substrat (dans le cas de protéases la tyrosine est le sous-produit issus de la 

dégradation de la caséine).  

 

 Mode opératoire  

Le dosage de l’activité protéase est déterminé selon la méthode décrite par Ranilson et 

al [75]. 

02ml de la solution de caséine (01% P/V dans le Tris-HCl pH7.2) utilisée comme 

substrat est incubée avec 02ml de surnageant (source d’enzyme S9), préalablement 

dilué à différentes rations, à une température de 50°C pendant 01heure. 

 

La réaction est stoppée en ajoutant 01ml du TCA à 10% (Acide trichloroacétique). On 

laisse reposer pendant 15 min et on effectuera une deuxième centrifugation à 6000g 

pendant 15min. La lecture de l’absorbance est faite à 280nm. 

Dans le blanc l’eau distillée remplace les 02ml du S9. 
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CHAPITRE 3 

RESULTATS ET DISCUSSION 

3.1.  Résultats de mesure des paramètres physicochimiques  

Les eaux marines possèdent un ensemble de caractères physico-chimiques  relativement 

stables dont les principaux sont la température, la salinité, l’oxygène dissous et le pH. 

Ces facteurs deviennent des marqueurs importants de l’influence continentale 

anthropique dans le cas des mélanges des eaux de mer avec les eaux des rejets 

industriels. 

Les différents résultats des mesures de la température, salinité, conductivité et le pH 

sont regroupés dans les tableaux  3.1 et 3.2 ci-dessous : 

Tableaux 3.1 : Résultats des paramètres physicochimiques du test d’exposition des 

moules au phénol. 

 

Tableaux 3.2 : Résultats des paramètres physicochimiques du test d’exposition des 

moules aux deux  colorants chimiques. 

Bac T (°C) Salinité (‰) pH Conductivité (mS.cm-1) 

Témoin 25 35,125 ± 0,189 8,62 ±   0,100 53,675± 0,15 

C1 = 0,16mg.l-1 25 35,225 ±   0,125 8,6 ± 0,15 53,77 ± 0,15 

C2 = 0,32mg.l-1 25 35,275 ± 0,09 8,612 ± 0,1 53,85 ± 0,129 

C3 = 0,48mg.l-1 25 35,35 ± 0,129 8,625 ± 0,13 53,95 ± 0,17 

C4 = 0,64mg.l-1 25 35,35 ± 0,129 8,63 ± 0,128 54 ± 0,16 

Bac  T (°C) Salinité (‰) pH Conductivité (mS.cm-1) 

Témoin  25,6 ± 0,42 37,05 ± 0,05 7,79± 0,398 55,5± 0,15 

[R C] = 0,1mg.l-1 25,533 ± 0,377 37 ±   0 7,838 ± 0,421 55,49 ± 0,045 

[R C] = 0,2mg.l-1
 25,533 ± 0,377 37 ±  0,121 8,041 ± 0,148 55,56 ± 0,23 

[V M] = 0,1mg.l-1 25,6 ± 0,42 37,066  ± 0,047 8,028 ± 0,07 56,12 ± 0,02 

[V M] = 0,2mg.l-1 25,533 ± 0,377 37,066  ± 0,047 8,031 ± 0,084 55,96 ± 0,33 
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D’après les deux tableaux 3.1 et 3.2 nous constatons que : 

3.1.1 Température  

La variation de la température (Moyenne = 25°C) est presque la même dans tous les 

bacs expérimentaux et dans l’intervalle de tolérance des spécimens pendant toute la 

période d’étude. De fait, les températures mesurées dans les bacs de contamination des 

moules ne présente pas un stress naturel pouvant perturber le métabolisme et l’activité 

physiologique des moules. 

Selon Amiard et al [48], la variation de température influe considérablement sur les 

activités des enzymes digestives des invertébrés. L’observation chez un copépode 

(calanus sinicus) montait une corrélation  négative entre les degrés d’activités protéase 

ou amylase et la température. 

Khessiba et al [49], Dans leurs travaux, ont observé une corrélation positive entre 

l'activité anti-oxydante catalase, mesurée chez les moules témoin (Mytilus 

galloprovincialis), et les paramètres environnementaux tel que la température, la salinité 

et la photopériode.  

Aussi, Pellerin-Massicotte [76] a signalé que, chez la moule bleue, Mytilus edulis, une 

augmentation de l'activité anti-oxydante catalase a été associée à l’augmentation des 

peroxydations lipidiques lorsque les températures sont plus élevées. En plus, il a été 

remarqué quel ‘augmentation de la température, induit l’augmente de la teneur en 

protéines chez les mollusques bivalves tels que les moules et les huîtres [77]. 

3.1.2. Salinité  

Les valeurs de salinité (Maximum de 37‰), mesurées durant tous les tests 

expérimentaux, restaient toujours dans l’intervalle de tolérances physiologiques des 

deux espèces de moule Perna perna et Mytilus galloprovincialis qui est entre 19 à 44‰.  

Choi et al. [78] Ont conclu que les deux enzymes étudiées (la glutathion peroxydase et 

glutathion-S-transférase) jouaient un rôle important dans la détoxification des ROS, et 

donc ceux-ci pourraient servir des indicateurs des réponses de stress oxydatif aux 

changements de salinité dans l’olive flet olivaceus Paralichthy. 
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3.1.3. pH  

 

Il est connu que les différentes activités biologiques y compris les réponses 

enzymatiques des biomarqueurs sont étroitement influencées par le pH qui est un 

facteur déterminant. Dans notre pratique, les mesures de pH sont presque identiques 

dans chaque bac ce qui n’influe pas sur les réponses biologique des moules traduite par 

les biomarqueurs catalase et protéase. Les valeurs relevées étaient optimales pour la 

croissance des deux espèces de moules de la présente étude et exclue l’effet gênant ou 

stressant du pH sur les individus contaminés.  

Comme conclusion des paramètres physico-chimiques, les stress pouvant exercer ces 

derniers ne sont pas probables à exister, l’unique stress altérant les moules est bien les 

agents chimiques phénol et colorants comme xénobiotique. 

3.2.   Résultat de l’étude de l’effet des colorants chimiques sur l’excrétion Azotée et 

Phosphorée (eau d’élevage) 

3.2.1. Azote Ammoniacal  

Les résultats relatifs à l’évolution de l’azote ammoniacal excrété pendant la durée 

d’exposition des moules Perna perna, en présence du : rouge congo et vert malachite 

oxalate sont représentés par les figures 3.1 et 3.2 

 

Figure 3.1 : Etude de l’effet du rouge congo sur les teneurs en azote ammoniacal en 

fonction de la période d'études. 
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Figure 3.2 : Etude de l’effet du vert malachite oxalate sur les teneurs en azote 

ammoniacal en fonction de la période d'études. 

D’après Le deux figures 3.1 et 3.2, les effets de l’exposition à la verte malachite oxalate 

et rouge congo sur l’excrétion d’azote ammoniacal sont variables selon les 

concentrations du xénobiotiques et la période d'études. Une légère augmentation des 

teneurs ammoniacales est mesurée chez les spécimens contaminés comparativement aux 

individus témoins.  

Par ailleurs, une tendance de diminution de l’excrétion ammoniacale est observée chez 

l’ensemble des groupes de test à partir du 3èmejour jusqu’au fin de cycle de 

décontamination. 

3.2.2. Nitrites 

Les variations des teneurs en nitrites en fonction des concentrations du vert malachite 

oxalate et rouge congo sont graphiquement indiquées les figures 3.3, 3.4 

 

Figure 3.3 : Etude de l’effet du vert malachite oxalate sur les teneurs en nitrites en 

fonction de la période d'études. 
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Figure 3.4 : Etude de l’effet du rouge congo sur les teneurs en nitrites en fonction de la 

période d'études. 

D’après les figures ci-dessus, nous remarquons que les effets de l’exposition aux 

colorants sur les teneurs en nitrite sont variables selon les concentrations et la durée 

d’exposition et varient entre déplétion, augmentation ou sans effets remarquables. 

La différenciation entre les teneurs mesurées en nitrite n’est observée qu’après le 4ème 

jour d’exposition dont on mesurait une diminution des teneurs chez les individus 

contaminés comparativement aux témoins et ceci pour les deux colorants appliqués. 

Cependant, la tendance générale était vers une augmentation des teneuses en nitrite pour 

l’ensemble des groupes de test ce qui rend l’interprétation des résultats difficile. 

3.2.3. Nitrates 

Les variations des teneurs des nitrates en fonction des concentrations des colorants sont 

représentées dans Les figures 3.5, 3.6 

 

Figure 3.5 : Etude de l’effet du vert malachite oxalate sur les teneurs en nitrates en 

fonction de la période d'études. 
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Figure 3.6 : Etude de l’effet du rouge congo sur les teneurs en nitrates en fonction de la 

période d’études. 

Les teneurs en nitrates mesurées dans les bacs de contamination avaient une allure 

proches de celle mesurée dans le bac témoin. Les concentrations appliquées ne semblent 

pas avoir d'effets notables sur l’excrétion des nitrates. 

Toute fois, il est à noter que l’excrétion des composés azotés est fortement influencées 

par les facteurs abiotiques plus particulièrement la température. Ainsi, Novas et al., 

(2007) dans leurs études ont signalé des fortes productions des composés azotés en été 

qu’en hiver sous l’effet d’exposition des moules Mytilus galloprovincialis aux 

composés organiques  HAP. D'autres paramètres comme l'état physiologique, le stress... 

entrent en ligne de compte et peuvent aussi influencer l’activité métabolique [79]. 

 

3.2.4. Excrétion Phosphorées 

Les résultats relatifs à l’évolution du phosphores excrétés par les moules P. perna dans 

les milieux expérimentaux sont représentés par les figures  3.7et 3.8. 
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Figure 3.7 : Etude de l’effet du rouge congo sur les teneurs en phosphore en fonction de 

la Période d'études. 

 

Figure 3.8 : Etude de l’effet du vert malachite oxalate sur les teneurs en phosphore en 

fonction de la Période d'études. 
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varie avec les concentrations du colorant auxquels ils étaient exposés. Ainsi, la tendance 
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3.3. Résultats des dosages biochimiques  

A : 1ère série d’expérience - Exposition au phénol 

3.3.A.1. Variations des concentrations en protéines au niveau de la chair  

Les différents résultats relatifs aux dosages des protéines aux niveaux de la chair des 

deux espèces tests de moules Perna perna et Mytilus galloprovincialis sont représentés 

par les figures ci-dessous. 

 

Figure 3.9 : Résultats du dosage des protéines des moules Perna perna exposées au 

phénol. 

 

Figure 3.10 : Résultats du dosage des protéines des moules Mytilus galloprovincialis 

exposées au  phénol. 
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 Cycle de contamination 

D’après la (figure 3.9), un effet d’exposition des moules Perna perna au phénol sur les 

réserves énergétiques est perçu. Une déplétion des teneurs en protéines est produite 

après 96h suite à l’exposition aux différentes concentrations du phénol. Cette 

diminution est considérable pour toutes les concentrations examinées par rapport au 

témoin.  

Dans le cas de l’exposition des moules Mytilus galloprovincialis aux différentes 

concentrations de phénol (figure 3.10), la diminution des teneurs en protéines 

enregistrée  (42.99± 4.89, 51.74±4.25, 50.599±5.73, 51.94±4.31 mg/g de chair) était 

moins importante comparativement au témoin (62.44±4.19 mg/g de chair). Il en résulte 

que l’espèce Perna perna est plus sensible à la mobilisation des réserves protéique après 

96h d’exposition et ceci comparativement à l’espèce Mytilus galloprovincialis. 

De nombreux stress (physiques et/ou chimiques) peuvent entraîner la mobilisation des 

réserves énergétiques (glycogène, lipides, protéines) [80,81]. D’une manière générale, 

la réponse est vers une diminution des réserves énergétiques suite à l’exposition en 

laboratoire où in situ à différents types de contaminants. Cette réponse est mesurable 

après quelques heures ou jours d’exposition. Cependant, la mobilisation de l’un ou 

l’autre des constituants de réserves est fonction du type de contaminant [80]. 

 Cycle de décontamination 

Une reprise des réserves protéiques est observée chez les deux espèces de moules 

précédemment exposés au phénol, et ceci à la suite d’un séjour de 06 jours en 

détoxication. Après 09 jours  de décontamination (fin de cycle  13ème jour), les teneurs 

protéiques mesurées chez les individus ex-contaminés se rapprochaient à celles 

mesurées chez les témoins pour les deux espèces test. La reprise des réserves protéiques 

chez l’espèce Mytilus était plus rapide à celle relevée chez l’espèce Perna. 

Selon Mosleh et al., (2007) la déplétion des protéines est une réponse de défense 

précoce face à un stress chimique. Ainsi, la déplétion des teneurs en protéines peut être 

attribuée au catabolisme des protéines comme réponse à la demande énergétique. Pour 

surmonter la situation de stress les  organismes ont besoin d’une grande énergie et cette 
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demande peut induire le catabolisme protéique, de plus la diminution des teneurs 

protéiques peut être due à la formation de lipoprotéines qui seront utilisées pour la 

réparation des dommages au niveau des cellules, des tissus et des organes. 

En conclusion des tests d’écotoxicité de la présente étude, les réserves protéiques étaient 

diminuées d’une façon plus au moins importante selon les concentrations testées et 

l’espèce considérée. Cependant, pour connaître l’effet du phénol sur les atteintes des 

réserves énergétiques, d’autres paramètres doivent être pris en considération. Ces 

résultats doivent être complémentés par des mesures des teneurs du glucose et des 

lipides afin de mieux expliquer les variations des réserves énergétiques.  

Outre les variations liées à l’exposition à des toxiques, la variabilité des concentrations 

en réserves énergétiques des organismes est fonction de nombreux facteurs biotiques et 

abiotiques [02, 80, 82]. Il n’est donc pas étonnant que l’utilisation des réserves 

énergétiques en tant que biomarqueur strict de pollution soit toujours discutée [80].  

3.3.A.2. Résultats de dosage de l’activité catalase 

Plusieurs travaux relatent l’utilisation de la catalase comme biomarqueur de défense 

traduisant l’état de santé des organismes indicateurs [38-83]. 

En effet, de nombreuses recherches réalisées in vivo et in vitro ou in situ, optent pour 

l’utilisation de la catalase comme réponse précoce dans l’évaluation de l’état de santé 

des écosystèmes aquatiques [36-84]. 

Les résultats relatifs au dosage de la catalase (CAT) chez les deux espèces de moules 

Perna perna et Mytilus galloprovincialis, dans les différents milieux d’élevages 

contaminés par le phénol à différentes concentrations, sont représentés dans les figures 

ci-dessous. 
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Figure 3.11 : Variation des activités catalase des moules Perna prena exposées au 

phénol. 

 

Figure 3.12 : Variation des activités catalase des moules Mytilus galloprovincialis 

exposées au phénol. 

 Cycle de contamination 

D’après les figures (3.13 et 3.14), les observations suivantes peuvent être perçues: 

En générale, les activités catalase (CAT) mesurées chez individus témoins ont montré 

une très faible variation le long du cycle expérimental. Ainsi, l’adaptation des moules 

aux conditions expérimentales parait parfaite et aucun effet du milieu d’élevage sur les 

réponses biologique de la moule n’est donc probable. 
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Par ailleurs, et durant la période de contamination (04 jours), une relation 

proportionnelle est notée entre les niveaux d’induction de l’enzyme antioxydante CAT 

et les concentrations du phénol testées pour les deux espèces sentinelles utilisées. En 

effet, la plus forte activité catalase au niveau de la chaire des moules Mytilus 

galloprovincialis (201,58 U/mg de protéine) est mesurée au 04ème jour d’exposition à la 

plus grande concentration du xénobiotique phénol (0,64mg/l). 

La moule est un bivalve filtreur accumulateur des micropolluants. Elle peut concentrer 

les éléments traces à des concentrations supérieurs à celles rencontrées dans son 

environnement [36]. Pendant tout processus physiologique d’échange avec le milieu 

environnant, les molécules exogènes pénètrent à travers les barrières biologiques 

séparant l’environnement interne de l’organisme du milieu externe [05]. 

L’accumulation des substances chimiques dans les organismes est à l’origine du stress 

oxydant [07]. 

En effet, par leurs propriétés redox, de nombreux xénobiotiques tels que les 

hydrocarbures, les métaux, les quinones ou encore certains pesticides sont connus pour 

exercer leurs effets délétères par le biais de la formation d’espèces réactivés de 

l’oxygène (ROS : peroxyde d’hydrogène, des  radicaux  superoxydes… ) [38]. La 

réactivité des ROS peut être à l’origine d’effets biologiques néfastes (oxydation des 

composants tels que l’ADN, les protéines, les lipides et perturbation généralisée de la 

balance redox) chez les invertébrés [86, 87-85]. En effet, les organismes aquatiques ont 

développé des systèmes antioxydants leur permettant de faire face à la production de 

ROS [04, 80, 86]. La  catalase  CAT (enzyme antioxydante) est une hémoprotéines  

présente  au  niveau  des  peroxysomes   qui   participent  à  la  défense  contre  les  

dérivés  de l’oxygène. Elle catalyse  la  dismutation du peroxyde  d’hydrogène en 

dioxygène et en eau selon (2H2O2 → 2H2O + O2) [80, 36-86]. Donc l’induction  de  

l’activité  CAT est le signe de l’exposition  des  moules  au stress oxydatif causé par le 

phénol. Mesurée chez les deux espèces de moule Perna perna et Mytilus 

galloprovincialis, l'activité catalase peut nous renseigner sur le niveau de contamination 

[49] et le degré d'altération de la cellule [36]. 

Les biomarqueurs de défense comme la catalase sont de plus en plus employés dans 

divers programmes de recherche et en utilisant différentes espèces indicatrices de 
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vertébrés et d’invertébrés. Ainsi, les résultats de l’activité  catalase obtenus dans ce 

travail semblent être en accord avec ceux reportés par de nombreux chercheurs, et c’est 

ainsi que Akcha et al., [88] ont remarqué une induction de cette enzyme par le 

benzo[a]pyrene, par le Malathion (pesticide organophosphoré)[89], par le 

Phénanthrène(Hydrocarbure Polycyclique Aromatique) (Oliveira et al., 2008), par le 

lindane (Khessiba et al., 2005) [49], par les PAH et les OC(les organochlorés) (Buetet 

al., 2006 ; Richardson et al., 2008). 

 Cycle de décontamination 

Après 06 jours de décontamination, les moules ont montré une réversibilité de leur 

homéostasie dont on relevait des diminutions continues des activités catalases à la suite 

du cycle de contamination. 

La moule Perna perna a montré une baisse considérable de l’activité CAT dès le 06ème 

jour de décontamination. A la fin du cycle de détoxifications les activités CAT relevées 

chez les individus ex-contaminés ont montré une tendance de retour vers l’état initial. 

Ainsi, les valeurs relevées traduit la curabilité de l’état de santé des moules et la 

réversibilité du mécanisme physiologique suite à l’action des différents processus 

d’excrétion et de décontamination des polluants. Selon plusieurs auteurs, les  

biomarqueurs  de défense comme la CAT contribuent  au maintien de l’homéostasie de 

l’organisme. Cette dernière dépend de la relation  dose, durée/effet [02, 84, 90-91]. 

En revanche, le retour vers l’homéostasie chez les moules Mytilus n’était pas rapide et 

la durée du cycle de détoxification n’était pas suffisante pour que les individus puissent 

avoir une curabilité de leur état de santé comparable à celle observée chez spécimens de 

l’espèce Perna perna. 

Les mêmes observations de l’effet de la décontamination ont été rapporté par Company 

et al, (2008) après un cycle de dépuration des moules (6 jours) Bathymodiolusazoricus. 

En effet, les activités catalase branchiale relevés étaient inférieures à celles obtenues en 

phase de contamination. Meknachi (2010) quant à lui a signalé une diminution de la 

CAT suite à un séjour de décontamination chez les tilapias, de même, les moules 

transférées des milieux contaminés vers un site ouvert non contaminé ont présenté des 

activités enzymatiques inférieures à celles obtenues dans les sites pollués. 
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Les réponses obtenues de la catalase étaient relevées sous l’effet d’un seul facteur de 

stress qui est le phénol comme polluant chimique. Néanmoins, il est connu que les 

différentes activités biologiques mesurées chez les bivalves, sont étroitement 

influencées par les facteurs abiotiques du milieu environnant [87-91]. 

Dans notre étude la température, l’oxygène dissous et la salinité du milieu étaient 

stables durant tous les cycles expérimentaux, ainsi, leur influence sur l’activité catalase 

est peu probable. 

3.3.A.3. Variations de l’activité de l’enzyme digestive (protéase) 

Les résultats relatifs au dosage de la protéase (enzyme digestive) chez les deux espèces 

de moules Perna perna et Mytilus galloprovincialis sont représentés dans les figures ci-

dessous. 

 

Figure 3.13 : Evolution de l’activité protéase des moules Perna perna exposées au 

phénol. 
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Figure 3.14 : Evolution de l’activité protéase des moules Mytilus galloprovincialis 

exposées au phénol. 

D’après les figures obtenues (3.16 et 3.17), nous remarquons que les activités de 

l’enzyme digestive, la protéase, mesurées chez les témoins des deux espèces sentinelles 

restèrent quasiment stable durant tout le cycle expérimental. 

En général, une diminution de l’activité protéase est constatée à la fin du cycle de 

contamination chez les deux espèces de moules exposés aux différentes concentrations 

du phénol. 

Durant le cycle de décontamination les activités protéases mesurées chez les moules 

Mytilus ont montré un retour vers l’activité initiale après 06 jours de détoxification. Le 

même constat est relevé à la fin du cycle de décontamination. 

Une baisse d’activité continue de l’enzyme digestive est mesurée chez les moules Perna 

exposées aux différentes concentrations du phénol, et ce ci à la fin du cycle de 

contamination. Par ailleurs, la reprise de l’activité enzymatique n’a été relevé qu’après 

le 09jours de détoxification des moules ex-contaminées pour se rapprocher à celle 

relevée chez les témoins.  

La moule est un bivalve filtreur accumulateur des micropolluants. Elle peut concentrer 

les éléments traces à des concentrations supérieurs à celles rencontrées dans son 

environnement [78, 87, 92, 93, 94]. L’exposition des spécimens aux substances 

chimiques peut être à l’origine d’atteintes des enzymes digestives. 
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Des effets négatifs des polluants chimiques ont été observés chez différentes espèces 

d’invertébrés. Les activités amylase et sucrase ont été réduites chez la moule Perna 

viridis exposée aux polluants chimiques [95]. Chez la moules (Mytilus 

galloprovincialis) prélevées le long d’un gradient de contamination, les activités 

d’enzymes digestives ont montré des taux plus faibles de l’α-amylase chez les individus 

présentant les teneurs en contaminant les plus élevées [96].  

Dans notre étude, l’atteinte de l’enzyme digestive (protéase) est donc le résultat direct 

de l’effet du xénobiotique phénol testé à différentes concentrations. 

Les effets des contaminants sur les enzymes digestives peuvent également fluctuer en 

fonction de la température et du pH du milieu. Selon Amiard et al, la température est le 

facteur le plus influençant de la performance des enzymes digestives. Cependant 

différentes réponses des différentes enzymes digestives de bivalves ont montré des 

variations en fonction de la saison. Une synthèse des résultats expérimentaux regroupés 

par Amiard et al, donne des exemples d’inhibition de différentes enzymes digestives de 

différents organismes aquatiques exposés aux polluants métalliques et organiques y 

compris la contamination mixte. 

La glande digestive des bivalves joue  un  rôle  très  important  dans  la digestion  des  

aliments,  en synthétisant et en sécrétant  les enzymes digestives [78, 80, 97]. 

Cependant, cet  organe est aussi la cible des contaminants  chimiques  qui  y sont  

transportés  pour leur  détoxication.  Selon Lagadic et  al [46] ;  Van der Oost et  al  

[98],  les  variations  d’activités enzymatiques sont souvent une des premières réponses   

au  stress,  elles  représentent donc des  points  utiles  dans  la  confirmation   des effets   

toxiques   avant  que  ces  derniers  ne soient  perceptibles  à des niveaux d’organisation  

biologique  supérieurs  (cellulaire, tissulaire, physiologique). Différentes études ont 

précisé le caractère précoce de la réponse des enzymes digestives par rapport à 

l’apparition d’effets au niveau individuel (croissance…) ou communautaire (diversité 

biologique) ce qui confère une forte pertinence écologique aux enzymes digestives 

employées comme biomarqeurs d’exposition [80]. 

Ainsi, le suivi de l’impact potentiel des contaminants sur les activités des enzymes 

digestives est un paramètre intéressant présentant une pertinence écologique forte. Ces 
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activités enzymatiques jouent un rôle capital sur les processus d’assimilation de la 

nourriture. Une diminution de la digestion pourra conduire à une diminution de la 

croissance et de la reproduction avec un impact possible sur la sauvegarde de l’espèce.  

Dans une perspective de synthèse des résultats des mesures biochimiques des 

biomarqueurs catalase et protéase, on peut dire que l’augmentation des dépenses 

énergétiques allouées à la défense traduite par l’induction de l’enzyme antioxydante 

CAT ainsi que la perturbation de l’enzyme digestive protéase ainsi discutée pourront 

être à l’origine de l’atteinte de la biométrie et du métabolisme bioénergétique suite à 

l’exposition au xénobiotique pour une durée plus élevée. De fait, une forte pertinence 

est accordée à ces deux biomarqueurs comme un signal précoce de la dégradation de 

l’état de santé des organismes indicateurs ce qui donne  aux gestionnaires de 

l’environnement une information sur l’urgence des mesures à prendre pour améliorer la 

qualité des écosystèmes, ou protéger la biodiversité et l’intégrité des milieux avant que 

les effets soient  perceptibles  à des niveaux supérieurs aboutissant en phase finale à une 

dégradation de la qualité écologique d’un écosystèmes dans sa totalité.  

En conclusion, les systèmes de défenses antioxydants (ex CAT) sont des biomarqueurs 

capables d’établir un diagnostic individuel des effets des dommages dus au stress 

oxydant et constituent des signaux d’alarmes précoces d’éventuels dommages au niveau 

de l’écosystème. Cependant pour les utiliser comme éléments prédictifs des effets aux 

niveaux des populations et des communautés, il est nécessaire d’établir le lien entre les 

défenses antioxydantes et les indicateurs de l’état de santé des individus (croissance, 

réserves énergétiques, fonctions métaboliques…).  

En effet, une très forte pertinence est accordée à l’intégration des deux biomarqueurs 

CAT et protéase pour définir leur capacité à prédire d’éventuels effets au niveau 

populationnel. 
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B : 2ème série d’expérience – Exposition aux colorants 

3.3.B.1. Variations des concentrations en protéines au niveau de la chair  

Les différents résultats relatifs aux dosages des protéines aux niveaux de la chair des 

moules Perna perna en présence des deux colorants (vert malachite oxalate et rouge 

congo) sont illustrés dans les figures ci-dessous : 

Figure 3.15 : Résultats du dosage des protéines des moules Perna perna exposées aux 

(rouge congo et vert malachite oxalate). 

Faisant suite à la discussion des résultats biochimique de la première série d’expérience, 

le constat général cette fois-ci est le même que celui observé chez les moules Perna 

exposées au phénol. Une déplétion des teneurs protéiniques est ainsi relevée sous l’effet 

des deux colorants chimique rouge congo et vert malachite oxalate. 

Le vert malachite utilisé comme xénobiotique a montré un effet délétère, sur les 

individus de moule Perna perna, dont on mesurait des mortalités continues dès le 2ème 

jour d’exposition. L’objectif principal de notre étude était de provoquer juste un stress 

mesurable par une réponse biologique. La comparaison des réponses sous l’effet des 

deux colorants n’étant pas donc évidente. Le résultat certain est que le vert malachite est 

plus toxique que le rouge congo, cependant les concentrations choisies ne sont pas 

attitrées. 
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Par ailleurs, la reprise des teneurs en protéines n’est enregistrée qu’après 11jours de 

décontamination des moules exposées au xénobiotique rouge congo. 

3.3.B.2. Résultats de dosage de l’activité catalase 

Les résultats relatifs au dosage de la catalase (CAT) chez les moules Perna perna dans 

les différents milieux d’élevages contaminés par les deux colorants (vert malachite 

oxalate et rouge congo), à différentes concentrations sont représentés dans les figures ci-

dessous : 

                                                                       

Figure 3.16 : Variation des activités catalase des moules Perna perna exposées aux 

(vert malachite oxalate et rouge congo). 

Une corrélation positive est relevée sous l’effet du xénobiotique rouge congo, dont on 

mesurait des augmentations continues de l’induction de l’enzyme antioxydante catalase. 

Par ailleurs, une diminution de l’induction catalase est relevée après 06 jours de 

décontamination. Nonobstant, les activités atteintes à la fin du cycle expérimental (15 

jours) traduisait l’irréversibilité des mécanismes de détoxication. La durée de la 

décontamination étant insuffisante pour que les moules puissent reprendre la curabilité 

de leur état de santé et la réversibilité du mécanisme physiologique. 
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En revanche, la mortalité observée sous l’effet du xénobiotique vert malachite rend 

l’interprétation des résultats difficile.  

3.3.B.3. Variations de l’activité de l’enzyme digestive (protéase) 

Les résultats relatifs au dosage de la protéase chez les moules  Perna perna en présence 

des deux colorants (vert malachite oxalate et rouge congo), à différentes concentrations 

sont représentés dans les figures ci-dessous. 

 

Figure 3.17 : Evolution de l’activité protéase des moules Perna perna  exposées aux 

(vert malachite oxalate et rouge congo). 

D’après la figure (3.19), nous remarquons que : 

Après 04 jours d’exposition au rouge congo, l’enzyme digestive protéase  n’a montré 

aucune atteinte de leur activité dont les valeurs relevées chez les individus contaminés 

étaient identique à celles mesurées chez les spécimens témoins. 

Une baisse proportionnelle des activités protéase est relevée à la fin du cycle 

expérimental. Le résultat obtenu ne semble pas dû à l’effet du contaminant.   

Les activités de l’enzyme digestive, la protéase, mesurées chez les témoins restèrent 

quasi stable durant tout le cycle expérimental. 
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3.4. Résultats des mesures biométriques 

Des mesures biométrique peuvent être utilisées pour déterminer les indices de 

conditions chez divers organismes tels que les bivalves. Ainsi, les indices biométriques 

offrent un grand intérêt pour évaluer les effets chroniques des polluants. Les plus usuels 

sont les relations taille-poids (condition) et les indices somatiques. 

Aussi, les indices corporels (indice de condition, facteur de condition selon les sources) 

basés sur la mesure des masses et longueurs des organismes sont utilisés pour apprécier 

leur état de santé générale [99-100]. 

Les résultats des mesures des indices de condition de la moule Perna et Mytilus de la 

présente étude sont illustrés par les figures suivantes : 

 

Figure 3.18 : Evolution de l’indice de condition de la moule Mytilus galloprovincialis 

exposée au phénol en fonction de la  période d’études. 
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Figure 3.19 : Evolution de l’indice de condition de la moule Perna perna exposée au 

phénol  en fonction de la période d’études. 

 

Figure 3.20 : Evolution de l’indice de condition de la moule Perna perna exposée au 

xénobiotique vert malachite oxalate en fonction de la période d’études. 

D’après les figures ci-dessous présentées, on n’observe pas une atteinte claire de la 

biométrie sous l’effet des différentes concentrations des différents polluants examinés. 

La durée d’exposition au xénobiotiques ne semble pas donc suffisante pour que des 

manifestations biométriques soient observées. Par ailleurs, et dans les milieux naturels 
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contaminés l’effet des polluants sur l’état globale des espèces vivantes aura le temps 

pour engendrer des modifications significatives des activités physiologiques des 

organismes et  donc des atteintes directes de la croissance et de la biométrie. 

Les molécules toxiques entrent en interaction avec les molécules biologiques. Des lors, 

les organismes exposés développent divers mécanismes de défense : évitement et / ou 

isolement, élimination active, neutralisation par compléxation avec des protéines etc 

[78]. Des études du métabolisme et de la production de biomasse chez les organismes 

exposés aux toxiques [101] ont mis en évidence que ces mécanismes de défense sont 

coûteux pour l’organisme en terme énergétique. Ces coûts de défense s’ajoutent aux 

coûts de maintenance : il existe donc une corrélation quantitative entre la capacité de 

défense de l’organisme (survie) et sa capacité de production de biomasse (croissance et 

reproduction).  

Par ailleurs, l’allocation énergétique pour la défense, la réparation et la régénération des 

cellules est privilégié  à la croissance et à la reproduction [101]. 

Chez les moules la stratégie d’évitement ou l’isolement n’étant pas possible, le recours 

aux enzymes antioxydantes semble être la meilleure stratégie pour faire face aux 

xénobiotiques. il est démontré que les premières réponses à la présence des 

contaminants sont celles liées au système antioxydant. 
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CONCLUSION ET PERSPECTIVES 

Les êtres vivants évoluent à l’heure actuelle dans des milieux endommagés par 

différents types de pollution. La pollution chimique par les xénobiotique (composés 

exogènes) constitue une grande part des agressions constamment subies par les 

organismes. 

De par leur spécificité et leur précocité, les biomarqueurs sont des outils de gestion à 

fort potentiel, en particulier dans le cadre d’un diagnostic environnemental préalable à 

des investigations plus couteuses en temps et énergie, sans préjuger de la nature, en 

termes de toxicité ou d’adaptation, des informations qu’ils fournissent à l’observateur, 

et même si d’autres investigations reste a faire sur leur valeur prédictive quant a des 

impacts au niveau des population. 

Dans ce sens, la présente étude a permis de mettre en évidence l’impact des 

contaminants chimiques (phénol, Vert malachite et rouge congo) sur les activités 

enzymatiques de la moule et de valider l’emploi de test éco-toxicologique et le choix 

d’un biomarqueur en tant qu’indicateur biologique de stress.  

Ainsi, une déplétion des teneurs en protéines de la chaire totale traduit la perturbation 

des réserves protéiques des moules produite durant le cycle de contamination et de 

décontamination. Cependant, la compréhension de l’influence des polluants sur le 

métabolisme énergétique nécessite que ces résultats soit complémentés par davantage 

de paramètres et notamment la mesure des teneurs du glucose et des lipides.  

Les réponses enzymatiques obtenues dans ce travail permettent de qualifier la catalase 

comme biomarqueur de défense très pertinent, sensible et rapide. Cette qualification est 

justifiée par la corrélation positive entre l’activité enzymatique et les teneurs de l’eau en 

contaminants ; par l’induction rapide de l’enzyme même par les faibles concentrations 

du polluant. En plus, le test de décontamination a montré l’efficacité de ce biomarqueur 

dans l’évaluation de la qualité du milieu par le retour des activités enzymatiques à un 

niveau qui se rapproche à celui relevé chez les organismes témoins. 
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Le retour à l’état initial, traduit la curabilité et la réversibilité de l’état de santé des 

organismes ainsi que la sensibilité de ce biomarqueur à la présence de contaminants. 

La catalase peut être influencée par des facteurs intrinsèques ou extrinsèques 

indépendants de la volonté du chercheur. Ainsi, pour pallier les variations des réponses 

des biomarqueurs dues à ces facteurs l’approche multimarqueurs semble être une clé 

prometteuse pour une interprétation meilleure des résultats et ainsi une évaluation plus 

précise de l’état de santé du milieu aquatique. Cette approche est basée sur le dosage 

simultané des autres biomarqueurs de stress oxydant tel que la Glutathion –S- 

Transférase (GST), le Glutathion réduit (GSH) ainsi que la Malondialdéhy de (MDA) 

qui est liée à la peroxydation lipidique, résultat du stress oxydant causé par les ROS et 

dont la génération est en relation avec la présence de polluants organiques et/ou 

métalliques. 

Aussi, une très forte pertinence est accordée à l’intégration des deux biomarqueurs CAT 

et protéase pour définir leur capacité à prédire d’éventuels effets au niveau 

populationnel. Par ailleurs, les différentes mesures réalisées sur la moule à savoir : 

biomarqueurs (CAT et protéase), paramètres biométriques constituera donc une 

excellente référence pour un  diagnostic complet de l’état des écosystèmes dans le cas 

d’un programme de surveillance en milieu naturel ou en aquaculture. 
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APPENDICE A 

LISTE DES SYMBOLES ET DES ABREVIATIONS 

AchE : l’acétylcholinestérase. 

CAT : Catalase.  

CNRDPA : Centre Nationale de Recherche et de Développement de la Pêche et de 

l’Aquaculture. 

ERI : eaux résiduaires industrielles 

HAP : hydrocarbures aromatiques polycycliques. 

H2O2 : Hydrogen peroxide. 

IC : Indices de condition. 

MES : Matières en suspension.  

pH : Potentiel d’hydrogène. 

RC : Rouge Congo  

ROS : Espèces réactives de l’oxygène 

Sal : Salinité. 

T (°C) : Température. 

TCA : Acide trichloracétique. 

UV : Ultra- Violet. 

USEPA : United States Environmental Protection Agency 

VM : Vert Malachite Oxalate  
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APPENDICE B    

DISPOSITIF EXPERIMENTAL 

 

AB.1  Présentation de la région d’étude  

Figure AB.1: Localisation de la ferme conchylicole CNRDPA. 

Cette étude est réalisée à la ferme conchylicole CNRDPA en baie de Bou-Ismail pour 

l’élevage des moules  (36°36’ N; 2°37’ E), qui se situe à 45 km à l’Ouest du littoral 

algérois. Cette zone est connue pour son climat doux et tempéré durant l’été et l’hiver. 

La température moyenne y est de 25,8 ± 2,5 °C (18-26,5 °C). Pour une salinité moyenne 

de 36 ‰. 

AB.2  Choix des polluants organiques  

Les polluants organiques ont longtemps été les principaux polluants des milieux 

aquatiques. Certaines substances organiques sont facilement biodégradables  et peuvent 

donc être décomposées et éliminées grâce aux capacités naturelles d'auto-épuration des 

milieux aquatiques. Mais, lorsqu'elles sont en excès, leur décomposition peut entraîner 

l'asphyxie de la faune aquatique. 

Dans le cadre de la biosurveillance marine, le suivi de l’état de santé des écosystèmes 

aquatique repose sur l’étude de réponse biologique des êtres vivants exposés aux 

différents polluants organiques. 

La ferme Conchylicole Bou-Ismail 

javascript:openWindow('../../glossaire/devellop.html#biodegradable','Petite',500,200)
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Pour cette étude nous avons étudié la toxicité des trois polluants organiques (phénol et 

les deux colorantes le rouge congo et verte malachite oxalate). 

Les principales caractéristiques des polluants sont regroupées dans le Tableau 1 : 

Tableau 1 : Propriétés des polluants utilisés. 

Polluants  Phénol Vert Malachite  Rouge Congo  

 

Structure  

 
  

Formule C6H5OH C23H25N2 C32H22N6Na2O6S2 

Masse molaire  

 
94.11124 g/mol 

 

364.911±0.02g/mol 696,663 ± 0,04 g/mol 

 

AB. 3 Préparation des solutions  

Les solutions des polluants utilisés sont préparées en tenant compte de leurs solubilités. 

Pour tous les composés étudiés, nous avons utilisé la même méthode, qui consiste à 

préparer d‘abord une solution mère de concentration donnée, à partir de laquelle nous 

préparons, par dilutions successives.  

Préparation des solutions ont été réalisé au sein du Laboratoire siège d’analyse physico 

chimique du CNRDPA  

 

Figure AB. 2 : Laboratoire d’analyse physico chimique du CNRDPA. 

https://fr.wikipedia.org/wiki/Carbone
https://fr.wikipedia.org/wiki/Hydrog%C3%A8ne
https://fr.wikipedia.org/wiki/Azote
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sodium
https://fr.wikipedia.org/wiki/Oxyg%C3%A8ne
https://fr.wikipedia.org/wiki/Soufre
https://fr.wikipedia.org/wiki/Gramme
https://fr.wikipedia.org/wiki/Mole_(unit%C3%A9)
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AB.4 Les différentes expérimentations réalisées au centre pilote de conchyliculture de 

CNRDPA-BouIsmail 

 

 

Pochons de moules                                                         

                                                          Pochons de moules 

 

    

  

 

 

 

 

Figure AB.3 : Schéma montrant les différents matériels utilisés au niveau de La ferme 

Conchylicole Bou-Ismail. 

Multi-paramètre  

Pied à coulisse 

Aérateur  

Les Bacs d’élevage   

Balance  

Flacons de l’eau de mer 
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APPENDICE C  

MODES OPERATOIRES ET REACTIFS CHIMIQUES 

AC.1. L’azote ammoniacal  

 

Figure AC. 1 : Dosage de L’azote ammoniacal. 

AC.3. Dosage de l’azote nitreux et l’azote nitrique 

 

Figure AC. 2 : Dosage de l’azote nitreux et l’azote nitrique. 
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-  ∆DO/min : variation de densité optique/ minute, 

- ε coefficient d’extinction molaire du peroxyde 

d’hydrogène à 280 nm en.mmole-1. cm-1.L  

- [Prot] concentration en protéines dans le milieu 

réactionnel en mg.ml-1 

AC.5. Protéines  

 

Figure AC. 3 : Dosage des protéines par la méthode de folin-lowry. 

AC.6. L’activité  de la CAT 

L’activité CAT est calculée selon la formule suivante: 

      Activité CAT =
(∆DO

min⁄ )∗1000

[Prot] .  𝜀
 

 

 

Les résultats sont exprimés en µmoles de H2O2 consommées par minute / mg de 

protéines, ce qui correspond à unité (U) de catalase /mg de protéines. 

 

Figure AC. 4 : Spectromètres UV-Visible. 
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Figure AC. 5: Dosage de catalase par mode cinétique. 

AC.7. Dosage de l’activité protéase  

 

 

Figure AC. 6: Dosage de l’activité protéase. 
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AC.8 Les  Réactifs chimiques 

AC.8.1.  Dosage de l’azote ammoniacal  

Réactif (A) : Solution de phénol-Nitroprussiate de sodium (eau distillée, 35g de    

                     phénol, 400mg de Nitroprussiate de sodium pour 1litre) ; 

Réactif (B) : Solution alcaline d’hypochlorite (280g de citrate trisodique, 22g de   

                      soude, solution d’hypochlorite <<de sodium correspondant à 1,4g de   

                      chlore soit 44ml d’une solution à 10° de chlore). 

AC.8.2. Dosage des nitrites  

Réactif (C) : Solution de Sulfanilamde (eau distillée, 5g de Sulfanilamide, 50ml   

                      d’acide chlorhydrique d=1,18 pour 500ml). 

Réactif (D) : Solution de N-Naphthyléthilène-diamine (eau distillée, 0,5g  

                      dichlorohydrate de N-Naphthyléthilène-diamine 

AC.8.3. Dosage de phosphore (Mélange-Réactif)  

Réactif (R1) : Solution de Molybdate d’ammonium (eau distillée déminéralisée ,15g de                      

paramolybdate d’ammonium pour 500 ml). 

Réactif (R2) : Acide Sulfurique (eau distillée, 140 ml d’acide Sulfurique d=1.84pour   

900ml). 

Réactif (R3) : Solution Acide Ascorbique (eau distillée, 54g d’acide Ascorbique pour 

500 ml). 

Réactif (R4) : Solution d’oxytatrate de potassium et d’antimoine (eau distillée, 0.34g 

d’oxytatrate de  potassium et d’antimoine pour 250ml) 
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Figure AC.7 : Mélange des réactifs pour le dosage de phosphore. 

AC.8.4. Dosages des protéines par la méthode de Lowry : 

1- Réactif de Lowry A 

Na2CO3……….…………1g 

   NaOH (0.1N)…………..50ml 

 

2- Réactif de Lowry B 

CuSO4, 5H2O…………….5g 

   Tartrate de Na et K….….....10g     Le tout dans 1litre 

 

3- Réactif de Lowry : Mélanger le jour de la manipulation  

 50ml Lowry A  

       1ml Lowry B      
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GLOSSAIRE 

 

Abiotique : désigne dans toute entité écologique, ce qui est de nature strictement 

physico-chimique, ou encore minéral lorsqu’il s’agit de la dimension géologique d’un 

biotope (Ramade, 1998). 

Aigue : qui se manifeste sur une courte période (en seconde, en minute, en heure ou 

quelques jours relativement à la durée du cycle de vie de l’organisme). 

Anthropique : Relative à l’activité humaine. 

Auto-épuration : Ensemble des processus biologique, chimique ou physiques 

permettant à un écosystème (rivière, lacs, mer et océan…) de transformer lui-même les 

substances le plus souvent organique qu’il produit ou qui lui sont apportées de 

l’extérieur. 

B 

 

Bioaccumulation : processus par lequel les substances chimiques sont emmagasinées 

par les organismes aquatiques directement à partir de l’eau  ou via la consommation de 

nourriture contenant ces substances. 

Bioconcentration : Accumulation par l’organisme aquatique de substances à une 

concentration supérieure à celle mesurée dans l’eau. Cette accumulation est estimée au 

travers d’un facteur appelé * facteur de bioconcentration*, égal au rapport de la 

concentration de cette substance dans les tissus de l’organisme divisé par sa 

concentration dans l’eau. 

Biodégradable: Composé chimique qui peut être naturellement dégradé, assimilé par 

les agents biologiques. 

Bio-disponible : fraction de la quantité totale d’un produit chimique dans 

l’environnement qui peut être absorbée par des organismes. Cet environnement peut 

être constitué d’eau, de sédiments, de particules en suspension ou d’aliments. 

Bioessai : Test expérimental réalise pour identifier le potentiel toxique d’une substance 

ou d’un mélange de substances par la réponse biologique de l’organisme test. 

A 
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Bioindicateur : désigne des espèces biologiques ou animal, qui de fait de leur 

particularités écologiques, constituent l’indice précoce de modifications biologiques ou 

abiotiques de l’environnement dues à des activités humains (ex : les moules) 

Biomarqueur : Mesure de changements observables à différents niveaux 

d’organisation biologique permettant de révéler l’exposition à une substance chimique à 

caractère polluant et/ou les effets biologiques induits. 

Biotique : désigne tout ce qui est propre à la vie. 

Biotope : faciès, milieu défini, où vit une espèce. 

N 

 

Néritique : Qualifie la zone marine peu profonde, située au dessus da la plateforme 

continentale. Par extension ce vocable qualifie tout organisme ou formation qui se 

trouve dans cette province. 

S 

 

Stress : Ensemble des réactions non spécifiques de l’organisme déclenchées par l’action 

d’un agent nocif dit : « agent stressant » qui peut être physique, chimique ou émotionnel 

et qui s’exerce sur l’organisme et provoque une agression ou une tension pouvant 

devenir pathologique. 

T 

 

Toxicité aigue : Cette toxicité est évaluée par le biais de tests de courte durée 

comparativement à la durée de vie de l’organisme soumis à l’essai (généralement moins 

de quatre jours pour les poissons). 

Toxicité chronique : Cette toxicité est évaluée par le biais de tests de couvrant une 

partie appréciable de la vie de l’organisme soumis à l’essai et permettant d’examiner les 

effets sur certains paramètres tels que le métabolisme, la croissance, la reproduction et 

la survie. 

X 

 

Xénobiotique : Substance chimique étrangère à l’organisme (Xéno = étranger, bio = 

vie) Et se comportant comme un toxique ou un allergène vis-à-vis de l’organisme même 

à faible concentration. 
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