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 ملخص

 (Streptomyces sp. Streptomyces sp AB1 ستربتومٌساتثلاثة سلالات تابعة لل

(Streptomyces sp. AM2 AH4 ختبارها إتم  ٬مصدرها من التربة السطحٌة لمنطقة متٌجة ٬

ستقلاب إتحدٌد مواد  ٬(فٌنانترٌنلاو  نفتالٌنلا ٬النفط الخام (للهٌدروكربونات لمعرفة قدرتها التحلٌلٌة

لحلقات و إنتاج المفاعلات السطحٌة البٌولوجٌة من أجل ا هٌدروكربونات العطرٌة متعددةلتفكٌك ا

 تطبٌقات بٌئٌة.

  :بٌنت نتائج التفكٌك البٌولوجً أن

o  لكان أ-ننسب التحلٌل  ٬ٌوم من التحضٌن 30بعد(nC11 حتى nC30)  ًمن طرف رتٌبالت ىعله 

و الرج  °م 30تحت درجة حرارة  67,94و  ٬80,96 76,65 :2AA و ٬1AA 4HAالسلالات 

 .دورة فً دقٌقة 150

o   ( و %85,23و  82,36 ٬81,03) نفتالٌنل٬ أحسن نسب تحلٌل اٌوم من التحضٌن 12بعد

التً تم الحصول علٌها باستخدام التركٌز الإبتٌدائً  ٬(%93,71و  98,52 ٬93,65) فٌنانترٌنلا

 . رتٌبالتعلى  4HA و ٬1AA AA 2ل من طرف السلالاتػ/م100ب المقدر 

o هً مركبات أكثر بساطة تم الحصول علٌها  فٌنانترٌنالنفتالٌن وال تفكٌكالأساسٌة لستقلاب مواد الإ

 .حمض الفتالٌن و المركبات الفٌنولٌةمن منحى 

خصائص و تطبٌق المفاعل السطحً البٌولوجً  ٬مجموع النتائج المتعلقة بإنتاج بٌنت

 :أن AB1 المستخرج من السلالة

o   حسن مصدر للكربونأزٌت الزٌتون (30,26 mN.m-1)  تركٌز الحرج الوCAC 125ٌساوي 

 4من )أحسن استقرار حراري  ٬( 100%ٌساوي 24E) الخام البترول مع كلً استحلاب٬ مػ/ل 

د جٌ و مضاد ٬(aClΝغ/ل من  30لى إ 0ن مو ملوحة  11لى إ 2 منpH كٌمٌائً ) ٬(°م 70 إلى

 .الدقٌقة حٌاءللأ

o فٌنانترٌنلل و نفتالٌنللمذٌب جٌد  و جلٌكولٌبٌدنه عبارة عن أب ٬ٌتمٌز المفاعل السطحً المعزول 

وٌعد أحسن مزٌل للنفط الخام من التربة الملوثة بالهٌدروكربونات مقارنة بالمفاعل السطحً 

 «Tween 80» .الكٌمٌائً

ستربتومٌسات المعزولة محلٌا لها القدرة الجٌدة على لا أثبتت التجارب المخبرٌة أن سلالات

 .لجة البٌولوجٌة مٌدانٌااللمع تولى اهتماما لاستعمالهاهٌدروكربونات و لهذا فهً تستحق أن ُال تحلٌل

مواد  ـ ستربتومٌساتال -الفٌنانترٌن  - النفتالٌن -النفط الخام  - البٌولوجً التحلٌل : الكلمات المفتاحية

 .المعالجة البٌولوجٌة - الاستحلاب  -البٌولوجً المفاعل السطحً-  ستقلابالإ

،   

 و



 

RESUME 

Trois souches de streptomycètes (Streptomyces sp. AB1, Streptomyces sp. 

AH4 et Streptomyces sp. AM2), d‘origine du sol de surface de la région de la 

Mitidja, ont été examinées pour leurs potentiels dégradatifs des hydrocarbures 

(pétrole brut, naphtalène et phénanthrène), la mise en évidence des métabolites 

de dégradation des HAP et la production de biosurfactants en vue d‘une 

application environnementale. 

Les résultats de la biodégradation ont montré que :  

o Après 30 jours d‘incubation, les taux de dégradation des n-alcanes (n-C11 à n-

C30) sont respectivement : 80,96; 76,65 et 67,94% par les souches AH4, AB1 et 

AM2, à 30 °C et 150 tr.min-1. 

o Après 12 jours d‘incubation, les meilleurs taux de dégradation de naphtalène 

(81,03; 82,36 et 85,23%) et de phénanthrène (93,55; 98,52 et 93,71%) ont été 

obtenus avec une concentration initiale en HAP de 100 mg.l-1 par les souches 

AM2, AB1 et AH4, respectivement. 

o Le naphtalène et le phénanthrène ont été métabolisés principalement en 

composés plus simples via la voie de l‘acide phtalique et les composés 

phénoliques. 

L‘ensemble des résultats relatifs à la production, la caractérisation et 

l‘application du biosurfactant issu de la souche AB1 ont révélé que :  

o L‘huile d‘olive présente une meilleure source de carbone (30,26 mN.m-1), une 

CMC égal à 125 mg.l-1, une émulsion totale avec le pétrole brut (E24= 100%), une 

bonne stabilité thermique (4 à 70 °C) et chimique (pH de 2 à 11 et salinité entre 0 

et 30 g.l-1 de NaCl) et un effet antimicrobien efficace. 

o Le biosurfactant est caractérisé comme un glycolipide, un bon solubilisant des 

HAP (naphtalène et phénanthrène) et avoir une bonne remobilisation de pétrole 

brut que celle obtenue avec le surfactant chimique «Tween 80». 

 Les souches de streptomycètes isolées localement ayant montrées des 

capacités importantes en dégradation au laboratoire mériteront d‘être des bonnes 

candidates en bioremédiation in situ. 

Mots clés : Biodégradation - Pétrole brut - Naphtalène - Phénanthrène 
Streptomycètes - Métabolites - Biosurfactants - Emulsification - Bioremédiation. 

 



 

ABSTRACT 

Three strains of streptomycetes (Streptomyces sp. AB1, Streptomyces sp. AH4 

and Streptomyces sp. AM2), originally from the surface soil of the Mitidja region, 

were examined for their degradative potential of hydrocarbons (crude oil, 

naphthalene and phenanthrene), the highlighting of metabolites from PAH 

degradation and their biosurfactants productions for environmental application. 

The results obtained of biodegradation show that : 

o  After 30 days of incubation, the rates of n-alkenes degradation (n-C11 to n-

C30) are respectively, 80.96, 76.65 and 67.94% by AH4, AB1 and AM2, at 30 °C 

and 150 r.p.m. 

o  After 12 days of incubation, the highest rates of biodegradation of naphthalene 

(81.03, 82.36 and 85.23%) and of phenanthrene (93.55, 98.52 and 93.71%) were 

obtained with initial concentration of PAH at 100 mg.I-1 by the strains AM2, AB1 

and AH4, respectively. 

o  Naphthalene and phenanthrene were metabolized mainly into simpler 

compounds via phthalic acid and phenolic compounds pathway. 

  The results related to the production, characterization and application of the 

biosurfactant from the AB1 strain show that : 

o  The olive oil has a better carbon source (30.26 mN.m-1) and a CMC equal to 

125 mg.I-1, a very good emulsifying activity on crude oil (E24= 100%), a very good 

thermal stability (4    70 °C) and chemical one (pH 2 to 11 and salinity between 0 

and 30 g.I-1 of NaCl) and also an effective antimicrobial effect. 

o  The biosurfactant is characterized as a glycolipid, a good PAH solubisisant 

(naphthalene and phenanthrene) and a good crude oil remobilization of than that 

obtained with the chemical surfactant «Tween 80». 

Streptomycetes strains isolated locally that showed significant degradation 

capacity in laboratory deserve to be good candidates for in situ bioremediation. 

Keywords: Biodegradation - Crude oil - Naphthalene - Phenanthrene 

Streptomycetes - Metabolites - Biosurfactants - Emulsification - Bioremediation. 
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cultures sur le phénanthrène par Streptomyces sp. AH4    

(100 mg.l-1, 12 jours d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2                   

et 150 tr.min-1).  
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Figure 3.24 Spectres IRTF des fractions intermédiaires à partir des 

cultures sur le phénanthrène par Streptomyces sp. AM2    

(100 mg.l-1, 12 jours d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2                  

et 150 tr.min-1).  
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Figure 3.25 Chromatogramme CG-SM des métabolites de la dégradation 

du phénanthrène (100 mg.l-1, 30°C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 

(a): souche Streptomyces sp. AB1, (b): souche Streptomyces 

sp. AH4 et (c): souche Streptomyces sp. AM2 
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Figure 3.26 Production du biosurfactant par les streptomycètes (AB1, 

AH4 et AM2). (a) La zone claire autour des colonies sur 

gélose au sang indique une hémolyse des globules.            

(b) Indice de l'émulsion (E24) en utilisant le pétrole brut 

comme substrat. 
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Figure 3.27 Evolution du diamètre de déplacement de pétrole brut (DDP) 

au cours de temps. (a) Streptomyces sp. AB1 avec l‘huile 

d‘olive, (b) Streptomyces sp. AH4 avec l‘huile de soja et (c) 

Streptomyces sp. AM2 avec l‘huile de soja. 
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Figure 3.28 Sélection de la source du carbone et le temps de la 

production du biosurfactant par: (a) Streptomyces sp. AB1, 

(b) Streptomyces sp. AH4 et (c) Streptomyces sp. AM2 (30 

°C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 
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Figure 3.29 Conditions optimales retenues pour purifier le biosurfactant 

en chromatographie sur colonne C18. 
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Figure 3.30 Détermination de la CMC de biosurfactant de la souche AB1 127 
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Figure 3.34 Effet de la variation de pH sur la stabilité chimique de 

biosurfactant de la souche AB1 (temps d‘incubation 24 h) 
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INTRODUCTION GENERALE 

L‘exploitation des gisements pétroliers (extraction, transport et 

consommation énergétique) entrainent des risques de pollution qui pouvant 

influencer l‘équilibre écologique [1]. Ce type de pollution marine et terrestre qu‘elle 

que soit intentionnelle ou accidentelle, petite ou grande, provoque des dommages 

et des répercussions énormes ayant des lourdes conséquences. 

Parmi les produits pétroliers, les hydrocarbures aromatiques polycycliques 

(HAP) occupent une place centrale au sien des préoccupations 

environnementales [1, 2]. La diversité des sources anthropogéniques et naturelles 

des HAP combinée avec le phénomène global du transport sont les principaux 

facteurs qui contribuent largement à leur distribution à travers le monde. Par voie 

de conséquence, la concentration des HAP dans l‘environnement varie et dépend 

de la proximité des sites contaminés à la source de production, du niveau de 

développement industriel et les modes de transport des HAP [2, 3]. 

En Algérie, le raffinage et le transport du pétrole et ses dérivés via les 

navires de ballastage, comme ce fut le cas en 1989 par le pétrolier ‗MAAS LUIS‘ 

et en 2003 par le navire italien ‗VALBRUNA‘ [2], ainsi que les déversements des 

rejets industriels, sont encore cités comme les plus grands responsables de la 

pollution marine de la côte algérienne. Ceci peut influencer l‘équilibre écologique 

et parfois engendrer une destruction totale ou partielle des écosystèmes 

aquatiques aussi bien marins que continentaux [1, 4]. 

De nombreuses stratégies ont été développées pour éliminer les 

hydrocarbures de l‘environnement, y compris la volatilisation, la photooxydation, 

l‘oxydation chimique, l‘adsorption et la biodégradation [5]. Actuellement, la 

bioremédiation ainsi que le couplage physicochimique et biologique ont gagné 

l‘acceptation comme des alternatives pour l‘élimination de ces polluants [5, 6, 7]. 

En raison de leur coût relativement faible, les techniques biologiques ont reçu une 

attention considérable, [7, 8, 9]. 

Les microorganismes hydrocarbonoclastes (à fort potentiel dégradatif des 

hydrocarbures), actuellement connus, appartiennent aux genres Pseudomonas, 

Bacillus, Alcaligenes, Mycobacterium, Rhodococcus, Staphylococcus, Aspergillus 
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[5, 10, 11, 12, 13, 14, 15, 16]. Par ailleurs, les streptomycètes possèdent de 

nombreuses propriétés qui en font de bons candidats pour des applications en 

bioremédiation des sites contaminés par des polluants organiques [16]. Ils sont de 

bons producteurs des enzymes extracellulaires qui dégradent une large gamme 

de composés organiques complexes [6, 16, 17, 18, 19, 20] et de bons producteurs 

des agents tensioactifs (biosurfactants) [6, 16, 17, 18]. Cependant, peu de 

données sont disponibles sur les mécanismes et les métabolites de dégradation 

des HAP en utilisant ce groupe de microorganismes. A cet effet, la production de 

biosurfactants pourrait, donc, ouvrir de nouvelles perspectives pour mieux 

s‘adapter aux usages environnemental et/ou industriel moins couteux. 

Ce travail de thèse s‘est intégré dans le cadre des activités de recherche du 

Centre National de Recherche et de Développement de la Pêche et de 

l‘Aquaculture (CNRDPA, Bou-Ismail, Tipaza) et du Centre de Biotechnologie de 

Sfax (CBS, Tunisie). Il s‘est intéressé plus spécifiquement au développement d‘un 

procédé de biotraitement des sites contaminés par les hydrocarbures et le pétrole 

brut. Pour ce faire, nous nous sommes intéressés à l‘évaluation de la capacité de 

trois souches de streptomycètes à dégrader les hydrocarbures et qui sont 

connues par leurs potentialités de production enzymatiques (peroxydases et 

protéases) [19, 20, 21] afin de les employer dans la bioremédiation des sites 

contaminés. Ces souches ont été isolées de sols de surface de la plaine de la 

Mitidja [22, 23].  

En effet, cette présente étude concentre sur la dégradation du pétrole brut 

et des HAP (cas du naphtalène et du phénanthrène), l‘étude des voies 

métaboliques de la dégradation de ces deux HAP modèles et la recherche 

d‘éventuelle production de biosurfactants. 

Le présent manuscrit s‘organise en trois grandes parties : 

La première partie est une approche bibliographique permettant de replacer 

les connaissances de bases et le contexte de l‘étude. En effet, de nombreux 

points de la thématique des hydrocarbures, et plus particulièrement les HAP et 

leur biodégradabilité, ainsi que la production de biosurfactants ont été abordés 

aussi bien sur leur aspect fondamental qu‘appliqué. Seront présentés dans la 
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deuxième partie les principaux matériel et méthodes utilisés pour concrétiser 

l'expérimentation. La troisième partie est consacrée aux résultats et discussions. 

Enfin, en guise de conclusion générale, nous synthétiserons les principaux 

résultats obtenus, leur implication en termes de protection de l‘environnement et 

nous ouvrerons les perspectives pour les recherches futures. 
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CHAPITRE 1 

SYNTHESE BIBLIOGRAPHIQUE 

1.1 HYDROCARBURES AROMATIQUES 

1.1.1 Introduction 

Les hydrocarbures sont des composés organiques retrouvés de manière 

naturelle au sein de l‘environnement (produits pétrolifères, dégradation de la 

matière organique, feux de forêts,…) ou par les activités anthropiques (raffinage 

du pétrole brut ou industries chimiques) [1, 2]. Malheureusement, ces composés 

s‘accumulent dans les écosystèmes et génèrent des pollutions. La prise de 

conscience des problèmes posés par un environnement pollué par les 

hydrocarbures, notamment, au regard de leur impact sur la santé publique, les 

aquifères et la ressource en eau, a contribué à promouvoir l‘étude des processus 

de biodégradation dans les différentes situations aérobies et anaérobies 

envisageables [1, 24, 25]. 

1.1.2 Pétrole 

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

qui est composé d‘un mélange d‘hydrocarbures présents dans certaines strates 

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

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

Le pétrole brut est un mélange très complexe de composés organiques 

dont la composition chimique varie énormément selon son origine géographique et 

géologique (figure1.1) [26, 27, 28]. 
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Figure 1.1 : Ensemble des hydrocarbures présents dans les pétroles bruts  

[26, 27, 28]. 

 

1.1.3 Hydrocarbures aromatiques 

Les hydrocarbures aromatiques sont séparés en deux groupes distincts: les 

hydrocarbures aromatiques monocycliques (HAM) et les hydrocarbures 

aromatiques polycycliques (HAP). 
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1.1.3.1 Hydrocarbures aromatiques monocycliques 

Les HAM sont des polluants ubiquistes dans l‘environnement, tels que les 

BTEX (Benzène, Toluène, Éthylbenzène et o-, m- et p- Xylène) (figure 1.2). Ils se 

trouvent surtout dans l‘essence et les carburants des avions et sont largement 

répandus dans les synthèses industrielles [27, 29, 30]. Les BTEX pénètrent 

fréquemment dans le sol, les sédiments et les eaux souterraines en raison de la 

fuite des réservoirs et les canalisations de stockage souterraines. Les BTEX sont 

cancérigènes et neurotoxiques et sont classés comme polluants prioritaires réglés 

par l'Agence Américaine de Protection de l‘Environnement (US-EPA) [30]. 

CH3 CH3

CH3

CH3

CH3

CH3

Ethylbenzène
p-Xylènem-Xylèneo-XylèneToluèneBenzène

CH3

 

Figure 1.2 : Structure des hydrocarbures aromatiques monocycliques [30]. 

1.1.3.2 Hydrocarbures aromatiques polycycliques 

1.1.3.2.1 Structures et propriétés physicochimiques 

Les HAP sont des composés organiques neutres apolaires, constitués au 

moins deux cycles aromatiques fusionnés par des arrangements linéaires, 

angulaires ou en coin [1, 31, 32]. 

Au sens strict, ils ne contiennent que des atomes de carbone et 

d'hydrogène. Cependant, certains composés aromatiques contenant du soufre, de 

l'azote ou de l‘oxygène, leur sont parfois associés [1, 31]. 

Le nombre des HAP identifiés à ce jour est de l'ordre de 130. Parmi ceux-ci, 

16 HAP qui sont classés comme polluants prioritaires par US-EPA [33, 34, 35]. 

Les structures des 16 HAP sont présentées dans la figure 1.3 ainsi que 

leurs propriétés physicochimiques (voir tableau 1 en APPENDICE B). 
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Naphtalène Acénaphtylène Acénaphtène Fluorène

Phénanthrène Fluoranthène Pyrène

Benzo[a]Anthracène Chrysène Benzo[b]Fluoranthène Benzo[k]Fluoranthène

Benzo[a]Pyrène Dibenzo[a,b]Anthracène Benzo[g,b,j]Pérylène
Indéno[1,2,3a,b]

Pérylène

Anthracène

 

Figure 1.3 : Structure des 16 HAP de la liste prioritaire de l'US-EPA [33, 34, 35]. 

1.1.3.2.2 Sources des hydrocarbures aromatiques polycycliques 

Actuellement, c‘est l‘origine pyrolytique (combustion incomplète de la 

matière organique) et anthropique qui est considérée comme la source majeure 

des HAP dans l‘environnement, notamment à cause des émissions domestiques 

et industrielles [36, 37, 38]. En revanche, environ 230 000 tonnes de HAP 

d‘origine anthropique atteignent l‘environnement marin chaque année [39]. 

Les HAP proviennent de sources pétrolières et pyrolytiques : 

o Les HAP anthropiques d‘origine pétrolière (nommés HAP fossiles) 

correspondent aux HAP provenant des pétroles bruts et de ses produits 
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dérivés (essence, fioul, lubrifiant, bitume) obtenus par distillation dans les 

raffineries. Dans une acceptation plus large du terme d‘origine pétrolière, 

nous inclurons tous les HAP issus de matières organiques fossiles incluant 

ainsi le charbon qui est une matière organique [39]. 

o Les HAP pyrolytiques sont générés par des processus de combustion 

incomplète de la matière organique à haute température, avec une 

déficience en oxygène durant la combustion. Ces HAP de combustion sont 

émis dans l‘atmosphère et engendrent une pollution qui diffuse dans 

l‘atmosphère, des sédiments aquatiques et des sols [33, 38, 39]. 

1.1.3.2.3 Devenir des hydrocarbures aromatiques polycycliques dans 

l‘environnement 

La conjonction des diverses causes de pollution décrites dans les 

paragraphes précédents se traduit par une contamination étendue de 

l‘hydrosphère par les HAP. Celle-ci résulte soit des rejets directs d‘effluents 

domestiques et industriels pollués par ces composés, soit par les apports dus aux 

précipitations qui, par action conjointe du dépôt sur le sol et du ruissellement, 

transfèrent ces molécules de l‘atmosphère vers les eaux superficielles 

continentales et marines [40]. 

Par suite de leur faible solubilité dans l‘eau et de leur faible pression de 

vapeur, les HAP sont adsorbés par la matière organique particulaire et colloïdale 

et incorporés dans les sédiments dans lesquels ils peuvent s‘accumuler pour 

donner de très fortes concentrations [41]. En 1997, une étude de LIPIATOU et al. 

[42], concernant la zone ouest de la Méditerranée, a estimé que 50% des HAP 

introduits dans cette zone finissent incorporés dans les sédiments côtiers (0-200 

m de profondeur) et près de 13% dans les sédiments compris entre 1000 et 2000 

m de profondeur. Les phénomènes de bioturbation, de resuspension et de 

diffusion les remettent ensuite en circulation dans les eaux marines. Ils peuvent 

être absorbés (ou ingérés) par les organismes dits «filtreurs» [41]. Ces composés 

passent ensuite dans les réseaux trophiques océaniques où ils présentent divers 

processus de bioaccumulation voire de bioamplification, surtout chez les 

invertébrés [40, 41]. Cependant, chez les vertébrés marins, les HAP ne 
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s‘accumulent que faiblement dans les tissus, empêchant la bioamplification au 

niveau supérieur de la chaîne alimentaire [40, 41]. 

Bien que les HAP puissent être partiellement métabolisés par les animaux 

aquatiques, ils sont en grande partie rejetés dans les excrétas et les matières 

fécales ou encore libérés par la décomposition des organismes morts et recyclés 

au niveau dans les sédiments [40, 41]. 

La connaissance des phénomènes de métabolisation et de détoxication 

chez les organismes marins est essentielle à la compréhension des effets 

toxiques et à leur prédiction. Dans le cas d‘une pollution, il est nécessaire de 

distinguer les fractions de contaminant auxquelles les organismes sont exposés 

(biodisponibilité) et les fractions accumulées par ces mêmes organismes 

(bioaccumulation) [40, 41]. La figure 1.4 explique le devenir des HAP en milieu 

océanique. 

 

Figure 1.4 : Devenir des HAP en milieu océanique (milieu aquatique) [40]. 
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1.1.3.2.4 Toxicité des hydrocarbures aromatiques polycycliques 

Actuellement, les effets toxicologiques de tous les HAP sont imparfaitement 

connus. Toutefois, les données expérimentales disponibles chez l‘animal ont 

montré que certains HAP pouvaient induire spécifiquement de nombreux effets sur 

la santé, des effets systémiques (hépatiques, hématologiques, immunologiques et 

développement d‘athéroscléroses), et/ou des effets sur la reproduction ainsi que 

des effets génotoxiques et cancérigènes [1, 32]. 

La toxicité des HAP augmente également avec le nombre de cycles [43, 

44], ce qui contribue à la persistance de ces composés dans l‘environnement 

(figure 1.5). 
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Figure 1.5 : Génotoxicité de certains HAP en fonction de leur masse moléculaire 

[44]. 
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Dans les écosystèmes aquatiques, la pollution par les HAP conséquent 

toute perturbation à leur niveau peut avoir des répercussions sur les niveaux 

trophiques supérieurs [45]. 

La figure suivante (1.6) montre les différents impacts causés par les 

hydrocarbures et qui résultent au niveau des écosystèmes aquatiques (cas de 

faune). 

Réponses comportementales Réponses biochimiques

Réponses biochimiques:

* Perturbation de la consommation d'O2

* Accumulation ou excrétion du polluant
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Impacts sur les individus

* Action sur la croissance
* Action sur le développement

* Action sur la reproduction

Impacts sur les populations

*Action sur l'abondance 
* Action sur la distribution

* Action sur l'âge

Impacts sur la structure des communautés

Disparitions d'espaces:
* Modification de la dominance
* Diminution de la diversité

Impacts sur l'écosystème

Hydrocarbures

 

Figure 1.6 : Impacts des hydrocarbures sur l‘écosystème aquatique [45]. 



25 

1.1.3.2.5 Règlementation de la pollution par des HAP 

Ces dernières années, une avancée considérable a été constatée dans le 

monde entier dans le domaine de la réglementation des pollutions, 

particulièrement, celles dues aux hydrocarbures. Ceci est dû essentiellement à 

l‘émergence des préoccupations liées à l‘environnement et au développement 

durable dans les différents pays. 

Plus que 10 ans, l‘Algérie adopte la loi 03-10 du 19 juillet 2003 relative à la 

protection de l‘environnement dans le cadre du développement durable [46]. Cette 

loi vise à compléter les lois Algériennes déjà en vigueur dans le domaine de 

l‘environnement, lesquelles incitent à la protection des eaux souterraines. Elle fixe 

un objectif ambitieux de bon état de la qualité des eaux en Algérie au futur. A titre 

d‘exemple, l‘article 51 de cette loi interdit tout déversement d‘eaux polluées dans 

les eaux souterraines [46]. Dans le domaine de la pollution de l‘environnement 

(sols, eau, air), les industriels sont soumis au Principe de Pollueur/Payeur (PPP). 

Ce principe repose sur le fait que le pollueur devrait se voir amputer les dépenses 

relatives aux mesures arrêtées par les pouvoirs publics pour que l‘environnement 

soit dans un état acceptable. 

De plus, la loi 06-141 du 19 Avril 2006 fixe la valeur maximale de 10 mg.l-1 

pour la somme de concentrations des hydrocarbures (hydrocarbures totaux) dans 

les rejets industriels [47]. 

1.1.4 Techniques de biodépollution des hydrocarbures aromatiques polycycliques 

Les caractères ubiquistes et carcinogènes des HAP dans l‘écosystème en 

font des objectifs les éliminer depuis plusieurs années. Il existe plusieurs procédés 

biologiques et physicochimiques pour éliminer ces composées afin de réduire leur 

impact sur les écosystèmes récepteurs. 

Parmi les procédés physicochimiques les plus efficaces, on peut citer: 

Fenton, Ultrason et Ozonation, qui représentent une bonne alternative 

d‘élimination des HAP en raison de leur possibilité de générer des radicaux 

hydroxyles OH° qui présentent un fort pouvoir oxydant [48, 49, 50, 51, 52, 53, 54] 

par rapport aux autres méthodes physicochimiques comme la méthode thermique 

[26]. Mais leur limite réside aussi dans la potentielle production d‘intermédiaires 

toxiques et même le coût est relativement élevé. 
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A cet effet, les méthodes biologiques représentent la performance 

environnementale du traitement d‘une grande variété de composés organiques et 

inorganiques. Elles sont prouvées depuis déjà plusieurs années [26]. De plus, les 

coûts d‘opérations du traitement biologique sont moins chers en comparaison 

avec ceux des processus physiques et chimiques. 

Les méthodes biologiques les plus utilisées dans le traitement des polluants 

organiques (hydrocarbures) sont: 

1.1.4.1 Phytoremédiation 

Certaines plantes permettent de transformer (phytoremédiation) ou de 

stabiliser (phytostabilisation) les polluants dans les sols et dans les eaux. En effet, 

les racines de celles-ci sont étroitement associées à une microflore bactérienne et 

fongique qui va aider ou faciliter la dégradation des hydrocarbures [55, 56]. La 

phytoremédiation est restée longtemps essentiellement appliquée aux métaux 

lourds, mais des études actuelles ont montré que cette technique est utilisable 

pour les HAP [55, 56, 57]. 

1.1.4.2 Biodégradation 

Dans la section 1.2, seront détaillées les connaissances bibliographiques 

sur la biodégradation et leurs voies métaboliques des HAP: notamment, le 

naphtalène et le phénanthrène qui sont les sujets de notre présente étude. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



27 

1.2 BIODEGRADATIONS DES HYDROCARBURES AROMATIQUES 

POLYCYCLIQUES 

1.2.1 Introduction 

 La biodégradation des hydrocarbures, par les microorganismes appelés 

hydrocarbonoclastes, a été mise en évidence pour la première fois par ZOBELL 

en 1946 [55]. Les microorganismes procaryotes et eucaryotes ont la capacité 

enzymatique qui leur permet d‘oxyder les composés aromatiques et 

polyaromatiques dont la taille peut varier du benzène (1 noyau) au benzo-(a)-

pyrène (BaP) (5 noyaux) [4]. 

 

Les bactéries dégradatrices des HAP appartiennent aux principaux genres 

suivants : Pseudomonas, Agrobacterium, Bacillus, Rhodococcus, Nocardioides, 

Mycobacterium et Flavobacterium,…. [5, 10, 11, 12, 13, 14, 15, 16, 58]. 

 

Parmi des centaines d‘espèces de champignons lignolytiques ayant des 

capacités de dégrader les HAP : Phanerochaete chrysosporium, Bjerkandera 

adusta et Pleurotus ostreatus [44, 59]. La dégradation des HAP par les 

champignons filamenteux non lignolytiques a été fortement étudiée. Par exemple, 

des études ont pu mettre en évidence 13 souches de deuteromycètes, isolées du 

sol, capables de dégrader le naphtalène, le phénanthrène et l‘anthracène [59, 60]. 

Ces capacités de biodégradation sont principalement dues à la sécrétion des 

enzymes extracellulaires comme les peroxydases [60]. 

Plusieurs travaux ont montré que les algues (les algues vertes et bleus) 

oxydent les HAP [11, 61, 62, 63]. Toutefois, WARSHAWSKY et al. [63] ont montré 

que Selenastrum capricornutum métabolise complètement le benzo[a]pyrène 

(BaP) en dihydrodiols tandis que les algues jaunes sont incapables de métaboliser 

les HAP. 

Certains espèces d‘actinomycètes ont la capacité de dégrader des HAP et 

d‘améliorer leurs solubilité (molécules fortement hydrophobes), par la production 

de biosurfactants (formation de micelles), ou par la production de biofilms 

(matrices extracellulaires adhésives et protectrices) [12, 16, 64, 65, 66, 67, 68, 69, 

70, 71, 72]. C‘est par exemple, le cas de Nocardia et de Rhodococcus qui sont 

capables de produire de biosurfactants améliorant fortement la solubilisation des 



28 

HAP [12, 16, 64, 65, 66, 67, 68]. Les streptomycètes sont connues en tant que 

productrices de biosurfactants que dégradatrices des HAP [12, 16, 68, 69, 70]. 

1.2.2 Mécanismes de biodégradation des hydrocarbures aromatiques 

polycycliques 

1.2.2.1 Dégradation anaérobies des HAP 

La biodégradation anaérobie nécessite une activité biochimique spécifique 

afin de convertir les hydrocarbures apolaires en composés comportant des 

groupements fonctionnels (hydroxyle, carbonyle ou carboxyle) indispensables 

pour toute réaction d‘oxydation ultérieure (figure 1.7) [73, 74]. 

La dégradation anaérobie des composés aromatiques se fait par 

l‘enlèvement des chaînes aliphatiques latérales par les réactions suivantes: Les β-

oxydations, les déshydroxylations réductrices et les transhydroxylations [75]. Par 

la suite, les intermédiaires centraux (le benzoyl-CoA, le résorcinol et le 

phloroglucinol) subissent l‘attaque des enzymes réductases et les composés 

alicycliques qui en résultent sont oxydés à leur tour par les β-oxydations et clivés 

hydrolytiquement [75, 76, 77]. 

La figure 1.7 représente les mécanismes de la biodégradation anaérobiose 

des composés aromatiques. 
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Figure 1.7 : Biodégradation des composés aromatiques et les métabolites sous 

action anaérobiose [75]. 

1.2.2.2 Dégradation aérobie des hydrocarbures aromatiques polycycliques 

 Il existe une grande diversité de voies métaboliques aérobies des HAP. Les 

principales enzymes d‘attaque impliquent soit des dioxygénases, soit des 

monooxygénases, soit des ligninases et soit des peroxydases [1, 26] (figure 1.8). 

 La dégradation des HAP par les bactéries aérobies se fait par les mono ou 

dioxygénases extra ou intracellulaires [78, 79, 80]. Les HAP sont alors oxydés en 

cis-dihydrodiols par l‘incorporation de deux atomes d‘oxygène. Cette molécule est 

transformée en catéchol (noyau aromtique avec deux hydroxyles) par l‘action 

d‘une déshydrogénase. Ce catéchol peut alors être dégradé par clivage de cycle 

aromatique [39, 80]. 

Deux voies d‘attaques ont été décrites pour les champignons, l‘une 

s‘effectue par des monooxygénases qui forment des époxydes (souvent des 

cytochromes P450), l‘autre par des enzymes lignolytiques (généralement 
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extracellulaires). Chez les champignons non lignolytiques, l‘attaque initiale des 

HAP, catalysées par une monooxygénase, se traduit par l‘incorporation d‘un 

atome d‘oxygène dans un cycle aromatique du HAP, qui forme alors une arène 

oxyde [39, 80]. Ce mécanisme est le même que celui utilisé par les organismes 

supérieurs pour la détoxification des molécules aromatiques [1, 26, 39, 80]. Les 

champignons lignolytiques possèdent quant à eux des cytochromes P450 qui leur 

permettent de dégrader des HAP en formant notamment des trans-dihydrodiols. 

Cependant, ils produisent également, dans certaines conditions de culture, des 

enzymes extracellulaires: les lignines peroxydases (ou ligninases), et les 

peroxydases manganèse dépendantes (produit par les actinomycètes et les 

champignons). Ces enzymes ont un rôle principal de dégrader la matière 

organique, et plus particulièrement de la lignine. Egalement, ces enzymes (très 

peu spécifiques), permettent, outre l‘oxydation de la lignine, celle des HAP et 

d‘autres composés organiques comme les phénols [12, 16, 26] et les acides 

humiques [19, 20, 21, 22, 23, 79]. 
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Figure 1. 8 : Stratégie générale de la biodégradation des composés aromatiques 
et les métabolites sous une action aérobiose [1, 26, 39, 80]. 
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Certains microorganismes sont capables de dégrader les HAP en ouvrant les 

cycles aromatiques après un processus d‘oxydation. La totalité des noyaux 

benzéniques d‘un HAP peut être ouverte et on partera alors de minéralisation ou 

dégradation complète de l‘HAP. Dans ce cas, la molécule initiale est entièrement 

dégradée et tout le carbone est transformé en CO2. Dans d‘autres cas, les 

caractéristiques de milieu (pH, température, salinité, …) et des HAP font que la 

biomasse microbienne ne parvient pas à ouvrir tous les nayaux benzéniques et les 

HAP restent alors dans une forme oxydée intermédiaire. Ces formes 

fonctionnalisées (catéchol, phénol, acide phthalique, quinone) grace à l‘insertion 

de molécules d‘oxygéne ont un comportement très différent de leur molécule mère 

et peuvent se lier à la matière organique de l‘environnement en formant avec elle 

des liaisons covalentes (ester, éther ou carbone-carbone). On parle alors de 

dégradation incomplète des HAP et formation de résidus liés [81, 82]. La liaison 

des HAP fonctionnalisés à la matière organique du sol est représentée sur la 

figure 1.9, ces molécules métabolisées et liées chimiquement ne sont plus 

considérées comme étant des HAP car n‘étant plus susceptibles de revenir à leur 

état initial. Lors de la dégradation incomplète des HAP, leur fonctionnalisation par 

l‘insertion dans leur structure de molécules d‘oxygène induit une liaison facilitée 

des HAP avec la matière organique du sol (notamment les acides humiques). 
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Figure 1.9 : Formation de résidus liés après dégradation incompléte des HAP   

[81, 82]. 
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Certains paramétres sont susceptibles de faire varier l‘intensité de la 

biodégradation ainsi que la proportion des HAP transformés en résidus liés par 

rapport aux HAP totalement dégradés. Tout d‘abord, les HAP à hauts poids 

moléculaires sont plus résistants à la biodégradation que les hydrocarbures 

aromatiques légers [81]. De plus, la formation de résidus liés diminue avec 

l‘augmentation du temps de contact entre les microorganismes et les HAP [81, 

82]. Enfin, l‘activité biologique de la dégradation dépend en général des 

paramétres abiotiques de milieu de dégradation (pH, O2, température,…) [82]. 

1.2.3 Voies métaboliques de dégradation aérobie des hydrocarbures aromatiques 

polycycliques 

Dans le cas idéal d‘une minéralisation totale, les produits finaux sont de 

l‘eau et du CO2. Or lors de la biodégradation des HAP de nombreux composés, 

qu‘ils soient intermédiaires ou finaux, peuvent être générés. De nombreuses 

études traitent des voies de dégradation des HAP par différents microorganismes, 

avec l‘identification de métabolites et d‘intermédiaires de réaction (quelques 

exemples, concernant le naphtalène et le phénanthrène sont décroits ci-dessous). 

1.2.3.1 Naphtalène 

Plusieurs mécanismes de la biodégradation du naphtalène (deux cycles 

aromatiques) ont été rapportés par plusieurs chercheurs [1, 29, 80, 83, 84, 85, 86, 

87, 88, 89]. La figure 1.10 représente les différents mécanismes aérobies de la 

biodégradation du naphtalène. 

L‘étape initiale de la dégradation du naphtalène (1) par les bactéries 

aérobioses est réalisée par naphtalène 1, 2- dioxygénase (a) pour former le         

cis-1, 2-naphtalène dihydrodiol (2). Le 1 -naphthole (3) et le 2-naphtole (4) seront 

formés par des enzymes non identifiés. Le cis-1,2-naphtalène dihydrodiol (2) est 

ensuite oxydé par une cis-1,2-dihydrodiol déhydrogénase (b) en                            

1,2-dihydroxynaphtalène (5). Une nouvelle réaction d‘oxygénation par                    

1,2-dihydronaphtalène dioxygénase (c) dite méta ouvre alors le cycle aromatique 

dihydroxyle en formant le 2–hydroxychromène-2-carboxylate (6) et l‘acide trans-o-

hydroxybenzylidène pyruvate (8) par l‘enzyme 2-hydroxy-chromène-2-carboxylate 

isomèrase (d). Le 2–hydroxychromène-2-carboxylate (6) sera transformé en 

coumarin (chromen-2-one) (9) en suite vers 2-acide carboxycinnamique (7).  
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Une réaction non connue par un enzyme permit d‘ouvrir le cycle aromatique 

du 1,2-dihydroxynaphtalène (5) aux 2-acide carboxycinnamique (7) ou acide trans-

o-hydroxybenzylidène pyruvate (8). L acide trans-o-hydroxybenzylidène pyruvate 

(8) va former directement le 2-carboxybenzylaldéhyde (10) sous l‘action de 

l‘enzyme 2-hydroxy-chromène-2-carboxylate isomèrase (e). 

L‘enzyme trans-o-hydroxybenzylidène pyruvate hydratase-aldolase (f) 

permet de former le salicylaldéhyde (11) qui sera transformé en acide salicylique 

(12) sous l‘effet de l‘enzyme salicylaldéhyde déshydrogénase (g). Enfin, l‘acide 

salicylique (12) est converti en catéchol (13) par l‘enzyme salicylate hydroxylase 

(f). Ainsi que, le salicylaldéhyde (11) et l‘acide salicylique (12) seront transformés 

l‘acide gentisique (14) par les enzymes gentisate 1, 2-dioxygénase (i) et salicylate 

5- hydroxylase (j). De plus, la biodégradation du naphtalène (1) donnera soit 

directement le 1,2-naphtoquinone (15) après la transformation                                   

le 1, 2-dihydroxynaphtalène (5). 

Le catéchol (13) sera formé soit par la transformation successive du 

naphtalène (1) en: 1,2-dihydroxynaphtalène (5) et 2-acide carboxycinnamique (7). 

Finalement, le catéchol va donner les drivés portant le coenzyme. 

Le 1,2-dihydroxynaphtalène (5) sera transformé sucsessivement aux acide 

trans-o-hydroxybenzylidène pyruvate (8), 2-acide hydroxycinnamique (16), acide 

cinamique (17), en suite à l‘acide benzoïque (18). Un autre mécanisme de la 

biodégradation du 1, 2-dihydroxynaphtalène (5) forme le acide trans-o-

hydroxybenzylidène pyruvate (8) en suite sera transformé en                                  

2-carboxybenzaldèhyde (10) et en acide phtalique (19), ce dernier sera métabolisé 

vers le 3, 4-dihydrodiol de l‘acide phtalique (20), le 3, 4 -dihydroxy d‘acide 

phtalique (21) et l‘acide gentisique (14) sous l‘action d‘enzymes                                               

2-carboxybenzaldéhyde déshydrogénase (k) et phthalate dioxygénase (l). 

Remarque : Les fléches double et sans lettres peuvent représenter une ou 

plusieurs étapes enzymatiques inconnues, les métabolites représentés ayant été 

les plus détectés et enregistrés par les chercheurs. 
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Figure 1.10 : Synthése des voies métaboliques de la dégradation bactérienne 

aérobie du naphtalène. 
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1.2.3.2 Phénanthrène 

Plusieurs voies de dégradation microbiennes aérobies du phénanthrène 

(trois cycles aromatiques) ont été mises en évidence [86, 87, 88, 90, 91, 92, 93, 

94, 95, 96, 97, 98, 99, 100, 101] (figure 1.11). 

Une dioxygénase (a) initiale catalyse le phénanthrène (1) tout d‘abord une 

attaque majoritairement effectuée en position 3 et 4, entraînant la formation du cis-

3, 4-phénanthrène dihydrodiol (2). Ce dernier est converti 3, 4-

dihydroxyphénanthrène (3) via l‘action d‘une déshydrogénase (b). Ce composé va 

ensuite être clivé en position méta pour former un acide trans - 4-(1-hydroxynaph-

2-yl)-2-oxobut-3-enoïque (4) via l‘action d‘une dioxygénase et d‘une isomérase (c). 

Enfin, grâce à l‘action d‘une hydratase-aldolase (d) et d‘un aldéhyde 

déshydrogénase (e), l‘acide 1-hydroxy-2-naphthoïque (7) va être formé. Ce 

composé est le point de départ de deux voies:  

o L‘acide 1-hydroxy-2-naphthoïque (7) sera transformé en 1, 2-

dihydroxynaphtalène (8) à l‘aide d‘un salicylate oxygénase (f). La molécule ainsi 

obtenue subit ensuite la même voie de dégradation décrite pour le naphtalène 

(figure 1.10). 

o La formation de l‘acide phtalique (11) nécessite trois étapes enzymatiques 

réalisées successivement par une 1-hydroxy-2-naphtoate dioxygénase (g), une 

trans-2-carboxybenzalpyruvate aldolase (h) et une 2-carboxybenzaldéhyde 

déshydrogénase (i). Ces enzymes permettent la transformation successive de      

1 -hydroxy-2-naphthoate (7), de trans-o-carboxybenzylidène puruvate (9), et de    

2 -carboxybenzaldéhyde (10). 

Le salicylaldéhyde (27) a été produit par une dégradation successive du 

phénanthrène (1) vers cis -1, 2-phénanthrène dihydrodiol (12),                                

1, 2-dihydroxyphénanthrène (13), 3-hydroxy-3H-benzo-chromène-3-carboxylate 

(14), cis-4-(2-hydroxynap-1-yl)-2-oxobut-3-énoate (15), acide 2-hydroxy-1-

naphtoique (17), et trans-2, 3-dioxo-5-(2-hydroxyphényle)-pent-4-énoate (26) sous 

l‘effets des enzymes: cis-3,4-dihydroxy-3,4-dihydro- phénanthrène déhydrogénase 

(j), 3,4-dihydroxy-phénanthrène dioxygénase (k), isomèrase (l) et hydratase-

aldolase (m). Sur la même voie le 1, 2-dihydroxyphénanthrène (13) sera 
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transformé vers 1-(2-carboxy-vinyl)-naphtalène-2-carboxylate (23) ensuit vers 

naphtalène 1, 2-carboxylate (25). 

Enfin, le phénanthrène capable de se transformer vers le cis-9, 10-

phénanthréne dihydrodiol (20), le 9, 10-dihydroxyphénanthrène (21) et l‘acide 2, 2-

diphénique (22) sous l‘action deux enzymes (dioxygénase et déhydrogénase). 
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Figure 1.11 : Synthése des voies métaboliques de la dégradations bactérienne 

aérobie du pénanthrène. 
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1.2.4 Facteurs influençant la biodégradation des hydrocarbures aromatiques 

polycycliques 

L‘efficacité de la biodégradation des HAP dépend de nombreux facteurs 

biotiques et abiotiques, qui devront être pris en compte lors de processus de la 

biodégradation des HAP [102]. 

1.2.4.1 Facteurs abiotiques 

1.2.4.1.1 Température 

La température est le facteur le plus important qui influe sur l‘activité et la 

capacité de l‘espèce microbienne présente dans l‘environnement ainsi que sur 

l‘état physique des HAP. La biodégradation des hydrocarbures peut se faire dans 

une large gamme de températures, par trois sortes de microorganismes: 

psychrotrophes, mésophiles et thermophiles [103]. 

IQBAL et al. [103] ont étudié l‘influence de la température sur la 

dégradation des HAP lors de la bioremédiation d‘un sol contaminé par le diesel. 

Une température de 42 °C a augmenté le taux de la bioremédiation de 19% par 

rapport à 21 °C. 

Bien que la plupart des bactéries thermophiles dégradent les HAP, RÖLING 

et al. [104] ont mentionné une inhibition totale de la dégradation des HAP au delà 

de 80 °C par les bactéries thermophiles (Thermotoga, Thermoanaerobacter, 

Thermodesulfobacterium) et d‘Archae hyperthermophiles (Thermococcus, 

Archeaoglobus). 

1.2.4.1.2 pH 

Le pH influe directement sur l‘activité des microorganismes et sur la 

solubilité des HAP. BERTHELIN et al. [105] ont signalé que la plupart des 

microorganismes du sol croissent à des pH compris entre 5 et 9. La croissance 

des microorganismes étant favorisée par un pH proche de la neutralité, LEAHY et 

COLWELL [106] ont trouvé que la dégradation des hydrocarbures est plus élevée 

dans des conditions légèrement basiques. De même, KÄSTNER et al. [107] ont 

étudié l‘influence du pH sur la dégradation des HAP par Sphingomonas 

paucimobilis. Ils ont remarqué que la dégradation du phénanthrène est 10 fois 
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plus importante après le passage de pH 5,2 à 7. Par contre, ZHAO et al. [13] ont 

montré que la souche Pseudomonas stutzeri ZP2 dégrade 96% du phénanthrène 

(200 mg.l-1) pendant 6 jours à pH optimum égal à 8. 

1.2.4.1.3 Oxygène 

L‘étape initiale du catabolisme des HAP par les bactéries inclut l‘oxydation 

par l‘enzyme oxygénase, d‘où l‘oxygène est un paramètre limitant de la 

dégradation des HAP par les bactéries aérobies [108, 26]. La disponibilité de 

l‘oxygène dans l‘environnement des microorganismes dépend de plusieurs 

paramètres (type des microorganismes et type de sol). 

1.2.4.1.4 Salinité 

Les fortes salinités constituent une barrière naturelle pour la biodégradation 

des hydrocarbures [1]. Des concentrations en sel plus de deux fois de la salinité 

des eaux de mer diminuent le taux de dégradation (la salinité moyenne des 

milieux océaniques est située entre 33 à 37‰) [26, 110]. WARD et BROCK [110] 

ont montré que la vitesse de la biodégradation des hydrocarbures décroit lorsque 

la salinité passe de 3,3 à 28,4‰, et ils ont attribué ces résultats à une réduction 

générale des vitesses métaboliques des microorganismes. DE.CARVALHO et 

FONSECA [111] ont examiné la dégradation des hydrocarbures (n-C5 à n-C16) par 

Rhodococcus erythropolis DCL14 en présence de 1, 2 et 2.5% (p : v) de NaCl. Les 

résultats obtenus ont montré que l‘augmentation de la concentration de NaCl a un 

effet négatif sur la croissance bactérienne. 

1.2.4.1.5 Source du carbone 

Plusieurs chercheurs ont montré que la biodégradabilité d‘un HAP est 

inversement proportionnelle au nombre de cycles [29, 44, 112]. Celle est 

directement reliée aux propriétés physicochimiques des HAP (notamment la 

solubilité). La solubilité des HAP peut être améliorée par ajouts de tensioactifs 

(chimiques ou biologiques), dont les microorganismes développent leur stratégie 

de la biodégradation des HAP par la production de biosurfactants (voire section 

1.3) [113, 114]. 
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Aussi, la biodégradabilité des HAP est fonction de leur concentration et leur 

répartition sur le site contaminé. PATEL et al. [112] ont étudié la biodégradation du 

phénanthrène à différentes concentrations (300 à 1500 mg.l-1) par un consortium 

bactérien. Ils ont montré que la dégradation de phénanthrène par ce consortium 

augmente avec l‘augmentation de la concentration du phénanthrène. Cependant 

d‘autres chercheurs ont montré qu‘à partir d‘une certaine concentration, les HAP 

peuvent devenir toxiques pour les microorganismes. 

1.2.4.1.6 Humidité 

De manière générale, la présence de l‘eau dans le sol en quantité 

suffisante permet une activité microbienne optimale (échanges biochimiques). 

Toutefois, en quantité trop importante, elle devient un facteur limitant (empêche la 

diffusion de l‘oxygène) [104]. VIÑAS et al. [113] ont étudié la bioremédiation d‘un 

sol sec contaminé par le créosote, aucune diminution des teneurs en 

contaminants alors que pour un sol humidifié à 40%, la diminution des teneurs en 

hydrocarbures totaux atteint 87% au bout de 200 jours d‘incubation. En cas de la 

dessiccation, il sera nécessaire de réhumidifier le milieu de la biodégradation. 

1.2.4.1.7 Éléments nutritifs 

Les nutriments notamment l‘azote et le phosphore sont importants et 

peuvent devenir des facteurs limitants pour la biodégradation des HAP [1, 29]. 

CARMICHAEL et PFAENDER [114] et MCMILLEN et al. [115] ont rapporté que le 

ratio C/N est optimal pour des valeurs comprises entre 2 et 200. Signalons enfin 

que d‘autres nutriments sont nécessaires au métabolisme bactérien: le potassium, 

le magnésium, le calcium, le soufre, le sodium, le manganèse, le fer et les métaux 

de traces. 

1.2.4.2 Facteurs biotiques 

Les microorganismes responsables de la dégradation des HAP dans 

l‘environnement sont principalement les bactéries et les champignons [1, 4, 11, 

29, 116]. La dégradation des HAP est souvent améliorée en présence de 

consortium bactérien par rapport à l‘activité d‘une seule espèce. Ainsi, la 

dégradation d‘un composé par une souche ou une espèce peut entrainer la 

formation de métabolites pouvant eux-mêmes être dégradés par une autre [116]. 
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De plus, PATEL et al. [112] ont montré que l‘efficacité de la biodégradation du 

naphtalène (1000 mg.l-1) est 100% par consortium bactérien au bout de 48 h. 

Signalons enfin que l‘association (co-culture) des microorganismes 

(bactéries, champignons et microalgues) peut être bénéfique pour la 

bioremédiation: les microalgues fournissent l‘oxygène (photosynthèse) qui est 

utilisé par les bactéries pour l‘oxydation des hydrocarbures. Les champignons 

excrètent des enzymes extracellulaires (comme peroxydases) capables de 

dégrader les HAP à grosse taille (comme fluoranthène) vers des métabolites 

intermédiaires (comme 8- et 9-hydroxyfluoranthène trans-2,3-dihydrodiols). Ces 

métabolites traversent facilement la membrane cellulaire de la bactérie [1, 29, 

117]. 
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1.3 BIOSURFACTANTS ET APPLICATIONS 

1.3.1 Introduction 

Les tensioactifs (surfactants) sont des molécules capables de réduire la 

tension interfaciale entre deux phases de polarités différentes comme l'huile et 

l'eau [118, 119]. Ils sont principalement utilisés en tant qu‘agents émulsifiants ou 

dispersants. Les surfactants d‘origine chimique présentent un risque pour 

l‘environnement car ils sont généralement toxiques et non biodégradables [120, 

121]. C‘est pourquoi, depuis plusieurs années, les scientifiques se sont intéressés 

à des surfactants produits par des organismes vivants (les tensioactifs biologiques 

ou biosurfactants). Ceux-ci possèdent les mêmes propriétés tensioactives que 

leurs homologues chimiques, mais ont l‘avantage d‘être biodégradables, non 

toxiques et sont également efficaces. Les biosurfactants sont définis comme étant 

des molécules amphiphiles à surfaces actives et produites par des cellules 

vivantes. Ils s‘accumulent aux interfaces et réduisent la tension de surface [122]. 

Les biosurfactants sont constitués d‘une partie hydrophile polaire et d‘une partie 

hydrophobe non polaire (figure 1.12). 

Figure 1.12 : Différentes formes de disposition de biosurfactants [123]. 
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1.3.2 Classification de biosurfactants 

La classification des biosurfactants est généralement basée sur la nature 

chimique de leurs constituants hydrophobes et hydrophiles. On distingue les 

grandes classes de biosurfactants: les glycolipides, les lipopeptides et les 

phospholipides, les lipopolysaccharides et les polymères [124]. 

1.3.2.1 Glycolipides 

Les glycolipides sont les biosurfactants les plus connus. Ils sont formés 

d‘hydrates de carbone en combinaison avec des acides aliphatiques à longue 

chaîne ou des acides hydroxyaliphatiques. Parmi les glycolipides, les plus connus 

sont : 

1.3.2.1.1 Les Rhamnolipides : sont les glycolipides les mieux étudiés, dans 

lesquels une ou deux molécules de rhamnose sont liées à une ou deux molécules 

des β-hydroxydécanoïque, alors que le groupement OH de l'un des acides est lié 

à la portion glycosidique. Le groupement OH du deuxième acide entre dans la 

formation d‘un ester [124, 125]. Le rhamnolipide représenté ci-dessous (figure 

1.13) est produit par Pseudomonas aeruginosa PAO1 [125]. 
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Figure 1.13 : Structure du rhamnolipide produit par Pseudomonas aeruginosa 

PAO1 [125]. 
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1.3.2.1.2 Les trehalolipides : sont composés par le trehalose, disaccharide lié avec 

le carbone (C5) et le carbone (C5‘), ce type de biosurfactant produit dans la 

plupart des cas par les espèces de genres Rhodococcus, Nocardia et 

Corynebacterium [126]. 

1.3.2.1.3 Les sophorolipides : produits principalement par des levures telles que 

Torulopsis bombicola et Torulopsis apicola. Ce type de biosurfactant est composé 

d'un dimère sophorose glucide lié à une longue chaine hydroxyle d‘acides gras par 

une liaison glycosidique [127]. 

La figure 1.14 représente les structures de deux biosurfactants: 

trehalopides et sophorolipides. 
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Figure 1.14 : Structures de deux types de biosurfactants : (A) Trehalopide produit 

par Rhodococcus erythropolis [126] et (B) Sophorolipide produit par 

Torulposis bombicola [127]. 
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1.3.2.2 Lipopeptides et lipoprotéines 

Les lipopeptides et les lipoprotéines sont généralement produits par les 

microorganismes sécréteurs des antibiotiques. Le biosurfactant le plus connu est 

la surfactine. 

La surfactine, produite par Bacillus subtilis, est un lipopeptide cyclique 

composé de sept acides aminés relié à un acide gras par un lien lactane (figure 

1.15) [128]. 

L-Val

L-Asp D-Leu L-Leu O

HC(CH2)9 CH

CH3

CH3
CH2

C=OGlu-LLeu-LLeu-D  

Figure 1.15: Structure de la surfactine produit par Bacillus subtilis [128]. 

1.3.2.3 Acides gras, phospholipides ou lipides neutres 

Ces biosurfactants sont produits par plusieurs bactéries et levures. La 

figure 1.16 montre une structure d‘un biosurfactant (phosphatidyléthanolamine) qui 

a été produit par la souche Acinetobacter sp. HO1-N [129]. 
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Figure 1.16 : Structure de la phosphatidylethanolamine produit par Acinetobacter 

sp. strain HO1-N. R1 et R2 sont des chaînes hydrocarbonées d‘un 

acide gras [129]. 
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1.3.2.4 Biosurfactants polymères 

Les biosurfactants de nature polymères les plus étudiés sont: emulsan, 

liposan, alasan, et d‘autres complexes polysaccharides-protéines. Par exemple, 

Acinetobacter calcoaceticus RAG-1 produit l‘emulsan qui est un agent émulsifiant 

efficace pour les hydrocarbures dans l‘eau (figure 1.17) [130]. 
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Figure 1.17 : Structure de l‘emulsan produit par Acinetobacter calcoaceticus  

RAG-1 [130]. 

1.3.3 Facteurs influençant la production du biosurfactant 

La nature et la quantité de la production du biosurfactant sont influencées 

par les facteurs et biotiques [127, 131, 132, 133, 134, 135, 136, 137]. 

1.3.3.1 Facteurs abiotiques 

1.3.3.1.1 Source de carbone 

De nombreux travaux ont montré que la nature du biosurfactant dépend 

fortement de la source de carbone. Le gasoil et le pétrole présentent une bonne 

source de carbone [131]. D‘autres auteurs ont signalé que les composés solubles 

dans l‘eau comme le glucose sont aussi convenables pour la production des 

biosurfactants [127]. L‘huile d‘olive, l‘huile de maïs ont été optimisés à la 

production du rhamnolipide par la souche Pseudomonas aeruginosa UG-2 (100 – 

165 mg/g de substrat) [132]. 
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1.3.3.1.2 Source d‘azote 

La source d‘azote est un paramètre important dans la production du 

biosurfactant, certaines souches préfèrent les sels d‘ammonium et l‘urée comme 

source inorganique d‘azote, alors d‘autres produisent un maximum de 

biosurfactant en présence de nitrate [133, 134]. 

1.3.3.1.3 Cations 

Les cations ont un effet direct sur la production de biosurfactants. L‘ajout 

des cations dans le milieu de culture joue un rôle positif pour la production de 

biosurfactants de type lipopeptidiques par Bacillus subtilis [135]. Aussi l‘ajout de 

ZnSO4 et/ou de MnSO4 pourrait augmenter la production de rhamnolipide par la 

souche de Peudomonas aeruginosa OCD1 [136]. Alors que, la limitation des 

concentrations de sel de magnésium, de sel de calcium et de sel de potassium 

conduit à un meilleur rendement de production de rhamnolipide par la souche de 

Pseudomonas aeruginosa DSM 2659 [133]. 

1.3.3.1.4 pH 

Plusieurs chercheurs ont rapporté que le pH influe la production de 

biosurfactants. Le pH entre 6,5 et 9,5 est optimum pour la production de 

biosurfactant par les souches BiBiB5 et Ilam E3P4 de Bacillus, isolées à partir de 

réservoir pétrolier IRANIEN [137]. La production maximale de rhamnolipide était 

obtenue dans une gamme très restreinte de pH de 6 à 6,5 par Pseudomonas 

aeruginosa [133]. 

1.3.3.2 Facteurs biotiques 

Les biosurfactants sont principalement produits par des microorganismes 

aérobies [138, 139] sur une ou plusieurs sources de carbone telles que les 

hydrates de carbone, les huiles ou les hydrocarbures [138]. Ces microorganismes 

sont en général des levures, des champignons ou des bactéries. Les plantes, les 

animaux ou les humains sont également capables d‘en produire [140]. Le principal 

rôle physiologique du biosurfactant est de permettre aux microorganismes de se 

développer sur des substrats insolubles en réduisant la tension interfaciale entre 

l‘eau et le substrat, rendant ce dernier plus facilement accessible [118, 141, 142]. 
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Les principaux microorganismes producteurs de biosurfactants, actuellement 

connus: Acinetobacter calcoaceticus IMUb-7241 [143], Staphylococcus sp. strain 

1E [144], Pseudomonas aeruginosa NY3 [145] et Pseudomonas aeruginosa MR01 

[146], Pseudomonas aeruginosa SP4 [147], Bacillus sp. strain [148], Bacillus 

methylotrophicus USTB [149], Bacillus sp. I-15 [150], Candida lipolytica [151], 

Pseudoxanthomonas sp. strain PNK-04 [152], Amycolatopsis tucumanensis DSM 

45259 [153], Micrococcus kristinae, Bacillus firmus, Bacillus licheniformis, Bacillus 

lentus et Yersinia enterocolitica [154], Brevibacterium aureum MSA13 [155], 

Lactobacillus paracasei [156], Ochrobactrum sp. strain 1C et Brevibacterium sp. 

strain 7G [157]. 

A titre d‘exemple, les actinomycètes producteurs de biosurfactants sont: 

Rhodococcus erythropolis [158], Rhodococcus wratislaviensis [159], Nocardiopsis 

lucentensis MSA04 [160], Gordonia sp. strian JE-1058 [161], Nocardiopsis sp. 

strain B4 [162] et Nocardioides sp. strain [163]. 

La production de biosurfactants par les streptomycètes a été rapportée dans 

de très rares cas. KHOPADE et al. [164] ont isolé une souche de Streptomyces 

sp. strain B3 productrice de biosurfactant où l‘extrait de levure représente la 

meilleure source de carbone, ce biosurfactant réduit la tension de surface jusqu‘à 

29 mN.m-1. Le biosurfactant issu de la souche de Streptomyces sp. strain S1 a 

montré une réduction de la tension de surface jusqu'à 42,6 mN.m-1 et sa valeur en 

CMC est de 300 mg.l-1 [165]. Egalement, DEEPIKA et KANNABIRAN [159] ont 

montré que les deux souches de Streptomyces sp. strain VITDDK1 et VITDDK2, 

productrices de biosurfactants, sont résistantes aux métaux lourds (mercure, 

cuivre, zinc, cadmium et plomb). RICHTER et al. [167] ont isolé Streptomyces 

tendae Tuë 901/8c, cette souche produit un biosurfactant de type streptofactin, où 

la tension de surface diminue jusqu‘à 39,4 mN.m-1 et la valeur de la CMC égale à 

36 mg.l-1. 
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1.3.4 Propriétés de biosurfactants 

1.3.4.1 Concentration micellaire critique 

Par définition, la Concentration Micellaire Critique (CMC) est la 

concentration en solution d‘un agent de surface au-dessus de laquelle une partie 

des molécules dispersées au sein de la solution se rassemblent pour former des 

micelles [168]. Les micelles se forment lorsque les portions hydrophobes, 

capables de former des liaisons hydrogènes en phase aqueuse, créent une forte 

augmentation de l‘énergie libre du système [169]. En effet, dans les micelles, les 

parties hydrophobes se regroupent vers le centre, et les portions hydrophiles 

restent en contact avec l‘eau (figure 1.18). La CMC d‘un surfactant varie avec sa 

structure, la température de la solution, la présence d‘électrolytes ou de composés 

organiques [170, 171]. 

 

 

Figure 1.18 : Variation de la tension interfaciale, de la tension de surface et la 

solubilité en fonction de la concentration du biosurfactant [169]. 
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1.3.4.2 Stabilité de biosurfactants 

Les biosurfactants sont caractérisés par une émulsion stable avec une 

durée de vie de plusieurs mois à plusieurs années [27]. En outre, les 

biosurfactants peuvent stabiliser les émulsions (émulsifiants) ou les déstabiliser 

(dé-émulsifiants). Les biosurfactants sont stables dans une large gamme de 

température, de pH et de salinité [172]. 

1.3.4.3 Toxicités 

Bien que peu de données sont disponibles dans la littérature concernant la 

toxicité des surfactants microbiens, ils sont généralement considérés comme des 

produits peu ou non-toxiques et par conséquent, ils sont appropriés pour des 

usages pharmaceutiques, cosmétiques, alimentaires et environnementaux [27, 

144, 173]. 

1.3.4.4 Biodégradabilité 

De nombreux auteurs indiquent que les biosurfactants sont biodégradables 

par rapport aux surfactants chimiques [121, 174, 175]. Une étude réalisée par 

VILPULANANDAN et REN [121] a décelé que la biodégradation de biosurfactant 

produit par une souche de Pseudomonas sp. strain était en compétition avec la 

biodégradation du naphtalène. De plus, HABA et al. [174] et DESCHENES et al. 

[175] ont rapporté que les biosurfactants produit par Pseudomonas aeruginosa 

étaient biodégradables. 

1.3.4.5 Activité à l‘interface 

En présence d‘un biosurfactant issu de la souche Bacillus sp. strain, JOSHI 

et al. [176] ont montré que la diminution de la tension interfaciale (TI) eau/pétrole 

brut était entre 0,05 et 12,5 m.Nm−1. Egalement, le biosurfactant produit par 

Bacillus licheniformis TT42 a abaissé la TS de l‘eau à 28 mN.m-1 et la TI 

(eau/pétrole brut) jusqu‘à 0,05 mN.m-1 à 80 °C [177]. 
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1.3.4.6 Pouvoir émulsifiant 

L‘émulsion est un système hétérogène composé au moins d‘un liquide non 

miscible intimement dispersé dans un autre sous forme de gouttelettes dont le 

diamètre dépasse en général 0,1 mm (microémulsion) [27]. Il y a quatre formes 

d‘émulsions (figure 1.19) [178]. 

 

Figure 1.19 : Quatre types de microémulsions. Type I : huile-dans-eau, type II : 

trois phases, dans lequel les microémulsions de phase du milieu 

sont en équilibre avec l‘huile et l‘eau, Type III : eau-dans-huile et 

Type IV : huile et l‘eau sont incorporés dans une seule phase [178]. 

 

1.3.4.7 Activité biologique 

Plusieurs biosurfactants ont montré une activité contre les microorganismes 

pathogènes. Le lipopeptide iturin de Bacillus substilis a montré une activité 

puissante antifongique [179]. Les rhamnolipides inhibent la croissance des 

espèces nuisibles de bloom algale (Heterosigma akashivo et Protocentrum 

dentatum) pour des concentrations variant de 0,4 à 10 mg.l-1 [180]. Selon les 

travaux réalisés par EDDOUAOUDA et al. [144], le lipopeptide synthétisé par la 

souche Staphylococcus sp. strain 1E a montré une activité inhibitrice contre les 

bactéries: Staphylococcus aureus, Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa et 

Bacillus subtilis. 
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1.3.5 Applications de biosurfactants 

 Les biosurfactants ont une meilleure compatibilité avec l‘environnement et 

possèdent de nombreux avantages par rapport aux surfactants chimiques, tels 

que la biodégradabilité, la faible toxicité, ont la plus sélectivité, la stabilité 

thermique et chimique élevée, etc. Les biosurfactants peuvent être synthétisé à 

partir de matières premières renouvelables [181]. Ces propriétés intéressantes 

permettent d‘appliquer les biosurfactants à grande échelle (environnementale et 

industrielle). 

1.3.5.1 Applications industrielles de biosurfactants 

1.3.5.1.1 Récupération du pétrole 

 La récupération d‘une partie de pétrole restante dans le gisement (roches) 

ou dans les réservoirs s‘effectue par des procédés thermiques et chimiques. Les 

biosurfactants (procédés biologiques) peuvent aider à l‘émulsification de pétrole et 

également aider le détachement de films d‘huile à partir de roches et de réservoir 

[181, 182] (figure 1.20). 

 

Figure 1.20 : Récupération de pétrole brut par les biosurfactants [182]. 
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1.3.5.1.2 Autres applications industrielles de biosurfactants 

Les biosurfactants sont utilisés dans de nombreux domaines tels que: 

cosmétiques, transformation alimentaire, industrie textile, solubilisation des 

produits agrochimiques, agroalimentaires, nettoyants ménagers, produits de 

l‘agriculture, pharmaceutique, médecine, et d‘autres (figure 1.21) [26, 27]. Les 

applications potentielles des biosurfactants sont: l‘émulsion, la séparation de 

phases, la mouillabilité, la formation de mousses, la solubilisation, l‘inhibition de la 

corrosion, la diminution de la viscosité.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1.21 : Applications industrielles des biosurfactants [26, 27]. 

 

1.3.5.2 Applications environnementales de biosurfactants 

1.3.5.2.1 Remédiation des sols contaminés par les hydrocarbures 

 La bioremédiation des sites contaminés par les hydrocarbures dépend de la 

nature et la concentration d‘hydrocarbures (biodisponibilité), de l‘espèce 

microbienne, des facteurs abiotiques (disponibilité d‘oxygène, humidité, 

température, pH, nutriments,..). L‘addition de tensioactifs synthétiques ou 

biologiques conduit à une mobilité accrue et une solubilité importante des 

hydrocarbures et donc une élimination efficace du polluant [142, 173]. 
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Le rôle principal du tensioactif est de solubiliser les molécules hydrophobes 

(HAP) en les piégeant dans la pseudo-phase hydrophobe formée par les micelles 

(figure 1.22). 

L‘utilisation de biosurfactants dans la remédiation des hydrocarbures a 

donné des résultats variables selon les conditions d‘applications. LINDLEY et 

HEYDEMAN [183] ont utilisé l‘extrait des acides gras et des phospholipides 

(principalement l‘acide dodécanoïque et de la phosphatidylcholine) produit par 

Cladosporium resiuae, ils ont amélioré le taux de dégradation des alcanes jusqu‘à 

30%. 

BERG et al. [184] ont utilisé un biosurfactant (nommé UG2), produit par 

Pseudomonas aeruginosa, pour la remobilisation des hydrocarbures, ce qui a 

entraîné une remobilisation de 31% des hydrocarbures dans la phase aqueuse. 

Biosurfactants
(Micelle)

HAP
Sol contaminé

solubilisationRemobilisation
Biodégradation

 

Figure 1.22 : Représentation schématique des processus de la solubilisation des 

HAP en présence de surfactant. 



54 

1.3.5.2.2 Remédiation des milieux aquatiques contaminés par les hydrocarbures 

 Lorsque les hydrocarbures sont déversés dans le milieu aquatique, les plus 

légers volatilisent alors que les polaires se dissolvent dans l‘eau [26]. Toutefois, en 

raison de la faible solubilité de l‘huile, la plupart des composants de l'huile reste à 

la surface de l‘eau [1, 26]. Le premier moyen de suppression d‘hydrocarbures est 

la photooxydation, l‘évaporation, et la dégradation microbienne. La biodégradation 

peut être l‘une des méthodes les plus efficaces pour éliminer ces polluants [1, 26]. 

Les surfactants renforcent la dégradation par les dispersants et les émulsionnants 

des hydrocarbures [1, 26]. 

 Egalement, les microorganismes telluriques qui produisent les biosurfactants 

peuvent être utiles dans le milieu aquatique. REDDY et al. [185] ont signalé 

qu‘une nécessité de la solubilisation spécifique des hydrocarbures par les 

surfactants pendant la croissance microbienne donne un bon rendement de la 

biodégradation. 

 

1.3.6 Mécanisme d‘élimination des HAP par les microorganismes en présence de 

biosurfactants 

La faible solubilité des HAP (substrat) augmente leur sorption sur les 

surfaces et limite leur biodisponibilité pour les microorganismes, ce qui constitue 

un obstacle pour l‘efficacité de la bioremédiation des sites contaminés par les 

HAP. Le biosurfactant peut favoriser la croissance microbienne sur des substrats 

liés par leur désorption ou en augmentant leur solubilité [186, 187]. Les 

biosurfactants sont particulièrement efficaces pour mobiliser des molécules 

hydrophobes liées et les rendent disponibles pour la biodégradation [26, 186, 187, 

188]. La figure (1.23) ci-dessous montre le mécanisme de la biodégradation des 

HAP en présence des biosurfactants. 
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Figure 1.23 : Mécanisme de la dégradation des HAP par les microorganismes en 

présence d‘un biosurfactant. 

 

La première étape est la formation de micelles contenant l‘HAP, où la partie 

hydrophobe du tensioactif s‘attache au HAP grâce à des interactions 

hydrophobes. Le contact entre la micelle et la membrane cellulaire qui est très 

hydrophile où la porosité de la membrane augmente, l‘HAP entre dans la cellule 

où l‘HAP a été dégradé par les enzymes nécessaires [187, 188, 189]. 
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Un autre mécanisme d'action possible du biosurfactant impliquant une 

modification de l'hydrophobicité cellulaire. Si un biosurfactant s‘attache à la 

membrane cellulaire, l‘hydrophobie de la cellule augmente. Ce qui conduit à une 

absorption des HAP par la cellule et par suite leur dégradation. Donc, les 

microorganismes peuvent former un biofilm à base d‘un biosurfactant comme le 

montre la figure 1.24 [189]. 

 

Figure 1.24 : Mécanismes de la formation de biofilm sous le rôle du biosurfactant 

[189]. 

Plusieurs chercheurs ont testé l‘efficacité de la biodégradation des HAP en 

présence de biosurfactants à des pourcentages de dégradation entre 92,3 à 100% 

[121, 188, 190, 191], par contre la dégradation d‘un mélange des HAP ne dépasse 

pas 67% par Pseudomonans aeruginosa [192]. 
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Le tableau 1.1 indique l‘importance de l‘ajout de biosurfactant pour la 

biodégradation des HAP. 

Tableau 1.1 : Biodégradation des HAP sous l‘effet de biosurfactant. 

Réf %D  Biosurfactant Microorganisme HAP 

121 100 Rhamnolipide Pseudomans sp. strain Naphtaléne 

188 99,4 Sophorolipides Pseudomans putida Phénanthrène 

190 95 Rhamnolipide Rhodococcus sp. strain Anthracène 

191 95 Rhamnolipide Culture mixte: Pseudomanse 

sp. strain et Rhodococcus 

sp. strain. 

Phénanthrène 

192 67 Sophorolipide Pseudomans aeruginosa Mélange d‘HAP 

 

1.3.7 Utilités des actinomycètes dans la biodégradation et la production de 

biosurfactants 

Les actinomycètes possèdent de nombreuses propriétés qui en font de 

bons candidats pour l‘application dans la bioremédiation des sites contaminés par 

des polluants organiques. Ils produisent des enzymes extracellulaires qui 

dégradent un large éventail de composés organiques complexes et aussi des 

spores qui résistent à la dessiccation [17, 79, 193, 194]. 

Les actinomycètes ont la capacité de dégrader une grande variété de 

polymères comme les lignocelluloses ou encore la chitine [79, 193], les acides 

humiques [19, 20, 21, 22, 23, 79]. Les actinomycètes possèdent ainsi toute une 

variété d‘enzymes intervenant dans ces dégradations: chitinases, endo-

glucanases, cellulases [19, 20, 21, 22, 23, 79, 195, 196] et des peroxydases [19, 

20]. Elles produisent aussi de multiples protéases [21, 197] qui peuvent ensuite 

trouver des applications dans l‘industrie alimentaire ou l‘industrie des détergents 

[21]. En outre, les enzymes issues d‘actinomycètes sont aussi utilisées dans les 

procédés de bioconversion. 

Ainsi, les actinomycètes peuvent avoir un rôle important dans le processus 

de dépollution grâce à leur capacité de dégrader les matières organiques à haut 

poids moléculaires (acides humiques) [19, 20, 21] et une large variété de 

composés organiques, ainsi elles représentent des candidats prometteurs pour le 
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recyclage [16]. Mycobacterium, Rhodococcus et Gordonia sont des actinomycètes 

qui jouent un rôle important dans la bioremédiation de sols contaminé par les 

matières organiques [3, 6,16, 19, 90, 99, 111, 158]. 

Les actinomycètes, en particulier les streptomycètes, sont de puissants 

producteurs d‘enzymes extracellulaires (peroxydases, oxygénases,..). Ces 

enzymes jouent un rôle important dans la dégradation de la matière organique et 

dans l‘industrie. La dégradation des matières organiques par les enzymes de 

streptomycètes peut être le résultat d‘un mécanisme radicalaire (oxydation 

biologique) ou d‘un changement chimique (hydrolyse biologique). Les enzymes 

réagissent directement avec l‘oxygène comme les cytochromoxydases qui sont 

des enzymes actives dans la chaîne respiratoire. La plupart du temps, l‘oxygène 

est incorporé directement au substrat (cas des oxygénases). Parfois, il joue le rôle 

d‘un accepteur d‘hydrogène (cas des oxydases). Le principal mécanisme 

enzymatique pour l‘assimilation et/ou la détoxification des substrats organiques 

peu dégradables est l‘oxydation enzymatique par les monooxygénase ou les 

dioxygénases : il y a formation de groupes polaires qui permettent l‘augmentation 

de la solubilité de nombreux substrats organiques peu solubles dans l‘eau 

(hydrocarbures) et de facilité ainsi leur assimilation [44, 198, 199]. 

Les streptomycètes sont de bon choix en tant que producteurs de 

biosurfactants en raison de leur abondance dans le sol et leur rôle majeur dans le 

recyclage des matériaux dans la nature. En outre, ils ont été trouvés à produire de 

nombreux types de métabolites, notamment des antibiotiques, des pigments, des 

enzymes et de biosurfactants [19, 20, 21, 195, 200, 201, 202]. Jusqu'à tout 

récemment, il y a eu seulement un nombre limité de rapports publiés sur les 

streptomycètes genre Streptomyces producteurs de biosurfactants. Par exemple, 

Streptomyces tendae Tu901/8c produit un composé peptidique hydrophobe 

extracellulaire, appelée streptofactine [167]. Le glycopeptide vancomycine a été 

produit par Streptomyces orientalis, ce biosurfactant est utilisé comme 

antibactérien contre des souches de Staphylococcus aureus résistantes à la 

méthycilline [193]. Les biosurfactants ont été produits par Streptomyces sp. strain 

B3 [164] et par Streptomyces sp. [165, 166], qui ont été utilisés dans la 

bioremédiation de sols contaminés par les hydrocarbures et les métaux lourds. 
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1.4 CONCLUSION 

Les HAP sont des contaminants environnementaux primordiaux quelles que 

soient les origines (naturelles ou anthropiques). Ce sont des composés 

organiques très peux solubles et servent comme des sources d‘énergie aux 

microorganismes hydrocarbonoclastes. 

La dégradation par les actinomycètes présentent un intérêt doublement 

efficace pour la dépollution grâce à leur potentiel de production de biosurfactants 

et aux enzymes (peroxydases et oxygénases). 

   La faible solubilité des HAP limite le potentiel biodégradatif et afin de 

faciliter le contact entre le substrat et la cellule et par la suite améliorer l‘efficacité 

de la dégradation, les microorganismes produisent une variété de biosurfactants. 

La nature du biosurfactant est déterminée par le type de microorganisme, les 

sources de carbone et d‘azote. Certains microorganismes développent un autre 

mécanisme lié à l‘hydrophobicité cellulaire pour adhérer au substrat hydrophobe. 

  La biodégradation des HAP est un processus complexe et diffère selon le 

microorganisme et dépend de facteurs abiotiques, y compris ceux liés aux HAP 

(solubilité, la toxicité, …) et les conditions environnementales (pH, température, 

…) ainsi que les facteurs biotiques liés aux microorganismes. 

  La biodégradation peut être réalisée aussi bien par voie aérobie que par 

voie anaérobie. Néanmoins, la dégradation aérobie reste la plus efficace. En 

général, les HAP sont presque métabolisés vers le catéchol et les acides 

benzoïque, phtalique, salicylique et gentisique. En outre, certains 

microorganismes peuvent métaboliser les HAP vers d‘autres sous produits. 
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CHAPITRE 2 

MATERIEL ET METHODES 

2.1 Introduction 

Notre approche expérimentale est divisée en trois grandes parties : 

o La première partie a été consacrée à l‘étude de la dégradation de deux HAP 

(naphtalène et phénanthrène) et de pétrole brut par trois souches de 

streptomycètes isolées localement (AB1, AH4 et AM2). 

o La deuxième partie a été réservée à la mise en évidence des métabolites de 

dégradation de ces deux HAP par ces trois souches. 

o La troisième partie consiste à étudier la production et la caractérisation d‘un 

biosurfactant produit par la souche AB1 afin de l‘utiliser dans la dépollution d‘un 

sol contaminé par le pétrole brut et de solubiliser deux HAP contenus dans 

l‘eau douce et l‘eau de mer. 

2.2 Souches de streptomycètes 

Trois souches de streptomycètes, isolées et identifiées dans le cadre des 

travaux de recherche du Laboratoire de Chimie de Substances Naturelles et de 

Biomolécules (LCSNBioM) de l‘université de Blida 1 et le Laboratoire de 

Microorganismes et Biomolécules (LMB) du centre de Biotechnologie Sfax, 

(Tunisie) [19, 20, 21, 22, 23], ont été utilisées pour la dégradation des HAP et le 

pétrole brut et à la production de biosurfactant. 

Les données concernant le site de prélèvement des sols employés pour 

isoler ces microorganismes (techniques d‘isolement, identification phénotypique et 

génotypique) sont présentées en APPENDICE C. 

Ces trois souches ont montré une forte aptitude à dégrader les acides 

humiques [22, 23]. Notamment, les souches AM2 et AH4 sont à l‘origine de 

nouvelles enzymes extracellulaires de type peroxydases appelés HaP (HaP1 et 

HaP2 pour AM2 et HaP3 pour AH4) et la souche AB1 productrice de Kératinase 

[19, 20, 21]. Ces propriétés très particulières de production enzymatique nous ont 

incités à les utiliser dans la dégradation des hydrocarbures et la production de 

biosurfactants. 
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2.3 Biodégradation des hydrocarbures 

2.3.1 Adaptation des souches et préparation de précultures 

A partir d‘une culture jeune en milieu ISP9 solide (voir composition en 

annexe 2), les souches AB1, AH4 et AM2 ont été inoculées à raison d‘un disque 

de 1 cm de diamètre rempli de spores dans des erlenmeyers de 250 ml contenant 

100 ml de milieu liquide minéral minimum ʺMMʺ (voir composition en APPENDICE 

C) L‘ajout de glucose (10 mg.l-1) permettra le bon démarrage de croissance 

microbienne [23]. Le naphtalène (ou le phénanthrène) a été utilisé comme source 

de carbone et d‘énergie (100 mg.l-1). Les cultures ont été alors incubées à 30 °C 

(±1 °C) pendant 5 jours à l‘obscurité et sous une agitation de 150 tr.min-1.  

2.3.2 Croissance de streptomycètes sur différents types d‘hydrocarbures 

Avant d‘entamer les expériences de la biodégradation, nous avons vérifié la 

tolérance de nos souches vis-à-vis l‘effet toxique des hydrocarbures aromatiques 

et de pétrole brut sur la croissance de streptomycètes. Ceci a été réalisé 

séparément par ensemencement des souches sur milieu solide minéral contenant 

10 mg.l-1 du glucose et 100 mg.l-1 du chaque hydrocarbure aromatique 

(naphtalène (panreac), phénanthrène (Aldrich-Germany), anthracène (Aldrich-

Germany) et xylène) et 1% (v : v) du pétrole brut. Après 5 jours d‘incubation à 30 

°C, nous avons vérifié visuellement la croissance des souches sur milieu solide 

pour chaque souche ainsi pour chaque hydrocarbure. 

2.3.3 Etude de la biodégradation du pétrole brut 

Un (01) ml de préculture a été inoculé dans des erlenmeyers de 250 ml 

contenant 100 ml de milieu MM. Le pétrole brut (1%, v : v) et le glucose (10 mg.l-1) 

ont été ajoutés au milieu après stérilisation par microfiltration (microseringue de 

0,45 µm). Après l‘ajustement de pH à 7.2, le milieu de culture a été incubé à 

l‘obscurité à 30 °C et sous une agitation de 150 tr.min-1. Dans les mêmes 

conditions, des erlenmeyers contenant des souches mortes (autoclavées à 120 °C 

pendant 20 min) ont été incubées simultanément afin de servir de témoins 

chimiques et biologiques. 
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Les étapes suivantes ont permis à la fois d‘observer la croissance et de 

suivre la dégradation : 

o Afin de vérifier la croissance et le changement morphologique de 

streptomycètes (AB1, AH4 et AM2) cultivées sur le pétrole brut, nous avons 

observé l‘échantillon à l'aide d‘un microscope optique de marque Leica et une 

observation après traitement à l'aide d‘un microscope électronique à balayage 

de marque ESEM XC30FEG. Les étapes de préparation pour l‘observation par 

le MEB sont: centrifugation 6000 tr.min-1/30 min du milieu de culture incubé 

pendant 30 jours, rinçage des culots avec l‘eau physiologique, séchage des 

échantillons à 40 °C pendant 48 h sous étuve, puis observation. 

o La dégradation de pétrole brut a été suivie par analyse quantitative en utilisant 

la chromatographie en phase gazeuse associée à la spectrométrie de masse 

(CG-SM). Après incubation, les cultures de dégradation et leurs témoins ont 

été soumises à des extractions par le dichlorométhane (DCM) répétées 2 fois 

(v: v), à différents temps d‘incubation (0, 14 et 30 jours). La phase organique 

récupérée était par la suite séchée par l‘évaporateur rotatif (Büchi Rotavapor 

R-200) à 45 °C. Les hydrocarbures résiduels ont été dissouts dans le DCM. 

L‘extrait obtenu est analysé par CG-SM de type Agilent Technologie 

6890N/5975. Vingt (20) hydrocarbures (de n-C11 à n-C30) ont été analysés 

pour vérifier leur dégradation par les trois souches. 

2.3.4 Etude de la biodégradation de naphtalène et de phénanthrène 

Nous avons choisi deux hydrocarbures: le naphtalène (2 cycles 

aromatiques) et le phénanthrène (3 cycles aromatiques). Sachant que l‘analogie 

structurale entre les différents HAP est à l‘origine d‘analogies métaboliques [3, 4, 

5, 6, 13, 14, 15, 70, 121, 188, 192]. 

2.3.4.1 Préparation de la solution mère de l‘HAP 

La solution mère (10g.l-1) a été préparée en dissolvant de naphtalène (ou 

de phénanthrène) dans l‘acétate d‘éthyle. Lors de son utilisation, un volume de la 

solution mère est mélangé avec le milieu de culture pour obtenir la concentration 

désirée. Avant d‘ajouter l‘inoculum, le milieu de culture est laissé sous hotte 

pendant 3 à 4h afin d‘évaporer le solvant. 
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2.3.4.2 Biodégradation 

Pour étudier la dégradation de naphtalène (ou de phénanthrène) nous 

avons appliqué les mêmes conditions que celles utilisées pour la dégradation de 

pétrole brut (préculture, milieu de culture, stérilisation et incubation). 

Pour chaque HAP nous avons choisi deux concentrations : 32 mg.l-1 

(solubilité à 25 °C dans l‘eau distillée) et à 100 mg.l-1 pour le naphtalène et 1,4 

mg.l-1 (solubilité à 25 °C) et à 100 mg.l-1 pour le phénanthrène.  

Plusieurs mesures ont été effectuées pendant la dégradation des HAP : 

o Tension de surface (TS) : la TS a été mesurée chaque 2 jours pendant 12 jours 

d‘incubation en présence de l‘HAP. La mesure a été faite à l‘aide d‘un tensiomètre 

(Gibertini TSD 132389, Italie). Vingt (20) millilitres de culture ont été prélevées et 

centrifugées (4000 tr.min-1 pendant 20 min). Le surnageant de culture était filtré à 

travers un papier filtre Wattman de 0,45 µm avant d‘effectuer la mesure de la 

tension de surface. 

o pH : la variation de pH du milieu de culture au cours de la dégradation des HAP 

de 0 à 12 jours (chaque deux jours) a été mesurée à l‘aide d‘un pH mètre (Hanna 

pH 211) préalablement étalonné. 

o Analyse UV-Visible : afin de suivre l‘évolution des composés aromatiques au 

cours de la dégradation des HAP, le surnageant dépourvu de cellules a été 

analysé par un balayage en longueur d‘onde de 200 à 400 nm moyennant un 

spectrophotomètre UV-Visible (Shimadzu-1100, Japon). Ce qui permettra de 

déterminer la diminution de la quantité en hydrocarbure d‘une part et d‘autre part 

de détecter la présence des intermédiaires métaboliques résultants de la 

dégradation [27]. 

En outre, l‘HAP résiduel a été analysé à 254 nm (pour le naphtalène) et à 

252 nm (pour le phénanthrène) après l‘extraction avec l‘acétate d‘éthyle (v :  v). La 

ligne de base était sur toute la longueur d'onde du spectre à tracer avec la cuve en 

quartz remplie d‘échantillon de milieu MM après l‘extraction par l‘acétate d‘éthyle. 

o Analyse par chromatographie liquide à haute performance (HPLC) : après 

l‘extraction avec l‘acétate d‘éthyle (v : v), l‘HAP résiduel a été quantifié par 

chromatographie en phase inverse. La colonne est de type RP-C18 (4,6×125 
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mm). Le volume injecté était de 20 µl, l‘éluant a été constitué d‘acetonitrile et de 

l'eau bidistillée à 65 : 35 (v : v). Le débit a été fixé à 0,9 ml.min-1 à une 

température de 35 °C d‘injection. La détection des produits en sortie de colonne a 

été réalisée à l‘aide d‘un détecteur UV-Visible [203] à 254 nm pour le naphtalène 

et à 252 nm pour le phénanthrène. 

2.3.4.3 Extraction des HAP résiduels 

Afin de déterminer le pourcentage de dégradation des HAP (naphtalène et 

phénanthrène) par UV-Visible et par HPLC, nous avons utilisé l‘acétate d‘éthyle 

comme solvant d‘extraction. Le milieu de culture a été mélangé avec l‘acétate 

d‘éthyle (v : v) puis le mélange a été soumis à une agitation pendant 10 min par 

vortex (IKA Vortex Genuis). Ensuite une centrifugation a été réalisée à 6000 

tr.min-1 pendant 30 min, la phase organique contenant le naphtalène ou le 

phénanthrène a été récupérée. La courbe d‘étalon a été établie à partir des 

solutions du naphtalène ou du phénanthrène préparées dans l‘acétate d‘éthyle 

aux différentes concentrations pour les deux analyses (APPENDICE D). 

2.4 Identification des intermédiaires métaboliques de biodégradation des HAP 

L‘identification de sous produits issus de la biodégradation du naphtalène et 

du phénanthrène a été réalisée par analyse UV-Visible, spectroscopie infrarouge à 

transformer de Fourier (IRTF) et chromatographie en phase gazeuse couplée à 

spectrophotomètrie de masse (CG-SM). 

2.4.1 Extraction des métabolites 

Après l‘élimination de la biomasse du milieu de dégradation par 

centrifugation à 6000 tr.min-1 pendant 20 min, le milieu a été soumis à l‘extraction 

deux fois avec l‘acétate d‘éthyle (v : v) à différents intervalles du temps 

d‘incubation (2, 4, 6, 8, 10 et 12 jours). Puis, la phase organique ainsi obtenue a 

été concentrée à l‘aide d‘un évaporateur rotatif jusqu‘au 1 ml. Les fractions 

relatives aux différents temps ont été collectées et combinées en une seule 

fraction. 

D‘autre part et, afin de mettre en évidence d‘autres intermédiaires qui 

peuvent ne pas être détectables, des fractions acides et neutres ont été 

préparées. En effet, le surnageant obtenu à différents temps d‘incubation après 
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centrifugation (6000 tr.min-1 pendant 20 min) a été acidifié par HCl (6 N) à pH= 2, 

ensuite il a été extrait avec un volume égal d‘acétate d‘éthyle (répétée 2 fois). La 

phase organique combinée ainsi obtenue a été aussi extraite 3 fois par une 

solution de NaOH (0,01 N). La phase organique restante a été séchée par 

l‘évaporateur rotatif et concentrée jusqu‘à 1 ml d‘acétate d‘éthyle, servant ainsi 

d‘une fraction neutre (FN). La phase aqueuse (phase NaOH) a été acidifiée à pH= 

2 et reextraite avec l‘acétate d‘éthyle (3 fois, v : v), servant ainsi de fraction acide 

(FA) [23, 204]. 

2.4.2 Analyses par UV-Visible et par IRTF 

 L'analyse par UV-Vis et IRTFa été appliquée uniquement sur des fractions 

acides et neutres des prélèvements de fin d‘incubation (12 jours). La modification 

structurelle et de la détection de l‘apparition ou de la disparition des groupements 

fonctionnels au cours de la dégradation du naphtalène ou du phénanthrène a été 

mise en évidence. 
 

 Les fractions acides et neutres représentants les métabolites de la 

biodégradation du naphtalène et du phénanthrène de fin d‘incubation (12 jours) 

ont subi à un balayage en longueur d‘onde de 200 à 400 nm par l‘UV-Visible. 

Cette méthode permet de caractériser les nouveaux pics d‘absorbance par apport 

à l‘HAP témoin. 

L‘analyse par IRTF des fractions acides et neutres de 12 jours d‘incubation 

permet de caractériser le changement de la structure vis-à-vis de leurs aspects 

fonctionnels. Les échantillons ont été préparés par micropastillage de 1 ou 2 mm 

dans du bromure de potassium (KBr) et soumis à une pression de 20 bar.cm-2. La 

pastille ainsi formée a été analysée à l'aide d'un appareil de type Shimadzu IRTF 

9800. Les spectres d‘absorption infrarouge ont été mesurés entre 400 et 4000  

cm-1 et enregistrés par un logiciel Huper tous les 8 cm-1. Les spectres obtenus 

représentent Abs= f (1/λ) avec : Abs= Absorbance, nombre d'onde= 1/λ exprimé 

en cm-1. Le Logiciel IR solution a été utilisé pour le traitement des spectres 

obtenus. 
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2.4.3 Analyse par chromatographie en phase gazeuse couplée à un 

spectrophotomètre de masse 

Nous avons utilisé l‘appareil CG-SM (Agilent Technologie 6890N/5975) à 

impact électronique de mode 70 eV et couplé avec un ordinateur de logiciel 

Hewlett Packard. Le CG-SM est équipé d‘un injecteur split/splitess et d‘une 

colonne capillaire apolaire greffée HP5MS (5% phenyl methyl siloxane) de 30 m 

de longueur, 0,25 mm de diamètre intérieur et 0,25 µm d‘épaisseur du film. Le gaz 

porteur est l‘hélium, utilisé à un débit de 1 ml.min-1. Le volume de l‘extrait est de 

0,5 µl à température de l‘injecteur fixée à 70 °C. Le programme du gradient de 

température est comme suit: 70 °C pendant 2 min, puis la température augmente 

jusqu‘à atteindre 325 °C à raison de 3 °C.min-1. La température diminue par la 

suite à 280 °C par un gradient de température de 4 °C.min-1 puis reste stable 

pendant 5 min à 280 °C. 

2.5 Production de biosurfactant et application dans la biodépollution des sites 

contaminés par les hydrocarbures 

2.5.1 Sélection de la souche performante et la source de carbone 

Le milieu de culture utilisé pour la production de biosurfactant avec les trois 

souches (AB1, AH4 et AM2) était le milieu MM supplémenté avec une source de 

carbone et d‘énergie (substrat hydrophobe: huile d‘olive, huile de soja et gasoil). 

Le milieu MM a été stérilisé par autoclavage à 120 °C pendant 20 min après 

l‘ajustement du pH à 7,2. Les trois sources de carbone (1%, v : v) ont été utilisées 

après leur stérilisation sur un filtre de 0,45 µm. 

Les expériences ont été réalisées séparément dans des erlenmeyers de 

500 ml contenant 200 ml de milieu MM et 1% (v : v) de la source du carbone. Le 

milieu a été inoculé avec 1% (v : v) d‘une préculture âgée de 3 jours, puis 

l‘incubation a été assurée à 30 °C sous une agitation de 150 tr.min-1. 

Les testes d‘activité hémolytique et de déplacement d‘huile et les mesures 

de la tension de surface et l‘indice d‘émulsion permettront la sélection de la source 

de carbone, la souche performante et le temps pour une production optimale de 

biosurfactant. 
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Les protocoles appliqués sont détaillés comme suit : 

o L‘activité hémolytique : a été déterminée sur milieu ISP9 solide additionné 

de sang humain (5%). Les souches ont été repiquées sur ce milieu puis 

incubées à 30 °C pendant 3 jours. A la fin d‘incubation le milieu a été 

examiné par l‘apparition d‘une zone transparente autour des colonies (teste 

visuel) [165, 166]. 

 

o  Le test de déplacement du pétrole : la méthode décrite ci-dessous est 

basée sur celle déjà donnée par MORIKAWA et al. [205] avec quelques 

modifications. Un (01) ml de pétrole brut est déposé à la surface de 25 ml 

d‘eau distillée remplissant une boîte de Pétri (90 mm de diamètre), une fine 

couche d‘huile se forme immédiatement. Par la suite, 200 µl du surnageant 

ont été déposés doucement au centre de la couche d‘huile entrainant 

rapidement la formation d‘une zone de diffusion. Le diamètre ou l‘aire du 

cercle ainsi formé est mesuré en cm [206] comme le montre la figure 2.1. 

 

Figure 2.1 : Technique de déplacement du pétrole. (a) : Etape 1: couche huileuse 

du pétrole. (b) : Etape 2: effet de l‘ajout d‘un biosurfactant sur la 

couche de pétrole (formation de l‘halo clair). 
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o La tension de surface (TS) : voir la section 2.3.4.2. 

o L‘activité émulsifiante (indice d‘émulsion E24) : a été déterminée selon la 

méthode décrite par COOPER et GOLDENBERG [207] modifié. Quatre 

(04) ml du milieu de culture de 12 jours d‘incubation en présence des HAP 

ont été mélangés avec 4 ml d‘un liquide hydrophobe (pétrole brut). Le 

mélange a été agité au vortex pendant 2 min, puis laissé au repos pendant 

24 h à température ambiante. On procède au calcul de l‘indice d‘émulsion 

comme suit: le rapport entre l‘émulsion formée et la hauteur totale du 

mélange multipliée par 100 (figure 7 : Schéma récapitulatif du test 

d‘émulsion (E24) en APPENDICE E). 

2.5.2 Extraction et purification de biosurfactant 

Trois étapes ont été appliquées successivement: précipitation, extraction et 

purification. 

o Précipitation : a été réalisée par l‘acidification du surnageant dépourvu de 

cellules à pH final de 2 par HCl (2 N). Le surnageant est laissé au repos 

pendant plusieurs heures à 4 °C. Enfin, le précipité est récupéré par 

centrifugation et remis en solution dans un tampon à pH 7,2. 
 

o Extraction : a été effectuée deux fois (v : v) à l‘aide d‘un mélange de solvant 

chloroforme: méthanol (2 : 1, v : v). La phase organique ainsi obtenue 

contenant le biosurfactant est séchée par l‘évaporateur rotatif puis le précipité 

est considéré comme un biosurfactant brut [208]. 
 

o Purification : le biosurfactant brut a été soumis à la séparation 

chromatographique sur colonne ouverte C18 (LiChroprep RP-18, 25-40 µm, 

Merck, diamètre 3 cm, longueur 25 cm) en utilisant comme éluant un mélange 

méthanol: eau avec un gradient de 65 : 35 (v : v). Les fractions ont été soumises 

à des mesures de test de déplacement du pétrole et de la densité optique à 280 

nm. Un collecteur de fraction automatique a été utilisé (Pharmacia LKB-

FRAC100) de telle façon que chaque tube (fraction) contient 4 ml de volume 

avec un débit de 0,12 ml.min-1. Les fractions collectées ont été séchées par 

l‘étuve à 45 °C afin de récupérer le biosurfactant purifié. 
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La figure 2.2 montre le montage de purification du biosurfactant brut : 

 

Figure 2.2 : Montage de la purification de biosurfactant brut. 

2.5.3 Caractérisation de biosurfactant 

2.5.3.1 Propriétés de biosurfactant 

2.5.3.1.1 Détermination de la concentration micellaire critique 

La concentration micellaire critique (CMC) a été déterminée par la variation 

de la concentration de biosurfactant brut (mg.l-1) en fonction de la TS (mN.m-1). La 

plus basse valeur de la tension de surface correspond à la CMC, au-delà, la TS 

est stable en augmentant la concentration. 

2.5.3.1.2 Activité émulsifiante 

Le biosurfactant brut de la souche performante a été testé contre 7 liquides 

hydrophobes : toluène, hexadécane, huile d‘olive, huile de soja, gasoil, essence et 

pétrole brut (4 ml de la solution de biosurfactant à CMC plus 4 ml de liquide 
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hydrophobe). Le mélange est bien agité au vortex pendant 2 min (obtention d‘un 

mélange homogène), puis laissé au repos pendant 24 h à 30 °C avant de prendre 

les mesures (voir détail en section 2.5.1). 

2.5.3.1.3 Détermination de la stabilité du biosurfactant 

 L‘étude de la stabilité de biosurfactant brut a été réalisée sur une 

concentration CMC dont les paramètres étudiés sont : température, pH et salinité. 

L‘évaluation de la stabilité de biosurfactant de la souche sélectionnée a été 

déterminée par la mesure de la TS et par E24. 

2.5.3.1.4 Stabilité thermique 

 Le biosurfactant à CMC a été incubé à différentes températures pendant  

24 h : 4, 20, 30, 40, 50, 70 et 100 °C. Après cette durée, les mesures de la TS et 

E24 ont été prises. 

2.5.3.1.5 Stabilité chimique 

2.5.3.1.5.1 Effet du pH : l'effet du pH a été déterminé en faisant varier le pH du 

biosurfactant à CMC de 2 à 12. Le biosurfactant a été incubé à 30 °C pendant    

24 h, après cette durée, les mesures de la TS et E24 ont été prises. 

2.5.3.1.5.2 Effet de la salinité : le NaCl a été ajouté au biosurfactant à différentes 

concentrations (0; 1; 2,5; 5; 10; 20; 30; 40; 100; 150; 200; 250 et 300 g.l-1). Après 

24 h à 30 °C, la TS et E24 ont été mesurés. 

2.5.3.1.6 Activité antimicrobienne 

L‘activité antimicrobienne de biosurfactant brut a été testée contre des 

microorganismes pathogènes : bactéries à Gram positif (Staphylococcus aureus 

ATCC 9144 et Bacillus subtilis ATCC 6633), bactéries à Gram négatif (Escherichia 

coli ATCC 10536, Salmonella enterica CIP 8039 et Pseudomonas aeruginosa 

ATCC 15442) et une souche de levure (Candida albicans ATCC 10231). 

Les bactéries ont été cultivées sur milieu LB (composition en APPENDICE 

F) puis incubées à 37 °C pendant 1 jour. La souche de levure a été cultivée sur 

l‘extrait de malt (composition en APPENDICE F) puis incubée à 37 °C pendant 2 

jours. L‘inoculum de ces souches a été préparé de façon à ajuster la turbidité à 
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106 CFU.ml-1 (absorbance entre 0,3 et 0,4 à 600 nm). Un volume de 100 µl de 

chaque préculture a été étalé sur LB solide pour les bactéries et l‘extrait de malt 

solide pour la levure. 

La méthode de disques a été appliquée pour déterminer l‘activité 

antimicrobienne du biosurfactant [209]. Les disques (9 mm, Bioscientific UK) ont 

été imprégnés avec 20, 50, 80, 110 µl de la solution de biosurfactant (20 µl. ml-1 

dissous dans le méthanol). Un disque témoin a été imbibé avec le méthanol. 

Toutes les boites ont été incubées à 37 °C pendant 24 h. La quantité minimale 

inhibitrice (QMI) a été déterminée par la mesure de diamètre d‘inhibition en mm. 

2.5.3.2 Caractérisation biochimique (dosage de glycosides) 

La concentration en glycosides a été déterminée selon la méthode décrite 

par VASILEVA-TONKOVA et al. [210]. Cette méthode est basée sur la réaction 

colorimétrique phénol et acide sulfurique. Deux cents (200) µl d‘échantillon purifié 

de biosurfactant sont additionnés avec 200 µl de phénol (5%, m : v) puis 1 ml de 

H2SO4 est ajouté au mélange. Après homogénéisation, le mélange réactionnel est 

incubé à 100 °C pendant 5 min. Par suite, ce dernier est mis à l‘obscurité pendant 

30 min. 

Après incubation, la densité optique a été mesurée à 492 nm. Une courbe 

d‘étalonnage a été établie en utilisant le glucose comme standard (APPENDICE 

D). 

2.5.3.3 Caractérisation structurale de biosurfactant 

2.5.3.3.1 Analyse par IRATR 

Les spectres infrarouges ont été obtenus en utilisant un spectrophotomètre 

infrarouge à réflexion totale atténuée série 8400, Shimadzu, Japon. Le 

biosurfactant purifié a été dissous dans le méthanol (CH3OH) de 20 µl.ml-1, puis la 

solution a été disposée sur la plaque en inox de l‘appareil d‘infrarouge. Cette 

dernière a été laissée au repos pendant 10 min à l‘air ambiant afin d‘évaporer le 

solvant. 

Les mesures d‘absorption optique ont été effectuées dans les domaines 

moyen-IR dont les longueurs d‘onde étaient comprises entre 500 et 4000 cm-1. 
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2.5.3.3.2 Analyse par chromatographie en phase liquide couplée à un 

spectrophotomètre de masse (LC-MS) 

L‘échantillon a été préparé comme suit: le biosurfactant purifié a été 

solubilisé dans une solution à 50% d‘acétonitrile (ACN) (acétonitrile: eau), puis la 

solution a été centrifugée (6000 tr.min-1 pendant 5 min) et filtrée (0,45 µm). La 

séparation chromatographique a été réalisée sur colonne C18 (150 mm  2,1 mm, 

taille de particules 5 µm) reliée au système HPLC (Agilent Technologies, USA). Le 

débit était de 250 ml.min-1 et le volume d‘échantillon injecté dans la colonne était 

de 5 µl. Une étape isocratique à 25% d‘ACN, puis une élution par gradient linéaire 

à 50% d‘ACN a été appliquée pendant 30 min et à 90% d‘ACN pendant 15 min. La 

colonne a été lavée pendant 0,1 min, puis rééquilibrée à 25% d‘ACN pendant 30 

min. 

Les conditions d‘ionisation de la source ESI, fonctionnant en mode positif, 

sont les suivantes : 

o La tension de collision 70 eV. 

o La tension d‘ionisation 4,5 kV. 

o Gaz d‘atomisation et de solvatation (nébuliseur) N2 pur. 

o Température de désolvatation 400 °C. 

 

2.5.4 Applications environnementales 

2.5.4.1 Solubilisation des HAP 

L‘assimilation des HAP par les microorganismes est rendue difficile en 

raison de leur faible solubilité. Ce problème peut être résolu en présence d‘un 

agent solubilisant. Pour cela, une étude a été réalisée sur la solubilité de deux 

HAP (naphtalène et phénanthrène) dans l‘eau douce et dans l‘eau de mer. Le pH 

de l‘eau douce est de 6,85 et la salinité et le pH de l‘eau de mer sont 35,5‰ et 

7,85, respectivement. Le Tween 80 a été utilisé comme témoin (surfactant 

chimique). 

Une concentration de 100 mg.l-1 en naphtalène (ou en phénanthrène) a été 

additionnée avec 10 ml de la solution du biosurfactant brut à CMC. Les tubes ont 

été incubés en position verticale à 30 °C sous une agitation de 150 tr.min-1, à 

l‘obscurité et pendant 2 h. Une centrifugation à 12500 tr.min-1 pendant 30 min à    
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4 °C a été réalisée. Par la suite, un volume de  5 ml de surnageant a été recueilli. 

L‘extraction de l‘hydrocarbure, dissous dans la solution de biosurfactant, a été 

réalisée par l‘ajout d‘un volume égal de DCM. Cette étape a été répétée deux fois 

afin de garantir que tout le naphtalène et le phénanthrène a été extrait de la 

solution aqueuse [144]. 

Après extraction, la phase organique a été séchée sur sulfate de sodium 

anhydre. Le liquide obtenu a été filtré à travers un filtre micropore (0,45 µm) avant 

d‘être analysé par le spectrophotomètre UV-Visible (spectrophotomètre type 

Shimadzu-1100, Japon). 

2.5.4.2 Remobilisation de pétrole brut 

L‘objectif de cette expérience est de mettre en évidence le rôle de 

biosurfactant issu de la souche performante dans la bioremédiation des sols 

contaminés par le pétrole brut et de ses dérivés. 

Pour réaliser cette expérience, nous avons utilisé un échantillon de sol 

prélevé dans un bourbier contaminé par le pétrole brut au niveau des puits du 

gisement Litayem (Tunisie). Ce sol se caractérise par une forte contamination par 

les hydrocarbures. En effet, 10 g de sol, contaminé par le pétrole brut 

préalablement stérilisé par autoclavage, ont été ajoutés à une solution de 

biosurfactant brut de volume de 100 ml et de concentration égale à celle de CMC. 

Par suite, le mélange a été mis sous une agitation de 200 tr.min-1 à température 

ambiante pendant 2 h, le surnageant (contenant les hydrocarbures) a été récupéré 

par centrifugation. Les hydrocarbures ont été ensuite extraits deux fois par le 

DCM, puis l‘extrait a été concentré à l‘évaporateur rotatif [26]. La quantification 

des hydrocarbures a été réalisée par CG-SM. Le Tween 80 a été utilisé comme 

témoin. 
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CHAPITRE 3 

RESULTATS ET DISCUSSIONS 

3.1 BIODEGRADATION DES HYDROCARBURES 

3.1.1 Introduction 

Dans l‘objectif de rechercher une alternative ou une meilleure approche 

pour l‘élimination des hydrocarbures par voie microbiologique, nous présenterons 

dans ce chapitre les résultats obtenus sur les potentialités dégradatives de pétrole 

brut et deux HAP (naphtalène et phénanthrène) par des souches de 

streptomycètes isolées localement. 

3.1. 2 Croissance de streptomycètes sur les hydrocarbures 

Les trois souches de streptomycètes (AB1, AH4 et AM2) sont capables de 

croître sur le naphtalène, le phénanthrène, l‘anthracène, le xylène et le pétrole brut 

(tableau 3.1). L‘aptitude à la croissance dépend de la souche et de l‘hydrocarbure. 

D‘une manière générale, ceci pourrait s‘expliquer par les spécificités 

enzymatiques disponibles chez ce type de microorganismes, notamment, les 

peroxydases présentes chez ces souches [19, 20]. 

Tableau 3.1 : Croissance de trois souches sur différents hydrocarbures. 

+ : Croissance modérée. ++ : Bonne croissance. 

L‘obtention d‘une bonne biomasse est un indice d‘adaptation des souches à 

dégrader les HAP (figures 3.1 et 3.2). 

      Substrat 

 

Souche 

Naphtalène Phénanthrène Anthracène Xylène Pétrole brut 

AB1 ++ ++ ++ + ++ 

AH4 ++ ++ ++ + ++ 

AM2 ++ ++ ++ + ++ 
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Figure 3.1 : Effet des hydrocarbures en tant que sources uniques de carbone et 

d‘énergie sur la croissance de trois souches de streptomycètes (AB1, 

AH4 et AM2). Exemples: AB1 avec naphtalène, AH4 avec 

phénanthrène et AM2 avec le xylène. 

 

Figure 3.2 : Biomasse de cultures obtenues après une étape d‘adaptation des 

souches de streptomycètes sur le naphtalène. 

           AB1                                      AH4                                     AM2  

100mg.l
-1

 naphtalène 10g du glucose 



76 

3.1.3 Etude de la biodégradation du pétrole brut 

  La figure 3.3 montre la croissance de trois souches de streptomycètes sur 

le pétrole brut. Par rapport aux premiers jours d‘incubation, il y avait une 

disparition progressive de la couche du pétrole jusqu‘au 30ème jour, justifiée par la 

propagation importante du mycélium en surface. Ceci témoigne bien l‘utilisation de 

pétrole brut par ces souches en tant que seule source de carbone et d‘énergie. Il 

est à noter que le culot récolté après centrifugation de la culture de 14ème jour 

d‘incubation était de couleur beige clair alors qu‘il était de couleur beige sombre à 

la fin de l‘incubation (30ème jour) et ceci semble être dû à la production des 

pigments mélanoïdes [79]. 

 

Figure 3.3 : Propagation de mycélium et disparition de la couche du pétrole:(a) 

Streptomyces sp. AB1, (b) Streptomyces sp. AH4 et (c) Streptomyces 

sp. AM2. 
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  L‘observation microscopique (optique et électronique à balayage) (figure 3. 

4) montre qu‘il y a un changement morphologique de la souche avant et après 

incubation en présence du pétrole brut. Les hyphes sont entrelacés et alambiqués 

par rapport au témoin dont nous avons noté une zone transparente autour de 

groupes de fragments mycéliens. Cette zone représente la présence du 

biosurfactant produit dans la culture avec le pétrole brut comme rapporté ISMAIL 

et al. [150]. Egalement, la formation d‘un réseau de mycélium très dense par 

rapport au témoin est probablement liée à la formation d‘un biofilm encapsulant le 

pétrole [158, 206]. 
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Figure 3.4 : Observations microscopiques : (a) optique (×100) et (b) microscopique 

électronique à balayage (×4000) du mycélium de trois souches de 

streptomycètes (AB1, AH4 et AM2) avant et après la biodégradation 

du pétrole brut (1% (v : v), 30 °C, pH = 7,2 et 150 tr.min-1). (1 et 1‘) 

culture à t0, (2 et 2‘) par AB1, (3 et 3‘) par AH4, (4 et 4‘) par AM2, (5) 

photo de référence par microscope optique [150] et (5‘) photo de 

référence par MEB sur le pétrole brut [206]. 

(a) 

 

 

(1’) (1) 

(b) 

 

(2’) (2) 

(3) (3’) 

Zone claire 

(4’) (4) 

(5) (5’) 

7-c 

(1’) 
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  Les analyses par CG-SM ont permis de déterminer le pourcentage de 

dégradation de la fraction aliphatique du pétrole brut (n-C11 à n-C30). Les spectres 

de pétrole témoin et de pétrole résiduel après 30 jours d‘incubation sont présentés 

dans la figure 3.5. 

  Ces spectres sont traduits en pourcentages de dégradation comme le 

montre la figue 3.6. En outre, les spectres de CG-SM après 14 jours sont aussi 

donnés en APPENDICE D. 

  Nous traitons séparément les résultats de dégradation pour chaque souche 

après 30 jours d‘incubation comme suit : 

o Streptomyces sp. strain AB1 

Une dégradation totale (100%) pour n-C11, une forte dégradation (˃ 80%) 

pour n-C12, n-C17 et n-C25, n-C27 à n-C29 et une dégradation modérée (50 à 80%) 

pour n-C13 à n-C16, n-C18 à n-C24, n-C26 et n-C30. 

o Streptomyces sp. strain AH4 

Des forts pourcentages de dégradation (> 80%) pour n-C11, n-C14, n-C19,   

n-C20, n-C21, n-C23 à n-C30 et des taux de dégradation modérés (60 à 80%) pour  

n-C12, n-C13, n-C15, n-C16, n-C17,  n-C18 et n-C22. 

o Streptomyces sp. strain AM2 

Dégradation totale de n-C11, forte dégradation pour n-C28 et n-C29 (> 80%), 

dégradation modérée pour n-C12 à n-C15, n-C17 à C27 et n-C30 (50 à 79%) et faible 

dégradation pour n-C16 (40,42%). 
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Figure 3.5 : Spectres CG-SM de la dégradation du pétrole brut (1%, v : v) par: (a) 

Streptomyces sp. AB1, (b) Streptomyces sp. AH4 et (c) 

Streptomyces sp. AM2 (30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1) après 30 jours 

d‘incubation. 

(c) 

AM2 

(b) 

AH4 

(a) 

AB1 

Témoin 
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En comparant l‘effet de trois souches sur la dégradation de pétrole brut  (n-

alcanes) (figure 3.6) nous pouvons conclure ce qui suit : 

 

o Une dégradation totale de n-C11 (100%) par les souches AB1 et AM2 et une 

dégradation élevée par la souche AH4 (81,43%). 

 

o Le n-C12 a été dégradé jusqu‘à 88,21; 71,65 et 51,2%, respectivement par les 

souches AB1, AH4 et AM2. 

 

o Le n-C13 ont été dégradés d‘une manière un peu semblable par les souches 

AB1 (71,77%) et AH4 (70,93%) contrairement à la souche AM2 (59,3%).  

 

o La souche AH4 dégrade bien le n-C14 (80,85%) et le n-C15 (78,06%) par rapport 

aux autres souches (AB1 et AM2). 

 

o La souche AM2 dégrade faiblement le n-C16 (40,42%) par rapport aux deux 

autres souches (63,5 et 57,28%, par AH4 et AB1, respectivement).  

 

o Le n-C17 a été éliminé jusqu‘à 87,86; 75,68 et 71,24%, respectivement par les 

souches AB1, AH4 et AM2. 

 

o La faible dégradation de n-C18 a été observée chez la souche AM2 (54,01%) 

par rapport aux autres souches (74,7 et 70,38%, par AB1 et AH4, 

respectivement). 

 

o Les moyennes de dégradation des n-alcanes de n-C19 à n-C30 sont de 86; 

77,75 et 71,41% par AH4, AB1 et AM2, respectivement. 

La figure 3.7 montre que la biodégradabilité des alcanes linéaires (n-C11 à 

n-C30) dépend de la nature de la souche d‘où nous avons constanté que la souche 

AH4 a montré une capacité très marquée avec un taux moyenne de 80,96%. 

Egalement, la souche AB1 a un pouvoir dégradatif intéressant avec un taux 

d‘élimination de 76,65%. Cependant, la capacité de la souche AM2 est considérée 

comme modérée avec un taux d‘élimination de 67,94%. La différence des taux de 

dégradation entre les trois souches pourraient s‘expliquer par les activités 

cataboliques spécifiques et caractéristiques de chaque souche comme signalé 

VASILEVA-TONKOVA et al. [210] et SAADOUN [211]. 
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Figure 3.6 : Pourcentage de dégradation des n-alcanes par Streptomyces sp. 

AB1, Streptomyces sp. AH4 et Streptomyces sp. AM2 après 30 jours 

d‘incubation (30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 

 

Figure 3.7 : Comparaison de la moyenne des pourcentages de tous les n-alcanes 

(n-C11 à n-C30) entre Streptomyces sp. AB1, Streptomyces sp. AH4 

et Streptomyces sp. AM2 après 14 et 30 jours d‘incubation (30 °C, 

pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 

  Généralement, dans un mélange d‘hydrocarbures (pétrole brut), les           

n-alcanes sont les premiers à être biodégradé. Cependant, leur dégradation 
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dépend de la longueur de chaîne. Les composés dont le nombre d‘atome de 

carbone est inférieur à 10 sont les plus difficilement biodégradables, au-delà, ils 

sont considérés comme facilement biodégradables [26]. 

  RADWAN et al. [212] ont isolé des souches de Streptomyces sp. strains 

(KCC26, KCC28, KCC30, KCC42) à partir d‘un sol contaminé par le pétrole brut. 

Ces souches sont capables de dégrader le n-hexadécane (n-C16 à 2%, v : v) avec 

un taux d‘élimination variant de 28 à 38% après 6 h d‘incubation. Egalement, 

BARABAS et al. [213, 214] ont trouvé que Streptomyces griseoflavus, 

Streptomyces parvus et Streptomyces plicatus, isolées à partir de certains 

gisements pétroliers, sont capables de dégrader complètement le n-hexadécane 

(n-C16 à 2%, v : v) et le n-octadécane (n-C18 à 2%, v : v). 

La souche Streptomyces sp. strain ERI-CPDA-1, isolée à partir d‘un sol 

contaminé par le pétrole, a montré une croissance très importante sur le pétrole, le 

kérosène et le diesel. Elle est capable de dégrader 98,25% de diesel (0,1%, v : v) 

après 7 jours d‘incubation à 30 °C [6]. 

En outre, une étude était portée sur la dégradation des n-alcanes par Lo 

PICCOLO et al. [215] d‘où les résultats obtenus ont révélé que la souche 

d‘actinomycètes Gordonia sp. strain SoCg pouvait croître sur une large gamme 

des n-alcanes (n-C12 à n-C36), le taux d‘élimination était aux alentours de 79%. En 

utilisant une culture mixte de Rhodococcus wratislaviensis IFP 2016 et 

Rhodococcus aetherivorans IFP 2017, les travaux DE AUFFRET et al. [216] ont 

montré que ces souches étaient efficaces pour la dégradation des n-C16 (98,1 à 

100%). 

Geobacillus sp. strain SH-1, une bactérie thermophile isolée à 70 °C, a 

dégradé 70% des n-C15 et n-C18 pendant 5 jours d‘incubation [217]. Les souches 

Geobacillus pallidus XS2 et XS3 ont montré une dégradation marquée de pétrole 

brut (500 mg.l-1), le taux d‘élimination était aux alentours de 87% après 20 jours 

d‘incubation [218]. En utilisant une souche fongique Pestalotiopsis sp. strain 

NG007, le taux de dégradation des n-alcanes (n-C12 à n-C20) varie de 80 à 100% 

[219]. 

En conclusion, nos résultats obtenus, sur la dégradation du pétrole brut par 

les trois souches de streptomycètes (AB1, AH4 et AM2), isolées localement à 

partir des sols de surface de la plaine de la Mitidja, concordent avec ceux des 
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travaux antérieurs. Ces souches ont montré donc des potentialités intéressantes à 

dégrader la fraction aliphatique présente dans le pétrole brut, ce qui indique 

qu‘elles peuvent posséder des capacités de biodégradation meilleures in situ. 

Compte-tenu de ces potentialités dégradatives importantes sur le pétrole 

brut, nous nous sommes incités à approfondir les recherches sur la dégradation 

d‘autres hydrocarbures aromatiques polycycliques (cas du naphtalène et du 

phénanthrène). 

3.1.4 Biodégradation des hydrocarbures aromatiques polycycliques 

 L‘efficacité de la dégradation des HAP dépend des facteurs biotiques et 

abiotiques qui sont variables selon certains paramètres, tels que le type de 

microorganisme, le pH, la disponibilité des nutriments et la source du carbone 

(polluants). A cet effet, nous nous sommes intéressés à l‘étude des facteurs 

influençant la biodégradation des HAP à savoir: la souche, la concentration et le 

type du polluant. 

3.1.4.1 Etude de la biodégradation du naphtalène 

 Les résultats de la variation du pH et de la TS au cours de la 

biodégradation du naphtalène sont présentés dans le tableau 3.2. 

Tableau 3.2 : Variation du pH et de la TS au cours de la dégradation du 

naphtalène par les trois souches de streptomycètes (30 °C, pH= 7.2, 150 tr.min-1 

et durée d‘incubation de 0 à 12 jours). 

Paramètres 
32 mg.l-1 du naphtalène 100 mg.l-1 du naphtalène 

AB1 AH4 AM2 AB1 AH4 AM2 

pH 7,13 à 6,84 7,13 à 6,82 7,24 à 6,9 7,2 à 6,76 7,2 à 6,6 7,21 à 6,7 

TS (mN.m-1) 72,2 à 68 72,4 à 67 71 à 57 72,6 à 45,89 72 à 46,6 71,89 à 47,78 

 

Les résultats obtenus montrent une légère diminution de pH du milieu 

contenant 100 mg.l-1 de naphtalène par rapport à 32 mg.l-1. La valeur finale de pH 

était de 6,76; 6,6 et 6,7 pour AB1, AH4 et AM2, respectivement. Cette diminution 
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de pH est traduite par la formation de sous produits de la biodégradation du 

naphtalène ayant un caractère acide [3, 204]. 

Nous avons également constaté une diminution de la TS pour la 

concentration de 100 mg.l-1 par rapport à 32 mg.l-1 du naphtalène. Par exemple, 

les valeurs de la TS étaient de 45,89; 46,9 et 47,78 mN.m-1 pour AB1, AH4 et 

AM2, respectivement à la fin de l‘incubation. Ceci est traduit par une synthèse des 

agents activés (biosurfactants) améliorant ainsi la biodisponibilité du contaminant.  

L‘étude des spectres de milieu de dégradation, à différents intervalles de 

temps par un balayage en longueur d‘onde de l‘UV-Vis, nous a permis de suivre 

les variations de l‘intensité de la bande caractéristique du naphtalène (figure 3.8). 
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Figure 3.8 : Spectres d‘absorption de l‘UV-Vis du naphtalène au cours de la 

dégradation par les trois souches de streptomycètes (30 °C, pH= 7,2 

et 150 tr.min-1). 
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D‘après la figure 3.8, nous avons remarqué une bande d‘absorbance du 

naphtalène entre 250 et 300 nm obtenue au temps zéro (la bande du naphtalène 

seul). L‘intensité de cette bande diminue pendant l‘incubation avec les souches 

AB1, AH4 et AM2 témoignant qu‘une fraction importante en naphtalène à 100 

mg.l-1 a été dégradée par rapport à celle à 32 mg.l-1. La faible dégradation du 

naphtalène est probablement due à l‘indisponibilité du substrat. 

A titre d‘exemple, au bout du deuxième jour de la dégradation du 

naphtalène à 100 mg.l-1 nous avons constaté que : 

o Quatre pics majoritaires sont formés : 295,5; 261; 251 et 211,5 nm, pour la 

souche AB1. 

o Trois nouveaux pics formés pour AH4 : 268; 276,5 et 285,5 nm. 

o Trois pics majoritaires sont formés: 260; 269,5 et 293,5 nm chez la souche 

AM2. 

Les pics formés sont associés à la formation de plusieurs métabolites 

présentant des maxima à différentes longueurs d‘ondes. La diminution de 

l‘intensité des pics est en fonction du temps confirmant la dégradation du 

naphtalène et de ses métabolites [27]. 

Les résultats de la cinétique de la biodégradation du naphtalène, suivies 

par UV-Vis à 254 nm après extraction avec l‘acétate d‘éthyle (figure 3.9), ont 

montré que : 

o A 32 mg.l-1, la biodégradation est ralentit, d‘où les pourcentages étaient de 

61,34; 60,87 et 60,53% chez AH4, AB1 et AM2, respectivement à la fin de 

l‘incubation (12 jours). 

o A 100 mg.l-1, la biodégradation est bonne d‘où les pourcentages étaient de 

87,43; 84,13 et 83,04%, respectivement pour AH4, AM2 et AB1. 
 

o La biodégradation du naphtalène à 100 mg.l-1 est plus rapide que celle à  

32 mg.l-1 pour les trois souches. 
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Figure 3.9 : Dégradation du naphtalène sous l‘effet de la concentration (32 et 100 

mg.l-1) par Streptomyces sp. AB1, Streptomyces sp. AH4 et 

Streptomyces sp. AM2 (30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 
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 La concentration de 100 mg.l-1 était choisie pour suivre la cinétique et la 

présence de sous produits de dégradation vue les meilleurs taux de dégradation 

révélés avec UV-Vis. 

En comparant les spectres HPLC d‘un échantillon du naphtalène issu d'une 

culture témoin (ensemencé par une biomasse autoclavée) avec celle contenant le 

naphtalène en présence de la souche vivante, nous remarquons des taux de 

dégradation élevés de 85,23; 82,36 et 81,03% avec AH4, AB1 et AM2, 

respectivement (figure 3.10-a). 

Egalement, nous avons observé l‘apparition de nouveaux pics du temps de 

rétention révèlent la formation de sous produits (figure 3.10-b) : 

o Au temps zéro, deux temps de rétention apparus (5,987 min pour l‘échantillon 

naphtalène témoin et 1,752 min pour le solvant). 

o Après 6 jours avec la souche AB1, la surface de pic du naphtalène est presque 

2/3 de témoin signifiant qu‘une quantité du naphtalène a été dégradée. 

L‘apparition de nouveaux pics (tR1= 3,323 min, tR2= 6,352 min, tR3= 11,985 min, 

tR4= 12,231 min, tR5= 15,632 min et tR6= 16,235 min) représentent les sous 

produits de la biodégradation du naphtalène. 

o Après 12 jours avec la souche AH4, nous avons remarqué une diminution 

importante de la surface de pic du naphtalène et une formation des sous produits 

par la présence de nouveaux pics (tR1= 0,706 min, tR1= 1,6 min, tR3= 2,976 min 

et tR4= 3,401 min). 

o Après 12 jours avec la souche AM2, la surface de pic du naphtalène est moins 

importante par rapport à ceux de la souche AH4 et une formation de sous produits 

par la présence de nouveaux pics (tR1= 3,325 min, tR2= 6,231 min, tR3= 7,230 

min et tR4= 7,653 min). 
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Figure 3. 10 : Spectres HPLC de la dégradation du naphtalène (100 mg.l-1) à 

différents temps d‘incubation par Streptomyces sp. AB1, 

Streptomyces sp. AH4 et Streptomyces sp. AM2 (30°C, pH= 7,2 et 

150 tr.min-1). 

0

10

20

30

40

50

60

70

80

90

100

0 2 4 6 8 10 12

%
 B

io
d

é
g

ra
d

a
ti

o
n

 

Temps (jour) 

Témion

AB1

AH4

AM2

mUV 

(a) 

(b) 

0J 6J 12J 

AB1 

12J 
AH4 

6J 

12J 6J AM2 

Temps de Rétention (min) 



91 

3.1.4.2 Etude de la biodégradation du phénanthrène 

Le tableau ci-dessous (3.3) montre les résultats de la variation du pH et de 

la TS au cours de la biodégradation du phénanthrène. 

Tableau 3.3 : Variation du pH et de la TS au cours de la dégradation du 

phénanthrène par les trois souches de streptomycètes (30 °C, pH= 7.2,             

150 tr.min-1 et durée d‘incubation de 0 à 12 jours). 

Paramètres 
1,4 mg.l-1 du phénanthrène 100 mg.l-1 du phénanthrène 

AB1 AH4 AM2 AB1 AH4 AM2 

pH 7,2 à 6,84 7,2 à 6,86 7,13 à 6,74 7,2 à 6,41 7,18 à 6,61 7,13 à 6,55 

TS (mN.m-1) 72 à 68,84 72,6 à 61,89 73 à 68,55 71 à 40,1 72 à 45,89 71 à 45,12 

 

Une faible diminution du pH à 1,4 mg.l-1 (6,84; 6,86 et 6,74 avec AB1, AH4 

et AM2, respectivement) qu‘à 100 mg.l-1 (6,41; 6,61 et 6,55 avec AB1, AH4 et 

AM2, respectivement). Cette diminution du pH semble être due à la présence des 

sous produits de caractère acide tels que l‘acide phtalique et l‘acide benzoïque 

[198, 204]. 

Une réduction de la TS a été observée pour la concentration 100 mg.l-1 qu‘à 

1,4 mg.l-1. Les valeurs de la TS étaient 40,1; 45,89 et 45,12 mN.m-1 chez AB1, 

AH4 et AM2, respectivement. Cette diminution de la TS révèle une production de 

biosurfactants provoquant une solubilisation du phénanthrène en milieu de culture. 

L‘évolution de la biodégradation du phénanthrène, à différents intervalles de 

temps, a été estimée par un balayage en longueur d‘onde de l‘UV-Vis et les 

résultats sont présentés sur la figure 3.11.  
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Figure 3.11 : Spectres d‘absorption UV-Vis du phénanthrène au cours de la 

dégradation par Streptomyces sp. AB1, Streptomyces sp. AH4 et 

Streptomyces sp. AM2 (30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 
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Les spectres UV-Vis montrent: 

o Une bande caractéristique autour de 250 à 280 nm attribuée à l‘absorbance 

du phénanthrène au temps zéro. 

 

o Une diminution importante de l‘intensité du phénanthrène à 100 mg.l-1 par 

rapport à celle à 1,4 mg.l-1 au cours du temps, ceci confirme une 

dégradation meilleure du phénanthrène à 100 mg.l-1 qu‘à 1,4 mg.l-1. 

 

o Quatre nouveaux pics majoritaires se sont formés au bout de 4ème jours 

(211,5; 245; 251 et 295,5 nm) chez la souche AB1. 

 

o Trois nouveaux pics majoritaires se sont formés au bout de 10ème jours 

(210, 246 et 294 nm) chez la souche AH4. 

 

o Trois nouveaux pics majoritaires se sont formés au bout de 12ème jours 

(210,5; 252,5 et 270,5 nm) chez la souche AM2. 

 

 La présence de nouveaux pics explique la présence des sous produits de la 

dégradation du phénanthrène par les trois souches de streptomycètes. 

Les résultats de la cinétique de la biodégradation du phénanthrène révélés 

par UV-Vis à 252 nm après extraction avec l‘acétate d‘éthyle (figure 3.12) 

montrent: 

o Une bonne efficacité de dégradation de 100 que 1,4 mg.l-1 du 

phénanthrène par AB1 (97,5%), AM2 (93,55%) et AH4 (93%). 

 

o Une bonne dégradation de 1,4 mg.l-1 (77,12%) par AM2 par rapport aux 

AB1 (23,57%) et AH4 (40%). 

 

o Une rapidité importante de la dégradation de 100 mg.l-1 chez les trois 

souches. 

 

o Une activité différente entre les trois souches dans dégradation du 

phénanthrène.  
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Figure 3.12 : Dégradation du phénanthrène sous l‘effet de la concentration (1,4 

et 100 mg.l-1) par Streptomyces sp. AB1, Streptomyces sp. AH4 et 

Streptomyces sp. AM2 (30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 
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Les cinétiques de dégradation du phénanthrène à 100 mg.l-1 par AB1, AH4 

et AM2 ont été aussi confirmées par HPLC et sont présentées sur la figure 3.13 (a 

et b). 

 

  

    

  

 

Figure 3.13 : Spectres HPLC de la dégradation du phénanthrène (100 mg.l-1) à 
différents temps d‘incubation par Streptomyces sp. AB1, 
Streptomyces sp. AH4 et Streptomyces sp. AM2 (30 °C, pH= 7,2 et 
150 tr.min-1). 
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Les résultats de la cinétique obtenus (figure 3.12-a) ont révélé une bonne 

élimination de 100 mg.l-1 du phénanthrène: 98,52; 93,71 et 93,55% par AB1, AH4 

et AM2, respectivement après 12 jours d‘incubation. 

Egalement, l‘étude des spectres HPLC (figure 3.13-b) a montré que : 

o La diminution du temps de rétention (tR0= 7,08 min de témoin) du 

phénanthrène implique l‘efficacité de la dégradation de cet HAP par les 

souches. 

o La présence de nouveaux pics du temps de rétention confirme la présence 

de sous produits qui sont formés au cours de la dégradation du 

phénanthrène. 

o La disparition du temps de rétention implique la transformation de ces 

métabolites en d‘autres composés. 

A titre d‘exemple, le tableau 3.4 résume les temps de rétention (apparition 

/disparition) au cours de la dégradation du phénanthrène par AB1. 

Tableau 3.4 : Temps de rétention (apparition/disparition) au cours de la 

dégradation du phénanthrène (100 mg.l-1) par la souche AB1. 

Temps de rétention (min) 

2 jours d‘incubation 4 jours d‘incubation 

tR1=3,158 min (apparition) 

tR2=4,725 min (apparition) 

tR3=14,569 min (apparition) 

tR1=3,14 min (stable) 

tR2=4,725 min (disparition) 

tR3=14,569 min (disparition) 

tR4=8,392 min (apparition) 

 

3.1.5 Étude comparative de l‘action des streptomycètes sur le naphtalène et le 

phénanthrène 

La figure ci-dessous (3.14) montre les cinétiques de la dégradation, 

révélées par HPLC, des HAP (naphtalène et phénanthrène) à 100 mg.l-1 par les 

trois souches.  
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Figure 3. 14 : Cinétique de dégradation du naphtalène (100 mg.l-1) et 

phénanthrène (100 mg.l-1) par Streptomyces sp. AB1, 

Streptomyces sp. AH4 et Streptomyces sp. AM2 (30 °C,       

pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 

La cinétique de dégradation du naphtalène et du phénanthrène montre que 

les trois souches possèdent un pouvoir dégradatif remarquable (figure 3.14). Une 

efficacité élevée pour les trois souches vis-à-vis le phénanthrène (98,52%; 93,17% 

et 92,55%) comparativement au naphtalène (82,36%; 85,23% et 81,03%) pour 

AB1, AH4 et AM2, respectivement. 

Les résultats recueillis dans le tableau 3.5 montrent que les souches AB1, 

AH4 et AM2 sont très actives dans la dégradation de deux HAP et sont 

productrices de biosurfactants. 
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Tableau 3.5 : Etude comparative de la dégradation des HAP par les trois souches 

de streptomycètes (AB1, AH4 et AM2) à 12 jours d‘incubation. 

Naphtalène  Phénanthrène  

pH  TS  % D pH  TS  % D 

AB1 6,79  49,89  82,36 6,41  40,1  98,52 

AH4 6,61  45,89  85,23 6,61  45,62  93,71 

AM2 6,72  47,78  81,03 6,55  45,12  92,55 

 

Au cours de dégradation des naphtalène et phénanthrène par les trois 

souches, le pH du milieu de culture diminue progressivement et cela est du à la 

production de sous produits. Ces résultats sont similaires à ceux observés par 

CHEN et al. [5] et par WU et al. [204]. L‘augmentation de l‘acidité est plus 

probablement associée à la production de métabolites acides tels que l‘acide 

benzoïque et l‘acide phtalique [5, 204, 220]. 

Les valeurs de la TS au cours de la dégradation (45,89     49,89 mN.m-1 et 

40,1   45,62 mN.m-1 pour le naphtalène et le phénanthrène, respectivement) 

confirment la production de biosurfactants. Plusieurs chercheurs ont rapporté que 

la production de biosurfactants par les microorganismes hydrocarbonoclastes est 

une étape essentielle dans la dégradation des composés hydrophobes (HAP). Les 

résultats de MNIF [27] ont montré la solubilisation et la dégradation du 

phénanthrène (200 mg.l-1) par un consortium PHMM d‘où la TS du milieu de 

dégradation diminue de 59 à 34,7 mN.m-1. Les souches de Novosphingobium sp. 

strain PCY, Ralstonia sp. strain BPH, Microbacterium sp. strain BPW, Alcaligenes 

sp. strain SSK1B et Achromobacter sp. strain SSK4, isolées par 

WONGWONGSEE et al. [221] à partir des sédiments contaminés artificiellement 

par les hydrocarbures, ont permis la dégradation du phénanthrène à 100 mg.l-1 

(50     76%, après 14 jours d‘incubation) et la TS varie entre 48 et 54 mN.m-1. Par 

contre ces mêmes souches capables de réduire la TS au cours de la dégradation 

de pétrole entre 29 à 34 mN.m-1. De plus, REDDY et al. [222] ont confirmé que la 

production du biosurfactant par Brevibacillus sp. strain PDM-3 au cours de la 

biodégradation du phénanthrène. 
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En revanche, les résultats obtenus par nos souches ont montré que les 

concentrations initiales en naphtalène à 32 mg.l-1 et en phénanthrène à 1,4 mg.l-1 

ne sont pas toxiques mais elles provoquent un retard en biodégradation des HAP. 

Ce retard peut être dû à la faible concentration du substrat (polluant) qui influe sur 

la disponibilité et donc un faible contact entre la souche et le substrat [5]. 

Nos résultats sont similaires à ceux obtenus par LIN et al. [5] (à 100 mg.l-1 

du naphtalène, 98,08% avec Bacillus fusiformis BFN après 3 jours d‘incubation), 

PRABHU et PHALE [223] (100 à 1000 mg.l-1 du phénanthrène, une minéralisation 

presque totale par Pseudomonas sp. strain PP2), ZHAO et al. [13] (à 250 mg.l-1 du 

phénanthrène, 96% par Pseudomonas stutzeri ZP2 durant 6 jours d‘incubation), 

ZHAO et al. [191] (à 250 mg.l-1 du phénanthrène, 82,2% par une culture mixte de 

Bacillus subtilis BUM et Pseudomonas aeruginosa P-CG3 après 30 jours 

d‘incubation), MNIF [27] (à 200 mg.l-1 du phénanthrène, 98% au bout du 10ème jour 

par un consortium PHMM) et PATHAK et al. [224] (à 100 mg.l-1 du naphtalène, 

97% par Pseudomonas sp. strain HOB1 après 24 h d‘incubation). 

Egalement, DJEFAL-KERRAR et al. [225] ont montré que la souche 

Rhodococcus erythropolis B4 dégrade efficacement les deux HAP (naphtalène et 

anthracène) à forte concentration et que le taux de dégradation dépend de la 

concentration initiale en HAP. Les meilleurs taux de dégradation ont été obtenus à 

1000 et 1500 mg.l-1 pour le naphtalène, où 99,46 et 82,02%, respectivement ont 

été atteints après 5 jours d‘incubation. Pour l‘anthracène, ils ont révélé deux taux 

de dégradation maximum de 87 et 69% en présence de 700 et 1000 mg.l-1 

respectivement après 11 jours d‘incubation. La forte dégradation des HAP à des 

concentrations élevées est due à la formation de force importante qui facilite le 

transfert de masse du naphtalène ou du phénanthrène entre la phase aqueuse et 

la phase solide [225, 226] et favorise la production de biosurfactants par les 

microorganismes. Par contre MORASCH et al. [227] ont montré que 

l‘augmentation de la concentration du substrat peut entrainer des effets toxiques 

sur la croissance des microorganismes. Ainsi que des métabolites toxiques 

peuvent s‘accumuler dans le milieu de croissance. 

Nos souches ont des capacités meilleures à dégrader le phénanthrène que 

le naphtalène. Ces résultats sont similaires à ceux observés par 

WONGWONGSEE et al. [221] avec la souche Ralstonia sp. strain BPH qui 
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dégrade plus efficacement le phénanthrène que le naphtalène. Cependant, 

Streptomyces sp. strain ERI-CPDA-1 dégrade 99,14% du naphtalène et 

seulement 17,5% du phénanthrène pendant de 7 jours d‘incubation. Cela suggère 

que l'isolat ERI- CPDA- 1 pouvait survivre et dégradait rapidement le naphtalène 

que le phénanthrène à des concentrations variant entre 100 et 1000 mg.l-1 [6]. 

MAHANTY et al. [228] ont montré que Mycobacterium frederiksbergense dégrade 

bien le pyrène (88,5%) que le naphtalène (66,8%) à une concentration initial de 50 

mg.l-1. 

La différence de la biodégradation du naphtalène et du phénanthrène entre 

les streptomycètes peut être due à la différence dans les gènes codants des voies 

cataboliques de ces deux HAP [221]. 

En conclusion, nos résultats montrent que les trois souches locales de 

streptomycètes peuvent modifier ou développer de nouvelles stratégies 

métaboliques afin de s‘adapter au milieu contaminé par les composés 

hydrophobes. Par ailleurs, la dégradation du naphtalène et du phénanthrène 

produit de nouveaux pics (détectés par HPLC et par UV-Vis) au cours de la 

dégradation de ces HAP. A cet effet, dans la section 3.2 qui suit nous allons 

étudier et discuter la production des métabolites intermédiaires de la dégradation 

du naphtalène et du phénanthrène par ces trois souches de streptomycètes (AB1, 

AH4 et AM2). 
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3.2 IDENTIFICATION DES INTERMEDIAIRES METABOLIQUES ISSUS DE LA 

DEGRADATION DU NAPHTALENE ET DU PHENANTHRENE PAR LES TROIS 

SOUCHES DE STREPTOMYCETES 

3.2.1 Introduction 

Les expériences précédentes ont montré l‘efficacité de la dégradation du 

naphtalène et du phénanthrène par les streptomycètes (AB1, AH4 et AM2), ceci 

nous a permis d‘étudier les sous produits de cette dégradation sous culture 

contrôlée (T °C, pH et agitation). Afin de détecter ces métabolites, nous avons 

procédé par les analyses UV-Vis, FTIR et CG-SM. 

 La figure 3.15 montre un changement de couleur du transparent avec le 

témoin au jaune foncé et/ou marron dans le cas du naphtalène et au jaune claire 

dans le cas du phénanthrène. Cette variation de couleur semble être due à 

l'accumulation des métabolites intermédiaires principalement le catéchol et l'acide 

phtalique [204, 229]. 

 

Figure 3.15 : Dégradation du naphtalène (Nap) et du phénanthrène (Phe) par 

Streptomyces sp. AB1, Streptomyces sp. AH4 et           

Streptomyces sp. AM2 (100 mg.l-1, 30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 
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3.2.2 Métabolites issus de la dégradation aérobie du naphtalène 

Les spectres UV-Vis de la fraction simple (T-Nap : (d)) et des fractions 

acides (FA) et neutres (FN) en fin d‘incubation (12 jours) sont présentés sur la 

figure 3.16 (a, b, c et d). 

 

Figure 3.16 : Spectre UV-Vis des fractions intermédiaires des cultures sur le 

naphtalène (100 mg.l-1, 12 jours d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2 et 150 

tr.min-1). (a) Streptomyces sp. AB1, (b) Streptomyces sp. AH4, (c) 

Streptomyces sp. AM2 et (d): fraction simple (T-Nap). 
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Le spectre de la fraction simple (T-Nap) est caractérisé par une seule 

absorbance autour de 227 nm, ce maximum de longueur d‘onde est dû à la 

présence de la double liaison aromatique (C=C) du naphtalène. 

Les nouveaux pics d‘absorbances par l‘UV-Vis des fractions acides et 

neutres chez AB1, AH4 et AM2 par rapport au T-Nap sont présentés dans le 

tableau 3.6. 

Tableau 3.6 : Longueurs d‘onde d‘absorption par UV-Vis pour les fractions acides 

et neutres de dégradation du naphtalène chez les trois souches comparées à la 

fraction simple. 

 

Souches 

Longueur d’onde (nm) 

Fraction neutre Fraction acide 

 

AB1 

265 

232,5 

278 

262,5 

237,5 

AH4 225,5 253,5 

263 

AM2 264 

237 

264 

231 

T- naphtalène  227 

 

Ces pics confirment la présence des métabolites, qui sont formés entre la 

gamme d‘absorption de 232,5 à 278 nm pour AB1, de 225,5 à 263 nm pour AH4 

et de 231 à 264 nm pour AM2. 

En se basant sur la littérature [204, 230, 231, 232, 233], nous pouvons dire 

que la bande d'absorption autour de 260 nm est attribuée à la transition n-π du 

cycle aromatique du système π conjugué. Les bandes d'absorption entre 220 et 

265 nm (autour de 230 et de 250 nm) portent des caractéristiques d'absorption du 

cycle aromatique et du benzène. L‘absorption autour de 270 à 300 nm est affectée 

à la transition n - π* des dérivés carbonyles pour les aldéhydes et les cétones et 
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l‘absorption autour de 205 à 230 nm pour les esters et les acides. L‘absorbance 

autour de 210 à 270 nm est attribuée à la transition π-π* des composés 

phénoliques. 

HADIBARATA et al. [234] ont rapporté que le spectre UV-Vis de la 

dégradation du naphtalène par la souche fongique Armillaria sp. strain F022 

montre deux pics d‘absorbance à 220 et à 273 nm, qui correspondent à l‘acide 

benzoïque. 

Les résultats de trois fractions (FN, FA et FS), suivies par IRTF, sont 

présentés sur les  figures 3.17, 3.18 et 3.19. 
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Figure 3.17 : SpectresIRTF des fractions intermédiaires à partir des cultures sur le 

naphtalène par Streptomyces sp AB1 (100 mg.l-1, 12 jours 

d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). (a) fraction simple, (b) 

fraction neutre et (c) fraction acide. 

(1) 
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Figure 3.18 : Spectres IRTF des fractions intermédiaires à partir des cultures sur 

le naphtalène par Streptomyces sp AH4 (100 mg.l-1, 12 jours 

d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). (a) fraction simple, (b) 

fraction neutre et (c) fraction acide. 

(1’) 
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Figure 3.19 : Spectres IRTF des fractions intermédiaires à partir des cultures sur 

le naphtalène par Streptomyces sp AM2 (100 mg.l-1, 12 jours 

d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). (a) fraction simple, (b) 

fraction neutre et (c) fraction acide. 

(1’’) 
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Après interprétation de ces spectres nous pouvons dire que : 

o Pour la fraction simple (Témoin naphtalène: (a)), les bandes comprises entre 

3000   3300 cm-1, 1500   1650 cm-1 et 600   800 cm-1, sont dues respectivement 

aux vibrations d‘élongation des liaisons -C-H, C=C et à la déformation 

caractéristique des noyaux aromatiques porteurs des H adjacents sur le noyau 

aromatique [27, 204, 230, 231, 232, 233]. 

o Pour les fractions acide et neutre, la figure 3.17, 3.18 et 3.19 (b-AB1, c-AB1, b-

AH4, c-AH4 b-AM2 et c-AM2) montre les nouvelles et larges bandes 

d'absorption apparaissant entre 2800   2960, 1800   2500, 1670   1740, 1390   

1440 et 1030   1250 cm-1 et qui sont attribuées respectivement, aux vibrations 

des liaisons de C-H aliphatiques de C≡C des groupes méthoxy CH3-O, du 

groupe C=O carboxylique et/ou aldéhyde, C-OH à l‘étirement du groupe 

aromatique ou carboxylique, à la liaison C-O ou à la déformation OH [27, 231, 

232, 233, 234, 235, 236, 237]. Les bandes d'absorption qui apparaissent entre 

3200   3600 cm-1 se rapportent à l'élongation des liaisons de vibration hydroxyle 

(OH) [27, 204, 227, 230, 231, 232, 233]. Ces résultats obtenus suggèrent que 

le noyau aromatique et le groupe carbonyle existant dans la FN et la FA n‘est 

obtenu qu‘après la dégradation causée par les trois souches (AB1, AH4 et 

AM2). 

o Le spectre de la FN chez AB1 est presque similaire à celui de FA de la souche 

AH4. Il est de même pour la FA de la souche AB1 et pour la FN de la souche 

AH4. Par contre, les deux fractions de la souche AM2 sont caractérisées par 

une forte absorbance autour de 2820 cm-1 qui due à la présence de CH3-O 

aromatique ou à la liaison aliphatique C-H. 

En revanche, en comparaison avec les résultats du IRTF des fractions 

acides et neutres avec le naphtalène (fraction simple) qu‘indiquent qu‘il y a une 

différence lors de la dégradation du naphtalène par les trois souches (AB1, AH4 et 

AM2) et qu‘il y a une formation des acides carboxyliques ou aldéhydes fixés sur 

un noyau aromatique d‘une part et, des composés phénoliques d‘autre part. En 

plus des méthodes analytiques précitées et utilisées pour étudier les métabolites 

de dégradation, l‘utilisation de CG-SM présente un intérêt particulier pour ce genre 

d‘étude afin de déterminer quelques structures des intermédiaires métaboliques 

issus lors de la dégradation du naphtalène (100 mg.l-1) par AB1, AH4 et AM2. 



109 

Les chromatogrammes CG-SM obtenus ont révélé la présence de plusieurs 

sous produits dont les pics correspondants sont présentés sur la figure 3.20. 

 

 

 

Figure 3.20 : Chromatogramme CG-SM des métabolites de dégradation du 
naphtalène (100 mg.l-1, 30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). (a) 
Streptomyces sp. AB1, (b) Streptomyces sp AH4 et (c) 
Streptomyces sp AM2. 
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-Acide 3-nitrophthalique 

-Di (2-éthylhexyl) phthalate 
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Di (1,1-diméthylethyl) 
2,4- phénol 
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AM2-FA-Nap 
(c) 
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Les résultats de la CG-SM montrent la présence d‘un pic correspondant au 

naphtalène (à 6,250 et à 6,255 min) qui représente le naphtalène résiduel non 

dégradé. 

La présence de di(2-éthylhexyl) phthalate (12,824; 12,853 et 12,819 min) 

est probablement due à la réaction de l‘acide phtalique avec l‘acétate d‘éthyle 

utilisé pour l‘extraction ou ce composé est considéré comme un métabolite de 

dégradation du naphtalène [238] par les souches de streptomycètes. 

Nous avons remarqué que les métabolites de dégradation du naphtalène 

par nos souches sont des composés présentant un cycle benzénique tels que 

l‘acide 3-nitrophthalique (12,824 min pour AB1, 12,853 min pour AH4 et 12,819 

min pour AM2). Le même temps de rétention a été signalé pour l‘acide phtalique 

et l‘acide monocyclohexyl phtalique chez les trois souche, le 1-méthyle 2-(1-

méthyléthyle) benzène (4,739 min pour AH4) et le di(1,1-diméthyléthyle) 2,4-

phénol (8,521 min pour AB1 et 8561 min pour AM2) qui semblent être les sous 

produits de la dégradation du naphtalène dont l‘un des cycles s‘est ouvert par 

l‘action de plusieurs enzymes inductibles. 

Nous remarquons la présence des intermédiaires connus tel que l‘acide 

phtalique dont ce dernier est considéré comme un sous produit principal de la 

biodégradation des HAP [5, 236, 237]. Il semble aussi que la première étape de 

dégradation du naphtalène par nos souches est catalysée par l‘enzyme 

«naphtalène mono-dioxygénase». Sachant que plusieurs chercheurs ont rapporté 

que les enzymes dioxygénase et monooxygénase sont des principaux oxydants 

des HAP [5, 236, 237]. Cependant, d‘autres intermédiaires rares qui ont été 

trouvés avec nos souches pour la première fois tels que le 1-méthyle 2-(1-

méthyléthyle) benzène, et di (1,1-diméthyléthyle) 2,4-phénol. 

LIN et al. [5] ont rapporté l‘acide benzoïque et l‘acide phtalique comme 

métabolites de la dégradation du naphtalène par la souche Bacillus fusiformis. 

BUBINAS et al. [236] ont détecté quatre métabolites de dégradation du 

naphtalène par la souche Geobacillus sp. G27 à savoir: l‘acide phtalique, le 1-

naphtol, le 2-naphtol et l‘acide protocatéchique. Bacillus thermoleovorans 

transforme le naphtalène vers le 2,3-dihydroxy naphtalène, l‘acide 2-

carboxycinnamique, l‘acide phtalique et l‘acide benzoïque [237]. 
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Il est à noter que l‘acide benzoïque n‘a pas été détecté parmi les 

métabolites de la dégradation du naphtalène par les trois souches (AB1, AH4 et 

AM2), malgré que cet acide peut être formé par la décarboxylation de l'acide 

phtalique [5, 237]. 

SRIDHAR et al. [239] ont rapporté que le catabolisme du naphtalène par 

Streptomyces griseus donne le 4-hydroxy-1-tétralone, ce dernier est produit par la 

transformation du 1-naphtol et 1-tétralone. Egalement, en utilisant Nocardia 

otitidiscaviarum TSH1 [238] et Streptomyces setonii [240], la dégradation du 

naphtalène conduit à la formation de l‘acide cinnamique. Balachandran et al. [6] 

ont détecté le catéchol sous l‘action de Streptomyces sp. strain IRA-CPDA-1 sur le 

naphtalène. 

D'après nos résultats, l'acide phtalique peut être transformé en composés 

phénoliques. ANNWEILER et al. [237] et CERNIGLIA [241] ont signalé que les 

sous produits phénoliques sont produits par l‘action de l‘enzyme dioxygénases et 

peroxydase. Ces enzymes transforment les HAP en oxydes d'arènes, qui sont 

ensuite soit hydratés pour former des trans-dihydrodiols, soit réarrangés de 

manière non-enzymatique pour former des composés phénoliques [237, 241]. 
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3.2.3 Métabolites issus de la dégradation aérobie du phénanthrène 

Les spectres UV-Vis des fractions acides et neutres montrent la formation 

des métabolites issus de la dégradation du phénanthrène après 12 jours 

d‘incubation par rapport au témoin phénanthrène (fraction simple : (d)) comme 

étant indiqué dans la figure 3.21 (a, b, c et d). 

 

Figure 3.21 : Spectres UV-Vis des fractions intermédaires à partir des cultures sur 

le phénanthrène (100 mg.l-1, 12 jours d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2 et 

150 tr.min-1). (a) Streptomyces sp. AB1, (b) Streptomyces sp. AH4, 

(c) Streptomyces sp. AM2 et (d) fraction simple (T- Phe). 
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Ces spectres UV-Vis montrent de forts pics d'absorption qui apparaissent 

entre la gamme de longueur d‘onde de 220 à 270 nm. Il est à noter que ces 

spectres de la fraction neutre et/ou acide sont différents en comparaison à ceux 

du naphtalène. Ceci pourrait s‘expliquer par la structure chimique ou par les voies 

de dégradation spécifiques de chaque composé. 

Le tableau 3.7 résume les longueurs d‘onde d‘absorption UV-Vis pour les 

fractions FA et FN et la fraction simple (T-Phe). 

Tableau 3.7 : Longueurs d‘onde d‘absorption par UV-Vis pour les fractions acides 

et neutres de dégradation du phénanthrène chez les trois souches comparées à la 

fraction simple. 

 

Souche 

Longueur d’onde (nm) 

Fraction neutre Fraction acide 

 

AB1 

227 

258 

263 

228 

250 

258 

268 

 

AH4 

229 

254 

263 

225 à 240  

250 

268 

 

AM2 

229 

255 

267 

225 à 250 

253 

267 

T- phénanthrène  220 

 

D‘après les spectres UV-Vis et le tableau des fractions (FA, FN et FS) du 

phénanthrène, nous avons remarqué que: 

o Le pic d‘absorbance du phénanthrène apparait autour de 220 nm, ce 

maximum de longueur d‘onde est dû à la présence de la double liaison 

aromatique (C=C) du phénanthrène. 
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o Les longueurs d‘ondes d‘absorbance de la FN sont : a) 227, 258 et 263 nm 

pour AB1, b) 229, 254 et 263 nm pour AH4 et c) 229, 255 et 267 nm pour 

AM2. 

 

o Les longueurs d‘ondes d‘absorbance de la FA sont : a) 228, 250; 258 et 

268 nm pour AB1, b) 250, 265 nm et la bande d‘absorbance entre 225 à 

240 nm pour AH4 et c) 253, 267 nm et la bande d‘absorbance entre 225 à 

250 nm pour AM2. 

 

Ces valeurs des longueurs maximales d‘absorbances des deux fractions par 

UV-Vis ont permis de conclure que : 

 

o La bande d'absorbance autour de 260 nm est attribuée à la transition n-π* du 

cycle aromatique [204, 230]. 

 

o La bande d'absorbance entre 220 et 270 nm est caractéristique d'adsorption 

du cycle aromatique, ainsi que l‘absorption autour 270 nm est affectée à la 

transition n-π* du groupe carbonyle [204, 242]. 

 

o La bande d‘absorbance des composés phénoliques est dans la région 210 à 

270 nm qui est due à un transfert de charge intramoléculaire π -π* [242]. 

D‘après WU et al. [204], les fractions (acide et neutre) des métabolites de 

dégradation du phénanthrène par la souche bactérienne Flavobacteria sp. strain 

FCN2 ont permis de détecter trois bandes d‘absorbance: une autour de 260 nm, 

l‘autre entre 275 et 293 nm et la dernière entre 334 et 349 nm. 

Les groupements fonctionnels du spectre IRTF, présents dans les extraits 

des intermédiaires issus de la dégradation du phénanthrène après 12 jours 

d‘incubation (fractions acide et neutre) ainsi que la fraction simple, sont présentés 

sur les figures suivantes (3.22, 3.23 et 3.24): 
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Figure 3.22 : Spectres IRTF des fractions intermédiaires à partir des cultures sur 

le phénanthrène par Streptomyces sp. AB1 (100 mg.l-1, 12 jours 

d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). (a) Fraction simple,     

(b) Fraction neutre et (c) Fraction acide. 

(1) 
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Figure 3.23 : Spectres IRTF des fractions intermédiaires à partir des cultures sur 

le phénanthrène par Streptomyces sp. AH4 (100 mg.l-1, 12 jours 

d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). (a) Fraction simple,     

(b) Fraction neutre et (c) Fraction acide. 

 
 

 

 

 

(1‘) 
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Figure 3.24 : Spectres IRTF des fractions intermédiaires à partir des cultures sur 

le phénanthrène par Streptomyces sp. AM2 (100 mg.l-1, 12 jours 

d‘incubation, 30 °C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). (a) Fraction simple,     

(b) Fraction neutre et (c) Fraction acide. 

 

(1’’) 
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Les résultats des spectres IRTF des fractions (FS, FA et FN) montrent que : 

o La FS (a) montre l‘élongation de la liaison C-H aromatique qui apparait 

entre 3000   3300 cm-1, les vibrations de C=C aromatique et le squelette du 

noyau benzène qui apparait à 1639,96 cm-1 et respectivement entre 600   

800 cm-1 [204, 242]. 

o Les FA chez les trois souches montrent l‘apparition de nouvelles bandes 

d‘absorption qui sont différentes par rapport à la fraction simple: 

a) La bande entre 3300   3600 cm-1 correspond à la présence de liaison de 

type O-H d‘alcool [230, 233, 242]. 
 

b) La bande entre 2850   2980 cm-1 due à la présence du proton (H) et de 

la liaison C-H [23, 225, 235]. 

c) La bande entre 1800   2500 cm-1 due à la présence des liaisons C≡C ou 

C=O [23, 232, 233]. 

d) La bande entre 1400 et 1650 cm-1 correspond au pic de vibration 

squelette du noyau benzénique et de la liaison C=C aromatique [23, 

232, 233, 242]. 

e) Les bandes entre 1670   1740 cm-1  et entre 1030   1250 cm-1, montrent 

qu‘un groupe carboxyle (C=O) existait dans la FA ou la liaison C-O-R 

(alcool et éther). Ainsi que la bande entre 1390   1440 cm-1 qui est due au 

étirement C-OH du groupement carboxyle ou aromatique et enfin 

l‘apparition de la bande entre 1030   1250 cm-1 qui correspond au 

étirement C=O ou à la déformation OH [204, 230, 231, 232, 233, 242]. 

Les spectres IRTF des métabolites de la FN et de la FS sont presque 

identiques chez AB1 et AH4, ces deux dernières ont été caractérisées par une FN 

presque identique. Même remarque a été constatée pour la FN chez AH4 et AM2. 

En effet, chez AM2, la nouvelle absorbance à 2751,81 et à 2671,86 cm-1 est due à 

la présence d‘OH d‘acide carboxylique ou à la =C-H d‘aldéhyde [231, 232, 233, 

242]. La forte absorbance entre 675-900 cm-1 est due à la déformation angulaire 

de C-H du cycle aromatique chez AB1, AH4 et AM2 [204]. 
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Les chromatogrammes de la CG-SM des métabolites de la dégradation du 

phénanthrène par les trois souches (AB1, AH4 et AM2) sont présentés sur la 

figure 3.25. 

 

 

 

Figure 3.25 : Chromatogramme CG-SM des métabolites de la dégradation du 

phénanthrène (100 mg.l-1, 30°C, pH= 7,2 et 150 tr.min-1). (a) : 

souche Streptomyces sp. AB1, (b) : souche Streptomyces sp. AH4 

et (c) : souche Streptomyces sp. AM2. 
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Les chromatogrammes obtenus de la CG-SM, intermédiaires de la 

dégradation du phénanthrène par AB1, AH4 et AM2, montrent que : 

o La présence d‘un pic correspondant au phénanthrène (temps de rétention 

10,307 min pour AB1, 10,347 min pour AH4 et 10,358 min pour AM2), qui 

peut être attribué aux pourcentages du phénanthrène résiduel non utilisé 

par les souches AB1, AH4 et AM2. 

 

o La présence de l‘acide phtalique, de l‘acide 3-nitrophtalique et                         

di (2-éthylhexyl) phthalate. Ces composés ont été également détectés dans 

l‘échantillon de culture sur le naphtalène chez les trois souches. 

 

o La présence des composés phénoliques chez les trois souches à savoir le 

nonylphénol. 

 

o La présence de dibutyl phthalate chez AB1 (10,930 min), de diéthyl 

phthalate chez AH4 (10,919 min) et de diisooctyl phthalate chez AM2 

(12,813 min). 

Nos résultats sont similaires à ceux de PATEL et al. [235] qui ont détecté 

l‘acide phtalique et le di (2-éthylhexyl) phthalate au cours de la dégradation du 

phénanthrène par la souche Pseudoxanthomonas sp. DMVP2. Ils ont. De plus, 

JING et al. [243] ont isolé un consortium bactérien composé de deux souches 

(Pseudomonas aeruginosa et Staphylococcus arlettae) à partir des eaux salines 

(50 g.l-1), ce consortium métabolise le phénanthrène vers l‘acide phtalique et le 2-

méthyle-5-(1-methylethyl) phénol. ROBIN et al. [244], ont isolé Mycobacterium sp. 

strain PYR-1 qui métabolise le phénanthrène via la voie de l'acide phtalique. Cette 

voie a été déjà observée par MOODY et al. [93] chez la souche Staphylococcus 

sp. PN/Y qui transforme le phénanthrène vers l‘acide phtalique, l‘acide diphénique 

ainsi que 1-hydroxy-2–naphtoïque [96]. Egalement, la dégradation du 

phénanthrène par Nocardioide sp. strain KP7 a conduit à la formation de l‘acide 

phtalique [245]. Par ailleurs, Streptomyces flavovirens [246] et deux champignons 

Pleurotus ostreatus [247] et Cyclothyrium sp. strain [248] métabolisent le 

phénanthrène vers cis-9,10-phénanthréne dihydrodiol. 

D'autre part, KEUM et al. [249], ont rapporté que le 2-acide hydroxy-1- 

naphtoïque et l'acide 1-hydroxy-2-naphtoïque sont des métabolites de dégradation 



121 

du phénanthrène par la souche Sinorhizobium sp. De même, BALASHOVA et al. 

[250] ont rapporté la présence de l'acide 1-hydroxy-2-naphtoïque et de l‘acide 2-

hydroxy-1-naphtoïque, ces deux dernières sont les principaux métabolites de 

dégradation du phénanthrène par Pseudomonas sp. strain et Burkholderia sp. 

strain. Par contre les métabolites de la biodégradation du phénanthrène par 

Sphingomonas sp. strain GY2B sont: l‘acide salicylique, le 1-naphtol, et le 1-

hydroxy-2-naphthoique [251]. 

 Nous concluons donc que le naphtalène et le phénanthrène sont métabolisés 

principalement en composés plus simples via la voie de l‘acide phtalique et les 

composés phénoliques par les trois souches de streptomycètes isolées 

localement. Sachant que le mécanisme de dégradation du naphtalène est presque 

similaire à celui décrit pour le phénanthrène. Plusieurs microorganismes oxydent 

le naphtalène et le phénanthrène en acide phtalique, après clivage par une 

réaction catalysée par une mono et dioxygénase. Peu d‘études qui montrent donc 

la formation des composés phénoliques au cours de la biodégradation du 

naphtalène et du phénanthrène [237, 241]. 
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3.3 PRODUCTION DE BIOSURFACTANT ET APPLICATION ENVIRONNEMENTALE 

3.3.1 Introduction 

  Nos souches de streptomycètes (AB1, AH4 et AM2) sont aptes à dégrader 

les acides humiques [19, 20, 21,22, 23], le pétrole brut et les composés 

aromatiques tels que le naphtalène et le phénanthrène. Dans cette partie de 

l‘étude, nous nous sommes donc intéressés à la sélection de la souche 

performante productrice de biosurfactant et le choix de la source de carbone et 

déterminer les caractéristiques de biosurfactant afin d‘envisager une application 

environnementale adéquate. 

3.3.2 Production de biosurfactants 

La production du biosurfactant a été aussi suivie par l‘activité hémolytique 

et l‘indice d‘émulsion (E24) (figure 3.26). 

 

Figure 3.26 : Production de biosurfactants par les souches AB1, AH4 et AM2.     

(a) La zone claire autour des colonies sur gélose au sang indique 

une hémolyse des globules. (b) Indice de l'émulsion (E24) en 

utilisant le pétrole brut comme substrat. 

Ces deux tests ont confirmé la production du biosurfactant chez les trois 

souches. Une zone claire a été observé autour de la colonie confirmant le test 

positive de l‗activité hémolytique [164, 165]. La production de biosurfactant a été 

démontré aussi par l‘augmentation de l‘indice d‘émulsion (E24) avec le pétrole 

brut (75,83; 78,71 et 86,66% avec AB1, AH4 et AM2, respectivement).  

(b) (a) 
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3.3.3 Sélection de la souche performante et la source de carbone 

Trois sources de carbone (1%, v : v) ont été utilisées: huile d‘olive, huile de 

soja et gasoil. La sélection de la source de carbone et le temps optimum de 

production ont été réalisés par les mesures de la TS et le diamètre de 

déplacement du pétrole brut (DDP). 

Les résultats obtenus sont présentés sur les figures 3.27 et 3.28. 

 

Figure 3.27 : Evolution du diamètre de déplacement de pétrole brut (DDP) au 

cours de temps. (a) Streptomyces sp. AB1 avec l‘huile d‘olive, (b) 

Streptomyces sp. AH4 avec l‘huile de soja et (c) Streptomyces sp. 

AM2 avec l‘huile de soja. 
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Figure 3.28 : Sélection de la source du carbone et le temps de production du 

biosurfactant par: (a) Streptomyces sp. AB1, (b) Streptomyces sp. 

AH4 et (c) Streptomyces sp. AM2 (30 °C, pH= 7.2, et 150 tr.min-1). 
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  Nous remarquons qu‘en présence de la souche AB1, l‘huile d‘olive présente 

une meilleure production de biosurfactant qui s‘exprime par une réduction 

importante de la TS (30,26 mN.m-1), un diamètre maximum de déplacement du 

pétrole brut (8,5 cm) et un temps minimum d‘incubation (22 h). Cependant, l‘huile 

de soja représente la meilleure source de carbone chez la souche AH4 (32,9 

mN.m-1 en 44 h et 8 cm) et l‘huile de soja et le gasoil étaient les bonnes sources 

de carbone de production chez AM2 (34 mN.m-1 en 44 h et 7 cm). 

  La souche AB1 a été retenue comme souche performante pour la poursuite 

du travail sur la production, la caractérisation et l‘application environnementale de 

ce biosurfactant. 

  Toutes les études portant sur la production de biosurfactants montrent, 

après la sélection du microorganisme producteur, l‘importance du choix de la 

source de carbone que ce soit un hydrocarbure, un glucide, une huile, etc. [131, 

144, 252, 253, 255]. Cette source joue un rôle déterminant dans le taux de 

production et la nature de biosurfactant synthétisé. Plusieurs substrats ont été 

utilisés pour la production de biosurfactant: l‘hexadécane [157], l‘huile d‘olive [144, 

253, 254], l‘huile de tournesol résiduelle de friture [255] et le gasoil et le pétrole 

[131]. 

3.3.4 Séparation et purification du biosurfactant 

La récupération du biosurfactant issu de la souche AB1 (Bio-AB1) se fait 

après l‘extraction et le séchage, donne un rendement de 0,45 g de biosurfactant 

pour 1 g d‘huile d‘olive. Le précipité (biosurfactant brut) obtenu est un liquide très 

lourd (comme l‘huile) soluble dans l‘eau, le chloroforme et le méthanol, il est de 

couleur jaune-marron. 

La figure ci-dessous 3.29 montre la purification du biosurfactant sur la 

colonne C18. L‘activité tensioactive des fractions collectées des biosurfactants F1 

à F44 ont été suivie par la mesure du DDP et l‘absorbance à 280 nm. 
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Figure 3.29 : Conditions optimales retenues pour purifier le biosurfactant en 

chromatographie sur colonne C18. 

Les fractions F7 à F12, présentant le maximum d‘activité du DDP (8 à 9 cm) 

et l‘absorbance à 280 nm (Abs de 3,7 à 3,9) sont regroupées pour former le 

biosurfactant purifié. 

3.3.5 Caractérisation physicochimiques et antimicrobienne du biosurfactant 

3.3.5. 1 Caractérisations physicochimiques 

3.3.5.1.1 Détermination de la concentration micellaire critique 

Les tensions de surface ont été déterminées pour différentes 

concentrations de biosurfactant (2,5 à 1000 mg.l-1). A partir d‘une certaine 

concentration, la TS demeure constante, la solution est saturée en biosurfactant et 

des micelles se forment. Cette concentration seuille est appelée Concentration 

Micellaire Critique (CMC). 

Les résultats expérimentaux montrent que l‘activité de la TS est 

inversement proportionnelle à la concentration du biosurfactant pour des valeurs 
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inférieures à 125 mg.l-1, au-delà, la TS garde une valeur presque constante (30 à 

31 mN.m-1). L‘évolution de la TS en fonction de la concentration du biosurfactant 

brut est illustrée dans la figure 3.30. 

 

Figure 3.30 : Détermination de la CMC de biosurfactant de la souche AB1. 

La valeur de la CMC du biosurfactant de la souche AB1 est de 125 mg.l-1. 

Cette valeur est considérée comme très intéressante et même économique par 

rapport à celles des tensioactifs chimiques [243, 256, 257] et de certains 

biosurfactants [144, 157, 163, 253, 258, 259]. 

Le biosurfactant de la souche Streptomyces tendae Tuë 901/8c est capable 

de réduire la TS jusqu‘à 30 mN.m-1, il a également une CMC de 36 mg.l-1 [167]. 

Ainsi, la souche Streptomyces sp. strain S1 isolée par KOKARE et al [165] produit 

un biosurfactant montrant une CMC égale à 300 mg.l-1 et une réduction de la TS 

jusqu‘à 42 mN.m-1. 

BORDOLOI et KONWAR [258] ont isolé une souche de Pseudomonas 

aeruginosa MTCC7815 productrice de biosurfactant. Ce dernier est capable de 

réduire la tension de surface jusqu‘à 35 mN.m-1 avec une CMC égale à 100 mg.l-1. 
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Malgré la réduction importante de la TS (25 mN.m-1), WATTANAPHON et 

al. [259] ont trouvé que le biosurfactant (nature glycolipide) produit par 

Burkholderia cenocepacia BSP3 a une CMC de 316 mg.l-1, il est aussi très 

efficace dans la bioremédiation des sols contaminés par les pesticides. En plus, la 

CMC du biosurfactant (nature lipopeptique) de la souche Staphylococcus sp. 

strain 1E est de 750 mg.l-1, il peut réduire la TS jusqu‘à 25,9 mN.m-1 [144]. 

FERHAT et al. [157] ont isolé deux souches productrices de biosurfactants, les 

valeurs de la CMC sont  de 1000 et 2000 mg.l-1 pour Ochrobactrium sp. strain 1C 

et Brevibacterium sp. strain 7G, respectivement. La souche Pseudomonas 

fluorescens utilise l‘huile d‘olive comme une meilleure source de production du 

biosurfactant où la CMC est égale à 290 mg.l-1 avec une réduction de la TS 

jusqu‘à 32 mN.m-1 [253]. 

3.3.5.1.2 Activité émulsifiante 

Les résultats obtenus montrent que l‘E24 est fonction du type de liquide 

hydrophobe: un maximum d‘émulsification est obtenu avec le pétrole brut (E24= 

100%). Ceci met clairement en évidence l'intérêt d'utiliser ce biosurfactant dans le 

domaine environnemental dans la dispersion des nappes de pétrole en milieu 

marin et dans le domaine industriel. De plus, l‘activité E24 est moins importante en 

utilisant l‘huile d‘olive (E24= 7,14%), l‘huile de soja (E24= 9,32%), le gasoil (E24= 

5,2%) et l‘essence (E24= 14,44%). Cependant, en présence du toluène et de 

l‘hexadécane, l‘activité E24 est nulle (figure 3.27). Ce qui nous amène à conclure 

que l‘émulsification des substances hydrophobes dépend fortement de la nature 

de biosurfactant. Donc, le biosurfactant de la souche Streptomyces sp. AB1 est 

capable de former des émulsions très stables avec le pétrole brut. 
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Figure 3.31 : Activité émulsifiante de biosurfactant de la souche AB1. 

KUMARI et al. [260] ont signalé que le pétrole brut présente des émulsions 

plus stables en présence des biosurfactants issus des souches Pseudomonas sp. 

strain BP10 et Rhodococcus sp. strain NJ2. Le biosurfactant de la souche Bacillus 

methylotrophicus USTB était un bon émulsifiant contre le pétrole brut (E24= 78%) 

[149]. 

Par contre, le biosurfactant produit par la souche Nocardiopsis sp. strain B4 

présente un meilleur émulsifiant avec l‘huile d‘olive, l‘indice d‘émulsion était de 

80% [162]. Le biosurfactant de Pseudomonas sp. strain 2B forme une bonne 

émulsion avec le benzène (E24= 84%) [261]. La souche Streptomyces sp. strain 

B3 a produit un biosurfactant capable de former des émulsions stables avec le 

pétrole brut, le xylène, l‘hexadécane, l‘octadécane et le diesel (E24 entre 70 et 

85%) [164]. 
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3.3.5.1.3 Stabilité thermique 

 Les résultats obtenus (figure 3.32) montrent que le Bio-AB1 (à CMC) est 

stable pour des températures inférieures ou égale 70 °C. En effet, le biosurfactant 

conserve les mêmes valeurs de la TS et de l‘activité E24 avec le pétrole brut dans 

une gamme de température allant de 4 à 70 °C. Au-delà, le biosurfactant perd ses 

propriétés tensioactives par l‘augmentation de la TS. Par exemple, à 100 °C, les 

valeurs de la TS et de l‘activité E24 sont respectivement 40 mN.m-1 et 85%. Par 

rapport aux travaux antérieurs [162, 164, 165], le Bio-AB1 présente une stabilité 

thermique intéressante à haute température (70 °C). 

 

 

 

Figure 3.32 : Effets de la température d‘incubation (24h) sur le biosurfactant (à   

CMC) produit par la souche AB1. 

20°C 50°C 70°C 100°C 40°C 30°C 4°C 
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Des résultats similaires ont été trouvés par KIRAN et al. [122] pour un 

biosurfactant produit par Nocardiopsis lucentensis MSA04 et par KHOPADE et al. 

[162], pour un biosurfactant produit par Nocardiopsis sp. strain B4. Par contre, le 

biosurfactant issu de la souche Streptomyces sp. strain B3 a montré une stabilité 

thermique inférieure à 45°C [164]. Ainsi que, la souche Streptomyces sp. strain S1 

isolée par KOKARE et al [165] produit un biosurfactant montrant une faible 

stabilité thermique (inférieure à 40 °C). 

Par conséquent, les résultats obtenus sur la stabilité thermique permettront 

la possibilité d‘appliquer ce biosurfactant (Bio-AB1) dans la récupération du 

pétrole et dans les industries agro-alimentaires, pharmaceutiques et cosmétiques 

[162, 164, 262]. 

3.3.5.1.4 Stabilité chimique 

3.3.5.1.4.1 Effet de la salinité 

  Les résultats représentés sur la figure 3.33 révèlent que la TS et l‘activité 

E24 restent stables jusqu‘à 30 g.l-1 de NaCl (TS= 30,3 mN.m-1 et E24= 100%). 

En augmentant la salinité, la stabilité du biosurfactant diminue (à 100 g.l-1 de 

NaCl: TS= 33,7 mN.m-1 et E24= 65,3%). Nous remarquons qu‘il n‘y a pas de 

corrélation entre la TS et l‘E24. Par exemple, à 300 g.l-1 de NaCl (TS= 35,3 

mN.m-1 et E24= 1%). 

Selon DESAI et BANA [127], des concentrations supérieures à 20 g.l-1 en 

NaCl sont suffisantes pour inhiber les tensioactifs chimiques. KHOPADE et al. 

[162] ont montré que le biosurfactant issu de la souche Nocardiopsis sp. strain B4 

pouvait former des émulsions stables jusqu‘à 80 g.l-1 de NaCl. De même, le 

biosurfactant produit par la souche Streptomyces sp. strain B3 est stable à 60 g.l-1 

de NaCl (E24 à 80%) [164]. Par ailleurs, certains travaux ont montré que les 

biosurfactants peuvent supporter des concentrations en sel allant jusqu‘à 300 g.l-1 

de NaCl [144, 263]. 
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Figure 3.33 : Effet de la variation de salinité en NaCl sur la stabilité chimique de 

biosurfactant de la souche AB1 (temps d‘incubation 24 h). 

 

3.3.5.1.4.2 Effet du pH 

  Les résultats de l‘effet du pH sur la stabilité de biosurfactant montrent que 

le Bio-AB1 est très stable dans les milieux acides et basiques. Dans une gamme 

de pH variant entre 2 et 11, les valeurs de la TS sont presque constantes (31 à 30 

mN.m-1) (figure 3.34). 
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Figure 3.34 : Effet de la variation de pH sur la stabilité chimique de biosurfactant 

de la souche AB1 (temps d‘incubation 24 h). 

 Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus dans des travaux 

antérieurs [144, 262, 263]. Ces auteurs ont trouvé que le pH [1- 12] n‘affecte pas 

la stabilité de certains biosurfactants. Par contre, d‘autres travaux ont montré 

l‘instabilité du biosurfactant sous l‘effet du pH dans une large gamme (acides –

basiques). Le biosurfactant produit par la souche Nocardiopsis sp. strain B4 est 

stable qu‘en milieux basiques (8 à 12) [162]. Du même, le biosurfactant produit par 

la souche Streptomyces sp. strain B3 montre une stabilité uniquement en milieu 

alcalin (8 à 12) [164]. Egalement, HADDAD et al. [264] ont trouvé qu‘un pH acide 

(pH 3 et 4) influe sur l‘activité de biosurfactant produit par la souche Bacillus 

subtilis HOB2. D‘autres travaux ont signalé la stabilité dans les milieux acides, 

APARNA et al. [261] ont isolé une nouvelle souche de Pseudomonas sp. strain 2B 

productrice de biosurfactant, ce dernier présente une très bonne stabilité en milieu 

acide (2 à 6). 

  2    3          4         5            6          7          8           9         10          11          12
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3.3.5.1.5 Activité antimicrobienne 

Les résultats de l‘activité antimicrobienne de biosurfactant de la souche 

AB1 déterminée contre cinq (05) bactéries et une (01) levure sont représentés 

dans la figure 3.35. 

 

Figure 3.35 : Activité antimicrobienne de l‘extrait du biosurfactant de la souche 

AB1. 031 : Candida albicans ATCC 10231. 02 : Escherichia coli 

ATCC 10536. 09 : Pseudomonas aeruginosa ATCC 15442. 10 : 

Staphylococcus aureus ATCC 9144. 260 : Salmonella enterica CIP 

8039. 261 : Bacillis subtilis ATCC 6633. 

La quantité minimale inhibitrice (QMI) est mentionnée dans le tableau (3.8). 

Tableau 3.8 : Quantité minimale inhibitrice du Bio-AB1. 

Microorganismes pathogènes Bio-AB1 (µl.ml-1) 

QMI 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 15442 0,4 

Escherichia coli ATCC 10536 0,4 

Salmonella enterica CIP 8039 1 

Staphylococcus aureus ATCC 9144 0,4 

Bacillis subtilis ATCC 6633 1 

Candida albicans ATCC 10231 1 
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L‘activité antimicrobienne du Bio-AB1 testé contre des souches 

bactériennes Gram- (Pseudomonas aeruginosa, Escherichia coli et Salmonella 

enterica) et Gram+ (Staphylococcus aureus et Bacillis subtilis) et une souche de 

levure (Candida albicans) montrent que : 

o La QMI de l‘activité bactérienne allant de 0,4 à 1 µl. ml-1. 

o La QMI de l‘activité antifongique égale à 1 µl. ml-1.  

o La QMI la plus faible (0,4 µl.ml-1) était très efficace contre les souches de 

Pseudomonas aeruginosa ATCC 15442, Escherichia coli ATCC 10536 et 

Staphylococcus aureus ATCC 9144. 

Les multiples applications des biosurfactants ont fait l‘objet d‘intenses 

recherches dans les domaines thérapeutiques. Certains lipopeptides et 

glycolipides sont d‘excellents agents antibactériens, antifongiques et antiviraux 

[265]. Parmi les microorganismes producteurs de biosurfactants antimicrobiens, 

nous pouvons citer: Bacillus subtilis, Pseudomonas ssp., Candida antarctica et 

Candida lipolytica UCP 0988 [151, 265, 266, 267, 268]. 

A propos de l‘activité antimicrobienne, des résultats similaires obtenus par 

KHOPADE et al. [164] ayant montrés que le biosurfactant produit par la souche 

Streptomyces sp. strain B3 est caractérisé par une activité antibactérienne contre 

les microorganismes pathogènes à savoir: Bacillis subtilis, Pseudomonas 

aeruginosa, Staphylococcus aureus et Escherichia coli et Candida albicans. 

EDDOUAOUDA et al. [144] ont montré que le biosurfactant (nature 

lipopeptidique), isolé à partir de la souche Staphylococcus sp. strain 1E, est 

identifiée comme un antimicrobien très efficace (les valeurs de CMI variant de 

1,68 à 13,5 mg.ml-1). 

Plusieurs chercheurs ont rapporté que la nature du biosurfactant influe 

directement sur l‘activité antimicrobienne. TSUGE et al. [266] ont montré qu‘un 

biosurfactant de nature lipopeptidique a une activité antimicrobienne plus efficace 

que la surfactine et la streptofactine. BECHARD et al. [265] ont extrait un 

biosurfactant de nature lipopeptidique à partir de l‘espèce Bacillus subtilis qui est 

efficace contre les champignons et les bactéries Gram–. Cependant, le 

biosurfactant de nature glycolipide a une forte activité antimicrobienne contre les 

bactéries Gram– et Gram+ [162, 267]. 
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3.3.6 Etude structurale 

3.3.6.1 Analyse IRATR du biosurfactant 

L‘étude du spectre IRATR de la fraction purifiée F7 sur colonne C18 (figure 

3.36) a révélé que: 

o La bande située autour de 3239,23 cm-1 est attribuée aux vibrations des 

liaisons de type OH (alcool) [242]. 

o Les deux valeurs obtenues à 2922,42 et à 2852,98 cm-1 ont révélé la présence 

des liaisons de type C-CH, C-CH2 et C-CH3 [160, 242]. 

o Les deux valeurs affichées à 1708,59 et à 1647,05 cm-1 sont liées aux 

vibrations de C=O de groupements carbonyles (C=O de carboxyle) [160, 164]. 

o La valeur située autour de 1457,4 cm-1 attribuée aux vibrations d‘élongation des 

laissons C-O confirmant la présence des liaisons formées entre les atomes de 

carbone et les groupes hydroxyles dans les structures chimiques de la partie 

glycoside [157]. 

o La valeur significative située à 1412,95 cm-1 correspond aux vibrations 

d‘élongation des liaisons de -CH3 [157, 230, 242]. 

o La bande située entre 1000 à 1260 cm-1 est due à la présence intense 

d‘élongation de C-O d‘alcool [164, 230, 231]. 

o La bande située entre 1141,7 et 1047,28 cm-1 est due aux vibrations des 

liaisons C-O-C dans les esters [164, 231]. 

o La bande située autour 874,44 et 927,11 cm-1 est affectée aux vibrations des 

liaisons O-H dans les acides carboxyliques [231]. 

Le Bio-AB1, constitué d‘environ 26,82 mg.l-1 de glucides (milligramme 

equivalent du glucose) selon le dosage colorimétrique (photo du test en annexe 3) 

et les interprétations du spectre IRATR, est fort probablement appartient aux 

glycolipides [164, 269]. 
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Figure 3.36 : Spectre de IRATR de biosurfactant de la souche AB1 (fraction 7). 
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3.3.6.3 Analyse par LC-MS 

Les résultats de l‘analyse LC-MS de la fraction F7 sont présentés sur la 

figure 3.37-a. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

Figure 3.37 : Analyse LC-MS de biosurfactant de la souche AB1 (fraction 7). 
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L‘étude de spectre LC-MS a montré la présence de deux pics de masse : 

pic 1 (M + H à m/z = 381,1) et pic 2 (M + 3 H à m/z = 3 83,2). Et en se basant sur 

le test de glucides, l‘analyse IRATR et les fragmentations de masse et la structure 

de base de la fraction 7 et en comparaison avec les structures publiées, nous 

pouvons proposer une structure préliminaire de Bio-AB1. 

La fragmentation de la molécule proposée (figure 3.37-b) nous a permis de 

confirmer la présence de sous fragments apparues dans le spectre LC-MS comme 

suit : 

o La perte de COOH (M+H+Na-COOH) conduit au pic correspond à m/z 359 

(358,7). 

o La molécule à m/z 359 sera fragmentée pour former m/z 341 (340,5) par la 

perte d‘une molécule d‘eau (M+H+Na-COOH-H2O). 

o La molécule de base monorhamnolipide perd deux autres molécules d‘eau afin 

de former m/z 305 (304,9) (M+H+Na -COOH-3H2O). 

o Le pic à m/z 271,3 sera formé par l‘élimination de COOH, CH3 et 4H2O. 

o Le pic à m/z 229,8 est probablement formé par l‘élimination de CO(CH2)3COOH 

et deux molécules d‘eau. 

Néanmoins, une purification supplémentaire doit être réalisée à l‘avenir par 

analyse structurale par RMN et la détermination avec exactitude de la structure de 

ce biosurfactant produit par la souche locale Streptomyces sp.  AB1. 

3.3.7 Applications environnementales du biosurfactant 

3.3.7.1 Solubilisation des HAP 

Le taux de solubilité des HAP, provoqué par le Bio-AB1, peut être exprimé 

en terme de rapport de Sw/Sw* où Sw et Sw* qui représente l‘absorbance des 

HAP (du naphtalène ou du phénanthrène) dans une solution de biosurfactant à 

CMC (125 mg.l-1) et dans l‘eau distillée à 254 nm pour le naphtalène et 252 nm 

pour le phénanthrène. 

Les résultats de la solubilisation des HAP sont présentés sur la figure ci-

dessous (3.38).  
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Figure 3.38 : Effets de biosurfactant produit par la souche AB1 (Bio-AB1) et 

Tween 80 sur la solubilisation du naphtalène (100 mg.l-1) et du 

phénanthrène (100 mg.l-1) dans l‘eau douce et dans l‘eau de mer. 

Les résultats obtenus de la solubilisation des HAP dans l‘eau douce 

montrent clairement l‘effet de Bio-AB1 sur la solubilité des HAP. Ce dernier a 

augmenté de 2,8 et de 2,9 fois la solubilité du naphtalène et du phénanthrène, 

respectivement par rapport au contrôle (eau distillée). Par contre, l‘utilisation de 

Tween 80 a donné un rapport de Sw/Sw* égal à  2,38 et à 2,3 fois pour le 

naphtalène et le phénanthrène, respectivement. 

Dans l‘eau de mer, les rapports de Sw/Sw* sont de 3,1 et de 2,49 fois, 

respectivement pour le naphtalène et le phénanthrène en présence de Bio-AB1. 

Cependant, le Tween 80 a donné des rapports de Sw/Sw* égal à 2,19 et à 2,05 

pour le naphtalène et le phénanthrène, respectivement, par rapport au contrôle 

(eau de mer). A titre comparatif, la solubilisation des HAP par le Bio- AB1 est 

significative par rapport au Tween 80. 

Le biosurfactant testé a un effet très évident sur la solubilisation du 

naphtalène et du phénanthrène dans l‘eau douce et dans l‘eau de mer. 
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3.3.7.2 Remobilisation du pétrole 

Les résultats obtenus sont présentés sur la figure 3.39. 

 

Figure 3.39 : Spectres CG-SM de la remobilisation du pétrole (hydrocarbures)    

par le Bio-AB1. 
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Le Bio-AB1 a montré une efficacité de remobilisation du pétrole (1,26 fois) 

par rapport à l‘utilisation du Tween 80. Ces résultats montrent l'intérêt d'utiliser ce 

Bio-AB1 dans la remobilisation du pétrole (hydrocarbures) à partir d‘un sol 

contaminé.  

Afin de valider l‘efficacité des tensioactifs d‘origine biologique dans la 

bioremédiation des sites contaminés aux hydrocarbures, il est nécessaire de 

comparer les rendements obtenus avec ceux de leurs homologues chimiques 

[270, 271]. A cet égard, l‘utilisation de ce biosurfactant dans le domaine 

environnemental est certainement prometteuse. Toutefois, la solubilisation des 

HAP (du naphtalène et du phénanthrène) et la remobilisation des hydrocarbures 

en solution de Bio-AB1 et de Tween 80 était variable selon les conditions 

d‘application. MNIF et al. [270] ont isolé un biosurfactant (bioC2SS100 à CMC 

égale 150 mg.l-1) produit par Halomonas sp. strain C2SS100. Ce biocC2SS100 a 

montré que la solubilisation du phénanthrène (250 mg.l-1) en présence de 100 g.l-1 

NaCl, le Sw/Sw* est de 15 fois et presque zéro, respectivement, à 37 et à 55 °C. 

EDDOUAOUDA et al. [144] ont révélé un taux de solubilité du phénanthrène (250 

mg.l-1) de 20 fois par rapport au contrôle (eau distillée) provoqué par le 

biosurfactant de concentration 1000 mg.l-1 produit par la souche Staphylococcus 

sp. strain 1E, sachant que la CMC égale à 750 mg.l-1. 

Ces auteurs ont montré la solubilisation du phénanthrène (250 mg.l-1) est 

meilleure lorsque la concentration du biosurfactant est supérieure à la CMC. De 

plus, BORDAS et LAFRANCE [271] ont montré que presque 0 fois de la 

mobilisation du pyrène à partir d‘un sol sableux après l‘injection de la solution de 

biosurfactants (rhamnolipides) à CMC égale 100 mg.l-1 produit par la souche 

Pseudomonas aeruginosa. Pour une solution de biosurfactants de concentration 

2500 mg.l-1, 80 fois sa solubilité dans l‘eau pure a été obtenue. Deux 

biosurfactants MTCC7815 et MTCC7818 (500 mg.l-1) récupèrent 41 et 26 mg.l-1 du 

pyrène (concentration initiale de 60 mg.l-1), respectivement [258]. 

URUM et al. [272] ont étudié l'efficacité de la bioremédiation du pétrole brut 

à partir d‘un sol contaminé sous l‘effet des biosurfactants. Ils ont montré 44 et 27% 

d‘élimination du pétrole, respectivement, par  rhamnolipide et par saponine 

naturelles. 
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De même, le biosurfactant de la souche Staphylococcus sp. strain 1E a 

montré une efficacité de remobilisation des hydrocarbures de 1,3 fois supérieure 

au surfactant chimique (Tween 80) [144]  

LAI et al. [273] ont étudié la capacité de la remobilisation de pétrole à partir 

du sol par deux biosurfactants (rhamnolipide et surfactine) et de deux surfactants 

chimiques (Tween 80 et Triton X-100). Ils ont montré que le pourcentage de 

récupération du pétrole avec les biosurfactants était 23 et 14%, respectivement 

avec rhamnolipide, surfactine et sont efficace que les surfactants chimiques (6 et 

4%, respectivement, avec Triton X-100 et Tween 80). 

FRANZETTI et al. [274] ont évalué l'application de biosurfactant produit par 

Gordonia sp. strain BS29 dans la bioremédiation des sols contaminés par les 

hydrocarbures. Les résultats ont montré que 33% des hydrocarbures ont été 

récupérés par le biosurfactant (mélange entre rhamnolipides et  bioemulsans) 

produit par cette souche d‘actinomycètes. 

Une expérience de la remobilisation sur une colonne de sable faite par 

PEREIRA et al. ils ont indiqué que le biosurfactant permet de mobiliser 76% du 

pétrole dans 2 heures [275]. 

En conclusion, la production des biosurfactants dépend de plusieurs 

paramètres entre autres la nature de substrat et le type de microorganisme. Les 

bactéries utilisées pour produire les biosurfactants sont en général issues de sites 

contaminés par des substances hydrophobes. Dans notre cas, les streptomycètes 

ont été isolés à partir d‘un sol très riche en acides humiques. Ces derniers sont 

connus par leur faible solubilité. Le principal rôle physiologique du tensioactif est 

de permettre aux microorganismes de se développer sur des substrats insolubles 

en réduisant la tension interfaciale entre l‘eau et le substrat, rendant ce dernier 

plus facilement accessible. 

L‘analyse en glucide, l‘IRATR et la LC-SM montrent que le biosurfactant 

Bio-AB1 est de nature glycolipidique. L‘étude des propriétés physicochimiques et 

antimicrobiennes montre que ce biosurfactant peut être utilisé dans des milieux 

salins (30 g.l-1) ou acido-basiques (pH égal 2 à 11), son activité antimicrobienne 

est également intéressante pour des applications médicales et industrielles 

(pharmaceutique, cosmétique et alimentaire). Par ailleurs, la solubilisation des 
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HAP et la remobilisation des hydrocarbures (sol contaminé par le pétrole brut) 

sont des facteurs confirment que ce biosurfactant est un produit très intéressant 

de point de vue application environnementale, notamment, dans la dépollution des 

sites contaminés par les hydrocarbures par rapport aux surfactants chimiques.  
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CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES 

Dans le monde, le risque d‘une contamination des zones aquatiques, des 

nappes aquifères et des sols par les hydrocarbures est un constat réel d‘où la 

résolution de ces problèmes environnementaux est devenue une nécessité 

prioritaire. Dans cette même orientation, l‘application des microorganismes (en 

particulier des bactéries) en bioremédiation des sites contaminés par les 

hydrocarbures est rendue de grand intérêt. Dans ce cadre, nous nous sommes 

intéressés à étudier les efficacités des souches de streptomycètes à dégrader les 

hydrocarbures et production de biosurfactants. Ces souches isolées localement 

ont de bonnes potentialités de dégradation des acides humiques et productrices 

des enzymes extracellulaires (peroxydases et protéases). 

Dans cette approche, nous a amené à étudier la capacité des trios souches 

appartenant aux espèces Streptomyces sp. AB1, Streptomyces sp. AH4 et 

Streptomyces sp. AM2, à dégrader le pétrole brut, le naphtalène et le 

phénanthrène. La mise en évidence de sous produits de dégradation de deux 

HAP, la production de biosurfactant par une souche sélectionnée et la mise en 

œuvre la remobilisation de pétrole brut et de la solubilisation des HAP sont aussi 

envisagées. 

1. Biodégradation du pétrole brut et des HAP: 

 Les trois souches de streptomycètes (AB1, AH4 et AM2) dégradent les n-

alcanes (n-C11 à n- C30) de pétrole brut et les deux HAP (naphtalène et 

phénanthrène).Les trios souches dégradent mieux la concentration de 100 

mg.l-1 (plus que la solubilité) du naphtalène et du phénanthrène et 

atteignent le maximum; 

 

 La souche AH4 dégrade mieux le pétrole brut (80,96% après 30 jours 

d‘incubation) comparativement aux autres souches (AB1=76,65%, 

AM2=67,94%); 

 La souche AH4 dégrade mieux le naphtalène (85,23%) que les deux autres 

souches (AB1= 82,36%, AM2= 81,03%); 
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 La souche AB1 (98,52) dégrade mieux le phénanthrène que les autres 

souches (AH4= 93,71%, AM2=93,55%); 

 Ces trois souches dégradent mieux les concentrations les plus élevées 

(plus que leur solubilité). 

 

2. Métabolites des la biodégradation des HAP: 

Les métabolites de dégradation du naphtalène et du phénanthrène chez les 

trois souches empreintent essentiellement la voie de l‘acide phtalique et les 

composés phénoliques.  

3. Production, caractérisation et application environnementale de biosurfactant: 

 Le biosurfactant Bio-AB1 a une stabilité intéressante vis-à-vis: 

  L‘augmentation de la température (4 à 70 °C); 

  La salinité (0 à 30 g.l-1 de NaCl); 

  Le pH (2 à 11). 

 Ce biosurfactant se caractérise par: 

  Un pouvoir émulsifiant à 100% avec le pétrole brut; 

  CMC égale à 125 mg.l-1; 

  Activité antimicrobienne très efficace.  

 Les analyses biochimiques (test des glucides), IRATR et LC-MS ont révélé 

que le Bio-AB1 est de nature glycolipide avec une masse moléculaire de 380 uma. 

 

Finalement, les résultats  de l‘application de la solubilisation des HAP 

(naphtalène et phénanthrène) et la remobilisation du pétrole brut en utilisant le 

Bio-AB1 et le Tween 80 prouvent clairement son efficacité d‘où l‘importance de 

l‘utiliser en biotraitement. 

En guise de perspectives, nous envisagerons poursuivre les recherches 

sur: 

 L‘élargissement de l‘étude sur la biodégradabilité des autres HAP 

(purs ou mixtes); 
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 L‘étude de la dégradation des HAP par un consortium contenant les 

trois souches de streptomycètes; 

 L‘étude des mécanismes réactionnels de la biodégradation des HAP 

et déterminer les enzymes responsables; 

 L‘optimisation de la production des biosurfactants en raison de leurs 

avantages et de leurs utilisations dans les domaines industriels et 

environnementaux; 

 La purification et la détermination structurale de Bio-AB1 (RMN ou 

autres outils d‘analytiques plus poussés).  
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APPENDICE 

A Liste des symboles et abreviations 

CG-SM  : chromatographie en phase gazeuse associée à la spectrométrie de 

masse 

CMC : concentration micellaire critique  

DCM : dichlorométhane  

DDP : diamètre du déplacement du pétrole brut  

E24 : activité emulsifiante (indice d‘emulsion) 

FA : fraction acide  

FN : fraction neutre 

HPLC : chromatographie en phase liquide à haute performance 

IRTF : spectroscopie infrarouge à iransformer de Fourier  

IRATR : spectroscopie infrarouge à iransformer de Fourier  

ISP9 : international streptomyces project 9 

KBr : bromure de potassium 

LC-MS : chromatographie en phase liquide couplée à la spectrométrie de 

masse 

LB : milieu Luria Bertani 

MEB : microscope electronique à balayage 

MM : milieu minimum  

Nap : naphtalène 

Phe : phénanthrène 

QMI : quantité minimale inhibitrice  

TS 

UV-Vis 

: tension de surface  

UV-Visible 

mN.m-1 : mili newton per mètre  

mUV  : mili ultra volts 

tr.min-1  : tourne par minute 

sp : espèce n‘a pas été identifiée avec plus de précision 

tR : temps de rétention 
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B Propriétés physicochimiques des 16 HAP de la liste prioritaire de l'US-EPA 

 

Tableau 1 : Propriétés physicochimiques des 16 HAP de la liste prioritaire de l'US-
EPA 

log Kow D Pe (°C) Pf (°C) S (mg.l-1)  PM Composés 

3,37 1,02 218  80 32 128 Naphtalène 

- - 278 80 3.93 152 Acénaphtylène 

3,92 - 279 93 3,42 154 Acénaphtène 

4,18 1,2 298 114 1,68 166 Fluorène 

4,46 1,18 338 101 1,4 178 Phénanthrène 

4,5 1,25 340 215 0,045 178 Anthracène 

4,9 1,20 384 107 0,206 202 Fluoranthène 

4,88 1,27 396 151 0,132 202 Pyrène  

5,63 1,27 438 435 0,0094 228 Benzo[a]anthracène 

5,63 1,27 441 258 0,0018 228 Chrysène  

6,04 1,27 487 167 0,0015 252 Benzo[b]fluoranthène 

6,21 - 481 217 0,0080 252 Benzo[k]fluoranthène 

6,06 1,35 496 178 0,0016 252 Benzo[a]pyrène  

6,86 1,28 498 263 0,0050 278 Dibenzo[a, b]anthracène 

6,78 1,3 500 278 0,0007 276 Benzo[g, b, j]pérylène  

6,58 1,07 505 164  0,0002 276 Indéno[123cd] pérylène 

PM : Poids Moléculaire 

S: Solubilité dans l‘eau distilée à 25°C en mg.l-1 

Pf (°C) : Point de fusion 

Pe (°C) : Point d‘ébullition 

D : Densité 

log Kow : Coefficient de partage octanol/eau 
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C Techniques d‘isolement, identification phénotypique et génotypique des 

souches AB1, AH4 et AM2 

o Présentation de site de prélèvement  

 Au total, trois échantillons du sol ont été prélevés à partir du sol de surface 

(10- 20 premiers centimètres situés en dessous de la litière). Ces échantillons 

correspondent aux trois différents types du sol de la Mitidja (sols humides à 

Boufarik, sols rouges méditerranéens à Hadjout et vertisols à Meftah). 

L'échantillonnage a été effectué au cours du mois de Novembre 2006 [18, 19]. 

Les caractéristiques des sols sont indiquées ci-dessous (Tableau 2). 

Tableau 2 : Quelques propriétés des sites utilisés pour isoler les actinomycètes. 

Sites Profondeur 

du sol (cm) 

Humidité 

(%) 

Matière 

organique (%) 

Texture Classification des 

sols 

Boufarik 10 21- 50 1- 65 Argile humide 

Hadjout 10 17-25 2-37 Argile rouge de 

Méditerranée 

Meftah 10 22- 05 3- 06 Sity Vertisole 

 

o Isolement d‘actinomycètes 

Les actinomycètes ont été isolés sur milieu ISP2 solide (on dissout : 4 g Extrait 

de levure (Panreac) et 10 g d‘extrait de malte (Panreac) et 4g du glucose dans un 

litre de l'eau distille. On ajuster le pH de la solution à 7,2 avec HCl 0,1N et on 

ajouter 20 g d'Agar bactériologie en agitant bien la solution. Enfin, on stérilise la 

solution préparée pendant 20 min à 120°C dans l'autoclave. 

Le milieu, additionné à 500 µg.l-1 d‘actidione pour éliminer la croissance des 

champignons, contient la chitine qui limite la croissance des bactéries. Il est 

enrichi par 0,5% (p : v) d'acide humique synthétique (AHS) pour l‘isolement 

sélectif des souches adaptées à la dégradation d'AHs. 19 isolats d‘actinomycètes 

obtenus sont répartis comme suit: 6 de Boufarik, 8 de Hadjout et 5 de Meftah [19, 

20, 21]. 
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Permi ces isolats 3 souches d‘actinomycètes de genre de Streptomyces 

etaient performantes à dégrader une macromolécule polyaromatique tel que les 

acides humiques sur le milieu de culture liquide à base de sels minéraux.            

Le milieu minimum (MM), sa composition (g.l-1) est : (NH4)2SO4 (Merck) : 2,84 g, 

KH2PO4 (Fluka) : 2,38 g, K2HPO4 3H2O (Prolabo) : 5,65 g, MgSO4 7H2O (Fluka) : 1 

g, et 1 ml de la solution d‘oligo-éléments (0,64 g CuSO4 5H2O (Prolabo), 0,11g 

FeSO4 7H2O (Merck), 0,79 g MnCl2 4H2O (Fluka), 0,15 g ZnSO4 7H2O (Prolabo), 

dans un litre de l'eau distillé). Le pH est ajusté à 7,2. Après la stérilisation du 

milieu à 120 °C pendant 20 min, 5% (m : v) d‘AHs et 1g de glucose ont été ajouté 

au milieu de culture comme unique source de carbone et d‘énergie. L‘AHs a été 

stérilisé par microfiltration (0,45µm). 

o Identification d‘actinomycètes 

Les actinomycètes ont été identifiées par les méthodes de biotypage (API 

ZYM) et le séquençage d‘ARN 16S. Les souches isolées appartiennent aux 

espèces Streptomyces sp. strain  AB1 (code AB1: GU43467), Streptomyces sp. 

strain AH4 (code AH4: GU43474) et Streptomyces sp. strain AM2 (code 

AM2:GU434673) [15, 16, 17, 18, 19]. 

 Les souches pures ont été repiquées sur milieu ISP9 solide (on dissout : 10 

g Glucose (Merck), 2,84 g (NH4)2SO4 (Merck), 2,38 g KH2PO4 ( Fluka), 5,65 g 

K2HPO4 3H2O (Prolabo), 1 g MgSO4 7H2O (Fluka) et 1ml d‘une solution contenant 

(g /L) : 0,64 g CuSO4 5H2O (Prolabo), 0,11g FeSO4 7H2O (Merck), 0,79 g MnCl2 

4H2O ( Fluka), 0,15 g ZnSO4 7H2O (Prolabo), dans un litre de l'eau distillé. Les 

souches sont purifiées et conservées à 4 °C, pendant chaque mois, nous 

repiquons nos souches. 

Les observations macroscopiques et microscopiques du mycélium, 

l‘identification phénotypique et génotypique pour la souche AB1 de Boufarik, la 

souche AH4 de Hadjout et  la souche AM2 de Meftah sont présentées sur les 

figures 1 et 2. 
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Figure 1 : Observations macroscopiques et microscopique du mycélium de la 

souche AB1, AH4 et AM2. Photos(a), (c) et (e) : Mycélium aérien. Photos (b), (d) 

et (f): Spores exogènes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Arbre phylogénétique obtenu après alignement du gène de l‘ARNr 16S 

de la souche AB1, de la souche AH4 et de la souche AM2 avec la banque de 

données GenBank BLAST. 
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D Courbe d‘étalonnage 

o  Par l‘UV-Visible 

 Du naphtaléne à 254 nm 

 

Figure 3 : Courbe d‘étalonnage du naphtalène 100 mg.l-1 par l‘UV-Vis à 254nm. 

 Du phénanthrène à 252 nm 

 

Figure 4 : Courbe d‘étalonnage du phénanthrène 100 mg.l-1 par l‘UV-Vis à 252nm. 
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o Par l‘HPLC 

 Naphtalène 

 
Figure 5 : Courbe d‘étalonnage du naphtalène 100 mg.l-1 par l‘HPLC à 254nm. 

 
 Phénanthrène 

 

Figure 6 : Courbe d‘étalonnage du phénanthrène 100 mg.l-1 par l‘HPLC à 252nm. 
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 Glucose 

 

Figure 7 : Courbe d‘étalonnage du glucose. 
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E Teste d‘emulsion 

 

 

Figure 8 : Schéma récapitulatif du test d‘émulsion (E24). 
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F Milieux 

o Solution tampon à pH= 7,2 : 17,39 ml de Na2HPO4 (0,2M) et 2,61 ml de l‘acide 

citrique (0,1M). 

o Milieu LB (g.l-1) : 10 peptone, 5 extrait de levure, 5 NaCl, pH 7,2. 

o Milieu extrait de malt : 10g.l-1 de l‘extrait de malt. 
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G Spectres de CG-SM de la biodégradation de pétrole brut 

o Par AB1 

 

Figure 10 : Spectres CG-MS de la dégradation du pétrole brut (1%, v : v) par 

Streptomyces sp. AB1 (30 °C, pH 7,2 et 150 tr.min-1). (a) : Témoin 

chimique, (b) : après 14 jours d‘incubation                                         

et (c) : après 30 jours d‘incubation. 
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o Par AH 

 

Figure 11 : Spectres CG-SM de la dégradation du pétrole brut (1%, v : v) par 

Streptomyces sp. AH4 (30°C, pH 7,2 et 150 tr.min-1). (a) : Témoin 

chimique, (b) : après 14 jours d‘incubation                                         

et (c) : après 30 jours d‘incubation. 
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o Par AM2 

 

Figure 12 : Spectres CG-SM de la dégradation du pétrole brut (1%, v : v) par 

Streptomyces sp. AM2 (30°C, pH 7,2 et 150 tr.min-1). (a) : Témoin 

chimique, (b) : après 14 jours d‘incubation                                           

et (c) : après 30 jours d‘incubation. 
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H Etude de la biodégradation du naphtaléne 

Tableau 2 : Variation du pH et de la TS au cours de la biodégradation du 
naphtalène (100 et 32 mg.l-1) par les trois souches de streptomycètes. 

100mg.l-1 du naphtaléne 

Temps (Jours) Témion-pH pH Témion- T.S (mN.m-1) T.S (mN.m-1) 

AB1 

0 7,20 7,20 72,10 72,60 

1 7,19 6,99 73,20 53,34 

2 7,21 7,16 72,50 52,55 

4 7,18 7,15 72,13 52,15 

6 7,22 7,09 72,50 51,35 

8 7,197 6,97 73,60 49,23 

10 7,19 6,79 72,58 46,20 

12 7,21 6,76 72,58 45,89 

AH4 

0 7,20 7,18 72,10 72,00 

1 7,19 6,88 73,20 53,20 

2 7,21 6,84 72,50 52,94 

4 7,18 6,76 72,13 53,34 

6 7,22 6,78 72,50 53,20 

8 7,19 6,68 73,60 53,12 

10 7,19 6,67 72,58 53,09 

12 7,21 6,61 72,58 46,90 

AM2 

0 7,21 7,21 72,21 72,30 

1 7,19 7,12 72,12 54,23 

2 7,20 7,09 72,15 52,58 

4 7,18 6,96 72,13 51,35 

6 7,12 6,9 72,15 49,23 

8 7,197 6,88 72,60 49,13 

10 7,19 6,87 72,18 49,11 

12 7,21 6,72 72,28 47,78 
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32mg.l-1 du naphtaléne 

Temps (Jours) Témion-pH pH Témion- T.S (mN.m-1) T.S (mN.m-1) 

AB1 

0 7,20 7,13 72,43 72,60 

1 7,19 6,89 73,20 73,00 

2 7,21 6,91 72,50 72,80 

4 7,18 6,88 72,50 69,41 

6 7,22 6,83 73,53 68,35 

8 7,197 6,91 73,03 68,23 

10 7,19 6,89 73,25 68,20 

12 7,21 6,84 72,58 68,00 

AH4 

0 7,20 7,13 72,43 72,60 

1 7,19 6,89 73,2 73,00 

2 7,21 6,81 72,5 72,80 

4 7,18 6,85 72,5 69,41 

6 7,22 6,93 73,53 67,35 

8 7,197 6,81 73,03 67,23 

10 7,19 6,89 73,25 67,20 

12 7,21 6,84 72,58 67,00 

AM2 

0 7,20 7,22 72,10 72,00 

1 7,19 7,04 72,20 63,34 

2 7,21 7,02 72,50 62,55 

4 7,18 6,99 73,13 61,35 

6 7,22 6,81 72,50 59,23 

8 7,197 6,89 72,60 59,13 

10 7,19 6,87 72,08 56,11 

12 7,21 6,86 72,18 56,56 
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I Etude de la biodégradation du phénanthrène 

Tableau 3 : Variation du pH et de la TS au cours de la biodégradation du 
phénanthrène (100 et 32 mg.l-1) par les trois souches de streptomycètes. 

100 mg.l-1 du phénanthrène 

Temps (Jours) Témion-pH pH Témion- T.S (mN.m-1) T.S (mN.m-1) 

AB1 

0 
7,20 7,20 72,30 71,00 

1 
7,02 6,89 71,20 65,23 

2 
7,03 6,77 72,00 58,50 

4 
7,22 6,67 72,6 50,23 

6 
7,23 6,59 72,50 47,63 

8 
7,27 6,49 72,56 41,23 

10 
7,23 6,49 72,60 40,60 

12 
7,21 6,41 72,00 40,10 

AH4 

0 
7,20 7,18 72,10 72,00 

1 
7,19 6,88 73,20 53,20 

2 
7,21 6,84 72,50 52,94 

4 
7,18 6,76 72,13 53,34 

6 
7,22 6,78 72,50 53,20 

8 
7,197 6,68 73,60 50,12 

10 
7,19 6,67 72,58 47,09 

12 
7,21 6,61 72,58 45,89 

AM2 

0 7,20 7,13 72,30 71,00 

1 7,22 6,87 71,20 68,83 

2 7,30 6,76 72,00 64,56 

4 7,22 6,77 73,60 61,80 

6 7,23 6,57 72,50 56,28 

8 7,27 6,59 71,56 48,23 

10 7,30 6,62 72,60 42,76 

12 7,21 6,55 73,00 45,12 
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1,4 mg.l-1 du phénanthrène 

Temps (Jours) Témion-pH pH Témion- T.S (mN.m-1) T.S (mN.m-1) 

AB1 

0 
7,20 7,20 72,30 72,00 

1 
7,22 7,10 71,20 70,00 

2 
7,30 6,99 72,00 69,90 

4 
7,22 6,87 73,60 68,87 

6 
7,23 6,89 72,50 67,90 

8 
7,27 6,99 71,56 67,84 

10 
7,30 6,89 72,60 68,98 

12 
7,21 6,84 73,00 68,84 

AH4 

0 
7,20 7,20 72,10 72,60 

1 
7,19 6,89 73,20 63,34 

2 
7,21 6,92 72,50 62,55 

4 
7,18 6,87 72,13 62,15 

6 
7,22 6,92 72,50 61,35 

8 
7,197 6,97 73,60 59,23 

10 
7,19 6,89 72,58 60,20 

12 
7,21 6,86 72,58 61,89 

AM2 

0 7,10 7,13 72,20 73,00 

1 7,20 6,93 72,22 68,23 

2 7,21 6,83 72,30 68,56 

4 7,30 6,81 72,22 65,06 

6 7,20 6,67 72,23 62,65 

8 7,20 6,73 72,27 63,30 

10 7,20 6,65 73,30 68,5 

12 7,25 6,64 72,21 68,55 
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Figure 13 : Spectre HPLC de la dégradation du naphtalène (100mg.l-1) à différents 

temps d‘incubation par Streptomyces sp. AB1 (30 °C, pH= 7,2                               

et 150 tr.min-1). 
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Figure 14 : Spectre HPLC de la dégradation du naphtalène (100mg.l-1) à différents 

temps d‘incubation par Streptomyces sp. AHA (30 °C, pH= 7,2           

et 150 tr.min-1). 
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Figure 15 : Spectre HPLC de la dégradation du naphtalène (100mg.l-1) à différents 

temps d‘incubation par Streptomyces sp. AM2 (30 °C, pH= 7,2           

et 150 tr.min-1). 
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Figure 16 : Spectre HPLC de la dégradation du phénanthrène (100mg.l-1) à 

différents temps d‘incubation par Streptomyces sp. AB1 (30 °C,   

pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 
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Figure 17 : Spectre HPLC de la dégradation du phénanthrène (100mg.l-1) à 

différents temps d‘incubation par Streptomyces sp. AH4 (30 °C,    

pH= 7,2 et150 tr.min-1). 
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Figure 18 : Spectre HPLC de la dégradation du phénanthrène (100mg.l-1) à 

différents temps d‘incubation par Streptomyces sp. AM2 (30 °C, 

pH= 7,2 et 150 tr.min-1). 
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